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“Quanto ao motivo que me impulsionou foi muito simples. Para alguns, espero, poderá ser 
suficiente por ele mesmo. É a curiosidade em todo o caso a única espécie de curiosidade que 
vale a pena ser praticada com um pouco de obstinação: não aquela que procura assimilar o 
que convém conhecer, mas a que permite separar-se de si mesmo. De que valeria a 
obstinação do saber se ele assegurasse apenas a aquisição dos conhecimentos e não de certa 
maneira, e tanto quanto possível, o descaminho daquele que conhece? Existem momentos 
na vida onde a questão é saber se: pode-se pensar diferente do que se pensa, e perceber 
diferentemente do que se vê, é indispensável para continuar a olhar ou a refletir. Talvez me 
digam que com estes jogos consigo mesmo permanecer nos bastidores, e que no máximo eles 
fazem parte desses trabalhos de preparação que desaparecem por si sós a partir do momento 
em que produzem seus efeitos. “  
 

M. FOUCAULT 
 

Você não sabe quanto eu caminhei prá chegar até aqui... 

(A estrada, composição de Toni Garrido) 
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RESUMO 
 

PEREIRA, M. A. M. Caracterização morfofuncional dos circuitos centrais e periféricos que 
controlam as atividades digestivas do caracol Megalobulimus abbreviatus. Porto Alegre, 
2012. 178p. Tese de Doutorado: Programa de Pós-graduação em Ciências Biológicas: 
Neurociências – Instituto de Ciências Básicas da Saúde, Universidade Federal do Rio Grande 
do Sul. 

 

A organização do sistema nervoso que controla as funções digestórias dos moluscos 
gastrópodes tem sido estudada quanto à constituição dos circuitos neurais subjacentes ao 
ritmo de deglutição alimentar. Existe, entretanto, uma lacuna no conhecimento da 
organização do sistema nervoso central (SNC) e periférico (SNP) que regulam o segmento 
médio e posterior do trato digestório. A posição filogenética intermediária, atribuída ao 
sistema nervoso (SN) do caracol Megalobulimus abbreviatus, entre as espécies de Helicidae 
e os basomatófaros pode constituir uma via para o entendimento do controle da atividade 
do trato gastrointestinal (tGI) de gastrópodes. Assim sendo, o caracol pulmonado M. 
abbreviatus foi utilizado em um estudo morfológico e neuroquímico que buscou descrever o 
padrão da inervação central e periférica em um modelo experimental amplamente utilizado 
na pesquisa neurobiológica. A anatomia macroscópica revelou que o intestino médio 
constituiu-se pelo estômago, dividido em pró-ventrículo e moela, e intestino, dividido em 
pró-intestino ou tiflossolear, médio e pós-intestino, enquanto que o intestino posterior 
constituiu-se pelo reto e ânus. A análise da organização da parede, empregando microscopia 
óptica, revelou a presença de quatro túnicas constituindo a parede destes órgãos: (i) 
mucosa, que se constituía por um epitélio colunar intermitente ciliado e lâmina própria; (ii) 
submucosa, representada pelo tecido conjuntivo frouxo, contendo muitos espaços hemais; 
(iii) muscular, dividida em camadas circular interna e longitudinal externa, contudo a moela 
apresentou uma camada disposta obliquamente e as regiões cárdica e pilórica apresentaram 
esfíncteres muito organizados; (iv) serosa, constituída por tecido conjuntivo frouxo 
delimitado por um mesotélio. O intestino médio recebe inervação central por meio do ramo 
gastro-intestinal (rG) do nervo visceral comum (nV), enquanto que o intestino posterior foi 
inervado pelo nervo reto-anal (nR). A aplicação de marcações retrógradas com cloreto de 
cobalto acrescido de albumina sérica bovina, biocitina e Horseradish peroxidase no rG e no 
nR revelou que a maioria dos neurônios envolvidos no controle destes órgãos estão 
localizados no complexo ganglionar víscero-parietal. Ainda foi observada a presença de uma 
rede constituída por quatro gânglios (estomatogástrico, cárdico, gástrico e pilórico) 
interconectados por nervos e localizados sobre a parede do estômago, sendo denominado 
sistema nervoso estomatogástrico (SNEG). O traçamento anterógrado com Lúcifer Yellow 
revelou que fibras oriundas do SNEG se projetam para os plexos entéricos, submucoso (PS) e 
mioentérico (PM), localizados entre as túnicas do tGI. A organização do sistema nervoso 
entérico (SNE) foi estudada com a aplicação das técnicas de impregnação argentafínica e 
coloração com azul de metileno. Os plexos entéricos mostraram-se formados por uma 
extensa rede de axônios e muitos somas neuronais, dispostos em pequenos grupos ou 
isoladamente. As fibras axonais que inervavam as células da camada muscular longitudinal 
no estômago eram organizadas em feixes e acompanhavam o comprimento das fibras 
musculares. O MP distribuía-se por toda a camada muscular circular e longitudinal. No 
estômago, a região cárdica apresentou um plexo mais denso do que a pilórica, contudo as 



 xii

fibras nervosas dispunham-se entre e ao redor das fibras musculares de ambas as camadas. 
O plexo entérico no intestino apresentou o mesmo arranjo observado na região pilórica, 
sendo uniforme até o ânus. As duas tiflossoles intestinais, no pró-intestino, apresentaram 
grande quantidade de fibras nervosas, no entanto não foram observados somas neuronais. 
Dentre os constituintes do SNE foram observados células nervosas intra-epiteliais (neuron 
like-intraepithelial cells), que possuem dois tipos morfológicos: aberto (que projeta um cílio 
para o lúmen intestinal) e fechado (localizado na base do epitélio digestório) e células 
fusiformes, cuja morfologia e posição lembram as células intersticiais de Cajal. A 
neuroanatomia química do SNEG e do SNE foi analisada mediante a aplicação de técnicas de 
histoquímica e imunohistoquímica para diferentes mediadores e transmissores. No intestino 
médio e posterior foi observado um rico plexo com atividade acetilcolinesterásica (AChE), 
constituído por fibras oriundas do SNC, via nervos periféricos, e do SNEG. Neurônios e fibras 
nervosas entéricas mostraram-se esparsos na submucosa e entre as camadas musculares, 
circular e longitudinal, do estômago, intestino e reto. A atividade de diaforase da 
nicotinamida adenina dinucleotódeo fosfato (NADPHd) revelou neurônios e fibras nervosas 
com maior atividade em toda a túnica muscular do que na submucosa. A fluorescência 
induzida pelo ácido glioxílico (AG) revelou a maior presença de fibras nervosas e 
varicosidades catecolaminérgicas na submucosa do reto, pós-intestino e moela do que nas 
outras porções do tGI. A imunorreatividade à serotonina (5HT-ir) foi observada em somas e 
fibras nervosas distribuídas predominantemente na submucosa do reto e intestino, sendo 
encontrados poucos neurônios e fibras 5HT-ir no pró-ventrículo e moela. Os elementos 
nervosos FMRF-amida imunorreativos (FMRFa-ir) estavam presentes na mucosa, submucosa 
e muscular por toda extensão do intestino médio e posterior. As células nervosas intra-
epiteliais foram mais marcadas pela AChE, 5HT-ir e FMRFa-ir do que pela NADPHd e seus 
processos se anastomosam formando um extenso e organizado plexo subepitelial. As células 
fusiformes tiveram os corpos e prolongamentos marcados pelos métodos aplicados, à 
exceção do AG. Uma intensa imunorreatividade a proteína fibrilar acídica glial (GFAP-ir) por 
todos os plexos do intestino médio e posterior e nos gânglios do SNEG, sugerindo uma 
importante função para as células gliais no SNP do tGI de gastrópodes. Assim, pode-se 
concluir que o controle do tGI no caracol M. abbreviatus possui um controle nervoso 
extrínseco direto, por meio dos gânglios subesofageais, via rG e nR, e indireto, pelo SNEG 
para o intestino médio, e uma inervação intrínseca, representada pelos plexos PS e PM, 
associados às células nervosas intra-epiteliais, que formam o plexo subepitelial tanto no 
intestino médio como no posterior. A neuroanatomia química permite inferir que, os 
diferentes transmissores analisados, podem exercer controle sobre a motilidade ou sobre as 
funções sensoriais e secretomotoras no tGI. Finalizando, a reação ao GFAP é uma evidência 
da presença de células enterogliais permitindo inferir que exista uma interação entre os 
constituintes dos plexos neurais com a glia, tal qual ocorre no SNC de gastrópodes e outros 
invertebrados. 
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ABSTRACT 

 
PEREIRA, M. A. M. Morphofunctional characterization of central and peripheral circuits 
that control the digestive activities of the snail Megalobulimus abbreviatus. Porto Alegre, 
2012. 178p. Tese de Doutorado: Programa de Pós-graduação em Ciências Biológicas: 
Neurociências – Instituto de Ciências Básicas da Saúde, Universidade Federal do Rio Grande 
do Sul. 

 
The organization of the nervous system that controls digestive functions of 

gastropods mollusks has been studied relative to the constitution of the neuronal circuit 
underlying the deglutition rhythm. However, there is a lacuna in the knowledge about the 
organization of the peripheral nervous system regulating the medium and posterior 
segments of the digestive tract. However, there is a lacuna in the knowledge about the 
organization of the central (CNS) and peripheral nervous system (PNS) that regulates the 
medium and posterior segments of the digestive tract. The intermediate phylogenetic 
position attributed to the nervous system (NS) of the snail Megalobulimus abbreviatus, 
between Helicidae and basommatophoran species may constitute a via for understanding 
the control of the activity of the gastrointestinal (GI) tract of gastropods. Thus, the 
pulmonate snail M. abbreviatus was used in a morphological and neurochemical study that 
sought to describe the pattern of the central and peripheral innervation in an experimental 
model widely used in neurobiological research. Macroscopic anatomy revealed that the 
midgut was formed by the stomach, divided into pro-ventricle and gizzard, and intestine, 
divided into pro-intestine or tiflossolear, medium- and post-intestine, while the hindgut was 
formed by the rectum and anus. The light microscopy revealed that the GIt wall was 
constituted by four tunics: (i) the mucosa was constituted by a intermittent ciliated 
columnar epithelium and lamina propria; (ii) the submucosa was a loose connective tissue, 
containing a system of haemocoelic spaces; (iii) the muscular was formed by the internal 
circular and external longitudinal layers, while in the gizzard there was a third muscular layer 
disposed obliquely and the cardia and pylorus regions contained two sphincters; (iv) the 
serosa display a loose connective tissue covered by a mesothelium. The midgut is innervated 
by the common visceral nerve, through gastrointestinal branch (Gb), while the hindgut is 
innervated by the rectum-anal nerve (Rn). Retrogradely backfilling with CoCl2 added with 
0.1% bovine albumin, byocitin and horseradish peroxidase from the Gb and Rn is employed 
to reveal the neurons innervating these digestive regions which are located in all ganglia 
within the viscera-parietal ganglia complex. Although we observed the presence of a 
network of four ganglia: stomatogastric, gastric, cardic and pyloric, interconnected by nerves 
and located outer the surface of the stomach, which in the present study was referred to as 
the stomatogastric nervous system (STNS). Anterogradely labelin with Lucifer yellow which 
fibers of the STNS project to the submucous (SP) and myenteric plexuses (MP). The 
morphology of the enteric nervous system (ENS) was described using silver diammine 
impregnation and methylene blue staining. These plexuses were formed by extensive axonal 
networks and by several neuronal somata which are arranged in small clusters or as isolated 
cells. The axonal fibers innervating the longitudinal muscle cells in the stomach wall are 
organized in small bundles along the muscle length. The MP is distributed throughout the 
circular and longitudinal muscular layer. In the stomach, the cardic area plexus is denser 
than the pyloric plexus, while the nervous fibers of both are located between and around 



 xiv

the muscular bundles. The enteric plexus in the intestine is a continuity of the pyloric 
arrangement, staying uniform until the anus. In both typhlosoles of the pro-intestine nerve 
bundles are found in large numbers but none neuron is observed. In addition to the plexus 
were observed were observed neuron-like intraepithelial cells, which possess two types: 
open (a cilium projecting into the intestinal lumen) and closed (located at the base of the 
digestive epithelium) and fusiform cells whose morphology and position resembling 
interstitial cells of Cajal. The chemical neuroanatomy of the STNS and SNE was analyzed by 
histochemistry and immunohistochemistry methodos for different mediators and 
transmitters. In the midgut and hindgut, the plexus have a very intense AChE activity and it 
was constituted by fibers originated from the STNS or from the subesophageal complex 
through peripheral nerves. The enteric neurons and fibers with AChE activity were scattered 
in the submucosa and between the circular and longitudinal muscle layers of the stomach, 
intestine and rectum. Neuronal bodies and fibers with NADPHd activity are more abundant 
in the entire mass of smooth muscle elements than the submucosal layer. Fluorescent 
induced by GA revealed the presence of catecholaminergic nerve fibers and varicosities in 
the submucosal layer of the rectum, gizzard and post-intestine than in others organs of the 
GIt. The immunoreactivity to serotonin (5HTir) elements was predominantly distributed in 
the submucosal layer of the intestine and rectum. Few 5HTir fibers was verify in the pro-
ventricle and gizzard. The FMRFa-immunoreactive elements were present in the mucosal, 
submucosal and muscular layers throughout the mid and hindgut. The neuron-like 
intraepithelial cells were more labeled by AChE, 5HT and FMRFa than for NADPHd and their 
processes were organized forming a subepithelial plexus. The bodies and processes of the 
fusiform cells were labeled by the methods applied extensions, except for the GA. It was 
found an intense glial fibrilary acidic protein immunorreaction (GFAP-ir) were visualized, 
throughout the midgut and hindgut plexuses and in the ganglia of the STNS. This intense 
immunoreaction to GFAP in intramural plexuses suggests important roles to glial cells in the 
peripheral nervous system of digestive tract of this pulmonate snail. Therefore, the 
gastrointestinal tract is controlled directly by extrinsic innervation from the subesophageal 
ganglia or indirectly via STNS (for the midgut) and by an intrinsic innervation, represented by 
the MP and SP for both mid and hindgut. The data obtained from the neurochemical 
approaches utilized in the GIt we infer that these different transmitter systems could exert 
putative roles in the motility or the secretomotor or sensorial functions of GIt. Finally, as an 
evidence of the enteric glial cells, the neural constituents of the snail GIt wall have a 
interaction with glia similar to have been described to invertebrate CNS  represent a new 
approach to study of the ENS in gastropod and other invertebrates 

 



 

1. INTRODUÇÃO 

APRESENTAÇÃO DO TEMA 

A neurobiologia comparada busca na simplicidade de organização dos invertebrados 

e vertebrados inferiores a compreensão dos circuitos comportamentais que regulam 

comportamentos ou rotinas básicas, que foram selecionadas ao longo da evolução por 

serem adaptativas. A abordagem comparativa, muito bem compilada por Bullock (1965; 

1984), tem revelado que essas rotinas comportamentais básicas existentes, por exemplo, 

nos animais invertebrados podem integrar partes de comportamentos mais complexos nos 

vertebrados superiores (KATZ & HAMIS-WARRICK, 1999). A evolução determinou a 

diversidade dos repertórios comportamentais, que variam entre as espécies de forma 

ecologicamente apropriada, ou seja, sob pressões seletivas distintas. Circuitos de controle 

neurovisceral, entretanto, mostram maior conservadorismo filogenético, resultando em 

estratégias similares para o funcionamento de sistemas de órgãos de animais que 

compartilham habitats similares (BARRINGTON, 1974). 

Dentre os invertebrados, os gastrópodes constituem modelos biológicos de suma 

importância para a compreensão de circuitos nervosos envolvidos no comportamento 

alimentar (revisões de: MURPHY, 2001; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002; CROPPER et al., 2004), 

respiratório (revisão de TAYLOR & LUKOWIAK, 2000) e comportamento locomotor-resposta 

de fuga (revisão de BALABAN, 2002). Uma complexidade de tipo intermediário dos 

comportamentos apresentados por estes animais, a possível identificação individual de 

neurônios, seja pelo tamanho e neuroquímica (KANDEL, 2000; CHASE, 2002), ou pela alta 

especificidade no estabelecimento das conexões neuronais (WONG et al., 1983), a 

importância dos moluscos consagrou-se no estudo de circuitos somáticos e neuroviscerais. 

Muitas questões atinentes a transmissão, interpretação e estocagem de informações no 

sistema nervoso de mamíferos foram sendo elucidadas com a utilização de gastrópodes em 

abordagens morfofisiológicas, dentre estas se destaca o conjunto dos experimentos sobre a 

memória não-associativa e associativa em Aplysia, que revelaram suas bases fisiológicas e 

permitiram o entendimento dos seus mecanismos de aquisição, consolidação e 

armazenamento e, inclusive, o reconhecimento de que estes processos são similares em 

mamíferos e comuns aos modelos animais já estudados (KANDEL et al., 2000). 
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A porção do sistema nervoso que controla as funções digestivas dos gastrópodes tem 

sido mais estudada quanto à constituição dos circuitos neurais subjacentes ao ritmo de 

deglutição alimentar. Na literatura observa-se uma generalização sobre a inervação do 

sistema digestório (SD) de gastrópodes, onde os gânglios bucais inervam a região anterior, 

enquanto que o gânglio visceral inerva a região média e posterior do trato gastrointestinal 

(tGI, SCOTT, 1939; BULLOCK & HORRIDGE, 1965; DORSETT, 1986; BULLOCH & RIDGWAY, 

1995). A abordagem anatômica macroscópica, sem o traçamento de vias, revelou-se pouco 

conclusiva, uma vez que é comum em gastrópodes a descrição de neurônios de um gânglio 

emitirem seus axônios por nervos de outro gânglio (CHASE 2002). 

A organização do sistema nervoso periférico que regula o segmento médio e 

posterior do tGI em gastrópodes ainda é controversa e, recentemente, teve seu interesse 

retomado. Alguns estudos existentes sobre o controle da motilidade intestinal foram 

realizados principalmente no opistobrânquio Aplysia (FUJISAWA et al., 1999; FURUKAWA et 

al., 2001; MORISHITA et al., 2003; ITO & KUROKAWA, 2002; 2007). Contudo, considerando a 

diversidade de espécies que constituem a classe dos gastrópodes, cada vez mais se tornam 

necessários estudos que busquem compreender qual a organização e a função de nervos e 

neurônios relacionados ao tGI. Alguns destes componentes têm sido mencionados 

brevemente por diversos autores em suas descrições de um organismo ou órgão. 

 

MORFOLOGIA DO SISTEMA DIGESTÓRIO EM GASTRÓPODES 

A classe Gastropoda é o maior grupo de moluscos em termos de espécies e um dos 

poucos grupos de animais com sucesso para habitar diferentes ecossistemas: marinho, água 

doce e terrestre (BIELER, 1992). Considerando esta diversidade, uma análise das 

propriedades digestivas e da alimentação dependente do tipo da dieta não só pode elucidar 

condições morfológicas e fisiológicas específicas, mas pode muito bem contribuir para o 

conhecimento da organização filogenética que diz respeito às adaptações comportamentais 

(SALVINI-PLAWEN, 1981). Entretanto, a diversidade morfológica do SD é pouco considerada 

no estabelecimento dos critérios taxonômicos (HASZPRUNAR, 1988ab).  

A estrutura geral do SD em gastrópodes foi amplamente revisada (HYMAN, 1967; 

RUNHAM & HUNTER; 1970; RUNHAM, 1975; SALVINI-PLAWEN, 1988). Em uma visão geral, o 
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SD em gastrópodes pode ser dividido em três segmentos: anterior (realiza a recepção, 

condução e estocagem temporária do alimento), médio (responsável pela digestão e 

absorção de nutrientes) e posterior (formação e eliminação das fezes). O trato digestivo 

anterior inclui a massa bucal, faringe, glândulas salivares, esôfago, parte do qual pode estar 

dilatado para constituir o papo. Anatomicamente o intestino médio é constituído pelo 

estômago e intestino, tendo em anexo a glândula digestiva, enquanto que o intestino 

posterior é representado pelo reto e ânus. 

Microscopicamente também existem muitas diferenças sobre a organização tecidual 

da parede do SD em gastrópodes que, assim como a anatomia, foi amplamente revisada 

(CARRIKER & BILSTAD, 1946; HYMAN, 1967; PANIAGUA & NISTAL, 1983; LUCHTEL et al., 

1997; VOLTZOW, 1997; GOSLINER, 1997). Mesmo apresentando variações no formato de 

algumas porções, pode-se notar que existe um plano geral de estrutura no tGI, que segue 

um arranjo em camadas concêntricas e compostas por diferentes tecidos. Assim, a análise da 

parede do SD revela a presença de três a quatro túnicas que são: mucosa, submucosa, 

muscular e serosa. Grande parte da mucosa é formada por microvilosidades ou bordo em 

escova, provenientes de um grande epitélio colunar (COBB, 1969; PANIAGUA & NISTAL, 

1983; LUCHTEL et al., 1997; LOBO-da-CUNHA & BATISTA-PINTO, 2003 e 2005; ZAITSEVA, 

2005). A grande variedade de tipos celulares constituindo a mucosa (células secretoras, 

entero-hepatócitos, vacuoladas e absortivas), denota a versatilidade destes órgãos nos 

moluscos gastrópodes. É interessante salientar que estes mesmos tipos celulares também 

formam a mucosa do intestino (PANIAGUA & NISTAL, 1983; ZAITSEVA, 2005). A submucosa, 

por sua vez, é constituída por tecido conjuntivo frouxo e rico em espaços vasculares. A 

túnica muscular é formada por fibras orientadas circular e longitudinalmente, contudo pode 

ocorrer o acréscimo de mais camadas a este arranjo (HYMAN, 1967). Todos os órgãos do SD 

são envoltos por uma serosa, formada por tecido conjuntivo frouxo, delimitado por um 

mesotélio.  

Os aspectos anatômicos e histológicos do SD serão apresentados em conjunto, 

considerando inicialmente aspectos comuns às subclasses Prosobranchia e Opistobranchia. 

Contudo, como o escopo deste estudo baseia-se na espécie Megalobulimus abbreviatus, os 

aspectos inerentes a subclasse Pulmonata serão pontuados em separado. 

 



INTRODUÇÃO 4

PROSOBRANCHIA & OPISTOBRANCHIA  

Em espécies inferiores de Prosobranchia (Haliotis, Patella, Acmaea, Lottia, entre 

outras) a cavidade bucal apresenta um par de bolsas laterais, enquanto que apêndices 

bucais desenvolvidos, usados na captura de presas, são encontrados em opistobrânquias 

pertencentes às famílias Clionidae e Pneumodermatidae (HYMAN, 1967). Membros da 

família Pyramidellidae, caracóis ectoparasitas, possuem um aparelho bucal desenvolvido, 

sendo anteriormente considerados como pertencente aos prosobrânquios (FRETTER & 

GRAHAM, 1949). Em Prosobranchia, a cavidade bucal apresenta um epitélio colunar não 

ciliado, que contém células mucosas PAS-positivas, recobertas por uma fina cutícula, que 

repousam parcialmente sobre uma membrana basal e fibras musculares longitudinais em 

uma matriz de tecido conjuntivo. Entremeando o epitélio são observadas glândulas 

unicelulares de secreção mucosa, as glândulas bucais (FRETTER & GRAHAM, 1949; 1962). No 

opistobrânquia Elysia viridis, Fretter (1941) descreveu que o epitélio ciliado apresenta três 

tipos diferentes de células granulares e que uma camada de fibras musculares dispostas 

circularmente e transversalmente sustentam esta camada. A camada muscular apresenta 

uma cavidade hemal, que é atravessada por uma fina camada de fibras musculares 

circulares, uma espessa camada de fibras longitudinais localizadas ventralmente e fibras 

musculares dispostas transversalmente.  

A cavidade bucal é contínua com a faringe posteriormente, ocupada por uma massa 

ventral que constitui o aparato radular, que possui um par de bolsas em prosobrânquios 

inferiores (Haliotis, Patella, Acmaea, Lottia, entre outros), em Trochus e taenioglassos 

(HYMAN, 1967). Frequentemente a parede dorsal da faringe pode conter um par de dobras 

com cílios longos que continuam ao longo do tGI. Em alguns sacoglossos (Lobiger, Oxyone, 

Caliphyla e Thutidilla) a faringe apresenta um apêndice saculiforme, também chamado de 

papo (HYMAN, 1967). A faringe, em ambos os grupos, mantém a mesma organização da 

cavidade bucal, apresentando um complicado arranjo muscular que ampara e suporta a 

rádula (HYMAN, 1967). Muitos opistobrânquios (Cephalaspidae, Acochilidiacea, Sacoglossa e 

alguns Nudibranchia) apresentam um par de mandíbulas no limite entre a cavidade bucal e a 

faríngea, de constituição semelhante à cutícula e um intrincado arranjo de fibras musculares 

circulares e longitudinais (CARRIKER, 1946; FRETTER & GRAHAM, 1949, 1962; HYMAN, 1967). 

Em Marisa cornuaretis, a mandíbula consiste em duas camadas, uma cutícula lamelar 
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superior e uma coluna inferior vertical (LUTFY & DEMIAN, 1967). Porém, nos Opistobranchia 

as mandíbulas quitinosas apresentam pequenas projeções denticuladas ou poligonais 

(GOSLINER, 1997).  

Frequentemente o esôfago apresenta uma expansão denominada papo, contudo em 

Tonna é descrito a presença de um ceco, enquanto que em Haliotis e Patella são 

encontradas bolsas esofageais (GRAHAM, 1932). Ainda, o esôfago pode ser divido em três 

porções distintas: anterior (próximo a cavidade bucal), média (porção afetada pela torção) e 

posterior (ligação com o estômago) (GRAHAM, 1941; FRETTER & GRAHAM, 1962). Estes 

autores consideram que a torção no corpo dos Prosobranchia é refletida frequentemente 

pelo curso espiral das cintas longitudinais esofageais. Nos Opistobranchia Cephalaspidea 

(Philine, Scaphander e Haminoea) são descritos dois papos, um anterior e outro posterior à 

moela (FRETTER & GRAHAM, 1939), que nestes animais é considerada como uma 

especialização do esôfago. Em Prosobranchia e Opistobranchia, a mucosa esofageal é 

formada por um epitélio colunar ciliado, entremeado por células mucosas e glandulares, e 

por uma membrana basal de tecido conjuntivo e fibras musculares longitudinais, ainda está 

presente uma fina camada de fibras circulares compondo a parede do órgão (VOLTZOW, 

1997; LOBO-da-CUNHA & BATISTA-PINTO, 2005). Em Prosobranchia a submucosa da porção 

média e posterior pode ser aglandular (FRETTER & GRAHAM, 1949, 1962), enquanto que em 

Opistobranchia o epitélio é completamente glandular com muitas microvilosidaes (LOBO-da-

CUNHA & BATISTA-PINTO, 2005). Entretanto, o SD de Plakobranchus ocellatus possui células 

vacuoladas no epitélio da faringe, esôfago e reto, mas não no estômago e intestino (HIROSE, 

2005). Ultra-estruturalmente em Aplisya depilans, os microvilos apresentam a extremidade 

dilatada e as células contêm invaginações da membrana e grande quantidade de vesículas, 

que sugerem atividade de endocitose e participação na captação de nutrientes (LOBO-da-

CUNHA & BATISTA-PINTO, 2003, 2005). Ainda, a camada muscular pode estar aumentada 

constituindo uma moela, que apresenta dentes ou placas cuticularizadas no seu interior 

(HYMAN, 1967). 

O intestino anterior de prosobrânquios é provido por um ou dois pares de glândulas 

salivares, que podem ser acompanhadas por glândulas acessórias bucais e faringeais 

(GRAHAM, 1941; CARRIKER, 1943). No grupo Toxoglossa existe um sistema de injeção de 

veneno associado ao aparelho radular e às glândulas salivares (MARTOJA, 1960). Também 
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em opistobrânquios são encontrados dois pares de glândulas salivares, um bucal e outro 

faríngeo (HYMAN, 1967). Fretter e Graham (1962) descrevem uma grande diversidade no 

arranjo das glândulas salivares em prosobrânquios, que incluem os tipos acinar e tubular e 

que secretam ácidos, mucopolissacarídeos sulfatados, mucinas, glicoproteínas e enzimas. 

Algumas glândulas como em Nucella lapillus, podem conter uma bainha de tecido conjuntivo 

entremeado por algumas fibras musculares. Por outro lado, em opistobrânquios estas 

glândulas apresentam grande semelhança com as encontradas em prosobrânquios, sendo 

constituídas por células mucosas, ciliadas e glandulares com grandes massas de secreção 

(HYMAN, 1967). 

A morfologia funcional do estômago em Prosobranchia é descrita detalhadamente 

por Graham (1985). O estômago apresenta-se como uma dilatação, mais ou menos 

pronunciado do tGI, estando totalmente embebido na massa visceral, podendo ser dividido 

em região cárdica, que recebe o esôfago e ductos da glândula digestiva, e pilórica, que 

continua-se como o intestino e, quando presente, o saco do estilete (style sac). Mackintosh 

(1925), assim como Alexander e Rae (1974) afirmam que existem três tipos de saco do 

estilete em opistobrânquios: livre no interior do intestino (Nassarius obsoletus); com as 

tiflossoles quase completamente fundidas de forma que o intestino e o saco se comunicam 

por uma fenda estreita (Ilyanassa obsoleta) ou este completamente fica separado do 

intestino (Telescopium telescopium). O estômago tende a ser reduzido em prosobrânquios 

carnívoros. Prosobrânquios inferiores possuem um pró-ventrículo, pequena região do 

estômago caracterizada por apresentar uma constrição no seu começo e outra no seu 

término (FRETTER & GRAHAM, 1962). O pró-ventrículo foi primeiramente descrito em Lottia 

(FISHER, 1904) e em Patella, Cellana e espécies similares (THIEM, 1917). Pila, Haliotis, 

Tronchus e Pleurotomaria apresentam um ceco gástrico, que pode ser uma simples 

evaginação ou uma espiral (HYMAN, 1967). Em Aplysia (Opistobranchia) o estômago 

também apresenta um ceco, entretanto a moela é considerada como uma porção separada 

deste órgão (HOWELLS, 1942). Ainda, em Pteropoda, o estômago muitas vezes não é 

definitivamente separado da glândula digestiva com o qual forma um grande saco (HYMAN, 

1967). 

Em Prosobranchia, Graham (1985) descreve que o interior do estômago é protegido 

por uma cutícula e que uma tiflossole maior se estende por todo o estômago até o intestino 
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e ápice do ceco espiralado. Ainda, observa que a tiflossole menor dirige-se ao saco do 

estilete, afirmando que as correntes ciliares das tiflossoles direcionam e misturam o suco 

digestivo ao alimento. Nas regiões descobertas pela cutícula encontra-se um epitélio colunar 

intermitente ciliado com microvilosidades, principalmente em Littorina littoria e Nassarius 

obsoletus, onde a cutícula é transparente (VOLTZOW, 1997). Abaixo do epitélio se localizam 

a membrana basal, camadas musculares, circular e longitudinal, e bandas de tecido 

conjuntivo, contendo células conjuntivas vesiculares, porosas e células depósitos de cálcio, 

invaginado entre os blocos musculares (VOLTZOW, 1997). Contudo, a parede do ceco 

gástrico possui dobras longitudinais recobertas por um epitélio não-ciliado, uma membrana 

basal e camada muscular semelhantes às presentes no esôfago. No saco do estilete é 

encontrado um epitélio colunar ciliado que se torna cuboidal ciliado (ALEXANDER & RAE, 

1974). Um arranjo semelhante é descrito no estômago de opistobrânquios. Em Aplysia 

punctata e Aplysia depilans, Lobo-da-Cunha e Batista-Pinto (2003) observaram no epitélio 

gástrico células ciliadas e produtoras de muco, concordando com o descrito em Philine 

aperta, Scaphander lignarius e Actoeon tornatilis (FRETTER, 1939). Porém, em Haminea 

hydatis o epitélio apresenta maior complexidade, contando com outros tipos de células 

secretoras além das mucóides (FRETTER, 1939). Ainda, o ceco gástrico em Aplysia apresenta 

tiflossoles recobertas por um epitélio ciliado (HYMAN, 1967). 

O intestino constitui a porção menos diferenciada do tGI, não sendo externamente 

delimitado do estômago em Prosobranchia. Em prosobrânquios inferiores pode constituir-se 

por voltas (Haliotis) ou bobinas ou “coils” (Patella), enquanto que nos superiores, 

geralmente corre em um curso mais ou menos em linha reta até o ânus (HYMAN, 1967).  

Frequentemente apresenta aproximadamente o mesmo diâmetro em toda sua extensão, 

mas pode ser regionalizado em um intestino delgado proximal e um intestino grosso distal 

(LUFTY & DEMIAN, 1967). O mesmo padrão é observado em Opistobranchia, contudo estes 

animais apresentam uma ou duas tiflossoles (HOWELLS, 1942). A porção inicial do intestino 

em Prosobranchia possui tiflossoles, enquanto que as demais porções não apresentam estas 

estruturas, a mucosa é semelhante à encontrada no estômago, contudo a borda em escova 

é mais evidente e não está presente a camada muscular longitudinal (VOLTZOW, 1997). Em 

Marisa cornuarietis foram observadas células absortivas na mucosa do intestino e reto 

(LUTFY & DEMIAN, 1967). Hyman (1967), citando vários estudos em opistobrânquios, 
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descreve que a parede do intestino é muito fina e o epitélio ciliado varia de cuboidal a 

cilíndrico, sendo interposto por mucócitos e células caliciformes. Ainda observa que a 

mucosa repousa sobre uma fina camada de tecido conjuntivo, que por sua vez é recoberta 

por uma muscular circular.  

O intestino posterior é formado pelo reto e ânus, que mantém o mesmo padrão do 

intestino em gastrópodes. O reto mantém o mesmo padrão de estrutura, entretanto em 

Diodora mamillata a camada muscular apresenta uma camada muscular circular interna, 

enquanto que a externa possui fibras longitudinais e obliquas (GABE, 1951). Brough e White 

(1990) ao estudarem a ultra-estrutura do reto em Littorina saxatilis descobriram que o 

epitélio apresenta-se pregueado e tem característica secretora contendo vários corpúsculos 

de inclusão. Ainda, descrevem um grande número de espaços vasculares na mucosa. Já em 

Opistobranchia, a porção final do intestino apresenta glândulas retais e anais (HYMAN, 

1967). 

 

PULMONATA 

Existe um grande volume de informação sobre a estrutura e função do SD de 

gastrópodes pulmonados. A morfologia do tGI é conhecida em um grande número de 

táxons, como resultado da investigação taxonômica e sistemática, mas estudos 

especificamente sobre as questões da estrutura e da função digestiva são em número 

reduzido (DIMITRIADIS, 2001). 

O SD nestes animais possui muitos fatores estruturais em comum, porém variações 

significantes são observadas em decorrência da espécie, dieta e desenvolvimento. Se 

compararmos o intestino de herbívoros e carnívoros, estes possuem um intestino reduzido 

em comprimento e de menor complexidade. Ou, ainda, se observada à tendência evolutiva 

que resulta na redução e/ou supressão completa da concha, resultando em última análise 

nas lesmas, esta tem sido acompanhada por mudanças variadas e distintas na organização 

do trato digestivo (TILLIER, 1984). 

A porção anterior do SD em Pulmonata varia significativamente entre as espécies, 

contudo existe uma organização básica, que remete em muitas semelhanças aos 

opistobrâquios e prosobrânquios. Nos pulmonados, a boca geralmente leva diretamente 

para a faringe, sem a intervenção de uma cavidade bucal, que quando presente é muito 
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pequena, sendo o teto da entrada marcado por uma papila em membros terrestre (HYMAN, 

1967). A parede da cavidade bucal em gastrópodes pulmonados é recoberta por um epitélo 

cuticularizado que se continua com as estruturas do aparelho radular e faringe, 

apresentando glândulas bucais localizadas bilateralmente (LUCHTEL et al., 1997). Uma 

mandíbula quitinosa delimita a entrada da faringe em Gadinia e Amphibola (HYMAN, 1967). 

Em Lymnaea, Australorbis (= Biomphalaria) e Chilina a mandíbula é formada por duas peças, 

uma lateral e outra média (HYMAN, 1967). Imediatamente após a mandíbula encontra-se o 

bulbo bucal com o aparelho radular ou odontóforo. 

O esôfago parte do teto da faringe, geralmente do ponto onde se abrem os ductos 

das glândulas salivares, sendo um tubo delgado e apresentando estrias longitudinais no seu 

interior (MORTON, 1955a; HYMAN, 1967). O esôfago apresenta uma região de estocagem de 

alimentos, o papo que em estilomatófaros é descrito como o local de início da digestão 

(LUTCHEL et al., 1997). Em estilomatófaros em geral o esôfago é curto, mas o papo é mais 

proeminente. Por exemplo, em Achatina fulica o papo é dividido em câmaras anterior e 

posterior, por um esfíncter que controla o fluxo de alimentos (GHOSE, 1963). Bonfatti (1980) 

descreve que o esôfago em Megalobulimus possui uma porção anterior e outra posterior e 

que o papo está localizado entre estas porções. A parede esofageal é constituída por um 

epitélio cilíndrico ciliado, uma camada de tecido conjuntivo e uma dupla camada de fibras 

musculares, dispostas circular e longitudinalmente (HYMAN, 1967). Estudos ultra-estruturais 

demonstram que as células da mucosa são de três tipos: ciliadas, não ciliada com 

microvilosidades e glandulares, que se mantém por toda a extensão do tGI (CARRIKER & 

BILSTALD, 1946; BOER & KITS, 1990). Tanto as células ciliadas como as com microvilosidades 

apresentam grande quantidade de grânulos apicais, indicando grande atividade de 

endocitose (BOER & KITS, 1990). No pró-esôfago as células ciliadas são mais freqüentes, 

sendo em menor quantidade no papo, enquanto que a distribuição das células com 

microvilosidades é inversa. As células com microvilosidade no pós-esôfago contêm depósitos 

de glicogênio, lipídeos e proteínas (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988).  

Em Lymnaea stagnalis, Carriker e Bilstald (1946) demonstram que a região anterior 

do esôfago apresenta um epitélio somente ciliado, enquanto que na região posterior além 

de ciliado o epitélio é secretor, com grande quantidade de células glandulares. Já o epitélio 

do papo além das células cilíndricas ciliadas apresenta células caliciformes, mucócitos ou 

grupos de glândulas subepiteliais. Porém, em Helix lucorum o epitélio ciliado está presente 
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em todo o órgão (DIMITRIADIS, 2001) e em Theba pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 

1988) o epitélio ciliado está presente somente na porção inicial do esôfago e as células 

apresentam microvilos. Células ciliadas com microvilosidades e mucócitos estão presentes 

em todo tGI, com exceção do papo em Deroceras reticulatum (TRIEBSKORN, 1989). Já em 

Megalobulimus é descrito que a mucosa é pregueada e com vilosidades (BONFATTI, 1980). 

No entanto, em Limacoidea e Milacidae o epitélio do terço anterior do esôfago possui uma 

cutícula, enquanto que o restante é intermitente ciliado com microvilos, sendo que no papo 

são encontradas apenas células não ciliadas e mucócitos (LEAL-ZANCHET, 1998). 

O estômago em gastrópodes pulmonados é descrito como uma grande dilatação do 

intestino médio, de aspecto esférico e totalmente envolto pela massa da glândula digestiva 

(SCOTT, 1939). Uma estrutura tubular dilatado em forma de U foi descrito em Otina otis 

(MORTON, 1955b), Amphibola, Giadina (HYMAN, 1967), Phyllocaulis soleiformis (LEAL-

ZANCHET et al., 1990) e Bradybaena similaris (THOMÉ et. al., 1996). Em pulmonados, o pró-

ventrículo é descrito em Onchidella (FRETTER, 1943), Otina (MORTON, 1955b) e Theba 

pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988), entre outros. Entretanto, Kürkenthal et. al 

(1969) descreve o estômago como fusiforme e alongado em Helix pomatia, estando mais 

relacionado às glândulas salivares do que com o intestino. Em pulmonados de água doce 

(Basommatophora) o estômago é parcial ou totalmente muscularizado para formar uma 

moela (MORTON, 1955b; FRETTER, 1943), assim como em algumas espécies de 

Stylommatophora (DIMITRIADIS, 2001). O estômago possui uma papila em Strophocheilus 

miersi (PENA et al., 2004), sendo comum a presença de ceco em Otina e Giadina (MORTON, 

1955b, HYMAN, 1967) ou de tiflossoles gástricas, como descrito em Phyllocaulis soleiformis 

(LEAL-ZANCHET et al., 1990). Em Systellomatophora, a porção final do estômago, piloro, é 

descrita como parte do intestino e denominada de intestino tiflossolear (LEAL-ZANCHET et 

al., 1990), contudo em outros pulmonados constitui uma porção do estômago (SCOTT, 1939; 

CARRIKER & BILSTAD, 1946; RIGBY, 1962; LUFTY & DEMIAN, 1967). 

A estrutura da parede do estômago reflete a funcionalidade deste órgão. Os animais 

que possuem um estômago simples, apenas glandular, como Achatina fulica (GHOSE, 1963), 

Theba pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988), Deroceras reticulatum (TRIEBSKORN, 

1989) e os do gênero Helix (GUARDOBASSI & FERRERI, 1953; DIMITRIADIS et al., 1992), 

apresentam um epitélio cilíndrico intermitente ciliado e células secretoras de muco. Porém, 

os que possuem um estômago composto, uma porção glandular e uma muscular, como 
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Phyllocaulis soleiformis (LEAL-ZANCHET et al., 1990) apresentam um epitélio intermitente 

ciliado na primeira e intermitente ciliado, podendo ser não ciliado e recoberto por uma 

cutícula na segunda porção (HYMAN, 1967). Ainda, as espécies Theba pisana (ROLDAN & 

GARCIA-CORRALES, 1988) e Deroceras reticulatum (WALKER, 1969; TRIEBSKORN, 1989) 

apresentam predomínio das células epiteliais não ciliadas sobre as ciliadas. Em algumas 

espécies, como por exemplo, Lymnaea stagnalis (CARRIKER & BILSTALD, 1946), Theba pisana 

(ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988) e Phyllocaulis soleiformis (LEAL-ZANCHET et al., 1990), 

o estômago apresenta duas tiflossoles, uma maior e outra menor recobertas por um epitélio 

cilíndrico ciliado. A região pilórica do estômago constitui-se de um epitélio intermitente 

ciliado com muitas células glandulares, que pode ser uma continuação da cobertura das 

tiflossoles (CARRIKER & BILSTALD, 1946, LEAL-ZANCHET et al., 1990). 

Morton (1955a) descreve que Otina apresenta um dos mais antigos tGI entre os 

pulmonados e que a porção muscular do estômago pode atuar como uma moela. O 

estômago muscular ou moela, presente em Basommatophara, é caracterizado por uma 

grande quantidade de fibras musculares dispostas em camadas de arranjo circular, 

longitudinal e oblíqua (HYMAN, 1967). Carriker e Bilstad (1946) descrevem que este órgão 

em Lymnaea possui um par de almofadas musculares laterais alternados por fibras 

musculares verticais e longitudinais unidos por tendões. Entretanto, Ancylus e Acroloxus 

possuem quatro camadas dispostas longitudinalmente e cinco circularmente, Physa e Myxa 

apresentam quatro camadas de cada arranjo, enquanto que Planorbis apresenta oito 

camadas de cada (HYMAN, 1967). Nas espécies que apresentam um ceco gástrico, o epitélio 

nesta porção é constituído por células ciliadas estreitas entremeadas por células basofílicas, 

apresentando cintas longitudinais no seu interior (CARRIKER & BILSTAD, 1946).  

O intestino em pulmonados pode ser diferenciado em quatro regiões: pró, médio e 

pós-intestino e reto, sendo curto em animais carnívoros e longo, além de muitas vezes 

enrolado ou em espiral em herbívoros (HYMAN, 1967; LUCHTEL et al., 1997; DIMITRIADIS, 

2001). O pró-intestino e o médio-intestino são caracterizados em algumas espécies devido as 

duas tiflossoles, que podem ser de mesmo tamanho, onde uma pode ser originada a partir 

daquela existente no estômago e que terminam em uma válvula tiflossolear (SCOTT, 1939; 

HYMAN, 1967; DIMITRIADIS, 2001). Contudo, Leal-Zanchet et al. (1998) consideram que o 

intestino tiflossolear é a porção pilórica do estômago e que o intestino diferencia-se em 

regiões anterior, média e posterior em Phyllocaulis soleiformis. Em Limacoidea e Milacidae o 
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intestino apresenta quatro porções distintas: tiflossolear, anterior, média e posterior (LEAL-

ZANCHET, 1998). Enquanto que em Helix pomatia (KÜRKENTHAL et. al., 1969) não são 

observadas tiflossoles no intestino, que apresenta três porções: anterior, média e posterior. 

Em Theba pisana a porção média do intestino diferencia-se da anterior por não apresentar 

tiflossoles (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988). A principal diferença em relação ao pró-

intestino, encontrada entre as diferentes espécies de pulmonados está na ausência ou 

presença de ceco em algumas espécies (LUCHTEL et al., 1997). O ceco está presente apenas 

em Limacoidea e Milacidae (HYMAN, 1967; LEAL-ZANCHET, 1998). O pós-intestino difere do 

reto devido uma diminuição no diâmetro e por o segundo frequentemente apresentar tênias 

de tecido muscular e em alguns casos um ceco (GHOSE, 1963; HYMAN, 1967, ROLDAN & 

GARCIA-CORRALES, 1988). 

Ao revisar a constituição da parede do intestino, Hyman (1967) conclui que o epitélio 

intestinal é ciliado, interposto por mucócitos ou por ductos de glândulas mucosas 

subepiteliais, sustentadas por tecido conjuntivo e por duas camadas de músculo em arranjo 

longitudinal e circular. Contudo, três regiões histológicas distintas são observadas no 

intestino de Deroceras reticulatum (WALKER, 1969; TRIEBSKORN, 1989) e Theba pisana 

(ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988). Nestes animais o epitélio do pró-intestino é 

ricamente ciliado, contudo células não ciliadas também são encontradas, além de células 

glandulares interpostas entre os dois tipos. Estas células glandulares são de dois tipos, 

semelhante aos mucócitos do esôfago e outra denominada basofílica, devido à grande 

concentração de grânulos. Já nas porções média e posterior e no reto são observadas células 

ciliadas, não ciliadas e mucócitos granulares e vacuolizados. Abaixo do epitélio encontra-se 

uma camada de tecido conjuntivo e uma fina camada de músculo liso disposta 

circularmente. Observações descritas por Ghose (1963) no intestino de Achatina fulica 

mostram que a mucosa forma pregas, as células epiteliais são alongadas e não possuem 

cílios, a submucosa é constituída por um tecido conjuntivo areolar com algumas fibras 

musculares e a camada muscular possui arranjo longitudinal e circular. No reto destes 

animais, o epitélio é colunar ciliado, apresentando células curtas, nas regiões das pregas, e 

longas, no restante do órgão; a submucosa areolar não apresenta fibras musculares, 

enquanto que a muscular longitudinal apresenta um plano convexo em separado da 

muscular circular. 
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Franchini e Ottaviani (1992) descrevem três tipos celulares no epitélio de 

Planorbarius corneus: células colunares ciliadas e não-ciliadas, mucócitos e células 

glandulares, que são sustentadas por uma fina membrana basal. As células colunares do 

epitélio nas diferentes porções do intestino de Lymnaea apresentam microvilos, que contêm 

rosetas de glicogênio, gotículas de gordura e corpos para-cristalinos, assim como as células 

glandulares (BOER & KITS, 1990). Em Limacoidea e Milacidae (LEAL-ZANCHET, 1998) a 

primeira região do intestino possui um epitélio colunar ciliado com aparência 

pseudoestratificada, devido à posição dos núcleos das células mucosas. Na porção 

secundária e terciária são observadas tanto células ciliadas como não ciliadas associadas às 

células secretoras, mucosas e glandulares, enquanto que a quarta porção do intestino e o 

reto são revestidos por um epitélio escamoso a cuboidal não ciliado, exceto em uma região 

delimitada longitudinalmente, associado a células glandulares. As camadas subepiteliais são 

compostas por uma fina camada de tecido conjuntivo e uma dupla camada de músculo liso, 

longitudinal interna e circular externa. As regiões, anterior e média, do intestino de 

Phyllocaulis soleiformis apresentam semelhança com o descrito para Limacoidea e 

Milacidea, entretanto a porção posterior apresenta células epiteliais ciliadas e células 

glandulares subepiteliais enquanto que o reto apresenta um epitélio que varia entre 

cilíndrico a cúbico baixo ciliado com células mucosas (LEAL-ZANCHET et al., 1990). Em 

Ariolimax columbianus o epitélio do reto é colunar alto com interdigitações basolaterais, 

características comuns a um epitélio de transporte e a habilidade de manter o gradiente de 

osmolaridade através da parede da víscera (LUCHTEL et al., 1997).  

 

CONTROLE NERVOSO DO SISTEMA DIGESTÓRIO EM GASTRÓPODES 

Nos últimos 30 anos, muitos grupos de pesquisa tem examinado os circuitos que 

controlam o comportamento alimentar e o trânsito dos alimentos no tGI, buscando 

compreender as propriedades do sistema nervoso que controlam o SD de gastrópodes. 

Nestes estudos, novas informações sobre as características celulares bem como das redes 

nervosas neuronais são sistematicamente interpretadas à luz da experiência de descobertas 

anteriores sobre o controle do SD. 

A alimentação tem sido estudada em gastrópodes carnívoros e herbívoros. Muitos 

aspectos da alimentação em ambos herbívoros e carnívoros será discutido, embora a ênfase 
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seja colocada em herbívoros, particularmente Aplysia e Lymnaea. Estes dois gêneros vêm 

sendo estudados por muitos pesquisadores mais do que os outros gastrópodes e, 

consequentemente, há muitas publicações mais recentes sobre estes moluscos (MURPHY, 

2001; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002; CROPPER et al., 2004). 

Sumarizando estes estudos, o controle das funções digestórias em gastrópodes 

apresenta dois níveis de atividade: extrínseca, representado pelos gânglios centrais 

cerebrais, bucais e subesofageais e, em algumas espécies, por gânglios periféricos, o sistema 

nervoso estomatogástrico (SNEG); e intrínseca, caracterizada pela presença de um sistema 

nervoso entérico (SNE), formado pelos plexos submucoso e mioentérico. No entanto, 

considerando a diversidade inerente aos gastrópodes, esta sumarização representa uma 

temeridade, sendo necessárias observações mais aprofundadas sobre estes dois níveis de 

controle nervoso do SD nestes animais. 

 

INERVAÇÃO EXTRÍNSECA DO SISTEMA DIGESTÓRIO EM GASRÓPODES 

A organização macro e microscópica do sistema nervoso central (SNC) de 

gastrópodes foi amplamente revisada por Bullock e Horridge (1965), Hyman (1967) e Bulloch 

e Ridgway (1995). O SNC caracteriza-se por um agregado de gânglios localizados ao redor da 

porção anterior do SD, que constitui o anel periesofageal, onde são observados três pares 

constantes de gânglios cerebrais, pleurais e pedais. Ainda, unidos ao gânglio cerebral por um 

conectivo e localizados junto à parede látero-posterior da rádula estão os dois gânglios 

bucais. Em Prosobranchia, mais ou menos distantes do anel localizam-se os gânglios ímpares 

supra-intestinal, sub-intestinal e visceral ou abdominal, no entanto em Opistobranchia os 

gânglios supra e sub-intestinal são algumas vezes chamados de parietais e podem estar 

muito próximos aos gânglios pleurais. Em Pulmonata os gânglios ímpares passam a constituir 

a porção ventral do anel periesofageal, onde o gânglio supra-intestinal passa a constituir o 

gânglio parietal direito, enquanto que o subintestinal constitui o parietal esquerdo. Os 

gânglios cerebrais comunicam-se com a porção ventral do anel por meio de dois pares de 

conectivos, cérebro-pedais e cérebro-pleurais (Fig. 1). 
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Figura 1. Esquematização da organização do SNC em gastrópodes pulmonados. A. 
Representação esquemática da organização geral e da localização dos neurônios VD1 e RPD2 
em Lymnaea stagnalis.  O esquema representa um plano do SNC, onde a comissura cerebral 
(CC) foi seccionada e os gânglios cerebrais foram deslocados, sendo indicados: LCG- gânglio 
cerebral esquerdo; RCG - gânglio cerebral direito, LPG – gânglio pedal esquerdo, BG – 
gânglios bucais; RPG - gânglio pedal direito; PG – gânglios pleurais; LPaG- gânglio parietal 
esquerdo; RPaG - gânglio pedal direito; VG – gânglio visceral. Nesta vista, os neurônios 
dorsais foram indicados pelas linhas contínuas, enquanto que os ventrais foram indicados 
pelas linhas tracejadas. Neurônios da classe 1 (VD1 e RPD2) foram identificados, enquanto 
que os de classe 2 foram representados pelas células escuras e os da classe 3 pelas células 
brancas (KERKHOVEN et al., 1992).  B. Esquematização do SNC e principais nervos em Helix 
pomatia, indicando: 1– gânglio parietal esquerdo; 2- gânglio pleural esquerdo; 3- gânglio 
pleural direito; 4- gânglio parietal direito; 5- gânglio visceral (cedido por G. Kerkut, citado por 
BULLOCK & HORRIDGE, 1965). 

 

O meio interno, em gastrópodes, tem grande parte do seu controle atribuído aos 

gânglios parietal e visceral, que diretamente ou indiretamente, via gânglios periféricos ou 

plexos nervosos, regulam as atividades viscerais (CHASE, 2002). Muitos dos circuitos centrais 

que regulam o funcionamento visceral foram estudados em Helix pomatia, Lymnaea 

stagnalis e Achatina fulica, entretanto estes estudos referem-se ao controle exercido sobre 

os circuitos cárdio-respiratório, renal e reprodutivo (BAGUST et al., 1979; PIN & GOLA, 1984; 

VEHOVSZKY & ELEKES, 1985; RÓZSA, 1987; S-RÓZSA & ZHURAVLEV, 1981; S-RÓZSA, 1987; 

FURUKAWA & KOBAYASHI, 1897ab; BUCKETT et al., 1990a,b; SYED et al., 1990, 1991; 

ZHURAVLEV et al., 1997, 2002; ANTKOWIAK & CHASE, 2003). Sobre o controle nervoso do 
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tGI a grande maioria dos estudos abordam os circuitos adjacentes à fase inicial do 

comportamento alimentar (MURPHY, 2001; CHASE, 2002; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002), que 

serão considerados a seguir. 

 

INERVAÇÃO CENTRAL 

Movimentos para encontrar alimentos são frequentemente realizados por músculos 

da cabeça e dos pés, que também produzem outros alheios à alimentação. Em gastrópodes 

herbívoros, depois dos alimentos serem localizados estes são ingeridos por movimentos 

cíclicos da rádula (CHASE, 2002; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002). Em contrapartida, moluscos 

carnívoros capturam suas presas através de órgãos especializados que podem ser 

adaptações de estruturas presentes nos herbívoros (por exemplo, a faringe em 

Pleurobranchaea) ou que podem estar relacionados com tais estruturas (por exemplo, cones 

bucais em Clione) (DAVIS & MPITSOS, 1971; HERMANS & SATTERLIE, 1992). A massa bucal é 

inervada pelos gânglios bucais, que se conectam ao gânglio cerebral (ou aos gânglios 

fundidos cerebro-pleural em Pleurobranchaea) pelos conectivos cérebro-bucais (BULLOCK & 

HORRIDGE, 1965; DORSETT, 1986; BULLOCH & RIDGWAY, 1995). O gânglio cerebral inerva 

muitas estruturas relacionadas à alimentação (pé rostral, a cabeça, os tentáculos sensoriais, 

anterior e posterior [rhinophores], os lábios e a boca) e os músculos extrínsecos bucais, que 

ocasionam os movimentos da massa bucal. Estes gânglios modulam a atividade dos gânglios 

bucais e subesofageais (BULLOCK & HORRIDGE, 1965; DORSETT, 1986; BULLOCH & 

RIDGWAY, 1995). 

Os circuitos neuronais que controlam a fase apetitiva e consumatória são produzidos 

por motoneurônios dos gânglios cerebral, pedal e pleural (BABLANIAN et al., 1987), onde a 

estimulação intracelular do neurônio C-PR excita motoneurônios bucais polisinapticamente, 

mas em alguns casos monosinapticamente (NAGAHAMA et al., 1993, 1994). No entanto, em 

Helix a estimulação dos dois nervos peritentaculares direcionam os tentáculos para o 

alimento (PESCHEL et al., 1996). Neurônios de comando cerebrais (NCC) quando excitados 

ativam neurônios bucais gerando o ritmo cíclico da fase consumatória (ROSEN et al., 1991; 

SANCHEZ & KIRK, 2000). Os NCC recebem diferentes denominações: neurônios para-

cerebrais (Pleurobranchaea, GILLETTE et al., 1978), célula cerebral ventral 1 (CV1, Lymnaea, 

MCCROHAN, 1984), células cérebro-bucais (CB, Limax, DELANEY & GELPERIN, 1990) ou 
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interneurônios cérebro-bucais (ICB, Aplysia, ROSEN et al., 1991). Contudo, os NCC 

constituem uma população heterogênea, sendo ineficazes para estimular os movimentos 

sozinhos (HURWITZ et al., 1999b; KOVAC et al., 1983; McCLELLAN, 1983a; McCROHAN & 

CROLL, 1997; XIN et al., 1999), sendo necessárias diferentes combinações de ICBs ou de 

neurônios bucais para que ocorra a geração do ritmo cíclico (GILLETTE et al., 1978; 

McCLELLAN 1983a; DAVIS et al., 1984; CHIEL et al., 1988; XIN et al., 1999). Assim, o padrão 

rítmico dos movimentos apetitivos e consumatórios são gerados por interneurônios do 

gânglio bucal. 

Em Lymnaea, Planorbis e Helisoma, foram identificadas anatômica e fisiologicamente 

três classes de interneurônios geradores centrais de padrão (GCP, denominados N1, N2 e 

N3) (ROSE & BENJAMIN, 1981b; ELLIOTT & BENJAMIN, 1985a; ARSHAVSKY et al., 1988abc; 

QUINLAN et al., 1995; 1997; QUINLAN & MURPHY, 1996; BRIERLEY et al., 1997b; MURPHY, 

2001). A atividade de cada célula N está limitada a disparos de potenciais de ação em uma 

fase do padrão rítmico (recrutamento seletivo), excitando motoneurônios quimicamente e 

eletrotonicamente (ELLIOTT & BENJAMIN, 1985a; BRIERLEY et al., 1997b; VEHOVSZKY & 

ELLIOTT, 2001). Por exemplo, no GCP de Lymnaea, o N1 (protração) excita fracamente o N2 

(grosa), até que o N2 dispare plenamente inibindo N1 e termine a protração (ELLIOTT & 

BENJAMIN, 1985a; BRIERLEY et al., 1997b). Interneurônios com propriedades semelhantes 

são encontrados em Aplysia, Planorbis e Helisoma permitindo a comunicação do gânglio 

bucal para o cerebral, ocasionando movimentos cíclicos nos órgãos efetores controlados por 

ambos (ARSHAVSKY et al, 1988b;. ELLIOTT e KEMENES, 1992; HURWITZ et al., 1994, 1997). 

Em Pleurobranchaea, circuitos oscilatórios independentes estão presentes nos gânglios 

cerebro-pleural e bucal, pois cada um é capaz de responder fasicamente à estimulação 

tônica do nervo (DAVIS et al., 1973). Contudo, estudos posteriores indicaram que os disparos 

fásicos no cérebro são gerados na ausência de um oscilador em separado, confirmando a 

presença de um segundo oscilador (COHAN & MPITSOS, 1983; DAVIS et al., 1984;. LONDON 

& GILLETTE, 1984ab). Osciladores acoplados também estão presentes nos gânglios cerebrais 

de Aplysia e Lymnaea (PERRINS & WEISS, 1996). 

Muitos neurônios no circuito alimentar parecem ter múltiplas funções, assim como 

em vários outros circuitos de invertebrados. No entanto, a ênfase de moluscos em estudos 

paralelos sobre o comportamento e sobre o sistema nervoso, permitiu que os investigadores 



INTRODUÇÃO 18

compreendessem essas funções em um detalhe que não está disponível em outros sistemas. 

O neurônio B21 em Aplysia é um exemplo de célula multi-funcional, atuando como um 

mecanoreceptor que responde ao toque do alimento na rádula (MILLER et al., 1994), como 

um receptor elétrico e químico para  GCP e motoneurônios (ROSEN et al., 2000b) ou como 

proprioceptor durante a fase de retração (BOROVIKOV et al., 2000). Outros, como por 

exemplo, B31/B32 combinam funções de interneurônio e de motoneurônio, onde o soma 

atua como parte do GCP, enquanto que o axônio conduz um músculo a fase de protração 

(HURWITZ et al., 1994). 

Como em outros sistemas (MARDER & CALABRESE, 1996), um único GCP pode dar 

origem a dois padrões quantitativa e qualitativamente diferentes de atividade, permitindo 

examinar em detalhe a relação entre as propriedades celulares, o circuito e os 

comportamentos produzidos. No gânglio bucal de Aplysia, Lymnaea, Helisoma e 

Pleurobranchaea, um único GCP gera vários padrões de atividade (MURPHY, 2001), que 

podem ser correlacionados com a expressão de diferentes padrões comportamentais (CROLL 

& DAVIS, 1981, 1982; HURWITZ et al., 1996; McCLELLAN, 1982ab; MORTON & CHIEL, 

1993ab). Estudos com diferentes gastrópodes mostram que a escolha entre os 

comportamentos é determinada pelo recrutamento de diferentes combinações de NCC 

(QUINLAN & MURPHY, 1996; XIN et al., 1999). Por exemplo, o estímulo intracelular em ICB-2 

e ICB-12 provocam salvas de atividade cíclica repetitiva no ato de morder (CHURCH & LLOYD, 

1994; HURWITZ et al., 1999b), enquanto que a estimulação do ICB-1 induz a rejeição (ROSEN 

et al., 2000a). No entanto, a estimulação das células paracerebral e da célula ventral branca 

no gânglio bucal de Pleurobranchaea inicia padrões de atividade que são correlatos de 

diferentes movimentos (GILLETTE & GILLETTE, 1983; McCLELLAN, 1983ab; CROLL et al., 

1985bc). Enquanto que o neurônio B34 dispara apenas em alguns movimentos da protração 

resultando em rejeição (HURWITZ et al., 1997), a excitação do B51, típico de alguns 

movimentos da retração, resulta em movimentos semelhantes à ingestão (NARGEOT et al., 

1999b) ou do ato  de engolir (EVANS & CROPPER, 1998). 

Um mecanismo que contribui para a escolha entre os vários movimentos é a 

modulação por diferentes transmissores (KABOTYANSKI et al., 2000). O alimento inicia um 

estado de excitação mediado por conexões modulatórias lentas entre os neurônios, 

promovendo os movimentos típicos do comportamento alimentar (KUPFERMANN, 1974; 
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KUPFERMANN et al., 1991). Os neurônios gigantes serotonérgicos são os moduladores deste 

processo, constituindo células presentes em todos os gastrópodes, sendo identificados por 

várias siglas, MCC, MCG, CGC, em diferentes espécies (KUPFERMANN & WEISS, 1982), cujas 

projeções axonais são direcionadas ao gânglio e aos músculos bucais (KUPFERMANN et al., 

1991). Em Lymnaea, por exemplo, a estimulação das células cerebrais serotoninérgicas ativa 

o padrão, acelerando ou reduzindo a taxa de alimentação, dependendo do estado do 

sistema (McCROHAN & AUDESIRK, 1987; TUERSLEY & McCROHAN, 1988). Assim, a 

serotonina (5HT) modula os mecanoreceptores, os músculos da protração e retração e 

motoneurônios que inervam a rádula, ocasionando retardo na retração e diminuição na 

força dos movimentos radulares, mas não afetam a latência para morder (WEISS et al., 1978; 

McCROHAN e BENJAMIN, 1980ab; ROSEN et al., 1989; YEOMAN et al., 1994a, 1996; 

ALEXEEVA et al., 1998), enquanto que a injeção de 5-6-hidroxitriptamina reduziu a latência 

para alimentação destes animais após 12-18 dias, num momento em que os níveis de 5HT 

também foram reduzidos (KEMENES et al., 1990). Em contraste com os efeitos em 

herbívoros, a estimulação do MCG em Pleurobranchaea acelerou o ritmo de alimentação 

contínua, ocasionando uma curta latência na eferência motora deste NCC (GILLETTE & 

DAVIS, 1977). Os interneurônios bucais octopaminérgicos (OC) aceleram os ritmos e 

promovem a estabilidade de determinados padrões rítmicos ou reconfiguram o padrão 

alimentar, através de sua rede de conexões com os interneurônios e outros motoneurônios. 

Sua eferência para SO, um interneurônio modulador colinérgico, também localizado no 

gânglio bucal, permite que a estimulação dos interneurônios OCs reproduzam um ciclo 

fictício de alimentação após o fim do estímulo (ELLIOTT & VEHOVSZKY, 2000; VEHOVSZKY & 

ELLIOTT, 2001). Muitos de seus efeitos são policíclicos, ou seja, duram mais se o padrão 

alimentar se repete. 

A inibição da alimentação ocorre por estímulos mecânicos que resultam do 

preenchimento do estômago ou intestino com alimentos, que atuam inibindo o GCP e 

ativam os motoneurônios retratores da rádula (DAVIS & GILLETTE, 1978; SUSSWEIN & 

KUPFERMANN, 1975ab; SUSSWEIN et al., 1976; REINGOLD e GELPERIN, 1980; KUSLANSKY et 

al., 1987; ELLIOTT & BENJAMIN, 1989). Contudo na Aplysia, o consumo de pequenas 

quantidades de alimentos gera estímulos vindos do intestino que retardam a inibição do 



INTRODUÇÃO 20

consumo, permitindo encher o intestino com maior quantidade de alimento (SUSSWEIN et 

al., 1984b). 

As porções média e posterior do tGI em gastrópodes são inervadas por neurônios 

localizados no chamado complexo víscero-parietal (BULLOCK & HORRIDGE, 1965; DORSETT, 

1986), onde muitos dos neurônios envolvidos podem ter conexões com diferentes órgãos-

alvos, constituindo neurônios multimodais por participarem de mais de um processo 

fisiológico (ALEVIZOS et al., 1989). Em Opistobranchia os efetores viscero-motores são 

controlados pelo gânglio abdominal e pelo complexo pedal-pleural (DIERINGER et al. 1978; 

KOCH et al. 1984; XIN et al. 1996). Em Aplysia, o controle do intestino médio apresenta 

inervação por neurônios oriundos dos gânglios pedais, pleurais e do abdominal, além do 

exercido pelos gânglios cerebrais (XIN et al., 2001). A identificação de alguns neurônios 

subesofageais que se projetam do gânglio visceral e gânglio parietal direito para várias 

visceras são conhecidos em H. pomatia e H. aspersa (PARMENTIER, 1973; KERKUT et al., 

1975; RÓZSA, 1987; JANAHMADI et al., 1999), em L. stagnalis (WINLOW & BENJAMIN, 1976; 

HAYDON and WINLOW, 1981; SLADE et al., 1981) e em A. fulica (SANTOS et al., 1992). 

Dentre estes se destacam o V21 e RPA1 dos gânglios visceral e parietal direito de H. pomatia 

(ELEKES et al., 1985) e E13, E10 (viscerais) e F1 e F76 (parietal direito) de H. aspersa (KERKUT 

et al., 1975; JANAHMADI et al., 1999). Contudo, não são encontrados na literatura dados 

referentes aos neurônios centrais que inervam diretamente as porções média e posterior do 

tGI em gastrópodes. 

 

INERVAÇÃO PERIFÉRICA 

Na análise do SN de moluscos, há de ser considerado com grande ênfase o sistema 

nervoso periférico, por ser muito desenvolvido, sendo o número de neurônios maior do que 

o encontrado no SNC (PROSER, 1991; CROLL et al., 1999), em função do esqueleto 

hidrostático dos moluscos. 

O gânglio cerebral inerva a porção anterior do SD, juntamente com os gânglios 

bucais. Um número variável de nervos labiais para o lábio e extremidade anterior e da 

parede dorsal da cabeça, enquanto que o gânglio bucal e comissuras inervam a rádula, 

parede da faringe e esôfago, glândulas bucais e, quando presentes, as glândulas de veneno 

dos prosobrânquios. Os nervos labiais em pulmonados são três pares: superior, médio e 
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inferior, que se unem constituindo um plexo. Um par de nervos esofageais parte dos 

gânglios bucais e inervam a porção anterior do esôfago, enquanto que um par ganglionar e 

outro par de nervos comissurais inervam os músculos da massa bucal. Estes nervos em 

opistobrânquios participam da formação de um plexo nervoso localizado na parede do tGI. 

Em Prosobranchia e Opistobranchia, o nervo visceral surge dos gânglios intestinais 

conectando-os ao gânglio visceral, que emite nervos para a porção pós-esofágica do tGI e 

um nervo para o reto, ainda podem estar presentes dois gânglios viscerais acessórios 

(HYMAN, 1967). 

Com relação à inervação do intestino médio e posterior, a literatura reporta 

diferentes situações para a origem e distribuição dos nervos. Grande parte dos autores 

reporta que a inervação do intestino médio provém do gânglio bucal (HYMAN, 1967, 

SCHWARZ & SUSSWEIN, 1984, 1986) ou do pleural (HYMAN, 1967), todavia a descrição de 

que o gânglio visceral é o principal responsável por esta tarefa é relatado em Strophocheilus 

lorentzianus (SCOTT, 1939), Helix pomatia e H. aspersa (ELEKES et al., 1985; SCHMALZ, 1914; 

BAGUST et al., 1979; ANTKOWIAK & CHASE, 2003, respectivamente). Bullock & Horridge 

(1965) descrevem em helicídeos a existência de um nervo intestinal, um cutâneo palial e um 

anal surgindo do gânglio visceral (Fig. 1B). Assim como o descrito em Achatina fulica, o 

gânglio visceral emite quatro nervos incluindo um proeminente nervo intestinal 

(ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979), enquanto que Kruatrachue et al (1993) afirmam 

que o gânglio visceral, nesta mesma espécie, emite três nervos, dentre eles o visceral e o 

anal. No entanto em Achatina fulica, o nervo visceral é descrito como emitindo quatro 

ramos, sendo estes: ramo reno-pericardial, que também se dirige a gônada; ramo uterino; 

ramo para o saco espermatogênico e glândula digestiva; e o ramo intestinal que supre com 

vários ramos o estômago e o intestino (GHOSE, 1962). Já em Archachatina marginata dois 

nervos são emitidos a partir do gânglio visceral, o nervo visceral, que emite ramos aórtico, 

cardíaco, renal e genital, além do ramo intestinal, e o nervo retal, que surge à direita do 

nervo visceral e inerva o reto e ânus (NISBET, 1961). Roach (1968) descreveu que em Arion 

ater, o gânglio visceral emite três nervos, destacando que o nervo intestinal anastomosa-se 

a um plexo nervoso sobre a parede do estômago, enquanto que o nervo anal inerva o reto e 

ânus. 
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Sobre o nervo intestinal (SCHMALZ, 1914; ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979; 

BAGUST et al., 1979; ELEKES et al., 1985; ANTKOWIAK & CHASE, 2003), parece mais coerente 

o termo visceral comum ou próprio (SCOTT, 1939; GHOSE, 1962; HYMAN, 1967) devido ao 

grande número de vísceras inervado por ele. Em Helix aspersa o nervo origina apenas três 

troncos principais: cardíaco, responsável pela inervação do intestino, ventrículo, átrio e rim; 

ramo delgado para as estruturas do lado direito do corpo e ramo do ducto hermafrodita e 

topo da massa visceral (BAGUST et al., 1979). Em Helix pomatia (ELEKES et al., 1985) foi 

observado que o nervo intestinal ao sair de um tronco junto ao gânglio visceral emite um 

ramo para a glândula salivar, continuando como um tronco que sofre duas grandes 

bifurcações. A primeira emitindo ramos individuais para intestino, coração e parte do 

glândula digestiva, enquanto que a segunda dirige-se somente ao intestino, onde divide-se 

novamente em dois grandes ramos. Destes ramos o primeiro inerva o ovotestis e o ducto 

hermafrodita e o segundo ramifica-se para a glândula de albúmen, o fígado, o intestino, o 

rim e a parede corpórea. Sempre constante em todas as descrições foi à existência de um 

nervo anal emitindo ramos para o reto (SCOTT, 1939; BULLOCK & HORRIDGE, 1965; HYMAN, 

1967; ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979). 

Um rico plexo cobre a parede do intestino ao longo do seu comprimento, organizado 

em uma rede mais densa em alguns pontos do que em outros, constituindo o SNEG 

(BISOGNI, 1896; STEFANELLI, 1932, 1934; ÁBRAHÁM, 1940). As células nervosas encontram-

se dispersas individualmente ou em grupos, tanto nos cruzamentos de fibras nervosas como 

entre elas (BULLOCK & HORRIDGE, 1965). Contudo, durante certo período o termo SNEG foi 

aplicado aos gânglios bucais, por se acreditar que esta estrutura pertencia a este gânglio 

(LACAZE-DUTHIERS, 1898; RUSSEL, 1929). Russel (1929) observou que em Elysia viridis, 

Aeolida papillosa e Fiona marina os nervos gastro-esofágicos unem-se aos nervos gastro-

hepáticos, originados do gânglio abdominal, formando um plexo gastro-esofágico na parede 

ventral do estômago. Em Arion ater, do gânglio bucal surgem os nervos gástrico esquerdo e 

direito, que acompanham as glândulas salivares e o papo, passando e se espiralando ao 

longo deste órgão e constituindo um conjunto de gânglios e fibras nervosas sobre a parede 

do estômago (ROACH, 1968). Nesta espécie, o nervo intestinal se anastomosa com os nervos 

gástricos neste plexo, onde podem ser observados três níveis de inervação: superficial, 

intramuscular e subepitelial, onde um grande gânglio se localiza na curvatura menor do 
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estômago (ROACH, 1968). A formação de uma rede sobre a parede da moela foi observada 

em Aplysia oculifera e A. fasciata, nestas espécies a rede se origina do ramo posterior do 

nervo esofageal e se encontra sobre a parede do esôfago (SCHWARZ & SUSSWEIN, 1984, 

1986). Ainda em Aplysia, o SNEG (Fig. 2) é formado por um anel nervoso ao redor da junção 

entre o papo e a moela, constitui-se por células nervosas dispostas lado-a-lado e 

ocasionalmente formando grupos (FUJISAWA et al., 1999; FURUKAWA et al., 2001; 

MORISHITA et al., 2003; ITO & KUROKAWA, 2002; 2007). 

 

 

 

Figura 2. Esquematização do sistema nervoso do trato digestivo em Aplysia, indicando a 
distribuição de elementos nervosos na superfície externa do esôfago, papo e moela, que se 
divide em porção anterior e posterior, em vista ventral. O anel estomatogástrico está 
localizado na transição do papo com a moela, que emite fibras que se conectam a outros 
grupos de neurônios situados na superfície da parede do esôfago, papo e porções anterior e 
posterior da moela. Do gânglio bucal são emitidos os nervos esofageais que se anastomosam 
com a rede estomatogástrica. As fotomicrografias indicam os nervos e somas localizados nos 
órgãos digestivos e no anel estomatogástrico, corados com azul de metileno. Barra: 500 m 
(ITO & KUROKAWA, 2007). 
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INERVAÇÃO INTRÍNSECA DO SISTEMA DIGESTÓRIO EM GASTRÓPODES 

A existência de uma rede neural entérica controlando a funcionalidade do tGI é 

descrita em vários grupos de invertebrados (COPENHAVER; TAGHERT, 1991; HARTENSTEIN, 

1997; GARCÍA-ARRARÁS et al., 2001; BARNA et al., 2001; SHIMIZU et al., 2004; AYALI, 2004). 

A presença de plexos é descrita em várias espécies de gastrópodes (BULLOCK & HORRIDGE, 

1965). Os primeiros dados sobre este sistema foram obtidos em estudos com Limax 

(BISOGNI, 1896; STEFANELLI, 1932ab; 1934ab) e Helix pomatia (PARAVICINI, 1898; 

ÁBRAHÁM, 1940), que continua sendo a espécie mais estudada. As redes neurais, muito 

semelhantes às observadas em mamíferos, organizam-se paralelamente entre as túnicas da 

parede dos órgãos digestórios e podem ser divididas em dois plexos: submucoso e 

mioentérico (ÁBRAHÁM, 1983). 

Apesar desta diversidade de repertórios comportamentais, a rede mantém o mesmo 

padrão: neurônios esparsos, dispostos isoladamente ou formando pequenos grupamentos 

associados à enterogliócitos (BULLOCK & HORRIDGE, 1965). Estes neurônios apresentam 

pequeno diâmetro, representados na sua maioria por células unipolares, bipolares e 

multipolares (LLOYD et al., 1988; ITO & KUROKAWA, 2004). No plexo submucoso (PS) são 

observados neurônios unipolares cujas projeções formam uma rede que inerva a mucosa e 

glândulas mucosas, além de conectar-se ao plexo mioentérico (PM, ALBA et al., 1988). A 

rede mientérica contém muitos neurônios unipolares, alguns bipolares que podem estar 

isolados ou em grupos que inervam as camadas musculares circular e longitudinal do tGI 

(ROACH, 1968). Um grande aglomerado de neurônios está presente na transição entre a 

porção anterior e posterior do papo em Amphibola crenata (PILKINGTON, 1981, 1982) e 

entre o estômago e o intestino em Arion ater (ROACH, 1968). 

Além da população neuronal, o SNE apresenta um número considerável de 

receptores intra-epiteliais (neuron-like intraepithelial cells), que morfologicamente 

apresentam dois tipos distintos: aberto e fechado (ZAITSEVA, 2006). Estas células intra-

epiteliais são distribuídas irregularmente ao longo do trato, sendo abundantes em algumas 

regiões enquanto outras quase não as possuem, sendo mais frequentes no tGI de 

opistobrânquios e pulmonados. O tipo aberto caracteriza-se por expor sua região apical na 

luz do tGI, onde um longo microvilo ou cílio se projeta. No entanto, processos basais 

ramificados não são característicos de todas as células do tipo aberto. Alguns deles têm 

vários processos de espessura curta que terminam no limite do epitélio basal, perto da 
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própria célula formando um plexo subepitelial. As extremidades destes processos são 

geralmente alargadas e planas, especialmente nas proximidades da membrana basal. É 

possível que as células do tipo aberto com processo curto desempenhem um papel de 

elementos do sistema endócrino, além de sua função sensorial dentro do tGI. Muitas células 

do tipo aberto, com longos processos basais e os cílios na superfície apical são observados 

nas regiões do estômago (ZAITSEVA, 2006, ZAITSEVA et al., 2009). As células do tipo fechado, 

também foram revelados no epitélio do tGI, caracterizam-se por não serem expostas à luz 

do trato e localizarem-se principalmente na metade basal da camada epitelial. Estas células 

são cilíndricas ou arredondas ao longo do epitélio, com vários processos basais que diferem 

em comprimento e devido à forma e distribuições dos seus processos, as células do tipo 

fechado, podem servir como fibras de associação nos plexos nervosos intra e subepiteliais, 

bem como entre os seios hemal e células musculares localizados junto a estes plexos 

(ZAITSEVA, 2006, ZAITSEVA et al., 2009). 

Muitos estudos em invertebrados descrevem três tipos de células gliais periféricas: 

perineural dos tipos I e II e subneural, correspondente à célula de Schwann, associadas aos 

nervos (VERNADAKIS & ROOTS, 1995). No entanto, em relação aos enterogliócitos não foram 

encontrados dados relativos a invertebrados. 

 

CÓDIGO QUÍMICO DO CONTROLE NERVOSO DO SISTEMA DIGESTÓRIO EM GASTRÓPODES 

Muitos neurotransmissores participam do controle do comportamento alimentar. A 

maioria dos motoneurônios bucais é colinérgica (COHEN et al., 1978) e um pequeno número 

é glutamatérgico (FOX & LLOYD, 1999), podendo inervar o mesmo músculo (KEATING & 

LLOYD, 1999). Em neurônios GCP, a acetilcolina (ACh) é liberada por interneurônios da fase 

de protração, enquanto que o glutamato é liberado por interneurônios da retração 

(QUINLAN & MURPHY, 1991; ELLIOTT & KEMENES, 1992; YEOMAN et al., 1993; VEHOVSZKY 

& ELLIOTT, 1995; QUINLAN et al., 1995; BRIERLEY et al., 1997c). Por exemplo, em Aplysia, 

Limax e Pleurobranchaea alguns dos NCC, interneurônios, quimio e mecanorreceptores 

labiais são colinérgicos (MORIELLI et al., 1986; KING et al., 1987; HURWITZ et al., 1999a; 

SUSSWEIN et al., 1996). 

A 5-HT está presente na célula gigante cerebral em todas as espécies, atuando na 

modulação de neurônios sensoriais, interneurônios e motoneurônios, bem como na 
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musculatura bucal (Lymnaea: McCROHAN & BENJAMIN, 1980ab; YEOMAN et al., 1994ab, 

1996; Aplysia: KUPFERMANN, 1997; Achatina: YOSHIDA & KOBAYASHI, 1991; Helix: 

BERNOCCHI et al., 1998; Pleurobranchaea: GILLETTE & DAVIS, 1977; MOROZ et al., 1997; 

SUDLOW et al., 1998). Dopamina e octopamina estão presentes nas células do gânglio bucal 

e também modulam o padrão cíclico (ELEKES et al., 1991; HERNÁDI et al., 1993; 

KABOTYANSKI et al., 1998; QUINLAN et al., 1997; TEYKE et al., 1993). Além disso, muitos 

neurônios periféricos no intestino de Helix e Aplysia podem ser dopaminérgicos (HERNÁDI et 

al., 1998; SUSSWEIN et al., 1993). Em Lymnaea, antagonistas da octopamina (mas não 

antagonistas da dopamina) geram comportamento alimentar fictício, efeito explicado pela 

presença de três neurônios octopaminérgicos no gânglio bucal (VEHOVSZKY et al., 1998). 

Neurônios semelhantes estão presentes em Helix (HIRIPI et al., 1998) e Helisoma (QUINLAN 

& MURPHY, 1996). 

Os transmissores peptídicos identificados no sistema alimentar incluem o Small 

cardioactive peptide (SCP), FMRFamida, APGWamida, bucalina e miomodulina 

(pQIPMLRLamida), estando presentes em neurônios sensoriais, motores e interneurônios. 

ICB-12 em Aplysia contém miomodulina (HURWITZ et al., 1999ab) e os interneurônios bucais 

SO e N1L em Lymnaea (YEOMAN et al., 1993; SANTAMA et al., 1994; VEHOVSZKY & ELLIOTT, 

1995), enquanto que os mecanorreceptores da rádula utilizam SCP e glutamato (KLEIN et al., 

2000). O neuropeptídeo nativo de invertebrados fenilalanina-metionina-arginina-fenilalanina 

(FMRFamida) inibe a alimentação em Helisoma e Lymnaea (MURPHY et al., 1985; 

KYRIAKIDES e McCROHAN, 1989), em resultado da ação de um neurônio do gânglio pleural 

que se projeta para o gânglio bucal (Helisoma: MURPHY, 1990; Lymnaea: ALANIA et al., 

2002). Esta ligação é conservada em muitas espécies, incluindo Lymnaea e Helix, e até 

mesmo no predador carnívoro Clione (ALANIA, 1995; ALANIA et al, 1999). 

Neurônios que contêm óxido nítrico sintase (NOS) são específicos do SNC de 

Pleurobranchaea (MOROZ e GILLETTE, 1996) e Clione (MOROZ et al., 2000), enquanto que 

nos gastrópodes herbívoros muitos neurônios periféricos contêm NOS e atuam na regulação 

da alimentação. O óxido nítrico (NO) desempenha um papel proeminente no sistema 

alimentar de gastrópodes. Sensores químicos labiais liberam NO, além de ACh, cujo aumento 

dos seus níveis no gânglio cerebral pode induzir ciclos repetitivos do programa alimentar 

(MOROZ et al., 1993; ELPHICK et al., 1995; MOROZ, 2000). O neurônio motor intestinal B2 
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em Lymnaea produz excitação de outros motoneurônios liberando ACh e NO (PARK et al., 

1998; PERRY et al., 1998). As células gigantes serotoninérgicas nos gânglios cerebrais 

também expressam o gene da enzima NOS (KORNEEV et al., 1998, 1999), além de  serem 

moduladas pela liberação de histamina e NO por um neurônio aferente primário bucal (KOH 

& JACKLET, 1999). No lobo procerebral são observados interneurônios que respondem aos 

odores dos alimentos com oscilações provocadas pelo NO e CO (GELPERIN et al., 2000). Tem 

sido sugerido que as diferenças na distribuição da NOS podem estar relacionadas à ecologia 

alimentar, pois os carnívoros comem grandes refeições, enquanto que os herbívoros pastam 

durante muitas horas por dia (MOROZ et al., 2000). Outros transmissores, incluindo o ácido 

-aminobutírico (GABA), que é encontrado nos neurônios do gânglio bucal e cerebral em 

Lymnaea (HATAKEYAMA e ITO, 2000), Helix (HERNÁDI, 1994), Helisoma (RICHMOND et al., 

1991, 1994) e Aplysia (DIAZ-RIOS et al., 1999), também desempenham um papel na ativação 

do padrão alimentar, provavelmente através de ações do interneurônios GABAérgicos 

cérebro-bucais e buco-cerebral. A injeção de GABA na hemocele de Clione evoca também os 

movimentos alimentares (ARSHAVSKY et al., 1993). 

O código químico do SNE em gastrópodes mostra-se extremamente variada 

(HERNÁDI et al., 1998; OKAMOTO et al., 2007). Um estudo comparativo sobre o plexo 

entérico de um caracol (Helix pomatia), de dois insetos e de um peixe revelou a presença de 

catecolaminas na camada muscular do trato alimentar destes quatro modelos experimentais 

utilizados, de onde se propõe, portanto, a existência universal de controle aminérgico sobre 

a motilidade intestinal (HALASY et al., 1988). 

A ACh tem funções excitatórias no SNE, sendo amplamente distribuída em ambos 

plexos (PERRY et al., 1998), enquanto que a 5HT e o FMRF-amida apresentam atividade 

inibitória (GIARDINO et al 1996; HERNÁDI et al., 1998). A distribuição destes transmissores 

inclui somas neuronais, contudo prevalece uma ampla rede constituída de fibras e 

varicosidades. Por exemplo, em Helix foi observada uma rica inervação de elementos 5HT e 

FMRF-aminérgicas, contudo a inervação dopaminérgica mostrou-se pouco presente. Somas 

FMRF-aminérgicos foram encontrados na mucosa e no plexo submucoso, já os somas 5HT-

érgicos restringiram-se a poucos neurônios bipolares e algumas células intra-epiteliais, 

enquanto que os dopaminérgicos localizavam-se somente na submucosa (HERNÁDI et al., 

1998). No tGI de Helix, uma reação de diaforase delinou a presença de corpos de células 
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dispostas em pequenos gânglios, interligados por feixes de fibras (HALASY et al., 1988), no 

entanto as estruturas FMRFaminérgicas e os corpos celulares dopaminérgicos não 

mostraram organização ganglionar em qualquer parte do trato digestivo (HERNÁDI et al., 

1998). Ainda, estudos bioquímicos indicam que este neuropeptídeo está envolvido na 

biosíntese do NO (RÖSZER et al., 2006). 

Fibras e varicosidades imunorreativas a alguns peptídeos, como o SCP e miomodulina 

foram encontrados na porção média e anterior do tGI, respectivamente (LLOYD et al., 1988; 

PERRY et al., 1998). Mais recentemente, foi descrito um peptídeo de ação inibitória sobre a 

musculatura do trato intestinal em Aplysia, o qual foi denominado de enterina (FURUKAWA 

et al., 2001). Somas neuronais e processos enterina-positivos foram encontrados no 

intestino, onde sua atividade inibiu as contrações intestinais. Porém, densos processos 

enterina-positivos foram observados no anel estomatogástrico, não sendo detectados somas 

(FUJISAWA et al., 1999, 2001). A presença de células e fibras imunorreativas a  e -

endorfinas,  e -MSH, met-encefalina, somatostaina, insulina, glucagon e polipeptídio 

pancreático (PP) foram detectadas em diferentes porções do tGI de Helix aspersa 

(MARCHAND & COLARD, 1991), assim como na inervação intestinal de Achatina fulica foram 

identificadas: secretina, substância P, encefalinas e PP (VAN NOORDEN et al., 1980). 

Enquanto que em Helix pomatia demonstrou uma desenvolvida inervação leucocinina-

positiva no intestino, formada por grossos feixes de axônios (ELEKES et al., 1994). 

Outra característica química descrita para o sistema nervoso entérico dos 

vertebrados em geral é a presença de neurônios contendo a NOS (WARD et al., 1992; 

BALASKAS et al., 1995; OLSSON & GIBBINS, 1999). O NO atua como um relaxante da 

musculatura lisa, diminuindo os movimentos peristálticos (KARILA & HOLMGREN, 1995), 

constituindo uma molécula sinalizadora evolutivamente conservada, presente no sistema 

nervoso dos invertebrados (SADAMOTO et al., 1998; ELPHICK & MELARANGE, 2001), sendo 

amplamente investigada a sua formação e participação no controle da rede nervosa entérica 

(RÖSZER et al., 2005; SERFÖZÖ et al., 2008). Em alguns moluscos estilomatóforos 

investigados foi detectada a NADPH-diaforase em redes de neurônios submucosos e 

mioentéricos e em nervos extrínsecos nos segmentos do intestino médio de membros das 

famílias Helicacea, Succineacea e Vertiliginacea. Estas redes estrínsecas inervam a 

musculatura do intestino e as células nervosas submucosas ou mientéricas (RÖSZER et al., 

2004). 



 

2. JUSTIFICATIVA & OBJETIVO 

Megalobulimus abbreviatus (MNRJ 13283), previamente citado incorretamente em 

trabalhos anteriores como Megalobulimus oblongus ou Strophocheilus oblongus, é um 

molusco gastrópode pertencente à ordem Stylommatophora da subclasse Pulmonata. Os 

estilomatóforos caracterizam-se por serem terrestres, possuindo dois pares de tentáculos 

cefálicos com os olhos localizados na extremidade distal do par posterior. Esta espécie 

distribui-se no sul do Brasil, Argentina e Paraguai, vive geralmente em ambientes úmidos 

podendo ficar enterrados se a umidade relativa do ar for muito baixa (SAWAYA & PETERSEN, 

1962; DE JORGE et al., 1965). Embora ainda não existam estudos precisos sobre o ciclo de 

vida desta espécie, dados de observações em campo indicam que a idade reprodutiva adulta 

inicia entre dois anos e meio (DEISLER & STANGE, 1982) e cinco anos (JAEGER, 1965), e que o 

tamanho corporal adulto máximo (7-8 cm de comprimento da concha) pode ser 

caracterizado pelo peristômio (bordo) refletido da concha (THOMÉ, 1994). M. abbreviatus é 

um caracol "iteroparous", apresentando ciclo reprodutivo anual caracterizado por 

acasalamento e oviposição durante a primavera e o início do verão e pela preparação do 

sistema reprodutor para uma nova fase reprodutiva, que se inicia em janeiro e se estende 

até o final do inverno. A ovogênese e espermatogênese são contínuas ao longo do ano, com 

os espermatozóides produzidos durante quase todo ano, com possível interrupção no 

inverno, enquanto grandes quantidades de oócitos maduros ocorrem apenas na primavera 

(HORN et al., 2005). Dados sobre a variação sazonal do metabolismo intermediário desta 

espécie estão de acordo com o ciclo reprodutivo anual (DA SILVA & ZANCAN, 1994). 

M. abbreviatus constitui um modelo biológico amplamente utilizado em diferentes 

abordagens experimentais. O SNC de M. abbreviatus tem sido caracterizado através de 

estudos morfológicos (DONELLI et al., 1998; FACCIONI-HEUSER et al., 1999, 2004; NÓBLEGA 

et al., 2003, 2006) neuroquímicos e fisiológicos (ZANCAN et al., 1994 e 1997; SANTOS et al., 

2002; DE FRAGA et al., 2004, 2010; ACHAVAL et al., 2005; DOS SANTOS et al., 2005; 

SWAROWSKY et al., 2005; GASPAR et al., 2007, RIGON et al., 2009, 2010). Considerando os 

circuitos neuro-viscerais, os enfoques foram: o circuito respiratório (OLIVEIRA, 2006), a 

regulação central e periférica da atividade cardíaca (ANTUNES, 2009) e o controle 

reprodutivo (ZANCAN & ACHAVAL, 1995; HORN et al., 2005; MORAES et al., 2010). 
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O SNC de M. abbreviatus é formado por onze gânglios, nove dos quais constituem o 

anel ganglionar principal (gânglios cerebrais, pedais, pleurais, parietais e visceral) que 

circunda o esôfago (Fig.  3). À exceção do gânglio visceral, os demais gânglios são pareados. 

Os dois gânglios bucais, localizados distalmente aos demais, conectam-se ao anel 

periesofageano através dos conetivos cérebro-bucais. Ao redor da artéria cefálica, estão 

organizados os gânglios que constituem o complexo ganglionar subesofageal. Esses gânglios 

são unidos entre si por conetivos neurais extremamente curtos e aos gânglios cerebrais, 

dorsais ao esôfago, pelos conetivos cérebro-pedal e cérebro-pleural. Conectando o par de 

gânglios pedais estão duas comissuras igualmente curtas: uma de maior diâmetro, central, e 

uma menor, ântero-ventral (ZANCAN et al., 1994; ZANCAN et al., 1997).  

Tanto o SNC como algumas regiões do sistema nervoso periférico de M. abbreviatus 

possuem neurônios serotoninérgicos (ZANCAN et al., 1997; FACCIONI-HEUSER et al., 2004; 

SWAROWSKI et al., 2005), catecolaminérgicos (ZANCAN et al., 1997), colinérgicos (ZANCAN 

et al., 1994), nitrérgicos (RIGON et al., 2009 e 2010) e peptidérgicos imunorreativos a 

peptídeos relacionados à substância P (RIGON et al., 1998) e à FMRF-amida (MORIGUCHI-

JECKEL, 2001). 

Considerando que M. abbreviatus representa um modelo experimental ainda 

utilizado no sul do país em estudos neurobiológicos e a inexistência de informações sobre o 

controle nervoso central do intestino médio e posterior e, considerando, ainda, as 

divergentes descrições nos moluscos gastrópodes sobre a morfologia e o código químico 

envolvidos neste processo, tornou-se relevante a execução do presente estudo. Neste 

sentido, a presente pesquisa teve como objetivo geral identificar e descrever as vias 

nervosas centrais que controlam a atividade digestória da região do intestino médio 

(estômago e intestino) e posterior (reto). Foi analisada a estrutura da parede destes órgãos, 

buscando determinar a existência de neurônios periféricos que possam estar constituindo 

plexos viscerais, associado à análise da natureza química de alguns possíveis mediadores 

envolvidos nestes plexos no caracol pulmonado M. abbreviatus. 

Buscando facilitar a leitura deste manuscrito, foi optada pela apresentação de cada 

objetivo específico conjuntamente com a descrição das abordagens experimentais 

realizadas para que estes fossem atingidos. A descrição completa dos resultados obtidos 

encontra-se no corpo de cada artigo. 
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Figura 3. Organização do sistema nervoso central do caracol Megalobulimus abbreviatus: A. 
Representação esquemática dos gânglios que constituem o sistema nervoso central. AC, 
artéria cefálica; BB; bulbo bucal; CD, corpo dorsal; EA, esôfago anterior; PA, gânglios 
parietais; PE, gânglios pedais; PL, gânglios pleurais; V, gânglio visceral. Os gânglios bucais (B), 
cerebrais (C) e o complexo ganglionar subesofageal (S) estão unidos entre si pelos conetivos 
neurais cérebro-bucal (1), cérebro-pedal (2) e cérebro-pleural (3). B. Esboço de um caracol 
pulmonado, em vista lateral, com o pé estendido, para a visualização das posições relativas 
dos gânglios bucais (B), cerebrais (C) e do complexo ganglionar subesofageal (S). Orientação 
da figura: D: dorsal; V: ventral; P: posterior; A: anterior (ZANCAN, 1996). 
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3. METODOLOGIA & RESULTADOS 

COLETA E MANUTENÇÃO DOS ANIMAIS 

Foram utilizados caracóis adultos M. abbreviatus BECQUAERT 1948, coletados nos 

municípios de Charqueadas (29o57’17’’S - 51o37’31’’W) e Minas do Leão (30o07’36’’S - 

52o02’51’’W), Rio Grande do Sul (Fig. 4). Os caracóis pesaram 57,48 ± 0,85 g e suas conchas 

mediram 71,62 ± 0,32 mm de comprimento e 38,20 ± 0,12 mm de largura (média ± erro 

padrão). Os animais foram mantidos em terrários telados no Laboratório de Neurobiologia 

Comparada (Departamento de Fisiologia, UFRGS), alimentados diariamente com alface e 

água ad libitum sob condições controladas de temperatura (22 - 26oC) e fotoperíodo (12 h 

claro/12 h escuro; fotofase: 7 h – 19 h). A terra dos terrários foi revolvida frequentemente e 

regada diariamente com água para que a umidade para os animais fosse mantida elevada. 

Um umidificador foi colocado na sala onde os animais foram mantidos, visando à 

manutenção da umidade. Após a coleta no campo, os animais sofreram um período de 

aclimatação de no mínimo 20 dias sob as condições acima citadas antes de serem utilizados 

para os experimentos. Antes de cada experimento, os animais foram lavados, pesados, 

medidos e anestesiados por imersão em solução saturada de mentol dissolvida em solução 

fisiológica para a espécie M. abbreviatus (29,5 mM NaCl, 2,4 mM KCl, 6 mM CaCl2) por 30 a 

40 minutos (JAEGER, 1961, ZANCAN et al., 1994; 1997). Todos os animais foram tratados 

conforme as normativas do Colégia Brasileiro de Experimentação Animal (COBEA). 

 

 
Figura 4. Identificação geográfica dos municípios de Charqueadas (29o57’17’’S - 51o37’31’’W) 
e Minas do Leão (30o07’36’’S - 52o02’51’’W), Rio Grande do Sul, onde localiza-se o caracol M. 
abbreviatus. Fonte: Google Hearth. 
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ARTIGO I: GENERAL MORPHOLOGY AND INNERVATION OF THE MIDGUT AND HINDGUT OF Megalobulimus 

abbreviatus (GASTROPODA, PULMONATA) 

 

OBJETIVO ESPECÍFICO 

Nesta etapa buscou-se elucidar a origem dos neurônios centrais envolvidos na 

inervação do intestino médio e posterior do tGI de M. abbreviatus, buscando determinar 

quais neurônios centrais e que nervos são responsáveis pelo controle destes segmentos 

(inervação extrínseca). Descreveu-se, ainda, a constituição da parede das vísceras que 

compõem estes segmentos, bem como a caracterização da porção periférica do sistema 

nervoso responsável pelo controle intrínseco do intestino médio e posterior. 

 

METODOLOGIA 

ESTUDO MORFOLÓGICO: Esta etapa constitui-se de diferentes procedimentos que 

permitiram: (1) descrever macroscopicamente os nervos responsáveis pela inervação dos 

intestinos médio e posterior; (2) identificar a constituição da parede do tGI por meio de 

técnicas histológicas e histoquímicas; (3) descrever a morfologia das redes nervosas 

intramurais por meio de impregnação argentafínica e coloração de azul de metileno. A 

terminologia anatômica utilizada foi baseada nos trabalhos de Hyman (1967), Grassé (1968), 

Carriker (1946) e Tillier (1989). 

Para os procedimentos de descrição anatômica, 20 animais foram anestesiados e 

após a retirada da concha, o animal foi dissecado por meio de uma incisão dorsal, sendo 

rebatidos o manto, o pulmão, o rim, o coração e o diafragma, preservando toda a massa 

visceral restante, principalmente as porções do intestino médio (estômago, intestino e 

glândula digestiva), bem como o reto e ânus. Foram realizadas dissecações em diferentes 

níveis, sempre mantendo-se intacto o complexo ganglionar subesofageal e os nervos do 

gânglio visceral. Com auxílio de um microscópio cirúrgico (DF Vasconcellos) os nervos foram 

identificados e separados do tecido conjuntivo e vasos. As preparações foram fixadas em 

formaldeído 10% e posteriormente fotografadas para fotodocumentação (câmera digital 

Sony Cybershot DSC-N2). 

Na descrição histológica da parede do tGI foram utilizados 12 caracóis que tiveram 

sua concha retirada, sendo o manto e o diafragma rebatidos. Isolou-se o estômago, intestino 

e reto que foram retirados e lavados em solução fisiológica para esta espécie (JAEGER, 
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1961). O material foi fixado em solução de Bouin, sendo posteriormente desidratado em 

soluções de álcoois de concentrações crescentes e clorofórmio. Seguiu-se a impregnação em 

três banhos de parafina, sendo realizados cortes transversais e horizontais (10 μm de 

espessura) em micrótomo (Leica RM 2125). Os cortes foram montados em lâminas 

gelatinizadas, secados e desparafinados para posterior coloração. Para cada série de 10 

cortes sequenciais foram realizadas as colorações de hematoxilina-eosina e hematoxilina-

férrica de Heindenhain, para a identificação da estrutura da parede, e ácido periódico de 

Schiff (PEARSE, 1972), buscando a presença de células contendo carboidratos na mucosa. 

Logo após, as lâminas foram desidratadas, diafanizadas e cobertas com bálsamo do Canadá e 

lamínulas. Outros 4 animais foram dissecados e coletados o intestino médio e posterior, que 

após fixação em solução de formol-cálcio de Baker, foram lavados e crioprotegidos em 

solução de sacarose 15% e 30%, diluída em tampão fosfato 0,1 M, pH 7,4 e congelados em 

meio especial (Tissue-tek, Leika). O material foi seccionado em criostato (Micron HM 505E, 

10 μm) e os cortes seriados foram aderidos em lâminas gelatinizadas. Os cortes foram, 

então, submetidos à técnica histoquímica de Sudan Black (PEARSE, 1972) visando detectar 

células com depósito de lipídios na mucosa do tGI. Os resultados obtidos foram observados 

em microscopio óptico (Nikon Optiphot-2) e fotodocumentados (câmera digital Sony 

Cybershot DSC-N2). 

A técnica de Impregnação Argentafínica de Bielschowsky-Gros (modificada por 

GARVEN & GAIRNS, 1952) foi empregada para identificação dos plexos nervosos entéricos 

em cortes da parede do estômago e preparados de membrana do intestino e reto de 12 

caracóis. Após a retirada os órgãos foram fixados em uma solução de formaldeído 12% por 

15 dias, a partir de solução estoque de formaldeído 20% tamponado com carbonato de 

magnésio. Após este período o material foi lavado em água destilada acrescida de 0,0005% 

de NaCl (Solução 1). Logo após, o estômago foi congelado em meio especial (Tissue-tek, 

Leika) e seccionado longitudinal e horizontalmente em criostato a 50 m (Micron HM 505E). 

Os cortes foram individualmente lavados várias vezes em grandes volumes de água 

destilada, utilizando-se um bastão de vidro. Na etapa seguinte, cada corte foi imerso em 15 

ml de solução de nitrato de prata 25% (Merck) em água destilada por 10 min a 2 h, protegido 

da luz e o bastão de vidro foi lavado a cada corte. A seguir, os cortes foram lavados em uma 

mistura da solução 1 acrescida de 20% de formaldeído tamponado. Após a lavagem, cada 

corte foi levado do banho de prata na ponta de um bastão de vidro ao primeiro banho, 
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sendo rapidamente removido. A etapa de impregnação consistiu na preparação de uma 

solução de prata amoniacal (nitrato de prata 25% acrescida de amônia 25%, Merck). A 

reação foi observada em microscópio (Nikon Optiphot-2) e bloqueada com a remoção do 

tecido e a rápida transferência para o banho de amônia. Após a impregnação, os cortes 

foram submetidos a um banho de amônia e novamente lavados em água destilada repetidas 

vezes. Concluída a impregnação, procedeu-se a tonalização com uma solução de tiocinato de 

amônia 3% e tiosulfato de sódio 3%, na qual era acrescido cloreto de ouro 1% e uma última 

lavagem com ácido acético 0,1% em água destilada.  

O intestino e o reto, depois de fixados, foram abertos seguindo o eixo longitudinal, 

sendo confeccionados preparados de membrana das túnicas submucosa e muscular. Os 

preparados consistiam na retirada cuidadosa da túnica mucosa, seguida da submucosa e 

serosa, enquanto que a túnica muscular foi mantida intacta. A túnica submucosa e a 

muscular foram distendidas sobre lâminas. Logo após as lâminas contendo cortes ou os 

preparados de membrana foram desidratadas, diafanizadas e cobertas com bálsamo do 

Canadá e lamínulas. Os resultados obtidos foram observados em microscopio óptico (Nikon 

Optiphot-2) e fotodocumentados (câmera digital Sony Cybershot DSC-N2). 

 

HODOLOGIA: Somas neuronais e suas projeções foram identificadas através dos 

métodos de traçamento de vias neurais com cloreto de cobalto (CoCl2) acrescido de 

albumina 1%, biocitina, Horseradish peroxidase e Lucifer Yellow. Foram realizadas marcações 

no sentido anterógrado, do sistema nervoso em direção as terminações periféricas no 

estômago, a partir do coto proximal do ramo gastrointestinal (rG), e no sentido retrógrado, 

do coto distal do rG e do nervo reto-anal (nR). Todas as preparações foram montadas em 

uma placa, dividida em dois compartimentos. No primeiro foi colocado o sistema nervoso 

(para marcação retrógrada) ou o estômago (para marcação anterógrada) submerso em 

solução fisiológica para espécie. No segundo, o coto distal do rG ou o nR ou o estômago 

imerso no traçador neural. A separação entre os compartimentos foi reforçada com barreira 

de vaselina sólida, para evitar a migração do marcador externamente ao nervo. Para 

controle desta possibilidade, gânglio de outro animal foi colocado junto na solução 

fisiológica do primeiro compartimento. Caso fosse constatado eventual vazamento do 

traçador, pela marcação no gânglio controle, a amostra era descartada. Os resultados 
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obtidos foram observados em microscopio óptico (Nikon Optiphot-2) e fotodocumentados 

(câmera digital Sony Cybershot DSC-N2). 

O traçamento neural com cloreto de cobalto (CoCl2) consiste no traçamento eficaz 

para a marcação de somas, axônios e dendritos ou ramificações axonais em invertebrados 

(DAVIES, 1982). Envolve o transporte dos íons cobalto no tecido nervoso, a precipitação do 

cobalto em sulfeto de cobalto e a intensificação do precipitado de cobalto com prata para 

torná-lo mais visível. Para facilitação do transporte intra-axonal do cobalto, o traçamento 

retrógrado com CoCl2 (Sigma) 0,1M foi acrescido de albumina sérica bovina 0,1% (Sigma). 

Foram usados 14 animais para marcação do rG e 6 animais para marcação do nR. A 

preparação foi mantida em câmara úmida a 4°C por 5 (rG) ou 3 dias (nR). Após esse período 

de incubação, as preparações foram lavadas e reveladas com solução de sulfeto de amônio 

0,3% (Merck), formando um precipitado de sulfeto de cobalto. Na sequência o material foi 

lavado e fixado por imersão em solução de Carnoy durante 1h e crioprotegido em solução de 

sacarose 30% diluído em tampão fosfato 0,1 M, pH 7,4 (TF). Os tecidos embebidos em meio 

especial para congelamento (Tissue-tek, Leika) foram seccionados em criostato (Micron HM 

505E, 50μm) e coletados em lâminas gelatinizadas. Os cortes passaram por intensificação do 

precipitado de sulfeto de cobalto com nitrato de prata (Merck) conforme o método de 

Davies (1982), seguido de diferenciação em solução de tiossulfato de sódio 2%. Após 

lavagem, seguiu-se a desidratação em série de álcoois de concentração crescente, 

diafanização em salicilato de metila e montagem das lâminas com bálsamo e lamínulas. 

No traçamento neural com Biocitina foram utilizados 8 animais para a marcação 

retrógrada do RG e 6 animais para o nR. A biocitina (composto conjugado biotina-lisina; 

Sigma) foi diluida a 4%, em tampão Tris-HCl 0,05M, pH 7,4. A preparação foi incubada por 72 

h (rG) ou 48 h (nR) a 4°C. Após esse período, o material foi retirado da câmara e fixado em 

paraformaldeído 4% diluído em TF, durante 4 h a temperatura ambiente. Posteriormente 

foram crioprotegidos em solução de sacarose 15%, seguida de 30%, ambas diluídas em TF a 

4oC, embebidos em meio especial para congelamento (Tissue-tek, Leika) e seccionados em 

criostato (Micron HM 505E, 50 m). Os cortes (free-floating) foram incubados com o 

complexo de coloração ABC (complexo avidina-biotina-peroxidase, Vector), durante 2h. 

Depois de lavados em PBS, seguiu-se a revelação da reação em solução de diaminobenzidina 

(DAB; Sigma), contendo 1ml de DAB 0,5% diluído em PBS, 0,25 ml de cloreto de cobalto, 8,4 

ml de PBS e 0,25 ml de sulfeto de níquel amônio, ambos diluídos em água destilada a 1%, 
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durante 10 minutos. Esta solução foi acrescida de peróxido de hidrogênio (H2O2) a uma 

concentração final de 0,01%, e incubado por mais 10 min. Após a incubação os cortes foram 

lavados com PBS e coletados em lâminas gelatinizadas. Seguiu-se desidratação em série 

alcoólica de concentração crescente, diafanização em xilol e montagem das lâminas com 

bálsamo e lamínulas. 

Para o traçamento neural com Horseradish Peroxidase (HRP-Type VI, Sigma) foram 

utilizados 8 animais para a marcação retrógrada do RG e 4 animais para o nR. A HRP foi 

diluída a 4%, em KCl 0,1 M, onde o procedimento de marcação em placa seguiu o 

anteriormente descrito. A preparação de ambos os nervos foi incubada por 48 h a 4°C. Após 

esse período, o material foi retirado da câmara e fixado em paraformaldeído 1% e 

glutaraldeído 1% diluídos em TF, durante 1,5 h a temperatura ambiente. Posteriormente 

foram crioprotegidos em solução de sacarose 15%, seguida de 30%, diluídas em TF a 4oC e 

seccionados em criostato (Micron HM 505E, 50 m). Os cortes seriados aderidos em lâminas 

bi-gelatinizadas foram pré-tratadas com CoCl2 0.1% diluído tampão Tris-Maleato 0,1 M, pH 

7,6 (TM) por 30 min, lavados em TM e revelados em DAB 0,05% diluído em TM durante 45 

min, sendo acrescida de 0,2% de H2O2 por mais 10 min. Após a lavagem, seguiu-se a 

desidratação em série alcoólica, diafanização em xilol e montagem das lâminas com bálsamo 

e lamínulas. 

A marcação anterógrada com Lucifer Yellow (LY) foi realizada em preparações semi-

intactas do rG (6 animais) ou a partir do estômago (4 animais). A preparação do rG consistiu 

na secção proximal do nervo e da porção distal mantida intacta na parede do estômago, 

enquanto a preparação no estômago consistiu na malha nervosa localizada dorsalmente 

fixada à parede do estômago. O coto proximal seccionado do rG foi exposto à água 

bidestilada por 5 min, para remover o potássio impedindo precipitação do LY e tornando o 

tecido mais excitável. Aplicou-se uma solução de LY a 20% diluído em água bidestilada. O 

experimento foi montado em placa com dois compartimentos, conforme descrito 

anteriormente, porém foi colocado um eletrodo de metal em cada compartimento, no da 

solução do LY com o coto do rG e no outro com o estômago. Posteriormente, foi transmitida 

uma corrente de 3 V, durante 30 min (OLAND, 1990). Após, retirou-se o sistema de corrente 

e seguiu-se incubação em uma câmara úmida por 72 horas a 4oC. Decorrido tempo de 

incubação, o estômago foi embebido em meio para congelamento (Tissue-tek, Leika), 

seccionado em criostato (Micron HM 505E, 50 m), os cortes foram coletados em lâmina bi-
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gelatinizadas e montados com um meio contendo 80% de glicerol e 20% de carbonato de 

sódio 20 mM e lamínulas. A fluorescência foi observada em microscópio de fluorescência 

(Olympus FV 1000), com filtro de excitação 380-425nm e de barreira 450nm. 

Os neurônios marcados foram classificados de acordo com seu diâmetro em 

pequenos (10 - 40m), médios (41 – 80m), grandes (81 - 120m) e gigantes (acima de 

120m). Os resultados serão expressos pelo número máximo de neurônios encontrados 

nos agrupamentos neuronais e na porcentagem que estes representam do total. 
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Abstract The morphology and innervation of the midgut and hindgut of the giant land snail 

Megalobulimus abbreviatus were described for the first time. The midgut (stomach and 

intestine) and hindgut (rectum and anus) are innervated by the subesophageal ganglia, through 

the gastrointestinal branch (originated from the visceral nerve) and the rectum-anal nerve, 

respectively. Backfilling through these nerves revealed neuronal bodies mainly in the right 

parietal and visceral ganglia. The enteric plexuses of the midgut and hindgut are formed by 

extensive axonal networks and several neuronal somata arranged in clusters or as isolated 

cells. The gastrointestinal branch and the rectum-anal nerve innervate directly the enteric 

plexuses of the intestine and the hindgut, respectively. However, the outer wall of the stomach 

has a stomatogastric nervous system, which consists of four ganglia: stomatogastric, gastric, 

cardic and pyloric. Fibers of the gastrointestinal branch project to these ganglia. Anterograde 

tracing from stomatogastric system ganglia revealed that the enteric plexus of the stomach is 

innervated only by these peripheral ganglia. Anterograde tracing of gastrointestinal branch did 

not result in labeling in the enteric plexus of the stomach. Therefore, the midgut and hindgut 

of M. abbreviatus is controlled by an intrinsic innervation, constituted by the submucous and 

myenteric plexuses, which is innervated directly by neurons from the subesophageal ganglia 

or indirectly via the stomatogastric nervous system (for the stomach). 

 

Keywords: Enteric nervous system, Stomatogastric nervous system, Digestive system, 

Subesophageal ganglia, Land snail 

 

Introduction 

Gastropods exhibit different feeding habits and consume several types of food. 

Consequently, structural modifications are often well-marked in their alimentary system and a 

correlation can be established between the food, feeding habits and structural changes. From 
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the functional perspective, the digestive system of stylommatophorans can be divided into 

three regions: (i) reception, conduction and storage of food; (ii) digestion and absorption of 

nutrients; and (iii) formation and elimination of feces (Dimitriadis, 2001). Comparisons have 

been made based on the gross anatomy of the alimentary tract in various stylommatophorans 

(Tillier, 1989). The histology of the digestive tract has also been studied in several pulmonate 

snails (Carriker, 1946; Ghose, 1963; Hyman, 1967; Walker, 1972; Runham, 1975). However, 

there is little information available on the intramural innervation of the gastrointestinal tract 

(GIt) and its connections with the central ganglia. The majority of the data refers to the 

foregut innervation. 

The molluscan digestive system is controlled by the central nervous system (CNS) and by 

the enteric nervous system (ENS). The visceral ganglion and the buccal ganglia send nerves to 

the digestive system. The buccal ganglia innervate the foregut, while the visceral ganglion 

innervates the midgut (stomach and intestine) and hindgut (rectum and anus) (Bullock and 

Horridge, 1965; Bulloch and Ridgway, 1995; Dorsett, 1986; Chase, 2002). However, some 

axon fibers that innervate the digestive tract via visceral nerves could originate from other 

subesophageal ganglia. Although the axonal tract tracing has been less frequently used in 

studies on digestive nervous control in mollusks, this procedure may be useful to clarifying 

this question. 

In arthropods (Hartenstein, 1997; Roberts, 1997; Ayali, 2004; Katz, 2007) and annelids 

(Barna et al., 2001; Ierusalinsky and Balaban, 2006) the intermediate control level of the GIt 

is called the stomatogastric nervous system. The STNS consists of ganglia distributed in the 

gut wall. However, there is some controversy regarding the existence of peripheral ganglia 

intermediating the CNS and ENS in gastropods. In gastropods, the term “stomatogastric 

nervous system” (STNS) was attributed to the buccal ganglia that innervate the GIt through 

the esophageal nerves (Lacaze-Duthiers, 1898; Paravicini, 1898; Alexandrowicz, 1912; 
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Russell, 1929). The STNS is described in different species of Aplysia as a circular nerve ring, 

the stomatogastric ring, around the boundary between the crop and the triturating stomach 

(Fujisawa et al., 1999). Together with the nerve ring, cell bodies are located side-by-side, 

occasionally forming clusters (Furukawa et al., 2001; Ito and Kurokawa, 2007; Morishita et 

al., 2003). Nevertheless, Fujisawa et al. (1999) consider the stomatogastric ring as a 

component of the ENS. We are not aware of hodological studies that clarify whether the 

innervations of the enteric system of the midgut and hindgut of the pulmonate gastropods are 

performed directly by the CNS or via peripheral ganglia. 

In the digestive tract of gastropods a complex ENS containing many neurons and 

projecting axons is described (Ito and Kurokawa, 2007; Kurokawa et al., 2008). The ENS has 

been shown to have an important role in the regulation and coordination of motility, 

absorption and secretion of the digestive tract in gastropods (Röszer, et al. 2004; Okamoto 

and Kurokawa, 2010). Data from Helix (Hernádi et al., 1998; 2000), Aplysia (Ito and 

Kurokawa, 2007) and studies reviewed by Bullock and Horridge (1965) primarily involve the 

foregut morphology. 

Megalobulimus abbreviatus is a common south Brazilian giant land snail that has for long been 

used as an experimental model for neurobiological studies, with emphasis on its central nervous 

system (De Fraga et al., 2004, 2010; Santos et al., 2002; Kalil-Gaspar et al., 2007; Rigon et al., 2010; 

Swarowsky et al., 2005; Zancan et al., 1997, among others). Although the advantages of using M. 

abbreviatus in physiological experiments were recognized long ago (Jaeger, 1965), its peripheral 

nervous system has received less attention. The morphology of GIt innervation in Megalobulimus 

abbreviatus is the starting point for understanding the yet undescribed neural control of digestive 

functions for the members of Strophocheilidae. In order to localize the central neurons which are 

projecting to stomach, intestine and rectum the nerves are backfilled. As to the best our 

knowledge there are no hodological studies in pulmonate gastropods clarifying whether the 

midgut is innervated directly by neurons from the CNS or whether, in fact, there are 
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peripheral intermediate neurons between central and enteric neurons, a neural tracer was 

employed toward the stomach. The large size of this species as compared with others land 

snails facilitates this experimental approach. The present study describes the innervation of 

the digestive system constituted by three levels of neural elements and presents a comparative 

analysis of histological results from other groups of Gastropoda. 

 

Materials and Methods 

Animals 

Adult Megalobulimus abbreviatus (Bequaert, 1948) (MNRJ 13283) previously cited 

incorrectly as Megalobulimus oblongus or Strophocheilus oblongus, were collected in 

Charqueadas county (29o57’17’’S - 51o37’31’’W), Rio Grande do Sul, Brazil. Animals with 

shells measuring 3.69 ± 0.24 cm wide (mean ± standard error) and 7.15 ± 0.50 cm long  and 

weighing 52.36 ± 1.49 g were used. The animals were kept in terraria for two weeks, under 

standard conditions (22 - 26oC; 12 h / 12 h light: dark cycle and fed vegetable and water ad 

libitum). The snails were anesthetized by immersion in a menthol-saturated solution, diluted 

in physiological solution for the species (Jaeger, 1962) for 40 min. All animal procedures 

were in accordance with the Brazilian law (Federal Law no 11.794/2008) on procedures for 

the scientific use of animals. 

 

Experimental procedures 

Morphology 

Under a surgical microscope, the gastrointestinal branch (Gb) of the common visceral 

nerve (Vn) and rectum-anal nerve (Rn) of 20 animals were dissected. For light microscopy, 

the stomach, intestine and rectum from 12 animals were fixed in Bouin’s fluid (4 h), 

dehydrated in ethanol grated series (70 % to absolute) and embedded in paraffin. Serial 
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sections (10 m) were cut on a Leica Microtome (RM 2125) and stained with hematoxylin-

eosin or Heidenhain’s hematoxylin. Some sections were submitted to histochemical 

procedures to detect carbohydrates in the mucosal layer using periodic acid-Schiff procedure 

(Pearse, 1972). The stomach and intestine from 4 animals were fixed in formol-calcium (4 h), 

cryoprotected in 15 % and 30 % sucrose diluted in 0.1M phosphate buffer (PB) pH 7.4. 

Cryostat tissue sections (Micron HM 505E, 10 m) were obtained and stained using the 

Sudan Black method (Pearse, 1972) to detect lipid-content-cells in the mucosal layer. To 

describe the ENS morphology of the stomach, intestine, rectum and anus, whole-mount 

preparations or cryostat sections (50 m) were stained by the Bielschowsky-Gros silver 

diammine impregnation technique (according to Garven and Gairns, 1952, n = 12) or 

methylene blue method (Müller, 1989; n = 6). Histological sections and whole-mount 

preparations were analyzed and photographed with a Nikon Optiphot-2 microscope.  

 

Tracing experiments 

Retrograde tracing 

The periesophageal ring was dissected with the connectives and commissures intact. 

These ganglia were placed in a well containing physiological solution. The cut end of the Gb 

or Rn were immersed in another well and isolated from the central ganglia with a vaseline 

barrier. Three preparations were made, adding different tracers to the well to obtain 

backfilling toward the subesophageal ganglia: (1) A solution of cobalt chloride (50mM 

CoCl2.6H2O, Sigma, St. Louis, MO) diluted in snail saline and combined with 0.1% bovine 

albumin (Sigma) was added to the well containing the cut nerve endings of Gb (n = 14) or the 

Rn (n = 6). The preparation was maintained in a humid chamber at 4oC for 96 h (Gb) or 72 h 

(Rn). The snail saline was changed daily. The entire preparation was washed in snail saline 

and the cobalt ion was precipitated with 0.2% ammonium sulphide. The ganglia were fixed 
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for 2h in Carnoy’s solution, cryoprotected in 15% and 30% sucrose diluted in 0.1M phosphate 

buffer pH 7.4 (PB), and sectioned in a cryostat (Micron HM 505E, 50m). The staining of the 

sections was intensified with silver nitrate, using a freshly prepared 8:1:1 mixture of solutions 

A (1% Triton X-100; sodium acetate; glacial acetic acid; silver nitrate): B (5% sodium 

tungstate): C (0.25% ascorbic acid) for 10 min (Davis, 1982). After washing, the sections 

were dehydrated in ethanol series, cleared in methyl salicylate and mounted with Canada 

balsam. (2) The cut nerve endings (n = 8 for Gb; n = 6 for Rn) were also backfilled with at 4% 

Byocitin (Sigma) diluted in 0.05M Tris-HCl buffer 0.05 M, pH 7.4. It was applied as 

described above for the cobalt chloride backfilling. This preparation was maintained at 4°C 

for 72h (for Gb) or 48h (for Rn). After washing, the preparation was fixed in 4% 

paraformaldehyde diluted in 0.1 M phosphate buffer saline pH 7.4, cryoprotected in 15% and 

30% sucrose and sectioned using a cryostat. Byocitin was visualized by means of an avidin-

biotin-horseradish peroxidase complex (Vector, Burlingame, CA) containing 0.5% 

diaminobenzidine (DAB; Sigma), 1% cobalt chloride and 1% nickel ammonium sulphate. In 

this solution 0.01% hydrogen peroxide was added. The sections were rinsed, transferred to 

gelatinized slides, dehydrated in ethanol, cleared with xylene and mounted with Canada 

balsam. (3) Retrograde labeling with 4% horseradish peroxidase (HRP Type VI, Sigma) in 0.1 

M KCl was applied to the Gb (n = 8) and Rn (n = 4) as previously described. The Vn and Rn 

preparations were incubated at 4°C for 48 h. After this, the material was fixed in a mixture of 

1% paraformaldehyde and 1% glutaraldehyde in PB, for 1.5 h, cryoprotected in 15% and 30% 

sucrose, sectioned using a cryostat (50 m) and collected on gelatinized slides. To reveal the 

filled neurons, the sections were pre-incubated with 0.1% CoCl2 in 0.1 M Tris-Maleate buffer, 

pH 7.6 (30 min), washed and then incubated in 0.05% DAB (45 min). In this solution, 0.2% 

hydrogen peroxide was added. The sections were rinsed, dehydrated in ethanol, cleared with 

xylene and mounted with Canada balsam. 



METODOLOGIA & RESULTADOS 47

Another isolated ganglion was always included in the same pool with the central ganglion of 

interest, as a control for possible leakage of the tracer solution through the vaseline barrier. 

The number of backfilled neurons obtained corresponds to the neurons consistently and 

coincidentally labeled by the three staining methods. Cobalt staining allowed the 

identification of the thinner axonal projections coming from the Gb more clearly than biocytin 

backfilling. Biocytin backfilling revealed the neuronal cell bodies at more distant regions 

from the Gb and the HRP method was the best to provide consistent results on the number of 

labeled neuronal cell bodies, due to its higher speed during axonal transport. Outline drawings 

of the labeled cell in the brain were made from ventral, medium and dorsal sections of the 

CNS. All the labeled neurons were located and classified according to the following size 

ranges: small (10 - 40 m), medium (41 - 80 m), large (81 - 120 m) and giant (above 120 

m) neurons. The results were analyzed and photographed with a Nikon Optiphot-2 

microscope. 

 

Anterograde tracing 

In order to determine the precise location of the Gb axonal terminals on the stomach wall, 

the stomach was dissected with the connection Gb-stomach intact. The proximal cut end of 

the Gb (n=6) was placed in a petri dish containing 20% Lucifer yellow CH (Sigma) diluted in 

distilled water. The stomach was maintained in physiologic solution and isolated from the 

tracer with a vaseline barrier. Current (from a 3 V transistor battery) was passed for 30 min 

between the electrodes placed in the Lucifer yellow well and in the stomach well (according 

to Oland et al., 1990). After this, the preparation was maintained in a humid chamber at 4oC 

for 72 h. Lucifer yellow as also added into the stomatogastric ganglion to trace its projections 

throughout the stomach (n = 4), using the same procedure described above. Following 

incubation, the stomach was sectioned using a cryostat (50 m). The sections were collected 
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on gelatinized slides, mounted with glycerol and sodium carbonate and analyzed in an 

Olympus FV 1000 fluorescence microscope (380 - 425 nm excitation filter and 450 nm 

barrier). 

 

Terminology 

The histology of the digestive regions was described using the terminology outlined by 

Luchtel et al. (1997), while the macroscopic anatomy was described according to Tillier 

(1989) and Dimitriadis (2001). Components of the extrinsic and intrinsic innervation were 

described using the terminology outlined by Hyman (1967). 

 

Results 

Morphology of the midgut and hindgut 

The stomach of M. abbreviatus is composed of a gastric crop or pro-ventricle, 1.48 ± 0.18 

cm long (Fig. 1A), and gizzard, 1.01 ± 0.09 cm in diameter, (Fig. 1B). Besides the stomach, 

the midgut includes the intestine (12.68 ± 0.42 cm long) which is divided into pro-intestine, 

mid-intestine and post-intestine. The pro-intestine is characterized by two dorsal typhlosoles 

(Fig. 1C) of equal length that extend from the pylorus to the typhlosole valve (a short region 

with a slightly constricted diameter that precedes the mid-intestine). The anterior duct of the 

hepatopancreas opens in the dorso-lateral side of the pro-ventricle, near its limit with the 

muscular gizzard, while the posterior duct opens in the dorso-posterior side of the gizzard. 

The hindgut (6.13 ± 0.36 cm in length) consists of rectum and anus. 

The GIt wall is composed of four tunics: mucosa, submucosa, muscular and serosa. The 

mucosa has two layers, the columnar epithelium composed by mucous cells, cells with lipid 

droplets (sudan-positive), nerve cells with processes, and the lamina propria. The epithelium 

displays a brush border that is visible microscopically as a terminal bar on the apical side of 
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each cell. In the gizzard, the mucosal surface is covered by a thin cuticle. The intestinal 

mucosa (Figs. 1C) is highly folded, showing crypts and mucous cells with positive PAS 

granules, which decreased with amylase treatment (figure of PAS reaction not included), 

which are more numerous in the rectum (Fig. 1D). The submucosa is a loose connective 

tissue, containing a system of haemocoelic spaces, many neurons and axonal fibers. The 

muscular layer consists of circular (internal) and longitudinal (external) tunics, but in the 

gizzard there is a third muscular layer, obliquely disposed (Fig. 1B). The two sphincters of the 

stomach, the cardia and the pylorus, have well developed circular muscle. Neurons and 

nervous fibers are observed between the circular and longitudinal layers. The rectum presents 

only a circular layer and the anal muscular layer is well developed and forms a sphincter. The 

serosa display a loose connective tissue covered by a mesothelium. 

 

Central innervation of the midgut and hindgut 

The visceral ganglion (VG) emits five nerves: aortic, collumelar, posterior-pallial, 

common visceral (Vn) and rectum-anal (Rn). The midgut and the hindgut are innervated by 

the Vn and Rn, respectively (Fig. 2, schematic drawing). The Vn emits four branches: to the 

vagina-oviduct and spermoviduct; to the reno-pericardial region; the gastrointestinal branch 

(Gb) to the stomach and pro-intestine and a terminal branch to innervate the posterior lobe of 

the hepatopancreas and ovotestis. The anterograde labeling of the Gb with Lucifer yellow 

revealed axons of the Gb projecting through the serosa of the stomach and ending into the 

stomatogastric ganglion (stg) (Figs. 3E and 3F), The axonal processes of Gb are widely 

distributed into stg. No projections of the labeled branches were observed beyond this 

ganglion. 

The Rn emerges on the right side of the Vn and projects toward the posterior limit of the 

pulmonary sac, where it emits a branch to supply the skin of this region and mantle, and then 



METODOLOGIA & RESULTADOS 50

divides into three branches: toward the collumelar muscle, to the rectum and to the anus 

which divides into axonal bundles around the anus. 

Backfilled neuronal somata from the Gb and Rn are distributed throughout the 

subesophageal ganglia (Figs. 2C and 2D) and no labeled neurons were found in the cerebral 

ganglia of M. abbreviatus. However, labeled axonal fibers are observed in the neuropil of all 

central ganglia examined. Only those ganglion cells that are revealed simultaneously by the 

three tracers are counted. The maximum number of backfilled cell bodies obtained in each 

subesophageal ganglion is presented (Table 1 and 2), differentiated by the location of the cells 

in each ganglion. Backfilling of the Gb resulted in a total of 320 labeled neurons located in all 

subesophageal ganglia (Table 1). Most of the Gb-labeled neurons are located in the right 

parietal (RPa), visceral (VG, Fig. 2D) and right pedal (RPe) ganglia, corresponding to 74.4% 

of total backfilled neurons from Gb. Backfilling of the Rn resulted in a maximum of 387 

labeled neurons distributed throughout the subesophageal ganglia, except for the right pleural 

ganglion (Table 2). Most of the neurons backfilled from the Rn are also located in the RPa 

(Fig. 2E), VG (Figs. 2E and 2F) and RPe, constituting 60% of the total. Although it was not 

possible to use double staining techniques in the present work, based on the location and size 

of the labeled neuronal somata in M. abbreviatus, several groups of neurons backfilled from 

Gb seem to coincide with neuronal clusters backfilled from Rn. By overlaying the maps with 

the position of neurons in different planes (ventral, medium and dorsal) of the horizontal 

section of the subesophageal ganglia, we estimate that about 30% of the labeled neurons 

appear to be the same neurons sending axons to both Gb and Rn. 

 

The stomatogastric nervous system (STNS) of M. abbreviatus 

The interconnected peripheral ganglia located in the stomach wall of M. abbreviatus are 

referred to as the STNS in the present study. The STNS is formed by 25 to 31 neurons 
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organized in four ganglia (Fig. 3, scheme). The largest ganglion of the STNS is located in the 

medium-dorso-posterior region of the gizzard and is referred to as the stomatogastric ganglion 

(stg, Fig. 3A and 3B). The stg contains 11 to 14 neurons of variable diameter (20 m – 100 

m). Two smaller ganglia, each containing 4 to 5 neurons (20 – 40 m), are situated between 

the pro-ventricle and the gizzard (gastric ganglion, Fig. 3D) and between the gizzard and the 

pro-intestine (pyloric ganglion, Fig. 3D). These two ganglia are interconnected by a short and 

delicate neural connective. In addition, at the boundary between the crop and the pro-ventricle 

there is a cardic ganglion containing 5 to 7 neurons (20 – 40 m) (Fig. 3C). Two nerves 

emerge from the stg: the stomatogastric nerve (the largest of them) ramifies into three 

branches that connect to the other ganglia (Figs. 3A and 3B); and the dorsal pro-ventricular 

nerve (Figs. 3C and 3D) extends to the stg toward the gastric ganglion. The dorsal pro-

ventricular nerve emits two lateral nerves on the pro-ventricle wall. The stg also emits short 

gastric branches to supply the gizzard wall. The injection of Lucifer yellow into stg reveals 

axonal fibers that project to the enteric nervous system of the gizzard, and connect with the 

neuronal cell bodies of the myenteric plexus (Figs. 3G and 3H). The paired superior 

esophageal nerves originating from the buccal ganglia arrive at the cardic ganglion (Fig. 3C).  

 

The arrangement of the enteric nervous system (ENS) in the midgut and hindgut 

The ENS of the midgut and hindgut in M. abbreviatus is a neural-network formed by 

neuronal cell bodies and its axons and can be divided into two interconnected components: 

the submucosal (SP) and the myenteric plexuses (MP) (Fig. 4A). The enteric neurons of the 

SP and MP vary in size: small (10 – 15 m), medium (16 - 20 m) and large neurons (21 – 50 

m).  

Other neural elements found are the intraepithelial cells and fusiform cells (2.5 – 5 m in 

diameter). The intraepithelial cells (Fig. 4G) are columnar-shaped; they are located between 
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the cells of the digestive epithelium. The apical region of some of these cells seems to be 

exposed to the GIt lumen, possibly by means of microvilli or cilia, while other intraepithelial 

cells are not exposed to the lumen. Both cells have several basal processes in the epithelial 

basement membrane, contributing to form a plexus within the subepithelium and toward the 

lamina propria of the mucosa and hemal sinuses. The fusiform cells are present predominantly 

in MP, they are spindle-shaped and have a large oval nucleus, few cytoplasm and two or more 

dendritic-like processes (bipolar or multipolar aspects). The multipolar fusiform (Fig. 4H) cell 

show branched processes connecting to the enteric plexuses in the space between the circular 

and longitudinal muscle layers, while the bipolar-type (Fig. 4I) are mainly associated with the 

long axis of surrounding smooth muscle cells. 

The SP is made up of an extensive nervous layer within the connective tissue adjacent to 

the mucosa, and is formed by abundant thin fibers and a few scattered neuronal cell bodies 

(Figs. 4B, 4D and 4E). The MP is located between the circular and longitudinal muscular 

layers and is made up of single neurons (Fig. 4D) or cluster of neurons (Fig. 4E) that 

innervate the muscle cells. Neuronal processes from both SP and MP interconnect to each 

other and some projections of these plexuses seem to connect with the intraepithelial cells. 

In the transition between the pro-ventricle and the crop, the MP and SP have a greater 

number of neurons and nerve fibers than the pyloric region. In both plexuses, the majority of 

the neurons are unipolar (Fig. 4B, 4C and 4D). However, multipolar neurons are also found in 

groups or isolated. In the transition between the pro-ventricle and gizzard another great 

density of enteric neurons is observed. The interconnections between the MP and SP neurons 

in this region form an irregular polygon-shaped network composed of both single neurons and 

ganglia. At the opening of the hepatopancreas ducts, the neural network shows a radial 

arrangement. The ENS of the gizzard has a smaller number of neurons than the other 

segments of the GIt. Its neural network has nerve fibers scattered between the muscular fibers 
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and in the submucosa (Fig. 4F). The enteric nervous network of the intestine presents a 

uniform topographical arrangement that extends from the pro-intestine to the rectum. 

However, in the pro-intestine, branches of thick nerve fibers extend along the entire length of 

the typhlosoles (Fig. 4F), but no neuronal somata are observed within these structures. In the 

mid- and post-intestine the neurons are organized in clusters of predominantly small unipolar 

neurons, connected by branches of fibers of various calibers, constituting a regular and 

continuous geometric network, interconnecting the MP and SP. This arrangement continues in 

the rectum. 

 

Discussion 

The GIt in gastropods presents great variability in their morphological organization, 

which reflects the different feeding habits. In the stylommatophora M. abbreviatus, the GIt is 

longer and often looped or coiled, which is typical of herbivores (Hyman, 1967; Tiller, 1989). 

However, some characteristics of the GIt in M. abbreviatus deserve attention by 

distinguishing its digestive system from the more widely studied stylommatophorans. The 

stomach of M. abbreviatus has two morphologically distinct regions: pro-ventricle (glandular) 

and gizzard (muscular), similar to other pulmonate gastropods (Morton, 1955; Leal-Zanchet et 

al., 1990). In M. abbreviatus, the pro-ventricle is the first portion of the stomach constituted 

of: a muscular sphincter that marks the transition to the esophagus, as described in the 

systellomatophora Onchidella celtica (Fretter, 1943), and constriction of the diameter in the 

pro-ventricle-gizzard transition and emission of the anterior duct of the hepatopancreas. The 

latter features are also described in Theba pisana (Roldan and Garcia-Corrales, 1988). The 

gizzard of M. abbreviatus presents three muscle layers, which is characteristic of this region 

in some pulmonate gastropods (e.g., L. stagnalis, Carriker and Bilstad, 1946; T. pisana, 

Roldan and Garcia-Corrales, 1988). In systellomatophorans, the pylorus is described as being 
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part of the intestine and referred to the typhlosolear intestine (Leal-Zanchet et al., 1990), 

though in M. abbreviatus it probably acts in coordination with the gizzard, as has been 

proposed for pulmonate gastropods (Scott, 1939; Carriker and Bilstad, 1946; Rigby, 1963). 

The pro-intestine has two typhlosoles of equal length, unlike that described in other 

pulmonate gastropods (Leal-Zanchet et al., 1990; Dimitriadis, 2001). The mid-intestine of the 

M. abbreviatus does not have ridges on the lumen as observed in other stylommatophorans 

(Dimitriadis, 2001) and the caecum is absent, in contrast to the descriptions of some 

systellomatophorans (Fretter, 1943) and basommatophorans (Carriker and Bilstad, 1946; Boer 

and Kits, 1990). The histology of the intestine is also similar to that described in the 

pulmonate gastropods, with the circular layer being predominant in relation to the 

longitudinal layer (Luchtel et al., 1997). The rectum of M. abbreviatus differs from other 

gastropods (Howells, 1942; Carriker and Bilstad, 1946; Ghose, 1963; Roldan and Garcia-

Corrales, 1988) by absence of longitudinal ridges on the wall, having only a thin circular 

musculature, as in Veronicellidae (Hoffmann, 1925). 

The innervation of the midgut is variable in gastropods. In Helix pomatia, Aplysia, A. 

fulica and Arion ater the innervation of the stomach is supplied by the buccal ganglia, via 

gastric nerves (Schmalz, 1914; Bang, 1917; Roach, 1968; Schwarz and Suswein, 1984, 1986) 

or the common crop nerve (Abeyesekera and Breckenridge, 1979), while the innervation of 

the intestine is generally supplied by the intestinal nerve from the visceral ganglion (Schmalz, 

1914; Scott, 1939; Nisbet, 1961; Ghose, 1962; Bagust et al., 1979; Elekes et al., 1985; 

Kruatrachue et al., 1993; Antkowiak and Chase, 2003). In M. abbreviatus, the superior 

esophageal nerves (emitted by the buccal ganglia) project to the cardic ganglion in the pro-

ventricle, but do not go to the other portions of the stomach, as described in other pulmonate 

gastropods (Schmalz, 1914; Bullock and Horridge, 1965; Hyman, 1967). The stomach and 

intestine of M. abbreviatus are innervated by the Gb, which does not emerge directly from the 
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visceral ganglia, but as a branch of the Vn, as described in Succinea putris (Cook, 1966) and 

Arion ater (Roach, 1968). 

The denomination of the five nerves from the VG of M. abbreviatus follows that 

suggested for Strophocheilus lorentzianus (Scott, 1939) and other stylommatophorans 

(Hyman, 1967). The term common visceral nerve was adopted as it better describes the 

complexity of the innervation, which includes heart, kidney, hepatopancreas and part of the 

reproductive organs, skin, as well as the stomach and intestine. The name "intestinal" used for 

this nerve in Helix pomatia and H. aspersa (Schmalz, 1914; Bagust et al., 1979; Elekes et al., 

1985), S. putris (Cook, 1966) and A. fulica (Abeyesekera and Breckenridge, 1979) is not 

consistent with the broad innervation. In M. abbreviatus, the Gb emits various branches along 

the wall of the stomach and intestine, as described in A. ater (Roach, 1968). The innervation 

of the hindgut of M. abbreviatus by the Rn is also similar to that described for the studied 

gastropods (Schmalz, 1914; Bang, 1917; Scott, 1939; Bullock and Horridge, 1965; Hyman, 

1967; Abeyesekera and Breckenridge, 1979; Kruatrachue et al., 1993). 

The pair of parietal ganglia and visceral ganglion control the midgut, reproductive 

organs, pneumostome, renopericardial cavity and mantle (Dorsett, 1986). However, in the 

pulmonate gastropods, the control of visceral functions by CNS is mostly investigated in 

relation to the cardio-renal, respiratory and reproductive systems (Bagust et al., 1979; Pin and 

Gola, 1984; S.-Rózsa, 1987; Vehovszky and Elekes, 1985; Antkowiak and Chase, 2003). The 

neurons that control the visceral functions have been identified through the visceral nerve 

trunk labeling (Vehovszky and Elekes, 1985), but not through its branches, Gb and Rn, as it 

was made in the present study. In M. abbreviatus, the Gb is constituted by neurons of all 

subesophageal ganglia as revealed by backfilling of this branch. The neurons of the RPa, VG 

and RPe ganglia are the majority of the Gb axons. The Rn consists of axons from a greater 

number of subesophageal neurons than the Gb, which is confirmed by the larger diameter of 
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Rn. The labeled neurons can be motoneurons (efferent outputs), first or second order sensory 

neurons (afferent inputs), or a multifunctional neuron with afferent and efferent projections, 

as described in the visceral ganglion of Helix pomatia (Elekes et al., 1985; S.-Rózsa, 1987). 

The neurochemical studies already performed in the CNS of this species allow some 

correlations with the present mapping. The group of neurons found along the posterior margin 

of the VG of M. abbreviatus, backfilled from Gb and Rn, coincides with the group identified 

as serotonergic neurons in this species (Zancan et al., 1997). The pair of giant pedal neurons 

previously identified as serotonergic in M. abbreviatus (Zancan et al., 1997; Swarowsky et al., 

2005) were also backfilled from Gb. These neurons have already been proposed as 

modulators of locomotion, but as this pair of neurons was consistently backfilled from Gb, 

they may be innervating different peripheral structures to control coordinated functions. In the 

nervous system of mollusks, multimodal neurons with direct synaptic connections to both 

visceral organs and somatic muscles have been identified (Zhuravlev et al., 2001). Neurons of 

visceral and parietal ganglia of Achatina fulica (Munoz et al., 1983; Takeuchi et al., 1996; 

Bugai et al., 2005) project axonal pathways simultaneously to visceral, right parietal and 

pedal nerves. 

In some invertebrates, rhythmic activity of the alimentary canal is coordinated by a visceral or 

stomatogastric nervous system (STNS), and innervation from the CNS is not essential for basic 

motility of the alimentary tract, although the visceral neural network is also supplied by extrinsic 

fibers originating from the CNS (Bullock and Horridge, 1965). The first descriptions of the 

stomatogastric ganglia in gastropods refer to the buccal ganglia that innervate the GIt through the 

esophageal nerves (Lacaze-Duthiers, 1898; Paravicini, 1898; Alexandrowicz, 1912; Russell, 1929). In 

Limax cinerea, there is a ganglionar plexus in the outer side of the intestine, which is innervated by 

CNS (Stefanelli, 1932a, b, 1934a, b). In addition, on the dorsal wall of the stomach of Arion ater and 

A. fulica, a ganglionic plexus innervated by gastric nerves from the buccal ganglia was also described 

(Roach, 1968; Abeyesekera and Breckenridge, 1979). More recently, the STNS was described as a 
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nervous ring lying between the crop and gizzard in different species of Aplysia, and it was considered 

as a component of the ENS (Fujisawa et al., 1999, Furukawa et al., 2001, Ito and Kurokawa, 2007; 

Morishita et al., 2003). In Aplysia, the neurons located on the outer surface of the GIt (stomatogastric 

ring) generate rhythm-bursting activities, in absence of the CNS (Ito and Kurokawa, 2007). Unlike the 

STNS of M. abbreviatus, the stomatogastric nervous system of Aplysia receives innervation from 

buccal ganglia. However, in M. abbreviatus the STNS is not a component of ENS, it is part of the 

peripheral nervous system and includes four clusters of neurons or ganglia (stomatogastric, cardic, 

gastric, pyloric) on the wall of the stomach. The largest ganglion, the stomatogastric, is innervated by 

the Gb from the subesophageal complex. This pattern of organization resembles the stomatogastric 

system described for crustaceans (Roberts, 1997). The stomatogastric ganglia of crustaceans (Roberts, 

1997) and earthworms (Barna et al., 2001) also contain few neurons as observed in M. abbreviatus. 

Given the extensive projections of the STNS to stomach regions in M. abbreviatus, it is reasonable to 

consider that stomach motility is probably controlled by SNTS motoneurons. As the anterograde 

tracing of Gb did not reveal labeling in the enteric plexus of the stomach, the influence of CNS in the 

stomach motility is probably indirect, through the STNS. Nevertheless, electrophysiological and 

neurochemical approaches are necessary to determine the role of the STNS in the GIt in gastropods. 

The ENS in M. abbreviatus consists of two parallel neural networks, the SP and the MP, 

which extend throughout the GIt to the anus, as described in other gastropods (Lacaze-

Duthiers, 1898; Paravicini, 1898; Alexandrowicz, 1912; Russell, 1929; Stefanelli, 1932a, 

1934a, b; Ábrahám, 1940, 1983; Jabonero and Rodrigo, 1966). The greater density of neurons 

in the gastroesophageal junction of M. abbreviatus is also observed in other gastropods (A. 

ater, Roach, 1968; Amphibola crenata, Pilkington, 1981, 1982; Aplysia, Ito and Kurokawa, 

2007) and this more developed neural plexus can indicate a mechanism to control food 

transport through the cardia. The smaller number of somata in the MP and SP found in the 

gizzard of M. abbreviatus is possibly due to the presence of an STNS that could play a 

leading role in gastric functions. The unipolar-type neuron predominates in the MP and SP in 

M. abbreviatus, although multipolar and bipolar neurons can also be found. The 
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predominance of unipolar neurons in the ENS has been described in gastropods (Stefanelli, 

1932a, b, 1934a, b; Ábrahám, 1940, 1983; Jabonero and Rodrigo, 1966). 

We found intraepithelial cells in the GIt mucosa of M. abbreviatus. These cells are 

similar to the described in other gastropods (Zaitseva 2006; Zaitseva and Filimova 2006), 

which are called neuron-like intraepithelial cells. These intraepithelial cells are sparsely 

arranged among the epithelial cells of the mucosa in the digestive tract of opisthobranchs and 

pulmonate mollusks. These authors suggest that neuron-like intraepithelial cells could be receptor 

cells. Even though the morphological features suggest a sensorial receptor function for these 

intraepithelial cells, as proposed for Achatina fulica and Littorina littorea (Zaitseva 2006; Zaitseva and 

Filimova 2006; Zaitseva et al 2009), data from ultrastructural and neurochemical studies of the ENS in 

Megalobulimus abbreviatus are needed to better evaluate this hypothesis. 

The existence of fusiform cells in the ENS of M. abbreviatus is not mentioned in the 

literature on gastropods. We are not aware of studies that describe these cells in gastropods. 

Considering their morphological aspect (multipolar or bipolar fusiform cells) and location 

(single cells between the muscular fibers), we can infer that these cells resemble the 

interstitial cells of Cajal of the GIt of vertebrates. However, a immunohistochemical approach 

is essential to elucidate this hypothesis. 

In conclusion, the midgut and the hindgut of M. abbreviatus have two intramural 

plexuses, submucous and myenteric, which extend throughout the midgut and the hindgut. 

These enteric plexus in the intestine receive direct extrinsic innervation via gastrointestinal 

branch, constituted by neurons of the seven different subesophageal ganglia. The enteric 

plexus of hindgut is innervated via rectum-anal nerve, constituted by a greater number of 

subesophageal neurons than the midgut. The stomach of M. abbreviatus, divided into the pro-

ventricle and gizzard, also has the same intrinsic plexuses, however these are innervated 

indirectly by the central nervous system. The stomach presents a system composed by four 

clusters of neurons, or ganglia, constituting the stomatogastric system, which receives central 
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innervation and projects to intramural plexuses. The cerebral ganglia do not directly innervate 

the midgut and the hindgut of Megalobulimus abbreviatus, unlike its acknowledged role in 

the innervation of the foregut in gastropods. The organization of the GIt innervation revealed 

in this study will facilitate further investigations of the neural control of the snail digestive 

system. 
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Figures legends 

Fig. 1. General morphology of the midgut and hindgut of M. abbreviatus. Schematic drawing 

of the digestive tract (dorsal view). The rectum was extended to allow better visualization. 

Hematoxylin and eosin staining of the gastrointesnal tract wall. (A) Horizontal section of the 

pro-ventricle. (B) Horizontal section of the gizzard. (C) Horizontal section of the pro-intestine 

or typhlosolear region with the two typhlosoles. (D) Horizontal section of the rectum. a anus, 

e esophagus and crop, f foot, gz gizzard, h hepatopancreas (h1 anterior duct, h2 posterior 

duct), l lung, mi mid-intestine, n nerves, o ovotestis, p penis, pi post-intestine, pv pro-

ventricle, r rectum, rp renopericardial cavity, rs radular sac, t typhlosolear intestine, T 

typhlosoles, 1 mucosa, 2 submucosa, 3’ circular muscular layer, 3’’ longitudinal muscular 

layer, 3’’’ muscular oblique layer, 4 serosa. Black arrow indicates the antero-posterior axis. 

Scale bars: 1 cm (scheme), 100m (A-D). 

 

Fig. 2. Central innervation of the gastrointestinal tract and distribution of backfilled neurons 

in the subesophageal ganglia of M. abbreviatus. (A) Schematic drawing of the central 

(extrinsic) innervation indicating the origins of the common visceral nerve and rectum-anal 

nerve from the visceral ganglion and its ramifications (dorsal view). The branches of the 

common visceral nerve are shown: reno-pericardial, gastrointestinal and terminal branches. 

The rectum-anal nerve divides into rectal and anal branches. The stomatogastric nervous 

system is constituted by the stomatogastric, gastric, cardic and pyloric ganglia and their 

respective nerves. (B) Schematic representation of the labeled neuronal somata from the 

gastrointestinal branch which were labeled simultaneously with three different backfilling 

methods: horseradish peroxidase (HRP), CoCl2 and biocytin. (C) Semi-schematic 

representation of the ganglionic neurons labeled from the rectum-anal nerve consistently and 

coincidentally labeled by the three tracing methods. The black circles represent the labeled 
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neurons backfilled in dorsal, medium and ventral sections, the gray circles represent the 

labeled neurons located only in the dorsal sections. The white circles represent the labeled 

neurons located only in medium sections. Photomicrographs of the subesophageal ganglia 

show the principal clusters of neurons backfilled with CoCl2 and HRP. (D) Gastrointestinal 

branch labeled neurons by CoCl2 backfilling in a middle section of the left posterior quadrant 

of the visceral and left parietal ganglia. (E) Middle section of the visceral and right parietal 

ganglia showing ganglionic neurons backfilled from the rectum-anal nerve with HRP. (F) 

Ganglionic neurons backfilled from the rectum-anal nerve in a dorsal section of the visceral 

ganglion with CoCl2. A anal branch, a aorta, an anus, c cardic ganglion, ca cephalic artery, e 

esophagus, g gastric ganglion, Gb gastrointestinal branch, gz gizzard, i intestine, LPa left 

parietal ganglion, LPe left pedal ganglion, LPl left pleural ganglion, p pyloric ganglion, pv 

pro-ventricle, R rectal branch, r rectum, RP reno-pericardial nerve, RPa right rarietal 

ganglion, RPe right pedal ganglion, RPl right pleural ganglion, Rn rectum-anal nerve, rs 

radular sac, stg stomatogastric ganglion, T terminal branch, VG visceral ganglion, Vn 

common visceral nerve. Black-arrow indicates the antero-posterior axis and an asterisk 

indicates the common nerve trunk of Vn and Rn. Scale bars: 1 cm (A), 400m (B-C), 120m 

(D-F), 100m (E). 

 

Fig. 3. The stomatogastric nervous system, located in the outer stomach wall of M. 

abbreviatus is constituted by the stomatogastric, gastric, cardic, and pyloric ganglia. The 

stomatogastric nerve, pro-ventricular dorsal nerve, pro-ventricular lateral nerves and 

esophageal superior nerves are also indicated. Longitudinal sections of the stomach wall 

stained with Heidenhain’s hematoxylin (a-d) show the stomatogastric system and the 

distribution of neuronal somata and nerves. (A-B) Stomatogastric ganglion. (C) Cardic 

ganglion. (D) Gastric and pyloric ganglia. (E-F) Anterograde labeling with Lucifer Yellow 
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(LY) from the gastrointestinal branch (Gb) resulted in labeled nerve branches penetrating the 

serosa of the stomach. Gb nerve fibers ramify below the serosa (inset). (G-H) The projections 

of the stomatogastric nerve, labeled with LY were visualized in the muscular layer and among 

the enteric nervous elements. c Cardic ganglion, e esophagus, g gastric ganglion, gz gizzard, i 

intestine, m mucosa layer, ml muscular layer, p pyloric ganglion, pv pro-ventricle, s 

submucosa layer, se serosa, stg stomatogastric ganglion, 1 stomatogastric nerve, 2 pro-

ventricular dorsal nerve, 3 pro-ventricular lateral nerves, 4 esophageal superior nerves. Black-

arrow indicates the antero-posterior axis. White-arrows indicate nerve fibers, arrowheads 

indicate neuronal somata and asterisk indicates intraepithelial cells. Scale bars: 1 cm 

(scheme), 200m (A-D), 100m (E-H), 150m (F-G), 50m (inset). 

 

Fig. 4. Micrographs of the digestive tract of M. abbreviatus showing the enteric nervous 

system (ENS) stained with silver nitrate impregnation (A-B-C-F-G-H-I) or with methylene 

blue (D-E). Horizontal (A-B-D-E-F-G-H-I) and transversal (C) sections. (A) Topographical 

view of the myenteric and submucous plexuses in the intestine, showing the scattered network 

in both plexuses. (B-C-D) Unipolar neurons (black arrowheads) predominate in the ENS. (E) 

Small clusters of myenteric and submucous neurons and neurons with blurred contours 

(“shadows”, white arrowheads) located in different levels of the wall. (F) Branches of thick 

nerve fibers (white-arrows) extend along the entire length of the typhlosoles and in the 

myenteric plexus of pro-intestine. (G) Intraepithelial cells (asterisks) in the mucosa layer. (H) 

Multipolar fusiform cells (black-arrows). (I) Bipolar-type fusiform cells scattered in the 

myenteric plexus. mn myenteric neurons, mp myenteric plexus, sn submucous neurons, sp 

submucous plexus, T typhlosole. Scale bars: 100m (A-B-F), 50m (C-E), 150m (G), 

10m (H-I). 
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Table Captions 

Table 1 Number of backfilled neurons of the CNS that constitutes the Gb in M. abbreviatus, 

consistently and coincidentally labeled by the three staining methods 

 

Table 2 Number of backfilled neurons of the CNS that constitutes the Rn in M. abbreviatus, 

consistently and coincidentally labeled by the three staining methods 
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Fig. 1. General morphology of the midgut and hindgut of M. abbreviatus. Schematic drawing of the digestive 
tract (dorsal view). The rectum was extended to allow better visualization. Hematoxylin and eosin staining of the 

gastrointesnal tract wall. (A) Horizontal section of the pro-ventricle. (B) Horizontal section of the gizzard. (C) 
Horizontal section of the pro-intestine or typhlosolear region with the two typhlosoles. (D) Horizontal section of 

the rectum. a anus, e esophagus and crop, f foot, gz gizzard, h hepatopancreas (h1 anterior duct, h2 posterior 
duct), l lung, mi mid-intestine, n nerves, o ovotestis, p penis, pi post-intestine, pv pro-ventricle, r rectum, rp 

renopericardial cavity, rs radular sac, t typhlosolear intestine, T typhlosoles, 1 mucosa, 2 submucosa, 3’ circular 
muscular layer, 3’’ longitudinal muscular layer, 3’’’ muscular oblique layer, 4 serosa. Black arrow indicates the 

antero-posterior axis. Scale bars: 1 cm (scheme), 100m (A-D). 



METODOLOGIA & RESULTADOS 73

 
 

Fig. 2. Central innervation of the gastrointestinal tract and distribution of backfilled neurons in the 
subesophageal ganglia of M. abbreviatus. (A) Schematic drawing of the central (extrinsic) innervation indicating 
the origins of the common visceral nerve and rectum-anal nerve from the visceral ganglion and its ramifications 

(dorsal view). The branches of the common visceral nerve are shown: reno-pericardial, gastrointestinal and 
terminal branches. The rectum-anal nerve divides into rectal and anal branches. The stomatogastric nervous 

system is constituted by the stomatogastric, gastric, cardic and pyloric ganglia and their respective nerves. (B) 
Schematic representation of the labeled neuronal somata from the gastrointestinal branch which were labeled 

simultaneously with three different backfilling methods: horseradish peroxidase (HRP), CoCl2 and biocytin. (C) 
Semi-schematic representation of the ganglionic neurons labeled from the rectum-anal nerve consistently and 

coincidentally labeled by the three tracing methods. The black circles represent the labeled neurons backfilled in 
dorsal, medium and ventral sections, the gray circles represent the labeled neurons located only in the dorsal 

sections. The white circles represent the labeled neurons located only in medium sections. Photomicrographs of 
the subesophageal ganglia show the principal clusters of neurons backfilled with CoCl2 and HRP. (D) 

Gastrointestinal branch labeled neurons by CoCl2 backfilling in a middle section of the left posterior quadrant of 
the visceral and left parietal ganglia. (E) Middle section of the visceral and right parietal ganglia showing 

ganglionic neurons backfilled from the rectum-anal nerve with HRP. (F) Ganglionic neurons backfilled from the 
rectum-anal nerve in a dorsal section of the visceral ganglion with CoCl2. A anal branch, a aorta, an anus, c 
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cardic ganglion, ca cephalic artery, e esophagus, g gastric ganglion, Gb gastrointestinal branch, gz gizzard, i 
intestine, LPa left parietal ganglion, LPe left pedal ganglion, LPl left pleural ganglion, p pyloric ganglion, pv 

pro-ventricle, R rectal branch, r rectum, RP reno-pericardial nerve, RPa right rarietal ganglion, RPe right pedal 
ganglion, RPl right pleural ganglion, Rn rectum-anal nerve, rs radular sac, stg stomatogastric ganglion, T 

terminal branch, VG visceral ganglion, Vn common visceral nerve. Black-arrow indicates the antero-posterior 
axis and an asterisk indicates the common nerve trunk of Vn and Rn. Scale bars: 1 cm (A), 400m (B-C), 

120m (D-F), 100m (E). 
 
 
 
 
 
 
 



METODOLOGIA & RESULTADOS 75

 
 

Fig. 3. The stomatogastric nervous system, located in the outer stomach wall of M. abbreviatus is constituted by 
the stomatogastric, gastric, cardic, and pyloric ganglia. The stomatogastric nerve, pro-ventricular dorsal nerve, 
pro-ventricular lateral nerves and esophageal superior nerves are also indicated. Longitudinal sections of the 

stomach wall stained with Heidenhain’s hematoxylin (a-d) show the stomatogastric system and the distribution 
of neuronal somata and nerves. (A-B) Stomatogastric ganglion. (C) Cardic ganglion. (D) Gastric and pyloric 

ganglia. (E-F) Anterograde labeling with Lucifer Yellow (LY) from the gastrointestinal branch (Gb) resulted in 
labeled nerve branches penetrating the serosa of the stomach. Gb nerve fibers ramify below the serosa (inset). 
(G-H) The projections of the stomatogastric nerve, labeled with LY were visualized in the muscular layer and 
among the enteric nervous elements. c Cardic ganglion, e esophagus, g gastric ganglion, gz gizzard, i intestine, 

m mucosa layer, ml muscular layer, p pyloric ganglion, pv pro-ventricle, s submucosa layer, se serosa, stg 
stomatogastric ganglion, 1 stomatogastric nerve, 2 pro-ventricular dorsal nerve, 3 pro-ventricular lateral nerves, 

4 esophageal superior nerves. Black-arrow indicates the antero-posterior axis. White-arrows indicate nerve 
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fibers, arrowheads indicate neuronal somata and asterisk indicates intraepithelial cells. Scale bars: 1 cm 
(scheme), 200m (A-D), 100m (E-H), 150m (F-G), 50m (inset). 
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Fig. 4. Micrographs of the digestive tract of M. abbreviatus showing the enteric nervous system (ENS) stained 
with silver nitrate impregnation (A-B-C-F-G-H-I) or with methylene blue (D-E). Horizontal (A-B-D-E-F-G-H-

I) and transversal (C) sections. (A) Topographical view of the myenteric and submucous plexuses in the 
intestine, showing the scattered network in both plexuses. (B-C-D) Unipolar neurons (black arrowheads) 

predominate in the ENS. (E) Small clusters of myenteric and submucous neurons and neurons with blurred 
contours (“shadows”, white arrowheads) located in different levels of the wall. (F) Branches of thick nerve fibers 
(white-arrows) extend along the entire length of the typhlosoles and in the myenteric plexus of pro-intestine. (G) 
Intraepithelial cells (asterisks) in the mucosa layer. (H) Multipolar fusiform cells (black-arrows). (I) Bipolar-type 

fusiform cells scattered in the myenteric plexus. mn myenteric neurons, mp myenteric plexus, sn submucous 
neurons, sp submucous plexus, T typhlosole. Scale bars: 100m (A-B-F), 50m (C-E), 150m (G), 10m (H-

I). 
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Table 1 Number of backfilled neurons of the CNS that constitutes the Gb in 
M. abbreviatus, consistently and coincidentally labeled by the three staining 
methods 

Location of the 
cell bodies 

Cellular diameter (m) 
Total 

number of 
cell bodies 

per 
ganglion 

% total cell 
bodies per 
ganglion 

10 – 40 41 – 80 81 – 120 > 120 

VG 
D 10 5 3 - 

61 26.4 M 8 4 2 - 
V 11 6 12 - 

RPa 
D 24 3 2 2 

96 29.4 M 19 11 3 1 
V 15 9 6 1 

LPa 
D - 1 - - 

21 6.6 M 11 3 3 - 
V - 3 - - 

RPl 
D 15 3 1 - 

35 12.4 M - - - 
V 13 2 1 - 

LPl 
D 16 2 - - 

18 5.7 M - - - - 
V - - - - 

RPe 
D 12 5 6 1 

54 18.6 M 8 8 5 1 
V - 4 4 - 

LPe 
D 6 7 6 1 

37 11.5 M 5 7 4 1 
V - - - - 

Total (all ganglia) 322 100 

VG Visceral ganglion; RPa Rigth parietal ganglion;  LPa Left parietal ganglion; RPl Right 
pleural ganglion; LPl Left pleural ganglion; RPe Rigth pedal ganglion; LPe Left pedal 
ganglion; D Dorsal section; M Medium section; V Ventral section 
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Table 2 Number of backfilled neurons of the CNS that constitutes the Rn in 
M. abbreviatus, consistently and coincidentally labeled by the three staining 
methods 

Location of the 
cell bodies 

Cellular diameter (m) 
Total 

number 
per 

ganglion 

% cell 
bodies per 
ganglion 

10 – 40 41 – 80 81 – 120 > 120 

VG 
D 25 16 15 - 

82 21.18 M 10 7 5 - 
V 2 1 1 - 

RPa 
D 33 4 2 - 

85 21.96 M 21 2 1 - 
V 20 2 - - 

LPa 
D 19 14 - - 

40 10.35 M 3 4 - - 
V - - - - 

LPl 
D 13 8 - - 

35 9.04 M 13 1 - - 
V - - - - 

RPe 
D 30 8 - - 

68 17.57 M 25 5 - - 
V - - - - 

LPe 
D 37 4 2 - 

77 19.9 M 15 2 1 - 
V 13 2 1 - 

Total (all ganglia) 387 100 

VG Visceral ganglion; RPa Rigth parietal ganglion;  LPa Left parietal ganglion; LPl Left 
pleural ganglion; RPe Rigth pedal ganglion; LPe Left pedal ganglion; D Dorsal section; M 
Medium section; V Ventral section 
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ARTIGO II: Chemical coding characterization of the stomatogastric and enteric nervous 

system of the pulmonate snail Megalobulimus abbreviatus 

 

OBJETIVO ESPECÍFICO 

Tendo em vista os resultados obtidos na primeira etapa deste trabalho, onde foi 

possível descrever a inervação extrínseca (representada pelo SNC e a descoberta da 

presença do SNEG) e a inervação intrínseca (constituída pelo SNE) tornou-se pertinente uma 

investigação sobre o código químico dos neurônios envolvidos neste processo. Para tanto, 

foram caracterizados os tipos neuronais do SNEG e dos plexos intramurais por meio da 

detecção da atividade das enzimas dihidronicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato 

diaforase (NADPH-d) e acetilcolinesterase (AChE), do método histoquímico do ácido 

glioxílico (AG) para detecção de monoaminas e da imunorreatividade ao peptídeo 

relacionado à FMRFamida (FMRFa-ir) e serotonina (5HT-ir). Por fim, para investigar as células 

gliais foi realizada a imunohistoquímica para a proteína fibrilar acídica glial (GFAP-ir) no 

SNEG e no SNE. 

  

METODOLOGIA 

 Nesta etapa, foi investigado o código químico dos neurônios estomatogásticos e 

entéricos no estômago, intestino e reto do caracol M. abbreviatus. Para tanto foram 

utilizados 18 animais em três momentos distintos: (1) 6 animais tiveram retirados o 

estômago, intestino e reto, que foram fixados em paraformaldeído 4%, diluído em TF por 4h 

a 4oC, crioprotegidos em sacarose 15% e 30%, diluídas em TF. Logo após foram embebidos 

em meio especial para congelamento (Tissue-tek, Leika) e seccionados em criostato (Micron 

HM 505E, -18ºC, 50 m), coletados em lâminas gelatinizadas ou em frascos contendo PBS 

(free-floating) e submetidos às técnicas de AChE (lâminas) ou NADPH-d e imunohistoquímica 

(free-floating); (2) outros 6 animais após dissecados o estômago, intestino e reto foram 

congelados em meio de congelamento (Tissue-tek), diretamente seccionados em criostato 

(Micron HM 505E, -20°C, 50 µm) e submetidos ao método do AG; (3) enquanto que outros 6 

animais tiveram retirados o intestino e o reto, que depois de fixados em paraformaldeído 

4%, diluído em TF por 4h a 4oC, foram submetidos ao método da NADPH-d para posterior 

confecção de preparados de membrana. 
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ANÁLISE HISTOQUÍMICA DA ATIVIDADE DA AChE: Dos métodos histoquímicos existentes 

para a detecção da atividade acetilcolinesterásica, optou-se pelo método de Karnovsky & 

Roots (1964). Por este método, a AChE pode ser demonstrada, incubando o tecido em um 

meio contendo o substrato acetiltiocolina, ferricianeto e íons de cobre quelados com citrato. 

O grupo sulfidrila da tiocolina formada reduz os íons de ferricianeto, que precipitam como 

um sal de cobre, o ferricianeto cúprico, de coloração marrom avermelhada. Para a 

localização da atividade da enzima AChE, as lâminas contendo os cortes foram lavadas em 

tampão TM 0,1M pH 6,0 para remoção do meio de embebição e, depois, colocadas no meio 

de incubação contendo: iodeto de acetiltiocolina (2,1 mM, Sigma), citrato de sódio 0,1M, 

sulfato cúprico 30 mM, ferricianeto de potássio 5 mM e água deionizada em tampão TM, a 

temperatura ambiente por 12h, protegidas da luz para que ocorresse a reação de hidrólise 

do iodeto de acetiltiocolina, catalisado pela AChE tecidual. Realizou-se o controle da 

especificidade da reação com a omissão do substrato (acetiltiocolina) no meio de incubação. 

Alguns cortes foram tratados com o inibidor de colinesterase, sulfato de eserina (sulfato de 

fisostigmina, 10-4 M, Sigma), por 30 min a 37°C, antes da incubação. Após a incubação, as 

lâminas foram lavadas em TM, desidratadas, diafanizadas em xilol e montadas com bálsamo 

e lamínulas. Os resultados obtidos foram observados em microscopio óptico (Nikon 

Optiphot-2) e fotodocumentados (câmera digital Sony Cybershot DSC-N2). 

 

ANÁLISE HISTOQUÍMICA DA ATIVIDADE DA NADPH-d: Esta técnica permitiu identificar 

populações neuronais com esta atividade enzimática que indiretamente permite localizar a 

enzima NOS. A enzima citossólica NADPH-d foi utilizada como substrato em reação com o 

azul de nitrotetrazólio (nitro blue tetrazolium, NBT), resultando em um precipitado azul 

escuro insolúvel, o formazam, obtido pela liberação de elétrons do NADPH. O protocolo 

utilizado foi adaptado de WEINBERG et al (1996), onde os cortes free-floating ou o intestino 

e reto foram lavados duas vezes em PBS por 30 min, visando retirar o excesso do meio de 

embebição. Logo após, foram incubados em meio contendo: Triton X–100 (Sigma) 0,2% em 

solução de PBS 0,1M, pH 7,4 acrescido de 0,5 mg de NBT (Sigma) e 0,1 mg de -NADPH 

(Sigma) para cada mililitro da solução, por 24 h à 37oC, sendo novamente lavados por duas 

vezes de 30 min em PBS. A seguir, os cortes foram aderidos a lâminas bi-gelatinizadas e 

montados com Aquatex (Merck) e lamínulas. O intestino e o reto foram confeccionados os 

preparados de membrana, que posteriormente foram aderidos às lâminas e montados com 
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Aquatex e lamínulas. O controle da especificidade da reação foi realizado com a omissão do 

substrato (-NADPH) no meio de incubação. Os resultados obtidos foram observados em 

microscopio óptico (Nikon Optiphot-2) e fotodocumentados (câmera digital Sony Cybershot 

DSC-N2). 

 

HISTOFLUORESCÊNCIA PELO MÉTODO DO AG: Este método histoquímico (De La Torre e 

Surgeon, 1976 modificado por Zancan et al., 1997) buscou revelar a presença de 

monoaminas por histofluorescência no SNEG, estômago, intestino e reto de M. abbreviatus. 

O AG (HOOC-CHO) foi utilizado por apresentar uma grande capacidade de formação de 

fluoróforos com catecolaminas, indolaminas e compostos estruturalmente relacionados 

(LINDVALL et al., 1973). A fluorescência resulta da catálise ácida intramolecular exercida pelo 

grupo carboxila do AG sobre o carbono-1 do produto primário da reação (1,2,3,4-tetrahidro-

-carbonila-1-ácido carboxílico). A fluorescência das catecolaminas pode ser observada sob 

luz ultravioleta. Para a detecção de monoaminas por meio do AG, os cortes previamente 

coletados em lâminas foram secados à temperatura ambiente e tratados com solução de 

incubação constituída de 3,4 g de sacarose, 1,6 g de fosfato de potássio monobásico e 2 g de 

AG (Sigma) durante 5 min. Após secados sob jato de ar frio, as lâminas foram colocadas a 

80°C durante 4 min, para a formação dos fluoróforos com as monoaminas. As lâminas foram 

montadas com óleo mineral (Sigma) e lamínulas e observadas em microscópio de 

fluorescência (Olympus FV 1000), com filtro de excitação 380-425nm e de barreira 450nm. 

Sob esse sistema de filtros, foi observada a fluorescência azul para catecolaminas e amarelo-

esverdeado para serotonina. O controle da especificidade da reação foi realizado com a 

omissão do AG no meio de incubação. Os resultados obtidos foram fotodocumentados. 

 

PROCEDIMENTO DE IMUNOHISTOQUÍMICA: O princípio da técnica consiste na reação 

antígeno-anticorpo formada in locus nas secções do tecido. Os cortes free-floating coletados 

em PBS, são em seguida, submetidos ao procedimento de imunohistoquímica para o 

peptídio relacionado ao FMRF-amida, 5HT e GFAP. Para a demonstração da 

imunorreatividade a estas substâncias foi utilizada a técnica do anticorpo não marcado de 

Sternberger (1979). Inicialmente, os cortes receberam um pré-tratamento com uma solução 

de metanol 10% diluída em solução de peróxido de hidrogênio 3% em PBS, seguida de 

incubação com soro normal de cabra 3% em Triton X-100 0,4% (Sigma) diluído em PBS (PBS-
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T) na concentração de 1:50, durante 30 minutos, para bloqueio da atividade da peroxidase 

endógena e sítios inespecíficos de união dos anticorpos antes da incubação com o anticorpo 

primário. Em seguida, foi iniciada a incubação com o anticorpo primário anti-FMRF-amida 

(1:1200, Chemicon), policlonal de coelho desenvolvido em cabra, anti-serotonina (1:500, 

Sigma), policlonal de coelho desenvolvido em cabra e anti-GFAP (1:50, Sigma), policlonal de 

camundongo produzido em coelho diluídos em PBS-T. As incubações foram de 48 h a 4°C sob 

agitação constante. Após lavagem em PBS-T, os cortes foram incubados com o anticorpo IgG 

anti-coelho desenvolvido em cabra (Sigma) na concentração de 1:100 em PBS-T durante 60 

min à temperatura ambiente. Após nova lavagem em PBS-T, os cortes foram incubados com 

o complexo PAP (peroxidase-antiperoxidase) (Sigma) 1:500 em PBS-T, durante 90 minutos. O 

complexo PAP reage imunologicamente com o anticorpo secundário, o qual, por sua vez, 

reconhece o anticorpo primário. A peroxidase foi revelada pelo método histoquímico de 

Graham & Karnovsky (1966), que consiste na combinação com o substrato, o H2O2, 

formando um complexo HRPH2O2, que pode oxidar diferentes cromógenos, resultando em 

um precipitado corado. Assim, para a revelação da reação imunoistoquímica os cortes foram 

incubados em uma solução de DAB (Sigma) 0,06% em PBS e em uma solução de H2O2 10% 

em água deionizada. Para isso, os cortes foram incubados por 10 minutos na solução de 

DAB, sendo acrescentada, logo em seguida, a solução de H2O2 0,005%, permanecendo neste 

meio por 10 minutos para o aparecimento de um precipitado de cor parda. Depois da 

revelação, os cortes foram lavados em PBS, coletados em lâminas gelatinizadas, 

desidratados em etanol, diafanizados com xilol e montadas com bálsamo do Canadá e 

lamínulas. Para a determinação da especificidade da imunorreação, alguns cortes foram 

incubados sem o anticorpo primário e nenhuma reação imunoistoquímica foi observada. Os 

resultados obtidos foram observados em microscopio óptico (Nikon Optiphot-2) e 

fotodocumentados (câmera digital Sony Cybershot DSC-N2). 

 

RESULTADOS 

 

Chemical coding characterization of the stomatogastric and enteric nervous 

system of the pulmonate snail Megalobulimus abbreviatus 

 

A ser submetido para Zoomorphology. 
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Abstract The snail Megalobulimus abbreviatus is used to analyze the role of the nervous 

system in the midgut and hindgut. The chemical coding of the stomatogastric nervous 

system (STNS) and enteric nervous system (ENS) of the midgut and hindgut of this species 

is investigated using histochemical analysis of the acetylcholinesterase (AChE) and 

nicotinamide adenine dinucleotide diaphorase (NADPHd) activities, as well as glyoxylic 

acid (GA) for monoamine detection, and immunohistochemical techniques for detecting 

serotonine (5HT-ir), FMRFamide (FMRFa-ir) and glial fibrillary acidic protein (GFAP-ir). 

The plexus in the midgut and hindgut is constituted of fibers originating from the STNS or 

the subesophageal complex through peripheral nerves, showed intense AChE and 

NADPHd activity. The enteric neurons and fibers with AChE activity are scattered in the 

submucosa and between the circular and longitudinal muscle layers of the stomach, 

intestine and rectum, whereas neuronal bodies and fibers showing NADPHd activity are 

more abundant throughout the mass of muscle fibers than in the submucosal layer. 

Catecholaminergic nerve fibers and varicosities revealed by the GA method are found 

throughout the mid and hindgut. 5HTir neurons and fibers, originating from the STNS are 

distributed in the submucosal layer of the intestine and rectum. Neuronal cell bodies and 

fibers with FMRFa-ir elements are present in the mucosal, submucosal and muscular layers 

throughout the mid and hindgut. The neuron-like intraepithelial cells showed AChE 

activity and 5HT and FMRFa-ir and very little NADPHd activity. Labeled processes are 

organized in a subepithelial plexus. Intense GFAP-ir is found throughout the mid and 

hindgut plexuses and in the ganglia of the STNS. This intense immunoreaction to GFAP in 

intramural plexuses suggests glial cells have an important role in the peripheral nervous 

system of the digestive tract in this pulmonate snail. 

Keywords: enteric nervous system, stomatogastric nervous system, serotonin, 

FMRFamide, GFAP, pulmonate snail 
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Introduction 

The gastrointestinal tract (GIt) in molluscs is innervated by the central nervous system 

(CNS) and by an enteric nervous system (ENS). The subesophageal complex, through the 

visceral ganglion, and the buccal ganglia constitute the central elements of digestive nervous 

control (Bullock and Horridge 1965; Chase 2002). In some invertebrates an intermediate 

integration level is described between the CNS and ENS. In annelids and arthropods, the 

rhythmic activity of the GIt is coordinated by the stomatogastric nervous system (STNS), 

which belongs to the peripheral nervous system (Swensen et al. 2000; Skiebe 2001; Barná et 

al. 2001, Ierusalimsky and Balaban 2006) and is supplied by extrinsic fibers from the CNS 

(Katz 2007). 

In gastropods the nomenclature STNS was initially attributed to the buccal ganglia that 

innervate the GIt through the esophageal nerves (Bullock and Horridge 1965). This neural 

system in gastropods is more described in the opisthobranch Aplysia and is considered as a 

component of the ENS (Fujisawa et al. 1999; Furukawa et al. 2001; Morishita et al. 2003; Ito 

and Kurokawa, 2002; 2007). Nevertheless, in Megalobulimus abbreviatus the STNS is an 

extension of the peripheral nervous system that includes four ganglia (stomatogastric, cardic, 

gastric, pyloric) on the wall of the stomach, the largest ganglion of which, the stomatogastric, 

is innervated by the gastrointestinal branch from the subesophageal complex (Martinez-

Pereira et al. 2012,  in press). Thus, in the M. abbreviatus are observed two levels of control 

in the GIt: extrinsic (represented by the subesophageal ganglia and STNS) and intrinsic (the 

ENS). However, these data reflect only the general morphology of the STNS, being necessary 

to investigate the chemistry neuroanatomy of the system in gastropods. 

The ENS has been shown to be important for regulating and coordinating the movements of 

the digestive tract. It has proposed that the ENS in gastropods consists of two main 

components: submucosal (SP) and myenteric plexuses (MP). The myenteric network contains 
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several unipolar ganglion cells and bipolar internuntial neurons, and innervates the circular 

and longitudinal muscle layers of the whole alimentary canal (Bullock and Horridge 1965). 

The submucosal plexus innervates the haemocelic spaces, epithelial cells and mucosal 

neurons (Alba et al. 1988). However, other elements have been described, such as the neuron-

like intraepithelial cells and enteric glial cells. 

The neuron-like intraepithelial cells differ in their morphology and neurochemistry and are 

present in the mucosa of various gastropods (Zaitseva and Filimonova 2006; Zaitseva and 

Markosova 2008; Zaitseva et al. 2009). In lower vertebrates, such as fish, and some 

invertebrates (Annelida, Echinodermata, Eulamellibranchia, Priapulida and Brachiopoda), 

these cells have also been detected (Punin 2001; Punin and Zaitseva 2002). Enteroglia is a 

component of the ENS which should receive more attention in invertebrates. In the 

vertebrates, recent evidence indicates that enteric glia, which vastly outnumber enteric 

neurons, are actively involved in several levels of control of GIt functions, such as in the 

machinery for uptake and degradation of neuroligands, and express neurotransmitter receptors 

which make them well suited as intermediates in enteric neurotransmission and information 

processing in the ENS (Rühl 2005; Bassotti et al. 2007ab; Silveira et al. 2007). Despite the 

similarities between the neural elements of the ENS in vertebrates and invertebrates, no 

evidence has been found of the existence of enteroglia in the molluscs. We are not aware of 

any studies that investigate glial cells in ENS of invertebrate animals in general. 

The chemical coding of the ENS in molluscs (Elekes et al. 1994, Hernádi et al. 1998, Ito and 

Kurokawa 2007; Kurokawa et al. 2008; Okamoto and Kurokawa 2010, Marchand and Colard 

1991; Rószer et al. 2004; 2005; Serfözö et al. 2008), and of the STNS in arthropods (Christie 

et al. 2004; Klemm et al. 1986; Skiebe 2003) and annelids (Barná et al. 2001; Ierusalimsky 

and Balaban 2006) has widely been investigated. Yet, the chemical coding of the ENS in 

gastropods varies greatly between the different groups (S-Rózsa 1984; Hernádi et al. 1998; 
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Kurokawa et al. 2008) and have limited information on the chemical coding of the STNS in 

gastropods was observed in some species of Aplysia (Fujisawa et al. 1999; Furukawa et al. 

2001; Morishita et al. 2003; Ito and Kurokawa 2002; 2007). 

In order to understand better the possible role of different signal molecules in feeding and 

regulation of the alimentary tract, we have studied in details chemical coding characterization 

and organization of the ENS and STNS in the snail M. abbreviatus, paying special attention to 

the distribution and projections patterns of neurochemically distinct nervous elements and the 

effects of some signal molecules on the motility of the midgut and hind gut. For this we use 

(i) serotonin (5HT) and FMRFamide immunostaining, (ii) a histochemical approach to 

evidence the acethylcholinesterase (AChE) and nicotinamide adenine dinucleotide phosphate 

diaphorase (NADPHd) activities, (iii) histofluorescent demonstration of monoamines by the 

glyoxylic acid method (GA) and (iv) immunohistochemistry of fibrillary acidic protein 

(GFAP) of the midgut and the hindgut, to verify the possible existence of glia in the enteric 

plexuses of an invertebrate. Such investigations may also be of interest, first from a 

comparative point of view to see whether the STG in different invertebrate species represent 

similar organization patterns, and second our present findings may serve as a basis to further 

studying the role of the different signalling systems in the regulation of the STNS as well as 

GIt control in gastropods. 

 

Materials and methods 

Animals: Adult land snails M. abbreviatus (Becquaert 1948), (MNRJ 13283) previously cited 

incorrectly as Megalobulimus oblongus or Strophocheilus oblongus, were collected in 

Charqueadas county (29o57’17’’S - 51o37’31’’W), Rio Grande do Sul, Brazil. Animals with 

shells measuring 3.6 ± 0.48 cm wide (mean ± standard error) and 7.12 ± 0.74 cm long and 

weighing 51.48 ± 1.67 g were used. The animals were kept in terraria for two weeks, under 
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standard conditions (22 - 26oC; 12 h / 12 h light: dark cycle and fed vegetable and water ad 

libitum). The snails were anesthetized by immersion in a menthol-saturated solution, diluted 

in physiological solution for the species (Jaeger 1962) for 40 min. All animal procedures were 

in accordance with the Brazilian law (Federal Law no 11.794/2008) on procedures for the 

scientific use of animals. 

 

Experimental procedures 

Tissue sections 

The GIt containing the stomach, intestine and rectum was isolated, washed in physiological 

solution and used in different procedures to analyze the ENS and STNS chemical coding. (1) 

The GIt (n = 6) were fixed in 4% paraformaldehyde in 0.1 M phosphate buffer (PB), pH 7.4 

(4h at room temperature), cryoprotected in 15 and 30% sucrose at 4oC before proceeding to 

embed them in Tissue-Tek (Sakura Finetek, Torrance, CA) and horizontally or transversally 

sectioned in a cryostat (50 m, Thermo Fisher Scientific, Walldorf, Germany). After, the 

sections were used for histochemistry of AChE or NADPHd activities and 

immunohistochemistry for FMRFamide or 5HT or GFAP. (2) GIt were rapidly dissected, 

embed in Tissue-Tek, frozen and horizontally or transversally sectioned in a cryostat (80m, 

Micron HM 505E), transferred to gelatinized slides and submitted to histofluorescent 

demonstration of monoamines (n = 6). (3) Whole mount preparations of intestine and rectum 

were confectioned before fixation in 4% paraformaldehyde in 0.1 M PB, pH 7.4 (4h at room 

temperature) and submitted to NADPHd histochemistry (n = 6). 

 

AChE histochemistry 

Karnovsky and Roots method (Karnovsky and Roots 1964) was utilized to detect the AChE 

activity. The sections (50 m; cryostat, as described above) were recovered on gelatin-coated 
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slides, washed in 0.1 M Tris-maleate buffer, pH 6.0 (TM) and then placed in incubation 

medium containing 2.1 mM acetylthiocholine iodide (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), 0.1 M 

sodium citrate, 30 mM cupric sulfate and 5 mM potassium ferricyanide in buffer TM (12 h at 

room temperature) protected from light. After incubation the slides were washed in TM, 

dehydrated in ethanol grated series (70 % to absolute), clarified with xylene and coversliped 

with Entellan (Merck KGaA, Darmstadt, Germany). For control, the acetylthiocholine iodide 

was omitted of the same procedure. Prior to incubation, some segments were treated with the 

cholinesterase inhibitor, eserine sulfate (10-4 M physostigmine sulphate, Sigma), for 30 min at 

37°C.  

 

NADPHd histochemistry 

The NADPHd activity was observed in free-floating sections (for stomach) or whole mounts 

preparations (for intestine and rectum). The tissues were washed in 0.1 M phosphate buffer 

saline (PBS), pH 7.4, and incubated in the NADPHd solution (0.5 mg/ ml nitro blue 

tetrazolium (Sigma, St. Louis, MO) in 0.2 % Triton X-100 in PBS + 0.1 mg/ ml -

Nicotinamide Adenine Dinucleotide (-NADPH, reduced form, Sigma, St. Louis, MO) for 

24h at 37ºC. After, each intestinal and rectal segment was microdissected in a surgical 

microscope (DF Vasconcellos, São Paulo, Brazil) to obtain whole mounts preparations of the 

submucosa and muscular layers. The whole mounts were transferred to gelatinized slides and 

mounted in Aquatex (Merck, Darmstadt, Germany), while the free-floating sections were 

recovered on gelatin-coated slides, dehydrated in ethanol grated series (70 % to absolute), 

clarified with xylene and mounted with Entellan (Merck, Darmstadt, Germany). For control, 

the -NADPH was omitted from the reaction solution. 
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Fluorescence histochemistry 

The sucrose phosphate glyoxylic acid (SPG) method for the histofluorescent demonstration of 

monoamines (De La Torre and Surgeon 1976, modified by Zancan et al. 1997) was applied to 

thin sections of the GIt, as previously described. The gelatinized slides containing the sections 

were incubated in GA reaction solution (2% glyoxylic acid (GA, Sigma, St. Louis, MO), 0.2 

M sucrose in 0.236 M KH2PO4 buffer, pH 7.4) for 5 min. Excess solution was removed, and 

the slides were dried in cool air for 10 min, coversliped with glycerin and oven-heated for 5 

min at 80°C. The reaction was observed in a fluorescence microscope (Olympus FV 1000, 

Olympus America Inc, Melville, NY) with 380 – 425 nm excitation filter and 450 nm barrier 

filter, providing a blue fluorescence from catecholamine fluophores and a yellow fluorescence 

from indolamine reaction products. As control, in some experiments the GA was omitted 

from the reaction solution. 

 

Immunohistochemistry 

The peroxidase-antiperoxidase (PAP) procedure (Sternberger 1979) was carried out with free-

floating sections (50 m). Briefly, sections were soaked in a solution containing 0.3 % H2O2 

in 10 % methanol solution in distilled water for 30 min, washed in PBS and incubated with 

non-immune goat serum 1 : 50 in PBS with 4 % Triton X-100 (PBS-Tx) for 30 min. Then, 

they were placed in a specific antiserum raised in rabbit against FMRFamide (1:1000, 

ImmunoStar Inc, Hudson, WI), 5HT (1:500, Sigma, St. Louis, MO) and GFAP (1:50, Sigma, 

St. Louis, MO) diluted in PBS-Tx, for 48h at 4oC. After this, the sections were washed in 

PBS-Tx and incubated with anti-rabbit IgG serum (Sigma, St. Louis, MO) diluted 1:50 in 

PBS-Tx (2h at room temperature). The sections were again washed in PBS-Tx and then 

incubated in a PAP complex (Sigma, St. Louis, MO) diluted 1:500 in PBS-Tx (2h at room 

temperature). To locate peroxidase activity, the sections were pre-incubated for 10 min in 
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0.06% 3,3’- diaminobenzidinetetrahydrocloride (Sigma, St. Louis, MO) dissolved in PBS, and 

then incubated for 10 min in the same solution containing 0.01 % H2O2 at room temperature. 

The sections were washed in PBS, transferred to gelatinized slides, dehydrated in ascending 

graded ethanol (70 % to absolute), cleared with xylene and mounted in Entellan (Merck, 

Darmstadt, Germany). For control sections the primary antibody was omitted from the 

incubation medium. 

All the histological results were analyzed and photographed with a Nikon Optiphot-2 

microscope. The labeled neurons were located and classified according the following size 

ranges: small (10.1 – 15 m), medium (15.1 – 20 m) and large neurons (20.1 – 50 m). 

 

Results 

Structure and innervation of the GIt 

The anatomy of the GIt of M. abbreviatus was previously described (Martinez-Pereira et al. 

2012, in press). The GIt of this species consists of the following portions: buccal mass, 

esophagus with crop, stomach (pro-ventricle and gizzard), intestine (pro, mid and post-

intestine), rectum and anus. The GIt wall consists of a mucosa (simple columnar epithelium 

and lamina propria), submucosa (loose connective tissue with a system of haemocoelic 

spaces), muscular (circular and longitudinal, while in the gizzard there is an oblique layer) 

and serosa layers. The midgut (stomach and intestine) receives extrinsic innervation of the 

CNS, through the gastrointestinal branch (Gb) of the common visceral nerve (Vn) and 

stomatogastric nervous system (STNS), while the hindgut receives only extrinsic innervation 

from the CNS, through rectum-anal nerve (Rn). Neurons of pedal, visceral and parietal 

ganglia participate directly in the innervation of these structures. The STNS is constituted of 

25 to 31 neurons distributed in four neuronal ganglia located in the cardia, pro-ventricle, 

gizzard and pylorus, and respectively denominated stomatogastric, gastric, pyloric and cardic 
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ganglia. The GIt contains an intrinsic innervation represented by the submucous and 

myenteric plexuses, neuron-like intraepithelial cells and fusiform cells in its entire length, 

which together make up the ENS.  

 

AChE histocemistry (Figure 1) 

In the mid and hindgut, There is a very rich plexus with AChE activity, constituted of 

nervous fibers originating from either the STNS or the subesophageal complex through 

peripheral nerves (Gb of the Vn and Rn, respectively). The stomatogastric ganglion (stg) 

contains six or seven neurons with AChE activity (30 – 100 m) whose axonal processes run 

to the other ganglia and to the wall of Megalobulimus GIt. Three AChE positive neurons (20 

– 40 m) are identified in the gastric, pyloric and cardic ganglia. The nerve fibers from Vn, 

Rn and Stg showing intense AChE activity spread in the serosa and muscular layers and nerve 

terminals are also notable in the subephitelial plexus. The varicosities of axonal fibers with 

intense AChE reaction are more widespread in the intraepithelial and subepithelial plexus and 

in the most external muscular layer of the wall of the Megalobulimus GIt, subjacent to the 

serosa. AChE activity is found in many open and closed-type, neuron-like intraepithelial cells 

along the Megalobulimus GIt. The open-type AChE positive intraepithelial cells are 

cylindrical in shape and not uniformly located in different regions of the Megalobulimus GIt. 

The closed-type cells are not exposed to the tract lumen and are located mostly in the basal 

half of the epithelial layer. These cells are round or elongated in shape, along the epithelium 

and most of them have several basal processes differing in length. The AChE-positive 

intraepithelial cells appear individually throughout the epithelium in the gizzard region, but in 

the pro-ventricle and intestine regions these labeled cells appear in groups. The basal 

processes of the AChE-positive intraepithelial cells are shown to form the intraepithelial 

plexus and to project to the subepithelial layer, extending longitudinally along the lamina 
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propria. AChE activity is also detected along the tract in neurons and nerve fibers scattered in 

the submucosa and between the circular and longitudinal muscle layers in the stomach, 

intestine and rectum and constitute the ENS and AChE-positive neurons are distributed in the 

SP and MP. These neurons are predominantly single small and unipolar, though a few small 

and medium multipolar and bipolar AChE-positive neurons are also observed. Some regions 

of the ENS show groups of 3-5 small neurons with AChE activity, which constitute 

microganglia, immediately under the epithelium or less often in the submucosa and in the 

muscular layers. The pro-ventricle ENS forms a scattered nerve network mainly between and 

around the muscular fibers. In the cardic region, a large concentration of neurons and nervous 

fibers is observed, mainly between the muscular fibers. In the gizzard the AChE-positive 

neurons are fewer in number. The AChE-positive cells and fibers constitute the pyloric 

plexus, which extends continuously into the intestinal and rectum plexuses, and shows a 

uniform distribution throughout the organ. The enteric nerve fibers running within the 

musculature of these regions display little AChE activity, compared to the submucosa layer. 

Thin AChE reactive nerve fibers are also observed surrounding some unstained nerve cell 

bodies located in the SP and in the single unstained neurons in the MP. Extrinsic fibers with 

AChE activity are also detected running along the surface of muscle cells in the circular 

smooth muscle layer. There is a notable presence of AChE activity in the glial cells processes. 

In the nerve strands, AChE-positive glial processes are observed around the multiaxonal 

bundles, like a glial sheath. Some of these labeled glial processes form flat endfeet partially 

surrounding unlabeled single neurons or the ganglionic edge. However, simultaneous staining 

of both AChE and GFAP immunoactivity is important to confirm these observations. 

 

Distribution of NADPHd (Figure 2) 
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Neurons and fibers with NADPHd activity are found in the SP and MP of the mid and 

hindgut. The extrinsic nerves of the GIt in M. abbreviatus also show NADPHd activity. 

Axons from the Gb and Rn spread into the muscular layer and also project to the stg, gastric, 

pyloric and cardic ganglia, where some neurons are enveloped by NADPHd-positive axonal 

terminals. There are two NADPHd-positive neurons in the STg (20 – 30 m), three in the Cg 

(20 – 40 m), and one each in the Gg and Pg (20 - 40 m). Occasionally, NADPHd-reactive 

open-type neuron-like intraepithelial cells and small neurons are found in the stomach, 

intestine and rectum of the M. abbreviatus. Most of the labeled intraepithelial cells are 

cylindrical in shape and their processes spread to the base of the epithelium, forming an 

intraepithelial nerve plexus. Other processes from these cells extend beneath the lamina 

propria. Labeled nerve fibers are richly ramified in the mucosal layer, SP and MP. Regular 

clusters of NADPHd-positive neurons are found throughout the submucosa layer, constituting 

loose microganglia composed predominantly of multipolar and fusiform cells. Single medium 

unipolar or small bipolar NADPHd-positive neurons are observed among the microganglia, 

but in the gastric-esophageal and gastric-intestinal junctions bipolar, putative sensory neurons 

are located in a subepithelial position wiht their processes running to the MP. NADPHd-

reactive nerve fibers are distributed in the SP, partially innervating unlabeled perikarya and 

partially running along the surface of the circular muscle layer. In the MP, NADPHd-reactive 

neurons are distributed between the circular and longitudinal muscular layers and occur 

mainly in singly or more rarely in groups of 3 – 5 cells with their projections extending to the 

muscular layer. Small unipolar neurons predominate, but small and medium multipolar and a 

few medium bipolar neurons are also present. Thin NADPHd-reactive nerve fibers surround 

unstained nerve cell bodies in the MP. The pro-ventricle MP is a scattered nerve network with 

NADPHd-reactive nerve fibers mainly located between and around the muscular fibers. In the 

cardic and pyloric regions, there is a large concentration of neurons and nervous fibers, 
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mainly between the muscular fibers. In the gizzard, there are a few NADPHd reactive neurons 

and the nervous fibers have a thin diameter. The intestine and rectum plexuses constitute a 

continuous network together with the pyloric plexus which is uniform in appearance 

throughout the organ. The NADPHd-positive nerve fibers participate in the innervation of the 

entire mass of smooth muscle elements within the GIt wall of Megalobulimus. Most of the 

stained nerve fibers are oriented in parallel to the muscular elements, especially in superficial 

circular muscular layers of the tract. The dense nerve-mesh is formed both by neuronal 

processes of the tract wall and by axons from neurons located in the CNS and/or along the 

nerves innervating the Megalobulimus GIt. A larger number of fibers are found in the two 

typhlosoles of the pro-intestine. As with the AChE histochemistry,  NADPHd activity is seen 

to stain all the glial cells and their processes. NADPHd-reactive glial processes are observed 

around the nerve strands and unlabeled single neurons or ganglia, forming a glial 

ensheathment. Nevertheless, to confirm these observations, simultaneous staining of 

NADPHd or NOS and GFAP immunoactivities is necessary. 

 

GA histofluorescence (Figure 3) 

GA-induced blue fluorescence is observed in the nerve fibers and varicosities in the mid and 

hindgut of M. abbreviatus, indicating the presence of catecholaminergic elements in both the 

SP and MP. No characteristic yellow fluorescence is observed, indicating the absence of 

indolamines. Fluorescent fibers are scarce and distributed throughout the Megalobulimus GIt. 

The fiber varicosities appear as fluorescent pinpoints and, in fact, most of the fluorescent 

structures are distinguishable by these fluorescent dots of variable sizes that in some instances 

can be seen to be connected. The largest number of intense blue fluorescent fibers is found in 

the rectum, pro-ventricle and post-intestine located within the submucosal layer on the 

luminal side of the muscle layer and a few blue fluorescent fibers are observed in the pro and 
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mid-intestine. Smaller nerve bundles are occasionally seen to diverge toward the inner layers 

of the digestive tract, ending within the connective tissue layer, but are never seen to reach the 

mucosal layer. In the STNS, the blue fluorescence is mainly located in fibers and, 

occasionally, small intense fluorescent varicosities are found within the fiber networks in the 

STg, Cg, Gg and Pg. 

 

FMRFamide containing nerve cells (Figure 4) 

The FMRFa-ir is widely found in the mid and hindgut of the M. abbreviatus. Both neuronal 

bodies and a large number of immunoreactive neurites are found within the mucosal, 

submucosa and muscular layers. From the CNS, through Gb and the Rn, thin nerve branches 

penetrate the wall of the tract. Thick FMRFa-ir afferent fibers from the Gb and Rn are also 

observed, giving off side branches in the submucosal layer, which indicates that FMRFa-ir 

fibers of central origin might also reach the GIt, as do AChE and NADPHd fibers. FMRFa-ir 

neurons and nerve branches are also observed in the STNS. There are two FMRFa-ir neurons 

in the STg (20 – 30 m), whereas the Cg, Pg and Gg each contain one FMRFa-ir neuron 

whose diameter ranges between 20 - 40 m. The distribution of the FMRFa-ir neurons is 

uneven along the Megalobulimus GIt. The enteric plexus in the mid and hindgut contains a 

few unipolar and bipolar neurons, although some multipolar ones can also be seen. They are 

present along the whole length of the Megalobulimus GIt. In the mucosal layer, numerous 

small bipolar cell bodies can be seen distributed evenly throughout the GIt. Their processes 

present varicosities and run close to or passed over other labeled processes and cell bodies, 

giving the appearance of a subepithelial plexus. In addition to the subepithelial plexus, open 

and closed type neuron-like intraepithelial cells can be observed in the epithelial layer of the 

Megalobulimus GIt. FMRFa-ir cell bodies are also seen throughout the submucosal layer. 

Small unipolar and small and medium bipolar and multipolar FMRFa-ir neurons innervate 
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both the circular and longitudinal muscle layers. Fine varicose FMRFa-ir nerve fibers can also 

be seen surroundingd non-immunoreactive nerve cell bodies along the plexuses. Small 

unipolar and bipolar FMRFa-ir neurons can be seen located along the thick and thin nerve 

bundles. Multipolar immunoreactive cell bodies also occurred between the nerve bundles. The 

whole GIt has thick longitudinal FMRFa-ir nerve fibers, often branched and anastomized to 

form a network, running parallel to the muscular layer. Nerve terminals present numerous 

varicosities and appear to contact circular and longitudinal muscular fibers. The density of the 

FMRFa-ir neuron population was found to be greatest in the pro-ventricle and intestine, but 

the plexus is better developed in these regions than in other parts of the gut. Labeled nerve 

fibers are richly ramified in the subephitelial, SP and MP plexuses, with the highest density 

located at the gastric-esophageal and gastric-midintestinal junctions. In the pro-ventricle, both 

plexuses contain FMRFa-ir elements and the labeled varicosities are lined up in the inner and 

outer layer of the plexus. FMRFa-ir neurons show a scattered distribution in the gizzard 

plexus and the most of the plexus is situated under the epithelial layer; whereas some 

elements can be found on the surface of the muscle layer or among the muscle cells. 

Occasionally, perpendicularly oriented fibers run across the muscle layer in the gizzard. In the 

intestine, extrinsic bundles of immunoreactive axons and a network of varicose fibers are 

found with FMRFa-ir bipolar neurons located mainly along the axon bundles, with their axons 

extending to other bundles. In the rectum, small and medium unipolar FMRFa-ir neurons 

predominate while small bipolar and medium multipolar neurons can also be detected witf 

FMRFa-ir nerve fibers forming a extensive network with many varicose fibers whose nerve 

terminals appear to be related to circular and longitudinal muscular fibers. 

 

Distribution of 5HT-ir neurons (Figure 5) 
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As with FMRFamide, thin nerve branches from the CNS  project through the Gb and Rn and 

enter the outer wall of the Megalobulimus GIt. In these branches, numerous thin and thick 

5HT-ir fibers can be seen. These thick extrinsic 5HT-ir fibers enter the main nerve bundles of 

the enteric nerve-mesh in both the longitudinal and circular muscles and in the submucosal 

layer and give off fine varicose arborizations within the bundles. Whereas, in the MP some 

thin extrinsic 5HT-ir fibers with varicosities penetrate the longitudinal muscles and the 

circular muscle layer, 5HT-ir fibers run in the bundles and also surround non-immunoreactive 

cell bodies. In addition, 5HT-ir STNS neurons send neurites to the stomach wall. There are 

two 5HT-ir neurons in the STg (20 – 30 m), three in the Cg (20 – 40 m) and the Gg and Pg 

contain one 5HT-ir neuron each (15 and 20 m, respectively). 5HT-ir neurons and fibers can 

be observed in the mucosal, submucosal and muscular layers of the mid and hindgut in 

Megalobulimus. The submucosal layer contains the largest number of 5HT-ir neurons. 

Nevertheless, there are great variations in the distribution and density of 5HT-ir neurons in the 

different regions of the Megalobulimus GIt. More 5HT-ir neuronal elements were found in the 

intestine and rectum than in the pro-ventricle and gizzard. Throughout the GIt, most of the 

5HT-ir neurons are small and medium bipolar and located in the submucosal layer. In the 

midgut, small unipolar neurons are scattered in the longitudinal muscle layer, with the largest 

number located at the gastric-intestinal junction. Thin 5HT-ir fibers with varicosities run close 

to or over other labeled processes and cell bodies, giving the appearance of a subephitelial 

plexus, similarly to FMRFa-ir. There is also open and closed-type neuron-like intraepithelial 

cells 5HT-ir in the epithelial layer of the Megalobulimus GIt. In all regions of the 

Megalobulimus GIt, most of these immunoreactive cells are of the open-type and show an 

apical projection from the lumen. The basal processes are spread in the base of epithelium and 

form an intraepithelial nerve plexus and some processes leave the epithelium and run to 

underlying connective tissue. 
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Glial cells in the STNS and ENS (Figure 6) 

GFAP immunoreaction (GFAP-ir) is intense in the GIt of Megalobulimus and forms a large 

and widespread network throughout the GIt. Enteric glial cells are small in size, with smaller 

diameters between 2 – 3 �m or larger diameters between 4 – 5 �m, a stellate or irregular-

shape and numerous processes of various lengths and shapes. The enteric glial cells show 

intense GFAP-ir in the mid and hindgut wall.  Some cells bodies occur in small groups in the 

SP and MP, but some cells are projected across the entire width of the epithelial layer, 

although their distribution is uneven in different parts of the gut. The nerves, neurons and 

ganglia of the STNS and ENS are ensheathed by glial cells processes. In the STNS and ENS, 

GFAP-ir cell processes appear lines along the nerve fibers. These processes are continuous 

with or cross other processes in the submucosa and muscular layers and in the nerve strand, 

glial processes ensheath multiaxonal bundles. In all regions of the GIt, glial cell processes 

surround the neuronal somata and form a continuous layer between the epithelial basal lamina 

and the neuronal bodies. 

 

Discussion 

The gastrointestinal tract (GIt) is an organ to which various functions are assigned, such as 

propulsion of luminal content, food digestion, secretion and absorption of electrolytes, 

absorption and transport of nutrients and elimination of “waste” substances, as is commonly 

described either for superior invertebrates (free-living forms) as for vertebrates (Barnes et al. 

2001; Randall et al. 2001). In order to provide the wide variety of functions, the gut comprises 

different functional regions and neural mechanisms play essential roles in the regulation of 

this complex system. The major regulator of gastrointestinal function is the enteric nervous 

system (ENS), modulated by extrinsic (neural and/or hormonal) control (Randall et al. 2001). 
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The multifunctional importance of the enteric plexuses is consistent with the plurichemical 

neurotransmission of the enteric neural circuits described for mammals (Costa and Brookes 

2008). In the present study, each segment of the midgut and hindgut of the snail M. 

abbreviatus showed positive enzymatic or immunohistochemical reactions which possibly 

demonstrate only a part of a rich chemical transmission existent in this enteric circuit. 

Neurochemical approaches have demonstrated the presence of several signal molecules in 

the digestive region of the peripheral nervous system (PNS) in gastropods (Elekes et al. 1994; 

Giardino et al. 1996; Moroz and Gillette, 1996; Fujisawa et al. 1999; Furukawa et al. 2001; 

Morishita et al. 2003; Röszer et al. 2006).  

According to our findings, thick fibers with AChE and NADPHd activity, catecholamines, 

5HT-ir and FMRFa-ir from the Gb and Rn enter in the muscular and submucosa layers. In 

fact, serotonergic, catecholaminergic and FMRFamide-containing neurons have been 

demonstrated in ganglion neurons of the subesofageal complex that project through the 

visceral nerves in several pulmonate snails (Croll 1988; Hernádi et al., 1998; Marsden and 

Kerkut 1970; S-Rózsa et al. 1986), including Megalobulimus (Moriguchi-Jeckel 2001; Zancan 

et al. 1997). The group of neurons found along the posterior margin of the visceral ganglion, 

retrogradelly labeled from the Gb and Rn of M. abbreviatus, coincides with the neuronal 

group identified as serotonergic neurons in this species (Zancan et al. 1997). It has been 

shown that the visceroparietal ganglion complex of Helix contains numerous serotonergic 

neurons and that the intestinal nerve is richly supplied by 5HT-ir axon processes (Hernádi et 

al. 1998; S-Rózsa et al. 1986). A considerable group of neurons showing intense AChE 

activity was found in the anterior portion of the visceral and right parietal ganglia of M. 

abbreviatus (Zancan et al. 1994), and this neuronal group seems similar to the identified 

neurons that send axons through both the Gb and Rn (Martinez-Pereira et al. 2012, in press). 

Although the presence of AChE activity does not mean that the neurons are cholinergic in 
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nature, we cannot discard a possible participation of central cholinergic neurons in the 

innervation of the GIt. The remarkably large population of neurons containing FMRFa-ir in 

the visceral ganglion and parietal ganglia of M. abbreviatus (Moriguchi-Jeckel 2001), with 

some of them located in the same portions of neurons retrogradely labeled from the Gb and 

Rn, allows us to assert with great confidence that this peptidergic system regulates the GIt 

functions. Recently, Rigon et al. (2009 and 2010) identified neurons with NADPHd activity in 

the CNS of M. abbreviatus. The location of the NADPHd reactive neurons in the 

visceroparietal ganglion complex is similar to that of the neurons backfilled from the Gb and 

Rn. In Pleurobranchea, NADPHd-positive axonal processes are found in peripheral nerves, 

with highest intensity in the stomatogastric nerves and two giant visceral neurons (V1 and 

V2) showed relatively weak NADPHd staining (Moroz and Gillette 1996). These and other 

studies indirectly indicate the possible involvement of nitric oxide (NO) in the central control 

regulation of the GIt in M. abbreviatus, just as its involvement, together with other 

neurotransmitters, has already been established in the modulation of the central circuit of 

feeding behavior in gastropods (Sadamoto et al. 1998; Moroz 2000; Elliott and Susswein 

2002). 

As with the morphology, the chemical coding of the STNS in gastropods is unclear. In 

Aplysia, neurons and nerve fibers show immunoreactivity to small cardioactive peptide 

(Lloyd et al. 1988), Mytilus inhibitory peptide (Fujisawa et al. 1999) and cardioexcitatory 

peptide NdWFamide (Morishita et al. 2003) while enterin-immunoreactivity is only seen in 

nerve fibers (Furukawa et al. 2001). However, it is important to remember that for these 

authors the STNS is a component of the ENS, which leads us to speculate that the chemical 

coding is the same in both systems. This may explain the presence of the cholinergic, 

monoaminergic, peptidergic and nitrergic nervous elements observed in the STNS of M. 

abbreviatus. 
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The small number of neurons in the STNS of Megalobulimus resembles that described in the 

stg of crustaceans (Mulloney and Hall 1990; Skiebe et al. 1999; Tierney et al. 1997) and 

earthworms (Barná et al. 2001) rather than that of the insects (Klemm et al. 1986). The 

neurons identified in the STNS of annelids and arthropods revealed the neurochemical 

diversity of this extrinsic control system of gastric and intestinal functions in these animal 

groups (Barná et al. 2001; Ierusalimsky and Balaban 2006; Katz 2007; Klemm et al. 1986; 

Meyrand and Marder 1991; Selverston and Moulins 1987; Skiebe 2001; Swensen et al. 2000).  

The immunoreactivity to 5HT and FMRFa found in the neuronal somata and fibers of STNS 

of the M. abbreviatus indicates a possible direct serotonergic and peptidergic control of the 

gastric functions. In the crustaceans (Kushner and Barker 1983; Mulloney and Hall 1990; 

Skiebe et al. 1999; Tierney et al. 1997), earthworm (Barná et al. 2001) and insects (Klemm et 

al. 1986) 5HT is an important transmitter in the stg. The colocalization of peptides, like 

FMRFamide-like peptides, with classical transmitters, such as the biogenic amines is 

commonly described in the invertebrate neurons, including the STNS of crustaceans in whose 

system inhibitory or excitatory modulation by neuropeptides has been demonstrated (Christie 

et al., 2004; Skiebe 2003). In Megalobulimus, a small number of neurons in the STNS 

appeared to be labeled by the different techniques used in this study which indicates the need 

for a confocal approach to investigate the possibility of co-transmission, as has been 

previously described in the PNS of others snails (Elekes et al. 1994; Röszer et al. 2006; 

Serfözö et al. 2008). Cholinergic motoneurons and interneurons have also been described in 

the STNS of decapod crustaceans (Tazaki and Sakai 1998). The AChE reactivity in this 

system could suggest a cholinergic role in the STNS of the snail Megalobulimus. The 

pharmacological effects of the different signal molecules on the STNS of Megalobulimus are 

not known and need also to be investigated. 
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Many signal molecules are located in cell bodies in both the STNS and enteric plexus in the 

whole gut. Despite the importance of ACh transmission in the enteric and gut of the 

gastropods, most studies report its physiological and pharmacological modulation in the GIt 

functions (Baux and Tauc 1983; Lloyd and Church 1994; Perry et al. 1998; Roszer et al. 

2009). Nevertheless, our findings show that the myenteric and submucosal networks of 

AChE-reactive neurons resemble the distribution observed with the NADPHd-positive 

neurons in the same plexuses. A study in the snail Helix pomatia indicates that ACh can 

decrease neuronal NO synthesis in the myenteric plexus (Roszer et al. 2009). This may 

explain the correlation of the localizations of these two enzymes in the enteric plexus of the 

M. abbreviatus. 

The NADPHd reactive myenteric and submucosal networks in the mid-intestinal segments 

of M. abbreviatus is more complex than that of Helix lucorum, which is the most widely 

investigated snail (Röszer et al. 2004). As in the Helix GIt (Halasy et al. 1988), in 

Megalobulimus a diaphorase reaction outlined the presence of cell bodies arranged into small 

ganglion-like structures that are interconnected by fiber tracts. However, in the GIt of Helix 

pomatia, Serfözö et al (2008) described that NADPHd-reactive neuronal perikarya 

innervation is restricted to the cecum nerve plexus, which appears not to be the case in M. 

abbreviatus GIt, because the enteric nervous network shows NADPHd-positive neurons 

distributed throughout the tract. Röszer and colleagues (2004a) suggest that the structure and 

developmental state of the NADPHd-reactive putative NO forming enteral network is not 

conserved in stylommatophoran species. Moreover, they report that the number of NADPHd 

labeled cells seems to be related to body weight, so that the NADPHd-postive innervation of 

visceral muscles decreased in relation to lower body weight in the investigated 

stylommatophoran species. In another study, the nerve fibers that innervated muscle elements 

in Achatina fulica and Littorina littorea had a very intense NADPHd activity (Zaitseva and 
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Filimonova 2006; Zaitseva and Kuznetsova 2008; Zaitseva and Markosova 2008; Zaitseva et 

al. 2009). In fact, the intense NADPHd innervation observed in the muscular layer of the 

Megalobulimus GIt may be related to the size of this animal (see material and methods). 

The largest number of FMRFa-ir cell bodies was located in the mucosal layer, where the 

small bipolar neurons showed a homogenous distribution, constituting a neural plexus with 

immunoreactive cell bodies and axons with varicosities. In the submucosal and muscular 

layers, FMRFa-ir cell bodies were randomly distributed along nerve trunks, and their 

projections branched into the nerve trunks and among muscle fibers. The distribution of 

FMRFa-ir and 5HT-ir cell bodies in M. abbreviatus is different that of Helix (Elekes and Ude 

1994; Hernádi et al. 1998). In contrast to the distribution of FMRFa-ir, the 5HT-ir cell bodies 

were only detected in the submucosal layer. NADPHd-positive neurons and FMRFa-

containing fibers were found in close proximity to the ENS of Megalobulimus. Rőszer et al 

(2006) has proposed a new action mechanism for the FMRFa-induced physiological 

alterations in the mid-intestinal nervous system of gastropod species: FMRFa evokes NO 

liberation from NOS-containing neurons in the ENS. The present study provides a functional 

demonstration of the morphological interaction between NO secretion and FMRFa-containing 

neurons in the ENS of Megalobulimus. 

In Megalobulimus, the largest number of 5-HT-ir perikarya neurons was found in the 

submucosal layer and neuronal elements were more prevalent in the hindgut and post-

intestine than in the midgut. Thus, the 5HTergic innervation of midgut and hindgut must arise 

from the CNS or STNS, whereas the hindgut receives both extrinsic (from the Rn) and 

intrinsic 5HTergic innervation. The presence of intrinsic 5HT-containing neurons in the 

alimentary tract of invertebrates is not common. In gastropods, such as Helix (Hernádi et al. 

1998), the 5HTergic innervation of the gut is of exclusively extrinsic origin, but in 

earthworms an intrinsic origin is described (Barná et al. 2001). In the STNS and in the enteric 
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plexus of Megalobulimus the 5HT-ir neurons seemed to also show NADPHd activity. In 

Lymnaea stagnalis there are 5HT-ir and NADPHd-positive neurons and fibers containing 

both transmitters in the central feeding circuitry (Sadamoto et al. 1998). 

The presence of catecholaminergic nerve fibers in the intestine of M. abbreviatus was 

demonstrated in the present study using fluorescence histochemistry with GA. This procedure 

was unable to detect 5HT elements in the ENS. There is a great deal of biochemical evidence 

to show that dopamine is the most abundant catecholamine in the nervous system of several 

species of gastropods (Dahl et al. 1966; Guthrie et al. 1975; Gospe 1983; Hetherington et al. 

1994; Ottaviani et al. 1988; Straub and Kuhlmann 1984; Trimble et al. 1984), so the blue 

fluorescent fibers probably contain dopamine. The octopamine can be also considered, 

because it is reported in PNS of gastropods (Kupfermann et al. 1971; Ruben et al. 1979). 

Norepinephrine and epinephrine are detected in very small quantities in snails (Osborne 

1984). In Chione stutchburyi the gut contains appreciable quantities of dopamine, which 

varicose nerve fibers mainly run along the longitudinal axis of the gut (Mercer and McGregor 

1981). Even in the alimentary tract of Helix, the dopamine-containing cells are detected in the 

submucosal layer and are confined to the longitudinal muscle trabeculae (Hernádi et al. 1998). 

We not detect dopamine fibers of central origin. Therefore, it is suggested that the 

catecholaminergic neuronal elements observed are intrinsic components of the ENS. In M. 

abbreviatus most of the fluorescence was observed in the rectum and stomach and no 

perikarya were observed in the ENS of these regions. 

In addition to the enteric plexus, epithelial cells with AChE and NADPHd activity, and 5HT 

and FMRF immunoreactivity are found along the midgut and hindgut. Similar cells have been 

demonstrated in the epithelium of the alimentary tract of Littorina littorea, Achatina fulica, 

Cryptonatica clausa, Buccinum undatum, Dendronotus arborescens, Coryphella 

rufibranchialis, Helix pomatia and in the slug Deroceras reticulatum (Zaitseva 2005; Zaitseva 
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and Filimonova 2006; Zaitseva and Kuznetsova 2008; Zaitseva and Markosova 2008; 

Zaitseva et al. 2009). Based on its location and morphology, these reports have postulated a 

sensory and/or an endocrine function for these intraepithelial cells. The characteristics of 

these cells found in Megalobulimus also support this hypothesis. Ultrastructural data on these 

intraepithelial cells found in ENS could clarify their function. 

In a previous study, we describe the existence of fusiform cells in the ENS of M. abbreviates 

(Martinez-Pereira et al. 2012, in press), which is not mentioned in the literature for 

gastropods. However, given their morphological similarity and their location, we can 

speculate that they may represent evidence of the appearance of interstitial cells of Cajal in 

the GIt of invertebrates. These small neurons or minineurons also showed AChE and 

NADPHd activity, blue fluorescence and immunoreactivity to 5HT and FMRFamide in the 

enteric plexus. These fusiform cells are the same as those observed in the neuronal and fibers 

in the enteric plexus. 

Our results demonstrate the presence of GFAP-like material. The absence of 

immunoreactivity in the incubation without the antibody to GFAP, permits us to assume that 

glial cells are present throughout enteric plexi of the midgut and hindgut of M. abbreviatus. 

We are not aware of any studies that have investigated a peripheral population of glial cells in 

gastropods. There are reports concerning the role of glial cells in insects in the ENS 

neurogenesis (Copenhaver 2007). In mammals, the glial cells participate in the control of gut 

motility and others functions of the GIt neural circuits. In fact, from a traditional point of view 

these cells are perceived as having a simple mechanical support function, hence constituting 

mere spectators of events. Nevertheless, it can be hypothesized that the enteric glial cells 

might play a more active role than previously thought in the complex organization of the 

motor activity of the GIt (Bassotti et al 2007ab; Rühl 2005; Silveira et al. 2007). There is even 

evidence that enteric glial cells have a neuroplastic role besides their other functions in the 
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enteric complex organization (Bassotti et al 2007ab). Considering that the enteric plexus is a 

phyllogenetically conserved form of innervation, and the roles of glial cells are already well 

established in molluscs and arthropods, it is not surprising to find glial functions in the 

visceral innervation even in invertebrate groups. The presence of NADPHd and AChE-

positive terminal glial processes ensheathing the neuronal body suggests that, as in the CNS, 

NO and ACh may mediate neuron-glial communication (Peruzzi et al. 2004). 

The data obtained from the neurochemical approaches used in the GIt of Megalobulimus 

abbreviatus can be resumed as follows. (i) The axons innervating the gut wall originate from 

the CNS, via Gb and Rn may be 5HT-ir and have FMRFamide-like peptides. Although the 

AChE and NADPHd histochemistry was mainly used in this research to study the plexus 

organization, because of their intense enzymatic reactions, we cannot discard a probable 

nitrergic and cholinergic nature of some axons that innervate the GIt wall. (ii) The STNS have 

neurons that project to the stomach and intestine wall with 5HT-ir and FMRFamide-like 

peptide. This form of GIt extrinsic innervation probably also includes cholinergic and 

nitrergic elements. (iii) The submucous and myenteric plexuses are constituted of a great 

number of neurons, neurites with 5HT-ir and FMRFamide-like peptide and with a possible 

nitrergic or cholinergic nature. These different transmitter systems could exert putative roles 

in the motility or the secretomotor or sensorial functions of GIt. A catecholaminergic system 

could also be involved in the sensorial or secretomotor functions. (iv) Neuron-like 

intraepithelial cells and fusiform cells, revealed with all approaches used here (except the GA 

method), could also constitute important constituents of the snail ENS and may have sensory 

and endocrine functions within the enteric circuit. The similarity between the minineurons and 

the interstitial cells of Cajal should be investigated in invertebrates. (v) Considering the 

observed GFAP imunnoreactivity as evidence of the existence of enteric glial cells, the neural 

constituents of the snail GIt wall interact with glia in a similar manner to that described in 
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invertebrate CNS and would represent a new approach to the study of the ENS in gastropods 

and other invertebrates. This accumulation of evidence suggests the need of developing a new 

hypothesis regarding the peripheral control of gastrointestinal functions in snails. 
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Figures legends 

Fig. 1 AChE-activity in horizontal sections of the the midgut and hindgut of M. abbreviatus. 

a. Distribution of AChE-activity in the subepithelial, submucous and myenteric plexuses in 

the whole wall of the stomach, neuronal somata are located in the submucosa and muscular 

layers, while the nervous fibers are concentrated in the lamina propria. Small unipolar neurons 

predominates, but are also show a small multipolar neurons. b. Neuronal bodies with AChE-

activity in the STNS, the neurons are showed in the stomatogastic, gastric and pyloric ganglia 

in the gizzard wall. c-d. The AChE-positive neuronal somata and fibers constitutes a dense 

nerve mesh in the MP in the muscular layer. e-f. The extrinsic nervous fibers branches out and 

anastomose with the fibers of SP and MP, and single neuronal soma or ganglia are sparsely 

located in both plexuses. g-h. Neuron-like intraepithelial cells of the open and closed types in 

the mucosa layer with AChE-activity. i. The subepithelial plexus show intense activity under 

the mucosal lamina propria.  j. Glial processes with AChE-activity ensheated axonal bundles 

in the MP. ml muscular layer, MP myenteric plexus, Se subepithelial plexus, SP submucous 

plexus, 1 stomatogastric ganglion, 2 gastric ganglion, 3 pyloric ganglion. White arrowheads 

indicate neuronal somata, white arrow indicates nervous fibers, slim arrowheads shown 

ganglia in the plexuses, black arrows and inset indicate the open-type of neuron-like 

intraepithelial cells, asterisk indicates the closed-type of neuron-like intraepithelial cells and 

black arrowheads indicate glial processes. Scale bars: b 150m; a, c, d, e, f 100m; g, h, i, j 

and inset 10m.  

 

Fig. 2 Distribution of NADPHd-activity in the midgut and hindgut of M. abbreviatus. a. The 

submucous and myenteric plexuses show a rich staining in the nervous fibers in the mucosa, 

submucosa and muscular layers (horizontal sections). b. Thick extrinsic nervous fibers and 

thin intrinsic fibers in the muscular layer of the gizzard (horizontal sections). c. Whole mount 
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preparation of the intestine that show extrinsic fibers penetrate and run parallel to the muscle 

fibers in the intestine and anastomose with fibers of the SP and MP. d. NADPHd-reactive 

glial cell body with processes in the muscular layer (horizontal sections). e. NADPHd-

reactive glial processes are observed around the nerve strands, like a glial ensheathment 

(horizontal sections). MP myenteric plexus, SP submucous plexus. White arrow indicates 

nervous fibers, black arrow indicates glial cell body and black arrowheads shown glial 

ensheathment. Scale bars: a, b, c, 100m; d and e 10m. 

 

Fig. 3 Fluorescent induced by GA in horizontal sections of the midgut and hindgut of M. 

abbreviatus. a. Nervous fibers and varicosities in the submucosa of the post-intestine. b, e-f. 

The most fluorescence is observed in nervous fibers and varicosities in the submucosa layer 

and under the lamina propria of the mucosa in the rectum. The luminal epithelium and some 

regions of the submucosa showed a reddish autofluorescence. c-d. The pro-ventricle show a 

large amount of nervous fibers with blue fluorescent under the mucosa and in the submucosa 

and the varicosities are very scattered. Arrows indicate nervous fibers, arrowheads indicates 

varicosities and asterisk showed a reddish autofluorescence. The inset shows a “bunch” of 

varicosities. Scale bars: b and c 150m; a 100m; d, e and f 10m. 

 

Fig. 4 Distribution of FMRFa-ir neuronal elements in the M. abbreviatus GIt. a. 

Topographical view of the subepithelial and submucous plexuses in the pro-ventricle showing 

the scattered network in both plexuses. Extrinsic and intrinsic neuronal fibers crosses the 

submucosal layer and penetrates in the mucosa or anastomose with the subephitelial plexus. 

Small bipolar neurons are present and project their axonal processes in different direction of 

the mucosa. b. Neurons in the stg and extrinsic fibers. c. Neurons in the gastric and pyloric 

ganglia and a nerve trunk running in the muscular layer. d. Extrinsic fiber entering and 
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crossing the muscular layer reaching the submucosa, small unipolar Fa-ir cell bodies can be 

seen along of the nerve trunk. e. Small unipolar and small multipolar Fa-ir neurons innervate 

both the circular and longitudinal muscle layers. f. In some portion of the submucosa, neurons 

and fibers are arranged along the longitudinal axis of the layer. g. Fa-ir neurons show mainly 

a scattered distribution in the gizzard plexus and various neurons no-Fa-ir are also seen. h. 

Subepitelial plexus in horizontal section of the intestine. i. Neuron-like intraepithelial cells of 

the closed type in the intestine, their processes contribute to the formation of the subepithelial 

plexus and anastomose to the fibers or neurons in the SP. j. Neuronal processes showed 

varicosities and run close to the lamina propria in the subepithelial plexus. Between the 

epithelial cells are present the neuron-like intraepithelial cells of the open type. Fa-ir FMRF-

amide immunoreactivity, SP submucous plexus, stg stomatogastric ganglion, 1 gastric 

ganglion, 2 pyloric ganglion. White arrowheads indicate neuronal somata, white arrow 

indicates nervous fibers, black arrow indicate a nerve trunk, slim arrowheads indicate 

subepitelial plexus, black arrowhead indicates the neuron-like intraepithelial cells and 

asterisks indicate no-Fa-ir neurons. Scale bars: e, f, g and h 200m; b, c and d 150m; a and i 

100m; j 10m. 

 

Fig. 5 5HT-immunoreactivity in the midgut and hindgut of M. abbreviatus. a. Neuronal 

somata 5HT-ir in the STg and gastro-pyloric ganglia. b. Numerous thick and thin 5HT-ir 

fibers can be seen in the submucosa and crosses between the longitudinal and circular 

muscles. c. Large nerve branches of central origin enter the muscular. They contain a few 

thick and numerous thin 5HT-ir fibers and runs to the mucosa. d. Two 5HT-ir neuron-like 

intraepithelial cells of the open type between the epithelial cells and showed cylindrical shape. 

e. Group of 5HT-ir neuron-like intraepithelial cells of the closed type and basal processes of 

different length located in the basal half of the epithelial layer. The basal processes of the 
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intraepithelial cells form the intraepithelial plexus and to project to the subepithelial layer, 

extending longitudinally along the lamina propria. f. In the muscle layer and lamina propria of 

the mucosa, thin fibers and varicose 5HT-ir can also be seen. g. Small 5HT-ir bipolar neurons 

and thin fibers in the subephitelial plexus. h. Thin fibers 5HT-ir running parallel to the 

mucosa. 5HT-ir serotonin immunoreactivity, stg stomatogastric ganglion, 1 stg, 2 gastric and 

pyloric ganglia. White arrowheads indicate neuronal somata, white arrows indicate nervous 

fibers, black arrow indicates intraepithelial plexus, black arrowheads indicate varicosities and 

black asterisks indicate the neuron-like intraepithelial cells. Scale bars: b, c, g and h 100m; 

a, e and f 50m; d 20m. 

 

Fig. 6 GFAP-ir in horizontal sections of midgut and hindgut of M. abbreviatus. a. In the 

mucosa and submucosa of the midgut and hindgut are observed a glial lacunar network 

constituted by bodies and processes. b. Cell and processes GFAP-ir are detected as evident 

lines along the muscular fibers. c. Enteric-glial cells are small size and a stellate or irregular-

shaped with numerous processes of various length and shape. d. The cell processes GFAP-ir 

are continuous with or cross other processes in the submucosa and muscular layers and in the 

nerve strands glial processes ensheath multiaxonal bundles. GFAP-ir GFAP-

immunoreactivity, mb multiaxonal bundles. Arrowheads indicate glial cells bodies and arrows 

indicate glial processes. Scale bars: a-d 50m. 
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Figure 1 
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Figure 2 
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Figure 3 
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Figure 4 
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Figure 5 
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Figure 6 

 

 

 

 

 

 



 

4. DISCUSSÃO 

Apesar do tGI em gastrópodes ser considerado de pouco valor taxonômico, sendo 

descrito como evolutivamente conservado (HASZPRUNAR, 1988), observa-se uma grande 

variabilidade na sua organização morfológica. Em uma revisão sobre a sistemática de 

estilomatóforos foram listadas diversas características para determinação das diferentes 

subclasses, dentre elas: formato do pró-ventrículo (papo-gástrico) e bolsa gástrica e 

comprimento e circunvoluções do intestino (TILLIER, 1989). No entanto, o tGI nestes animais 

é considerado o mais simplificado ao longo do processo evolutivo (TILLIER, 1989). Esta 

variação na organização morfológica reflete a grande gama de repertórios alimentares 

apresentados por estes animais, gerando divergências na nomenclatura adotada pelos 

diferentes autores. A terminologia utilizada para a descrição anatômica do tGI em M. 

abbreviatus foi baseada em HYMAN (1967), GRASSÉ (1968), CARRIKER (1946) e TILLIER 

(1989). 

A determinação das regiões do SD em estilomatóforos é baseada em opistobrânquios 

plesiomórficos e na família Otinidae, principalmente no que se refere à morfologia do papo-

gástrico, contiguidade da abertura dos ductos da glândula digestiva e comprimento do 

intestino (GOSLINER, 1981; TILIER, 1984, 1989). A porção média do tGI nestes animais é 

constituída pelo estômago e intestino, enquanto que a posterior é representado pelo reto e 

ânus (CARRIKER, 1946; HYMAN, 1967; GRASSÉ, 1968). O estômago, em M. abbreviatus, é 

uma dilatação da porção média do tGI, cuja maior parte se encontra envolta pela glândula 

digestiva. O estômago apresenta um formato de U, podendo ser divisível em duas porções: 

pró-ventrículo e moela. O formato deste órgão é semelhante ao descrito em Amphibola e 

Giadina (HYMAN, 1967), Phyllocaulis soleiformis (LEAL-ZANCHET et al., 1990) e Bradybaena 

similaris (THOMÉ et. al., 1996), no entanto estes autores não se referem à existência de uma 

porção tubular e outra semi-esférica no órgão. A ampla sintopia do estômago com a 

glândula digestiva, bem como a disposição dos ductos desta glândula em M. abbreviatus é 

semelhante às de Strophocheilus lorentzianus e B. similaris (SCOTT, 1939; THOMÉ et. al., 

1996). Subdivisões semelhantes ao observado no estômago de M. abbreviatus são descritas 

em prosobrânquios (FRETTER & GRAHAM, 1962), basomatóforos e estilomatóforos (HYMAN, 

1967). Entretanto, em estilomatóforos a moela é descrita como ausente, sendo considerada 

como um órgão de basomatóforos primitivos (HYMAN, 1967). Na literatura, a primeira 
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porção do estômago é referida como papo-gástrico (TILLIER, 1989), sendo considerado como 

parte do esôfago posterior em alguns pulmonados (Lymnaea stagnalis, CARRIKER, 1946; 

Achatina fulica, GHOSE, 1963). Contudo, em M. abbreviatus quatro características nos 

permitem denominar esta região como pró-ventrículo: (i) presença de um esfíncter muscular 

que demarca a sua transição com o esôfago, também descrito no sistelomatóforo Onchidella 

celtica (FRETTER, 1943); (ii) existência de uma constrição em seu diâmetro próximo à moela; 

(iii) emissão do ducto anterior da glândula digestiva, ambos semelhantes ao caracol Theba 

pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988) e (iv) devido a sua característica glandular, 

similarmente ao descrito para outros pulmonados (MORTON, 1955a; RIGHI, 1964; LEAL-

ZANCHET et al., 1990). A moela, amplamente descrita em basomatóforos, realiza grande 

trabalho de trituração e mistura (MORTON, 1955b). Em M. abbreviatus, assim como em 

outros pulmonados, constitui uma segunda porção funcional do estômago (FRETTER, 1943, 

GHOSE, 1963) e não um órgão separado deste como descrito no opistobrânquio Aplysia 

punctata (HOWELLS, 1942). Outras características presentes na moela de opistobrânquios e 

alguns pulmonados, tais como, divisão em dois compartimentos internos ou bi-lobação, 

presença de uma papila gástrica, existência de tiflossoles gástricas ou de um ceco-gástrico 

(CARRIKER & BILSTAD, 1946; MORTON, 1955b; ROACH, 1968; FRETTER & HIAN, 1979; 

ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988; PENA et al., 2004) não estão presentes em M. 

abbreviatus. Em sistelomatóforos o piloro, porção final do estômago, é descrita como parte 

do intestino, sendo denominado intestino tiflossolear (LEAL-ZANCHET et al., 1990), 

entretanto em M. abbreviatus identificamos o piloro como parte do estômago, 

provavelmente desempenhando uma atividade coordenada com a moela, assim como tem 

sido descrito em diferentes grupos de gastrópodes (SCOTT, 1939; CARRIKER & BILSTAD, 

1946; RIGBY, 1962; LUFTY & DEMIAN, 1967). 

O estômago é seguido pelo intestino, que se caracteriza por ser longo e espiralado ou 

enrolado em herbívoros (HYMAN, 1967; TILLER, 1989). O intestino em M. abbreviatus 

apresentou muitas semelhanças ao descrito em S. lorentzianus (SCOTT, 1939) e Helix 

pomatia (KÜRKENTHAL et. al., 1969). Em M. abbreviatus, três regiões são morfologicamente 

distintas: pró-intestino, médio-intestino e pós-intestino, enquanto que em Limacoidea e 

Milacidae são observadas quatro porções distintas: tiflossolear, anterior, média e posterior 

(LEAL-ZANCHET, 1998). O pró-intestino ou intestino tiflossolear apresenta duas tiflossoles de 

igual comprimento, diferente do descrito em prosobrânquios (LUFTY & DEMIAN, 1967) e 
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outros pulmonados (LEAL-ZANCHET et al., 1990; DIMITRIADIS, 2001), enquanto que o médio-

intestino, semelhante a T. pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988), não apresentou 

estas estruturas no seu lúmen como o observado em outros estilomatóforos (DIMITRIADIS, 

2001). A presença de ceco, descrita no sistelomatóforo O. celtica (FRETTER, 1943), no 

basomatófora L. stagnalis (CARRIKER & BILSTAD, 1946; BOER & KITS, 1990) e em Limacoidea 

e Milacidae (HYMAN, 1967; LEAL-ZANCHET, 1998), não foi observada em M. abbreviatus. As 

características apresentadas pelo pós-intestino neste estudo não se diferenciaram do 

observado em outros pulmonados (DIMITRIADIS, 2001). O reto difere do pós-intestino pela 

diminuição do lúmen, semelhante ao observado nos gastrópodes em geral (HYMAN, 1967). 

O reto não apresentou cintas longitudinais na sua parede, arranjo descrito em outros 

gastrópodes terrestres (HYMAN, 1967). 

Microscopicamente, também existem muitas diferenças sobre a organização tecidual 

da parede. O epitélio digestório em M. abbreviatus é cilíndrico simples, variando entre 

intermitente-ciliado e ciliado, sendo possível identificar seis ou mais tipos celulares ao longo 

desta camada, assim como o descrito para outros pulmonados (PANIAGUA & NISTAL, 1983; 

LEAL-ZANCHET et al., 1990; FRANCHINI & OTTAVIANI, 1992; LUCHTEL et al, 1997). No 

entanto, um epitélio cilíndrico intermitente ciliado é característico de animais com um 

estômago apenas glandular, como A. fulica (GHOSE, 1963), T. pisana (ROLDAN & GARCIA-

CORRALES, 1988), D. reticulatum (TRIEBSKORN, 1989) e os do gênero Helix (GUARDOBASSI & 

FERRERI, 1953; DIMITRIADIS et al., 1992), que não é o caso em M. abbreviatus. Neste animal 

o estômago é composto, apresentando um epitélio intermitente ciliado na primeira e 

intermitente ciliado ou não ciliado recoberto por uma cutícula na segunda porção, como em 

P. soleiformis (LEAL-ZANCHET et al., 1990) e outros gastrópodes (HYMAN, 1967). Em 

contrapartida, a presença de células ciliadas e o arranjo em microvilosidades na mucosa do 

tGI são características comuns em pulmonados (LUCHTEL et al., 1997). Um estudo ultra-

estrutural apontou que o estômago em M. abbreviatus apresenta uma mucosa ciliada 

(FACCIONE-HEUSER et al., 2002), entretanto a presença de cutícula na moela permite inferir 

que os cílios possam estar presentes apenas no pró-ventriculo. Neste sentido, um estudo 

ultra-estrutural complementar que analise e compare as porções do estômago, bem como 

do intestino permitirá descrever a ulta-estrutura da mucosa em M. abbreviatus. O aumento 

no número de células caliciformes a partir do estômago até o reto e ânus é semelhante ao 

observado em outros pulmonados (CARRIKER & BILSTAD, 1946; GHOSE, 1963; ROLDAN & 
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GARCIA-CORRALES, 1988). A túnica submucosa em M. abbreviatus caracteriza-se por ser 

uma espessa túnica, constituída por tecido conjuntivo e contendo grande quantidade de 

espaços vasculares, somas e fibras neuronais. Este dado difere do descrito no 

opistobrânquio Aplysia (ITO & KUROKAWA, 2007), onde os autores consideram que todos os 

tecidos adjacentes a mucosa constituem a submucosa, incluindo as fibras musculares. A 

túnica muscular mantém o arranjo em duas camadas, circular interna e longitudinal externa, 

observado em outros pulmonados (PANIAGUA & NISTAL, 1983; LUCHTEL et al, 1997). 

Entretanto, no reto de M. abbreviatus, a túnica muscular torna-se mais delgada, quando 

comparada à localizada no pós-intestino, devido à ausência da camada muscular 

longitudinal; resultado também observado em estilomatóforos da família Veronicellidae 

(HOFFMANN, 1925). 

Como anteriormente referido, o estômago em M. abbreviatus apresenta duas regiões 

histológicas distintas: glandular (representado pelo pró-ventrículo) e muscular (representado 

pela moela), similarmente ao observado nos pulmonados Leucophytia (MORTON, 1955a) e 

Phyllocaulis (LEAL-ZANCHET et al., 1990) e no neogastrópode Thais haemastoma (RIGHI, 

1964). O pró-ventrículo é histologicamente semelhante ao estômago glandular ou simples 

observado em A. fulica (GHOSE, 1963), T. pisana (ROLDAN & GARCIA-CORRALES, 1988), D. 

reticulatum (TRIEBSKORN, 1989) e Helix (GUARDOBASSI & FERRERI, 1953; DIMITRIADIS et al., 

1992). A principal característica da moela é a presença de três camadas musculares, que se 

dispõem circular, oblíqua e longitudinalmente, semelhante ao descrito no basomatóforo 

Lymnaea (CARRIKER & BILSTAD, 1946) e no estilomatóforo T. pisana (ROLDAN & GARCIA-

CORRALES, 1988). Não encontramos o arranjo intercalar entre a circular e longitudinal que 

resulta na presença de quatro camadas, descrito no estilomatóforo A. fulica (GHOSE, 1963). 

O arranjo da túnica muscular em três camadas torna a parede da moela muito espessa em 

todo o órgão e não somente nas regiões de curvatura e de emissão dos ductos da glândula 

digestiva, como o observado no estilomatóforo Strophocheilus miersi (PENA et al., 2004). 

Enquanto que no intestino, a túnica muscular apresenta-se contínua, com predomínio da 

camada circular sobre a longitudinal, similar ao descrito em outros pulmonados (LUCHTEL et 

al., 1997). Neste estudo não observamos a formação de bandas de fibras musculares na 

parede do intestino, tal qual descrito no basomatófora Otina otis (MORTON, 1955b) e no 

estilomatófora A. fulica (GHOSE, 1963). Porém, no pró-intestino a presença das tiflossoles 

faz com que surjam duas cintas de fibras musculares longitudinais, organização presente na 
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mesma porção do intestino dos pulmonados A. fulica (GHOSE, 1963) e T. pisana (ROLDAN & 

GARCIA-CORRALES, 1988) e do opistobrânquia A. punctata (HOWELLS, 1942). Já no reto de 

M. abbreviatus, conforme anteriormente abordado, a túnica muscular se apresenta mais 

delgada e não forma cintas longitudinais, diferenciando-se das descrições em outros 

pulmonados (CARRIKER & BILSTAD, 1946; MORTON, 1955b; GHOSE, 1963), entretanto a 

predominância da camada muscular circular é semelhante aos pulmonados Lymnaea 

(CARRIKER & BILSTAD, 1946), A. fulica (GHOSE, 1963) e T. pisana (ROLDAN & GARCIA-

CORRALES, 1988) e ao opistobrânquio A. punctata (HOWELLS, 1942). 

Com relação à inervação do trato intestinal, com especial atenção ao intestino médio, 

a literatura reporta diferentes situações para a origem e distribuição dos nervos, gerando 

uma descrição controversa. No estilomatóforo Helix pomatia (SCHMALZ, 1914; BANG, 1916) 

e no opistobrânquia Aplysia (SCHWARZ & SUSWEIN, 1984, 1986) a inervação do estômago 

origina-se nos gânglios bucais, que emitem o nervo gástrico anterior e posterior, enquanto 

que no estilomatófora A. fulica estes gânglios emitem os nervos comuns do papo 

(ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979). Já a inervação do intestino tem origem no nervo 

intestinal emitido pelo gânglio visceral (SCHMALZ, 1914; GHOSE, 1962; ELEKES et al., 1985; 

KRUATRACHUE et al., 1993; ANTKOWIAK & CHASE, 2003). Também é descrito nos 

estilomatóforas Arion ater (ROACH, 1968) e A. fulica (ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979) 

que os nervos gástricos constituem um plexo nervoso ganglionar sobre a parede dorsal do 

estômago. Em M. abbreviatus, a participação dos nervos gástricos na formação de um plexo 

ganglionar estomacal será considerada mais adiante. Contudo, podemos afirmar que a 

inervação do intestino médio e posterior tem origem no gânglio visceral, assim como o 

relatado em outros pulmonados (SCOTT, 1939; NISBET, 1961; GHOSE, 1962; BAGUST et al., 

1979; ELEKES et al., 1985; KRUATRACHUE et al., 1993; ANTKOWIAK & CHASE, 2003). Apesar 

desta semelhança na origem da inervação, é importante salientar que encontramos uma 

variação quanto ao número de nervos que se originam do gânglio visceral. Na literatura são 

descritos que dois a seis nervos são emitidos pelo gânglio visceral em pulmonados 

(SCHMALZ, 1914; BANG, 1916; SCOTT, 1939; NISBET, 1961; GHOSE, 1962; COOK, 1966; 

ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979; KRUATRACHUE et al., 1993). Porém, ressaltamos que 

em M. abbreviatus o gânglio visceral emite cinco nervos: aórtico, columelar, palial-posterior, 

nV e nR. 
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Sobre a inervação do intestino médio em M. abbreviatus o segundo aspecto a ser 

discutido é a nomenclatura. Nos estilomatóforas Helix (SCHMALZ, 1914; BAGUST et al., 1979; 

ELEKES et al., 1985),  Succinea putris (COOK, 1966) e A. fulica (ABEYESEKERA & 

BRECKENRIDGE, 1979) é descrito que o nervo intestinal emerge da margem dorso-posterior 

do gânglio visceral, como um grosso feixe nervoso, inervando o coração, rim, glândula 

digestiva, parte dos órgãos sexuais, tegumento, além do estômago e intestino (BULLOCK & 

HORRIDGE, 1965). A complexidade da inervação remetida por este nervo, descrita tanto em 

opistobrânquios (Elysia, Aeolidia e Fiona, RUSSEL, 1929) quanto em pulmonados (S. 

lorentzianus, SCOTT, 1939; Archachatina, NISBET, 1961; A. fulica, GHOSE, 1962) fez com que 

Scott (1939) e Hyman (1967) o denominassem nervo visceral comum (nV). Assim, em M. 

abbreviatus utilizamos a nomenclatura nV, por concordarmos com estes autores que esta 

denominação reflete mais a complexidade da inervação oriunda deste nervo. 

O terceiro aspecto, da inervação do intestino médio, a ser discutido é o padrão da 

inervação e da ramificação do nV. Conforme anteriormente abordado, alguns autores 

afirmam que o estômago é inervado a partir dos gânglios bucais por um nervo comum ao 

esôfago e ao estômago (SCHMALZ, 1914; BANG, 1916; ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 

1979; SCHWARZ & SUSWEIN, 1984, 1986). Porém, observamos em M. abbreviatus que o 

estômago e o intestino possuem uma inervação comum por meio do ramo gastrointestinal 

(rG) originado do nV e que este ramo não emerge diretamente do gânglio visceral como foi 

descrito em S. putris (COOK, 1966). Achamos pertinente denominá-lo rG por acreditarmos 

que a denominação intestinal (GHOSE, 1962; ELEKES et al., 1985; KRUATRACHUE et al., 1993; 

ANTKOWIAK & CHASE, 2003) possa remeter erroneamente à descrição de Schmalz (1914). 

Assim como o observado em A. fulica (GHOSE, 1962), em M. abbreviatus o rG emite vários 

ramos que se distribuem sobre a parede do estômago e intestino. Ainda, os ramos gástricos 

realizam conexão com um gânglio na parede dorsal do estômago, semelhante ao descrito 

em A. ater (ROACH, 1968). Não observamos o nV emitindo os ramos cardio-intestinal 

descrito no sistelomatóforo Vaginula solea (COIFMANN, 1934) e em H. aspersa (BAGUST et 

al., 1979) ou reno-intestinal observado em H. pomatia (ELEKES et al., 1985). Um dado 

interessante é que para H. pomatia, Aplysia oculifera e A. fasciata foram descritas a 

presença de corpos de neurônios ao longo do nervo, podendo estar isolados ou formando 

grupos (ELEKES et al., 1985, SCHWARZ; SUSWEIN, 1984, 1986), o que não foi visualizado em 

M. abbreviatus. Em relação à inervação do intestino posterior (reto e ânus), não 
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encontramos divergências entre nossas observações e o descrito na literatura. Contudo, 

consideramos prudente denominar o nervo como reto-anal (nR) e não somente anal 

(SCHMALZ, 1914; BANG, 1916; SCOTT, 1939; BULLOCK & HORRIDGE, 1965; HYMAN, 1967; 

ABEYESEKERA & BRECKENRIDGE, 1979; KRUATRACHUE et al., 1993), por este inervar tanto o 

reto quanto o ânus. 

Invertebrados superiores, incluindo anelídeos (BARNA et al., 2001; IERUSALINSKY & 

BALABAN, 2006) e artrópodes (ROBERTS, 1997; HARTENSTEIN, 1997; AYALI, 2004; KATZ, 

2007) apresentam o SNEG, um sistema de gânglios periféricos e fibras nervosas que inervam 

vísceras e controlam a ingestão de alimentos, recaptação e transporte de nutrientes, 

respiração e excreção. Suas funções são comparáveis às atribuídas ao sistema nervoso 

autônomo (SNA) de vertebrados, controlando os músculos bucais e regulando intestino 

anterior e médio (HARTENSTEIN, 1997; AYALI, 2004; KATZ, 2007). Em gastrópodes, o SNEG 

foi inicialmente descrito como dois gânglios localizados na transição entre a massa bucal e o 

esôfago, conectados ao SNC e que inervam o tGI por meio dos nervos esofageais (LACAZE-

DUTHIERS, 1898; PARAVICINI, 1898, ALEXANDROWICZ, 1912; RUSSEL 1929; STEFANELLI, 

1932ab, 1934ab). Estes gânglios, em pulmonados, seriam constituídos por um pequeno 

número de neurônios (LACAZE-DUTHIERS, 1898; PARAVICINI, 1898), não sendo citados 

quantos neurônios foram encontrados. Ainda, durante certo período o termo SNEG foi 

aplicado aos gânglios bucais, por se acreditar que esta estrutura pertencia a este gânglio 

(LACAZE-DUTHIERS, 1898; RUSSEL, 1929). Entretanto, no opistobrânquio Aplysia o SNEG 

constitui-se por um anel nervoso, disposto entre o papo e a moela (FUJISAWA et al., 1999; 

FURUKAWA et al., 2001; MORISHITA et al., 2003; ITO & KUROKAWA, 2002, 2007). Este anel 

estomatogástrico apresenta neurônios formando cadeias ou pequenos grupos que recebem 

aferências dos gânglios bucais por intermédio do nervo esofageal (FUJISAWA et al., 1999). Já 

no estilomatóforo A. ater os ramos gástricos conectam-se diretamente a um gânglio gástrico 

(ROACH, 1968). Porém, o SNEG em M. abbreviatus apresenta três características que o 

diferenciam destas descrições: (i) ser constituído por quatro gânglios (estomatogástrico, 

gástrico, pilórico e cárdico) interconectados por uma série de nervos; (ii) os cerca de 30 

neurônios estão distribuídos entre os gânglios localizados sobre a parede do estômago; (iii) a 

maior aferência do SNC para o tGI ocorre por meio do rG que conecta-se ao gânglio 

estomatogástrico, conforme verificado por meio da marcação anterógrada com LY, apesar 

de não identificarmos a conexão entre o SNEG com os nervos esofageais diretamente. A 
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complexidade na organização do SNEG em M. abbreviatus, nos leva a concordar com 

Paravivini (1898) que este constitui um análogo ao sistema nervoso simpático (SNS) dos 

vertebrados. A localização dos gânglios na moela (estomatogástrico), nas transições esôfago-

pró-ventricular (cárdico), do pró-ventrículo com a moela (gástrico) e gastro-pilórica (pilórico) 

assemelha-se mais a organização descrita para crustáceos (MULLONEY & SELVERSTON, 1974; 

MULLONEY, 1987; ROBERTS, 1997) do que a encontrada em Aplysia (FUJISAWA et al., 1999) 

ou em anelídeos (BARNA et al., 2001; IERUSALINSKY & BALABAN, 2006). Além disso, o papel 

do SNEG no controle do fluxo de alimentos em gastrópodes vem sendo amplamente 

estudado (KUPFERMANN & WEISS, 2001; ITO & KUROKAWA, 2007). Novas abordagens, 

como eletrofisiologia e neuroquímica, podem representar um importante passo para o 

entendimento do real controle exercido pelo SNEG no funcionamento do tGI nos 

gastrópodes. 

Relativo aos circuitos neurais centrais que controlam o comportamento alimentar de 

gastrópodes, muitos estudos estabeleceram os programas motores envolvidos nas fases de 

retração e protação da rádula (CHASE, 2002; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002; CROPPER et al., 

2004). O complexo ganglionar parieto-visceral (gânglios parietais e visceral) inerva o 

intestino médio, órgãos reprodutivos, pneumóstomo, cavidade renopericardial e manto 

(DORSETT, 1986). No opistobrânquia Aplysia estudos demonstraram que efetores 

visceromotores controlados pelos gânglios abdominal (DIERINGER et al., 1978; KOCH et al., 

1984) e pedal-pleural (XIN et al., 1996) exercem importante papel na coordenação do 

comportamento alimentar, inibindo as fases apetitivas e consumatórias. Entretanto, as 

investigações abordando o controle do SNC via nV sobre as atividades viscerais revelam 

abordagens relativas ao funcionamento dos sistemas cárdio-renal, respiratório e órgãos 

reprodutivos (H. pomatia, PIN & GOLA, 1984; VEHOVSZKY & ELEKES, 1985; RÓZSA, 1987; H. 

aspersa, KERKUT et al., 1975; BAGUST et al., 1979; ANTKOWIAK & CHASE, 2003; CHASE et 

al., 2004; L. stagnalis, HAQUE et al., 2006). A participação do Vn e nR sobre o controle do 

intestino médio e posterior, bem como a localização destes neurônios nos gânglios centrais 

não tem recebido atenção em gastrópodes pulmonados. Este fato dificulta uma comparação 

precisa sobre o controle exercido pelo SNC no funcionamento destas porções do tGI entre as 

diferentes espécies de gastrópodes. 

Em M. abbreviatus, a maioria dos neurônios marcados que formam o rG localizam-se 

nos gânglios parietal direito (Pad), gânglio visceral (V) e pedal direito (Pd). Outros gânglios 
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com uma quantidade importante de neurônios marcados são o pleural direito (Pld) e o pedal 

esquerdo (Pe). De forma similar, no nR a maioria dos neurônios marcados estão localizados 

no Pad e V, porém o Pe apresenta o terceiro maior número de neurônios, sendo seguido 

pelo Pd. Nos estilomatóforos Helix (BAGUST et al., 1979; VEHOVSZKY and ELEKES, 1985; 

RÓZSA, 1987) e A. fulica (KRUATRACHUE et al., 1993) o controle das funções viscerais é 

mediado pelos neurônios do complexo parieto-visceral, semelhante ao observado em M. 

abbreviatus, principalmente se considerarmos que 55% dos neurônios marcados no rG e 

59.28% no nR estão localizados nestes gânglios. 

A localização de alguns neurônios marcados no rG e no nR permite tentarmos propor 

alguma correlação entre neurônios do complexo subesofageal em H. pomatia e H. aspersa 

(PARMENTIER, 1973; KERKUT et al., 1975; RÓZSA, 1987; JANAHMADI et al., 1999), Lymnaea 

(WINLOW & BENJAMIN, 1976; HAYDON & WINLOW, 1981; SLADE et al., 1981; MAGOSKI & 

BULLOCH, 1998) e A. fulica (SANTOS et al., 1992) e os retrogradamente marcados em M. 

abbreviatus. Por exemplo, no gânglio visceral de M. abbreviatus, os neurônios localizados 

nas suas margens anterior e posterior-esquerda parecem ter posição similar a dos neurônios 

V1 a V5 de Helix (PARMENTIER, 1973; KERKUT et al., 1975; RÓZSA, 1987) e VD2 e VD3 de 

Lymnaea (MAGOSKI & BULLOCH, 1998). É possível observar algumas similaridades entre 

neurônios grandes retrogradamente marcados dos gânglios visceral e gânglio parietal direito 

de M. abbreviatus com alguns neurônios já identificados, como o V21 e RPA1 dos gânglios 

visceral e parietal direito de H. pomatia (ELEKES et al. 1985) e E13, E10 (viscerais) e F1 e F76 

(parietal direito) de H. aspersa (KERKUT et al, 1975; JANAHMADI et al., 1999). Estes 

neurônios enviam um axônio pelo nervo intestinal ou nV. É importante salientar que as 

correlações realizadas baseiam-se apenas em critérios anatômicos e que Campbell & Hodos 

(1970) listam nove tipos de dados utilizados no estabelecimento de homologias em 

neurônios do SNC. Conhecimentos neuroquímicos e eletrofisiológicos destes prováveis 

neurônios efetores do SD são necessários para ser possível correlações com o sistema 

nervoso de outros gastrópodes pulmonados. Não foram encontradas referências específicas 

sobre a marcação retrógrada do rG, mas sabe-se que alguns neurônios viscerais e parietais 

cardiorreguladores podem enviar axônios também pelo ramo que inerva a parede do 

intestino médio, o que explicaria por que alguns neurônios viscerais e parietais 

retromarcados de M. abbreviatus coincidem com neurônios identificados de H. pomatia 

(VEHOVSKY & ELEKES, 1985). 
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É importante esclarecer que como os métodos de marcação utilizados não devem ser 

transinápticos, os neurônios considerados consistentemente marcados são apenas os 

envolvidos primariamente neste controle. E como também marcaram projeções aferentes 

que terminaram em extensas ramificações neuríticas nos neuropilos, o rG e o nR também 

possuem muitas fibras sensoriais. Ainda que os somas marcados nos gânglios centrais 

possam ser tanto motores como aferentes de segunda ordem, a comparação com neurônios 

centrais em outros gastrópodes pulmonados estudados pode permitir alguma especulação. 

Pode-se estabelecer, entretanto, algumas correlações com os neurônios tanto dos 

gânglios pedais como do gânglio visceral, retrogradamente marcados pelo rG e nR, 

utilizando o mapeamento neuroquímico já realizado nesta espécie. O grupo de neurônios 

encontrados junto à margem posterior do gânglio visceral, retrogradamente marcados do rG 

e nR de M. abbreviatus, coincide com o grupo de neurônios identificados como 

serotoninérgicos nesta espécie (ZANCAN et al., 1997). A distribuição de 5HT sobre e no plexo 

intramural do trato digestório de M. abbreviatus será considerada posteriormente. O par de 

neurônios gigantes anteriores identificados como serotoninérgicos em M. abbreviatus 

(ZANCAN et al., 1997; SWAROWSKY et al., 2005) também foram retrogradamente marcados 

pelo rG. Estes neurônios já vinham sendo propostos como moduladores da locomoção, mas 

como este par de neurônios foi consistentemente retromarcado do rG, resta tentar 

entender o significado da provável multifuncionalidade destes neurônios. A concomitante 

inervação pelo rG e nR por parte de um considerável número de neurônios marcados 

retrogradamente pelos dois nervos de forma simultânea são outros exemplos, ainda que em 

escala menor, desta multifuncionalidade dos neurônios do SNC dos moluscos. 

A arquitetura do SNE em estilomatóforos relembra a encontrada em vertebrados 

(RÖSZER et al., 2004). O SNE de M. abbreviatus é constituído por duas redes neuronais 

paralelas, o PS e o PM, que percorrem o tGI desde o esôfago até o ânus, sendo esta 

arquitetura idêntica a descrita em outros gastrópodes (LACAZE-DUTHIERS, 1898; 

PARAVICINI, 1898, ALEXANDROWICZ, 1912; RUSSEL, 1929; STEFANELLI, 1932ab; 1934ab, 

ÁBRAHÁM, 1940; JABONERO & RODRIGO, 1966). Contudo, Ito & Kurokawa (2007) 

consideram o SNEG como um componente do SNE no opistobrânquio Aplysia, o que nos leva 

a discordar com base em argumentos anteriormente expostos. A maior concentração de 

neurônios na junção esôfago-gástrica observada em M. abbreviatus também é observada 

em outros gastrópodes (A. ater, ROACH, 1968; Amphibola crenata, PILKINGTON, 1981, 1982; 
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Aplysia, ITO & KUROKAWA, 2007), sugerindo um controle do fluxo de alimentos por meio do 

cárdia, visto que o papo em estilomatóforos atua como um órgão de estocagem. Ainda, a 

diminuição no número de somas na moela de M. abbreviatus ocorra devido ao 

espessamento da parede neste órgão ou a presença do SNEG que suprime a necessidade de 

um maior número de neurônios no PS e PM. Entretanto, em M. abbreviatus é importante 

salientar que o PM apresenta maior número de somas que o PS, mas que neurônios estão 

presentes na submucosa, diferente do descrito em Aplysia (ITO & kUROKAWA, 2007). Os 

tipos neuronais presentes no PM e PM de M. abbreviatus são unipolares e multipolares, 

raramente sendo visualizados neurônios bipolares, constituindo morfologias neuronais 

amplamente descritas em gastrópodes (STEFANELLI, 1932ab, 1934ab; ÁBRAHÁM, 1940; 

JABONERO & RODRIGO, 1966). A presença de células nervosas intra-epiteliais (neuron-like 

intraepithelial cells) dispostas esparsadamente entre as células epiteliais da mucosa, é 

semelhante ao descrito por Zaitseva (2006) no tGI dos prosobrânquios Littorina littorea, 

Cryptonatica clausa e Buccinum undatum, dos opistobrânquios Dendronotus arborescens e 

Coryphella rufibranchialis e dos pulmonados A. fulica, H. pomatia e D. reticulatum. A 

existência de células fusioformes, presentes no SNE de M. abbreviatus não é referida na 

literatura para gastrópodes. Entretanto, dada a sua semelhança morfológica e devido a sua 

localização podemos especular que talvez elas representem indícios do aparecimento das 

células intersticiais de Cajal no tGI de invertebrados. No entanto, a natureza química destes 

minineurônios, assim como das células nervosas intra-epiteliais ainda precisam ser melhor 

investigadas em M. abbreviatus.  

Estudos neuroquímicos anteriores e outros mais recentes apontam para presença de 

várias moléculas sinalizadoras atuando na modulação e controle das atividades no SNC e 

SNP de gastrópodes (ELEKES et al., 1994; GIARDINO et al., 1996; MOROZ & GILLETTE, 1996; 

FUJISAWA et al., 1999; FURUKAWA et al., 2001; MORISHITA et al., 2003; RÖSZER et al., 

2006). Como referido anteriormente, a neuroquímica tanto no SNC como no SNP de M. 

abbreviatus vem sendo investigada (ZANCAN et al., 1994; ZANCAN et al., 1996; ZANCAN et 

al., 1997; RIGON et al., 1998; MORIGUCHI-JECKEL, 2001; FACCIONI-HEUSER et al., 2004; 

SWAROWSKI et al., 2005; RIGON et al., 2009, 2010). Contudo, no presente estudo, foi 

demonstrado que o intestino médio e posterior de M. abbreviatus é ricamente inervado por 

elementos neurais contendo as substâncias investigadas. 
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Como anteriormente referido, o tGI em M. abbreviatus recebe inervação central 

principalmente do complexo ganglionar parieto-visceral. De acordo com nossas observações, 

fibras nervosas identificadas com os anticorpos ou processos enzimáticos utilizados 

penetram a parede do estômago, intestino e reto e distribuem-se entre as túnicas 

submucosa e muscular, inervando os feixes nervosos ali existentes. Assim como em Helix (S-

Rózsa et al., 1986; Hernádi et al., 1989), o nV e o nR apresentam fibras serotoninérgicas 

oriundas do SNC (dado discutido anteriormente). Outros marcadores químicos investigados 

em M. abbreviatus também indicam semelhança com estudos que investigaram o código 

químico anteriormente. Neurônios com atividade colinesterásica (ZANCAN et al., 1994) 

localizados na porção anterior dos gânglios visceral e parietal direito demonstram 

semelhança aos retrogradamente marcados tanto no nV como no nR. Mesmo que a 

atividade da AChE não constitui um critério satisfatório para determinar a natureza 

colinérgica destes neurônios, não pode ser descartada a possibilidade destes neurônios 

serem colinérgicos. No mesmo sentido, o expressivo número de neurônios FMRFa-ir 

situados nos gânglios visceral e parietais de M. abbreviatus (Moriguchi-Jeckel, 2001), 

parecem ser homólogos aos retrogradamente marcados no nV e nR, o que permite 

conjecturar que este peptídeo participa do controle das funções do tGI nesta espécie. 

Recentemente, RIGON et al. (2009) identificaram os neurônios com atividade NADPHd no 

SNC de M. abbreviatus. À semelhança dos demais marcadores, os somas NADPHd-positivos 

situados no complexo viscero-parietal parecem coincidir com alguns dos somas 

retrogramente marcados no nV e no nR. Inervação com atividade diaforásica no tGI tem sido 

reconhecida em outros gastrópodes. Por exemplo, em Pleurobranchea os axônios em nervos 

periféricos demonstram possuir atividade NADPHd, principalmente nos nervos 

estomatogástricos, e no SNC dois neurônios do gânglio visceral (V1 e V2) mostraram uma 

menor intensidade na atividade da NADPHd (MOROZ & GILLETTE, 1996). A presença desta 

atividade enzimática indica o possível envolvimento do NO, mesmo que indiretamente, no 

controle central das atividades do tGI em M. abbreviatus, semelhante ao observado no 

controle central do comportamento alimentar de gastrópodes (SADAMOTO et al., 1998; 

MOROZ, 2000; ELLIOTT & SUSSWEIN, 2002), atuando em conjunto com outros 

neurotransmissores. 

Assim como a morfologia, a neuroquímica do SNEG em gastrópodes é pouco 

conhecida. No opistobrânquio Aplysia são descritos neurônios e fibras nervosas 
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imunorreativos ao SCP (LLOYD et al., 1988), ao Mytilus inhibitory peptide (FUJISAWA et al., 

1999), ao peptídeo cárdio-excitatório NdWFamide (MORISHITA et al., 2003) e fibras nervosas 

imunorreativas para enterinas (FURUKAWA et al., 2001). No entanto, é importante 

relembrar que para estes autores o SNEG constitui um dos componentes do SNE, o que nos 

leva a especular que seu código químico seja o mesmo no SNEG e no SNE. Isto serve para 

explicar a presença de neurônios e fibras colinesterásicas, monoaminérgicas, peptidérgicas e 

NADPHd-reativas observadas no SNEG de M. abbreviatus.  Até o presente, o código químico 

do SNEG pode ser discutido por meio da analogia com outros invertebrados em que este 

sistema encontra-se bem estabelecido (KLEMM et al., 1986; SELVERSTON & MOULINS, 1987; 

MEYRAND & MARDER, 1991; SWENSEN et al., 2000; BARNÁ et al., 2001; SKIEBE, 2001; 

IERUSALIMSKY & BALABAN, 2006, KATZ, 2007). Assim, em alguns crustáceos decápodes 

muitos motoneurônios estomatogástricos liberam ACh, tanto na junção neuromuscular 

como em conexões intraganglionares (TAZAKI & SAKAI, 1998). Porém, a 5HT parece ter 

maior importância na transmissão estomatogástrica em outros crustáceos (KUSHNER & 

BARKER, 1983; MULLONEY & HALL, 1990; TIERNEY et al., 1997; SKIEBE et al., 1999), insetos 

(KLEMM et al., 1986) e nos anelídeos (BARNÁ et al., 2001). 

O código químico do SNE em gastrópodes mostra-se extremamente variado, 

apresentando atividade de diferentes moduladores (HERNÁDI et al., 1998; OKAMOTO et al., 

2007). Apesar da importância da ACh na inervação entérica, seus efeitos fisiológicos e 

farmacológicos sobre o funcionamento do tGI (BAUX & TAUC, 1983; LLOYD & CHURCH, 1994; 

PERRY et al., 1998; ROSZER et al., 2009) são mais descritos do que a morfologia dos 

elementos nervosos em gastrópodes. Considerando que parte da atividade colinesterásica 

encontrada indique, de fato, a presença de neurônios colinérgicos no plexo entérico e que 

estes estão distribuídos junto a fibras e neurônios NADPHd-reativos, isto permite especular 

que esta seria a evidência morfológica para a relação funcional proposta entre o sistema 

colinérgico e nitrérgico, descrito em H. pomatia, de que a ACh exerce controle inibitório 

sobre a síntese de NO no plexo mioentérico (ROSZER et al., 2009). 

 A técnica mais utilizada no estudo da morfologia do SNE é a NADPHd, por realizar a 

clara identificação de neurônios e fibras nervosas em vertebrados (YONG et al., 1993) e 

invertebrados (ELPHICK & MELARANGE, 2001; AONUMA, 2002; RÖSZER et al., 2004a, 2005; 

SERFÖZÖ et al., 2008). Em gastrópodes, esta técnica revelou a presença de uma ampla 

inervação submucosa e mientérica e em nervos extrínsecos nos segmentos médios do tubo 
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digestório de membros das famílias Helicacea, Succineacea e Vertiliginacea (RÖSZER et al., 

2004a). Em M. abbreviatus, foi observada que a rede nervosa presente no tGI é tão 

complexa quanto à descrita em Helix (HALASY et al., 1988; RÖSZER et al., 2004a), A. fulica e 

L. littorea (ZAITSEVA & KUZNETSOVA, 2008; ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; ZAITSEVA et al., 

2009). Neurônios NADPHd-positivos mostram-se presentes em diferentes porções do tGI de 

Helix, organizados em microgânglios ou isoladamente, assim como o observado em M. 

abbreviatus. No entanto, as diferentes metodologias aplicadas também revelam uma pobre 

inervação NADPHd-positiva, por exemplo, no ceco de Helix (SERFÖZÖ et al., 2008), bem 

como divergências quanto a presença de elementos NADPHd-positivos em A. fulica, visto 

que RÖSZER et al. (2004a) não detectaram atividade desta enzima, enquanto que o os 

estudos realizados por Zaitseva descrevem uma rica inervação NADPHd positiva, constituída 

por neurônios, feixes de fibras nervosas e receptores intraepiteliais (ZAITSEVA & 

KUZNETSOVA, 2008; ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; ZAITSEVA et al., 2009). Em um estudo 

comparativo entre as famílias Helicacea, Succineacea, Vertiliginacea, assim como observado 

em M. abbreviatus, revelou que existe uma variação entre a morfologia neuronal e na 

coloração das fibras da rede nervosa entérica NADPHd-positiva nos diferentes órgãos 

(RÖSZER et al., 2004a). A predominância de neurônios unipolares, seguido dos multipolares 

e poucos bipolares NADPHd-positivos observados em M. abbreviatus corresponde ao 

descrito em Helix (HALASY et al., 1988; RÖSZER et al., 2004a; SERFÖZÖ et al., 2008), A. fulica 

e Littorina littorea (ZAITSEVA & KUZNETSOVA, 2008; ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; 

ZAITSEVA et al., 2009). 

Os neurônios FMRFa-ir estão mais presentes próximos à mucosa e são, em sua 

maioria, bipolares. Suas muitas fibras com varicosidades formam uma ampla rede junto a 

esta camada do tGI denotando uma função sensorial para este peptídeo (HERNÁDI et al., 

1998). Nas túnicas submucosa e muscular os neurônios encontram-se distribuídos entre as 

fibras nervosas e os constituintes de cada camada, no entanto um grande número de fibras 

parece originar-se a partir do SNEG, principalmente as que atingem a mucosa. Contudo, em 

Helix a inervação FMRFa-ir está mais presente na mucosa e submucosa (ELEKES & UDE, 

1994; HERNÁDI et al., 1998). Em nossos resultados, principalmente no SNEG e em algumas 

porções do SNE, mais no PS do que no PM, parece haver uma correlação direta entre a 

inervação FMRFa e a NADPHd, que pode ser explicada pelo estudo de Röszer et al. (2004b), 

que demonstrou que este peptídeo é utilizado como substrato para a síntese e na liberação 
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de NO por neurônios entéricos em gastrópodes. Entretanto, este comentário é meramente 

especulativo, sendo necessário um estudo por microscopia confocal para confirmar esta 

relação em M. abbreviatus. 

A 5HT está amplamente envolvida no comportamento alimentar, controlando e 

modulando as atividades da porção anterior do SD de gastrópodes (Lymnaea: McCROHAN & 

BENJAMIN, 1980ab; YEOMAN et al., 1994ab, 1996; Aplysia: KUPFERMANN, 1997; Achatina: 

YOSHIDA & KOBAYASHI, 1991; Helix: BERNOCCHI et al., 1998; Pleurobranchaea: GILLETTE & 

DAVIS, 1977; MOROZ et al., 1997; SUDLOW et al., 1998). Na maioria dos invertebrados, 

principalmente em insetos (KLEMM et al., 1986) e gastrópodes (ELEKES & UDE, 1994; 

HERNÁDI et al., 1998), a inervação serotoninérgica do tGI possui origem extrínseca. Contudo, 

em M. abbreviatus assim como na minhoca (BARNÁ et al., 2001) está presente uma 

inervação intrínseca ao trato digestivo. Por estar amplamente envolvida no controle do tGI, 

este transmissor apresenta grande relação com outros neurotransmissores entéricos. Em 

Helix, tanto 5HT como FMRFa estão presentes na mucosa e submucosa (ELEKES & UDE, 

1994; HERNÁDI et al., 1998), porém em M. abbreviatus as células 5HT-ir estão somente na 

submucosa, enquanto que os neurônios FMRFa-ir distribuem-se em todas as camadas. Além 

disso, em M. abbreviatus um número maior de neurônios e fibras nervosas serotoninérgicas 

são observadas na submucosa do reto e pós-intestino do que no restante do intestino 

médio. Outra correlação é encontrada entre a inervação serotoninérgica e nitrérgica em M. 

abbreviatus. Alguns neurônios no SNEG e submucosos parecem compartilhar a mesma 

natureza química, o que se reflete também na distribuição das fibras nervosas. A mesma 

relação foi observada no circuito central do comportamento alimentar em L. stagnalis 

(SADAMOTO et al., 1998), não seria inesperado se esta correlação também ocorresse no 

SNE. 

Outras monoaminas presentes no tGI de invertebrados são a dopamina e a 

octopamina (MERCER & MCGREGOR, 1981; CSOKNYA et al., 1992, 1997; HERNÁDI et al., 

1998). Em M. abbreviatus a fluorescência azul revelada pelo método do AG pode 

demonstrar a presença de catecolaminas atuando no controle do tGI nesta espécie. A 

presença de fibras e varicosidades catecolaminérgicas restringem-se a submucosa 

principalmente do reto e moela de M. abbreviatus, contrastando com a ampla distribuição 

descrita em Chione stutchburyi (MERCER & MCGREGOR, 1981) e com a presença de um 

plexo subepitelial em minhoca (CSOKNYA et al., 1992). Outra constatação interessante é que 
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em M. abbreviatus o método do AG não revelou a presença de 5HT, confirmada pela 

imunoistoquímica, resultado inverso do obtido em minhoca, onde o anticorpo foi ineficaz na 

confirmação da fluorescência amarela típica da 5HT (CSOKNYA et al., 1992). No entanto, a 

fluorescência azulada não revelou a presença de somas neuronais diferindo do descrito com 

a aplicação de imunohistoquímica para tirosina hidroxilase, método indireto para detecção 

da presença de dopamina, no trato alimentar de Helix (HERNÁDI et al., 1998). Apesar de 

terem sido detectados neurônios e fibras dopaminérgicos em alguns gânglios do SNC em M. 

abbreviatus, não foram detectadas fibras dopaminérgicas de origem central penetrando na 

parede do intestino médio e posterior, tal qual observado nas outras técnicas aplicadas 

neste estudo. Acreditamos que as fibras nervosas e varicosidades fluorescentes encontradas 

no intestino posterior e moela de M. abbreviatus sejam dopaminérgicas, no entanto para 

confirmação seria necessária a realização de um ensaio imunohistoquímico para tirosina 

hidroxilase, visto que a presença de octopamina é outra opção a ser considerada. Esta 

catecolamina foi observada no SNP que participa do controle nervoso da brânquia em 

Aplysia (KUPFERMANN et al., 1971; RUBEN et al., 1979). Uma ampla rede octopaminérgica 

também foi descrita no SNP de minhoca, constituída por neurônios e feixes nervosos junto à 

face interna da túnica muscular do intestino médio doque no anterior e posterior (CSOKNYA 

et al., 1997). Adrenalina e noradrenalina são encontradas em muito pouca quantidade nos 

gastrópodes (OSBORNE, 1984). 

Assim como os neurônios e fibras do SNEG e do SNE, as células nervosas intra-

epiteliais também apresentam uma natureza química ampla. No pulmonado A. fulica e no 

prosobrânquio L. littorea (ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; ZAITSEVA et al., 2009), assim 

como em M. abbreviatus, estas células apresentaram atividade colinesterásica e NADPHd, 

em ambos os tipos, fechado e aberto. No entanto, as células do tipo aberto mostraram 

maior imunorreatividade para 5HT do que para FMRFa em M. abbreviatus. Os neuritos que 

se ramificam da parte basal destas células nervosas intra-epiteliais formam um plexo 

subepitelial, cujas fibras comunicam-se, na sua maioria, com o PS e com o PM em M. 

abbreviatus, semelhante ao descrito para outros gastrópodes (ZAITSEVA, 2006; ZAITSEVA & 

KUZNETSOVA, 2008; ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; ZAITSEVA et al., 2009). Com base na 

sua localização e morfologia é sugerido que estas células desempenhem funções endócrinas 

e sensoriais em minhocas (TELKES et al.,1996; BARNÁ et al., 2001), estrela-do-mar (GARCÍA-

ARRARÁS et al., 2001) e gastrópodes (ZAITSEVA, 2006; ZAITSEVA & KUZNETSOVA, 2008; 
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ZAITSEVA & MARKOSOVA, 2008; ZAITSEVA et al., 2009). Acreditamos que em M. abbreviatus 

estas células desempenhem estas mesmas funções, sendo análogas às células presentes no 

SD de vertebrados (REHFELD, 1998; MAAKE et al., 1999). Contudo, seriam necessários 

estudos por microscopia eletrônica, eletrofisiológicos e farmacológicos para que esta 

hipótese seja confirmada. 

Da mesma forma que não foram encontrados dados na literatura sobre a morfologia 

das células fusiformes, o código químico destas células não é mencionado para gastrópodes. 

Algumas destas células marcaram com os anticorpos e/ou processos enzimáticos testados, 

contudo, seria necessário um estudo imunohistoquímico para determinar a natureza destas 

células e se elas, realmente, representam o indício do aparecimento das células intersticiais 

de Cajal na escala evolutiva ou um outro componente do SNE em gastrópodes. 

Nossos resultados demonstraram a presença de corpos celulares e processos GFAP-ir 

no tGI de M. abbreviatus, porém existem muito poucos estudos sobre a presença das células 

gliais no SNP em invertebrados. Os três tipos de células gliais descritos por Vernadakis & 

Roots (1995) referem-se a células que formam os envoltórios ou bainhas dos nervos. Apenas 

em insetos há uma referência de células enterogliais desempenhando um importante papel 

na neurogênesis do SNE (COPENHAVER, 2007). A presença de atividade AChE e NADPHd nos 

processos terminais das células gliais do SNC de gastrópodes (Peruzzi et al., 2004) é uma 

característica que também pode ser observada nas células enterogliais do tGI de M. 

abbreviatus, sugerindo que, assim como no SNC, ACh e NO possam mediar a comunicação 

neurônio-glia no SNE. Mais uma vez especulando, talvez os enterogliócitos atuem de 

maneira semelhante ao que vem sendo observado em vertebrados (RÜHL, 2005; BASSOTTI 

et al., 2007ab; SILVEIRA et al., 2007), que é o de participar na neuroplasticidade do SNE 

(BASSOTTI et al., 2007ab). 

 

 

 

 



 

5. CONCLUSÕES 

Concluindo, nossos resultados apontam que a morfologia do tGI em M. abbreviatus 

apresenta algumas semelhanças ao descrito para outros estilomatóforos, apontando que 

esta espécie apresenta um certo grau de avanço evolutivo ao eliminar o ceco. Porém, 

conserva a complexidade do digestório de outros herbívoros, ao apresentar o estômago 

dividido em pró-ventriculo e moela. Esta característica do tGI acaba se refletindo, também, 

no aporte nervoso destinado ao intestino médio que apresenta uma inervação extrínseca 

direta e, ao mesmo tempo, uma indireta ambas associadas a inervação intrínseca. A 

inervação extrínseca direta ocorre por meio do nV, emitido pelo complexo subesofageal, 

enquanto que a indireta advém do SNEG, que pode ser considerado como análogo ao SNS 

dos vertebrados. A inervação intrínseca é representada pela ampla rede entérica, que se 

constitui pelos PS e PM. Já o reto apresenta o controle nervoso extrínseco, via nR emitido 

pelo complexo subesofageal, associado ao controle intrínseco por meio do SNE. 

Este sistema nervoso periférico que inerva o tGI apresenta uma ampla natureza 

química em M. abbreviatus, que inclui axônios do SNC, via rG e nR, que podem conter fibras 

eferentes 5HT-ir, tanto eferentes como aferentes FMRFa-ir e fibras aferentes 

catecolaminérgicas. A intensa atividade enzimática da AChE e NADPHd obtida no plexo 

entérico serviu para a descrição da organização dos plexos entéricos e forneceu indícios da 

presença de sistemas colinérgicos e nitrérgicos participando das funções entéricas. A mesma 

diversidade química é observada no SNEG, que apresenta neurônios 5HT-ir e FMRFa-ir que 

se projetam para o estômago e intestino. Inervação nitrérgica e colinérgica também 

parecem estar presentes nesta segunda porção do controle extrínseco do tGI em M. 

abbreviatus. No SNE, o PS e o PM são constituídos por um grande número de neurônios, que 

apresentam neuritos catecolaminérgicos, 5HT-ir e FMRFa-ir, assim como também por 

neurônios de natureza possivelmente nitrérgica e colinérgica. Os diferentes mediadores 

respectivamente relacionados com os marcadores utilizados são, portanto, candidatos a 

exercer controle sobre a motilidade ou sobre as funções sensoriais e secretomotoras no tGI 

de Megalobulimus abbreviatus. As células nervosas intra-epiteliais e as fusiformes podem 

constituir outros elementos importantes do SNE, que poderiam constituir receptores 

sensoriais ou elementos neuroendócrinos. A presença de possíveis células intersticiais de 

Cajal poderia constituir mais um nível de controle na motilidade digestiva desta espécie, 
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sendo necessária uma investigação para confirmar a existência destas células em 

gastrópodes. Finalizando, a imunorreação à GFAP é uma evidência da presença de células 

enterogliais, que pode indicar a existência de interações entre os constituintes dos plexos 

neurais com a glia, tal qual ocorre no SNC dos moluscos ou outros invertebrados.



 

6. PERSPECTIVAS 

A partir dos resultados encontrados no presente trabalho foi possível estabelecer 

algumas conclusões referentes ao controle neurovisceral do caracol M. abbreviatus. 

Contudo, novas hipóteses foram formuladas, abrindo a possibilidade de novos estudos 

utilizando este modelo experimental. 

1. Analisar ultra-estrutralmente, por intermédio de microscopia eletrônica de 

transmissão e varredura, a constituição da parede das diferentes partes do tGI, buscando 

comprovar a presença de células ciliadas e o arranjo em microvilosidades na mucosa do tGI, 

bem como a diferenciação dos demais tipos celulares e a presença de cutícula na mucosa 

gástrica. 

2. Descrever a relação entre os constituintes do plexo entérico e os componentes do 

sistema nervoso estomatogástrico por meio de uma análise ultra-estrutural utilizando 

microscopia eletrônica de varredura e transmissão. 

3. Pesquisar a participação de outros neurotransmissores, tais como octopamina, 

GABA, glutamato, substância P, VIP, considerando apenas os mais comumente descritos 

para plexos entéricos em geral, além de determinar o padrão da inervação dopaminérgica 

por meio da imunorreatividade para estes transmissores no SNEG e no SNE do tGI. 

4. Realizar a possível co-localização dos neurotransmissores já investigados no SNEG, 

bem como de outros possíveis transmissores envolvidos neste sistema por meio de 

microscopia confocal. 

5. Descrever com recursos mais precisos como imunohistoquímica para visualizar 

com microscopia eletrônica as células nervosas intra-epiteliais e as células enterogliais. Para 

estas últimas, a microscopia confocal com outros marcadores, como para a proteína S-100 

também é outra alternativa. 

6. Determinar se as células fusiformes representam as células intersticiais de Cajal 

por meio da aplicação de imunohistoquímica associada à microscopia óptica em secções do 

tGI, utilizando o c-Kit Oncoprotein Human-CD117. 

7. Realizar estudos eletrofisiológicos e farmacológicos, por meio de um ensaio ex 

vivo, buscando determinar os níveis de controle funcional exercido pelo SNC, SNEG e do SNE 

no estômago, intestino e reto. 
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ANEXO II 

Bouchet & Rocroi, 2005 é atualmente o principal sistema de classificação de gastrópodes utilizado por especialistas. Este sistema taxonômico foi apresentado em um artigo chamado "Classification and 
Nomenclator of Gastropod Families" publicado no jornal Malacologia em 2005 escrito em colaboração com J. Frýda, B. Hausdorf, W. Ponder, Á. Valdés e A. Warén. 
Taxonomia em formato de cladograma: 
 

Moluscos paleozóicos incertae sedis    
Táxons basais incertae sedis 
Patellogastropoda (Acmaea sp., Haliotis sp., Lottia sp., Patella sp) 
Vetigastropoda (Diodora mamillata, Pleurotomaria sp., Trochus sp.) 
Cocculiniformia 

Neritimorpha    Neritimorpha paleozóicos incertae sedis 
       Cyrtoneritimorpha 

Cycloneritimorpha 
 
Caenogastropoda  Caenogastropoda incertae sedis (Toxoglossa, Cellana sp., Marisa cornuaretis, Tonna sp., Cryptonatica sp.) 

Architaenioglossa (Pila sp.) 
Sorbeoconcha (Telescopium telescopium) 

Hypsogastropoda   Littorinimorpha (Littorina sp.) 
     Ptenoglossa 
     Neogastropoda (Buccinum undatum, Nassarius obsoletus ou Ilyanassa obsoleta, Nucella lapillus, Oxyone sp., Thais haemastoma) 

Heterobranchia    Lower Heterobranchia (Pyramidellidae) 
    Cephalaspidea (Actoeon tornatilis, Haminoea sp., Philine sp., Scaphander sp.) 

Thecosomata 
Gymnosomata (Clionidae, Pneumodermatidae, Clione sp., Pteropoda sp.) 

Opisthobranchia    Aplysiomorpha (Aplisya sp.) 
Acochlidiacea 
Sacoglossa (Caliphyla sp., Elysia viridis, Lobiger sp., Plakobranchus ocellatus, Thutidilla sp.) 
Cylindrobullida 
Umbraculida 
Nudipleura  Pleurobranchomorpha (Pleurobranchaea sp.) 

Nudibranchia  Euctenidiacea 

Dexiarchia  Pseudoeuctenidiacea 

Cladobranchia  Euarminida 

   Dendronotida (Dendronotus arborescens) 

   Aeolidida (Aeolida papillosa, Coryphella rufibranchialis, Fiona marina) 

Pulmonata   Basommatophora (Acroloxus, Amphibola sp., Ancylus, Biomphalaria sp., Chilina sp., Gadinia sp, Helisoma sp.,  Lymnaea sp., Otina Otis, Physa sp., Planorbarius corneus ) 

Eupulmonata   Systellommatophora (Onchidella sp.,  Phyllocaulis soleiformis, Vaginula solea) 

   Elasmognatha (Succineacea, Succicinea putris) 

Stylommatophora  Orthurethra (Vertiliginacea, Leucophytia) 

Sigmurethra (Limacoidea, Milacidae , Achatina fulica, Archachatina marginata, Ariolimax columbianus, Arion ater, Bradybaena similaris, 

Deroceras reticulatum, Helix sp., Megalobulimus sp, Limax  sp., Strophocheilus lorentzianus, Theba pisana ) 
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