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STRESZCZENIE 

Krocionogi jako przedstawiciele saprofagów w faunie epigeicznej odpowiadają za dekompozycję pozostałości organicznych. Aktywność dwuparców 
poprawia cyrkulację składników odżywczych, pierwiastków i wzmaga proces rekultywacji środowiska. Poza wyżej wymienionymi Diplopoda powodują 
zagrożenia sanitarne i epidemiologiczne szczególnie podczas masowych pojawów i migracji. Biorąc od uwagę następujące aspekty: kontakt z sekrecjami 
obronnymi, aktowość pseudo-pasożytniczą, która imituje robaczyce oraz bierną transmisję patogenów możemy mówić o bezpośrednim i odległym wpływie 
na ludzkie zdrowie. W zakresie edukacji i profilaktyki pozostaje nadal wiele do uzupełnienia. Różne substancje pozyskiwane z krocionogów są testowane 
ze względu na ich medyczne właściwości; bezpośrednie wydzieliny, płyny i fragmenty ciała oraz aktywne związki z sekrecji obronnych. Krocionogi mogą 
posłużyć jako źródło rozwoju zoo-farmakognozji i zoo-indykacji. Zaprezentowany przegląd zagadnień sugeruje zarówno pozytywy jak i negatywne aspekty 
znaczenia grupy. Zebrano literaturę z połowy dwudziestego wieku oraz współczesną. W przypadku najnowszych doniesień korzystano z baz danych 
Google Scholar, PubMed, Medline. 
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WSTĘP 

Krocionogi plasują się tuż po owadach (Insecta) i pajęczakach (Arachnida), w rankingu na bioróżnorodność jak  
i znaczenia w naturze [1,2,3]. Dwuparce są najliczniejszym taksonem wśród Wijów, zawierającym około 12 000 opisanych 
gatunków zgromadzonych w 145 rodzinach i 16 rzędach [4,5,6,7,8]. 

Krocionogi jako zamieszkujące ściółkę epigeiczne organizmy dekomponujące, wytwarzają znaczne ilości odchodów, 
które są rozprowadzane w różnych poziomach profilu glebowego. Ekskrementy wzbogacają glebę w łatwiej i szybciej 
wchłaniane związki [9,10]. Większość krocionogów charakteryzuje się nocną aktywnością i ubarwieniem ciała w odcieniach 
maskujących: brązu czerni i beżu. Niektóre gatunki wykazują aposematyczne ubarwienie lub świecą w ciemności 
[11,12,13,14]. Krocionogi po podrażnieniu chowają wrażliwą brzuszną stronę ciała, głowę, odnóża i zwijają się tworząc 
spiralę lub kulę. Zaobserwowano także ucieczkę polegającą na odskakiwaniu od źródła zagrożenia [15]. Penicillata natomiast 
zaplątują drapieżnika w gąszczu frędzlowatych szczecinek [16]. Zachowania te wykształcone zostały ze względu na 
ograniczenia ucieczki w gęstym poszyciu, związane z niską mobilnością krocionogów. W ochronie przeciw pasożytom  
i drapieżnikom krocionogi wydzielają obronne sekrecje [4,17,18,19]. Gatunek tropikalny Rhinocricus sp. pryska wydzieliną na 
odległość około pół metra [20]. Krocionogi ze względu na brak struktur i organów służących do przekazywania sekrecji 
zalicza się do zwierząt trujących [21]. Szczególnie podczas deszczowego okresu krocionogi chętnie pojawiają się w ludzkich 
siedliskach. Taksony rodzime jak i napływowe rozpatrywane są jako gatunki synantropijne i szkodniki szczególnie podczas 
gradacji populacji i masowych migracji [22,23]. 

CEL 

Celem pracy była ocena znaczenia medycznego krocionogów zagrożeń dla zdrowia ludzi i możliwości zastosowań 
aplikacyjnych grupy. 

METODY 

Zgromadzono informacje z przeglądu anglojęzycznych pozycji w bazach: Google Scholar, PubMed, Medline. Zasób 
piśmiennictwa obejmował także pozycje z doktoratu pierwszego autora tej pracy, co przybliża czytelnikowi unikalne 
informacje opublikowane wyłącznie po polsku. 

DYSKUSJA 

SEKRECJE OBRONNE 

Podrażnione krocionogi wydzielają sekrecje obronne. Przedstawiciele rzędów Callipodida, Glomerida, Julida, 
Polydesmida Polyzoniida, Spirobolida i Spirostreptida posiadają gruczoły repugnatorialne [2,11]. Otwory prowadzące do 
gruczołów obronnych położone są u większości krocionogów obustronnie począwszy od piątego lub szóstego segmentu ciała 
na metasomicie lub w zakończeniach wypustek paranota (Polydesmida). U przedstawicieli Pentazonia ozopory 
zlokalizowane są grzbietowo [24, 25, 26]. U krocionogów z rzędów: Chordeumatida, Sphaerotheriida, Polyxenida, 
Siphoniulida i Glomeridesmida brak jest gruczołów obronnych [27]. 

Według Shear [27] za Eisner i wsp. [17] wyodrębniono trzy grupy gruczołów obronnych ze względu na strukturę 
gruczołu i skład sekrecji obronnych. Ilić i wsp. [28] uzupełniają wykaz o czwarty rodzaj Colobognatha. Właściwości fizyczne 
(kolor i zapach), charakteryzują takson (Rys. 1). Skład sekrecji obronnych jest różnorodny. Te same grupy związków mogą 
pojawić się w różnych taksonach podczas gdy inne przypisane są rzędom lub gatunkom. 

Wykaz organicznych składowych zawiera: alkaloidy chinazolinowe (glomeryna, homoglomeryna) (Glomerida); 
molekuły heterocykliczne z podstawnikami azotowymi (u Polyzoniida) terpeny (pinen i limonen) (u Polyzoniida, 
Siphonophorida); benzochinony, hydrochinony oraz ich pochodne (u Julida i Spirobolida oraz Spirostreptida); fenole  
(u Callipodida i Julida oraz Polydesmida) [29-37]. Mandelonitryl i inne cyjanogenne składowe; cyjanek benzylu notowane są 
niemalże u wszystkich krocionogów [38,39]. Dobrze udokumentowany w piśmiennictwie i niezwykle zróżnicowany  
w kontekście składu chemicznego substancji obronnych jest nadrząd Juliformia [19,27,37,40,41]. 
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Rys. 1 Blaniulus guttulatus (Fabricius, 1798). Ślepy przedstawiciel Julida, wydzielający sekrecje obronne o charakterystycznym zabarwieniu. Fotografia 
Monika Jung. 

ZNACZENIE MEDYCZNE, ZMIANY KRÓTKO I DŁUGO TERMINOWE 

Doniesienia odnośnie zagrożeń zdrowotnych związane z sekrecjami obronnymi koncentrują się głównie na 
miejscowych zmianach dermatologicznych lub objawach ogólnoustrojowych i toksykozach [42,43]. 

Ciemniejące rumieniowe zmiany patologiczne ale także parestezje opisali Neto i wsp. [44] na podstawie przypadku 
klinicznego z intensywnej terapii w Baku, Rio De Janeiro u 23-letniej pacjentki. Woń emitowana przez Oxidus gracilis 
(C.L.Koch, 1847) (Polydesmida) powoduje w dłuższej ekspozycji ból głowy [45]. Julida; Cylindroiulus caeruleocinctus (Wood, 
1864), Cylindroiulus latestriatus (Curtis, 1845), Choneiulus palmatus (Němec, 1895), Ommatoiulus sabulosus (Linnaeus 1758), 
Leptoiulus proximus (Nĕmec, 1896), wydzielają para-benzochinony o genotoksycznym działaniu. 1,4-metylo benzochinon 
występujący w sekrecjach brazylijskich gatunków Rhinocricus padbergi Verhof, 1938 and Floridobolus penneri Causey, 1957, 
przedstawicieli Spirobolida, wywołuje kancerogenezę [20,32]. Tropikalne gatunki tryskają benzochinonami, które w okolicy 
oczu powodują łzawienie, obrzęk około oczodołowy, zapalenie spojówki oraz rogówki poprzedzane jej owrzodzeniem. 
Oleiste i lepkie sekrecje kontaktowo powodują powstawanie rumienia i pęcherzy [46]. 

Szczególnie powszechne są zdarzenia z przypadkowym zgnieceniem krocionoga schowanego w ubraniu lub obuwiu 
czy listowiu co wywołuje purpurowe i siniejące zmiany o charakterze rumienia [44,47]. Uczucie bolesnego i piekącego 
uszkodzenia skóry, stan zapalny skóry, dermatozy i martwice kończyn pojawiają się w obrazie klinicznym co uzależnione jest 
od składu chemicznego sekrecji i czasu ekspozycji [42,48]. Wydłużony kontakt ze skórą i błonami śluzowymi skutkuje 
trudnościami w rekonwalescencji tkanki i możliwością rozwoju gangreny. Patogeneza obejmuje: uszkodzenia pokryw ciała  
i oparzenia skóry, które ulegają wtórnym zakażeniom bakteryjnym co poprzedzone jest powstawaniem pęcherzy  
i odbarwień. Brązowienie i zaczernienie oraz zmiany patologiczne maskują stany zapalne, które to procesy mogą trwać 
miesiącami [46,47,49-51]. 

PROBLEMY MEDYCZNE I POWIĄZANE SCHORZENIA 

Przypadkowe spożycie krocionogów prowadzi do nieinwazyjnej kolonizacji układu pokarmowego. Liczne Nopoiulus 

kochii (Gervais, 1847) zostały zaobserwowane w odchodach i materiale z wymiocin [52]. Mowlavi i wsp. [53] donosi  
o wolnożyjącym Brachyiulus lusitanus Verhoeff, 1898 bytującym w przewodzie pokarmowym. Polydesmus complanatus 
(Linnaeus, 1761) and Julus terrestris Linnaeus, 1758 za Kiełczewskim [54] wywoływały podobne do robaczyc dolegliwości. 
Stojałowska [55] za Brumpt [56] i Pawłowskim [57] wymienia Cylindroiulus teutonicus Pocock, 1900 Julus terrestris Linnaeus, 
1758. oraz P. complanatus jako psuedopasożyty. Przykry smak jest maskowany przez owoce i warzywa zamieszkiwane przez 
pożywiające się krocionogi Blaniulus guttulatus (Fabricius, 1798). Istnieje także możliwość połknięcia jaj i stadiów 
niedojrzałych krocionogów wraz z wodą [55]. 

Epidemiologiczny problem stanowić może ponad to transmisja tasiemczyc. Vakarenko i Kornyushin [58] opisali 
postać larwalną; cysticerkoid Sobolevitaenia verulamii (Cestoda, Cyclophyllidea), przenoszoną przez Glomeris connexa C. L. 
Koch, 1847 (Glomerida). Postać dorosła jest pasożytem u ptaków (Turdinae). Dwuparce Fontaria virginensis (Gray, 1832) 
(Polydesmida) i Julus sp. są żywicielami pośrednimi dla from larwalnych płazińca Hymenolepis diminuta (Cestoda, 
Cyclophyllidea). Człowiek może być ostatecznym żywicielami dla tego gatunku a wielokrotne reinwazje promuje zjawisko 
autoinwazji [59,60]. 

Stawonogi jako wektory rozprzestrzeniają mikroorganizmy pasywnie lub aktywnie. Możliwość transmisji jest 
rozważana jako istotna w kontekście masowych migracji populacji u krocionogów. Dane dotyczące biernej transmisji bakterii 
na ludzi przez krocionogi są następujące: C. caeruleocinctus przenoszą: Klebsiella ozaenae, Citrobacter freundii, Serratia 

marcescens i Pantoea agglomerans, Raoultella planticola, Salmonella arizonae, Xanthomonas maltophila. O. sabulosus 
tranasmituje: Klebsiella pneumoniae, Klebsiella oxytoca, Enterobacter sakazakii, Citrobacter freundii, Pantoea agglomerans,  
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Hafnia alvei oraz Raoultella planticola [20,61-66]. 

ZASTOSOWANIA SEKRECJI KROCIONOGÓW W MEDYCYNIE I ZOOFARMAKOLOGII 

Związki chemiczne z sekrecji krocionogów są dobrze udokumentowane w piśmiennictwie jako substancje 
toksyczne, repelenty oraz o właściwościach sedacji [27,67,68]. Pajęczaki i kręgowce ulegały zatruciu glomeryną  
i homoglomeryną po zjedzeniu krocionogów Glomeris marginata (Villers, 1789) [69]. Para-krezol jest obronnym allomonem, 
który odstrasza mrówki [70,71]. Komary Aedes aegypti rzadziej skarmiały się próbkami krwi z benzochinonami pozyskanymi 
od Orthoporus dorsovittatus (Verhoeff, 1938) [67]. W badaniach laboratoryjnych Carroll i wsp. [68] wykorzystano 
benzochinony jako środek długoterminowo zabezpieczający przeciw kleszczom Amblyomma americanum. Naczelne 
korzystają z krocionogów by kontrolować hematofagiczne stawonogi. Rozcieranie żyjących krocionogów na futrze 
zaobserwowano u kapucynki oliwkowej Cebus olivaceous [72]. Mieszanie sekrecji obronnych z cebulą i czosnkiem 
obserwował Weldon i wsp. [73] u kapucynki czubatej Cebus apella, Zito i wsp. [74] u lemura czarnego Eulemur macaco oraz  
u ponocnicowatych Aotus spp. 

Krocionogi zwykle są wypluwane z uwagi na ich odrzucający smak i odór [75]. Odporne na sekrecje kręgowce 
wzbogacają krocionogami swoją dietę bez oznak zatrucia a realizowane w ten sposób drapieżnictwo reguluje populację 
krocionogów [55,73,76]. Dwuparce po przygotowaniu mogą działać przeciw zjadliwym dla człowieka patogenom. Wywar  
z Tachypodoiulus niger (Leach, 1814) używany jest przez mieszkańców Mizoram w Indiach przeciwgruźliczo [77]. 
Przedstawiciele plemienia Bobo z Burkina Faso konsumują krocionogi ze względu na potencjalnie przeciwmalaryczne 
właściwości i wyższą kaloryczność tak wzbogaconego posiłku [78]. W profilaktyce przeciw pasożytniczej lemur 
czerwonoczelny Eulemur rufifrons zjada krocionogi po ich wygnieceniu i wstępnym przeżuciu co uwalnia sekrecje obronne 
[79]. Rolowanie ofiary zauważono także u koati, ostronosów Nasua spp. [73]. Przedstawiciele tropikalnej batrachofauny 
wybierają krocionogi co suplementuje dietę w substancje toksyczne kumulowane w ciele przeciw drapieżnikom. Alkaloidy 
znajdowane w gruczołach skórnych trujących żabek pochodzą ze zjadanych mrówek i krocionogów [80,81]. Spirolizydyny 
oksym ze skóry panamskiego drzewołaza karłowatego Dendrobates pumilio pochodzi z chemicznych sekrecji obecnych  
w diecie krocionogów Rhinotus purpureus (Pocock, 1894) oraz chrząszczy [81, 82]. 

Stawonogi jako źródło składników o farmakologicznych właściwościach i działaniu terapeutycznym używane są  
w medycynie konwencjonalnej i ludowej [40,83,84]. Prowadzone są badania nad wykorzystaniem batrachotoksyn np. 
epibatydyny, alkaloidu z gruczołów skóry przedstawiciela żab trujących, drzewołaza trójbarwnego Epipedobates tricolor 
[80]. Substancja ta jest znana jako mediator receptorów nieopioidowych, nieuzależniający środek przeciwbólowy jednakże 
toksyczny w niskich dawkach. Obecnie prace koncentrują się na poznaniu syntetycznych analogów, bezpiecznych w aplikacji  
i selektywnych w terapeutycznym działaniu [85]. Sekrecje pozyskiwane ze skulicowatych i krocionogowatych rozpatrywane 
są jako czynniki przeciwutleniające oraz hamujące w procesie degeneracji neuronów [86,87]. 

SEKRECJE KROCIONOGÓW I ICH WPŁYW NA LUDZKIE ZDROWIE 

Krocionogi zasiedlają stanowiska ruderalne, hałdy i miejsca dekompozycji z materią kompostową [88-93]. 
Podejrzewa się wspomagające działanie sekrecji w procesie przetrwania w środowisku zajętym przez różnorodne w tym 
patogenne organizmy [94]. W piśmiennictwie znajdujemy doniesienia o przeciw grzybiczym [95], przeciwbakteryjnym 
charakterze hemolimfy i ekstraktów z ciała krocionogów [96-97]. Grzybo i bakteriobójczą aktywność 1-okten-3-olu  
z sekrecji Niponia nodulosa Verhoeff, 1931 (Polydesmida) opisał Omura i wsp. [98]. W doświadczeniach laboratoryjnych 
wykazano inhibicyjne działanie sekrecji Pachyiulus hungaricus (Karsch, 1881) na różnorodne grupy bakterii; Aeromonas 
hydrophila, Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli, Xanthomonas arboricola, Listeria monocytogenes, Staphyllococcus 
aureus i Bacillus subtilis oraz grzyby; Asprgillus flavus, Aspergillus niger, Fusarium subglutinans, Fusarium semitectum, 
Fusarium equiseti i Gliocladium roseum [87, 99]. W testach in vitro nad sekrecjami obronnymi Megaphyllum unilineatum  
(C. L. Koch, 1838) (Julida) wykazano działanie grzybobójcze na Fusarium sp. [87]. 

Zarówno p-krezol jak i fenol znajdujące się w sekrecjach Julida skutecznie hamują rozwój spor i owocników  
u grzybów. Fenol (kwas karbolowy) używany był do niedawna w dezynfekcji w placówkach służby zdrowia. Pochodne 
fenolowe z drapieżnika jaskiń Apfelbeckia insculpta (C.L. Koch,1867) (Callipodida) wykazują aktywność przeciw grzybiczą  
i przeciwbakteryjną [27,100]. 

Benzochinony i ich pochodne wydzielane przez Julida, Spirobolida, and Spirostreptida wykazują toksyczność wobec 
grzybów i bakterii oraz nicieni [83,87,99,101]. Glukhova i wsp. [102] opisała działanie antybiotyczne wobec bakterii gram 
pozytywnych (w tym opornych na metycylinę S. aureus). W badaniach in vitro prowadzonych przez grupy; Stanković i wsp. 
[99], Pesewu i wsp. [101] wykazano destrukcyjne działanie wyciągu z krocionogów (benzochinonów) na szczepy metycylino 
oporne szczepy S. aureus. Rozwój S. aureus hamowany był kwasami organicznymi i alkaloidami; składowymi sekrecji 
obronnych Tachypodoiulus sp. [103]. Mieszanina benzochinoidów od Rhinocricus sp. posiada grzybobójcze właściwości  
i bakteriobójczą aktywność zarówno wobec gram ujemnych jak i gram dodatnich patogenów w tym S. aureus [104]. 
Krocionogi powinny być rozpatrywane jako potencjalne źródło wielokompleksowych układów molekularnych toksycznych 
wobec mikroorganizmów patogennych. 

Z pośród zagadnień zdrowotnych warto wspomnieć o schorzeniach związanych z postępującym zanieczyszczeniem 
środowiska. Zatrucia pierwiastkami śladowymi osiągane są w niewilskich dawkach [105-107]. Krocionogi przeżywają  
w skażonych rejonach. Współdziałanie organizmów edaficznych umożliwia powstanie dogodnych warunków do zasiedlania  
i dalszego rozwoju populacji gatunków pionierskich co ułatwia przebieg procesu wtórnej sukcesji [88,108-111]. Monit stanu 
środowiska w oparciu o zooindykatory, w tym krocionogi pomaga w ocenie siedliska. Sukcesja pedobiontów i aktywność 
saprofagiczna wzmaga procesy dekompozycji dlatego też krocionogi mogą wspomagać rekultywację zanieczyszczonego 
obszaru [88, 108, 109, 111-120]. 
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WNIOSKI 

Krocionogi są często obecne w ludzkich siedliskach i rozpatrywane jako uciążliwe szczególnie w czasie pojawów 
oraz masowych migracji. Choć bardziej toksyczne związki opisywane były w grupach tropikalnych przedstawicieli  
i w rejonach zwrotnikowych notowane są najcięższe przypadki kliniczne warto pamiętać, że zarówno obecne jak  
i napływowe gatunki zmieniają obecnie swoje rozprzestrzenienie geograficzne. 

Dzieci są szczególnie narażone ze względu na duża ruchliwość, ciekawość i niską edukację odnośnie profilaktyki. 
Grupy ryzyka zawodowego obejmują rolników, pracowników leśnych. Bezpośrednio zagrożone na kontakt z sekrecjami 
pozostają odsłonięte części ciała, kończyny oraz twarz i oczy. W ocenie substancji chemicznej i zagrożenia, pomocne jest 
dostarczenie ciała krocionoga. Choć większość symptomów mija po kilku godzinach odbarwienia skóry mogą pozostać  
a uszkodzenia są źródłem wtórych infekcji. Istnieje ryzyko biernego transportu patogennych bakterii na obszary zaludnione 
co stanowi zagrożenie dla mieszkańców w czasie pracy i podczas wypoczynku. Edukacja i promowanie zachowań 
prozdrowotnych oraz ocena zagrożeń są niedostateczne. 

Krocionogi są potencjalnym czynnikiem w rozwoju farmakologii np. udoskonalania leków. Jest to obecnie jeden  
z wiodących kierunków o rosnącym zapotrzebowaniu wraz z nowoodkrytymi możliwościami aplikacyjnymi grupy. 
Krocionogi pozostają istotnym elementem w obiegu pierwiastków, ważnym w procesie sukcesji wtórnej i monitorowaniu 
przebiegu procesu rekultywacji środowiska. Ekotoksykologia pomoże w prognozowaniu wpływu na stan zdrowia 
mieszkańców zanieczyszczeń z terenów zamieszkałych. Zastosowanie odpowiednich metod kontroli populacji krocionogów 
oraz środków ochrony ograniczy zagrożenia pośrednie i bezpośrednie związane z obecnością dwuparców szczególnie  
w kontekście synantropizacji grupy. 

ŹRÓDŁA FINANSOWANIA 

Badania te nie otrzymały żadnego specjalnego grantu od agencji finansujących zarówno sektora komercyjnego jak  
i publicznego, oraz non-profit. 

OŚWIADCZENIE KONFLIKTU INTERESÓW 

Autorzy deklarują brak potencjalnych konfliktów interesów. 
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