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RESUMO 

 

 

Biomphalaria glabrata são caramujos aquáticos e habitam coleções hídricas frequentemente 

efêmeras. Possuem alta capacidade reprodutiva, e massas ovígeras são postas em substratos 

submersos nas margens dos criadouros expostas ao ressecamento e a patógenos como fungos. 

Praticamente nada é sabido sobre a viabilidade de massas ovígeras em criadouros transitórios 

e a sua susceptibilidade a fungos. Estas informações são importantes para o controle desse 

caramujo hospedeiro intermediário de Schistosoma mansoni, causador de esquistossomose. O 

presente trabalho relata a viabilidade de massas ovígeras em filme de água e a 

susceptibilidade a Metarhizium ansiopliae e Beauveria bassiana. Massas ovígeras foram 

expostas em filme de água formado em dois dispositivos diferentes confeccionados, um com 

pedra de argila em copo com água e outro com meio ágar água com diferentes concentrações 

de ágar (0,3% - 3%) em placas de Petri em diferentes umidades relativas (UR > 98% e 75%). 

Conídios ou blastosporos de B. bassiana (ARSEF 9588) ou M. anisopliae (IP 46) (2 x 107 

conídios ou blastosporos/massa ovígera) foram inoculados em massas ovígeras expostas em 

filme de água em pedra de argila ou submersas (2 x 107 conídios/ml ou blastosporos/ml). As 

massas ovígeras expostas em filme de água em pedra de argila ou em meio ágar água (ágar < 

1%) em UR > 98% foram viáveis. A eclosão e o deslocamento de juvenis nos filmes foram 

observados independentemente do dispositivo testado (UR > 98%, ágar < 1%), exceto em UR 

75% e em vidro sem filme de água. Micélio e conídios desenvolveram sobre massas ovígeras 

tratadas com conídios ou blastosporos de M. anisopliae em filme de água em pedra de argila 

(UR > 98%), e não houve eclosão de juvenis a partir de massas ovígeras tratadas com 

blastosporos de M. anisopliae. Em massas ovígeras submersas tratadas com blastosporos de 

M. anisopliae ou B. bassiana não houve eclosão de juvenis e em massas ovígeras tratadas 

com conídios a eclosão média acumulada foi < 52,5%. A viabilidade de massas ovígeras e o 

deslocamento de juvenis em ambos os dispositivos em UR > 98% foi devido à formação de 

filme de água estável. Blastosporos podem ter liberado metabólitos tóxicos que inibiram a 

eclosão de juvenis de B. glabrata. Ambos os dispositivos são promissores para testes com 

massas ovígeras em filme de água. A viabilidade de massas ovígeras em filme de água em 

condições laboratoriais deve ser considerada no controle de B. glabrata. Blastosporos de M. 

anisopliae e B. bassiana são promissores contra B. glabrata. 

Palavras – chave: pedra de argila, ágar água, blastosporos, fungos entomopatogênicos. 
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ABSTRACT 

 

 

 

Biomphalaria glabrata snails are aquatic and inhabit often ephemeral basins. They have high 

reproductive capacity, and egg masses are laid on submerged substrates on the banks of 

breeding sites exposed to desiccation and pathogens like fungi. Virtually nothing is known 

about the viability of egg masses in breeding and transient sites and their pathogens. This 

information is important to control this intermediate host of Schistosoma mansoni, which 

causes schistosomiasis. This study describes the feasibility of egg masses in water films and 

susceptibility infection with to Beauveria bassiana and Metarhizium ansiopliae. Egg masses 

were exposed to water film formed in two different devices, one with a stone clay in a cup 

with water and another one with water agar at different concentrations of agar (0.3% - 3%) in 

Petri dishes in different relative humidity (RH > 98% and 75%). Conidia or blastospores of B. 

bassiana (ARSEF 9588) or M. anisopliae (IP 46) (2 x 107 conidia or blastospores/egg mass) 

were inoculated in egg masses exposed in the water film in stone clay or submerged (2 x 107 

conidia/ml or blastospores/ml). Egg masses exposed in the water film in stone clay or in water 

agar (agar < 1%) at RH > 98% were viable. The eclosion and the displacement of juveniles in 

the films were observed regardless of the tested device (RH > 98%, agar < 1%), except at 

75% RH and glass without water film. Mycelium and conidia developed on egg masses 

treated with conidia or blastospores of M. anisopliae in the water film in stone clay (RH > 

98%), and there was no eclosion of juveniles from egg masses treated with blastospores of M. 

anisopliae. In egg masses submerged treated with blastospores of M. anisopliae or B. 

bassiana no eclosion of juveniles and egg masses treated with conidia accumulated average 

onset was < 52.5%. The feasibility of egg masses and the displacement of juveniles in both 

devices on RH > 98% was due to the formation of stable water film. Blastospores may have 

released toxic metabolites that inhibited the eclosion of juvenile B. glabrata. Both devices are 

promising for testing egg masses in the water film. The feasibility of egg masses in water 

under laboratory conditions film should be considered to control B. glabrata. Blastospores of 

M. anisopliae and B. bassiana are promising against B. glabrata.  

 

Keywords: clay stone, water agar, blastospores, entomopathogenic fungi.
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

 

Caramujos da espécie Biomphalaria glabrata são hermafroditos com alta atividade 

reprodutiva (PARAENSE, 1955; PIMENTEL, 1957). São aquáticos e habitam coleções 

hídricas frequentemente efêmeras (DEJONG et al., 2001; TUAN, 2009; ALMEIDA, 2010). 

Em substratos flutuantes, rochas e vegetação ribeira de criadouros são encontradas massas 

ovígeras constituídas por dezenas de ovos agrupados por uma membrana e banhados numa 

substância coloidal (PIMENTEL, 1957; KAWAZOE, 1977; PARAENSE, 2008, p.291). Os 

embriões são protegidos e nutridos por uma substância perivitelínica rica em lipídios, 

proteínas e glicogênio (RIBEIRO-PAES et al., 1994; ROSA, 2008; BARON et al., 2013; 

HATHAWAY et al., 2011). Um único indivíduo pode gerar até10 milhões de descendentes 

em três meses (PARAENSE, 1955; PIMENTEL, 1957). Este número elevado ressalta a 

importância do controle de B. glabrata que é hospedeiro intermediário de Schistosoma 

mansoni, trematódeo causador de esquistossomose mansônica. 

Esses caramujos são combatidos com moluscicidas químicos e com a retirada de 

vegetação ribeira, drenagem e aterramento de criadouros.  Entretanto, mecanismos de defesa 

ao ressecamento do habitat como enterramento no barro, saída da água, anidrobiose e 

estivação dificultam a erradicação de focos (BRAND; MCMAHON; NOLAN, 1957; 

MALEK, 1958; BARBOSA, 1989). Geralmente moluscicidas sintéticos são eficazes contra 

massas ovígeras, mas a aplicação é restrita devido à toxicidade a organismos não alvos 

(COURA-FILHO, 1992; FERREIRA, 2006; BARBOSA et al., 2008, p. 986; ALMEIDA, 

2010; CATANHEDE et al., 2010). Quanto à resistência de massas ovígeras a medidas de 

manejo ambiental ou expostas em criadouros transitórios ainda pouco se sabe. Não está 

esclarecido se massas ovígeras permanecem viáveis nessas condições, possibilitando a 

embriogênese e a eclosão de juvenis, ou se são alvos de predadores ou patógenos, como 

fungos. 

Infecções fúngicas são descritas em bivalves marinhos tanto em estágios larvares 

quanto em adultos, camarões, algas e em corais (CAMPION-ALSUMARD’S; GOLUBIC; 

PRIESS, 1995; FRIEDMAN; GRINDLEY; KEOGH 1997; RAMAIAH, 2006). Diferentes 

estágios de vida de artrópodes, assim como os ovos, também são acometidos por fungos 
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entomopatogênicos (LELES et al., 2010; SOUSA et al., 2013) . Há curtos relatos de fungos 

patogênicos a B. glabrata. 

Propágulos dos fungos Metarhizium anisopliae e Beauveria bassiana são 

protagonistas no controle de artrópodes pragas terrestres (SCHOLTE et al., 2004). 

Apresentam uma alternativa natural a inseticidas sintéticos comumente empregados visto que 

sua aplicação é mais segura para o homem e ambiente comparando com os químicos (FARIA; 

MAGALHÃES, 2001; THUNGRABEAB; TONGMA, 2007; BORGES; NOVA, 2011; 

OLIVEIRA-FILHO et al., 2011; PIMENTEL; FERREIRA, 2012). Ocorrem 

predominantemente em solo e são isolados a partir de amostras de artrópodes mortos de 

infecção (SCHOLTE et al., 2004). A reduzida especificidade destes fungos para artrópodes e 

a atividade larvicida para fases aquáticas de mosquitos sugerem que eles podem também ser 

patogênicos a outros invertebrados como moluscos terrestres ou aquáticos.  
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

 

 

2.1Biomphalaria glabrata 

 

 

2.1.1 Sistemática e características morfoanatômicas 

 

 

O termo Biomphalaria [bis (latim) = duas vezes; omphalos (grego) = umbigo] refere-

se aos dois lados da concha serem fundos, como um duplo umbigo, glabrata [glabrata (latim) 

= liso] refere-se ao fato da superfície da concha ser lisa.  Pertence ao filo Mollusca, à classe 

Gastropoda, ordem Basommatophora e família Planorbidae. É a maior espécie da família 

visto que, o corpo distendido abrange cerca de 4,7 cm (PARAENSE; DESLANDES, 1955; 

SOUZA; LIMA, 1997, p.36). O diâmetro da concha planispiral varia entre 2 e 4 cm com 5 a 8 

mm de espessura e 6 a 7 giros. Não há opérculo (Figura 1). A coloração natural da concha é 

castanha, mas pode mudar de acordo com a constituição química da água (GERALDINO, 

2004; PARAENSE, 2008, p.292).  

 

 
Figura 1 - Desenho da concha de 

Biomphalaria glabrata: vista do lado 

direito (A) e lado esquerdo (B) 

(BRASIL, 2007, p.23). 

 

O corpo do molusco é formado pela concha e por partes moles como massa 

cefalopediosa e a massa visceral (RUPERT; FOX; BARNES, 1996, p. 357). Na parte superior 

da massa cefalopediosa estão os olhos situados na base do par de tentáculos que são filiformes 

e possuem função tátil (Figura 2). A massa visceral é envolta pelo manto que é responsável 

pela produção da concha (REY, 2008, p. 794). 
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Figura 2 – Esquema geral do corpo de Biomphalaria 

glabrata. Massa cefalopediosa (ms), pé (p), mufla 

(mf), tentáculo (te), abertura genital masculina (om), 

colar do manto (cm), pseudobrânquias (ps), ânus 

(an), pneumóstoma (pn), músculo columelar (mc), 

crista lateral (cl), crista retal (ct), reto (rt), tubo renal 

(tr), cavidade pulmonar (cp), glândula do albúmen 

(ga), intestino anterior (ia), estômago (et), intestino 

médio (im), intestino posterior (ip), glândula 

digestiva (gd) e ovoteste (ot). Adaptado de Brasil 

(2007, p.24). 

 

Entre a massa visceral e o manto há a cavidade palial, local ricamente vascularizado 

dividido em câmara pulmonar, câmara de entrada de água e câmara de saída de água (Figura 

3). A entrada de água fornece o oxigênio para a hematose e, a saída de água retira as excretas 

liberadas pelo meato do ureter (JURBERG; CUNHA; RODRIGUES, 1997). 

 

 
Figura 3 - Corte transversal da cavidade do manto de 

Biomphalaria glabrata, lado direito (A) e esquerdo 

(B), enfatizando: coração (c), concha (ch), câmara 

de ar (ca), câmara de entrada de água (cea) e câmara 

de saída de água (csa). Adaptado de Jurberg, Cunha 

e Rodrigues (1997). 
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Na borda do manto do lado esquerdo da região cefalopodal, há um conjunto de pregas 

que formam um orifício denominado pneumóstoma que permite a entrada de ar para a 

cavidade palial (Figura 2). A respiração pode ser realizada através de pulmão, 

pseudobrânquias e tegumento (JURBERG; CUNHA; RODRIGUES, 1997) (Figura 2). O 

pulmão é responsável pela respiração atmosférica e, a respiração aquática é realizada por 

pseudobrânquia e o tegumento, permitindo uma vida anfíbica aos caramujos (MALEK, 1958; 

FERREIRA; ALENCASTRO; HERMES-LIMA, 2003; ALMEIDA, 2010).  

O deslocamento dos caramujos é feita através de contrações musculares do pé oblongo 

(Figura 2). As glândulas podais secretam muco sobre o qual o animal move-se e prende-se ao 

substrato. O corpo do molusco é preso à concha através do músculo columelar (Figura 2) 

(PARAENSE; DESLANDES, 1955).  

O sistema circulatório é simples, contendo um coração com uma aurícula e um 

ventrículo encerrados na região pericárdica (Figura 4). A hemolinfa é vermelha devido à 

presença de hemoglobina, a cor é semelhante ao sangue de mamíferos. Na hemolinfa há 

células de defesa, os hemócitos (BARBOSA, 2007; REY, 2008, p.801; CANTINHA, 2012). 

O órgão responsável pela excreção é o rim, que apresenta uma prega saliente 

denominada crista renal (Figura 4). A crista renal é pigmentada na espécie B. glabrata, 

característica importante para a identificação. As substâncias excretadas pelo rim são levadas 

ao tubo renal, ureter e meato do ureter (Figura 4) (PARAENSE, 1955). 

 
Figura 4 - Sistemas circulatório e 

excretor de Biomphalaria 

glabrata. Sistema circulatório: 

coração (co) e pericárdio (pe). 

Sistema excretor: ureter (ur), 

meato do ureter (mu), crista renal 

(cr) e tubo renal (tr). Adaptado de 

Brasil (2007, p. 25). 
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              O sistema digestivo é completo, desembocando no lado esquerdo da cabeça (Figura 

2). A glândula digestiva absorve e armazena nutrientes (Figura 5).  Entre os tentáculos e a 

boca encontra-se a mufla, com dois palpos labiais em forma de T (Figura 2). A boca é 

formada por mandíbula e saco bucal que comportam a rádula (Figura 5). A rádula é uma 

língua raspadora composta por várias fileiras de dentes (REY, 2008, p. 801). 

 

 
Figura 5 – Sistema digestivo de Biomphalaria glabrata composto por A 

- mandíbula (ma); saco bucal (sb); glândula salivar (gs); esôfago (ef); 

intestino anterior (ia); estômago: papo (pa), moela (mo) e piloro (pl); 

intestino médio (im); glândula digestiva (gd); intestino posterior (ip); B - 

crista retal (ct); reto (re) e ânus (an); C – dentes da rádula: central (c), 

marginal (m), intermediário (i) e lateral (l). Sistema nervoso composto 

pelo anel periesofagiano (sn). Adaptado de Brasil (2007, p. 26). 

 

Pares de gânglios formam o sistema nervoso central, organizados ao redor do esôfago, 

e o sistema nervoso autônomo (Figura 5). Além dos tentáculos e olhos como órgãos de 

sentido, há também o osfrádio, responsável pelo olfato, estatocistos como órgãos de 

orientação e equilíbrio, e rinóforos que são quimiorreceptores (SOUZA; LIMA, 1997, p. 55; 

REY, 2008, p.797). 

O sistema genital é composto principalmente pelo ovoteste, situado na parte posterior 

do caramujo, que é um órgão hermafrodita produtor de gametas masculinos e femininos 

(Figura 6). O ovoteste possui um canal chamado ovispermiduto por onde são transportados os 

gametas (Figura 6). No ovispermiduto há regiões com vesículas seminais onde ocorre a 

maturação de espermatozóides e posteriormente há a glândula do álbumem que tem a função 

de envolver os ovos produzidos (Figura 6). A partir desta glândula, o ovispermiduto se torna 
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bifurcado, diferenciando-se em partes masculina e feminina. Na parte masculina, o 

espermiduto consiste em um vaso eferente com uma próstata que, partindo do testículo, 

desemboca em um pênis tentacular localizado atrás do tentáculo encefálico esquerdo (Figura 

6). O útero está situado na porção terminal da glândula nidamental (Figura 6), e 

posteriormente desembocará na vagina disposta próximo ao pênis (PARAENSE, 2008, p. 

291). Após chegar à parte feminina, os ovos são banhados por substância similar a um 

colóide, rica em galactogênio, proteínas, glicogênio e lipídios liberados pela glândula do 

álbumem (RIBEIRO-PAES et al., 1994; ROSA, 2008; HATHAWAY et al., 2011; BARON et 

al., 2013). Os ovos então ficam agrupados, envoltos por uma membrana protetora, formando a 

massa ovígera (Figura 7). Posteriormente, a massa ovígera é encaminhada pela bolsa do 

oviduto para a glândula nidamental (Figura 6). A fecundação cruzada predomina sobre a 

autofecundação (PARAENSE, 1955, 1956; VIANEY-LIAUD; DUSSART, 2002).  

Após a fertilização, as massas ovígeras são postas translúcidas e friáveis e, em pouco 

tempo tornam-se consistentes e amareladas (KAWANO; NAKANO; WATANABE, 2008, p. 

350).  As divisões mitóticas começam após a fertilização dos ovos. Posteriormente ocorre a 

gastrulação que é caracterizada pelo início de movimentações dos embriões dentro dos ovos, a 

organogênese e o desenvolvimento de células germinativas (KAWANO; NAKANO; 

WATANABE, 2008, p. 349). A duração do período embrionário é de 6 dias à 30ºC e 8 dias à 

25º C (KAWAZOE, 1976).Cada massa ovígera possui dezenas de embriões (PIMENTEL, 

1957; KAWAZOE, 1977). Um único indivíduo pode gerar mais do que 10 milhões de 

descendentes em 90 dias, se não fosse os mecanismos de regulação natural (PARAENSE, 

1955; PIMENTEL, 1957). Possuem desenvolvimento direto e, após eclodirem, os juvenis se 

alimentam de matéria orgânica disponível. A atividade reprodutiva inicia a partir da quinta 

semana após a eclosão (PARAENSE, 1955). A ovipostura ocorre ao longo do ano, geralmente 

durante a noite em vegetações ribeiras e em rochas submersas (PIMENTEL, 1957). Em 

períodos de variações sazonais, ficam sujeitas à variação de nível de água do criadouro. 
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Figura 6 - Sistema reprodutor dissecado de Biomphalaria 

glabrata: ovoteste (ot), canal coletor do ovoteste (cc), vesícula 

seminal (vs); estruturas masculinas: espermiduto (ed), próstata 

(pr), canal deferente (cd) e pênis (pp); estruturas femininas: 

oviduto (ov), bolsa do oviduto (bo), glândula do albúmen  (gn), 

espermateca (es), útero (ut), bolsa vaginal (bv) e vagina (va). 

Adaptado de Brasil (2007, p.28). 

 

 

 
Figura 7 – Massa ovígera de 

Biomphalaria glabrata com 

aproximadamente 100 horas após 

postura. Enfatizando membrana 

externa (me), ovo (ov), embriões 

(em), substância coloidal (col) e 

perivitelínica (per). 
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2.1.2 Habitat 

 

 

Criadouros potenciais são aqueles com água doce estagnada ou pouco corrente, às 

vezes efêmeros, como lagos, lagoas, poços, cisternas, rios, plantações e pastos alagados que 

podem ressecar periodicamente (DEJONG et al., 2001; TUAN, 2009; ALMEIDA, 2010). Os 

caramujos situam-se preferencialmente em partes rasas e ensolaradas, com temperatura entre 

20º a 25ºC e pH entre 6 e 8 (MALEK, 1958; PAZ, 1997). O baixo teor de oxigênio na água 

não é um fator limitante para a sobrevivência destes caramujos, visto que conseguem realizar 

respiração atmosférica (PAZ, 1997). Para o desenvolvimento de suas conchas e manutenção 

metabólica, esses caramujos utilizam o carbonato de cálcio dissolvido na água ou de 

macrófitas aquáticas, das quais se alimentam (SILVA et al., 2006). A espécie B. glabrata é 

bioindicadora de qualidade da água de coleções hídricas (MALEK, 1958; GRISOLIA; 

FREITAS, 1985; ABDALLAH; WANAS; THOMPSON, 1997; PAZ, 1997). 

 

 

2.1.3 Mecanismos de defesa ao ambiente desfavorável 

 

 

Condições de estresse como variações de temperatura, nível de água e aplicação de 

moluscicidas desencadeiam mecanismos de defesa de caramujos relacionados à retração na 

concha, saída da água e secreção de muco para fechar a abertura da concha, as lamelas 

(BRAND; NOLAN; MANN, 1948; BRAND; McMAHON; NOLAN, 1957; PIMENTEL; 

WHITE, 1959; BARBOSA, 1989; DANNEMANN; PIERI, 1989; OHLWEILER; KAWANO, 

2002). A diminuição da temperatura da água resulta em um processo denominado diapausa 

que ocorre somente em juvenis com até um mês de idade. Estes saem da água, retraem-se na 

concha, formam lamelas e entram em dormência. Esta condição confere resistência à 

dessecação e dura por tempo indeterminado (DANNEMANN; PIERI, 1989). Outro 

mecanismo é a anidrobiose, que consiste na saída da água e dormência em qualquer idade 

quando o ambiente não está favorável para a sobrevivência. Não há formação de lamelas, 

assim, o caramujo está mais propenso ao dessecamento. Quando as condições ambientais se 

tornam propícias, os caramujos retornam à água (DANNEMANN; PIERI, 1989).  O 

enterramento no barro é o mecanismo mais eficaz para a sobrevivência de caramujos, visto 
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que, permanecem em dormência e as partículas de terra presentes no barro selam a entrada da 

concha, evitando a perda de água. Isto garante um retorno rápido e é mais vantajoso do que 

sair da água (PIERI; RAYMUNDO; JURBERG, 1980; FERREIRA; ALENCASTRO; 

HERMES-LIMA, 2003). Esses mecanismos têm um impacto importante para a epidemiologia 

da esquistossomose mansônica, visto que, caramujos infectados e não infectados com S. 

mansoni podem se esquivar de moluscicidas saindo da água ou enterrando-se no barro e, em 

seguida, entram em dormência (PIERI; JURBERG, 1981). Consequentemente, os infectados 

continuarão liberando cercárias quando o ambiente voltar a ser favorável (PIERI; 

RAYMUNDO; JURBERG, 1980; DANNEMANN; PIERI, 1989; TELES; MARQUES, 1989; 

COELHO, 1995, p. 203; BEZERRA; KEMPER; BECKER, 1999). 

 

 

2.2 Esquistossomose mansônica 

 

 

A esquistossomose mansônica é encontrada em países da África, Ásia, América do 

Sul, Caribe e Oriente Médio (VITORINO et al., 2012; CDC, 2013). Mais de 207 milhões de 

pessoas no mundo apresentam a doença e, 700 milhões de pessoas possuem risco de contraí-la 

(OMS, 2013). Há aproximadamente 74 países endêmicos no mundo (OMS, 2013). Sua 

expansão ocorreu através de navios oriundos da África Ocidental e Moçambique e com o 

avanço da colonização territorial do nordeste para o interior do Brasil (CHIEFFI; 

WALDMAN, 1988; ARIADNA et al., 2001; ANDRADE et al., 2010; VITORINO, et al., 

2012). Os fatores que permitem a disseminação e estabelecimento da esquistossomose 

mansônica são a presença de hospedeiros intermediários, as espécies B. glabrata, B. 

tenagophila e B. straminea (TELES, 2005; SCHOLTE et al., 2012), de hospedeiros 

definitivos como o homem e mamíferos silvestres (PAZ, 1997; FERREIRA, 2006; 

VITORINO et al., 2012), a disponibilidade de criadouros potenciais contaminados com ovos 

de S. mansoni e a ausência de redes de esgoto (VITORINO et al., 2012). O ciclo da doença 

(Figura 8) inicia-se com a eliminação de ovos de S. mansoni em fezes de hospedeiros 

definitivos. Na água, larvas ciliadas denominadas miracídios eclodem e penetram no 

tegumento de caramujos. Estes miracídios originarão a forma infectante denominada cercária, 

responsável por causar esquistossomose nos hospedeiros definitivos (SILVA et al., 2006). As 

medidas para controlar a doença são o tratamento de pessoas infectadas, a educação sanitária, 
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o saneamento básico e o controle de caramujos (COURA-FILHO, 1996; FERREIRA; SILVA, 

2007). Porém, para diminuir a disseminação do parasito é necessário interromper o ciclo de 

transmissão através do controle de populações de hospedeiros intermediários (MUNIZ, 2007). 

 

 

Figura 8 – Ciclo biológico de Schistosoma spp. Adaptado de CDC (2014). 

 

 

2.3 Controle de Biomphalaria glabrata 

 

 

O controle químico de B. glabrata é feito com o moluscicida niclosamida (SOUZA; 

LIMA, 1997, p. 71; OLIVEIRA-FILHO, 2003; CATANHEDE et al., 2010). São eficazes para 

matar moluscos e suas desovas, porém, são tóxicos, cumulativos em tecidos de animais e são 

prejudiciais ao ambiente (COURA-FILHO et al., 1992; SOUZA; LIMA, 1997; p. 71, 

CATANHEDE et al., 2010). Por possuírem alto custo, o uso destes produtos por períodos 

prolongados em países em desenvolvimento pode se tornar inviável (HARTMANN et al., 

2011). A aplicação contínua de niclosamida não diminui permanentemente a população de 
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planorbídeos e não interrompe a transmissão da parasitose (COURA-FILHO et al., 1992). 

Outro fator que deve ser considerado ao empregar moluscicidas é a seleção de moluscos 

resistentes aos produtos químicos aplicados. O uso de princípios ativos de extratos de plantas 

é procurado, porém, podem mostrar toxicidade devido a presença de metabólitos secundários, 

como taninos, saponinas, flavonóides e outros (MENDES et al., 1984; JURBERG; CABRAL-

NETO; SCHALL, 1985; ALCANFOR et al., 2001; MELLO-SILVA et al., 2007; 

CATANHEDE et al., 2008; VINAUD; LINO-JUNIOR; BEZERRA, 2008; SILVA-FILHO et 

al., 2009; HARTMANN et al., 2011). Moluscicidas sintéticos ou obtidos através de extratos 

de plantas não apresentam toxicidade a embriões de B. glabrata exceto quando aplicados em 

dosagens relativamente altas (SCHALL et al., 1998), o que pode prejudicar organismos não 

alvos.  

Os métodos físicos de controle são a drenagem de áreas infestadas por B. glabrata e a 

canalização de água. Há medidas saneadoras de baixo custo, como aterrar valas e poços e 

retirar plantas aquáticas periodicamente de lugares que tenham o molusco (FERREIRA, 

2006). Estes processos são eficazes, podem ser aplicados em criadouros pequenos e que não 

sejam habitats de outros animais (SOUZA; LIMA, 1997, p. 72; BARBOSA et al., 2008, p. 

987).  

Caramujos possuem inimigos naturais que contribuem para o controle de populações 

como aves aquáticas, peixes, sanguessugas, sapos e tartarugas. Esta relação tem sido 

explorada para o desenvolvimento de métodos biológicos de controle como meio de evitar os 

danos que poderiam ser causados pela aplicação compulsória de moluscicidas (BERG, 1973). 

Estes predadores ingerem indivíduos adultos ou ovos de B. glabrata. As interações 

competitivas entre espécies de caramujos também são descritas com Thiara granifera 

(PRENTICE, 1983), Melanoides tuberculatus (GIOVANELLI; VIEIRA; SILVA, 2003), 

Marisa cornuarietis (POINTIER; DAVID, 2004), Helisoma duryi (ABDALLAH; NASR, 

1973), Pomacea lineata e P. haustrum (GUIMARÃES, 1983). Estes caramujos podem 

competir por alimentos e também ingerir ovos de B. glabrata, porém,a vegetação aquática 

favorece a sobrevivência dos moluscos, reduzindo a ação competidora entre as espécies. As 

espécies de peixes testadas foram Serranochromis macrocephala, Tilapia melanopleura, 

Barbus conchonius, Cichlasoma biocellatume, C. ocellatum, Geophagus brasiliensis 

(WEINZERTTL; JURBERG 1990). Sanguessugas e aves também são predadoras de B. 

glabrata (GUIMARÃES et al., 1983; CANTINHA, 2008).  O uso de predadores é eficiente, 

porém, é necessário cautela ao inserir novas espécies no habitat, haja vista que, podem se 
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tornar pragas. A ingestão de massas ovígeras ou de indivíduos de B. glabrata é explicada pelo 

hábito alimentar generalista dessas espécies, e não por esses predadores terem uma predileção 

por ingerir somente B. glabrata (BERG, 1973).  

O controle biológico de caramujos com microrganismos ainda é pouco desenvolvido. 

Bactérias são comumente os patógenos mais testados, Bacillus alvei, B. brevis, B. circulans, 

B. aterosporus, B. pinottii, Brevibacillus laterosporus mostraram atividade moluscicida em 

caramujos (DIAS, 1954ab; DIAS; DAWOOD, 1955; CHENG, 1986; SINGER et al., 1997). 

Existem primeiros indícios de alguma atividade fúngica em caramujos adultos (DIAS, 

1954ab; DIAS; DAWOOD, 1955; CHENG, 1986; SINGER et al., 1997). Fungo do gênero 

Beauveria spp foi isolado em adultos de B. glabrata expostos a sedimentos coletados no 

Cerrado, sugerindo que o isolado pode ter tido alguma ação no caramujo (ROCHA et al., 

2009). Fungos são encontrados na natureza desencadeando processos infecciosos em 

diferentes organismos, atuando como patógenos naturais, entretanto, praticamente nada é 

sabido sobre a patogenicidade de fungos a B. glabrata. 

 

 

2.4 Fungos patogênicos a invertebrados 

 

  

Os fungos apresentam elevada importância para vários setores de produção em 

indústrias farmacêuticas e alimentícias, para a gastronomia, para a saúde e na manutenção de 

cadeias tróficas. No ambiente, interações fúngicas com outros organismos são frequentemente 

encontradas. Fungos desencadeiam processos infecciosos em ostras e abalones, causando 

descalcificação da concha e posterior penetração e infecção no molusco. Em corais, há 

desenvolvimento de micélio nos poros o que causa necrose e morte na parte atingida. Algas 

também são acometidas por infecção fúngica, diminuindo estoques de clorofila, carboidratos e 

proteínas, interferindo no processo de fotossíntese (CAMPION-ALSUMARD; GOLUBIC; 

PRIESS, 1995; RAMAIAH, 2006).  

Fungos patogênicos a artrópodes são aplicados no controle de pragas agrícolas e 

vetores de doenças de importância médica e veterinária para a saúde pública. A ordem 

Hypocreales reúne importantes fungos entomopatogênicos. São isolados a partir de cadáveres 

de artrópodes que apresentam indícios de infecção fúngica como mumificação e formação de 

micélio sobre a cutícula e em amostras de solo. Em condições ideais de temperatura e 
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umidade, a infecção inicia-se com o contato da forma de propagação, conídio, com a cutícula 

do hospedeiro (Figura 9). Após o contato, o conídio germina formando um tubo germinativo. 

A parte posterior deste tubo se dilata, formando o apressório. A diferenciação da parte inferior 

do apressório forma o grampo de penetração que pressiona e libera enzimas para penetrar a 

cutícula do hospedeiro e iniciar a colonização. Dentro da hemocele do artrópode, há uma 

encapsulação de hifas formando corpos hifais, ou blastosporos, que produzem toxinas. Com a 

morte do hospedeiro, hifas emergem através de espiráculos e pela cutícula, cobrindo todo o 

cadáver. Após algumas horas ou poucos dias, inicia-se a conidiogênse e disseminação de 

conídios (ALVES, 1998).  

 

Figura 9 – Ciclo biológico de Metarhizium anisopliae no hospedeiro artrópode 

Adaptado de Mascarin e Pauli (2010). 

 

M. anisopliae e B. bassiana são fungos terrestres entomopatogênicos com distribuição 

ampla na natureza. São patógenos de inúmeros artrópodes em seus diferentes estágios de 

desenvolvimento. Fatores abióticos como umidade, temperatura e radiação influenciam na 

germinação e sobrevivência destes fungos. A germinação e o crescimento ocorrem entre 20° e 

30 °C para M. anisopliae e 22° e 28° C para B. bassiana. Temperaturas muito altas ou baixas 

atrapalham o desenvolvimento dos fungos, podendo retardar a doença no hospedeiro ou até 

prejudicar o patógeno. Ambos os fungos são facilmente cultiváveis em laboratório e já são 

produzidos para formulações aplicadas no controle de pragas agrícolas (ALVES, 1998). A 
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ocorrência natural e ausência de efeitos tóxicos aos seres humanos e ao ambiente estimulam a 

aplicação destes produtos (FARIA; MAGALHÃES, 2001;, THUNGRABEAB; TONGMA, 

2007; BORGES; NOVA, 2011; OLIVEIRA-FILHO et al., 2011; PIMENTEL; FERREIRA, 

2012). São uma alternativa promissora ao uso de pesticidas, principalmente pela baixa 

especificidade de hospedeiros, o que os tornam ferramentas importantes no controle de pragas 

(ALVES, 1998; SCHOLTE et al., 2004). 
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3 JUSTIFICATIVA 

 

 

B. glabrata é uma espécie de acentuada importância no ciclo da esquistossomose 

mansônica devido ser a espécie mais susceptível à infecção por Schistosoma mansoni. 

Mecanismos complexos de defesa, sobrevivência e reprodução destes caramujos dificultam o 

controle de suas populações e, por conseguinte a erradicação da doença. A possibilidade de 

massas ovígeras de moluscos permanecerem viáveis em criadouros transitórios é impactante 

para a manutenção do ciclo de S. mansoni, devendo ser elucidada para um melhor 

entendimento da biologia do caramujo. Dado o ambiente em que se encontram, os produtos 

moluscicidas tornam-se dispersos na água, causando toxicidade a organismos não alvos, 

inclusive ao ser humano. Novas abordagens de controle devem ser exploradas, a fim de se 

encontrar uma alternativa de controle natural para interromper o ciclo da doença visando um 

menor impacto ambiental e econômico. Fungos são empregados no controle de artrópodes 

pragas e podem ser a base de uma nova geração de produtos para combater caramujos com 

importância na saúde humana, como B. glabrata. A escassez de dados sobre susceptibilidade 

de B. glabrata a fungos estimulam o desenvolvimento de metodologias de controle, visto que, 

pouco é sabido sobre o potencial patogênico de fungos em caramujos aquáticos ou em suas 

desovas.  
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4 OBJETIVOS 

 

 

4.1 Objetivo geral 

  

 

Desenvolver dispositivos com filme de água para testes com moluscicidas em massas 

ovígeras e contribuir com o controle biológico de B. glabrata com fungos entomopatogênicos. 

 

 

4.2 Objetivos específicos 

 

 

1.Desenvolver dispositivos para avaliar a viabilidade de massas ovígeras de B. glabrata em 

filme de água. 

2. Avaliar a eclosão acumulada relativa e o deslocamento de juvenis de B. glabrata em filme 

de água em umidade relativa (UR 75% e UR > 98%). 

3. Avaliar o efeito de conídios e blastosporos dos fungos M. anisopliae e B. bassiana na 

eclosão de B. glabrata. 
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5 MÉTODOS 

 

 

5.1 Origem e criação de Biomphalaria glabrata 

 

 

Exemplares de B. glabrata provenientes do Instituto de Patologia Tropical e Saúde 

Pública – Universidade Federal de Goiás, Goiânia, Brasil, foram mantidos em laboratório, 

dentro de recipientes de polietileno (70 x 20 x 45cm) contendo 15 litros água desclorada 

proveniente de reservatório próprio com capacidade de 1000 litros. Foram alimentados com 

folhas de alface (Lactuca  sativa) frescas higienizadas com água corrente desclorada.  Cinco 

cubos de isopor (50 x5x60 mm) foram colocados na água dos recipientes para substrato de 

ovipostura (AUGUSTO et al., 2009).  

 

 

5.2 Preparo de massas ovígeras 

 

 

Massas ovígeras com mínimo de 4 horas e máximo de 48 horas após ovipostura foram 

retiradas dos isopores com auxílio de espátula. Posteriormente, foram rinçadas em três frascos 

contendo cada um 50 ml água desclorada estéril por 5 segundos. Em seguida, os ovos de cada 

massa ovígera foram quantificados, e o excesso de água das massas ovígeras foi absorvido por 

papel filtro estéril. 

 

 

5.3 Preparo de dispositivos com filme de água 

 

 

 Foram preparados dois tipos de dispositivos para a simulação de filme de água estável, 

um com pedra de argila expandida flutuando sobre a água (Figura 10) e outro com meio ágar 

água em diferentes concentrações de ágar (Figura 11). Para a confecção do dispositivo com 

pedra de argila expandida (32 x 22 mm, absorção de água de 10% em 24 horas, Cinexpan – 

Indústria e Comércio de Argila Expandida Ltda, São Paulo, Brasil), as pedras foram limpas 
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em água desclorada corrente com auxílio de escova. Posteriormente as pedras foram 

autoclavadas a 121°C por 20 minutos. Um anel de isopor (10 mm de raio da borda x 2 mm de 

espessura) foi exposto à radiação ultravioleta (Phillips UV-C lâmpada ultravioleta germicida 

G30 T8, Holanda) em ambos os lados por 15 minutos e foi encaixado em  cada pedra. O 

dispositivo de pedra de argila foi colocado em um copo plástico descartável (80 x 70 mm) 

contendo 100 ml de água desclorada estéril e o copo foi fechado com tampa transparente 

própria (80 mm de diâmetro), exceto os copos com dispositivos expostos em UR 75%.  

 

 
Figura 10 – Dispositivo com pedra de argila. A – visão lateral de dispositivo de pedra de 

argila; B –massa ovígera (ms) de Biomphalaria glabrata sobre pedra de argila (pd) envolta 

por anel de isopor (is). 

  

Os dispositivos com meio ágar água (Figura 11) foram feitos com concentrações 

diferentes de ágar (0,3%, 0,4%, 0,5%, 0,6%, 1%, 2% ou 3%). As concentrações de meio ágar 

(60 ml) foram distribuídas em placa de Petri menor (57 x 15 mm) separadamente, disposta 

dentro de outra placa de Petri maior (150 x 30 mm). O meio ágar água transbordou para a face 

externa da borda da placa de Petri menor, forrando o fundo da placa de Petri maior. Após, 

foram adicionados 50 ml de água desclorada estéril na placa de Petri maior, para promover o 

contato contínuo da água com as massas ovígeras dentro do filme de água. A placa de Petri 

maior foi fechada com a tampa própria. 
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Figura 11 – Dispositivo de meio ágar água. A – dispositivo de meio ágar água composto por 

placa de Petri maior (150 x 30 mm) e placa de Petri menor (57 x 15 mm); visão lateral (B) e 

frontal (C) de dispositivo de ágar água enfatizando uma massa ovígera (ms)de Biomphalaria 

glabrata sobre meio ágar água (aa) dentro da placa de Petri menor.  

 

Foram testadas duas umidades relativas UR 75% e UR ˃ 98% para ambos os 

dispositivos. O controle foi feito com massas ovígeras submersas na água desclorada estéril 

em umidades relativas supracitadas. Ambos os dispositivos foram mantidos em 25 ºC e 12 

horas de fotofase. 

 

 

5.4 Origem dos fungos 

 

 

A linhagem de Beauveria bassiana (ARSEF 9588) foi proveniente de USDA-ARS 

(United States Department of Agriculture – Agricultural Research Service) Coleção de 

Culturas de Fungos Entomopatogênicos (ARSEF), NY, EUA, e a linhagem de Metarhizium 

anisopliae s. l. (IP 46) está depositada como CG 620 na Coleção de Fungos de Invertebrados 

da Embrapa Recursos Genéticos e Biotecnologia, Brasília, Brasil, (Tabela 1).  

 

Tabela 1 – Fungos utilizados em testes de patogenicidade em massas ovígeras de 

Biomphalaria glabrata. 

Fungo Número de acesso País Ano Substrato/hospedeiro 

Beauveria bassiana ARSEF 9588 EUA 2009 Frankliniella occidentalis 

Metarhizium anisopliae IP 46 Brasil 2001 solo 
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5.5 Cultivo de conídios  

 

 

M. anisopliae e B. bassiana foram cultivados em meio BDA(batata, dextrose e ágar; 

Difco®, Becton, Dickinson andCompany – EUA) por 15 dias a 25 °C, com fotofase de 12 

horas e75 ± 5 % de umidade relativa (UR) na incubadora. Posteriormente, foram mantidos a 

4°C até o uso. 

 

 

5.6 Produção de blastosporos (corpos hifais) 

 

 

M. anisopliae e B. bassiana foram cultivados em frascos tipo Erlenmeyer (250 ml) 

contendo meio Adámek modificado feito com milhocina (31,58 ml – 5g de amido de milho 

dissolvidos em 250 ml de água), extrato de levedura (42,1 g), glicose (42,1 g - glicose D(+) 

glucose anidra (dextrose) P. A. ACS, Vetec Química Fina Ltda), Tween 80 (Synth®) a 0,1% 

(21,06 ml) em 1000 ml de água deionizada. Os frascos foram fechados com tampas de 

algodão hidrófobo e gaze, autoclavados por 20 minutos a 121 °C e posteriormente os fungos 

foram inoculados no meio e mantidos em agitador a 150 rpm e 27 °C por quatro dias 

(ADÁMEK, 1963). 

 

 

5.7 Preparo de suspensões fúngicas 

 

 

Conídios de M. anisopliae e B. bassiana foram raspados com espátula estéril da 

superfície de cultura e suspendidos em 5 ml de Tween 80 a 0,01% em tubos de vidro estéreis. 

Os tubos foram agitados em Vortex por 2 minutos e em seguida, as suspensões foram filtradas 

em algodão hidrófilo. 

As culturas de blastosporos de M. anisopliae e B. bassiana nos frascos com meio 

Adámek foram filtradas em gaze para tubos de plástico tipo Falcon e centrifugadas a 3000 

rpm por 4 minutos. Posteriormente, o sobrenadante dos tubos foi retirado e 10 ml de Tween 

0,1% foram adicionados nos tubos e agitados em Vortex. Em seguida, os tubos foram 
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centrifugados novamente. Após, o sobrenadante foi desprezado e foram adicionados 5 ml de 

água desclorada estéril nos tubos e agitou-se em Vórtex. 

Posteriormente, as suspensões de conídios e blastosporos foram diluídas em água 

deionizada (10-3, 10-2 e 10-1), quantificadas em câmara de Neubauer e ajustadas na 

concentração de 109 conídios/ml ou 109 blastosporos/ml. 

 

 

5.8 Exposição de massas ovígeras em filme de água 

 

 

Uma massa ovígera foi colocada no dispositivo de pedra de argila na região central da 

pedra não submersa, dentro do filme de água.  Nos dispositivos com meio ágar água, foi 

colocada uma massa ovígera dentro do filme de água na superfície do meio ágar (0,3% - 3%) 

água em placa de Petri menor (50 x 10 mm). No vidro sem filme de água, foi colocada uma 

massa ovígera no centro da placa de Petri menor (50 x 10 mm) estéril. Para o controle, uma 

massa ovígera foi colocada em copo com água desclorada estéril. 

 

 

5.9 Tratamento de massas ovígeras com fungos 

 

 

5.9.1 Massas ovígeras em filme de água em pedra de argila 

 

 

Foram inoculados 20 µl das suspensões de conídios (dose aproximada de 2 x 

107conídios) ou  blastosporos (dose aproximada de 2 x 107blastosporos) de M. anisopliae ou 

B. bassiana sobre massas ovígeras dispostas em dispositivos de pedra de argila expandida. 

Foram inoculados 20 µl de água desclorada estéril nas massas ovígeras do grupo controle 

dispostas no filme de água sobre o dispositivo de argila expandida.  
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5.9.2 Massas ovígeras submersas 

 

 

Uma massa ovígera foi colocada dentro de um tubo de vidro com rosca contendo 5 ml 

de suspensão de conídios (2 x 107conídios/ml) ou blastosporos (2 x 107blastosporos/ml) de M. 

anisopliae ou B. bassiana. O controle foi realizado com uma massa ovígera em água 

desclorada estéril. Os dispositivos foram mantidos segundo condições supracitadas. 

 

 

5.10 Variáveis avaliadas 

  

 

O ressecamento de massas ovígeras, movimento dos embriões, a eclosão e o 

deslocamento de juvenis, sobrevivência dos juvenis em 30 dias e, para as massas ovígeras 

tratadas com suspensões fúngicas, também foram observadas a presença/ausência de micélio e 

conídios. Foram avaliados diariamente com auxílio de estereomicroscópio com aumento de 

40x e com microscópio óptico com o aumento de 400x. Foram feitas quatro repetições para 

cada tratamento com cinco massas ovígeras por fungo e controle. Os juvenis foram 

alimentados com folha de alface fresca (Lactuca sativa) higienizada em água desclorada 

corrente. 

 

 

5.11 Análise dos resultados 

 

 

Os testes foram realizados em 4 repetições independentes e os dados foram 

convertidos usando Arcsin e avaliados com a análise de variância (ANOVA). As médias de 

eclosões acumuladas foram consideradas significativamente diferentes com p < 0,05.  
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6 RESULTADOS 

 

 

6.1 Viabilidade de massas ovígeras em filme de água 

 

 

Em UR > 98% as massas ovígeras expostas em dispositivos de pedra de argila ou em 

concentrações de ágar (0,3% - 1%) não ressecaram e permaneceram túrgidas até o início da 

eclosão de juvenis. Movimento dos embriões dentro das massas ovígeras foi visualizado a 

partir do segundo dia de exposição até a eclosão. Para eclodir, os juvenis perfuraram a 

membrana na superfície da massa ovígera. Nesse momento o colóide extravasou e ela tornou-

se murcha. Os primeiros juvenis eclodiram a partir do quinto dia de exposição no filme de 

água independentemente do dispositivo testado, e os últimos juvenis eclodiram no décimo dia 

(Figura 12). A eclosão acumulada de juvenis em 15 dias de exposição a partir de massas 

ovígeras expostas em dispositivo de pedra de argila variou entre 0% (UR 75%) e > 91,9% 

(grupos controle e pedra de argila em UR > 98%) sem efeito da exposição na eclosão de 

juvenis (F1,4 = 2,1; P = 0,2; Figura 12, Tabela 2). Massas ovígeras expostas nesse dispositivo 

(UR 75%) e a superfície exposta da pedra de argila ressecaram, o que não foi observado em 

UR > 98%, portanto, não houve eclosão de juvenis (Figura 12, Tabela 2).  

 

 
Figura 12 – Eclosão média relativa acumulada (± erro padrão da 

média) de juvenis de Biomphalaria glabrata a partir de massas 

ovígeras expostas em filme de água de dispositivos de pedra de 

argila e grupo controle na água. Foram incubadas por 15 dias a 25 

°C, fotofase de 12 horas e umidade relativa (UR) > 98% ou 75%. 
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A eclosão acumulada de juvenis a partir de massas ovígeras expostas em filme de água 

em dispositivo de ágar água com diferentes concentrações de ágar em UR > 98% variou entre 

0% (ágar > 2%) e > 81,8% (ágar < 1% e grupo controle), evidenciando o efeito da 

concentração de ágar na eclosão de juvenis (F 6,14 = 57; P< 0,001; Figura 13, Tabela 2). As 

massas ovígeras expostas em vidro sem filme de água ressecaram independentemente da 

umidade testada, assim, não houve eclosão de juvenis (Tabela 2).  

 

 
Figura 13 – Eclosão média relativa acumulada de juvenis de 

Biomphalaria glabrata a partir de massas ovígeras expostas 

em filme de água em dispositivos de ágar água com diferentes 

concentrações de ágar e grupo controle na água (0% de ágar). 

Foram incubadas por 15 dias a 25 °C, fotofase de 12 horas e 

umidade relativa> 98%. 
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Embora a eclosão acumulada de juvenis a partir de massas ovígeras expostas em 

dispositivos de ágar água em UR 75% ter sido < 16,7% (Figura 14, Tabela 2) não houve 

efeito significativo da concentração de ágar água na eclosão de juvenis (F6,14= 0,6; P = 0,75), 

o que evidenciou o efeito altamente significativo da umidade testada  na eclosão de juvenis 

(F1,28= 178,3;P < 0,001; Figura 14, Tabela 2). 

Tabela 2 – Eclosão média relativa acumulada (± erro padrão da 

média, EP) de juvenis de Biomphalaria glabrata, 15 dias após 

exposição de massas ovígeras em ambientes como água 

(controle), filme de água sobre pedra de argila flutuando em 

água (filme de água I), em meio ágar água (filme de água II) 

com diferentes concentrações de ágar ou sobre vidro sem 

presença de água em umidade relativa > 98% ou 75%. 

Umidade 

relativa (%) 
Ambiente 

Concentração 

de ágar (%) 

Eclosão (%) 

(±EP) 

> 98 b água - 96 ± 0,7 b 

 

filme de água I - 96 ± 2,5 b 

 

filme de água II 0,3 83,7 ± 2,9 b 

  
0,4 95,3 ± 2,3 b 

  
0,5 84,8 ± 10,5 b 

  
0,6 88,2 ± 4,8 b 

  
1,0 81,8 ± 9,2 b 

  
2,0 0,0 a 

  
3,0 0,0 a 

  vidro - 0,0 a 

75 a água - 91,9 ± 3,5 b 

 

filme de água I - 0,0 a 

 

filme de água II 0,3 16,7 ± 6,7 a 

  
0,4 7,3 ± 7,3 a 

  
0,5 5,3 ± 4,4 a 

  
0,6 7,6 ± 7,7 a 

  
1,0 0,4 ± 0,4 a 

  
2,0 0,0 a 

  
3,0 0,0 a 

 
vidro - 0,0 a 

Em cada ambiente foram testadas 12 massas ovígeras contendo 

entre 22 a 40 ovos/massa. Foram incubadas a 25 °C e 12 horas 

de fotofase.  
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Figura 14 – Eclosão média relativa acumulada de juvenis 

de Biomphalaria glabrata a partir de massas ovígeras 

expostas em filme de água em dispositivos de ágar água 

com diferentes concentrações de ágar e grupo controle. 

Foram incubadas por 15 dias a 25 °C, fotofase de 12 

horas e umidade relativa 75%. 

 

Após eclosão, os juvenis se deslocaram em filme de água formado sobre o dispositivo 

de pedra de argila e na parede externa da placa de Petri do dispositivo de ágar água (UR > 

98%) em direção à água (Figura 15). 

 

 
Figura15 – Deslocamento de juvenis (jv) de Biomphalaria glabrata em direção à água (ag) a 

partir de massas ovígeras expostas em filme de água em dispositivos em umidade relativa > 

98%. Juvenil sobre anel de isopor (is) de dispositivo de pedra (pd) de argila (A) e em ágar 

água (B) em concentração de 0,5% de ágar e, detalhe de juvenil na borda externa da placa de 

Petri menor (C).  

 

Todos os juvenis sobreviveram no período de 30 dias avaliados, independentemente 

do dispositivo testado. 
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6.2 Efeito de conídios e blastosporos em massas ovígeras 

 

 

Na superfície de massas ovígeras expostas em dispositivo de pedra de argila (UR > 

98%) tratadas com conídios de B. bassiana não houve crescimento de micélio (Tabela 3), 

porém, quando tratadas com conídios de M. anisopliae houve crescimento de micélio (> 4º 

dia; Tabela 3) e conídios (> 8º dia; Tabela 3). Houve eclosão de juvenis (Figura 16, Tabela 3) 

a partir de massas ovígeras tratadas com ambos os fungos. 

Tabela 3 – Eclosão média relativa acumulada (± erro padrão da 

média, EP) de juvenis de Biomphalaria glabrata e presença 

semiqualitativa de micélio e novos conídios na superfície de massas 

ovígeras, 15 dias após tratamento com conídios ou blastosporos de 

Metarhizium anisopliae (Ma) ou Beauveria bassiana (Bb) e 

exposição em filme de água sobre pedra de argila flutuando na água 

ou submersão em água. 

Ambiente Propágulo Fungo 
Eclosão (%) 

(±EP) 
M/C 

filme de água conídios Ma 91,3 ± 3,1 +/+ 

  

Bb 95,5 ± 1,3 -/- 

 

blastosporos Ma 0,0 ++/++ 

  

Bb 96,8 ± 0,7 -/- 

água conídios Ma 52,5 ± 22,1 +/+ 

  

Bb 33,0 ± 21,4 +/+ 

 

blastosporos Ma 0,0 ++/++ 

    Bb 0,0 ++/++ 

Em cada tratamento foram testadas 20 massas ovígeras contendo 

entre 23 a 44 ovos/massa. Foram incubadas a 25 °C, 12 horas de 

fotofase e umidade relativa > 98%. A eclosão de juvenis do grupo 

controle foi ≥ 88,6 %. Presença de micélio (M) e conídios(C) 

classificados em não visível (-), bem visível (+),abundante (++); 

aumento 40x. 

 

Os primeiros juvenis de massas ovígeras tratadas com conídios de B. bassiana ou M. 

anisopliae eclodiram no quinto dia após o tratamento e os últimos no décimo dia (Figura 16, 

Tabela 3) assim como os juvenis eclodidos a partir de massas ovígeras expostas em 

dispositivos com filme de água (Figuras 12 e 13).  
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Figura 16 - Eclosão média acumulada (± erro 

padrão da média) de juvenis de Biomphalaria 

glabrata a partir de massas ovígeras tratadas com 

conídios (2 x 107 conídios) de Metarhizium 

anisopliae ou Beauveria bassiana e grupo controle 

(sem fungo) expostas em pedra de argila. Foram 

incubadas por 15 dias a 25 °C, fotofase de 12 horas 

e umidade relativa > 98%.   

 

 

 

 As massas ovígeras expostas em filme de água tratadas com blastosporos de B. 

bassiana não tiveram desenvolvimento de micélio e conídios, e os juvenis eclodiram (Figura 

17, Tabela 3). Quando tratadas com blastosporos de M. anisopliae, houve desenvolvimento de 

micélio 24 horas após o tratamento e conídios a partir do quarto dia após o tratamento (Figura 

18, Tabela 3) na superfície das massas ovígeras. Não houve eclosão de juvenis (Figuras 17 e 

18).  
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Figura 17 – Eclosão média relativa acumulada (± 

erro padrão da média) de juvenis de Biomphalaria 

glabrata em massas ovígeras tratadas com 

blastosporos (2 x 107 blastosporos) de Metarhizium 

anisopliae ou Beauveria bassiana e grupo controle 

(sem fungo) expostas em pedra de argila. Incubadas 

por 15 dias a 25 °C, fotofase de 12 horas e umidade 

relativa > 98% 

 

 
Figura 18 – Massa ovígera (ms) de Biomphalaria glabrata em dispositivo 

de pedra de argila (pd) 24 horas após tratamento com blastosporos (2 x 

107blastosporos) de Metarhizium anisopliae com desenvolvimento de 

micélio(A), novos conídios (B) e embriões (em) não desenvolvidos de B. 

glabrata em massa ovígera 15 dias após tratamento (C). 

 

A eclosão acumulada de juvenis a partir de massas ovígeras submersas tratadas com 

conídios de B. bassiana ou M. anisopliae (Figura 19A) foi menor (< 52,5%, Tabela 3) quando 

comparado com o grupo controle (≥ 88,6%, Tabela 3) e em massas ovígeras tratadas com 

blastosporos de ambos os fungos a eclosão foi nula (Figuras 19 B e 20, Tabela 3). Houve 

variações (< 15% e > 86 %; Figura 19 A) na eclosão acumulada de juvenis por repetição em 

massas ovígeras tratadas com conídios de M. anisopliae ou B. bassiana. 
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Figura 19 - Eclosão média relativa acumulada (± erro padrão da média) de juvenis de 

Biomphalaria glabrata em massas ovígeras submersas tratadas com conídios (2 x 107 

conídios/ml) (A) ou blastosporos  (2 x 107 blastosporos/ml) (B) de Metarhizium anisopliae 

ou Beauveria bassiana. Incubadas por 15 dias a 25 °C, fotofase de 12 horas e umidade 

relativa > 98%. 

 

 

Figura 20 – Tratamento de massas ovígeras submersas com blastosporos (2 x 107 

blastosporos/ml) de Beauveria bassiana (A, B) ou Metarhizium anisopliae (C, D), 

enfatizando embriões (em) em massa ovígera 15 dias após tratamento. 

  

Houve eclosão de juvenis em filme de água a partir de massas ovígeras de B. 

glabrata tratadas com conídios de M. anisopliae ou de B. bassiana, porém, quando 

aplicado blastosporos de M. anisopliae não houve eclosão de juvenis. Em massas 

ovígeras submersas tratadas com conídios houve redução na média de eclosão acumulada 

(Figura 19A, Tabela 3), e quando tratadas com blastosporos não houve eclosão de juvenis 

em massas ovígeras tratadas com ambos os fungos (Figura 19B, Tabela 3). Desta forma, 

houve efeito do ambiente (filme de água ou submersão em água; F1,30= 41,2; P<  0,001; 

Tabela 3) na ação dos propágulos (conídios ou blastosporos) e houve efeito do propágulo 

(F1,30=10,9; P= 0,03) quando considerado o fungo aplicado, M. anisopliae ou B. bassiana. 
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7 DISCUSSÃO 

 

 

Este é o primeiro trabalho que aborda e propõe metodologia para avaliar a viabilidade de 

massas ovígeras, eclosão e deslocamento de juvenis em filme de água e que relata a atividade 

patogênica dos fungos M. anisopliae e B. bassiana em massas ovígeras de B. glabrata. 

 

 

7.1 Influência do ambiente em massas ovígeras e utilidade dos dispositivos 

 

 

A umidade relativa próxima à saturação possibilitou a viabilidade de massas ovígeras 

expostas em filme de água em ambos os dispositivos testados mostrando que, nestas 

condições, massas ovígeras permanecem viáveis favorecendo o desenvolvimento de embriões. 

Em maior concentração de ágar e em ausência de filme de água, os embriões não 

desenvolveram devido ao ressecamento das massas ovígeras ocasionado pela menor 

quantidade de água disponível quando comparado com as demais concentrações. Isto enfatiza 

a importância da presença de filme de água para o desenvolvimento de embriões e eclosão de 

juvenis.  

A movimentação de embriões caracteriza o início da fase de gastrulação (KAWANO; 

NAKANO; WATANABE, 2008, p. 349) e também pode indicar a viabilidade de embriões em 

massas ovígeras submersas, que foi observada a partir do segundo dia após exposição em 

filme de água. Portanto, em massas ovígeras expostas em filme de água formado nos 

dispositivos confeccionados a movimentação de embriões inicia-se em período semelhante 

que em massas ovígeras submersas em água. 

A eclosão de juvenis a partir do sexto dia após ovipostura ocorreu em massas ovígeras 

submersas em água e em expostas em filme de água em ambos dispositivos confeccionados e, 

o mesmo período descrito por Kawazoe (1976) em massas ovígeras submersas. Isto mostra 

que a eclosão de juvenis ocorre independentemente do ambiente, desde que haja filme de água 

estável e umidade próxima à saturação. 

O deslocamento de juvenis foi possível pela formação de filme de água estável sobre a 

pedra de argila e em ágar água. Os juvenis se deslocaram para a água disponível nos 

dispositivos, porém, não foi comprovado que haja um deslocamento direcionado. 
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Geralmente, a ação de moluscicidas ou substâncias tóxicas é testada em massas ovígeras 

de B. glabrata submersas (JURBERG; CABRAL NETO; SCHALL, 1985; TANG; 

WHITFIELD; PERRET, 1985; GERALDINO, 2004), não considerando massas ovígeras 

postas em substratos nas margens de criadouros em condições de estresse. Os dispositivos 

desenvolvidos possibilitam a observação da viabilidade de massas ovígeras expostas em filme 

de água e também, a aplicação tópica de microrganismos, fungos e bactérias, extratos de 

plantas, moluscicidas sintéticos. 

 

  

7.2 Susceptibilidade de massas ovígeras a fungos 

 

 

M. anisopliae s. l. (IP 46), fungo terrestre isolado em solo e que tem um amplo 

espectro de espécies hospedeiras (ROCHA et al., 2013) inibiu a eclosão de juvenis de B. 

glabrata a partir de massas ovígeras expostas em filme de água e submersas. Blastosporos são 

uma fase de desenvolvimento posterior à fase de conídios, fungo em fase de resistência ao 

ambiente desfavorável. Por isso, o crescimento de micélio e a conidiogênese a partir da 

inoculação de blastosporos de M. anisopliae em massas ovígeras expostas em filme de água 

foram visivelmente mais rápidos quando comparados com a aplicação de conídios. Com isso, 

os blastosporos de M. anisopliae tiveram um tempo de ação maior sobre massas ovígeras 

quando comparado com conídios, o que pode ter ocasionado maior exposição de embriões de 

B. glabrata a metabólitos provavelmente liberados pelo fungo. Visto que, com a aplicação de 

conídios o desenvolvimento de micélio foi tardio em relação ao tempo de embriogênese e 

eclosão dos caramujos.  

Após tratamento com conídios ou blastosporos de B. bassiana, fungo patogênico a 

muitas espécies de artrópodes e de ampla distribuição geográfica, assim como M. anisopliae 

(SCHOLTE et al., 2004), juvenis de B. glabrata eclodiram a partir de massas ovígeras 

expostas em filme de água. Rocha et al. (2013) isolaram B. bassiana (IP 307) em cadáveres de 

adultos de B. glabrata usados como iscas em campo e, no presente trabalho, a eclosão de 

juvenis a partir de massas ovígeras submersas tratadas com conídios B. bassiana foi reduzida  

e com blastosporos foi nula. Os resultados obtidos neste trabalho sugerem que o ambiente 

influenciou na ação patogênica deste fungo que foi mais eficaz quando submerso.  
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A ausência de juvenis a partir de massas ovígeras de B. glabrata submersas tratadas 

com blastosporos de M. anisopliae ou B. bassiana pode ter ocorrido pelo fato de blastosporos 

produzirem metabólitos tóxicos em meio líquido (KLEESPIES; ZIMMERMANN, 1992). 

Neste caso, as massas ovígeras forneceram nutrientes aos fungos, visto que, elas são fontes 

ricas em lipídios, proteínas e glicogênio (BENKENDORFF; DAVIS; BREMNER, 2001). O 

mesmo ocorre em hemolinfa de artrópodes infectados após a penetração do fungo na cutícula 

do hospedeiro (ALVES, 1998). 

Proteínas antimicrobianas a fungos oomicetos foram isoladas a partir de massas 

ovígeras de B. glabrata que conferem proteção aos embriões contra estes patógenos (BARON 

et al., 2013). Porém, a inibição da eclosão de juvenis de B. glabrata a partir de massas 

ovígeras tratadas com M. anisopliae ou B. bassiana sugere que não há proteínas 

antimicrobianas que tenham ação para estes fungos nas mesmas. Fungos entomopatogênicos 

apresentam atividade ovicida e penetram ovos de mosquitos (LUZ et al., 2007), porém, não 

foram encontradas evidências de penetração através da membrana da massa ovígera de B. 

glabrata de estruturas fúngicas.  
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8 CONCLUSÕES 

 

 

1 – Os dispositivos confeccionados são modelos promissores para avaliar a viabilidade de 

massas ovígeras, eclosão e deslocamento de juvenis de B. glabrata em filme de água e o 

efeito de fatores abióticos, bióticos e moluscicidas sobre esse ou outros caramujos em filme.   

2 – A viabilidade de massas ovígeras de B. glabrata está diretamente relacionada com a 

umidade relativa do ambiente e a presença de filme de água estável. 

3 - O fato de massas ovígeras de B. glabrata serem viáveis em filme de água em condições 

laboratoriais sugere que o mesmo pode ser esperado também em populações de caramujos em 

condições naturais. Isto deve ser considerado para o controle integrado deste caramujo.  

4 - Blastosporos de M. anisopliae e B. bassiana são promissores contra massas ovígeras de B. 

glabrata. 
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9 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 

Mecanismos de ação, patogenicidade e aplicação de fungos entomopatogênicos vêem 

sendo elucidados com a finalidade de elaborar metodologias para o controle biológico de 

pragas e vetores de doenças. A atividade moluscicida depende da espécie, linhagem e fase de 

desenvolvimento do fungo. Desta forma, a triagem com propágulos de Metarhizium spp e 

Beauveria spp em ovos, juvenis e adultos de B. glabrata e o posterior isolamento de 

prováveis metabólitos tóxicos produzidos por estes fungos irão contribuir com uma melhor 

compreensão do potencial patogênico desses gêneros para o controle de B. glabrata. Cortes 

histológicos de massas ovígeras tratadas com fungos esclareceriam os mecanismos de ação 

desses patógenos sobre ovos de B. glabrata, respondendo se eles conseguem penetrar e atingir 

os embriões. 
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