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RESUMO 

 

O parasitismo em serpentes é um grande problema para a criação desses animais em cativeiro 

e o levantamento das espécies que normalmente infectam serpentes, pode ser utilizado para 

indicar procedimentos que visam diminuir a mortalidade de animais da criação, bem como 

reduzir os sinais clínicos derivados do parasitismo. O objetivo deste trabalho foi identificar os 

helmintos e ectoparasitos de Crotalus durissus (Serpentes, Viperidae) naturalmente 

parasitadas, recebidas pela Fundação Ezequiel Dias, oriundas de algumas localidades de 

Minas Gerais.. Foram eutanasiados 35 indivíduos adultos de C. durissus provenientes de 17 

municípios do estado de Minas Gerais. As serpentes foram pesadas, medidas, inspecionadas à 

procura de ectoparasitos e abertas da cloaca até à boca. Cada órgão foi separado em uma placa 

com solução salina 0,85% para inspeção individual em microscópio estereoscópico à procura 

de helmintos. As fezes foram retiradas diretamente do intestino grosso dos animais para a 

realização de exame coproparasitológico. Os nematódeos e larvas de Acanthocephala foram 

fixados com formol 10% quente. Os ectoparasitos foram fixados em álcool 70%. As fezes 

foram sedimentadas, centrifugadas com éter e analisadas em microscópio óptico. Também foi 

realizada a descrição histopatológica da lesão em estômago provocado por Ophidascaris 

arndti. Dos 35 animais necropsiados, 24 (68,57%) estavam parasitados. Foram encontrados 

19 (79,16%) animais parasitados com nematódeos Ophidascaris arndti, 6 (25%) com 

Hexametra boddaertii, 1 (4,16%) com Maracaya belemensis, 7 (29,16%) com Rhabdias 

filicaudalis, 4 (16,66%) com Kalicephalus inermis inermis, 1 (4,16%) com Kalicephalus 

costatus costatus, 1 (4,16%) com Kalicephalus sp., 1 (4,16%) com Hastospiculum 

onchocercum, 1 (4,16%) com uma larva de nematoda não identificada, 1 (4,16%) com larvas 

plerocercóides de Pseudophyllidea, 7 (29,16%) com larvas de Acanthocephala, 1 (4,16%) 

com ninfa de Porocephalus crotali e 2 (8,33%) com carrapatos da espécie Amblyomma 

rotundatum. Dos 35 exames coproparasitológicos, 24 (68,57%) indicaram a presença de ovos 

e/ou larvas de helmintos nas fezes, sendo: 11 (45,83%) de O. arndti, 5 (20,83%) de H. 

boddaertii/O.arndti, 6 (25%) de Rhabdias, 3 (12,5%) de Kalicephalus, 1 (4,16%) de H. 

onchocercum, 2 (8,33%) de Ascaridoidea e 3 (12,5%) de Rhabdtoidea. O EPF revelou ainda 2 

(8,33%) animais parasitados com oocistos de coccídeos. As alterações patológicas no 

estômago ocasionadas por O. arndti foram compatíveis com o diagnóstico de gastrite 

granulomatosa multifocal, apresentando vários focos de lesão circunscrita com necrose 

central, delimitadas por infiltrado inflamatório linfoplasmohistiocitário, associado à presença 

de células epitelióides, localizados nas camadas submucosa, muscular e serosa.  

 

Palavras-chave: Crotalus durissus, Ophidascaris arndti, Rhabdias filicaudalis, Maracaya 

belemensis, Hastospiculum onchocercum.  
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ABSTRACT 

 

Parasitism in snakes is a major problem for breeding these animals in captivity. Therefore, a 

survey of species that normally infect snakes can be useful to indicate procedures aimed at 

reducing the mortality of animals in creation and also to reduce clinical signs of parasitism. 

The objective of this study was to identify the helminths and ectoparasites of Crotalus 

durissus (Serpentes, Viperidae) naturally parasitized, received by Foundation Ezequiel Dias, 

originating from some localities of Minas Gerais State. Thirty five adult individuals of C. 

durissus originated from 17 localities in the state of Minas Gerais were euthanized. Snakes 

were weighed, measured, inspected for the presence of ectoparasites and open from mouth to 

the cloaca. Each organ was separated on a plate with 0.85% saline for individual inspection in 

a stereomicroscope in a search for helminths. The feces were collected directly from the 

intestine of animals to conduct coproparasitologic. Nematodes and Acanthocephala larvae 

were fixed with 10% hot formalin. The ectoparasites were fixed in 70% alcohol. Feces were 

pelleted, centrifuged with ether and analyzed by light microscopy. A histopathological 

description of the injury caused in the stomach by the parasite Ophidascaris arndti, was 

performed. Of the 35 animals necropsied, 24 (68.57%) were parasitized. It was found 19 

(79.16%) animals infected with nematodes Ophidascaris arndti, 6 (25%) with Hexametra 

boddaertii, 1 (4.16%) with Maracaya belemensis, 7 (29.16%) with Rhabdias filicaudalis, 4 

(16 66%) with Kalicephalus inermis inermis, 1 (4.16%) with Kalicephalus costatus costatus, 

1 (4.16%) with Kalicephalus sp., 1 (4.16%) with Hastospiculum onchocercum, 1 (4.16% ) 

with an unidentified nematode larvae, 1 (4.16%) with larvae of plerocercod Pseudophyllidea, 

7 (29.16%) with larvae of Acanthocephala, 1 (4.16%) with nymph Porocephalus crotali and 2 

(8,33%) with ticks of the species Amblyomma rotundatum. Of 35 fecal examinations, 24 

(68.57%) indicated the presence of eggs and/or larvae of helminths, of which: 11 (45.83%) O. 

arndti, 5 (20.83%) of H. boddaertii/O. arndti, 6 (25%) of Rhabdias, 3 (12.5%) of 

Kalicephalus, 1 (4.16%) H. onchocercum, 2 (8.33%) Ascaroidea and 3 (12.5%) of 

Rhabdtoidea. The EPF also revealed 2 (8.33%) animals infected with coccidia oocysts. The 

pathological changes in the stomach caused by O. arndti were consistent with the diagnosis of 

granulomatous gastritis multifocal, with several foci of circumscribed lesion with central 

necrosis, surrounded by inflammatory infiltrate lymphoplasmohistiocytic associated with the 

presence of epithelioid cells located in submucosa, muscle and serosa layers.  

 

Keywords: Crotalus durissus, Ophidascaris arndti, Rhabdias filicaudalis, Maracaya 

belemensis, Hastospiculum onchocercum.  
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1) Serpentes 

 

As serpentes estão incluídas na ordem Squamata juntamente com os lagartos e 

anfisbenídeos (Subordem Sauria) e constituem em números o segundo maior grupo de répteis 

atuais, estando apenas atrás dos lagartos (Vitt & Caldwell, 2009). Segundo Uetz (2012) já 

foram descritas 9.547 espécies de répteis em todo o mundo, sendo 3.378 espécies de 

serpentes, uma diversidade que supera a classe dos anfíbios e até mesmo dos mamíferos. De 

acordo com Bérnils (2010), o Brasil possui a segunda colocação na relação de países com 

maior riqueza de espécies de répteis, com registro de 721 espécies naturalmente ocorrentes e 

se reproduzindo no território nacional, sendo 371 serpentes.  

As serpentes podem ser encontradas em todo o mundo e em diferentes tipos de 

ambientes terrestres ou aquáticos, com exceção das regiões árticas, devido à ectotermia dos 

répteis. A evolução adaptativa aos mais diversos ambientes resultou em uma grande 

diversidade fisiológica e morfológica (Vitt & Caldwell, 2009). No Brasil, serpentes podem ser 

encontradas em todo o território nacional, incluindo ilhas (Cicchi et al., 2007; Marques et al., 

2001, 2002). Segundo Martins & Molina (2008), a Amazônia possui a maior diversidade de 

répteis (cerca de 350 espécies), seguida pela Mata Atlântica (quase 200 espécies), pelo 

Cerrado (mais de 150 espécies) e pela Caatinga (mais de 110 espécies). O Estado de Minas 

Gerais é coberto por três biomas diferentes (Mata Atlântica, Cerrado e Caatinga), o que 

garante uma grande diversidade de paisagens e espécies ocorrentes. Ainda de acordo com 

Martins e Molina (2008), já foram registradas 139 espécies de serpentes no Estado mineiro.  

Apenas duas famílias (Elapidae e Viperidae) reúnem as serpentes consideradas de 

interesse médico no Brasil (Melgarejo 2003) que estão distribuídas em quatro gêneros: 

Bothrops, Crotalus, Lachesis, pertencentes à família Viperidae, e Micrurus, pertencente à 

família Elapidae (Carrasco et al., 2012; Oliveira et al., 2009). Segundo o Sistema de 

Informação de Agravos de Notificação (SINAN) do Ministério da Saúde, de 2001 a 2012 

foram notificados 317.539 acidentes no Brasil provocados por serpentes, sendo 42.600 

acidentes em Minas Gerais (Brasil, 2012).  

Os acidentes ofídicos representam um grave problema de saúde pública nos países 

tropicais devido à sua frequência, pela significativa morbi-mortalidade que ocasionam e pela 

dificuldade de acesso às unidades de saúde e escassez do antiveneno, de acordo com a área de 

ocorrência (Oliveira et al., 2009; Pinho & Pereira, 2001). Os acidentes são mais prevalentes 
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em trabalhadores rurais, do sexo masculino e entre 15 a 49 anos. Os locais de acidente mais 

comuns são os pés e pernas (Melgarejo, 2003; Oliveira et al., 2009). No Brasil, o gênero 

Crotalus é responsável por 7,7% dos acidentes, Micrurus por 0,4%, Lachesis por 1,4% e 

Bothrops por 90,5% (Oliveira et al., 2009). 

No Brasil, os acidentes são mais frequentes entre os meses quentes e chuvosos 

(outubro a abril). No entanto, a sazonalidade pode variar: na região Nordeste a maioria dos 

acidentes ocorre em abril e maio, enquanto na região Norte, a maioria dos acidentes ocorre 

nos primeiros meses do ano (Oliveira et al., 2009). Os padrões de atividade das serpentes 

estão relacionados com a temperatura e umidade ambientes, bem como a disponibilidade de 

presas. Assim, nos meses frios e secos as serpentes apresentam pouca movimentação e o 

número de acidentes são menores (Sazima, 1988). 

 

1.2) FUNED e a criação de serpentes em cativeiro 

 

A produção de soros antiofídicos no Brasil iniciou-se em 1901 com a criação do 

Instituto Soroterápico do Estado de São Paulo, atual Instituto Butantan, dirigido por Vital 

Brazil. Como forma de obter informações sobre os acidentes ofídicos, para a entrega de 

ampolas de soro, aos usuários era solicitada a devolução de boletins com dados sobre o 

indivíduo, o acidente e o resultado da aplicação do imunobiológico. Esses boletins serviram 

como fonte de dados epidemiológicos sobre acidentes ofídicos por mais de 50 anos 

(Melgarejo, 2003).  

As décadas de 1970 e 1980 no Brasil foram marcadas pela desorganização das ações 

em saúde e pela insuficiência na produção de imunobiológicos. O laboratório privado Syntex 

do Brasil, que era o principal produtor de soros antiofídicos do país, parou sua produção de 

imunobiológicos em 1983, o que desencadeou uma grande crise no setor. Após o ápice da 

crise em 1985, o Ministério da Saúde se propôs a assumir integralmente a produção de soros 

em 1986, estabelecendo cotas mensais de cada tipo a serem remetidos às Unidades Federadas. 

A partir disso, as Secretarias Estaduais de Saúde passaram a se encarregar do recebimento, 

armazenamento e distribuição dos soros, em caráter exclusivo, e as notificações dos acidentes 

ofídicos passaram a ser obrigatórias em todo o país (Melgarejo, 2003). Desde então, a criação 

de serpentes em cativeiro para extração de veneno e produção de imunobiológicos teve uma 

maior atenção. 

A Fundação Ezequiel Dias (FUNED) é um órgão vinculado à Secretaria de Estado de 

Saúde de Minas Gerais (SES/MG) e é referência no desenvolvimento e na produção de 
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medicamentos e imunobiológicos, na realização de pesquisas no campo da saúde e nas ações 

de Vigilância Sanitária, Epidemiológica e Ambiental. A FUNED é uma das três instituições 

brasileiras produtoras de soros antiofídicos e antiescorpiônicos no Brasil e possui um 

criadouro de serpentes e escorpiões que permite a continuidade da produção. Esse criadouro, 

denominado atualmente Serviço de Animais Peçonhentos (SAP), é responsável pelo 

recebimento e identificação das serpentes e dos escorpiões, bem como a extração de veneno 

desses animais para a produção dos imunobiológicos. Segundo Starling et al. (2007), essa 

atuação é uma marca da Instituição desde 1918 quando a FUNED ainda era uma filial do 

Instituto Manguinhos e dirigida pelo próprio Ezequiel Dias, sendo a mesma apelidada desde 

essa época de “Instituto das Cobras”.  

A maioria dos animais em cativeiro da FUNED é proveniente de doações de pessoas 

físicas, empresas e órgãos municipais e estaduais. O recebimento de serpentes pelo SAP é 

diário, sendo a Polícia Ambiental e os Centros de Controle de Zoonoses os principais 

doadores. Apesar da FUNED receber animais de qualquer localidade do Brasil, os ofídios 

recebidos são basicamente do próprio Estado de Minas Gerais. Segundo Mello e Silva (2010), 

no período de janeiro de 2007 a dezembro de 2009 foram recebidas pela FUNED 4.775 

serpentes. Em se tratando de composição em espécies, registrou-se 81% (3.862 indivíduos) 

pertencentes a grupos de serpentes peçonhentas de interesse médico, sendo 98% (3.776 

indivíduos) da família Viperidae e 2% (86 indivíduos) da família Elapidae.  

Em relação à família Viperidae foram recebidas 2.914 C. durissus (Linnaeus, 1758), 1 

B. leucurus (Wagler, 1824), 121 B. moojeni (Hoge, 1966), 15 B. jararacussu (Lacerda, 1884), 

372 B. neuwiedi (Wagler, 1824), 232 B. jararaca (Wied, 1824) e 121 B. alternatus (Duméril 

et al., 1854). Associa-se à grande entrega de C. durissus devido à sua fácil identificação pela 

presença do chocalho na ponta da sua cauda, além de sua área de ocorrência estar em 

expansão devido aos desmatamentos e aumento de áreas para agropecuária (Marques et al., 

2002). Para a família Elapidae, registraram-se 49 indivíduos da espécie Micrurus frontalis 

(Duméril et al., 1854)  e 37 de M. lemniscatus (Linnaeus, 1758) 

Com relação às serpentes não consideradas de interesse médico, do total de 913 

serpentes (19%), 37 indivíduos pertenceram à família Boidae e 876 à família Colubridae. Para 

a família Boidae foram registrados 22 indivíduos da espécie Boa constrictor (Linnaeus, 1758) 

e 13 de Epicrates sp. Para Colubridae, 23 gêneros foram registrados, sendo os mais comuns 

Atractus (130 indivíduos), Oxyrhopus (225 indivíduos) e Sibynomorphus (272 indivíduos).  



23 

 

As doações ocorrem ao longo de todo o ano, mas o volume de animais doados é maior 

nas épocas mais quentes do ano, quando as serpentes estão mais ativas e os encontros 

ocasionais com elas aumentam (Mello & Silva, 2010) (Figura 1).  

 

Distribuição temporal do total de serpentes recebidas pela 

FUNED de janeiro de 2007 a dezembro de 2009
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Figura 1 - Distribuição temporal do total de serpentes recebidas pela FUNED de janeiro de 

2007 a dezembro de 2009 (Fonte: Mello & Silva, 2010). 

 

Os animais recebidos que são de interesse para a extração de veneno para produção de 

soro antiofídico são encaminhados para uma quarentena onde ficam de três meses a um ano 

para adaptação ao cativeiro e para observação de qualquer alteração que possa ser prejudicial 

aos outros animais já em confinamento. A criação e manutenção de serpentes pode ser de três 

tipos: intensiva, semi-extensiva e extensiva. O primeiro tipo, apesar de ter um elevado custo 

financeiro, é o modo mais indicado por permitir climatização dos ambientes de acordo com as 

necessidades das espécies e um controle individual do animal (Leinz et al., 1989; Leloup, 

1984). Mesmo que os animais sejam mantidos em modo de criação intensiva e recebam 

manejos adequados por profissionais especializados, a adaptação dos animais não é garantida, 

especialmente para as serpentes provenientes do ambiente silvestre. 

Muitas serpentes que são mantidas em cativeiro morrem nos dois primeiros anos após 

sua captura sendo a “síndrome da má adaptação” a principal causa dos óbitos (Hoge, 1981). 

Essa síndrome pode proporcionar aos animais anorexia, emagrecimento (mesmo com a 

alimentação normal da serpente), fragilidade dos tecidos (resultando em ulceração da pele em 

pontos de fricção), aumento da suscetibilidade a infecções por microorganismos patogênicos e 

pelos normalmente inócuos. Assim, a presença de endo e ectoparasitos, juntamente com o 

estresse do animal ao confinamento, podem provocar patologias e grandes problemas para a 

criação dos animais, seja com fins científicos ou comerciais.  
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A manutenção de serpentes em cativeiro, especialmente as peçonhentas, tem grande 

importância para a produção de imunobiológicos, medicamentos e fornecimento de material 

biológico (veneno, tecidos, excretas, etc) para as pesquisas. Os estudos envolvendo venenos 

de serpentes podem levar a produtos envolvidos em um mercado muito lucrativo. Segundo 

Bellinghini (2004) o anti-hipertensivo Captopril, que teve origem a partir do veneno da B. 

jararaca, rende anualmente cinco bilhões de dólares à multinacional Squibb. Outro mercado 

crescente em todo o mundo é a criação de répteis e anfíbios como pets, prática conhecida 

como “Herp Hobby” (Harding, 2008). Mais de 18,3 milhões de répteis foram importados 

apenas para os Estados Unidos entre 1989 a 1997, sendo os lagartos mais comuns, seguido 

por quelônios, serpentes e crocodilos (HSUS, 2001). Segundo Reed (2005), no período de 

1989 a 2000, foram importados para os Estados Unidos mais de 3.000 espécimes de boídeos, 

oficialmente declarados, movimentando um valor total de $10.837,840 dólares. O comércio 

ilegal de plantas e animais raros e exóticos movimenta mais 3 bilhões de dólares anualmente 

somente nos Estados Unidos (HSUS, 2001). 

Além do potencial farmacêutico e econômico, a criação de serpentes também é 

importante para a conservação de espécies através das reproduções em cativeiro 

(principalmente as ameaçadas de extinção), além do fornecimento de informações e materiais 

biológicos através das coleções científicas e instituições produtoras de soro antiofídico.  

 

1.3)  Crotalus durissus  

 

As cascavéis compreendem dois gêneros, Crotalus e Sistrurus, os quais abrangem 37 

espécies encontradas apenas nas Américas (Barros & Martins, 2011). As serpentes do gênero 

Crotalus (Linnaeus, 1758) ocorrem do sul do Canadá até a Argentina, são terrestres, robustas, 

pouco ágeis e apresentam um guizo (ou chocalho) na extremidade da cauda.  

No Brasil, há a ocorrência de apenas uma espécie, C. durissus, que tem uma ampla 

distribuição geográfica e de acordo com a região, essas serpentes podem ser conhecidas como 

Cascavel, Boicininga, Maracambóia e Maracá (Melgarejo, 2003). São encontradas em uma 

grande variedade de habitats, como campos abertos, áreas secas, arenosas, pedregosas e mais 

raramente na faixa litorânea. Sua distribuição geográfica da cascavel está em expansão, fato 

que pode ser explicado devido ao alto poder de adaptação dessa espécie a ambientes 

modificados e antropizados (Bastos et al., 2005; Marques et al., 2001). 
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Das oito subespécies registradas (Uetz, 2012), cinco são encontradas em território 

nacional: C. durissus collineatus nas áreas secas da região Centro-Oeste, em Minas Gerais e 

no Norte de São Paulo; C. durissus cascavella em regiões de Caatinga do Nordeste; C. 

durissus ruruima na região Norte; C. durissus marajoensis na Ilha do Marajó; e C. durissus 

terrificus nas zonas altas e secas da região Sul oriental e meridional (Pinho & Pereira, 2001).  

Dentre os venenos de origem animal, o veneno da cascavel é um dos mais 

pesquisados. O envenenamento crotálico quase não produz lesões locais e apresenta 

principalmente três atividades de importância clínica conhecida: neurotóxica, coagulante e 

miotóxica. A atividade neurotóxica possui ação periférica e pode causar paralisia flácida da 

musculatura esquelética (principalmente ocular e facial) e as vezes da respiração, causando, 

consequentemente, insuficiência respiratória. A atividade coagulante causa a ocorrência de 

sangramento e distúrbios da coagulação por consumo de fibrinogênio. A atividade miotóxica 

sistêmica pode causar rabdomiólise generalizada, afetando principalmente os rins, o que pode 

levar à um quadro de insuficiência renal aguda (Pinho & Pereira, 2001). 

Todas as espécies de serpentes são carnívoras e muito suscetíveis a adquirir diversos 

patógenos devido aos seus hábitos alimentares. Crotalus durissus é considerada espécie de 

hábito alimentar especialista, sendo que pequenos mamíferos, como roedores e marsupiais, 

consitutem a principal parte da sua dieta. Eventualmente essa serpente pode ingerir lagartos e 

aves (Argaéz, 2006; Barros & Martins, 2011; Hartmann et al., 2009; Sant'Anna & Abe, 2007). 

 

1.4) Parasitismo em serpentes - revisão de literatura 

 

O trato gastrointestinal dos répteis é o sistema mais comumente afetado pelo 

parasitismo. Os endoparasitos mais frequentes são protozoários, nematódeos, trematódeos e 

cestódeos (Benson, 1999; Wilson & Carpenter, 1996). A patogenicidade dos parasitos 

geralmente é desconhecida, mas em geral, as populações de répteis apresentam algum grau de 

resistência ao parasitismo (Vitt & Caldwell, 2009). Os principais efeitos negativos do 

parasitismo incluem anemia, anorexia, redução da sobrevivência e competitividade, e para as 

fêmeas, redução da fecundidade (Vitt & Caldwell, 2009).  

A descrição de novas espécies de parasitos de répteis vem aumentando, no entanto há 

poucas revisões na literatura. Segundo Rossellini (2007), as principais revisões sobre 

helmintos de serpentes brasileiras são: Yamaguti (1961), Travassos et al. (1969), Correa 

(1980) e Thatcher (1993) sobre trematódeos; Yamaguti (1961) e Vicente et al. (1993) sobre 

nematódeos; e Yamaguti (1959) e Schmidt (1986), sobre cestódeos. 
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Ainda segundo Rossellini (2007), existe 44 espécies de trematódeos, 40 espécies de 

nematódeos e 10 espécies de cestódeos parasitos de serpentes brasileiras. De acordo com Dias 

et al. (2004), Rossellini (2007) e Silva et al. (2007) já foi encontrado parasitando C. durissus: 

Ascaridia flexuosa (Schneider, 1866), Capillaria crotali (Rud, 1819), Hastospiculum 

onchocercum (Chitwood, 1932), Hexametra boddaertii (Baird, 1860) (= quadricornis), 

Kalicephalus costatus costatus (Rudolphi, 1819), K. inermis inermis (Molin, 1861), K. 

implicatus (Kreins, 1940), Ophidascaris spp (Baylis, 1920), O. arndti (Sprehn, 1929) (= 

sprenti e travassosi), O. trichuriformis (Vaz, 1935), Polydelphis quadrangularis (Schneider, 

1866), Travassosascaris araujoi (Sprent, 1978), Acanthorabdias acanthorhabdias (Pereira, 

1927), Rhabdias spp. (Stiles et Hassall,  1905), O. durissus (Panizzutti et al., 2003) e 

Ophiodiplostomum spectabile (Dubois, 1936). Alguns parasitos de répteis, como larvas 

plerocercóides de Pseudophyllidea, larvas dracunculóides, acantocéfalos e adultos ou larvas 

de nematódeos espirurídeos podem mimetizar tumores, mas raramente causam doença clínica 

(Mauldin & Done, 1996). 

 

1.4.1) Rhabditida 

 

A família Rhabidiasidae (Rhabditida: Rhabditoidea) possui mais de 90 espécies 

parasitas do trato respiratório de anfíbios e répteis. Dentre os gêneros da família, Entomelas 

(Travassos, 1930) ocorre exclusivamente em lagartos e Rhabdias ocorre em anfíbios, 

serpentes, lagartos e salamandras (Anderson & Bain, 2009a; Kuzmin et al., 2003, 2008; 

Kuzmin & Tkach, 2011; Martínez-Salazar, 2006; Martínez-Salazar & León-Règagnon 2006; 

Mitchell, 2007; Moravec, 2010; Wilson & Carpenter, 1996). A maioria das espécies de 

Rhabdias são parasitos de anfíbios, tendo poucas espécies ocorrendo em Squamata (Bursey et 

al., 2003; Kuzmin & Tkach, 2008), com 31 espécies descritas em lagartos e serpentes 

(Kuzmin & Tkach, 2011).  

O gênero Rhabdias ocorre nas regiões tropicais e temperadas de todo o mundo, sendo 

o principal nematódeo parasito de pulmões de anfíbios e serpentes (Langford, 2010). 

Entretanto, anfíbios anuros das famílias Ranidae e Bufonidae e serpentes da família 

Colubridae são os principais hospedeiros (Baker, 1978). Cerca de 70 espécies são descritas 

(Anderson, 2000; Santos et al., 2011; Vicente et al., 1993; Yamaguti, 1961). Destas, doze 

espécies parasitam serpentes (Barrella et al., 2010; Bursey et al., 2003; Kuzmin, 1999; 

Kuzmin & Tkach, 2008; Martínez-Salazar & León-Règagnon, 2006; Pereira, 1928), sendo 

cinco espécies registradas nas Américas: R. eustreptos (McCallum, 1921), R. fuscovenosa 
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(Railliet, 1899), R. lamothei (Martinez-Salazar & Leon-Regagnon, 2006), R. vellardi (Pereira, 

1928) e R. filicaudalis (Barella et al., 2010) (Barrella et al., 2010; Martínez-Salazar, 2008; 

Pereira, 1928; Rossellini, 2007; Vicente et al., 1993). Silva et al. (2007) encontraram uma 

frequência de 44% de parasitismo em cascavéis do Estado de São Paulo por Rhabdias sp.  

Também já foi registrado na América R. labiata (Pereira, 1927) (Dias et al., 2004; 

Luppi et al., 2007; Silva et al., 2001, 2007; Siqueira et al., 2009), mas esta espécie foi 

sinonimizada com Acanthorhabdias acanthorhabdias por Baker (1987). Apesar da 

reclassificação taxonônima alguns trabalhos mais recentes não levaram em conta essa 

sinonimização (Dias et al., 2004; Luppi et al., 2007; Silva et al., 2001, 2007; Siqueira et al., 

2009). O gênero Acanthorhabdias possui uma única espécie (A. acanthorhabdias) e é 

caracterizado por apresentar 8 ou 10 espinhos na abertura bucal (Fernandes & Souza, 1974; 

Pereira, 1927; Vicente et al., 1993; Yamaguti, 1961). 

 De acordo com Kuzmin et al. (2007), quase todas as espécies conhecidas estão 

restritas ao continente onde foram registradas, exceto R. fuscovenosa, que além das Américas, 

também ocorre na Europa e na Ásia. Mesmo com a grande variação morfológica do 

comprimento do corpo da mesma espécie em hospedeiros diferentes, devido à grande 

distribuição geográfica da espécie R. fuscovenosa, Chu (1936) propôs uma divisão do 

complexo  R. fuscovenosa  baseado principalmente na distribuição geográfica e no tamanho 

do corpo.  

A diferenciação das espécies do gênero Rhabdias é complicada devido à uniformidade 

da morfologia das fêmeas parasitas, ausência de machos parasitos, descrições inadequadas e 

desconhecimento ou informações incompletas da história de vida das formas livres (Chu, 

1936; Baker, 1978, 1987; Kuzmin et al., 2005; Langford, 2010; Saad et al., 2009). As espécies 

de Rhabdias que parasitam serpentes não são observadas parasitando hospedeiros de outras 

ordens (Kuzmin et al., 2003; Martínez-Salazar, 2006, 2008). A maioria das espécies de 

Rhabdias parasitas de serpentes são descritas em Colubridae (Martínez-Salazar & León-

Regagnon, 2006), mas há registros também em Boidae (Sánchez et al., 2004) e Viperidae 

(Goldberg et al., 2004).  

O gênero Strongyloides (Bavay, 1876) é outro membro da superfamília Rhabditoidea, 

mas que parasita o trato intestinal de serpentes. Os ovos larvados de Rhabdias e Strongyloides 

são indistinguíveis quando presentes em exames de fezes do hospedeiro, no entanto um 

lavado pulmonar da serpente pode demonstrar ovos embrionados de Rhabdias (Mitchell, 

2007; Silva et al., 2007; Wilson & Carpenter, 1996). Os sinais clínicos incluem inflamação na 

cavidade oral, ofegação, acúmulo de exudato em volta da glote, hipóxia e pneumonia 
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(Mihalca et al., 2010; Santos, 2005; Santos et al., 2008; Schumacher, 2011; Taylor et al., 

2010; Wilson & Carpenter, 1996). O parasitismo por Rhabdias pode levar a quadros de 

pneumonia devido a infecções bacterianas secundárias (Nogueira, 2004; Santos, 2005). 

O ciclo do parasito é direto e altera entre as fases de vida livre no solo e parasitária 

com fêmeas partenogenéticas. A infecção de serpentes por Rhabdias ou Strongyloides pode 

ocorrer através da infecção percutânea de larvas infectantes ou através da ingestão de água e 

alimento contaminados (Mihalca et al., 2010; Mitchell, 2007; Taylor et al., 2010). Kelehear et 

al. (2011) verificou que a principal rota de infecção de R. pseudosphaerocephala (Kuzmin et 

al., 2007) em Rhinella marina (Linnaeus, 1758) se dá através da penetração da larva do 

parasito na órbita ocular do hospedeiro, sendo a infecção cutânea a rota secundária.  

As larvas ingeridas penetram na mucosa oral caindo no sistema circulatório até 

chegarem ao pulmão. As larvas de Rhabdias irão completar seu desenvolvimento no próprio 

pulmão, mas as larvas de Strongyloides irão migrar pela traquéia, serem deglutidas e se 

desenvolverão em adultos apenas no intestino. Assim, a passagem de larvas de Strongyloides 

pelo pulmão também está associada à quadros de pneumonia (Jacobson, 2007).  

Os sinais derivados do parasitismo por Strongyloides no intestino são inespecíficos e 

incluem anorexia, perda de peso, letargia e diarréia (Jacobson, 2007; Mitchell, 2007). 

Segundo Durette-Desset et al. (1994), alguns nematódeos rabditóides, como Rhabdias e 

Strongyloides, podem ser considerados representantes da transição entre parasitos rabditóides 

de vida livre e estrongiloidídeos parasitos obrigatórios pelo fato do ciclo de vida deles 

apresentarem tanto gerações livre-viventes, quanto gerações parasitárias.  

 

1.4.2) Strongylida 

 

A ordem Strongylida é constituída por 7 superfamílias: Diaphanocephaloidea, 

Ancylostomatoidea, Strongyloidea, Trichostrongyloidea, Metastrongyloidea, Molineoidea e 

Helignosomoidea (Durette-Desset et al., 1994). A chave de identificação de Lichtenfels 

(2009) considera apenas as 5 primeiras como pertencentes à ordem.  

A superfamília Diaphanocephaloidea (subordem Ancylostomatina) é constituída por 

parasitos ancilóstomos-like do trato digestivo de serpentes e, mais raramente, lagartos, sendo 

mais de 33 espécies descritas em dois gêneros. A superfamília possui uma única família 

(Diaphanocephalidae) e é caracterizada por uma cápsula bucal larga e alongada 

dorsoventralmente, dando à cápsula bucal uma aparência bivalve (Lichtenfels, 2009). 

Segundo Chilton et al. (2006), a precisa posição da família Diaphanocephalidae em relação a 
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outras famílias da subordem Ancylostomatina não está clara nas análises de filogenia 

molecular.  

O gênero Kalicephalus (Diaphanocephalidae) é um frequente parasito do trato 

gatrointestinal de répteis, sendo encontrado principalmente em serpentes, e menos 

comumente, em lagartos. Os parasitos são hematófagos e podem ficar aderidos à mucosa do 

tecido ou no lúmen do órgão. Seu ciclo biológico é direto e a transmissão ocorre através da 

ingestão de água e alimentos contaminados com ovos ou através da rota percutânea. Os ovos 

são expelidos juntamente com as fezes do animal ou quando os parasitos situam-se na parte 

cranial do esôfago, os ovos podem ser expelidos pela boca (Mitchell, 2007). Segundo 

Anderson (2000), caracóis, lesmas e anfíbios podem ser hospedeiros paratênicos de larvas 

infectantes. O período pré-patente pode variar de 2 a 4 meses (Teixeira, 2000) e a maioria das 

serpentes parasitadas apresentam infecção subclínica, sendo que em casos de infecções 

graves, os animais podem apresentar sinais clínicos como letargia, debilidade, anorexia e 

diarréia sanguinolenta. As lesões incluem enterite ulcerativa e hemorragias, que podem levar 

a quadros de infecção bacteriana secundária e à morte (Greiner & Mader, 1996; Jacobson, 

2007; Mitchell, 2007; Taylor et al., 2010). Grego et al. (2004) encontrou enterite aguda e 

caseosa em B. jararaca parasitada por K. inermis. A passagem de Kalicephalus spp. pelo 

pulmão também pode resultar na irritação do tecido pulmonar e, consequentemente, levar a 

infecções bacterianas secundárias (Schumacher, 2011).  

 

1.4.3) Ascaridida 

 

Segundo Wilson & Carpenter (1996), parasitos da família Ascarididae (Ordem 

Ascaridida) parasitam todos os répteis, especialmente serpentes. Os vermes adultos são 

encontrados no trato gastrointestinal e produzem ovos de casca grossa que são eliminados 

juntamente com as fezes do hospedeiro. Esses nematódeos são os parasitos mais importantes 

para as serpentes e a infecção pode ser fatal (Rataj et al., 2011). As larvas de ascarídeos 

podem provocar lesões devido à migração pelas vísceras e os adultos parasitam o trato 

gastrointestinal, ocasionando anorexia, regurgitação, obstrução e perfuração intestinal (Wilson 

& Carpenter, 1996).  

 Os gêneros de ocorrência em serpentes no Brasil são Ascaridia (Dujardin, 1845), 

Ophidascaris (Baylis, 1920), Hexametra (Travassos, 1920), Polydelphis (Dujardin, 1845) e 

Travassosascaris (Sprent, 1978) (Dias et al., 2004). Apenas o gênero Ascaridia apresenta 

ciclo monoxeno e os demais apresentam ciclo heteroxeno. Estes utilizam invertebrados, 
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anfíbios e roedores como hospedeiros intermediários e/ou paratênicos (Anderson, 2000; 

Wilson & Carpenter, 1996). A prevalência destes nematódeos em répteis é elevada, sendo os 

gêneros Ophidascaris, Hexametra e Polydelphis os mais comuns em serpentes. Pinto et al. 

(2010) encontrou aproximadamente 80% de parasitismo por ascarídeos em Crotalus durissus 

no Brasil. Dentro dos 80%, o gênero Ophidascaris foi o mais comum (50,0%), seguido por 

Hexametra (30,0%) e Travassosascaris (20,0%). Dias et al. (2004) encontrou em cascavéis 

prevalência de 25,0% de Ophidascaris, 16,6% de Ascaridia, 8,3% de Hexametra e 8,3% de 

Travassosascaris. Teixeira (2000) encontrou 37,3% de parasitismo em serpentes C. durissus, 

sendo que dentre as serpentes parasitadas, O. trichuriformis foi o nematódeo mais prevalente 

(47,06%). 

Alguns autores suspeitam que os gêneros possam ser uma zoonose, sendo um dos 

possíveis responsáveis pela Neurorretinite Subaguda Unilateral Difusa (DUSN) no Brasil, 

síndrome ocular inflamatória provocada por larvas de nematódeos. Segundo Vianna et al. 

(2007) o agente causador geralmente pertence ao gênero Toxocara, mas devido às 

características morfológicas das larvas Souza et al. (2005) sugerem que as larvas de 

ascarídeos de répteis (Ophidascaris, Polydelphis, Travassoascaris e Hexametra) devem ser 

consideradas como agentes etiológicos da síndrome DUSN no Brasil. 

 

1.4.4) Spirurida 

 

 Nematódeos da ordem Spirurida (Railliet, 1914) podem ser encontrados na região 

anterior do trato gastrointestinal ou nos tecidos de peixes, anfíbios, répteis, aves e mamíferos 

e apresentam ciclo heteroxeno com desenvolvimento total do estágio larval, infectante para o 

hospedeiro definitivo, dentro de um hospedeiro intermediário (Chabaud, 2009). Suas duas 

subordens (Camallanina e Spirurina) apresentam muitas famílias que parasitam répteis. Com 

relação à subordem Camallanina, o gênero Dracunculus (Reichard, 1959) (Dracunculoidea, 

Dracunculidae) ocorre no interior dos tecidos ou cavidades do corpo de mamíferos (incluindo 

o homem) e répteis, sendo descritas cerca de 13 espécies (Moravec & Little, 2004). O gênero 

já foi registrado em répteis na América do Norte e do Sul, África, Madagascar, Vietnã, Índia, 

Europa e Austrália e já foi encontrado em serpentes das famílias Colubridae, Boidae, 

Pythonidae e Elapidae (Jones & Mulder, 2007). No Brasil, a espécie D. brasiliensis foi 

descrita parasitando uma sucuri, Eunectes murinus (Linnaeus, 1758), sendo o único registro 

do gênero em serpentes no país (Moravec & Santos, 2009).   
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 A subordem Spirurina apresenta a maioria das famílias de parasitos infectando 

répteis. Com relação ao parasitismo em serpentes, a família mais encontrada e de maior 

importância veterinária é Physalopteridae. Esta possui três subfamílias: Proleptinae (Schulz, 

1927), que ocorre principalmente em peixes e raramente em répteis; Physalopterinae (Railliet, 

1893), muito comum em répteis, aves e mamíferos, raramente em anfíbios e ausente em 

peixes; e Thubunaeinae (Sobolev, 1949), ocorrendo apenas em répteis.  

 De acordo com Chabaud (2009), dois gêneros estão incluídos na subfamília 

Thubunaeinae: Thubunaea (Seurat, 1914) e Physalopteroides (Wu & Liu, 1940). Babero & 

Emmerson (1974) encontraram T. cnemidophorus (Babero & Matthias, 1967) em Crotalus 

cerastes (Hallowell, 1854), C. mitchellii (Cope, 1861) e C. scutulatus (Kenicott, 1861) no Sul 

do Estado de Nevada, Estados Unidos da América. A espécie T. cnemidophorus normalmente 

é um parasito de lagartos teiídeos (Babero & Matthias, 1967) e as referidas espécies de 

cascavéis alimentam-se predominantemente de lagartos (Bursey & Goldberg, 1991).  

 Dentro da subfamília Physalopterinae estão inclusos 7 gêneros (Chabaud, 2009): 

Pseudabbreviata (Lichtenfels & Quigley, 1968), Skrjabinoptera (Schulz, 1927), Abbreviata 

(Travassos, 1930), Pseudophysaloptera (Baylis, 1934), Physaloptera (Rudolphi, 1819), 

Turgida (Schulz, 1927) e Pentadentoptera (Schachnasarova, 1949). No Brasil, já foi relatada 

a ocorrência de Physaloptera liophis (Vicente & Santos, 1974), P. monodens (Molin, 1860) e 

P. obtusissima (Molin, 1860) no estômago de, respectivamente, Liophis miliaris (Linnaeus, 

1758) (Colubridae), B. constrictor (Boidae) e B. jararaca (Viperidae) (Rossellini, 2007). A 

espécie P. monodens foi sinonimizada com P. obtusissima (Bursey & Brook, 2011). 

 Segundo Jones (1995a), os gêneros Abbreviata, Skrjabinoptera e Kreisiella 

apresentam baixa especificidade de hospedeiros, ocorrendo em um grande número de espécies 

de lagartos. Goldberg et al. (2002) encontraram A. terrapenis (Hill, 1941) parasitando o 

estômago de Crotalus lepidus (Kennicott, 1861) nos Estados Arizona e Novo México, 

Estados Unidos da América. Jones (1995b) encontrou cistos contendo uma ou mais larvas de 

Abbreviata spp. nas camadas mucosa, muscular e serosa do estômago de serpentes da família 

Elapidae e lagartos das famílias Agamidae, Gekkonidae, Pygopodidae, Scincidae e Varanidae 

na Austrália. 

 Dentre as outras famílias da subordem Spirurina, dentro da família Spirocercidae, a 

espécie Physocephalus sexalatus (Molin, 1860), já foi encontrada na submucosa do intestino 

de C. atrox (Baird & Girard, 1853), C. lepidus (Kennicott, 1861) e C. scutulatus (Kennicott, 

1861) no Texas, sendo responsável por granulomas no mesentério (Jacobson, 2007; 

McAllister et al., 2004). A mesma espécie também já foi encontrada parasitando suínos 



32 

 

(Suidae), criados em cativeiro, em São Paulo (Gomes et al., 2005), na Bahia (Pinto et al., 

2007) e na Espanha (Gomes, 2009). Além de suínos, de acordo com Yamaguti (1961), o 

gênero Physocephalus também pode parasitar mamíferos artiodáctilos (famílias Tayassuidae e 

Camelidae), perissodáctilos (como rinocerontes) e macacos. Silva et al. (1999) encontrou P. 

sexalatus em veados-campeiros, Ozotoceros bezoarticus (Linnaeus, 1758) (Cervidae), no 

Mato Grosso do Sul. 

A família Diplotriaenidae inclui parasitos de répteis e aves, sendo relativamente 

grandes, apresentam vulva anterior, asas caudais e borda da abertura bucal com elevações 

cuticulares em forma de “epaulettes” (Anderson & Bain, 2009b). Dentro da família, o gênero 

Hastospiculum possui 8 espécies parasitas de répteis que, em geral, são encontradas sob a 

serosa da cavidade peritonial de seus hospedeiros (Araújo, 1970a).  Duas espécies já foram 

encontradas em serpentes no Brasil: H. digiticaudum (Freitas, 1956) em Philodryas 

aestivus (Duméril, Bibron & Duméril, 1854) e H. onchocercum (Chitwood, 1932) em Spilotes 

pullatus (Linnaeus, 1958) e C. durissus.  

 

1.4.5) Acanthocephala 

 

 O Filo Acanthocephala é constituído por parasitos que são caracterizados por 

apresentar uma probóscide retrátil armada de espinhos utilizada como suporte para a sua 

inserção na parede intestinal do hospedeiro. Todos os adultos vivem no intestino delgado de 

vertebrados, são dióicos, com fêmeas maiores que os machos e não possuem sistema 

digestivo. Esses parasitos estão distribuídos por todo o mundo, possuem ciclo de vida indireto 

e utilizam como hospedeiro intermediário artrópodes ou crustáceos. Répteis podem servir 

como hospedeiros intermediários, paratênicos ou definitivos (Baker, 1987; Goater & Goater, 

2001; Greiner & Mader, 1996; Near et al., 1998). As larvas de Acanthocephala (cistacantos) 

geralmente são encontradas encistadas na cavidade abdominal dos hospedeiros intermediários 

ou paratênicos. Nos hospedeiros definitivos, os ovos são eliminados junto com as fezes e são 

caracterizados por apresentar várias camadas ao redor da larva acanthor (Baker, 2007; Greiner 

& Maider, 1996).  

 Segundo Kennedy (2006), são descritas aproximadamente 1000 espécies e o filo 

apresenta 4 classes: Archiacanthocephala, que tem como hospedeiros definitivos 

principalmente aves e mamíferos predadores; Palaeacanthocephala, que tem como hospedeiro 

definitivo principalmente peixes, anfíbios, aves e mamíferos; Eoacanthocephala, que tem 

como hospedeiro definitivo principalmente peixes, anfíbios e quelônios; e 
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Polyacanthocephala, que tem como hospedeiro definitivo jacarés na América do Sul. Ainda 

de acordo como o autor, poucas são as espécies especializadas em parasitar anfíbios e répteis, 

sendo geralmente raros, completamente ausentes em determinadas localidades e quando 

encontrados, frequentemente são estágios de cistacantos em que os répteis servem como 

hospedeiros paratênicos. 

 

1.4.6) Pentastomida 

 

 Pentastomídeos são endoparasitos obrigatórios e popularmente conhecidos como 

"vermes lingulados" (Tongueworms), apresentando características morfológicas entre 

anelídeos e artrópodes. Pentastomida, historicamente, é considerado como um filo próprio 

(Self, 1969). Mas apesar da aparência vermiforme, estudos filogenéticos relacionam esses 

parasitos com crustáceos. Assim, atualmente o grupo Pentastomida é classificado como uma 

subclasse, classe Maxillopoda, subfilo Crustacea, Filo Arthropoda (Brusca & Brusca, 2003; 

Chen et al., 2010). 

 Mais de 130 espécies são descritas, todas atingindo maturidade sexual no trato 

respiratório de vertebrados, especialmente de répteis, com mais de 70 espécies registradas 

nesses animais (Abele et al., 1989; Almeida & Christoffersen, 1999; Anjos et al., 2008; 

Magnino et al., 2009). A maioria das espécies apresenta ciclo heteroxeno, mas há registros de 

espécies com ciclo monoxeno (Riley, 1983; Self, 1969). Todas as espécies de pentastomídeos 

conhecidas são dióicas, apresentam evidente dimorfismo sexual, com fêmeas maduras 

maiores que os machos, fecundação interna, corpo alongado e cilíndrico com cutícula delgada 

(Paré, 2008; Riley, 1983).  

 Todos os parasitos adultos apresentam como característica dois pares de ganchos 

retráteis em ambos lados da boca para a fixação ao tecido do hospedeiro (Abele et al., 1989; 

Mitchell, 2007; Paré, 2008). Ninfas com ganchos também podem ocorrer, como é o caso da 

espécie Porocephalus crotali Humboldt, 1808 (Brookins et al., 2009). Adultos e larvas são 

hematófagos, exceto o gênero Linguatula, parasito de mamíferos, que se alimenta de células e 

secreções nasais (Paré, 2008). 

 De acordo com Riley (1986), os pentastomídeos estão incluídos em duas ordens: 

Cephalobaenida, que apresenta ciclo de vida direto, e Porocephalida, que possui ciclo de vida 

indireto. Nesta última, a família Porocephalidae inclui as espécies parasitas das vias 

respiratórias dos ofídios (Garate et al., 2007). Cerca de 70% das espécies possuem serpentes 

como hospedeiro definitivo, seguido por crocodilos, lagartos, anfíbios e tartarugas (Abele et 
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al., 1989). Os hospedeiros intermediários incluem peixes, anfíbios, lagartos, serpentes, 

mamíferos roedores e insetos (Abele et al., 1989; Almeida et al., 2008).  

 Os parasitos depositam os ovos, contendo uma larva tetrápode, no pulmão do 

hospedeiro definitivo, que são deglutidos com a secreção brônquica e eliminados nas fezes. O 

hospedeiro intermediário se infecta através da ingestão de ovos em água, solo, pelos e 

alimentos contaminados. As larvas sofrem sucessivas ecdises e migram pelos tecidos do 

hospedeiro intermediário. O hospedeiro definitivo se infecta ao ingerir o hospedeiro 

intermediário. As formas larvárias perfuram o intestino e migram pela cavidade abdominal até 

atingir os pulmões ou sacos aéreos do hospedeiro definitivo, onde irão maturar e depositar os 

ovos, recomeçando o ciclo (Greiner & Mader, 1996; Riley, 1986). 

Os gêneros mais comuns em répteis são Raillietiella (Sambon, 1910), Porocephalus 

(Humboldt, 1811), Kiricephalus (Sambon, 1922), Armillifer (Sambon, 1922) e Sebekia 

(Sambon, 1922) (Brookins et al., 2009; Greiner & Mader, 1996; Riley, 1986). Pelo menos 

nove espécies podem infectar humanos: Armillifer armillatus (Wyman, 1848), A. moniliformis 

(Diesing, 1835), A. grandis (Hett, 1915), A. agkistrodentis (Self & Kuntz, 1966), Leiperia 

cincinnalis (Sambon, 1922), L. serrata (Fröhlich, 1789), Raillietiella hemidactyli (Hett, 

1934), P. crotali (Humboldt, 1811) e P. taiwana (Qiu et al., 2005). Destas, A. armillatus e L. 

serrata, juntas, são responsáveis por cerca de 90% das infecções humanas (Chen et al., 2010; 

Magnino et al., 2009; Yao et al., 2008). O homem pode agir como hospedeiro definitivo ou 

intermediário, sendo este mais comum. As ninfas geralmente localizam-se na cavidade 

peritonial ou no tórax (Fain, 1975). A infecção humana geralmente é adquirida pela ingestão 

de ovos presentes no solo, na água e comida contaminada por fezes ou secreções das vias 

respiratórias de animais infectados, ou ingestão de serpentes cruas ou mal cozidas (Ayinmode 

et al., 2010; Fain, 1975; Yao et al., 2008). As infecções humanas com pentastomídeos 

geralmente ocorrem em áreas tropicais e subtropicais, especialmente em áreas rurais e 

suburbanas em que há consumo de carne de ofídios (Ayinmode et al., 2010).  

Em geral, as serpentes, assim como os humanos, são tolerantes às infecções, sendo os 

hospedeiros muitas vezes assintomáticos (Ma et al., 2002; Yao et al., 2008). Segundo Greiner 

& Mader (1996), a gravidade da infecção depende do sistema imune da serpente, do número e 

do estágio de desenvolvimento dos parasitos e a presença ou ausência de outras doenças. As 

lesões nos tecidos causadas por pentastomídeos são mais comuns nas fases de ninfa devido ao 

seu processo migratório pelo corpo do hospedeiro (Greiner & Mader, 1996; Mitchell, 2007). 

Entre os sinais clínicos, as serpentes podem apresentar sérias lesões pulmonares, hemorragias 

intestinais, produção excessiva de muco, anorexia, perda de peso, dispnéia e pneumonia 
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derivada de infecções bacterianas secundárias (Jacobson, 2007; Mitchell, 2007; Riley, 1986). 

Teixeira (2000) acredita que, apesar da maioria das infecções serem assintomáticas e 

apresentarem pouca resposta inflamatória, a morte de diversas serpentes pode ser comumente 

atribuída à obstrução do sistema respiratório superior por pentastomídeos. O diagnóstico pode 

ser feito através de exames de parasitológicos de fezes, lavado traqueal ou endoscopia dos 

pulmões (Greiner & Mader, 1996; Teixeira, 2000). Já foram encontradas em serpentes no 

Brasil: Cephalobaena tetrapoda (Heymons, 1922), K. coarctatus (Diesing, 1850); P. crotali e 

R. furcocerca (Diesing, 1863) (Almeida et al., 2007, 2008). Parasitando C. durissus já foram 

encontradas as espécies C. tetrapoda e P. crotali (Almeida et al., 2007).  

 

1.4.7) Ectoparasitos 

 

 Vários artrópodes são encontrados como ectoparasitos de répteis, especialmente 

carrapatos e ácaros Segundo Jacobson (2007), gênero Ophionyssus (Macronyssidae, Acari) é 

comumente encontrado em Squamata podendo provocar debilidade e anemia nos animais com 

infestações severas. Ainda de acordo com o autor, O. saurarum (Oudemans, 1901) pode servir 

como vetor da hemogregarina Karyolysus e O. natricis (Gervais, 1844) pode transmitir 

bactérias gram-negativas, como Aeromonas hydrophila (Chester, 1901). Ocasionalmente, 

larvas de moscas podem causar miíase em feridas expostas ou sanguessugas podem ser 

encontradas em animais associados a ambientes aquáticos (Greiner & Mader, 1996). Silva et 

al. (1999) descreveu um caso de miíase em cascavel ocasionada por Megaselia scalaris 

(Loew, 1866). 

Carrapatos (Classe Arachnida, Subordem Acari, Ordem Ixodida) são ectoparasitos 

temporários de anfíbios, répteis, aves e mamíferos e predominantemente hematófagos (Vieira 

et al., 2004). Devido à hematofagia e ainda que em baixos níveis de infestação, carrapatos 

podem transmitir diversos patógenos de interesse médico e veterinário, bem como causar a 

morte ou paralisia de serpentes devido à inoculação de toxinas durante o repasto sanguíneo 

(Bastianetto et al., 2002; Hanson et al., 2007). 

Segundo Guglielmone et al. (2010), existem registradas cerca de 896 espécies 

distribuídas em 3 famílias: Ixodidae, Argasidae e Nuttalliellidae. A última ocorre apenas na 

África do Sul e Tanzânia e as outras famílias estão distribuídas por todo mundo, exceto 

Antártida (Barros-Battesti & Arzua, 2004). A família Ixodidae é a mais numerosa (702 

espécies), seguida por Argasidae (193 espécies) e por Nuttalliellidae (1 espécie). Cerca de 
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90% das espécies de carrapatos parasitam excluivamente animais silvestres, restando 10% que 

podem parasitar o homem e animais domésticos (Vieira et al., 2004). 

 No Brasil são encontradas 62 espécies de carrapatos representadas em 10 gêneros 

endêmicos e estabelecidos no Brasil (Dantas-Torres et al., 2009; Nava et al., 2010). O gênero 

Amblyomma apresenta 130 espécies distribuídas no mundo (Guglielmone et al., 2010). Este 

gênero é encontrado em praticamente todos os Estados brasileiros e é o mais numeroso no 

Brasil, com 29 espécies estabelecidas no país (Dantas-Torres et al., 2009). O gênero também 

inclui as principais espécies que podem parasitar o homem e transmitir patógenos de interesse 

médico e veterinário. Em geral, as chaves de identificação são baseadas em caracteres 

morfológicos observados em carrapatos adultos para a maioria dos gêneros (Aragão, 1936; 

Barros-Battesti & Arzua, 2004). 

Entre as espécies, A. cajennense pode parasitar répteis, aves e mamíferos, mas em 

répteis, de acordo com Aragão (1936), a espécie é encontrada apenas nos estágios de larvas e 

ninfas, sendo que répteis não são os hospedeiros preferenciais do referido carrapato. Ainda de 

acordo com o autor, as espécies brasileiras parasitos de animais de sangue frio são: A. 

dissimile (Koch, 1844), A. humerale (Koch, 1844) e A. rotundatum (Koch, 1844). As espécies 

A. dissimile e A. rotundatum são os ectoparasitos mais comuns de anfíbios e répteis, sendo 

ambos distribuídas nas regiões neotropicais e altamente adaptadas a ambientes antropizados 

(Onofrio et al., 2002). Aragão (1936) indica que essas duas espécies podem ter distribuição 

simpátrica. A espécie A. dissimile também já foi registrada em mamíferos (Botelho et al., 

2002) e aves (Scofield et al., 2011). No Brasil, A. fuscum (Neumann, 1907) já foi encontrado 

parasitando B. constrictor (Cunha et al., 1999; Dantas-Torres et al., 2009). A maioria das 

espécies de Amblyomma possui ciclo de vida trioxeno, mas segundo Onofrio (2007), as vezes, 

A. rotundatum pode realizar a ecdise do estágio de larva para ninfa sobre o mesmo 

hospedeiro. 

Amblyomma rotundatum é uma espécie de ampla distribuição no Brasil, abundante nos 

locais de ocorrência e que se reproduz predominantemente por partenogênese, apesar do 

macho já ter sido descrito (Labruna et al., 2005). A espécie, originalmente, é oriunda das 

áreas tropicais da América Central e do Sul, mas há o seu registro na região Neártica desde o 

ano, aproximadamente, de 1930 (Oliver et al., 1993). Keirans & Durden (2001) observaram 

que das 43 espécies de Amblyomma introduzidas nos Estados Unidos da América, 15 espécies 

são parasitos de répteis. Segundo Burridge (2001), o crescente comércio internacional de 

répteis representa uma importante ameaça para a introdução de carrapatos exóticos, bem 
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como a introdução de alguns patógenos de interesse médico-veterinário que são transmitidos 

por esses ectoparasitos. 

 

1.4.8) Coccidia 

 

Todas as ordens de répteis podem ser parasitadas por protozoários do filo 

Apicomplexa, especialmente da subclasse Coccidia, ordem Eucoccidiorida. Segundo Greiner 

(2003), 13 gêneros já foram registrados em répteis, sendo os gêneros de ocorrência em 

serpentes: Caryospora (Léger, 1904), Cryptosporidium (Tyzzer, 1907), Cyclospora 

(Schneider, 1881), Eimeria (Schneider, 1875), Isospora (Schneider, 1881), Pythonella (Ray & 

Das-Gupta, 1937), Sarcocystis (Miescher, 1843), Tyzzeria (Allen, 1936) e Wenyonella 

(Hoare, 1933). Destes, os gêneros Eimeria, Caryospora e Sarcocystis apresentam o maior 

número de espécies, com 66, 52 e 22 espécies, respectivamente (Duszynski et al., 2008). Em 

C. durissus, já foram encontrados: Cryptosporidium serpentis (Levine, 1980), Caryospora sp., 

Eimeria crotalae (Phisalix, 1919) e Eimeria sp. (Duszynski et al., 2008). Em geral, esses 

parasitos são encontrados nas fezes dos animais e segundo Magnino et al. (2009) a carne de 

répteis tem sido considerada como transmissora de protozoários aos humanos.  Dentre as 

doenças envolvendo coccídeos, a criptosporidiose é a de maior interesse veterinário para 

répteis. 

Criptosporidiose é uma doença causada por coccídeos da família Cryptosporiidae, 

gênero Cryptosporidium, de ocorrência geográfica mundial e que afeta, principalmente, o 

trato gastrointestinal de mamíferos (incluindo o homem), aves, répteis, anfíbios e peixes 

(Fayer, 2007; Xiao et al., 2004). O ciclo de vida do parasito é moxeno. Cerca de 16 espécies 

descritas são consideradas válidas (Xiao et al., 2004), no entanto apenas C. serpentis (Levine, 

1980) e C. varanii (sin. C. saurophilum) já foram registradas ocorrendo em serpentes 

(Graczyk, 2007).  

A infecção geralmente é subclínica, aguda e autolimitada (Xiao et al., 2004), mas em 

condições de estresse ou imunodepressão ocorre a criptosporidiose, sendo comumente 

registrada em animais criados em cativeiro (Graczyk, 2007). Répteis parasitados por C. 

serpentis ou indivíduos imunodeprimidos infectados frequentemente desenvolvem infecção 

crônica, que pode ser letal (Xiao et al., 2004).  

Karasawa et al. (2002) encontrou prevalência de 14% de ocorrência de oocistos de 

Cryptosporidium sp. em fezes de C. durissus terrificus mantidas em cativeiro no Centro de 

Estudo de Veneno de Animais Peçonhentos (CEVAP) da Universidade Estadual de São Paulo 
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(UNESP), em Botucatu, São Paulo. Ruggiero et al. (2011) encontrou prevalência de 57,14%, 

40% e 37,5% de oocistos de C. serpentis em fezes de  C. durissus, B. jararaca e B. 

constrictor, respectivamente, mantidas em cativeiro no serpentário do Instituto Butantan, São 

Paulo. Sevá et al. (2011) encontrou 21,6% de parasitismo por C. serpentis em fezes de 74 

serpentes mantidas em cativeiro na Fundação Parque Zoológico em São Paulo. O fato do ciclo 

de vida deste parasito ser direto aumenta a importância de um rigoroso controle sanitário dos 

criadouros. Segundo Xiao et al. (2004) diferentes genótipos e espécies já foram identificados 

infectando humanos, mas não há nenhum registro de casos humanos envolvendo as espécies 

C. serpentis e C. varanii. Ainda de acordo com os autores, C. parvum e C. muris, ambos 

patógenos para humanos, já foram encontrados em fezes de lagartos e serpentes, mas 

provavelmente as espécies eram provenientes dos roedores infectados predados. 

Os sinais clínicos de serpentes parasitadas doentes incluem perda de peso, 

regurgitação 3 a 4 dias após a alimentação e aumento do volume do meio do corpo. Esses 

sinais são derivados da gastrite, enterite e/ou gastroenterite ocasionadas com a invasão das 

células epiteliais da mucosa gástrica pelos esporozoítos (Cranfield & Graczyk, 1996; 

Graczyk, 2007). O diagnóstico através dos exames parasitológicos de fezes pode ser difícil 

devido ao reduzido tamanho dos oocistos, o que requer colorações especiais, além do fato de 

que a eliminação de oocistos nas fezes é intermitente (Graczyk, 2007). 

 

1.5) Resposta inflamatória em répteis 

 

 Os répteis apresentam um sistema imune semelhante ao dos mamíferos em alguns 

aspectos celulares e moleculares, apresentando respostas inatas e adaptativas (celular e 

humoral). Devido à ectotermia, esses animais são muito suscetíveis às mudanças ambientais 

diárias e anuais, de tal forma que a resposta imunológica de répteis varia de acordo com a 

temperatura, luz e umidade (Kolesnikovas, 2006) e prevê-se inclusive que a gravidade das 

doenças pode ser influenciada pelos grandes efeitos do aquecimento global (Kurath & Adams, 

2011). 

 Endoparasitos podem gerar diversas alterações nos tecidos de seus hospedeiros. Em 

geral, o sistema imune dos vertebrados leva a respostas que promovem a hiperplasia celular 

para o encapsulamento do parasito. De acordo com Pereira (2004), o desequilíbrio entre os 

mecanismos pró e antiinflamatórios afetam o efeito lesivo da resposta inflamatória, assim 

como a sua cronificação (lesões com mais de 6 meses de duração). Ainda segundo o autor, a 

reação inflamatória granulomatosa é modulada pela resposta imune adaptativa e é 
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caracterizada por modificações de células do exsudato, que se organizam e formam agregados 

circunscritos, denominados granulomas, e por apresentar agrupamentos organizados de 

macrófagos que podem originar células epitelióides e células gigantes nucleadas. Eosinófilos 

e linfócitos também podem estar presentes. 

A resposta imune inata em répteis inclui peptídeos antimicrobianos semelhantes às 

defensinas de mamíferos, lisozimas, sistema do complemento e leucócitos não específicos, 

como macrófagos, monócitos, heterófilos, basófilos e eosinófilos (Zimmerman et al., 2010). 

Segundo Montali (1988), os heterófilos correspondem funcionalmente aos neutrófilos em 

mamíferos, estando envolvidos na supressão de invasões microbianas e nas repostas 

inflamatórias, que variam de acordo com o patógeno envolvido: patógenos extracelulares 

induzem a formação de granulomas do tipo heterofílicos, com o acúmulo de heterófilos, 

desgranulação e necrose; patógenos intracelulares induzem a formação de granulomas do tipo 

histiocíticos. Ainda de acordo com o autor, inflamações crônicas podem formar ambos os 

tipos de granulomas. Nos locais da inflamação, os répteis não formam exsudato purulento e 

sim uma massa caseosa constituída principalmente de heterófilos desgranulados e 

degenerados (Montali, 1988). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



40 

 

2. JUSTIFICATIVA 

 

O parasitismo em serpentes é um grande problema para a criação desses animais em 

cativeiro, pois além das patologias, os parasitos podem interferir na produção de veneno, uma 

vez que a quantidade e qualidade do veneno estão diretamente associadas à alimentação e à 

saúde do animal. Assim, o levantamento do parasitismo das serpentes poderá ser utilizado 

para indicar procedimentos que visam diminuir a mortalidade de animais da criação, bem 

como reduzir os sinais clínicos derivados do parasitismo. Associado a isso, levantamentos 

parasitários de répteis também são importantes para a conservação de espécies e para a saúde 

pública, uma vez que os parasitos podem ser deletérios para as populações silvestres e podem 

apresentar algum potencial zoonótico. Além disso, pesquisas envolvendo a identificação de 

parasitos em animais silvestres são muito escassas no Brasil. Assim, este trabalho é 

importante também para o conhecimento da biodiversidade e biogeografia de invertebrados 

no país, para a pesquisa de novos modelos experimentais, melhoramento dos programas de 

reintrodução e conservação, conhecimento da saúde natural dos ecossistemas e para um 

melhor entendimento sobre as interações parasito-hospedeiro.  
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3. OBJETIVOS 

 

3.1) Objetivo geral 

 

- Identificar os endo e ectoparasitos de Crotalus durissus (Serpentes, Viperidae) de algumas 

localidades Minas Gerais recebidas pela Fundação Ezequiel Dias. 

 

3.2) Objetivos específicos 

 

1. Descrever as espécies de endoparasitos encontradas nas serpentes Crotalus durissus de 

Minas Gerais através de exames necroscópicos; 

 

2. Identificar as espécies de ectoparasitos encontradas nas serpentes Crotalus durissus de 

Minas Gerais através de exames macrosocópicos;  

 

3. Relacionar os ovos achados em exames coproparasitológicos com as espécies de helmintos 

encontrados nas necrópsias; 

 

3. Descrever a histopatologia de inflamação granulomatosa no estômago ocasionada por 

Ophidascaris arndti. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1) Necrópsias das serpentes 

  

Os animais utilizados foram serpentes doadas pelo Serviço de Animais Peçonhentos 

(SAP) da FUNED recém chegadas à instituição, oriundas do ambiente silvestre, de 17 

municípios de Minas Gerais, a maioria pertencente à região metropolitana de Belo Horizonte 

(Figura 2). Foram necropsiadas 35 C. durissus no período de 07 de julho de 2011 a 12 de 

janeiro de 2012. 

 

Figura 2 – Distribuição geográfica dos municípios de origem das serpentes necropsiadas.  

 

No Laboratório de Helmintologia Veterinária (ICB/UFMG), as serpentes foram 

eutanasiadas com injeção de 0,4 a 3,5 mL de anestésico Hypnol® 3% (pentobarbital sódico 

30mg/mL) intracelomático na metade anterior do animal, como indicado por Kolesnikovas et 

al. (2006), AVMA (2007) e Tambourigi et al. (2010). Para a aplicação da anestesia, os 

animais foram colocados individualmente em uma caixa plástica e mobilizados com a 

compressão de uma tela metálica ondulada sobre o dorso, juntamente com a contenção da 

cabeça contra o substrato com o auxílio de um gancho (Figura 3).  
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Figura 3 – Contenção da serpente Crotalus durissus em caixa plástica com tela metálica para 

a aplicação da anestesia. 

 

Após o animal não apresentar mais respostas a nenhum tipo de estímulo, o mesmo era 

pesado em balança analítica. Posteriormente, após a inspeção da cavidade bucal, a boca era 

amarrada com barbante para evitar acidentes durante a manipulação do animal. Foi medido 

com fita métrica o comprimento total e rostro-cloacal da serpente e, com um paquímetro 

digital, o comprimento e largura da cabeça. A parte externa de cada animal foi inspecionada 

macroscopicamente à procura de ectoparasitos. 

Os animais eram postos em decúbito dorsal e com uma tesoura, a região ventral foi 

aberta da cloaca até a boca. Com uma agulha estéril fez-se a coleta de sangue da veia cava no 

fígado.  

Após a abertura da cavidade celomática e coleta de sangue, foi realizada uma inspeção 

visual à procura de helmintos ou qualquer anormalidade sugestiva de parasitismo, na 

superfície dos órgãos, no tecido muscular esquelético, no tecido subcutâneo e na própria 

cavidade celomática. Os órgãos foram separados individualmente em placas de petri contendo 

solução salina 0,85% de NaCl e examinados em microscópio estereoscópico. Devido à forte e 

profunda fixação de Ophidascaris sp. na mucosa estomacal das serpentes, as placas de petri 

com o estômago foram colocadas por no mínimo 2 horas na geladeira para o relaxamento dos 

helmintos, permitindo sua retirada.  

Este trabalho recebeu a aprovação do Comitê de Ética no Uso de Animais (CEUA) da 

Universidade Federal de Minas Gerais sob protocolo número 176/2012. 
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4.2) Fixação e identificação dos parasitos 

 

Os ectoparasitos foram fixados em álcool 70%. De acordo com as características 

anatômicas, os endoparasitos encontrados foram coletados com pinças ou pincéis e lavados 

em solução salina de NaCl 0,85%. Todos os nematódeos foram fixados em formol comercial 

10% a 80ºC. As larvas de Acanthocephala e os tecidos de interesse para estudos 

histopatológicos também foram fixados em formol comercial 10%. A larva plerocercóide foi 

fixada por compressão com formol comercial 10%.  

Após a fixação dos parasitos, para a identificação dos nematódeos, 6 casais de cada 

parasito ou 6 fêmeas (se partenogenéticas) de cada serpente parasitada foram separados e 

colocados em solução de Lactofenol de Amann para diafanização. Aqueles que não 

apresentavam número suficiente de 6 casais, foi separado o maior número de espécimes 

disponíveis para a clarificação. Devido ao tamanho e dificuldade de diafanização, os 

ascarídeos ficaram por no mínimo 7 dias em lactofenol antes da identificação.  

Individualmente, os parasitos foram colocados entre lâmina e lamínula de vidro com 

lactofenol, observados em microscópio de luz e microscópio estereoscópico e fotografados 

com câmera digital (AxioCam ERc 5s, Carl Zeiss) acoplada aos equipamentos. As medidas 

foram realizadas com paquímetro digital (Disma) e, por meio das fotos, através do programa 

AxioVision 4.8  (Carl Zeiss Vision). Os resultados das medidas das análises morfométricas 

são apresentadas pelos valores de amplitude de variação (valores mínimo e máximo), seguido 

pelos valores da média aritméticas. 

Cada caracter taxonômico de cada espécime foi medido 5 vezes e calculada a média. 

Para a identificação, foram utilizadas as chaves: Yamaguti (1961), Anderson et al. (2009), 

Vicente et al. (1993), Skrjabin et al. (1969a, 1969b) e artigos com descrições específicas de 

espécies do gênero. 

 

4.3) Exame Parasitológico de Fezes (EPF) 

 

As fezes dos animais foram retiradas diretamente do intestino grosso, diluídas em 

água, filtradas em gaze e dispostas em cálices de vidro para sedimentação, conforme técnica 

de Lutz (1919). De 4 a 24 horas depois, o sobrenadante era descartado e o sedimento fixado 

em formol comercial 10% para exame parasitológico de fezes. Ao final de todas as 

necropsias, no período de 06 a 14 de fevereiro 2012, cada amostra de fezes foi transferida 

para tubos para centrífuga de 15 mL para técnica de concentração de ovos Formol-Éter, 
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conforme técnica de Ritchie (1948). O volume do tubo foi completado até 10 mL com água e 

adicionado 3 mL de Éter, resultando em um volume final de 13 mL. Centrifugou-se as 

amostras a 12.000g por 5 minutos. O tubo foi invertido para descarte do sobrenadante e 

adicionou-se 3 gotas de formol comercial 10% ao sedimento final. Para cada amostra, foram 

examinadas 3 lâminas com uma gota de lugol em microscópio de luz. Os ovos e/ou larvas de 

parasitos encontrados foram fotografados e medidos com ocular micrométrica.  

 

4.4) Descrição histopatológica da lesão em estômago provocado por Ophidascaris arndti. 

 

Foram colhidos fragmentos do estômago de animais parasitados por O. arndti e 

encaminhados para o Laboratório de Patologia Comparada do Instituto de Ciências Biológicas 

(ICB) da UFMG. As amostras foram fixadas em formol 10% e processadas pela técnica 

rotineira de inclusão em parafina. Foram preparados cortes de 4 µm, corados por 

Hematoxilina-Eosina ou Tricrômico de Gomori e observados em microscopia de luz. 

 

4.5) Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

 

Foram cortadas com lâmina de bisturi as extremidades anterior e posterior de um 

espécime macho de Hexametra boddaertii fixado em formol comercial 10%. O material foi 

transferido para glutaraldeído 2% em tampão fosfato 0,1M overnight, lavado 3x tampão 0,1M 

(10 min), pós-fixado em tetróxido de ósmio (OsO4) 1% (1h) na presença do mesmo tampão, 

lavado 3x em água destilada (10 min), inserido em solução ácido tânico 1% diluído em água 

destilada (20 min) preparado no momento de sua utilização, lavado 3x em água destilada (10 

min), inserido em tetróxido de ósmio 1% aquoso (1h), lavado 3x em água destilada (10 min), 

desidratados em sequência crescente de álcool etílico - 30% (10 min), 50% (2x 10min), 70% 

(2x 10 min), 80% (2x 10 min), 95% (2x 10 min), 100% (3x 10 min), secados por meio de 

ponto crítico em CPD 020 (Balzer Union) com CO2 líquido, montados no suporte porta-

amostras (stub) e metalizados com 15 nm de Ouro. As análises e fotografias foram realizadas 

no microscópio eletrônico de varredura Zeiss-DSM 950 do Centro de Microscopia Eletrônica 

(CEMEL) do ICB, UFMG.  
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4.6) Análise estatística 

 

As definições de prevalência e intensidade da infecção estão de acordo com Bush et al. 

(1997). Foram realizados testes não paramétricos através do software GraphPad Prism 5.0, 

sendo os valores de p<0,05 considerados estatisticamente significativos. Para verificar uma 

possível correlação entre o comprimento, sexo, peso das serpentes e a presença ou ausência de 

parasitismo utilizou-se o teste exato de Fisher.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



47 

 

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

 

5.1) Necrópsias, dados morfométricos e parasitismo  

 

Das 35 cascavéis eutanasiadas, 13 eram machos e 22 fêmeas. Do total de serpentes, 24 

(68,57%) animais estavam parasitados, sendo destas, 16 (66,6%) apresentando mais de uma 

espécie de parasito. Os dados sobre data de recebimento e eutanásia da serpente, 

identificação, sexo, procedência e morfometria das cascavéis constam no Quadro 1.  

Para as amostras estudadas, a presença de parasitismo foi significativamente estatística 

(p = 0,0068) em relação ao comprimento do corpo da serpente, sendo que todos os animais 

maiores que 99,8 cm (mediana) apresentaram parasitos (N=11) (Figura 4). Porém, não houve 

significado estatístico para a presença de parasitos de acordo com o peso (p = 0,3875) (Figura 

5) e sexo da serpente (p = 0,2584) (Figura 6). 
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Figura 4 - Presença ou ausência de parasitismo de acordo com o comprimento da serpente. 

Animais maiores que o valor da mediana (99,8 cm) apresentaram parasitismo (n=11). (Teste 

exato de Fisher, ** = p<0,01). 
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Figura 5 - Presença ou ausência de parasitismo de acordo com o peso da serpente. Não houve 

diferença significativamente estatística (p = 0,3875). Teste exato de Fisher, mediana do peso 

= 723,69 gramas. 
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Figura 6 - Presença ou ausência de parasitismo de acordo com o sexo da serpente. Não houve 

diferença significativamente estatística (p = 0,2584). Teste exato de Fisher. 
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Quadro 1 – Data de recebimento da serpente pela FUNED, data da eutanásia, identificação, 

sexo, procedência, resultado de presença ou ausência de parasitismo e dados morfométricos 

das serpentes Crotalus durissus necropsiadas. 

Ent. 

FUNED Eutanásia 
Cód Sexo Procedência Res CT(cm) CRC(cm) Ca(cm) CC(mm) LC(mm) Peso (g) 

17/06/11 07/07/11 Cd02 M Pouso Alegre + 114 102 12 50,6 34,6 601,58 

17/06/11 08/07/11 Cd03 F Pouso Alegre ++ 99,8 91,6 8,2 45 28 796,01 

17/06/11 11/07/11 Cd04 F Pouso Alegre ++ 103,6 98,7 4,9 48,9 33 801,32 

17/06/11 12/07/11 Cd05 F Pouso Alegre ++ 102,7 97,2 5,5 50,6 30,8 723,69 

12/07/11 26/07/11 Cd07 F Brumadinho ++ 79,8 74 5,8 38,8 27,7 345,61 

17/06/11 26/07/11 Cd08 F Pouso Alegre ++ 89,7 83,2 6,5 43,9 28,2 446,95 

12/07/11 27/07/11 Cd09 F Brumadinho ++ 95 89,5 5,5 43,3 27,2 785,55 

16/06/11 28/07/11 
Cd10 F 

Martinho 

Campos 
+ 83,1 78,3 4,8 42,2 27 328,25 

18/07/11 28/07/11 Cd11 M Ibituruna ++ 75,7 68,7 7 37,1 22,6 286,94 

16/08/11 23/08/11 Cd12 F Buritizeiro ++ 72,7 68,6 4,1 38,7 25,3 189,94 

16/08/11 24/08/11 Cd13 M Três Marias - 81,7 74,3 7,4 39 25,9 311,27 

02/08/11 24/08/11 Cd14 M Betim - 61,7 55,5 6,2 31,4 20,2 150,6 

10/08/11 24/08/11 Cd15 M Pará de Minas - 66,4 61,1 5,3 37,4 20,9 161,86 

10/08/11 25/08/11 Cd16 F Pará de Minas - 94,5 89,5 5 47,5 28,1 745,6 

10/08/11 25/08/11 Cd17 M Pará de Minas - 82,3 75,4 6,9 35 22,8 359,65 

18/09/11 04/10/11 Cd18 F Sabará ++ 88,8 83,7 5,1 42,3 28,4 568,16 

27/09/11 05/10/11 Cd19 F Mateus Leme ++ 101,2 95,6 5,6 48,8 34,5 751,65 

06/09/11 06/10/11 Cd20 F Queluzito + 102,7 96,5 6,2 46,1 30,4 683,04 

06/09/11 06/10/11 Cd21 M Queluzito ++ 81 74,2 6,8 38,7 24,1 248,65 

21/09/11 07/10/11 Cd22 M Rio Manso - 63,3 59,3 4 34 23,4 144,84 

20/09/11 17/10/11 Cd23 F Piracema - 88 83 5 44,1 30,1 640,43 

17/09/11 17/10/11 Cd24 M Pouso Alegre + 135 123,8 11,2 64,9 37,6 1.262,19 

17/09/11 18/10/11 Cd25 F Pouso Alegre + 90,2 85,2 5 46,4 30,4 509,95 

17/09/11 19/10/11 Cd26 F Pouso Alegre ++ 99,2 93 6,2 43,9 30,9 555,69 

17/09/11 19/10/11 Cd27 F Pouso Alegre ++ 83,1 77,6 5,5 39,1 27,8 367,47 

14/12/11 22/12/11 Cd28 F Alvinópolis ++ 95 90 5 43,2 29,4 455,17 

14/12/11 23/12/11 Cd29 M Alvinópolis - 91,2 82,7 8,5 40,9 27 519,09 

14/12/11 26/12/11 Cd30 M Alvinópolis - 79,4 72,6 6,8 35,8 23,4 174,58 

14/12/11 26/12/11 Cd31 F Alvinópolis - 77,5 73,2 4,3 38,8 25,1 240,62 

06/12/11 09/01/12 Cd32 M Esmeraldas ++ 113 102,5 10,5 44,1 29,2 694,64 

06/12/11 09/01/12 Cd33 M Esmeraldas ++ 107 97 10 46,7 29,9 731,6 

11/12/11 10/01/12 
Cd34 F 

Pedro 

Leopoldo 
+ 86,3 81,2 5,1 43,9 28,3 392,45 

14/12/11 10/01/12 Cd35 F Alvinópolis - 81,8 77 4,8 41,5 27,5 310,1 

20/12/11 12/01/12 Cd36 F Betim + 100,8 94,3 6,5 46,1 31 560,83 

20/12/11 12/01/12 
Cd37 F 

Ribeirão das 

Neves 
+ 103,4 97,7 5,7 45 30,4 643,67 

Ent. FUNED: data de recebimento da serpente pela FUNED; Cód: Código identificador da serpente; M: macho; 

F: Fêmea; Res: resultado presença ou ausência de parasitos; CT: comprimento total; CRC: comprimento rostro-
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cloacal; CC: comprimento cabeça; LC: largura cabeça; Ca: cauda; +: Positivos; ++: Positivos poliparasitados; -: 

Negativos. 

O município de Pouso Alegre foi o que teve mais ofídios necropsiados e o que 

apresentou, proporcionalmente ao número de animais, a maior porcentagem de serpentes 

parasitadas (Tabela 1). 

  

Tabela 1 – Proporção de serpentes parasitadas de acordo com a quantidade de serpentes 

necropsiadas por município mineiro. 

Mesorregião Município 
Quantidade 

serpentes 

Necrópsia 

positiva 

Proporção 

de 

serpentes 

parasitadas 

Sul e Sudoeste de Minas Pouso Alegre 9 9 100% 

Central Mineira Três Marias 1 0 0 

Central Mineira Martinho Campos 1 1 100% 

Oeste de Minas Ibituruna 1 1 100% 

Oeste de Minas Piracema 1 0 0 

Norte de Minas Buritizeiro 1 1 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Betim 2 1 50% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Pará de Minas 3 0 0 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Sabará 1 1 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Mateus Leme 1 1 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Queluzito 2 2 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Rio Manso 1 0 0 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Brumadinho 2 2 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Alvinópolis 5 1 20% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Esmeraldas 2 2 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 
Pedro Leopoldo 1 1 100% 

Metropolitana de Belo 

Horizonte 

Ribeirão das 

Neves 
1 1 100% 
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5.2) Identificação dos parasitos 

 

Dentre as serpentes positivas, foram encontrados: 19 (79,16%) animais parasitados por 

Ophidascaris arndti, 6 (25%) com Hexametra boddaertii, 1 (4,16%) com Maracaya 

belemensis, 7 (29,16%) com Rhabdias filicaudalis, 4 (16,66%) com Kalicephalus inermis 

inermis, 1 (4,16%) com Kalicephalus costatus costatus, 1 (4,16%) com Kalicephalus sp., 1 

(4,16%) com Hastospiculum onchocercum, 1 (4,16%) larva de nematoda não identificada, 1 

(4,16%) com larvas plerocercóides de Pseudophyllidea, 7 (29,16%) com larvas de 

Acanthocephala, 1 (4,16%) com ninfa de Porocephalus crotali, 2 (8,33%) com carrapatos 

Amblyomma rotundatum (Quadro 2). 

Os ectoparasitos foram encontrados entre as escamas dorsais dos animais. Os 

nematódeos adultos da família Ascarididae (Ascaridida) foram encontrados 

predominantemente parasitando o trato gastro intestinal das serpentes, especialmente o 

estômago. Formas adultas de O. arndti e H. boddaertii, espécies pertencentes à família 

supracitada, foram encontradas isoladamente em outras regiões do corpo além do trato 

gastrointestinal. Foi encontrado pela primeira vez o gênero Maracaya (Atractidae: 

Ascaridida) em serpentes. Helmintos jovens e adultos da família Rhabdiasidae (Rhabditida) 

foram encontrados no trato respiratório, especialmente no pulmão. Formas adultas da família 

Diaphanocephalidae (Strongylida) foram encontradas no estômago e, principalmente, no 

intestino delgado. Formas adultas e larvares de Hastospiculum onchocercum foram 

encontradas na camada serosa dos intestinos delgado e grosso e no peritônio do fígado. As 

larvas plerocercóides de Pseudophyllidea (Cestoda) foram encontradas na musculatura 

intercostal. As larvas cistacantos de parasitos do filo Acanthocephala foram encontradas no 

tecido subcutâneo, muscular e principalmente no mesentério. A ninfa de P. crotali, filo 

Arthropoda, foi encontrado na parte externa da pleura (Quadro 3).  
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Quadro 2 – Parasitos encontrados nas serpentes Crotalus durissus necropsiadas. 

       (+) positivo; (-) negativo 
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Cd02 - - - + - - - - - - - - - 

Cd03 + - + + - - - - - - - - - 

Cd04 + + - + - + - - - - - - - 

Cd05 + + - - - - - - - - + - - 

Cd07 + - - - - - - - - - - - + 

Cd08 + + - + - - - - - - - - - 

Cd09 + + - - + - - - - - - - - 

Cd10 - - - - - - - - - - + - - 

Cd11 + - - + - - - - - - + - - 

Cd12 - - - - - - + - - + + + - 

Cd18 + + - - - - - - + - - - + 

Cd19 + - - + - - - - - - - - - 

Cd20 + - - - + - - - - - - - - 

Cd21 + - - - + - - - - - - - - 

Cd24 - - - - - - - + - - - - - 

Cd25 + - - - - - - - - - - - - 

Cd26 + - - - - - - - - - + - - 

Cd27 + + - - - - - - - - - - - 

Cd28 - - - - + - - - - - + - - 

Cd32 + - - + - - - - - - - - - 

Cd33 + - - + - - - - - - + - - 

Cd34 + - - - - - - - - - - - - 

Cd36 + - - - - - - - - - - - - 

Cd37 + - - - - - - - - - - - - 
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Quadro 3 – Distribuição dos parasitos encontrados de acordo com o localização no corpo das 

serpentes Crotalus durissus.    

Espécie do Parasito ED Pul Esô Est ID IG SI Fíg CG Me In TM TS 

Ophidascaris arndti   
 

x x x x     x 
 

      

Hexametra boddaertii   x    x x        x         

Maracaya belemensis                     x     

Rhabdias filicaudalis   x x                     

Kalicephalus inermis inermis       x x                 

Kalicephalus costatus costatus       
 

x                 

Kalicephalus sp.         x                 

Hastospiculum onchocercum             x x           

Nematoda               x           

Larva Plerocercóide 

Pseudophyllidea                       x   

Larva Acanthocephala                   x   x x 

Porocephalus crotali   x                       

Amblyomma rotundatum x                         
ED - Escamas dorsais; Pul - Pulmão; Esô - Esôfago; Est - Estômago; ID - Intestino Delgado; IG - 

Intestino Grosso; SI - Serosa intestinal; Fíg - Fígado; CG - Cavidade Geral; Me - Mesentério; In – 

indeterminado; TM - Tecido muscular; TS - Tecido subcutâneo. 

 

A intensidade da infecção variou de: 1 a 63 para O. arndti, 2 a 21 para H. boddaertii, 2 

para M. belemensis, 1 a 631 para R. filicaudalis, 6 a 14 para K. inermis inermis, 1 para K. 

costatus costatus, 1 para Kalicephalus sp., 11 para H. onchocercum, 1 para Nematoda, 2 para 

larvas plerocercóides, 2 a 8 para larvas de Acanthocephala, 1 para P. crotali e 1 a 3 para A. 

rotundatum (Quadro 4).  

Não foram encontrados trematódeos parasitando as serpentes. Segundo Rossellini 

(2007) são registradas em serpentes brasileiras 44 espécies de trematódeos com apenas uma 

espécie, Ophiodiplostomum spectabile, de ocorrência em cascavéis. Pelo fato do ciclo de vida 

dos trematódeos ser indireto, utilizando, em geral, moluscos como hospedeiros 

intermediários, a descrição da presença de trematódeos adultos em cascavéis é rara, devido ao 

seu comportamento predominantemente terrícola e à sua dieta mais especializada em 

roedores. 
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Quadro 4 – Intensidade da infecção de acordo com a espécie e sexo do parasito e a sua localização no corpo de Crotalus durissus. 
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Cód Est ID IG CG Est ID P CG In Esô T/P Est ID ID ID SI Fíg Fíg TM Mes TM SC Pul ED 

Cd02                   1F  631F                           

Cd03 
4M, 6F,  

3J 
  1M            1M, 1F   31F                           

Cd04         
4M, 1F, 

 8J 
1F   1L      2F     1F                     

Cd05 
15M, 32F,  

16J 
      1M, 1F 1M 1M, 2F                         2L 1L 1L     

Cd07               1M                               3F 

Cd08 1F         2M, 6F         12F                           

Cd09 
3M, 5F,  

1J 
      1M 6M, 14F           1M 2M, 3F                       

Cd10                                       8L         

Cd11 
14M, 24F,  

5J 
                  125F                 6L         

Cd12                             1F       2L 4L     1N   

Cd18 1M, 1F     
6M, 3F,  

25J 
  2F, 2J                       1L           1F 

Cd19 7M, 14F                   1F                           

Cd20 10M, 19F                        3M, 3F                       

Cd21 
 1M, 6F,  

1J 
                          4M, 2F                   

Cd24                               3F, 4L 2M, 2L               

Cd25 6M, 13F                                               

Cd26 14M, 22F                                       2L       

Cd27            1F   1L                                  
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Continuação Quadro 4 

Cd28                           2M, 6F 3M, 3F           3L       

Cd29                                                 

Cd32 14M,6F 1M                   14F                         

Cd33 
5M, 32F,  

1J 
                    1F                 2L       

Cd34 
1M, 4F,  

4J 
                                              

Cd36 
6M, 10F,  

3J 
1F                                             

Cd37 
17M, 11F,  

1J 
1M                                             

F – Fêmea; M – Macho; L – Larva; N – Ninfa; Cód – Código serpente; ED - Escamas dorsais; P - Pulmão; T – Traquéia; Esô - Esôfago; Est - Estômago; 

ID - Intestino Delgado; IG - Intestino Grosso; SI - Serosa intestinal; Fíg - Fígado; CG - Cavidade Geral; Me - Mesentério; Co - Coração; TM - Tecido 

muscular; TS - Tecido subcutâneo. 

 

 

 



56 

 

5.2.1) Ophidascaris arndti 

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Ascaridida 

Superfamília: Ascaridoidea (Railliet & Henry, 1915) 

Família: Ascarididae (Baird, 1853) 

Subfamília: Angusticaecinae (Skrjabin & Karokhin, 1945) 

Gênero: Ophidascaris (Baylis, 1920) 

Espécie: O. arndti (Sprehn, 1929) 

 

Habitat: Estômago das serpentes Cd03, Cd04, Cd05, Cd07, Cd08, Cd09, Cd11, Cd18, Cd19, 

Cd20, Cd21, Cd25, Cd26, Cd27, Cd32, Cd33, Cd34, Cd36, Cd37; intestino delgado das 

serpentes Cd32, Cd36, Cd37 e intestino grosso da serpente Cd03. 

Descrição: Baseada em 82 fêmeas adultas (Estômago: 6 Cd03, 5 Cd05, 1 Cd08, 6 Cd09, 6 

Cd11, 1 Cd18, 6 Cd19, 5 Cd20, 5 Cd21, 6 Cd25, 6 Cd26, 5 Cd32, 6 Cd33, 4 Cd34, 6 Cd36, 6 

Cd37. Intestino delgado: 1 Cd36, 1 Cd37) e 76 machos adultos (Estômago: 5 Cd03, 1 Cd04, 5 

Cd05, 3 Cd07, 2 Cd09, 6 Cd11, 1 Cd18, 6 Cd19, 6 Cd20, 1 Cd21, 6 Cd25, 6 Cd26, 1 Cd27, 6 

Cd32, 5 Cd33, 1 Cd34, 6 Cd36, 6 Cd37. Intestino delgado: 1 Cd32, 1 Cd37. Intestino Grosso: 

1 Cd03)  

 

Características:  

- Fêmeas: Parasitos brancos a branco-amarelados in vivo. Comprimento total de 77,9 mm a 

169 mm (120,54 mm), largura do corpo mais ou menos uniforme, com extremidade anterior 

pouco mais afilada do que a posterior. Largura do corpo em sua parte mais larga variando de 

863,54 µm a 1925,73 µm (1394,97 µm). Asas laterais inconspícuas. Esôfago claviforme sem 

distinção de porção glandular e muscular, de comprimento até à extremidade anterior 

variando de 3703,86 µm a 7494,27 µm (5926,62 µm) por 318,23 µm a 829,05 µm (515,38 

µm) de largura (Figura 7A). Anel nervoso distando de 457,39 µm a 1135,38 µm (887,71 µm) 

da extremidade anterior do corpo. Poro excretor unilateral pouco atrás do anel nervoso e 

distando de 733,87 µm a 1229,81 µm (995,85 µm) (Figura 7B). Boca trilobada com lábios 

quase quadrados com cantos arredondados medindo de 148,72 µm a 264,22 µm (196,63 µm) 

de comprimento por 159,76 µm a 256,94 µm (202,63 µm) de largura (Figura 7C). Presença de 

2 papilas no lábio dorsal, 1 papila em cada lábio ventro-lateral, fileira de dentículos na borda 
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dos lábios e presença de interlábios (Figura 7D). Presença de válvula trilobada na junção entre 

esôfago e intestino medindo de 67,64 µm a 162,37 µm (109,21 µm) de comprimento (Figura 

7E). Abertura única da glândula cervical logo atrás do poro excretor (Figura 7F). Fêmea 

didelfa, opistodelfa, vulva sem lábios salientes e situada de 42-59% de distância da 

extremidade anterior do corpo. Presença de 2 ramos uterinos (Figura 7G). Ovejetor longo 

(Figura 7H). Cauda cônica, reta e lisa de comprimento variando de 340,97 µm a 811,63 µm 

(517,62 µm) (Figura 7J). Ovos não larvados, casca grossa e rugosa, subesféricos a ovais de 

comprimento de 52,86 µm a 82,61 µm (71,21 µm) por 53,1 µm a 66,83 µm (58,8 µm) de 

largura (N=50).  

 

- Machos: Parasitos brancos a branco-rosados in vivo. Comprimento total de 31,1 mm a 117,5 

mm (82,19 mm). Largura do corpo mais ou menos uniforme, com extremidade anterior pouco 

mais afilada do que a posterior. Largura do corpo em sua parte mais larga variando de 514,53 

µm a 1574,35 µm (1058,96 µm). Asas laterais inconspícuas. Esôfago claviforme sem 

distinção de porção glandular e muscular, de comprimento até à extremidade anterior 

variando de 2743,64 µm a 6846,09 µm (5009,76 µm) e largura de 196,84 µm a 751,03 µm 

(450,45 µm). Anel nervoso de 400,65 µm a 1060,62 µm (792,47 µm) de distância da 

extremidade anterior do corpo. Poro excretor pouco atrás do anel nervoso distando da 

extremidade anterior de 485,75 µm a 1132,59 µm (864,99 µm). Abertura única da glândula 

cervical logo atrás do poro excretor. Boca trilobada com lábios quase quadrados com cantos 

arredondados medindo de 94,52 µm a 228,58 µm (167,96 µm) de comprimento por 102,96 

µm a 257,3 µm (177,71 µm) de largura. Presença de 2 papilas no lábio dorsal, 1 papila em 

cada lábio ventro-lateral, fileira de dentículos na borda dos lábios e presença de interlábios. 

Presença de válvula trilobada na junção entre esôfago e intestino medindo 32,1 µm a 155,8 

µm (86,55 µm) de comprimento. Cauda cônica e curva (Figura 7I). Distância da cloaca à 

extremidade posterior de 143,96 µm a 306,55 µm (233,49 µm). Espículos alados, gubernáculo 

ausente (Figura 7K). Comprimento do menor espículo de 1260,23 µm a 3024,45 µm (2286,57 

µm) e comprimento do maior espículo de 1984,55 µm a 3178,47 µm (2498,36 µm). 

Gubernáculo ausente. Número de papilas pré-anais apresentando grande variação (23 a 46 

pares, média 34,58), 1 par de papilas ad-cloacal e 3 a 6 pares de papilas pós-cloacal.  
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Figura 7 – Ophidascaris arndti. (A) Esôfago claviforme e altura do anel nervoso (seta preta); 

(B) Anel nervoso (setas pretas grandes), poro excretor unilateral (seta preta pequena) e 

abertura da glândula cervical (seta vermelha pequena); (C) Lábio dorsal; (D) Interlábio; (E) 

Junção esôfago-intestino com válvula trilobada; (F) Duas glândulas cervicais unicelulares 

com abertura única (seta vermelha); (G) Bifurcação uterina em dois ramos; (H) Ovejetor; (I) 

Extremidade posterior do macho com espículos alados longos (seta vermelha); (J) 

Extremidade posterior da fêmea; (K) Ala do espículo. 

 

Discussão: 

O gênero Ophidascaris parasita a região caudal do esôfago e estômago de serpentes e 

lagartos, sendo raramente encontrado em anfíbios (Anderson, 2000; Düsen et al., 2010; 

Panuzitti et al., 2003; Wilson & Carpenter, 1996; Yamaguthi, 1961). Esses parasitos ficam 

aderidos com a cabeça profundamente na submucosa do estômago projetando o corpo para o 

lúmen, mas também podem ser encontrados soltos no intestino, nos dutos biliares e 

pancreáticos (Teixeira, 2000). No presente trabalho também foram encontrados pararasitos na 

cavidade geral da serpente Cd18. Os gêneros Ophidascaris, Hexametra e Polydelphis 

apresentam morfologia muito semelhante entre si e são diferenciados pelo número de ramos 

uterinos nas fêmeas: 2 em Ophidascaris, 4 em Hexametra e 6 em Polydelphis. 

Sprent (1988) em sua revisão do gênero Ophidascaris que ocorre em serpentes dividiu 

o gênero em cinco grupos, baseado nas espécies hospedeiras e na distribuição geográfica: 

Filaria (grupo 1), Obconica (grupo 2), Radiosa (grupo 3), Najae (grupo 4) e Arndti (grupo 5). 

O grupo 1 inclui espécies que ocorrem em pítons; o grupo 2 espécies que ocorrem em 

colubrídeos das Américas, África, Ásia, Austrália e elapídeos também da Austrália; o grupo 3 

espécies que ocorrem em viperídeos africanos; o grupo 4 espécies em elapídeos africanos e 

colubrídeos e elapídeos da Ásia; grupo 5 espécies de crotalídeos e colubrídeos da América do 

Sul. Mais de 20 espécies de Ophidascaris já foram descritas, sendo 7 já relatadas ocorrendo 

no Brasil: O. arndti (sinonímia de O. sprenti e O. travassosi), O. cretinorum, O. obconica, O. 

sicki, O. trichuriformis, O. durissus, e O. tuberculatum (Panuzitti et al.,  2003; Siqueira et al., 

2005; Sprent, 1988; Vicente et al., 1993). Assim, já foram registradas no Brasil, espécies dos 

grupos 2 e 5. Sprent (1988) acredita que O. obconica e O. trichuriformis sejam sinonímias.  

Como já citado anteriormente, Pinto et al. (2010) encontrou cerca de 80% de 

parasitismo por ascarídeos em Crotalus durissus no Brasil. Dentro dos 80%, o gênero 

Ophidascaris foi o mais comum (50%). Dias et al. (2004) encontrou em cascavéis prevalência 
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de 25% de Ophidascaris sp. em Juiz de Fora, Minas Gerais. Teixeira (2000) realizou 95 

necrópsias de C. durissus provenientes do Paraná, das quais 34 animais (37,39%) estavam 

parasitados. Destes, O. trichuriformis foi o mais prevalente (47,06%). Silva et al. (2001) 

encontrou prevalência de 12,5% de parasitismo por O. arndti em cascavéis. 

As alterações patológicas incluem inflamação granulomatosa, espessamento da parede 

do órgão, gastroenterite com necrose e ulceração (Anderson, 2000; Brar et al., 1990; Elbihari 

& Hussein, 1973; Vaz, 1935; Wilson & Carpenter, 1996), além de obstruções e perfurações 

gástricas, distúrbios digestivos e maior suceptibilidade a infecções bacterianas secundárias 

(Telford, 1971; Wilson & Carpenter, 1996). Os sinais clínicos incluem anorexia, regurgitação, 

obstrução intestinal e desnutrição (Jacobson, 2007; Wilson & Carpenter, 1996). Um caso de 

aortite causada por O. papuanus (Sprent, 1973) foi descrito na píton Liasis papuances na 

Papua Nova Guiné (Hamir, 1986). 

Os ovos do parasito são eliminados junto às fezes da serpente, embrionam no ambiente 

e são ingeridos pelos hospedeiros intermediários (roedores ou anfíbios). As serpentes se 

infectam ao ingerir hospedeiros intermediários com larvas L2 encistadas na musculatura ou 

vísceras. No hospedeiro definitivo, as larvas L2 perfuram o intestino e migram para o pulmão, 

onde ocorrerá a muda para L3, que juntamente com a secreção brônquica é deglutida. No 

estômago ocorrerá a muda para L4 e, posteriormente, para L5 (adultos), que penetrarão na 

mucosa do tecido e liberarão ovos no lúmem do trato gatrointestinal do hospedeiro que serão 

expelidos juntos às fezes recomeçando o ciclo. Devido a migração das larvas pelas vísceras, 

lesões podem ocorrer (Wilson & Carpenter, 1996).  

 

5.2.2) Hexametra boddaertii 

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Ascaridida 

Superfamília: Ascaridoidea (Railliet & Henry, 1915) 

Família: Ascarididae (Baird, 1853) 

Subfamília: Angusticaecinae (Skrjabin & Karokhin, 1945) 

Gênero: Hexametra (Travassos, 1919) 

Espécie: H. boddaertii (Baird, 1860) 

 



61 

 

Habitat: Estômago das serpentes Cd04, Cd05, Cd09 e intestino delgado das serpentes Cd04, 

Cd05, Cd08, Cd09, Cd18 e Cd27. 

Descrição: baseada em 18 fêmeas (estômago: 1 Cd04 e 1 Cd05; intestino delgado: 1 Cd04, 6 

Cd08, 6 Cd09, 2 Cd18 e 1 Cd27) e 14 machos (estômago: 3 Cd04, 1 Cd05, 1 Cd09; intestino 

delgado: 1 Cd05, 2 Cd08 e 6 Cd09). 

 

Características:  

- Fêmeas: parasitos de coloração branco-amarelada ou branco-rosada in vivo, comprimento 

total de 118 mm a 202,5 mm (152,76 mm), largura do corpo mais ou menos uniforme de 

1542,89 µm a 2630 µm (1966,26 µm). Asa lateral inconspícua (Figura 9A). Esôfago 

claviforme, sem distinção entre porção muscular e glandular (Figura 8A), de comprimento 

variando de 4990,59 µm a 7671,06 µm (6085,94 µm) por 580,36 µm a 909 µm (769,89 µm) 

de largura. Distância do anel nervoso à extremidade anterior do corpo de 833,43 µm a 

1314,61 µm (1002,18 µm). Sistema excretor bilateral, poros excretores pouco atrás do anel 

nervoso, distando de 891,89 µm a 1274,06 µm (1048,04 µm) da extremidade anterior do 

corpo (Figura 8B). Boca com três lábios (Figura 8C e 9B), interlábios e sulcos labiais 

ausentes, presença de 2 papilas simples no lábio dorsal e 1 papila dupla em cada lábio ventro-

lateral (Figuras 8D e 9C). Borda do lábio com pequena serrilha de dentes (8E e 9D). Lábio 

dorsal geralmente um pouco menor do que os lábios ventro-laterais. Comprimento dos lábios 

variou de 152,86 µm a 299,98 µm (220,35 µm). Largura dos lábios variou de 228,03 µm a 

326,68 µm (272,7 µm). Pequeno cecum intestinal presente ou ausente na junção entre esôfago 

e intestino (Figura 8F). Ânus de 142,46 µm a 398,01 µm (265,18 µm) da extremidade 

posterior. Cauda curta, digitiforme e com presença de mucron pequeno (Figuras 8H e 8K). 

Comprimento do reto de 270,96 µm a 419,59 µm (351,85 µm). Fêmea didelfa, apresentando 6 

ramos uterinos, opistodelfa, ovípara, com vulva situada no meio do corpo. Vulva simples com 

abertura em forma de fenda, ovejetor longo. Ovos de casca grossa e rugosa, não larvados, 

subesféricos de comprimento variando de 65,05 µm a 89,97 µm (80,19 µm) e largura de 

75,62 µm a 86,91 µm (80,67 µm) (n=10) (Figura 8M). 

 

- Machos: parasitos de coloração branco-amarelada ou branco-rosada in vivo, menores e mais 

delgados do que as fêmeas de comprimento total variando de 65,2 mm a 193,9 mm (98,85 

mm), largura do corpo mais ou menos uniforme de 761,47 µm a 1406,27 µm (11271,76 µm). 

Esôfago claviforme, sem distinção entre porção muscular e glandular, de comprimento 

variando de 3233,71 µm a 5643,57 µm (4866,38 µm) por 404,64 µm a 723,64 µm (548,31 
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µm) de largura. Distância do anel nervoso à extremidade anterior do corpo de 613,83 µm a 

975,44 µm (847,33 µm). Sistema excretor bilateral, poros excretores pouco atrás do anel 

nervoso, distando de 710,91 µm a 1077,4 µm (922,02 µm) da extremidade anterior do corpo. 

Pequeno cecum intestinal presente ou ausente na junção entre esôfago e intestino (Figura 8F). 

Boca com três lábios, interlábios e sulcos labiais ausentes, presença de 2 papilas simples no 

lábio dorsal e 1 papila dupla em cada lábio ventro-lateral. Borda do lábio com pequena 

serrilha de dentes. Lábio dorsal geralmente um pouco menor do que os lábios ventro-laterais. 

Comprimento dos lábios variou de 137,6 µm a 233,92 µm (187,76 µm). Largura dos lábios 

variou de 137,17 µm a 239,15 µm (211,68 µm). Comprimento do reto de 158,58 µm a 331,96 

µm (258,49 µm). Cauda curta, digitiforme, comprimento de 132,52 µm a 210,37 µm (175,11 

µm) e com presença de mucron pouco maior do que os mucrons das fêmeas (Figuras 8I e 8L). 

Quantidade de papilas pré-cloacal muito variável (49 a 102 pares), 1 par ad-cloacal e 3 ou 5 

pares pós-cloacal (Figuras 9E e 9F). Espículos alados, equatoriais, bem esclerotizados, pouco 

desiguais entre si, de tamanho igual ou maior que a metade do comprimento do ducto 

ejaculatório. O comprimento do menor variou de 1011,47 µm a 1549,34 µm e o maior variou 

de 1273,92 µm a 1689,48 µm. Gubernáculo ausente. 



63 

 

  

Figura 8 – Hexametra boddaertii. (A) Esôfago claviforme. (B) Extremidade anterior, anel 

nervoso (setas pretas) e poros excretores (setas vermelhas). (C) Lábios en face. (D) Papila 

dupla. (E) Fileiras de dentículos na borda dos lábios. (F) Junção esôfago-intestino com 

presença de cecum intestinal (seta). (G) Fêmea dissecada evidenciando a vulva, ovejetor e 

início do útero; a seta indica a abertura da vulva. (H) Cauda da fêmea. (I) Extremidade 

posterior do macho e espículos bem quitinizados. (J) Detalhe da ala do espículo. (K) Mucron 

do macho. (L) Mucron da fêmea. (M) Ovos de casca grossa, subesféricos e não larvados. 
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Figura 9 – Microscopia eletrônica de Hexametra boddaertii macho. (A) Extremidade anterior 

com início da asa lateral; (B) Imagem aproximada dos lábios com papilas; (C) Lábios en face 

demonstrando papilas labiais (setas pequenas), fileira de dentes na borda dos lábios (seta 

grande) e abertura do esôfago. (D) Imagem aproximada de fileira de dentes quitinizados na 

borda dos lábios; (E) Parte das papilas pré-cloacal; (F) Mucron terminal (seta grande) e papila 

ad-cloacal (seta pequena). 
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Discussão:  

Segundo Sprent (1978), H. boddaertii (Baird, 1860) foi inicialmente descrita como 

Hexametra spp. em Mastigodryas boddaerti no Caribe (West Indies), sendo redescrita por 

Baylis (1921) e incluída dentro do gênero Polydelphis juntamente com espécies que 

apresentavam 4 ramos uterinos. Ainda de acordo com o autor, Travassos (1920) propôs 

novamente a separação desses parasitos de 6 ramos uterinos e ausência de interlábios dentro 

do gênero Hexametra, sendo aceito por diversos autores e hoje amplamente utilizado. 

Yamaguti (1961) não inclui o gênero em seu trabalho.  

Segundo Bursey & Brooks (2011), além do Brasil, H. boddaertii já foi encontrada na 

Costa Rica, México, Paraguai, Ilhas orientais do Caribe e Estados Unidos (Califórnia e Novo 

México). Além de ampla distribuição geográfica, a espécie não apresenta especificidade de 

hospedeiros, sendo encontrada nas serpentes: Agkistrodon bilineatus (Günther, 1863), 

Bothrops sp., C. adamanteus (Palisot de Beauvois, 1799), C. atrox (Baird et Girard, 1853), C. 

basiliscus (Cope, 1864), C. cerastes (Hallowell, 1854), C. durissus, C. viridis (Rafinesque, 

1818), Philodryas baroni (Berg, 1895), P. patagoniensis (Girard, 1858), Porthidium 

ophryomegas (Bocourt, 1869), Pseudoboa trigeminal (Sprent, 1978), Sistrurus catenatus 

(Rafinesque, 1818), S. pullatus (Linnaeus, 1758), Trimorphodon biscutatus (Duméril, Bibron 

& Duméril, 1854), Bitis arietans (Merrem, 1820), B. gabonica (Duméril, Bibron & Duméril, 

1854), Causus rhombeatus (Lichtenstein, 1823), Lamprophis fuliginosus (Boie, 1827), Naja 

melanoleuca (Hallowell, 1857), N. nigricolis (Reinhardt, 1843), Psammophis subtaeniatus 

(Peters, 1882), Pseudaspis cana (Linnaeus, 1758) e Python sebae (Gmelin, 1788) (Bursey & 

Brooks, 2011; Hering-Hagenbeck & Boomker, 2000).  

Segundo Ávila & Silva (2010), a espécie também já foi encontrada na cavidade do 

corpo de lagartos brasileiros das famílias Teiidae, Scincidae e Tropiduridae: Cnemidophorus 

littoralis (Rocha et al., 2000), C. ocellifer (Spix, 1825), Mabuya agilis (Raddi, 1823), M. 

frenata (Cope, 1862), M. macrorhyncha (Hoge, 1947) e Tropidurus torquatus (Wied, 1820). 

Simbotwe (1983) relatou a ocorrência de Hexametra spp. em lagartos Varanus 

exanthematicus (Bosc, 1792) na República de Zâmbia, África. Devido a essa ampla 

distribuição, Teixeira (2000) levantou a hipótese de que a espécie H. boddaertii tenha surgido 

antes da separação dos continentes africano e sul-americano. 

No Brasil, a espécie já foi encontrada no estômago, intestino e cavidade geral de C. 

durissus, sendo registrada nos Estados: PR, RJ, SP, MG, BA (Dias et al., 2004; Pinto et al., 

2010; Rossellini, 2007; Teixeira, 2000; Vicente et al., 1993). Dias et al. (2004) relatou a 

prevalência de 8,3% de parasitismo por Hexametra spp. no município de Juiz de Fora, Minas 
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Gerais. Pinto et al. (2010) reportou a ocorrência de 30% de prevalência de parasitismo por H. 

boddaertii em C. durissus provenientes dos Estados de SP, RJ e PR. Teixeira (2000) em seu 

trabalho encontrou prevalência de 20,59% de H. boddaertii em serpentes peçonhentas do 

Estado do paranaense. 

Assim como o gênero Ophidascaris, os parasitos do gênero Hexametra apresentam 

ciclo heteroxeno e utilizam invertebrados terrestres, anfíbios e pequenos mamíferos como 

hospedeiros intermediários e/ou paratênicos. A espécie H. bodaertii pode realizar até duas 

mudas dentro do ovo (Anderson, 2000). No Brasil, o desenvolvimento de H. boddaertii foi 

descrito em detalhes por Araujo (1970b) em infecção experimental com camundongos e 

cascavéis: após a ingestão de ovos contendo a larva L2, as larvas eclodidas migraram para o 

fígado dos roedores, que 16 dias após a infecção, migraram para a cavidade do corpo; na 

cavidade do corpo permaneceram por mais de 1 ano, atingindo até 80 mm de comprimento, 

mas sem realizar a terceira muda. Nas serpentes, após a ingestão dos roedores infectados, as 

larvas migraram para a cavidade do corpo da serpente e foram encontradas enroladas na 

serosa do estômago e da parte anterior do intestino. Vinte e três dias após a infecção, as larvas 

de quarto estágio estavam presentes; cerca de 120 dias após a infecção, os vermes adultos 

foram encontrados no trato alimentar dos ofídios.  

Na África, Ásia, França e Austrália, infecções experimentais também foram realizadas 

com Bitis arietans (Merrem, 1820), Coluber jugularis (Linnaeus, 1758), N. haje (Linnaeus, 

1758), Vipera aspis (Linnaeus, 1758), Trimeresurus stejnegeri (Schmidt, 1925), N. nigricollis 

(Reinhardt, 1843) e Morelia spilotes (Lacépède, 1804). Os trabalhos, entre si, sobretudo com 

o trabalho de Araujo (1970b), apresentam grandes variações de tempo e local de 

desenvolvimento de larvas e adultos do parasito nos roedores e ofídios. Petter (1968) obervou 

relações específicas de desenvolvimento entre a espécie do parasito e espécies de roedores, 

indicando que as preferências alimentares das serpentes são importantes na determinação da 

incidência de parasitismo por Hexametra spp.  

As larvas de Hexametra são evidentemente patogênicas para os roedores e tendem a se 

direcionar para o fígado e a cavidade abdominal do mamífero gerando lesões e exsudato do 

tipo sero fribrinoso (Saliba & Araujo, 1972; Sprent, 1978). Petter et al. (1968) demonstraram 

em primatas experimentalmente infectados com ovos de H. boddaertii lesões hepáticas do 

tipo granulomatoso com marcada presença de infiltrado celular eosinofílico e que, 

aparentemente, os parasitos não apresentam desenvolvimento completo nesses mamíferos.  
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5.2.3) Maracaya belemensis 

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Ascaridida 

Superfamília: Cosmocercoidea 

Família: Atractidae (Railliet, 1917 subfam.) Travassos, 1919 

Gênero: Maracaya (Díaz-Ungría, 1963) 

Espécie: Maracaya belemensis (Adamson & Baccam, 1988) 

 

Habitat: indeterminado Cd03 

Descrição: baseada em 1 macho e 1 fêmea  

 

Características: 

- Fêmea: coloração branca in vivo, comprimento total igual a 3851,05 µm, largura do corpo 

igual a 367,47 µm (Figura 10A). Esôfago rhabditóide formado por corpus, istmo bem 

diferenciado e válvula trilobada bem evidenciada no bulbo (Figura 10C). Esôfago de 

comprimento total igual a 670,43 µm, largura do esôfago na altura do anel nervoso igual a 

80,55 µm, largura do istmo igual a 69,58 µm, largura do bulbo igual 170,9 µm. Glândula 

cervical na altura do bulbo e distando 641,43 µm da extremidade anterior do corpo e de 

comprimento igual a 92,31 µm por 15,03 µm de largura (Figura 10D). Extremidade anterior 

sem grande diferenciação labial apresentando cápsula bucal curta (Figura 10E). Corpus pouco 

demarcados no istmo e bulbo (Figura 10F). Distância do anel nervoso à extremidade anterior 

do corpo igual a 268,64 µm. Cauda curta, cônica, reta, afinando gradualmente e de 

comprimento igual a 177,9 µm (Figura 10L). Fêmea monodelfa, ovípara, vulva simples, 

vagina curta e musculosa (Figura 10M). Vulva após o meio do corpo, distando 2441,746 µm 

da extremidade anterior. Fêmea contendo 24 ovos, sendo 8 larvados e mais próximos à vagina 

(Figura 10N). Ovos grandes, de casca fina, elípticos medindo 105,22 µm de comprimento por 

67,92 µm de largura (n=10).  

 

- Macho: coloração branca in vivo, comprimento total igual a 2002,06 µm, largura do corpo 

igual a 120,26 µm (Figura 10B). Esôfago rhabditóide formado por corpus, istmo bem 

diferenciado e válvula trilobada bem evidenciada no bulbo (Figura 10G). Corpus pouco 

demarcados no istmo e bulbo. Glândula cervical bem evidenciada na altura do istmo e 
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distando 515,17 µm da extremidade anterior do corpo e de comprimento igual a 30,01 µm por 

26,3 µm de largura (Figura 10H). Esôfago de comprimento total igual a 515,11 µm, largura 

do esôfago na altura do anel nervoso igual a 33,45 µm, largura do istmo igual a 15,85 µm, 

largura do bulbo igual 58,72 µm. Extremidade anterior do corpo com três grandes lábios com 

reforços quitinizados e tecido esofágico penetrando 105,76 µm de comprimento a partir da 

base do lábio (Figura 10I e 10J). Comprimento e largura do lábio medindo 119,59 µm e 48,1 

µm, respectivamente, com a base do lábio pouco maior do que a largura do ápice. Cutícula 

estriada transversalmente a partir da base do lábio até à extremidade posterior. Distância do 

anel nervoso à extremidade anterior do corpo igual a 265,23 µm. Cauda cônica, reta, afinando 

gradualmente e de comprimento igual a 165,97 µm. Espículos simples, equatoriais, curvados 

e subiguais de comprimento igual a 90,76 e 91,62. Gubernáculo presente e medindo 50,22 de 

comprimento (Figura 10K). Região cloacal elevada formando um cone genital. Quatro pares 

de papilas pré-cloacais e 3 pares pós-cloacais. 
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Figura 10 – Maracaya belemensis. Fêmea: (A) Espécime adulta; (C) esôfago; (D) glândula 

cervical na altura do bulbo; (E) lábios não diferenciados; (F) Corpus no corpo e istmo do 

esôfago. Macho: (B) Espécime adulto; (G) esôfago; (H) glândula cervical na altura do istmo; 

(I) comprimento do lábio evidenciando reforços quitinizados; (J) tecido esofágico penetrando 

nos lábios; (K) espículos curvados, subiguais, gubernáculo, cauda cônica do macho. (L) 

Cauda curta e cônica da fêmea. (M) Vulva simples e vagina musculosa. (N) Ovo de casca lisa, 

fina e larvado dentro do útero. 
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Discussão: 

De acordo com Bouamer & Morand (2006), o gênero é composto por quatro espécies: 

M. graciai (Diaz-Ungria, 1963), M. pusilla (Miranda, 1924), M. belemensis (Adamson & 

Baccam, 1988) e M. africana (Bouamer & Morand, 2006). As três primeiras espécies foram 

relatadas parasitando o intestino de Amphisbaena na América do Sul (Venezuela e Brasil) e 

M. africana no intestino de Chamaeleo inturensis (Schmidt, 1919) no Congo, África. No 

Brasil, duas espécies já foram encontradas: M. belemensis infectando o intestino de 

Amphisbaena alba (Linnaeus, 1758), em Belém, Pará; e M. pussila parasitando o intestino de 

Amphisbaena sp. na Bahia (Adamson & Baccam, 1988; Ávila, 2009; Ávila & Silva, 2010; 

Bouamer & Morand, 2006; Vicente et al., 1993). Maracaya pusilla, apesar de ter sido 

retransferida de Aplectana pusilla para Maracaya por Adamson & Baccam (1988), Ramallo et 

al. (2008) em seu trabalho utilizou a sua antiga classificação. 

Apesar de todas as espécies descritas terem sido encontradas no intestino de seus 

hospedeiros, o casal de parasitos foi encontrado no sedimento da placa de petri com solução 

salina onde estava separado o coração da serpente Cd03. Durante as necropsias, o coração ou 

o fígado eram os primeiros órgãos a serem retirados e o intestino sempre o último. Além 

disso, para diminuir a possibilidade de contaminações, as tesouras utilizadas durante as 

necropsias eram constantemente lavadas em água corrente.  

Durante a inspeção do coração e antes mesmo de sua dilaceração, os parasitos foram 

visualizados ao fundo da placa de petri. Após a separação dos parasitos, o órgão foi 

cuidadosamente inspecionado, mas não foram encontrados outros espécimes, nem alterações 

macroscópicas no tecido cardíaco. Como as fêmeas apresentavam ovos e encontravam-se 

associadas ao sistema circulatório, mesmo se tratando de parasitos da ordem Ascaridida, 

verificou-se as lâminas contendo os esfregaços sanguíneos da referida serpente, mas nenhuma 

larva foi encontrada. 

Cosmocerca podicipinus é um nematódeo encontrado no intestino delgado de anfíbios. 

No entanto, Campião et al. (2009) encontraram a espécie no pulmão de anfíbios Leptodactylus 

podicipinus (Cope, 1862) (Leptodactylidae) no Brasil. No presente trabalho, não foram 

encontrados outros espécimes de M. belemensis no trato respiratório da serpente. Outros 

estudos são necessários para a investigação do parasitismo errático.  

No presente trabalho, a fêmea apresentou lábios muito diferentes dos machos. Por 

apresentar ovos no interior do útero, as fêmeas foram consideradas adultas. Baseado nos 

desenhos da descrição da espécie (Adamson & Baccam, 1988), o lábio da fêmea relatada no 

presente trabalho foi semelhante aos lábios das fêmeas imaturas de quarto estágio larval 
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(Figuras 11A, B e C). Além disso, a vagina da fêmea encontrada foi mais musculosa do que a 

vagina da fêmea adulta que está representada no trabalho da descrição da espécie (Figura 

11D). Apesar das diferenças morfológicas da extremidade anterior dos parasitos, acreditamos 

que os mesmos pertençam à mesma espécie, pois além de outros espécimes não terem sido 

encontrados em outras localidades do corpo, a probabilidade de ser encontrado um casal da 

mesma espécie em um local incomum é maior do que a probabilidade do macho e da fêmea 

serem de espécies diferentes e ainda serem encontrados em um habitat incomum.  

 

 

Figura 11 – Representação esquemática fêmea de Maracaya belemensis presente no trabalho 

de Adamson & Baccam (1988). Fêmea imatura de quarto estágio: (A) extremidade anterior 

com lábios pouco diferenciados; (B) imagem aproximada dos lábios das fêmeas imaturas de 

quarto estágio larval. Fêmea adulta: (C) Extremidade anterior com lábios profundos; (D) 

vagina e ovos larvados. 

 

5.2.4) Rhabdias filicaudalis  

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Rhabditida (Chitwood, 1933) 

Superfamília: Rhabditoidea (Travassos, 1920) 

Família: Rhabdiasidae (Railliet, 1916) 

Gênero: Rhabdias (Stiles & Hassal, 1905) 

Espécie: R. filicaudalis (Barrella et al., 2010) 
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Habitat: Esôfago da serpente Cd02 e Pulmão das serpentes Cd02, Cd03, Cd04, Cd08, Cd11, 

C19, Cd32 e Cd33. 

Descrição: baseada em 36 fêmeas (Esôfago: 1 Cd02; Pulmão: 6 Cd02, 6 Cd03, 2 Cd04, 6 

Cd08, 6 Cd11, 1 Cd19, 1 Cd28, 6 Cd32, 1 Cd33). 

 

Características:  

 

- Fêmeas: parasitos partenogenéticos de coloração vermelho-amarronzado in vivo (Figura 12) 

e encontrados soltos dentro do pulmão, ou predominantemente entre os alvéolos (raso ou 

profundo) (Figura 13). Comprimento total de 3562,76 µm a 5973,48 µm (4599,44 µm), 

largura do corpo de 171,37 µm a 314,91 µm (232,74 µm), esôfago claviforme sem distinção 

de porção glandular e muscular de comprimento variando de 259,48 µm a 316,37 µm (294,21 

µm). Largura do esôfago na porção anterior de 40,12 µm a 55,16 µm (45,74 µm), na porção 

média de 33,11 µm a 51,84 µm (40,75 µm) e na porção posterior de 56,98 µm a 87,47 µm 

(65,00 µm). Distância do anel nervoso à extremidade anterior do esôfago de 126,04 µm a 

165,74 µm (148,01 µm) (Figura 14B). Abertura das glândulas cervicais na mesma altura ou 

pouco atrás do anel nervoso. Presença de duas glândulas cervicais unicelulares proeminentes, 

maiores do que o esôfago (Figura 14A), cada uma apresentando um núcleo grande e 

geralmente bem visível (Figura 14E). Comprimento da glândula cervical menor variou de 

302,68 µm a 590,89 µm (435,55 µm), comprimento da glândula cervical maior variou de 

348,36 µm a 614,43 µm (501,76 µm). Lábios simples e pouco desenvolvidos, comprimento 

da cápsula bucal de 6,63 µm a 14,68 µm (10,09 µm), largura da cápsula bucal de 8,67 µm a 

19,49 µm (12,81 µm) (Figura 14D). Ausência de expansão cuticular cefálica e caudal. Cauda 

reta, cônica e distância do ânus à extremidade posterior do corpo de 110,28 µm a 250,58 µm 

(143,96 µm) (Figura 14C). Fêmeas didelfas, anfidelfas, ovíparas. Vulva simples, abertura em 

forma de fenda, localizada no meio do corpo e distando de 1696,25 µm a 2852,86 µm 

(2192,23 µm) da extremidade anterior do corpo. Porção mais anterior do ovário (Loop 

anterior) à extremidade anterior de 701,3 µm a 1469,38 µm (939,63 µm), porção mais 

posterior do ovário (Loop posterior) à extremidade posterior de 885,82 µm a 1462,51 µm 

(1146,20 µm). Ovos elípticos, lisos, casca fina, maioria larvados, de comprimento variando de 

65,41 µm a 91,04 µm (77,81 µm) por 29,09 µm a 44,43 µm (37,78 µm) de largura (Figura 

14F). Ovejetores curtos, duplos e divergentes. Útero duplo, divergentes e geralmente 

contendo muitos ovos. Ovários paralelos e em sentido oposto ao oviducto e útero 

correspondente, entrecruzando-se.  
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Figura 12 - Aspecto morfológico geral de fêmea de Rhabdias filicaudalis clarificados em 

Lactofenol de Amann. Barra: 1mm. 

 

 

Figura 13 – Rhabdias filicaudalis entre alvéolos: (A) raso; (B) profundo. 

 

    

  

Figura 14 – Fêmea partenogenética de Rhabdias filicaudalis. (A) Extremidade anterior e 

glândulas cervicais. (B) Esôfago e anel nervoso (setas). (C) Extremidade posterior. (D) Lábios 

e cápsula bucal. (E) Núcleos (setas) das glândulas unicelulares cervicais. (F) Abertura em 

fenda da vulva (seta) e ovos. 
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Discussão:  

O ciclo de vida dos parasitos do gênero Rhabdias alterna entre uma fase de vida livre 

(com espécimes machos e fêmeas) e uma fase parasitária (apenas fêmeas partenogenéticas) 

(Langford, 2010). Apesar de a maioria das descrições de espécies deste gênero ser baseada 

apenas nas fêmeas partenogenéticas, para a identificação exata da espécie é necessária a 

identificação de todas as formas evolutivas do parasito (ovo, larva, machos e fêmeas de vida 

livre e fêmeas parasitas). Assim, a ausência de machos parasitos dificulta muito a 

identificação das espécies do gênero.  

Segundo Kuzmin & Tkach (2008), as espécies de Rhabdias parasitas de lagartos, 

camaleões e anfíbios são morfologicamente similares, em relação às espécies que parasitam 

serpentes. Entre os caracteres que distinguem as espécies que parasitam serpentes e outras 

espécies do gênero, estão: menor comprimento e menor largura corporal, cutícula geralmente 

lisa ou estriada transversalmente, esôfago curto sem dilatação bulbosa da parte muscular, 

poucos ovos e com larvas em menor estágio de desenvolvimento e glândulas excretoras 

cervicais usualmente proeminentes. De acordo com Kuzmin et al. (2003) a cutícula da maioria 

dos Rhabdias que parasitam serpentes é mais fina e sem dobras ou expansões proeminentes 

em relação às espécies que parasitam anfíbios. 

As espécies R. vellardi, R. eustreptos (MacCallum, 1921) e R. fuscovenosa (Railliet, 

1899) apresentam diferenças morfológicas muito inconspícuas. Baseado na chave de 

identificação presente no trabalho de Kuzmin et al. (2003) para Rhabdias de serpentes na 

América do Norte, a espécie R. eustreptos diferencia-se de R. vellardi por apresentar 

extremidade posterior do corpo em espiral (forma de saca-rolha) e cauda larga com discreta 

dilatação na extremidade. A espécie R. fuscovenosa diferencia-se por apresentar glândulas 

cervicais excretoras aproximadamente do mesmo tamanho do esôfago. A espécie R. 

eustreptos diferencia-se de R. fuscovenosa por apresentar glândulas cervicais excretoras muito 

mais longas que o esôfago. A espécie R. fuscovenosa diferencia-se de R. eustreptos por 

apresentar extremidade posterior reta ou curvada irregularmente e cauda alongada e cônica. 

Baker (1978) também observa que o útero de fêmeas grávidas de R. eustreptos possui muitos 

ovos contendo o primeiro estágio larval, enquanto o útero de fêmeas grávidas de R. 

fuscovenosa apresenta poucos ovos e todos estão no início do estágio de clivagem. No 

entanto, acreditamos que a quantidade de ovos e estágio de desenvolvimento embrionário do 

ovo não seja uma característica confiável para a diferenciação de espécies de Rhabdias que 

parasitam serpentes, mesmo que em caráter adicional. 
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Alguns autores verificaram que o comprimento relativo do esôfago e/ou da cauda 

quando comparados ao comprimento do corpo do parasito podem ser úteis como caracteres 

adicionais para a diferenciação de espécies, mas pode variar individualmente de espécime 

para espécime de acordo com a sua idade e tamanho; e que para espécies que parasitam 

anfíbios, a relação comprimento esôfago/corpo é mais apropriada devido a menor variação do 

comprimento do esôfago (Baker, 1978; Kuzmin et al., 2003; Kuzmin & Tkach, 2008). 

Rhabdias vellardi já foi encontrada em P. patagoniensis, O. trigeminus (Pereira, 1928; 

Rossellini, 2007). Na família Viperidae, o gênero Rhabdias já foi encontrado em B. 

alternatus, B. jararaca (Grego et al., 2000) e C. durissus terrificus (Araújo et al., 1999; Dias 

et al., 2004; Silva et al., 2001; Teixeira, 2000). No Brasil, o parasitismo por R. filicaudalis foi 

registrado apenas em S. pullatus (Barrella et al., 2010), sendo este o primeiro registro de 

ocorrência da espécie em cascavéis. 

Segundo Murray (1996), as fêmeas adultas de Rhabdias realizam a postura de ovos no 

próprio pulmão, onde são carreados para a traquéia e posteriormente para o sistema digestivo, 

sendo eliminados juntos às fezes da serpente. No entanto, acreditamos que a maior parte dos ovos 

encontrados nas fezes das serpentes sejam de espécimes do gênero que migram para a boca do 

hospedeiro para realizar a ovipostura, uma vez que no presente trabalho também foram 

visualizados fragmentos de Rhabdias no estômago e intestino das serpentes. Além disso, a 

ocorrência de Rhabdias na boca de outras serpentes já foi visualizada pela autora (dados não 

publicados). 

 

5.2.5) Kalicephalus inermis inermis  

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Strongylida 

Superfamília: Diaphanocephaloidea (Travassos, 1920) 

Família: Diaphanocephalidae (Travassos, 1920) 

Gênero: Kalicephalus (Molin, 1861) 

Subgênero: Kalicephalus (Inermiformes) (Schad, 1962, emend) 

Espécie: K. (I.) inermis (Molin, 1861) 

Subespécie: K. (I.) inermis inermis (Molin, 1861) 

 

Habitat: Estômago das serpentes Cd09 e Cd28; Intestino delgado das serpentes Cd09, Cd20, 

Cd21 e Cd28. 
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Descrição: baseada em 18 fêmeas (Estômago: 6 Cd28; Intestino delgado: 3 Cd09, 3 Cd20, 3 

Cd21, 3 Cd28) e 15 machos (Estômago: 1 Cd 09, 2 Cd28; Intestino delgado: 2 Cd09, 3Cd20, 

4 Cd21, 3Cd28).  

 

Características:  

Os helmintos apresentavam coloração branco-amarelado in vivo e estavam fixados à 

mucosa intestinal ou estomacal através da cápsula bucal (Figura 15C). A identificação da 

espécie, as medidas de profundidade da cápsula bucal e do diâmetro da cabeça foram 

mensuradas de acordo com o trabalho de Schad (1962). O gênero, entre outras características, 

é marcado pela presença de cápsula bucal quitinosa e bivalva, onde cada valva apresenta 4 

placas quitinosas retangulares (2 centrais maiores e 2 laterais menores) que se estendem da 

porção anterior da cápsula até próximo à sua metade, além de outras peças quitinosas mais 

triangulares compondo a cápsula bucal e um esôfago muscular bulbar (Schad, 1962) (Figuras 

15A e 15B). 

 

- Fêmeas: maiores que os machos e apresentavam comprimento total de 12139,5 µm a 

16152,93 µm (16152,93 µm), largura máxima de 504,6 µm a 841 µm (679,74 µm), esôfago 

muscular e sem diferenciação de região glandular medindo de 590,9 µm a 668,17 µm (627,47 

µm) de comprimento. A maior largura na região anterior do esôfago foi de 229,52 µm a 

257,45 µm (240,15 µm), a menor largura na região do istmo foi de 179,51 µm a 207,78 µm 

(199,19 µm), a maior largura região do bulbo de 255,11 µm a 330,53 µm (311,26 µm). Anel 

nervoso distando de 394,41 µm a 493,22 µm (445,67 µm) da extremidade anterior do corpo. 

Cápsula bucal quitinosa com profundidade de 200,38 µm a 256,12 µm (228,61 µm) e 

diâmetro da cabeça de 284,18 µm a 338,66 µm (315,6 µm). Sistema genital do tipo didelfo, 

anfidelfo, ovejetores e esfíncteres curtos e fortemente musculosos, tubos genitais sinuosos 

formando numerosas alças. Vulva em forma de fenda transversal, com lábios salientes, a uma 

distância de 5182,28 µm a 10525,73 µm da extremidade anterior do corpo (Figuras 15D e 

15E). A posição relativa da vulva variou entre o meio e o final do segundo terço do corpo. 

Ovos intra-uterinos não larvados apresentando forma elíptica, casca lisa e fina (N=150), 

comprimento de 62,88 µm a 97,38 µm (74,78866667 µm) e a largura de 36,56 µm a 53,03 µm 

(44,78 µm) (Figura 15F). Cauda curta e cônica (Figura 15G), ânus de 254,294 µm a 477,598 

µm (353,13 µm) da extremidade posterior do corpo.  

 



77 

 

- Machos: comprimento total de 7739,15 µm a 11100,5 µm (10141,55 µm), largura máxima 

de 392,33 µm a 502,45 µm (446,55 µm), esôfago muscular e sem diferenciação de região 

glandular medindo de 501,08 µm a 590,9 µm (532,02 µm) de comprimento. A maior largura 

na região anterior do esôfago foi de 163,98 µm a 216,16 µm (196,15 µm), a menor largura na 

região do istmo foi de 130,25 µm a 166,16 µm (154,19 µm), a maior largura região do bulbo 

de 239,68 µm a 296,3 µm (261,24 µm). Anel nervoso de 360,43 µm a 399,4 µm (381,19 µm) 

da extremidade anterior do corpo. Cápsula bucal quitinosa com profundidade de 181,7 µm a 

205,86 µm (197,83 µm) e diâmetro da cabeça de 217 µm a 285,52 (261,89 µm). Bolsa 

copulatória simétrica, oblíqua e larga. Ramo terminal do raio dorsal do grupo IV (Schad, 

1962) (Figura 16). Gubernáculo presente medindo de 218,32 µm a 260,15 µm (231,77 µm) de 

comprimento. Espículos equatoriais, alados, iguais ou subiguais, apresentando comprimento 

de 736,49 µm a 829,04 µm (805 µm) (Figura 15H).  
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Figura 15 – Kalicephalus inermis inermis: (A) Extremidade anterior com esôfago muscular 

bulbar (as setas indicam o anel nervoso). (B) Detalhe das peças bucais e placas quitinosas da 

cápsula bucal. (C) Casal em cópula e apresentando coloração branco-amarelado in vivo. (D) 

Vulva em forma de fenda transversal. (E) Lábios da vulva salientes, ovejetores e esfíncteres 

curtos e musculosos com a presença de ovos. (F) Ovos elípticos, não larvados e de casca fina 

presentes dentro do útero das fêmeas. (G) Cauda curta e cônica da fêmea. (H) Extremidade 

posterior do macho mostrando espículos, gubernáculo e bolsa copulatória com raios bursais. 
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Discussão:  

Cerca de 50 espécies já foram relatadas em diversas regiões do mundo, no entanto, 

Schad (1962) em uma revisão do gênero reclassificou 50 espécies em 23. No Brasil, apenas K. 

costatus costatus, K. inermis inermis, K. inermis macrovulvus já foram identificados em 

cascavéis (Pinto et al., 2010; Rossellini, 2007; Schad, 1962; Silva et al., 2001; Vicente et al., 

1993). Em outras serpentes brasileiras, além das supracitadas, já foram encontradas as 

espécies: K. appendiculatus, K. subulatus e K. rectiphilus neorectiphilus (Muniz-Pereira et al., 

2004; Rossellini, 2007, Schad, 1962; Vicente et al., 1993). 

Segundo Schad (1962), os raios ventrais e, geralmente, os raios laterais da bolsa 

copuladora não são usados como caracteres taxonômicos. A identificação das espécies é 

enfatizada na caracterização do raio dorsal, que é dividido em 5 grupos: grupo I 

exclusivamente de K. bungari, grupo II para um pequeno grupo de espécies do grupo 

Rectiphilus, grupo III e IV em numerosas espécies e grupo V em algumas subespécies de K. 

inermis (Figura 16). Ainda segundo o autor, podem ocorrer raios intermediários entre os 

grupos III e IV ou IV e V. Todos os machos de K. inermis do presente trabalho apresentaram 

raios dorsais compatíveis com os raios do grupo IV, representado no trabalho de Schad 

(1962). A extremidade das caudas de todas as fêmeas foram compatíveis com a subespécie K. 

inermis inermis (Figura 17). Considerando as representações esquemáticas dos raios dorsais e 

das extremidades posterior das fêmeas presentes no trabalho de Schad (1962), os espécimes 

foram identificados como a subespécie K. inermis inermis. 

O gênero apresenta ciclo de vida direto e baixa especificidade de hospedeiros 

(Anderson, 2000). Teixeixa (2000) encontrou prevalência de 16,17% de K. inermis em 

serpentes peçonhentas do Paraná. Dias et al. (2004), encontrou prevalência de 58,3% de K. 

inermis e 33,3% de K. costatus costatus em cascavéis na cidade de Juiz de Fora, Minas 

Gerais. Pinto et al. (2010) encontraram prevalência de 6,6% de parasitismo por Kalicephalus 

sp. em cascavéis provenientes do Estado de Mato Grosso. Silva et al. (2001) encontrou 

prevalência de 8,33% de K. costatus mantidas em criação semi-extensiva do Centro de 

Estudos de Venenos e Animais Peçonhentos (CEVAP) da Universidade Estadual de São 

Paulo (UNESP), em Botucatu, São Paulo. 
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Figura 16 – Grupos de raios dorsais representados na revisão taxonômica do gênero 

Kalicephalus (Schad, 1962): I - Kalicephalus bungari; II - Espécies do grupo Rectiphilus; III 

e IV - Numerosas espécies; V - Subespécies de Kalicephalus inermis.  

 

Figura 17 – Extremidade posterior das fêmeas Kalicephalus inermis representados na revisão 

taxonômica do gênero (Schad, 1962). (A) K. inermis macrovulvus; (B) K. inermis coronellae; 

(C) K. inermis inermis.  

 

5.2.6) Kalicephalus costatus costatus 

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Strongylida 

Superfamília: Diaphanocephaloidea (Travassos, 1920) 

Família: Diaphanocephalidae (Travassos, 1920) 

Gênero: Kalicephalus (Molin, 1861) 

Espécie: K. costatus (Rudolphi, 1819) 

Subespécie: K. costatus costatus (Rudolphi, 1819) 
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Habitat: Intestino delgado das serpentes Cd04 (raspagem intestinal) 

Descrição: baseada em 1 espécime fêmea 

 

Características: 

- Fêmea: 6627,17 µm de comprimento total, 331,46 µm de largura máxima, 341,49 µm de 

comprimento do esôfago, 118,34 µm de largura na região anterior do esôfago, 106,55 µm de 

largura na região do istmo, 165,29 µm de largura na região do bulbo esofagiano, 116,91 µm 

de distância do anel nervoso à extremidade anterior do corpo. Profundidade da cápsula bucal 

igual a 196,64 µm, diâmetro da cabeça igual a 204,52 µm (Figura 18A). Sistema genital do 

tipo didelfo, anfidelfo, ovejetores e esfícteres curtos e musculosos, vulva saliente no terceiro 

terço do corpo, distando 5407,17 µm da extremidade anterior do corpo (Figura 18B). Cauda 

curta e cônica apresentando constrição mais acentuda em sua porção final (Figura 18C). 

Abertura anal a 161,12 µm de distância da extremidade posterior do corpo. Fêmea adulta com 

a presença de um ovo não larvado dentro do útero apresentando casca fina, lisa, comprimento 

igual a 45,11 µm e largura igual a 31,81 µm.  

 

 

Figura 18 – Fêmea de Kalicephalus costatus costatus encontrada no raspado da mucosa 

intestinal da serpente Cd04. (A) Extremidade anterior. (B) Vulva saliente com ovejetores e 

esfíncteres curtos e musculosos, útero afidelfo. (C) Cauda cônica terminando com uma 

constrição pontiaguda. A seta indica a abertura anal. 

 

Discussão:  

Mesmo sem a identificação de um espécime macho, as medidas morfométricas e a 

acentuada constrição da cauda permitiram identificar a fêmea como sendo da subespécie K. 

costatus costatus. Segundo a revisão de Schad (1962), as fêmeas desta subespécie são 

A B C 



82 

 

prodelfas com o ovejetores geralmente convergentes. Porém, o espécime apresentou ovários 

anfidelfos e ovejetores divergentes. Assim, é possível que ocorra na população destes 

helmintos uma variação na posição do sistema genital. 

 

5.2.7) Kalicephalus sp. 

  

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Strongylida 

Superfamília: Diaphanocephaloidea (Travassos, 1920) 

Família: Diaphanocephalidae (Travassos, 1920) 

Gênero: Kalicephalus (Molin, 1861) 

Espécie: Kalicephalus sp. 

 

Habitat: Intestino delgado da serpente Cd12 (raspagem intestinal). 

Descrição: baseada em 1 espécime fêmea. 

 

Características: 

- Fêmea: o parasito estava bastante destruído devido ao processo de raspagem da mucosa 

intestinal. Apesar de ovos não terem sido encontrados, como foram visualizados partes do 

útero e ovário, o indivíduo foi caracterizado como fêmea. Foi possível medir apenas: 

comprimento do esôfago igual a 319,46 µm, largura da região anterior do esôfago igual a 

150,03 µm, menor largura na região do anel nervoso igual a 147,7 µm, largura do bulbo 

esofagiano igual a 184,046 µm, distância do anel nervoso à extremidade anterior do esôfago 

93,33 µm e 292,62 µm da extremidade anterior do corpo. Profundidade da cápsula bucal igual 

a 207,92 µm, diâmetro da cabeça igual a 255,56 µm (Figura 19).  

 

Figura 19 – Extremidade anterior da fêmea de Kalicephalus sp. encontrada no raspado da 

mucosa intestinal serpente Cd12. 
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Discussão:  

Principalmente devido às características da cápsula bucal, provavelmente, este 

indivíduo não pertence a nenhuma das espécies já encontradas em cascavéis no Brasil. Assim, 

amplia-se a ocorrência de outra espécie do gênero Kalicephalus em serpentes C. durissus. 

Mas devido à destruição de parte do corpo do parasito e devido à ausência de machos, não foi 

possível a identificação da espécie. 

 

5.2.8) Hastospiculum onchocercum 

 

Filo: Nematoda 

Classe: Secernentea 

Ordem: Spirurida (Chitwood, 1933)  

Superfamília: Diplotriaenoidea  

Família: Diplotriaenidae (Anderson, 1958)  

Gênero: Hastospiculum (Skrjabin, 1923) 

Espécie: H. onchocercum (Chitwood, 1932) 

 

Habitat: Ao longo das camadas mucosa, muscular e serosa de todo o tecido do intestino da 

serpente Cd24 e peritônio visceral hepático. 

Descrição: baseada em 3 fêmeas, 1 macho adulto e 1 macho L4. 

 

Características:  

Ambos os sexos apresentaram coloração branca in vivo, extremidade anterior 

arredondada, boca oval, atrofiada e apresentando ao seu redor duas fortes e pequenas 

projeções em forma de “eupallete” (Figura 20B e 20D). Apesar das descrições evidenciarem 

forte distinção entre porção muscular e glandular do esôfago, não foi possível sua observação 

para mensuração nos espécimes. A cutícula apresentou fortes elevações ao longo de todo o 

comprimento, sendo muito próximas umas as outras na extremidade anterior do corpo 

(Figuras 20I e 20K) e afastando entre si na extremidade posterior (Figuras 20J e 20L).  

 

Fêmeas: comprimento do corpo: fêmea 1 com 28,5 cm por 1,9 mm,  fêmea 2 com 66 cm por 

2,2 mm e fêmea 3 com 88 cm por 2,2 mm. Não foi encontrado sangue no intestino dos 

parasitos ou hemorragia no tecido ao seu redor (Figura 20A). Esôfago de comprimento igual a 
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639,14 µm, anel nervoso a 274,06 µm da extremidade anterior, abertura da vulva simples 

distando 925,14 µm da extremidade anterior, opistodelfa (Figuras 20C e 20E). Fêmeas com 

muitos ovos no interior do útero. Ovos esféricos, larvados, casca lisa, dupla e pequenos com 

dimensão de 36,69 µm a 40,38 µm (38,652 µm) (n=10). Ao redor da casca, observou-se a 

presença de uma espessa membrana transparente, provavelmente de natureza mucóide para a 

proteção do ovo (Figura 20F). Cauda fortemente arredondada com ânus aparentemente 

atrofiado (Figura 20G).  

 

- Macho adulto: comprimento igual a 100,3 mm, largura do corpo igual 830,92 µm. 

Comprimento do esôfago igual a 346,17 µm, distância do anel nervoso à extremidade anterior 

igual a 209,01 µm. Distância da abertura cloacal à extremidade posterior do corpo igual a 

110,69 µm. Asas caudais presentes. Espículos iguais a 1551,21 µm e 1675,66 µm, 

respectivamente. Gubernáculo ausente. Quatro pares de papilas pré-cloacais, 01 par ad-cloacal 

e 02 pares pós-cloacais (Figura 24H).  

 

- Macho L4: comprimento igual a 87,7 mm, largura do corpo igual a 822,39 µm. 

Comprimento do esôfago igual a 405,43 µm, distância do anel nervoso à extremidade anterior 

igual a 229,55 µm. Distância da abertura cloacal à extremidade posterior do corpo igual a 

114,742 µm. Asas caudais presentes. Espículos e gubernáculo ausentes. Dois pares de papilas 

pré-cloacais, 01 par ad-cloacal e 02 pares pós-cloacais.  
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Figura 20 – Hastospiculum onchocercum. Fêmeas: (A) sendo retiradas do tecido intestinal de 

Crotalus durissus; (B) vista frontal da boca oval e atrofiada rodeada por duas fortes e 

pequenas projeções em forma de “eupallete”; (C) extremidade anterior de Hastospiculum 

onchocercum fêmea (a seta preta indica a abertura genital e a seta vermelha indica o anel 

nervoso); (D) visão lateral boca, evidenciando uma das projeções em forma de “eupalletes”; 

(E) abertura genital, demonstrando abertura simples com a presença de um ovo; (F) Ovos 

larvados com membrana albuninóide; (G) extremidade posterior. Macho adulto: (H) 

extremidade posterior evidenciando 4 papilas pré-cloacais e asas caudais. (I) Cutícula com 

fortes elevações muito próximas umas às outras na extremidade anterior do corpo. (K) 

Imagem aproximada das elevações na extremidade anterior do corpo. (J) Cutícula com fortes 

elevações mais distantes umas das outras na extremidade posterior do corpo. (L) Imagem 

aproximada das elevações na extremidade posterior do corpo.  
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Discussão: 

A espécie foi descrita por Chitwood (1932) em uma revisão do gênero Hastospiculum. 

Das sete espécies presentes em sua revisão, apenas H. setiferum (Chitwood, 1932) e H. 

onchocercum (Chitwood, 1932) foram descritas em serpentes Python reticulatus (Schneider, 

1801) e Boa constrictor imperator (Daudin, 1803), respectivamente. As outras foram 

descritas parasitando lagartos do gênero Varanus. No Brasil, já foram encontradas as espécies 

H. digiticaudum (Freitas, 1956) na cavidade geral de Philodryas aestivus (Duméril, Bibron & 

Duméril, 1854) no Rio de Janeiro; e H. onchocercum em Spilotes pullatus (Linnaeu, 1958) e 

na cavidade geral e peritônio de C. durissus, respectivamente, em Recife e São Loureço, 

Pernambuco (Desportes, 1941; Freitas, 1955; Vicente et al., 1993; Vicente & Jardim, 1980; 

Yamaguti, 1961). Vicente & Jardim (1980) também amplia a distribuição desta espécie em 

Belo Horizonte e Angra dos Reis. Pinto et al. (2010) encontrou Hastospiculum sp. no tecido 

conectivo de C. durissus depositadas em coleção e provenientes do Pará.  

 A espécoe H. onchocercum já foi encontrada parasitando outras serpentes no Peru, 

Costa Rica, Panamá, Trinidade e Tobago e México (Bursey et al, 2005; Bursey & Books, 

2011; Everard, 1975; Goldberg & Bursey, 2004; Lamothe-Argumedo et al, 1977; Vicente & 

Jardim, 1980; Tantaleán & Gonzalo, 1992).  

 Hastospiculum digiticaudum diferencia-se de H. onchocercum principalmente pela 

cauda dos machos, posição da vulva nas fêmeas e tamanho. Desportes (1941) descreveu a 

forma H. onchocercum major em cascavéis do município de São Lourenço (Pernambuco), 

diferenciando a subespécie principalmente baseado na dimensão dos parasitos. Segundo 

Vicente & Jardim (1980), o comprimento do corpo dos machos varia de 38 a 72 mm e das 

fêmeas de 170 a 634 mm, assim como o número de papilas ad cloacais (1 a 3 pares) e pós-

cloacais (2 a 3 pares). O número de papilas pré-cloacais em número de 4 pares parece ser 

constante em todos os espécimes já descritos, sendo também corroborado no presente 

trabalho. Dos espécimes encontrados, duas fêmeas deste trabalho são as maiores já descritas. 

Apesar da forma larvar do macho L4 apresentar menor comprimento do corpo em relação ao 

macho adulto, suas outras medidas morfométricas foram maiores do que as medidas do 

adulto. 

 O ciclo biológico do parasito não é conhecido. Araújo (1970a) hipotetiza que, como 

a abertura da vulva é muito próxima à extremidade anterior do corpo, as fêmeas inserem sua 

cabeça na luz intestinal quando vão expelir ovos. O autor acredita que a membrana que 

recobre o ovo seja de natureza albuminóide formando uma massa gelatinosa com a função de 

aglutinatar pequenos ovos. O autor também discute que a postura de ovos é descontínua, já 
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que nem todas as serpentes estudadas em seu trabalho apresentaram a massa gelatinhosa de 

ovos no intestino. A serpente do presente trabalho não apresentou fezes no intestino, mas 

continha um líquido amarelado e gelatinoso no intestino grosso. Ao exame desse líquido em 

microscópio de luz, foi verificado a presença de ovos e esse achado será discutido no item 

5.4.7 deste trabalho. 

 Os machos e várias formas larvares foram encontradas livres sobre o fígado da 

serpente e recobertas pelo peritônio. Uma forma larvar semelhante ao gênero foi encontrado 

também no peritônio visceral hepático da serpente Cd18, mas devido à imaturidade do 

espécime e ausência de parasitos adultos, não foi possível a sua identificação. Os órgãos de 

ambas as serpentes não apresentaram sinais de alterações ou perfurações. Provavelmente o 

ciclo biológico envolve a passagem dos parasitos pelo fígado, que pode ser comprovado pela 

presença dos espécimes no órgão. 

 

5.2.9) Larva Plerocercóide 

 

Filo: Platyhelminthes 

Classe: Cestoda 

Ordem: Pseudophyllidea 

 

Habitat: intramuscular nas costelas da serpente Cd12 

Descrição: baseada em 2 larvas 

 

Características: As larvas estavam totalmente inclusas na musculatura entre as costelas, sendo 

a menor na altura da região estomacal e a larva maior encontrada na altura do intestino 

delgado (Figura 21). As larvas apresentavam uma pseudosegmentação e sem distinção de 

órgãos ou estruturas, não permitindo assim a sua identificação (Figura 22).  

 

 

Figura 21 – (A) Larva plerocercóide menor totalmente inclusa na musculatura entre as 

costelas de C. durissus. (B) Larva plerocercóide maior sendo retirada do interior da 

musculatura. Escala em centímetros. 

A B 
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Figura 22 – Extremidade anterior da larva plerocercóide de Pseudophyllidea sem distinção de 

órgãos ou estruturas encontrada na musculatura de C. durissus. 

 

Discussão:  

Ofídios são frequentemente hospedeiros intermediários de larvas plerocercóides, 

incluindo espécies que podem parasitar o homem, como Spirometra (Magnino et al., 2009). 

As infecções humanas ocorrem através da ingestão de carne crua ou mal cozida de animais 

parasitados. Segundo Rossellini (2007) existem 10 espécies de cestódeos parasitos de 

serpentes brasileiras. Devido a ausência de estruturas específicas para a identificação, as 

larvas plerocercóides não puderam ser identificadas. 

 

5.2.10) Larvas de Acanthocephala 

 

Filo: Acanthocephala 

 

Habitat: Mesentério, tecido muscular esquelético e subcutâneo das serpentes Cd05, Cd10, 

Cd11, Cd12, Cd26, Cd28 e Cd33 

Descrição: baseada em 29 larvas (Mesentério: 1 Cd05, 8 Cd10, 6 Cd11, 4 Cd12, 3 Cd28; 

Tecido muscular esquelético: 2 Cd05, 2 Cd26, 2 Cd33; Tecido subcutâneo: 01 Cd05)  

 

Características: A maioria das larvas foi encontrada encistada no mesentério, seguido pelo 

tecido muscular e, em menor número, no tecido subcutâneo (Figuras 23A, B e C). As larvas 

apresentaram coloração branca in vivo, probóscide retraída internamente e coberta de 

espinhos (Figura 23D). Devido a indistinção caracteres internos, não foi possível a 

identificação de nenhuma larva.  
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Figura 23 – Larvas de Acanthocephala encistadas no mesentério (A), tecido muscular 

esquelético (B) e tecido subcutâneo (C) de Crotalus durissus. (D) Larva desencistada com 

probóscide retraída. 

 

Discussão: 

  O parasitismo em serpentes pelo filo Acanthocephala é frequente, porém pouco se 

conhece sobre a fauna desses parasitos na América do Sul e poucos são os trabalhos 

publicados no Brasil (Smales, 2007). Teixeira (2000) encontrou larvas cistacantos na 

musculatura das serpentes C. durissus, B. jararaca e Micrurus frontalis, com prevalência de 

2,94%, 4,35% e 33,33% respectivamente. 

 

5.2.11) Porocephalus crotali 

 

Filo: Arthropoda 

Subfilo: Crustacea 

Classe: Maxillopoda 

Subclasse: Pentastomida 

Ordem: Porocephalida (Heymons, 1935) 

Família: Porocephalidae (Fain, 1961) 

Gênero: Porocephalus (Humboldt, 1811) 

Espécie: Porocephalus crotali (Humboldt, 1808) 

A B 
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Habitat: Pleura da serpente Cd21 

Descrição: baseada em 01 ninfa  

 

Características:  

- Ninfa: aderida à pleura próximo à região do saco aéreo. Corpo do parasito branco in vivo e 

de comprimento total igual a 1052,07 µm e largura igual a 142,1 µm. Pseudo-segmentação, 

corpo em forma de “C”, sem extremidades muito alargadas e 40 anéis pouco conspícuos 

(Figura 24A). Extremidade anterior com 2 pares de ganchos em cada lado da boca orientados 

em uma linha reta com a boca quitinizada (Figura 24B).  Considerando o tamanho e a forma 

do parasito, o número de anéis, a presença de ganchos ao redor da boca dispostos em linha 

reta e a espécie do hospedeiro, julga-se que o espécime do parasito pertença à espécie 

Porocephalus crotali. 

 

 

Figura 24– Ninfa de Porocephalus crotali: (A) Extremidade posterior e pseudo-segmentação 

pouco conspícua. (B) Extremidade anterior com boca quitinizada ao centro e 2 pares de 

ganchos em cada lado da boca orientados em uma linha reta. 

  

Discussão:  

  Porocephalus crotali é uma espécie de ocorrência muito comum no trato respiratório 

de cascavéis. Devido a localização do espécime, provavelmente a ninfa ainda estava migrando 

para o pulmão do hospedeiro. O parasito adulto atinge de 0,5 a 12 cm de comprimento, 

apresenta corpo arredondado com extremidades dilatadas e segmentação superficial (Teixeira, 

2000). As ninfas apresentam corpo em forma de C e ganchos ao redor da boca (Brookins et 

al., 2009). 

A B 
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Em geral, o hospedeiro é utilizado para auxiliar na determinação da espécie do 

parasito: P. crotali para C. durissus, P. stilesi (Sambon, 1910) para Lachesis muta, P. clavatus 

(Wyman, 1847) para boídeos e P. basiliscus (Riley & Self, 1979) para C. basiliscus (Cope, 

1864) (Garate et al., 2007; Teixeira, 2000). Dos animais necropsiados e parasitados (N=68), 

Teixeira (2000) encontrou em seu trabalho prevalência de 8,82% de parasitismo por P. crotali 

registrados nas serpentes B. jararaca, B. jararacussu, B. moojeni e C. durissus. A autora 

acredita que muitas mortes de serpentes podem ser atribuídas à obstrução respiratória 

provocada por pentastomídeos, uma vez que a maioria das infecções são assintomáticas e com 

pouca resposta inflamatória. O diagnóstico é realizado pelo encontro de ovos larvados e com 

ganchos, através de lavados traqueais e exames coproparasitológicos ou exames endoscópicos 

dos pulmões para visualização do parasito.  

 

5.2.12)  Amblyomma rotundatum 

 

Filo: Arthropoda 

Classe: Arachnida 

Ordem: Acari 

Família: Ixodidae (Koch, 1844) 

Gênero: Amblyomma (Koch, 1844) 

Espécie: A. rotundatum (Koch, 1844) 

 

Habitat: escamas dorsais das serpentes Cd07 e Cd18. 

Descrição: baseada em 4 fêmeas adultas. 

 

Características:  

- Fêmeas: partenogenéticas, presença de dois espinhos curtos, robustos e arredondados nas 

coxas I a IV, sulco marginal distinto contínuo com festões bem definidos, primeiro artículo 

dos palpos com forte saliência ventral em forma de quilha, dentição 3/3, pontuações pequenas 

e numerosas na porção lateral do escudo. Na cascavel Cd07 foram recuperados 3 fêmeas: uma 

morta na cabeça e duas no terço final do corpo da serpente, antes da cloaca, sendo que uma 

fêmea estava viva e a outra morta (Figura 25. Na serpente Cd18 foi encontrada apenas uma 

fêmea morta no segundo terço do corpo (Figura 26). Ainda que a maioria dos ectoparasitos 

estivessem mortos, todos estavam fortemente aderidos entre as escamas dorsais do 

hospedeiro. 
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Figura 25: Fêmeas de Amblyomma rotundatum encontradas nas escamas dorsais da cabeça 

(A) e no terço final do corpo (B) de Crotalus durissus (Cd07). Escala em centímetros.  

 
Figura 26: Fêmea de Amblyomma rotundatum encontrada nas escamas dorsais do segundo 

terço do corpo (A) de Crotalus durissus (Cd18). Escala em centímetros. (B) Imagem 

aproximada do carrapato.  

 

Discussão:  

A espécie A. rotundatum já foi encontrada nas serpentes: B. constrictor (Linnaeus, 

1758), Corallus hortulanus (Linnaeus, 1758), Epicrates cenchria (Linnaeus, 1758), Eunectes 

murinus (Linnaeus, 1758), Eunectes sp. (Wagler, 1830), Chironius quadricarinatus (Boie, 

1827), Erytrolamprus aesculapii (Linnaeus, 1758), Hydrodynastes bicinctus (Herrmann, 

1804), Mastigodryas bifossatus (Raddi, 1820), Pseudoeryx plicatilis (Linnaeus, 1758), S. 

pullatus (Linnaeus, 1758), Waglerophis merremii (Wagler, 1824), Micrurus sp., B. atrox, B. 

jararacussu (Lacerda, 1884), B. moojeni, B. insularis (Amaral, 1921), B. alternatus e C. 

durissus (Brum & Costa, 2003; Cunha et al., 2003; Onofrio et al., 2002). Em cascavéis, A. 

rotundatum já foi relatada parasitando C. durissus terrificus (Laurenti, 1768), C. durissus 

colillineatus (Amaral, 1926) e C. durissus cascavella (Hoge, 1966) (Brum & Costa 2003, 

Dantas-Torres et al., 2005; Onofrio et al., 2002).  

A espécie também é frequentemente encontrada em sapos e lagartos (Aragão, 1936). 

Assim, A. rotundatum apresenta uma baixa especificidade parasitária. Aliado ao fato de que o 

A B 
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ectoparasito pode apresentar ciclo de vida trioxeno (Onofrio, 2007), o intercâmbio de 

patógenos entre anfíbios e répteis pode ser alto e representar um risco potencial para doenças 

enzoóticas no ambiente silvestre e em criadouros conservacionistas, científicos e comerciais.   

 

5.3) Descrição histopatológica da lesão em estômago provocado por Ophidascaris arndti 

 

À necropsia foram observados vários parasitos, de vários tamanhos, aderidos 

fortemente à mucosa do estômago, geralmente, em um único local de inserção (Figura 27A). 

As lesões puntiformes de aproximadamente 1 mm de diâmetro tinham aspecto ulcerado 

(Figura 27B). Ao corte apresentava-se firme e revelavam aprofundamento das lesões de 

aproximadamente 2 mm. Em vários animais parasitados por O. arndti no estômago foi 

possível observar no lado externo do estômago, por transparência, a extremidade anterior do 

parasito atingindo a camada serosa do órgão (Figura 28). 

Todas as serpentes parasitadas por O. arndti no estômago apresentavam espessamento 

da parede do órgão de pelo menos 0,5 cm, em média, ao redor da área de inserção dos 

parasitos. Geralmente, todos os parasitos ficavam aderidos apenas em um local do órgão 

(Figura 29A), mas em algumas serpentes foram encontrados dois locais de inserção principais 

ou vários locais com poucos vermes (Figura 29B). Observou-se que quanto maior a 

quantidade de vermes presentes no órgão, maior era a área de espessamento do mesmo. O 

espessamento da parede do órgão pode estar relacionado à regurgitação alimentar da serpente 

devido à fibrose muscular do estômago, o que pode alterar a capacidade de contração 

muscular e a secreção de ácidos necessários para uma perfeita digestão da presa. No entanto, 

todas as serpentes que estavam parasitadas e apresentando os granulomas parasitários 

continham conteúdo fecal no intestino, sugerindo alimentação recente pela cascavel, e não 

apresentavam aspecto clínico de desnutrição. 

Alguns O. arndti foram encontrados parasitando o intestino delgado das serpentes, 

principalmente a região inicial do intestino. A maioria dos parasitos não estava fixado à 

mucosa intestinal. Mas quando aderidos, os parasitos foram removidos facilmente, sem a 

necessidade de colocar o órgão na geladeira, indicando uma fixação mais fraca. 

Diferentemente do estômago, não foram observadas alterações macroscópicas no tecido 

intestinal, quando os helmintos estavam presentes e/ou aderidos nessa região.  
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Figura 27 – Ophidascaris arndti fortemente aderidos à mucosa do estômago de Crotalus 

durissus em um único local de inserção (A). Local de inserção dos parasitos, após sua 

remoção, revelando lesão de aspecto ulcerado (B). 

 

 

Figura 28 – Parte externa do estômago de Crotalus durissus parasitado por Ophidascaris 

arndti. (A) As setas indicam as extremidades anteriores dos parasitos inseridos até a região 

serosa do órgão. (B) Imagem aproximada evidenciando as extremidades anteriores dos 

parasitos. 

 

Microscopicamente verificou-se múltiplos focos de lesão circunscrita com necrose 

central, delimitadas por infiltrado inflamatório linfoplasmohistiocitário, associado à presença 

de células epitelióides, localizados nas camadas mucosa, submucosa, muscular e serosa do 

estômago (Figuras 30-33). Os achados foram compatíveis com o diagnóstico de gastrite 

granulomatosa multifocal. As alterações patológicas corroboram outros autores que já haviam 

observado processo de gastroenterite com necrose e ulceração, inflamação granulomatosa e 

A B 

A B 
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espessamento da parede do órgão (Anderson, 2000; Brar et al., 1990; Elbihari & Hussein, 

1973; Vaz, 1935; Wilson & Carpenter, 1996). 

 

 

 

Figura 29 – Mucosa de estômago de Crotalus durissus parasitado por Ophidascasris arndti, 

apresentando: (A) duas áreas de inserção principais dos parasitos, (B) várias áreas de inserção 

contendo poucos parasitos. As setas indicam o local de inserção da extremidade anterior dos 

nematódeos. 

 

A 

B 
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Figura 30 – Corte histológico de estômago saudável de Crotalus durissus diferenciando as 

camadas: (A) mucosa, (B) muscular da mucosa, (C) submucosa e (D) muscular. HE, Objetiva 

10x. 

 

 

Figura 31 - Corte de estômago de C. durissus parasitado por Ophidascaris arndti apresentando: 

múltiplos focos de lesão circunscrita com necrose central (setas pretas). (A) Destruição da 

camada mucosa e glândulas produtoras de muco (setas vermelhas), Tricrômico de gomori, 

Objetiva 4x. (B) Destruição camada submucosa. HE, Objetiva 5x. 

A B 

A 

B C D 
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Figura 32 - Corte de estômago de C. durissus parasitado por Ophidascaris arndti 

apresentando: múltiplos focos de lesão circunscrita com necrose central (setas pretas) e 

extensa área fibrótica nas camadas submucosa (A) e muscular (B), Tricrômico de gomori, 

Objetiva 4x; (C) Borda da lesão com inflamação aguda e intensa presença de macrófagos 

modificados com necrose central, HE, Objetiva 40x; (D) Destruição muscular com presença 

de fibrose, Tricrômico de gomori, Objetiva 40x.  

 

  

Figura 33 – (A) Infiltrado inflamatório linfoplasmohistiocitário associado à presença de (B) 

células epitelióides presentes na inflamação granulomatosa do estômado de Crotalus durissus 

A B 

A B 

C D 
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parasitadas por Ophidascaris arndti. As setas pretas indicam a área necrosada. HE, Objetiva 

20 e 60x. 

 

O efeito do parasitismo sobre o hospedeiro depende de vários fatores, tais como: a 

espécie do parasito, a intensidade da infecção e o órgão afetado. Cooper & Nares (1971) 

acreditam que a presença de espécimes de Ophidascaris em grande número pode reduzir a 

resistência às infecções em répteis. As serpentes apresentavam conteúdo alimentar no 

intestino, armazenamento de gordura e algumas fêmeas apresentavam vitelogênese 

secundária. Apesar da gravidade das lesões, ainda não existem parâmetros hematológicos e 

fisiológicos para a avaliação da interferência desses granulomas na condição de saúde dos 

animais. No entanto, são necessários estudos mais aprofundados sobre o efeito do parasitismo 

e sua inflamação granulomatosa sobre serpentes de vida livre e, sobretudo, serpentes criadas 

em cativeiro, visto que a maioria destas é proveniente do ambiente silvestre e estão 

submetidas a vários fatores estressantes que podem agravar o quadro de parasitismo.  

De acordo com Mitchell & Diaz-Figueroa (2005), a mucosa do estômago de répteis 

produz uma grande variedade de enzimas e ácido clorídrico para a digestão, que é realizada 

por processos químicos e mecânicos, além de apresentar uma alta elasticidade permitindo 

estocar grandes volumes alimentares. Por causa do tamanho e do aprofundamento das lesões, 

acreditamos que com a menor produção de muco gástrico, devido à destruição das glândulas 

produtoras, as serpentes parasitadas ficam mais suscetíveis à úlceras, que podem evoluir para 

quadros de peritonite e levar o animal à óbito. Devido às úlceras, os animais também podem 

ficar mais suscetíveis à infecções bacterianas secundárias. Além disso, a destruição de células 

produtoras de enzimas digestivas e a limitação da elasticidade tecidual devido ao extenso 

processo fibrótico interfere na taxa de digestão do animal, uma vez que esta depende da 

temperatura e hidratação corporal, o tipo e tamanho da presa e da saúde em geral do réptil 

(Mitchell & Diaz-Figueroa, 2005). Assim, outros estudos também são necessários para avaliar 

a evolução, em longo prazo, do parasitismo por Ophidascaris spp. no estômago das serpentes 

e as respostas teciduais de animais vermifugados que apresentavam o parasitismo.  

 

5.4) Resultados dos Exames Parasitológico de Fezes (EPF) 

 

Foram realizados exames coproparasitológicos em todas as serpentes necropsiadas 

(N=35). Os conteúdos fecais eram basicamente formados por pelos de pequenos mamíferos. 
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No bolo fecal da serpente Cd10 foi encontrado um par de pés de ave (Figura 34). Outros 

autores já verificaram que aves, ainda que mais raramente, podem fazer parte da dieta de C. 

durissus (Barros & Martins, 2011).  

 

 
Figura 34 - Pés de ave encontrados nas fezes da serpente Cd10. 

 

O EPF mostrou-se eficiente na detecção e identificação de oocistos, ovos e/ou larvas 

de parasitos. Dos 35 exames, 24 (68,57%) indicaram a presença de ovos e/ou larvas de 

helmintos nas fezes, sendo: 11 (45,83%) de O. arndti, 5 (20,83%) de O. arndti e H. 

boddaertii, 6 (25%) de Rhabdias filicaudalis, 3 (12,5%) de Kalicephalus, 1 (4,16%) de 

Hastospiculum onchocercum, 2 (8,33%) de Ascaridoidea e 3 (12,5%) de Rhabdtoidea. O EPF 

ainda revelou 2 (8,33%) com oocistos de coccídeos.  

Algumas serpentes apresentaram infecções mistas com O. arndti e H. boddaertii, 

porém no EPF os ovos mostraram-se indistinguíveis. Os falsos negativos podem estar 

relacionados à baixa quantidade de parasitos encontrados durante a necropsia, à ausência de 

espécimes fêmeas grávidas e/ou devido à ovipostura intermitente pelas fêmeas (Quadro 5). 

Como os ofídios se alimentam de presas inteiras, a presença de ovos de parasitos nas fezes 

pode ser proveniente tanto da serpente, quanto da sua presa. Assim, é comum a ocorrência de 

ovos em serpentes com exame necroscópico negativo ou com exame positivo, porém com 

parasitos de ovos incompatíves com os ovos encontrados no EPF. Teixeira (2000) verificou a 

presença de ovos de Strongylida, Oxyurida, Spiruroidea, Ascaridoidea e Hymenenolepididae 

nos exames de fezes de algumas serpentes que foram negativas na necropsia, ou apresentava 

parasitos com ovos de características não compatíveis com os achados.  
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Quadro 5 – Resultados dos exames parasitológicos de fezes (EPF) das serpentes Crotalus 

durissus necropsiadas. 

Código 
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Cd02     +               

Cd03 + 

 

+   

  

    

Cd04 

 

+ - (F) - (F)  

  

    

Cd05 

 

+ 

 

  

  

    

Cd07 - (F) 

  

  

  

    

Cd08 

 

+ +   

  

    

Cd09 

 

+ 

 

+  

  

    

Cd10 

   

  + 

 

  +  

Cd11 + 

 

+   

  

+    

Cd12 

   

- (F)  + 

 

    

Cd14          +  

Cd18 

 

- (F) 

 

  

 

+     

Cd19 + 

 

+   

  

    

Cd20 + 

  

- (F)  

  

    

Cd21 + 

  

+  

  

    

Cd23           

 

+       

Cd24         +           

Cd25 +                   

Cd26 +                   

Cd27   +                 

Cd28 

 

    +             

Cd29             +       

Cd30               +     

Cd32 +   - (F)               

Cd33 +   +               

Cd34 - (F)                   

Cd36 +                   

Cd37 +                   

              +: positivo; -: negativo; (F): Falso 
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5.4.1) Ovos e larvas de Ophidascaris arndti 

 

Os ovos de O. arndti apresentam características morfológicas típicas de membros da 

superfamília Ascaridoidea: grandes, arredondados, com dupla membrana, sendo a externa 

mamilonada. O tamanho dos ovos variou de 63,0 µm a 103,25 µm (76,67 µm) de 

comprimento por 52,5 µm a 82,25 µm (64,85 µm) de largura (N=102). Como em outros 

ascarídeos, o desenvolvimento da larva dentro do ovo ocorre no meio externo, no entanto, 

alguns exames apresentaram ovos larvados ou larvas fora dos ovos (Figura 35). Assim como 

já é descrito o desenvolvimento embrionário do ovo na presença de formol e vários outras 

soluções para Ascaris (Martin, 1926; Massara et al., 2003; Nelson & Darby, 2001; Souza, 

2011), provavelmente o desenvolvimento larval de O. arndti ocorreu durante o período (de 1 

a 7 meses) em que o sedimento das fezes ficou fixado em formol antes de ser analisado. 

 

 

Figura 35 – Ovo de Ophidascaris arndti não larvado (A) e larvado (B). Larva de 

Ophidascaris arndti presente em alguns exames parasitológicos de fezes das serpentes 

necropsiadas (C). Mensuração com régua ocular micrométrica. Objetiva 40x, fator de 

correção 1,75µm.  

 

5.4.2) Ovos e larvas de Ophidascaris arndti e Hexametra boddaertii 

 

No exame necroscópico, as serpentes Cd04, Cd05, Cd08, Cd09, Cd18 e Cd27 

apresentaram infecções mistas por O. arndti e H. boddaertii. Ambos os parasitos apresentam 

ovos característicos da superfamília Ascaridoidea, porém no EPF os ovos mostraram-se 

indistinguíveis. No EPF, a serpente Cd27 apresentou resultado falso negativo para ovos de 

Ophidascaris. No exame necroscópico, o animal apresentou apenas 1 espécime macho de O. 

arndti no estômago e 1 fêmea de H. boddaertii no intestino delgado. Assim, os ovos 

encontrados no EPF da serpente Cd27 pertencem à última espécie supracitada e apresentaram: 

A B C 
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comprimento de 68,25 µm a 77 µm (71,57 µm), largura de 57,75 µm a 64,75 µm (60,37 µm) 

(N=10) (Figura 36). 

 

Figura 36 – Ovo não larvado de Hexametra boddaertii. 

. 

O EPF da serpente Cd18 apresentou resultado falso negativo para ovos de O. arndti e 

H. boddaertii. Os EPF das outras serpentes (Cd04, Cd05, Cd08 e Cd09) apresentaram ovos de 

comprimento variando de 70 µm a 92,75 µm (81,63 µm) por 59,5 µm a 89,25 µm (73,45 µm) 

de largura (N=40). Muitos ovos larvados e larvas eclodidas também foram observadas nos 

EPF destas serpentes.  

 

5.4.3) Ovos e larvas de Rhabdias filicaudalis 

 

Os ovos e larvas encontrados nos EPF das serpentes Cd02, Cd03, Cd08, Cd11, Cd19 e 

Cd33 foram compatíveis com R. filicaudalis encontrados nas necropsias dos animais. Os ovos 

são caracterizados por apresentar formato ovóide, casca fina, lisa e dupla, larvado ou não 

larvado. A maioria dos ovos apresentou larva bem desenvolvida e em todos os EPF foram 

encontrados larvas livres de cauda reta e cônica (Figura 37). Os ovos apresentaram 

comprimento de 50,75 µm a 98 µm (64,63 µm) e largura de 35 µm a 54,25 µm (40,44 µm) 

(N=45). Os EPF das serpentes Cd04 e Cd32 apresentaram falso negativo para R. filicaudalis. 

 

Figura 37 – Rhabdias filicaudalis: ovo larvado (A) e larva livre (B). Mensuração com régua 

ocular micrométrica. (A) Objetiva 40x, fator de correção 1,75µm. (B) Objetiva 10x, fator de 

correção 7 µm. 

A B 
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5.4.4) Ovos de Kalicephalus inermis inermis 

 

Os ovos encontrados nos EPF das serpentes Cd09, Cd21 e Cd28 foram compatíveis 

com K. inermis inermis encontrados nas necropsias dos animais. Os ovos são caracterizados 

por apresentar formato ovóide, casca fina, lisa e dupla, com ou sem larva, sendo 

indistinguíveis dos ovos de R. filicaudalis. A maioria dos ovos apresentou larva bem 

desenvolvida e não foram encontrados larvas livres (Figura 38). Os ovos apresentaram 

comprimento de 54,25 µm a 91 µm (69,83 µm) e largura de 38,5 µm a 57,75 µm (46,33 µm) 

(N=21). Os EPF das serpentes Cd04, Cd12 e Cd20 apresentaram falso negativo para K. 

costatus costatus, Kalicephalus sp. e K. inermis inermis, respectivamente. 

 

 

Figura 38 – Kalicephalus inermis inermis: ovo não larvado (A) e ovo larvado (B). 

Mensuração com régua ocular micrométrica. (A) Objetiva 40x, fator de correção 1,75µm.  

 

5.4.5) Ovos de Hastospiculum onchocercum 

 

Durante a necropsia da serpente Cd24 foram encontrados parasitos da espécie H. 

onchocercum. O hospedeiro não apresentou conteúdo fecal ou restos de alimento no trato 

gastro-intestinal, mas apresentou ao final do intestino grosso uma quantidade significativa de 

líquido semelhante à urina. Esta apresentava fraca coloração amarelada e não estava turva, 

mas tinha textura gosmenta que, se agitada, espumava. Ao analisar a substância entre lâminas 

em microscópio de luz, foram observados pequenos e esféricos ovos de casca fina e dupla, 

larvados e envoltos em uma espessa camada translúcida albuminóide (Figura 39). Este achado 

foi compatível com os ovos identificados diretamente do útero das fêmeas de H. onchocercum 

encontradas durante a necropsia. O diâmetro do ovo variou de 37,86 µm a 40,7 µm (39,13 

µm) (N=10). 

 

A B 
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Figura 39 – Ovo larvado de Hastospiculum onchocercum presente no exame parasitológico de 

fezes da serpente Cd24. 

 

5.4.6) Ovos de Ascaridoidea 

 

As serpentes Cd10 e Cd12 apresentaram ovos no EPF com características 

morfológicas semelhantes aos ovos da superfamília Ascaridoidea: grandes, arredondados, 

com dupla membrana, sendo a externa mamilonada. No entanto, os achados no EPF foram 

incompatíveis com os parasitos encontrados no exame necroscópico. Assim, os ovos 

encontrados no EPF das serpentes pertencem à presa ingerida e estes não foram mensurados. 

Os ovos encontrados no EPF da serpente Cd10 apresentaram grande semelhança 

morfológica com os ovos de Ophidascaris spp. e Hexametra spp., mas nenhum ascarídeo foi 

encontrado na necropsia do animal (Figura 40A). No animal Cd12 os ovos encontrados no 

EPF eram pequenos, de tamanho aproximado à metade do tamanho do ovo de Ophidascaris 

arndti e não apresentava larva (Figura 40B). Nenhum ascarídeo também foi encontrado na 

necropsia desta serpente. Assim, os achados no EPF foram incompatíveis com os achados nas 

necropsias e, portanto, os ovos pertencem às presas ingeridas e não foram mensurados.  

 

 

Figura 40 – Ovos de Ascaridoidea encontrados nos exames parasitológicos de fezes das 

serpentes Cd10 (A) e Cd12 (B). 
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5.4.7) Ovos de Rhabdtoidea 

 

Os EPF das serpentes Cd18, Cd23 e Cd29 apresentaram ovos com características 

morfológicas semelhantes aos ovos da superfamília Rhabdtoidea: ovóide, casca dupla, fina e 

lisa, larvado ou não larvado. No exame necroscópico, as serpentes Cd23 e Cd29 não 

apresentaram parasitos e a serpente Cd18 apresentou parasitismo por Amblyomma 

rotundatum, O. arndti, H. boddaertii e uma larva imatura de Nematoda. Assim, os achados no 

EPF foram incompatíveis com os achados nas necropsias e, portanto, ovos pertencem às 

presas ingeridas e não foram mensurados. Os ovos apresentaram grande semelhança com os 

ovos de Rhabdias spp. e Kalicephalus spp. (Figura 41). 

 

 

Figura 41 – Ovos de Rhabdtoidea encontrados nos exames parasitológicos de fezes das 

serpentes Cd18 (A), Cd23 (B) e Cd29 (C). 

 

5.4.8) Oocistos de coccídeos 

 

Foram encontrados oocicstos não esporulados de coccídeos no EPF de duas serpentes 

(Cd10 e Cd14). Ao exame necroscópico, foram encontradas larvas de Acanthocephala na 

serpente Cd10 e não foram encontrados helmintos na serpente Cd14. Devido à fixação das 

fezes em formol comercial 10% durante a sua coleta, não foi possível colocar os oocistos para 

esporulação. A forma dos oocistos variou de subesférica a elíptica com parede dupla de 

aspecto rugoso. Os oocistos da serpente Cd10 (N=8) apresentaram comprimento médio de 

31,5µm (28-33,25 µm) e largura média de 23,18µm (21-24,5 µm) (Figura 42A). Os oocistos 

da serpente Cd14 (N=8) apresentaram comprimento médio de 22,73µm (15,75-26-25 µm) e 

largura média de 19,75µm (15,75-22,75 µm) (Figura 42B). 
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Figura 42 – Oocistos não esporulados observados no EPF da serpente Cd10 (A) e Cd14 (B). 

Mensuração com régua ocular micrométrica. Objetiva 40x, fator de correção 1,75µm.  

 

Os animais apresentavam comportamento, peso e volume corporal normais. Apesar de 

infecções com coccídeos estarem relacionadas com regurgitação alimentar, as serpentes 

apresentavam conteúdo fecal no intestino grosso, sugerindo alimentação recente pelas 

cascavéis. Devido ao tamanho dos oocistos encontrados, descarta-se a possibilidade de serem 

oocistos de Cryptosporidium, mas devido à impossibilidade de esporulação, a identificação 

dos oocistos não foi possível.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

B A 



107 

 

6. CONSIDERAÇÕES FINAIS  

 

O Brasil apresenta uma das maiores diversidades de répteis do mundo, sendo o 

segundo país com o maior número de espécies de serpentes (Bérnils, 2010). O conhecimento 

de endoparasitos de répteis é importante para a compreensão da ecologia, história natural, 

ciclo de vida e evolução tanto do parasito quanto do hospedeiro. No entanto, apesar da alta 

diversidade de helmintos nos vertebrados, ainda pouco se conhece em relação à riqueza de 

espécies (Hugot et al., 2001), biogeografia e patologias ocasionadas pelos parasitos. 

 Anfíbios e répteis são considerados ótimos modelos para o estudo dos processos que 

influenciam a organização das comunidades de helmintos. Segundo Aho (1990), o fato de 

anfíbios e répteis colonizarem os mais diversos tipos de habitats e exibir diversas histórias de 

vida, modos de reprodução, tamanhos corporais, modos de forrageio e relações tróficas, esses 

animais são altamente suscetíveis a adquirir uma grande diversidade de parasitos. Assim, 

estudos sobre as interações parasito-hospedeiros reptilianos podem fornecer dados para o 

entendimento das relações ecológicas e evolutivas que determinam a distribuição e 

abundância das espécies de parasitos. E embora haja um aumento nos últimos anos 

envolvendo estudos ecológicos de comunidades de helmintos em anfíbios e répteis, ainda é 

escasso o número de trabalhos desenvolvidos nessa área. 

Para criadores comerciais, científicos e conservacionistas, o parasitismo é o principal 

problema enfrentado em cativeiro, pois aliados aos fatores estressantes da vida em cativeiro, 

animais parasitados podem apresentar quadros clínicos mais graves devido ao parasitismo 

(Greiner & Mader, 1996). Entre os principais sinais clínicos apresentados por serpentes 

parasitadas, estão: falta de apetite, debilidade geral, letargia, hemorragias, obstruções, 

regurgitação, anorexia, desnutrição, emagrecimento, respiração ofegante, problemas de 

crescimento/desenvolvimento, maior predisposição a infecções bacterianas e morte (Greiner 

& Mader, 1996; Jacobson, 2007). Os mecanismos de lesão, patogenicidade e interferência na 

saúde das serpentes pelos parasitos são variados e pouco conhecidos. Dentre os parasitos 

encontrados no presente trabalho, cita-se como exemplos: Kalicephalus spp. causa perda de 

sangue, Rhabdias spp. promovem exsudatos pulmonares, Ophidascaris spp. e Hexametra spp. 

podem causar obstrução mecânica, competem pelos nutrientes do alimento e promovem 

intensa resposta inflamatória no local de sua inserção.  

O tipo de ciclo biológico do parasito parece não ser determinante para os valores de 

prevalência dos helmintos em serpentes no ambiente natural, uma vez que parasitos de ciclo 

heteroxeno, como Ophidascaris spp. e Hexametra spp., apresentam maiores prevalências e 
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abundância do que parasitos de ciclo monoxeno, conforme indicado pela maior parte da 

literatura. No entanto, parasitos de ciclo direto são os mais importantes para serpentes em 

confinamento, uma vez que a ausência de hospedeiros intermediários torna as infecções em 

cativeiro autolimitantes. Em criadouros com boas condições de higiene e controle de 

qualidade nutricional, a transmissão de parasitos entre animais da criação dá-se por parasitos 

que apresentam ciclo direto, através da contaminação com as próprias fezes ou de outros 

animais confinados em um mesmo recinto. Assim, o conhecimento do ciclo de vida dos 

parasitos é importante para um controle mais efetivo das parasitoses de animais em 

confinamento (Greiner & Mader, 1996; Klingenberg, 1973). 

De acordo com Aho (1990), os répteis apresentam uma helmintofauna empobrecida 

quando comparados a outras classes de vertebrados e as espécies e riqueza de parasitos 

variam de acordo com o tipo de alimentação, disponibilidade e uso do habitat, padrões de 

locomoção, longevidade, tamanho e fatores ambientais, sendo que a riqueza regional e local 

de helmintos em répteis são intimamente relacionadas. Ainda de acordo com o autor, apesar 

das comunidades de parasitos de serpentes serem consideradas isolacionistas, parasitos com 

valores de prevalência acima de 50% indicam que as espécies em questão podem ser o núcleo 

da comunidade de helmintos do hospedeiro. Assim, neste trabalho, a espécie O. arndti pode 

ser considerada a espécie núcleo da comunidade de helmintos de cascavéis das localidades 

estudadas, uma vez que apresentou uma prevalência de 79,16% e a única com porcentagem 

maior do que 50%.  

O tamanho do corpo do hospedeiro tem sido amplamente apontado como um fator 

importante na determinação da riqueza e diversidade parasitária e nas interações entre as 

espécies parasito-parasito e parasito-hospedeiro, sendo que, para vertebrados em geral, quanto 

maior for o hospedeiro, maior será o número de parasitos (Ávila, 2009; Ávila & Silva, 2010; 

Bush & Calyton, 2006; Gregory et al., 1996; Kuris et al., 1980; Morand & Guégan, 2000; 

Morand & Poulin, 2002). No presente trabalho, a presença de parasitismo foi estatisticamente 

significativa (P= 0,0068) em relação ao comprimento do corpo da serpente, corroborando com 

os autores. Porém, o mesmo não foi observado para a relação entre o peso da serpente e a 

presença ou ausência de parasitismo (P= 0,3875). 

A relação entre o tamanho do corpo e a riqueza parasitária é independente do habitat 

(aquático ou terrestre) e da associação filogentética entre as espécies hospedeiras, podendo ser 

explicada sob várias perspectivas: hospedeiros maiores oferecem maior número de nichos 

para várias espécies de parasitos; apresentam maior necessidade metabólica aumentando o 
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consumo de alimento e o tamanho das presas, ficando assim mais suscetíveis a adquirir 

parasitos; animais grandes apresentam maior superfície de contato com o meio externo, 

favorecendo infecções transcutâneas; animais mais velhos são mais suscetíveis a parasitos 

devido ao maior tempo de exposição e acumulação dos mesmos ao longo do tempo (Aho, 

1990; Gregory et al., 1996; Kuris et al., 1980). 

Além do tamanho corporal, outro importante fator que influencia a diversidade de 

helmintos é o hábito alimentar. Répteis herbívoros apresentam uma fauna de nematódeos 

maior e mais diversa em relação aos répteis carnívoros (Roca, 1999; Roca & Hornero, 1991). 

Além disso, animais de comportamento forrageador do tipo ativo tendem a apresentar 

comunidades de helmintos mais ricas e complexas quando comparadas com animais de 

comportamento do tipo senta-e-espera (Aho, 1990; Roca, 1999). Animais endotérmicos 

apresentam a mesma tendência em relação aos animais ectotérmicos (Janovy et al., 1992). 

Porém, de acordo com Aho (1990), ao contrário da estruturação das comunidades de 

helmintos em outros grupos de vertebrados, o desenvolvimento da helmintofauna em anfíbios 

e répteis não é estritamente relacionado às dinâmicas das cadeias alimentares dos animais. A 

estruturação de comunidades parasitárias de anfíbios e répteis é influenciada principalmente 

pelas probabilidades relativas do hospedeiro adquirir as espécies de parasitos, que por sua vez 

é influenciada pelas exigências fisiológicas e ecológicas de cada espécie hospedeira, 

especialmente disponibilidade de habitats com boas condições hídricas e de temperatura 

(Aho, 1990; Janovy et al., 1992). Segundo Aho (1990), para anfíbios e répteis a abundância 

de parasitos é variável de acordo com o tipo de habitat do hospedeiro (fossorial, arbóreo, 

terrestre, semi-aquático e aquático).  

A especificidade de hospedeiros parece não ter importância na determinação das 

comunidades parasitárias do trato gastrointestinal de anfíbios e répteis. Segundo Aho (1990) 

existem poucas espécies parasitas especialistas, há dominância de helmintos parasitos em 

hospedeiros de hábitos generalistas e várias espécies de helmintos compõem o núcleo 

parasitário de diversos hospedeiros de taxa diferentes, em uma ou mais populações locais. 

Dos parasitos encontrados no presente trabalho, os gêneros Ophidascaris, Hexametra, 

Rhabdias, Kalicephalus são considerados generalistas, sendo frequentemente encontrados em 

diversas espécies de anfíbios e répteis de todo o mundo. No entanto, a fauna de helmintos em 

serpentes é pouco conhecida. Assim, há a necessidade de maiores levantamentos 

taxonômicos, ecológicos e biogeográficos sobre os parasitos de répteis, em geral, para o 
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entendimento da biologia, evolução, patogenicidade e interações com o hospedeiro e o meio 

ambiente. 
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7. CONCLUSÕES 

 

As espécies Ophidascaris arndti, Hexametra boddaertii, Maracaya belemensis, Rhabdias 

filicaudalis, Kalicephalus inermis inermis, Kalicephalus costatus costaus, Kalicephalus sp., 

Hastospiculum onchocercum, Porocephalus crotali, larvas plerocercóides de 

Pseudophyllidea, larvas de Acanthocephala e Amblyomma rotundatum são parasitos de C. 

durissus em Minas Gerais, sendo as espécies novos registros para as localidades estudadas. 

 

A espécie Maracaya belemensis pode ocorrer em C. durissus e em outro órgão além do 

intestino delgado. 

 

Fêmeas de Kalicephalus costatus costatus podem apresentar ovários anfidelfos e ovejetores 

divergentes.  

 

Rhabdias filicaudalis ocorre no pulmão de cascavéis. 

 

Fêmeas de Hastospiculum onchocercum podem atingir até 88 centímetros de comprimento. 

 

O número de papilas pré-cloacais em Ophidascaris arndti não é um bom caracter para a 

identificação específica, visto que há uma variação muito grande em seu número, tanto em 

espécimes provenientes do mesmo hospedeiro, quanto de hospedeiros diferentes. 

 

As lesões e inflamações granulomatosas ocasionadas especificamente por Ophidascaris arndti 

são compatíveis com as lesões e inflamações provocadas por outras espécies já descritas na 

literatura.  

 

Os exames parasitológicos de fezes apresentam bons resultados para o diagnóstico de 

parasitoses das serpentes, sendo maioria dos ovos encontrados compatíveis com os achados 

nas necropsias. Mas ainda assim, o exame necroscópico é o melhor método para diagnóstico 

de parasitismo. 

  

Ovos de Ophidascaris arndti e Hexametra boddaertii apresentam desenvolvimento larval, 

bem com a saída de algumas larvas na presença de formol comercial 10%. 
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