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RESUMO 

A ascaridose e a malária são doenças parasitárias altamente prevalentes nas regiões tropicais             

e subtropicais e, portanto, frequentemente apresentam sobreposição de áreas endêmicas,          

contribuindo para altos índices de morbidade e mortalidade em áreas com condições            

sanitárias precárias. No entanto, vários estudos que visam correlacionar os efeitos das            

infecções por helmintos na malária apresentam resultados contraditórios e inconclusivos.          

Assim como na maioria das infecções por nematódeos gastrointestinais, a resposta imune na             

ascaridose é tradicionalmente caracterizada pela participação de citocinas IL-5, IL-4 e IL-13 e             

reguladoras IL-10 e TGF-β, além de elevados níveis circulantes de IgE total e específica. No               

entanto, atualmente sabe-se que o desenvolvimento das respostas Th2 e T reguladora nas             

infecções por nematódeos gastrointestinais é concomitante com a modulação da resposta Th1,            

considerada crucial para o controle imunológico de inúmeras infecções virais, bacterianas e,            

também, nas causadas por protozoários, como o Plasmodium spp., cuja proteção da infecção             

é mediada pela produção de citocinas IFN-γ e TNF-α. Portanto, a coinfecção por Ascaris spp.               

tem forte potencial para influenciar significativamente o percurso de infecções por           

protozoários. O presente trabalho visou descrever e caracterizar aspectos fisiopatológicos e           

imunobiológicos envolvidos na coinfecção experimental de Ascaris suum, durante a          

ascaridose larval e Plasmodium berghei NK65. Os resultados deste trabalho demonstraram           

que camundongos coinfectados apresentaram alteração da cinética de migração de larvas           

associado ao aumento de larvas recuperadas nas vias aéreas. Foi evidenciado a presença de              

lesão hepática e pulmonar, que levaram ao comprometimento da função desses órgãos.            

Finalmente, foi demonstrado que a coinfecção resulta na regulação negativa das respostas            

Th1, Th17, Th2 e Treg, que refletiu na grave morbidade e mortalidade dos animais. 

 

Palavras-chave: Ascaridose, malária, coinfecção, inflamação, imunomodulação. 
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ABSTRACT 

Ascaridosis and malaria are parasitic diseases prevalent in tropical and subtropical regions,            

and frequently sharing overlapping endemic areas, which contributes to high rates of            

morbidity and mortality in areas with poor sanitary conditions. Despite several studies            

suggesting possible influence of helminth infections on the morbidity of malaria, mostly            

results are still contradictory and inconclusive. The immune response in ascaridosis is            

characterized by the involvement of IL-5, IL-4 and IL-13 cytokines, and the IL-10 and TGF-β               

regulatory factors in addition to circulating levels of total IgE. On the other hand, the               

protective immune response against malaria is mediated by the production of cytokines IFN-γ             

and TNF-α. Therefore, helminth coinfection might has a strong potential to influence the             

progress of protozoan infections. The present work aimed to describe the pathophysiological            

and immunobiological features of the experimental coinfection of Ascaris suum and           

Plasmodium berghei NK65. Our results demonstrate that coinfection promote significant          

changes in the kinetic larval migration, resulting in a higher helminthic parasite burden.             

Furthermore, it was evidenced a presence of hepatic and pulmonary lesions, which led to the               

impairment of the physiological function. Finally, the coinfection elicited in downregulation           

of Th1, Th17, Th2 and Treg responses, which reflected on morbidity and mortality of              

animals. 

 

Key words: Ascariasis, malaria, coinfection, inflammation, immune modulation. 
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1. INTRODUÇÃO 

      1.1. COINFECÇÕES 

Entende-se por parasitismo como uma associação desarmônica interespecífica na qual          

uma espécie (o parasito) apresenta uma associação íntima e duradoura com um ou vários              

organismos hospedeiros, apresentando grau de dependência metabólica variável (BROWN,         

1957). Esta relação ecológica é considerada uma das mais importantes forças evolutivas, pois             

é responsável por processos de adaptação que culminam na coevolução entre os organismos.             

As infecções espécie-específicas (como a de Plasmodium spp.) são descritas como uma das             

maiores forças evolutivas sobre a população humana (WOOLHOUSE et al., 2002; NACHER,            

2011). 

Considerando a grande diversidade de parasitos e a plasticidade que esses organismos            

possuem, não é surpreendente que alguns deles estejam amplamente distribuídos no planeta.            

Ao mesmo tempo, as populações humanas vem se expandindo mediadas por processo de             

globalização, que aumentam as chances de contato com uma ou mais populações de             

parasitos. No entanto, cada espécie de parasito, se distribui de acordo com as condições              

disponíveis no ambiente para o seu desenvolvimento. Geralmente, em infecções que           

acometem o homem, a prevalência das parasitoses em uma determinada região depende não             

só do clima ou da presença de hospedeiros susceptíveis, mas também das condições sociais,              

política e econômica da população que podem favorecer a disseminação e perpetuação de             

doenças. Isso explica como determinadas regiões tendem a ser mais acometidas por parasitos             

(MURRAY et al, 2015; OSAKUNOR et al., 2018) (figura 1). 

 

Figura 1: Padrões patogeográficos de 187 doenças infecciosas humanas globais. Cores semelhantes            
indicam agrupamentos de doenças (humano-específico, zoonótico, transmitido por vetores, não          
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transmitido por vetores, bacteriana, viral e parasitária) mais semelhantes entre os países. Fonte:             
Adaptado de Murray et al., 2015. 

Infecções concomitantes ou coinfecções, refere-se à situação em que dois ou mais            

patógenos infectam o mesmo hospedeiro. As coinfecções podem induzir modificações na           

resposta imune específica para cada parasito isoladamente, influindo diretamente na          

susceptibilidade, nas manifestações clínicas e no desfecho clínico das doenças causadas por            

eles. Essas alterações têm como consequência direta no diagnóstico, tratamento e controle das             

mesmas (SUSI et al., 2015; VAUMOURIN et al., 2015; BUDISCHAK et al., 2018). 

Após o contato com o hospedeiro, os parasitos precisam sobreviver aos diferentes            

mecanismos desencadeados pela resposta imune inata e adaptativa para que possam se            

estabelecer (MAIZELS et al., 1993; PEARCE; MACDONALD, 2002; FINLAY;         

MCFADDEN, 2006; GUPTA et al., 2013; WRIGHT; RAYNER, 2014). Alguns patógenos           

são capazes de suprimir o sistema imune facilitando a sua permanência, mas também a              

infecção por outros organismos. Por outro lado, a resposta imune desenvolvida em função de              

um parasito pode reconhecer outros agentes antigenicamente parecidos, num fenômeno          

chamado de imunidade cruzada, prevenindo, desta forma, infecções sucessivas ou          

concomitantes. O ponto negativo para o hospedeiro, é que a imunidade cruzada pode             

desencadear processos auto-imunes quando moléculas de células ou tecidos próprios, também           

passam a ser reconhecidos (VAUMOURIN et al., 2015). Determinados parasitos podem,           

ainda, induzir o desenvolvimento de uma resposta imune celular com perfil Th1 ou Th2,              

sendo o grau e o tipo de polarização dependentes do tipo de patógeno envolvido (SUPALI et                

al., 2010; VAUMOURIN et al., 2015).  

Tradicionalmente, protozoários intracelulares induzem respostas do tipo Th1 e         

helmintos estimulam respostas do tipo Th2/Treg. Isto é particularmente relevante quando se            

considera coinfecções por malária, uma vez que os dois tipos de respostas se contrapõem. Em               

geral, acredita-se que a polarização para um dos dois perfis irá afetar a resposta ao segundo                

parasito modificando a imunopatologia da doença (SUPALI et al., 2010). A maioria dos             

estudos de coinfecção leva em consideração essa última abordagem, porém, alterações muito            

mais complexas podem ocorrer no sistema imune durante as coinfecções o que justificaria             

alguns resultados inesperados em infecções experimentais ou em estudos longitudinais com           

populações humanas (NACHER, 2011). 

18 



 

Indivíduos que vivem em áreas endêmicas de malária estão expostos a vários            

patógenos que causam doenças como úlcera de Buruli, doença de Chagas, cólera, dengue,             

doença do sono, AIDS, leishmanioses, hanseníase, filariose linfática, tuberculose,         

esquistossomose e outras helmintoses (RASO et al., 2004; SOKHNA et al., 2004; COHEN et              

al., 2005; TROYE-BLOMBERG; BERZINS, 2008; ALEMU et al., 2012; LUSTIGMAN et           

al., 2012; MAGALHÃES et al., 2012; BHUTTA et al., 2014; TAKEM et al., 2014; KEPHA               

et al., 2015; OSAKUNOR et al., 2018) (Tabela 1). A bacteremia também é comum em áreas                

endêmicas de malária e é causa frequente de doença febril e internações pediátricas agudas              

que podem ser confundidas com malária (WERE et al., 2011). Isso pode levar a um atraso no                 

diagnóstico e falha no tratamento dessas infecções. No entanto, mais frequentemente, as            

populações que vivem em áreas endêmicas de malária estão poliparasitadas por helmintos            

(BROOKER et al., 2007; MOLYNEUX et al., 2011). 

Tabela 1. Prevalência de doenças tropicais negligenciadas comumente encontrados em áreas           
endêmicas de malária. 

Doença Agente etiológico 
Prevalência 

global 
aproximada 

Áreas mais afetadas 

Ascaridose Ascaris lumbricoides 800 milhões Ásia, África, América Latina 

Ancilostomose 
Necator americanus e 

Ancylostoma 
duodenale 

600 milhões Ásia, África, América Latina 

Tricuríase Trichuris trichiura 600 milhões Ásia, África, América Latina 
Schistosomose Schistosoma spp. 200-600 milhões Ásia, África, América Latina 

Filariose linfática 
Wuchereria bancrofti, 

Brugia malayi e 
Brugia timori 

115 milhões Ásia, África, América Latina 

Tracoma 
Chlamydia 
trachomatis 

41 milhões Ásia, África, América Latina 

Oncocercose Onchocerca volvulus 26 milhões Ásia, África, América Latina 
Leishmanioses Leishmania spp. 12 milhões Ásia, África, América Latina 

Doença de Chagas Trypanosoma cruzi 10 milhões América Latina 
Hanseníase Mycobacterium leprae <0.5 milhões Ásia, África, América Latina 

Tripanossomíases 
africanas 

Trypanosoma brucei <0.1 milhões África 

Fonte: Adaptado de Hotez, 2011. 

 

1.1.1. Coinfecção entre malária e helmintoses 
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As infecções por Ascaris spp., ancilostomídeos, Trichuris trichiura e Schistosoma          

spp. são prevalentes em todas as regiões tropicais do planeta, incluindo as áreas onde os               

parasitos da malária também são transmitidos (BETHONY et al., 2006; BROOKER, 2010).            

Esta sobreposição de distribuição resulta em uma alta taxa de indivíduos coinfectados por             

Plasmodium spp. e helmintos em várias regiões do mundo (MWANGI et al., 2006;             

NACHER, 2011; SALGAME et al., 2013; OSAKUNOR et al., 2018). 

Muitos trabalhos visam avaliar a natureza da interação entre Schistosoma spp. e            

Plasmodium spp. Alguns estudos relataram diminuição da prevalência, incidência da malária           

(ARINOLA, 2005; LYKE et al., 2005), bem como a diminuição da carga parasitária e da               

gravidade da doença (FRIIS et al., 2000; ARINOLA, 2005), outros relataram aumento da             

prevalência ou risco de infecção pelo Plasmodium, da carga parasitária do parasito e ou              

diminuição dos níveis de hemoglobina e aumento do baço entre indivíduos infectados com             

Schistosoma haematobium (FLOREY et al., 2012; DERIBEW et al., 2013; DOUMBO et al.,             

2014; DEGARERE; ERKO, 2016; HAILU et al., 2018). Ainda assim, outros estudos            

relataram neutralidade da coinfecção (SOKHNA et al, 2004; MAZIGOI et al., 2010; GETIE             

et al., 2015) ou ainda, proteção contra Plasmodium falciparum (DOUMBO et al., 2014;             

LEMAITRE et al., 2014). Portanto, a natureza da associação entre o Schistosoma spp. e              

Plasmodium spp. parece variar com a idade dos indivíduos (LYKE et al., 2005) e com a                

intensidade da infecção pelo Schistosoma sp. (SOKHNA et al., 2004; LEMAITRE et al.,             

2014). 

Muitas vezes, a presença de dois helmintos pode potencializar o risco da infecção por              

Plasmodium spp., é o que foi demonstrado em estudo realizado em crianças no Gabão,              

África. O estudo mostra que a infecção por Schistosoma haematobium por si só não aumenta               

o risco de infecção por P. falciparum, mas sua associação com outros helmintos como              

Trichuris trichiura e ancilostomídeos, aumenta a susceptibilidade do desenvolvimento da          

malária em crianças com idade variando entre 6 a 10 anos, mas não em crianças mais de 10 a                   

16 anos (DEJON-AGOBÉ  et al., 2018). 

Alguns estudos apontam que a coinfecção malária-esquistossomose parece alterar a          

resposta imune humoral específica contra o plasmódio. Foi demonstrado que os níveis de             

anticorpos citofílicos antimaláricos direcionados contra o extrato total de P. falciparum           

diminuíram proporcionalmente ao aumento da infecção por esquistossomose (MUTAPI et al.,           

2007). No Senegal, os níveis dos anticorpos citofílicos IgG1 e IgG3 específicos para antígeno              
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MSP3 de P. falciparum, candidato a uma vacina malárica, estavam diminuídos, enquanto os             

IgG4 não citofílicos específicos para MSP3 encontravam-se aumentados em portadores de           

helmintos (ROUSSILHON et al., 2010). Recentemente, uma forte correlação entre resposta           

IgG3 específica para Plasmodium e Schistosoma em indivíduos infectados no Quênia,           

Uganda e Sudão foi descrita, sugerindo que uma reatividade cruzada de anticorpos entre             

helmintos e plasmódios pode conferir uma proteção a malária nos indivíduos infectados por             

Schistosoma spp. (NAUS et al., 2003; DIALLO et al., 2010). 

Os ancilostomídeos causam esfoliação na parede intestinal de seus hospedeiros          

podendo gerar um quadro de hemorragia resultando na deficiência de ferro (incluindo anemia             

por deficiência de ferro - IDA) e desnutrição protéica. Os efeitos pioram com o aumento da                

intensidade da infecção. A anemia, por sua vez, está fortemente ligada ao baixo status de               

ferro subjacente, à malária, à pobreza e a outros fatores (BROOKER et al., 2006). 

Estudos transversais entre mulheres grávidas na Tailândia, Gana e Uganda relataram o            

aumento da prevalência da malária durante a coinfecção com ancilóstomo (HILLIER et al.,             

2008; YATICH et al., 2009; BOEL et al., 2010). A infecção por ancilostomídeos também foi               

associada ao aumento da prevalência da malária (BROOKER et al., 2012;           

FERNANDEZ-NIÑO et al., 2012; RIGHETTI et al., 2012), da carga parasitária de            

Plasmodium spp. (DEGAREGE et al., 2009) e diminuição do nível de hemoglobina            

(PULLAN et al., 2010) entre crianças no Zimbábue, Etiópia, Uganda, Quênia, Costa do             

Marfim e Colômbia. Por outro lado, alguns estudos mostraram falta de associação entre             

infecção por parasitos e prevalência ou incidência da malária (SHAPIRO et al., 2005;             

MAZIGO et al., 2010) e carga parasitária de Plasmodium sp. (MELO et al., 2010) No               

entanto, evidências epidemiológicas existentes tendem a sugerir associação positiva entre          

infecção por ancilóstomos e ocorrência de malária clínica e morbidades associadas. 

Infecções por Ascaris spp. afetam aproximadamente 800 milhões de pessoas no           

mundo atingindo altas taxas de endemicidade em países em desenvolvimento (HOTEZ;           

KAMATH, 2009, PULLAN et al., 2014). Trata-se da doença tropical negligenciada mais            

prevalente e, por tanto, apresenta muitas áreas de coendemicidade da malária (BROOKER,            

2010; HOTEZ, 2011; MURRAY et al., 2015; OSAKUNOR et al., 2018). O primeiro relato              

de coinfecção de Ascaris e Plasmodium foi em 1977. Esse estudo mostra que populações              

extremamente malnutridas, onde pacientes infectados com alta carga parasitária de Ascaris           

lumbricoides estavam livres de malária e que o tratamento destes pacientes para diminuir a              
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carga de helmintos era acompanhado de um aumento de ataques de malária (MURRAY et al.,               

1977, 1978). Nos vinte anos seguintes, não houveram outros estudos sobre o assunto, talvez              

por falta de conexões entre os campos da nutrição e epidemiologia da malária e/ou              

imunologia. Nas últimas décadas, o tema foi redescoberto, embora a maioria dos trabalhos             

sejam de caráter epidemiológico. 

Vários estudos parecem indicar que a coinfecção por Ascaris spp. está associada a             

uma redução na prevalência e / ou redução da parasitemia (BRUTUS et al., 2007;              

DEGAREGE et al., 2009l MELO et al., 2010), outros indicam um aumento da incidência e               

prevalência de malária (NACHER et al., 2002b; SPIEGEL et al., 2003). Contudo, a             

coinfecção por Plasmodium spp. e Ascaris spp. também tem sido associada a uma melhor              

proteção contra a malária grave em adultos (NACHER et al., 2001b, 2002a). 

Ensaios clínicos randomizados em Madagascar e Ilhas Comores relataram aumento na           

incidência e parasitemia do P. falciparum após o tratamento de crianças com infecção por A.               

lumbricoides (MURRAY et al, 1978; BRUTUS et al., 2007). Da mesma forma, um estudo de               

coorte no Brasil documentou uma menor queda no nível de hemoglobina entre crianças             

coinfectadas com Plasmodium vivax e A. lumbricoides em comparação com crianças           

infectadas apenas com P. vivax (MELO et al., 2010). Além disso, estudos transversais em              

gestantes, crianças e adultos relataram associação negativa de infecção por A. lumbricoides            

com a prevalência (BOEL et al., 2010), incidência (MURRAY et al., 1977) e intensidade da               

infecção por Plasmodium spp. (DEGAREGE et al., 2009). A infecção por A. lumbricoides             

também foi negativamente correlacionada com a ocorrência de malária cerebral, aumento da            

temperatura corporal entre os pacientes na Tailândia e diminuição dos níveis de hemoglobina             

e anemia em crianças de Camarões (NACHER et al., 2000; NACHER et al., 2005; NJUNDA               

et al., 2015; KWENTI et al., 2016; NJUA-YAFI et al., 2016). 

Por outro lado, em um estudo longitudinal entre mulheres grávidas no Gabão e um              

estudo de caso-controle na Tailândia, os pacientes relataram a associação positiva entre a             

infecção por A. lumbricoides e a incidência de malária (NACHER et al., 2001a; SHAPIRO et               

al., 2005). Além disso, uma associação positiva entre infecção por A. lumbricoides e             

prevalência de malária a foi encontrada entre os pacientes na Etiópia e mulheres grávidas em               

Gana (YATICH et al., 2009; DEGAREGE et al., 2012). A malária grave parece ser mais               

comum entre as crianças infectadas por A. lumbricoides do que as não infectadas com o               

helminto (LE HESRAN et al., 2004). Todavia, outros estudos documentaram a falta de             
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associação entre a infecção por A. lumbricoides e a prevalência (MIDZI et al., 2008;              

FERNANDEZ-NIÑO et al., 2012; ABANYIE et al., 2013) ou incidência de malária            

(SHAPIRO et al., 2005) e carga parasitária de Plasmodium spp. (MELO et al., 2010). No               

geral, os achados sobre o efeito da infecção por A. lumbricoides na malária clínica ou grave                

são inconsistentes e é difícil fazer uma conclusão clara sobre a natureza da relação entre a                

ocorrência de infecção por A. lumbricoides e o risco de malária com base nas evidências               

existentes. 

Observações de que a infecção helmíntica era protetora contra formas mais graves de             

malária podem ser explicadas pela indução de altas quantidades de IgE no soro de pacientes               

(NACHER et al., 2002a; MULU et al., 2014). Além disso, a liberação de outros mediadores               

inflamatórios como o óxido nítrico, podem contribuir para uma redução da parasitemia e,             

consequentemente, do sequestro de hemácias parasitadas, diminuindo assim as chances de           

malária cerebral (NACHER et al. 2000; NACHER, 2002a). Outra explicação é que os             

indivíduos infectados com helmintos apresentam uma maior indução de células T           

reguladoras, que inibem as células Th1 e sua atividade inflamatória (HARTGERS et al.,             

2009; WAMMES et al., 2010). Por outro lado, o aumento da incidência de casos clínicos de                

malária em indivíduos infectados com helmintos pode ser explicado por uma mudança nas             

subclasses de anticorpos, de subclasses citofólicas protetoras de malária (IgG1 e IgG3) para             

uma subclasse mais predominante de anticorpos não citofílicos (IgG2, IgG4 e IgM)            

(DRUILHE et al., 2005). 

A disparidade nos resultados da literatura pode ser explicada pela variabilidade no            

delineamento experimental de cada estudo, o tipo e tamanho da amostragem (crianças,            

gestantes, indivíduos imunocomprometidos que estavam desnutridos ou tinham outras         

infecções virais, bacterianas, parasitárias ou crônicas), bem como aspectos relativos a           

variação entre diferentes localizações geográficas em seu grau de endemicidade para malária            

e helmintos. Outro aspecto a ser considerado é que os estudos sobre os efeitos imunológicos               

das infecções helmínticas tendem a agrupar esses parasitos em um único grupo, com base na               

suposição de que eles induzem respostas imunes similares. Os helmintos também diferem,            

dentre outras características biológicas, nas estratégias de aquisição de recursos energéticos           

que podem ter implicações nas interações entre coinfecções; por exemplo, ancilostomídeos e            

Schistosoma spp. se alimentam de sangue enquanto Ascaris lumbricoides não (BUDISCHAK           

et al., 2018). No entanto, a partir de estudos epidemiológicos, fica claro que diferentes              
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helmintos podem ter diferentes interações com o hospedeiro (NAING et al. 2013;            

CAMPBELL et al, 2016; DEGAREGE; ERKO, 2016). 

Em suma, existe maior consenso na literatura sugerindo que o Schistosoma mansoni e             

infecções por ancilostomídeos podem aumentar o risco de malária clínica e morbidades            

associadas. No entanto, os achados sobre o efeito da infecção por A. lumbricoides e              

Schistosoma haematobium na malária clínica são contraditórios. Além disso, a natureza da            

relação entre a infecção por helmintos e a malária grave também não foi determinada              

(FERNÁNDEZ-NIÑO et al., 2011; CAMPBELL et al., 2016; DEGAREGE; ERKO, 2016).           

No entanto, a avaliação dos mecanismos que governam estas interações e explicam os seus              

efeitos no desfecho das doenças nas coinfecções são menos comuns. 

Nos próximos tópicos deste referencial teórico serão apresentados aspectos da          

epidemiologia, biologia, sintomatologia, patofisiologia e imunologia associada a Ascaris spp.          

e Plasmodium spp. 

1.2. ASCARIDOSE 

Os helmintos transmitidos pelo solo, ou geohelmintos, são um grupo de parasitos do             

filo nematoda, cuja infecção se dá através do contato com ovos ou larvas infectantes, que se                

desenvolvem em solo quente e úmido (BETHONY et al., 2006; OJHA et al., 2014). A               

maioria dessas doenças ocorrem em locais onde a pobreza, falta de saneamento básico e              

educação em saúde são significativos (BROOKER, 2010; LAMBERTON; JOURDAN,         

2015). 

Dentre os geohelmintos que afetam o homem, Ascaris lumbricoides (Linnaeus, 1758),           

popularmente conhecido como lombriga, é de longe o que apresenta maiores taxas de             

infecção (BETHONY et al., 2006; SABOYÁ et al., 2013). Esse geohelminto pertence a             

classe Chromadorea, ordem Rhabditida, família Ascarididae e a infecção causada por ele, a             

ascaridose, é considerada pela Organização Mundial da Saúde (OMS/WHO) como          

pertencente ao grupo das doenças tropicais negligenciadas (HOTEZ et al., 2008; BLAXTER;            

KOUTSOVOULOS, 2015).  
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1.2.1. Epidemiologia da Ascaridose 

A ascaridose humana representa um problema de saúde pública e possui grande            

impacto socioeconômico refletindo em uma perda anual estimada de 1,31 milhões de anos de              

vida ajustados por incapacidade (DALYs), medida que leva em consideração a soma dos anos              

de vida perdidos por morte prematura e o número de anos vividos com alguma incapacidade               

devido à morbidade causada pela doença (BETHONY et al., 2006; WHO, 2012; HOTEZ et              

al., 2014). 

Estima-se que 800 milhões de pessoas no mundo estejam infectadas por Ascaris spp.,             

sendo que destas, aproximadamente 59 milhões apresentam elevado risco de desenvolverem           

alguma morbidade resultando entre 10 a 60 mil óbitos anualmente (SILVA et al., 1997a;              

HOTEZ et al., 2008; PULLAN et al., 2014). Ainda que esse helminto tenha distribuição em               

países economicamente desenvolvidos (WHO, 1987; SILVA et al., 1997; BRENDALL et al.,            

2011; UMETSU et al., 2014; MILLER et al., 2015), as altas taxas de infecção prevalecem               

sobre países em desenvolvimento na Ásia, África e América Latina (CHAN, 1997;            

BROOKER, 2010; FONSECA et al., 2010; HOTEZ et al., 2014; PULLAN et al., 2014)              

(figura 2). 

Figura 2: Distribuição das geohelmintoses no mundo em 2009. Fonte: WHO, 2010. 

Na África subsaariana estima-se que cerca 173 milhões de pessoas estejam infectadas            

por A. lumbricoides (25% da população), enquanto que na América Latina e Caribe são              
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aproximadamente 86 milhões, nessas regiões, estima-se que 514 milhões de pessoas estão em             

risco de contrair a doença (HOTEZ; KAMATH, 2009; PULLAN et al., 2014).            

Aproximadamente, 50% da prevalência da ascaridose nessas regiões ocorre no Brasil           

(HOTEZ et al., 2008; SCHOLTE et al., 2013) (figura 3).  

De acordo com os dados da Organização Pan-Americana de Saúde (OPAS/PAHO),           

entre 1995 a 2009 foi verificado prevalências de A. lumbricoides acima de 50% em vários               

municípios do Brasil localizados nos estados de Alagoas (57,0%), Amazonas (51,2 %),            

Maranhão (61,5 a 64,7%), Minas Gerais (57,8 a 65,5%), Paraná (73,0 a 88,0%), Pernambuco              

(79,3 a 80,3%) e Rio Grande do Sul (51,0%) (CHAMMARTIN et al., 2014). No entanto,               

Scholte et al. (2013), utilizando modelagem geoestatística bayesiana avançada, estimaram          

que a prevalência atual do A. lumbricoides do Brasil é em média de 15,6%, com cerca de 29,7                  

milhões de brasileiros infectados. O estudo apontou a influencia das condições climáticas            

sobre a distribuição de geohelmintos no Brasil, em que destacam como principais áreas de              

risco, a região Norte e ao longo da maior parte das áreas costeiras do Brasil (figura 3). 

 

Figura 3: Estimativa da distribuição espacial da prevalência de infecção por Ascaris lumbricoides no 
Brasil. Fonte: Adaptado de Scholte et al., 2013. 

Em meados da década de 50, um outro nematódeo da mesma família Ascarididae,              

Ascaris suum (Goeze, 1782), tornou-se motivo de preocupação e discussão científica. A.            

suum é o agente etiológico da ascaridose suína, doença de distribuição cosmopolita que, em              

cargas parasitárias elevadas, influencia diretamente na saúde e na performance desses animais            

resultando na queda da produção e condenação do fígado, motivo de grande perda para o               
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setor pecuário (FAGERHOLM et al., 1988; STEWART; HALE, 1988; THAMSBORG et al.,            

2013). 

Muito se tem debatido sobre a possibilidade de A. suum e A. lumbricoides serem a               

mesma espécie e de ocorrer transmissão cruzada entre homens e suínos (LELES et al., 2012;               

BETSON et al., 2014). Contudo, apesar dos ovos de ambas espécies serem indistinguíveis,             

tendo o ciclo de vida e a forma de transmissão semelhantes ao A. lumbricoides, esses               

nematódeos são considerados espécies distintas, através de observações epidemiológicas e          

principalmente em distinções anatômicas dos dentículos das cápsulas bucais nas formas           

adultas (SPRENT, 1952; ANSEL; THIBAUT, 1973; LELES et al., 2012). Entretanto, a            

discussão que considera essas espécies sinônimas se fortaleceu a partir de inúmeras            

evidências do caráter antropozoonótico de A. suum (TAKATA, 1951; ANDERSON, 1995;           

ARIZONO et al., 2010; NEJSUM et al., 2012), e do potencial zooantroponótico confirmado             

de A. lumbricoides (GALVIN, 1968). Além disso, Liu et al. (2012) forneceram fortes             

evidências a partir da análise de DNA mitocondrial de que A. lumbricoides e A. suum               

possivelmente são a mesma espécie. 

Diversos fatores podem influenciar na transmissão de Ascaris spp., dentre eles,           

destacam-se a idade do hospedeiro e as condições do ambiente. Em relação à idade do               

hospedeiro, a infecção pode ocorrer em todas as faixas etárias. Contudo, as crianças em idade               

escolar são as mais susceptíveis já que o pico de prevalência e de intensidade da doença                

ocorre entre seis a dez anos de idade (MARTIN et al., 1983; LUSTIGMAN et al., 2012). Em                 

relação aos fatores ambientais, o risco de transmissão de Ascaris spp. se relaciona             

positivamente em ambientes com condições de alta umidade bem como de características do             

solo como acidez, aridez e temperatura (que faz acelerar o desenvolvimento dos ovos)             

(BROOKER et al., 2004; PULLAN; BROOKER, 2012; CHAMMARTIN et al., 2013;           

SCHOLTE et al., 2013; CHAMMARTIN et al., 2014). Por outro lado, ações de saneamento              

se associam com um risco reduzido de transmissão de helmintoses em geral (ALBONICO et              

al., 2006; BARRETO et al., 2010; DOLD; HOLLAND, 2011; ZIEGELBAUER et al., 2012). 

1.2.2. Ciclo biológico de Ascaris sp. 

O ciclo biológico de Ascaris spp. é monoxênico e envolve três estágios biológicos:             

ovos, larvas e vermes adultos (figura 4). Os ovos deste parasito medem de 60 a 70 μm de                  

comprimento e 40 a 50 μm de largura, apresentam cor castanha devido aos pigmentos biliares               
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contido nas fezes e apresentam um envoltório formado por três camadas: a membrana             

vitelina, camada mais interna, composta por lipídeos; uma camada intermediária mais           

espessa, quitinosa e transparente e; membrana mamilonada, camada mais externa, grossa, de            

superfície irregular e composta por mucopolissacarídeos (KHUROO, 1996). 

As formas adultas são grandes, cilíndricas e com extremidades afiladas. Todo o corpo             

do verme adulto é recoberto por uma camada quitinosa externa, anucleada, secretada pelo             

epitélio subjacente. A boca abre-se na extremidade anterior e possui três lábios. Apresentam             

dimorfismo sexual: as fêmeas medem de 35 a 40 cm e possuem a extremidade posterior               

retilínea; os machos medem 15 a 30 cm de comprimento com a extremidade posterior              

encurvada na direção ventral. 

 

Figura 4: Representação esquemática do ciclo biológico e formas evolutivas do Ascaris spp.  
Fonte: Adaptado de Centro de Prevenção e Controle de Doenças (CDC). 

O hospedeiro susceptível torna-se infectado quando ingere ovos contendo a larva           

infectante (L3). Após a ingestão, os ovos alcançam o intestino delgado, se rompem no              

intestino grosso onde as larvas são liberadas. Em seguida, na mucosa intestinal, as larvas              

caem na corrente sanguínea e são carreadas inicialmente para o fígado através da circulação              

portal e posteriormente para o coração e pulmão (MURRELL et al., 1997). No pulmão as               
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larvas saem da circulação, penetram no parênquima pulmonar e atingem os espaços            

alveolares. Instaladas nos alvéolos pulmonares, as larvas sofrem uma muda para L4 e             

ascendem a árvore brônquica passando pelos bronquíolos, brônquios, traqueia e laringe, onde            

provocam efeito expectorante no hospedeiro e então as larvas são expelidas ou novamente             

deglutidas (DOLD; HOLLAND, 2011b). A complexidade dessa migração coincide com          

importantes mudanças no desenvolvimento do nematódeo na expressão diferenciada de          

antígenos de superfície e secretado/excretado que estimulam a resposta imunológica do           

hospedeiro (JEX et al., 2011) (ver item 1.2.4.). Uma vez deglutidas, as larvas atingem o               

intestino delgado, transformando-se em juvenis, que, ao alcançarem a maturação sexual,           

tornam-se vermes adultos prontos para a reprodução podendo sobreviver por alguns anos no             

intestino delgado do hospedeiro. Após acasalamento, fêmeas iniciam a postura de milhares de             

ovos que são liberados nas fezes do hospedeiro diariamente (em média, 200.000 ovos/fêmea             

adulta). Os ovos férteis são liberados juntos com as fezes e permanecem viáveis no solo por                

longo período e, em em condições favoráveis para seu desenvolvimento, tornam-se           

embrionados e a larva formada sofre duas mudas até atingir o estádio infectante (L3)              

(KENNEDY, 1998; CROMPTON, 2001; DOLD; HOLLAND, 2011b; HOLLAND et al.,          

2013). 

1.2.3. Fisiopatologia e sintomatologia da ascaridose 

A ascaridose humana pode ser dividida em duas fases distintas caracterizadas por            

aspectos biológicos específicos do agente etiológico. A fase inicial, denominada de           

ascaridose larval ou aguda, é causada pela migração hepato-traqueal das formas larvais do             

parasito (Ciclo de Loss). Foram registrados as seguintes manifestações clínicas de fase aguda:             

hematêmese (AHMED et al., 2015), pneumonite eosinofílica (HERRERA; MENESES, 2005;          

CHITKARA; KRISHNA, 2006, HOENIGL et al., 2011), obstrução intestinal aguda ou           

subaguda (LOUW, 1966; SILVA et al., 1997b; MWENDA; ILKUL, 2013), apendicite           

(LOUW, 1966), abscesso hepático (CHAUHAN et al., 2015), ascaridose pancreática          

(LOUW, 1966; GALZERANO et al., 2010; AZHAR et al., 2015) e biliar (LOUW, 1966;              

MORANO; MORANO, 1988; SANJEEV; LUM, 2012; WANG et al., 2013; ASIF et al.,             

2014; UMETSU et al., 2014; AZHAR et al., 2015). Além disso, migração larval “atípica”              

pode causar raras e graves complicações em órgãos não relacionados ao padrão migratório,             
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como a ascaridose escrotal (DEY et al., 2012). A fase aguda normalmente evolui para a fase                

crônica intestinal, após estabelecimento dos parasitos no intestino. 

As complicações relacionadas à fase crônica se relacionam principalmente com          

anemia e desnutrição e, como consequência, pode gerar deficiências no desenvolvimento           

físico e cognitivo dos indivíduos infectados (GREEN, 1957; SILVA et al., 1997a;            

CROMPTON; NESHEIM, 2002; HOTEZ et al, 2008; JARDIM-BOTELHO et al., 2008). As            

complicações clínicas observadas nos indivíduos com alta carga parasitária (cerca de 8 - 15%              

dos infectados), está associada a um quadro de distensão abdominal, náuseas, diarreias e pode              

ser fatal devido a um quadro de obstrução intestinal provocado pelos vermes adultos             

(JENKINS; BEACH, 1954). 

O diagnóstico da ascaridose é feito através do encontro de ovos do parasito nas fezes               

do hospedeiro (GALVIN, 1968). Desse modo, o método mais utilizado na rotina dos serviços              

de saúde, para a identificação de ovos nas fezes de geohelmintos consiste na técnica de               

sedimentação (Hoffman; Pons; Janer, 1934). Para fins científicos, a OMS recomenda o            

método de Kato-Katz (KATO; MIURA, 1954; KATZ et al., 1972), que permite a             

quantificação de ovos por grama de fezes (OPG), desse modo, a determinação da intensidade              

da infecção em baixa, moderada e alta (WHO, 2002a, 2002b). 

1.2.4. Imunologia da ascaridose 

Em ambas as fases da infecção por Ascaris spp. ocorrem interações entre antígenos do              

parasito e as células do hospedeiro, que resultam na expulsão ou estabelecimento dos vermes.              

Na fase aguda da infecção, proteases secretadas pelas larvas têm importante papel na             

degradação do tecido, necessárias para penetração tecidual durante a migração larval, que,            

juntamente com antígenos presentes na superfície do parasito, estimulam a resposta imune            

inata do hospedeiro (CROMPTON, 2001; MCKERROW et al., 2006; JEX et al., 2011).             

Produtos excretados/secretados por vermes adultos durante a fase crônica da infecção estão            

envolvidos na indução e modulação da resposta imune do hospedeiro contra o parasito             

(BRADLEY; JACKSON, 2004; HEWITSON et al., 2009; JEX et al., 2011). 

Um aspecto muito importante das infecções por Ascaris spp. é a interação com as              

mucosas gastrointestinal e pulmonar. Células especializadas do epitélio da mucosa e células            

apresentadoras de antígenos (APC), como células dendríticas (DC) e macrófagos,          

reconhecem antígenos do parasito por meio de padrões moleculares associados aos patógenos            
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(PAMPs), promovendo a liberação de mediadores inflamatórios que ativam granulócitos e           

que dirigem a resposta imune para o tipo Th2 (WONG et al., 2007; PERRIGOUE et al.,                

2008; MAGALHÃES et al., 2010).  

Na mucosa pulmonar, o reconhecimento de antígenos da larva induz a formação do             

tecido linfoide associado ao brônquio (BALT) (WILEY et al, 2009; RANGEL-MORENO,           

2011; HWANG et al, 2016). Nesse ambiente, as células epiteliais secretam alarminas IL-25 e              

IL-33 e, subsequentemente, liberam mediadores como a linfopoetina estromal tímica          

(TSLP), o fator de transformação do crescimento do tipo beta (TGF-β), IL-10 e ácido              

retinóico que promovem principalmente a ativação das células linfoides inatas do tipo 2 (ILC              

2), como também de macrófagos, células dendríticas, mastócitos e basófilos estimulando a            

expressão de citocinas IL-13, IL-4 e IL-5 (ANTHONY et al., 2007; ARTIS; GRENCIS,             

2008; CERUTTI, 2011). As ILCs e células dendríticas presentes nesse ambiente, por sua vez,              

ativam as células B1, que produzirão IgA na mucosa (VINK et al., 1999; WONG et al., 2007;                 

PERRIGOUE et al., 2008). A sinalização de IL-4RA é importante para ativação de linfócitos              

T CD4+ e, nos macrófagos, a ação conjunta com a citocina IL-13 é necessária para suprimir a                 

hemorragia e o influxo de neutrófilos, promovendo o reparo tecidual (CHEN et al, 2012;              

SCHWARTZ et al., 2018). A citocina IL-5, produzida por mastócitos e linfócitos Th2 é              

essencial para a ativação dos eosinófilos, células da imunidade inata que expressam vários             

receptores do tipo Toll (TLR) em sua superfície, dentre eles TLR2 e TLR4, que têm a                

capacidade de se ligar a diferentes antígenos presentes nos helmintos (KITA, 2011). Uma vez              

ativados, os eosinófilos atuam, sobretudo, na liberação de proteínas granulares tóxicas e            

mediadores lipídicos (ROTHENBERG; HOGAN, 2006). 

Estudos recentes da ascaridose larval em modelo experimental murino, demonstraram          

que a migração das larvas de A. suum pelos pulmões induz uma resposta imune inata e                

adaptativa, caracterizada pelo aumento da produção das citocinas IL-4, IL-5, IL-9, IL-10 e             

IL-13 (COOPER et al., 2000; MAIZELS et al, 2012; PINEDA; RAMOS 2012;            

GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). Durante o pico da migração das larvas pelos            

pulmões (sétimo ao oitavo dia da infecção), a elevada produção de IL-6 foi correlacionada              

com a proeminente infiltração de neutrófilos. Após a passagem das larvas pelo parênquima             

pulmonar, o infiltrado neutrofílico é substituído por células mononucleares de origem           

mielóide, que coincide com a elevação gradual de IL-4 e do fator de necrose tumoral do tipo                 

alfa (TNF-α) no tecido (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). Mais recentemente,          
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Nogueira et al. (2016) demonstrou por meio de exposições múltiplas a A. suum, que os               

camundongos reinfectados apresentaram uma significante redução da carga parasitária no          

pulmão que estava associado a um aumento da celularidade no lavado brônquio-alveolar            

(BAL). Nesse mesmo estudo, foi observado uma inflamação pulmonar granulocítica robusta           

com produção sérica de citocinas de perfil Th2/Th17. Tais resultados ressaltam a importância             

de mediadores inflamatórios na resposta anti-helmíntica desenvolvida pelo hospedeiro         

durante fase aguda da infecção. No entanto, apesar de detectável no pulmão durante a              

migração das larvas, o papel das células da imunidade inata e os seus produtos, permanecem               

desconhecidos na ascaridose larval (NOGUEIRA et al., 2016). 

Na fase crônica, assim como em outros nematódeos gastrointestinais, a resposta           

imune contra Ascaris spp. é tradicionalmente caracterizada pela participação de citocinas Th2            

(IL-4, IL-5, IL-9 e IL-13) e reguladoras (IL-10 e TGF-β), além de elevados níveis circulantes               

de anticorpos IgG1, IgG4 e IgE total e específica (PALMER et al., 1995; COOPER et al.,                

2000; GEIGER et al., 2002) (figura 5). Esse perfil de resposta está associado a uma               

significativa eosinofilia periférica e tecidual, acompanhada por uma mastocitose tecidual          

intensa (BRADLEY; JACKSON, 2004). A presença dos vermes adultos estimulam          

mecanismos protetores da mucosa como a secreção de mucinas, o aumento do peristaltismo             

da musculatura lisa intestinal, como também restringe a proliferação linfocitária e modula a             

atividade de citocinas típicas da resposta imune Th1 (COOPER et al., 2000; GEIGER et al.,               

2002; PATERSON et al., 2002; TURNER et al., 2003; BRADLEY; JACKSON, 2004;            

JACKSON et al., 2004; DAWSON et al., 2005; O'SHIRO et al., 2006; MOLLER et al., 2007;                

DOLD; HOLLAND, 2011a; REINA et al., 2011). 

Apesar da resposta Th2 polarizada na fase crônica, Cooper et al. (2004) demonstraram             

que não existem evidências de diminuição da expressão de citocinas características da            

resposta Th1, como o interferon-gama (IFN-γ), em crianças infectadas provenientes de áreas            

endêmicas, sugerindo a ocorrência de uma resposta sistêmica Th1/Th2 mista. Tal achado é             

análogo ao observado no início de infecções experimentais por Ascaris spp. bem como em              

infecções naturais e experimentais por outros geohelmintos (COOPER et al., 2000; COOPER            

et al., 2004; MENDEZ et al., 2005; FUJIWARA et al., 2006; GEIGER et al., 2007; GEIGER                

et al., 2011; GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). Por outro lado, Souza et al. (2004)              

demonstraram o papel das citocinas IL-4 e IL-10 na modulação da resposta celular tipo Th1               

contra antígenos não relacionados à infecção, sugerindo que a infecção ativa por Ascaris spp.              
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está associada à uma supressão inespecífica da resposta imune frente a outros estímulos.             

Gazzinelli-Guimarães et al. (2017), demonstraram que a migração de larvas de Ascaris spp.             

nos pulmões de camundongos concomitantemente infectados por Vaccinia vírus, modula          

negativamente a resposta imune celular específica ao vírus no tecido pulmonar, favorecendo a             

replicação viral, o que induz um aumento significativo na morbidade e mortalidade dos             

animais coinfectados. Contudo, aspectos da resposta imune na fase aguda da infecção            

experimental por Ascaris spp. restam ainda ser elucidados, sobretudo os mecanismos           

associados à resposta do hospedeiro frente múltiplas exposições ao parasito bem como na             

presença de outras infecções (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2017). 

 

Figura 5: Painel de citocinas da resposta do tipo Th2 em helmintoses. Fonte: Anthony et al., 2007. 

1.2.5. Modelo experimental de ascaridose larval 

Nas infecções parasitárias, a escolha do modelo animal depende se o modelo já existe              

ou se de fato a combinação adequada de hospedeiro/parasito pode ser estabelecida            

experimentalmente. Um modelo apropriado mimetiza o hospedeiro humano, o parasita, e a            
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maneira pela qual o hospedeiro e o parasito interagem. Contudo, a escolha de espécies              

animais como modelo para o entendimento das relações parasito-hospedeiro depende do           

objetivo do estudo e do parasito a ser modelado (BOES; HELWIGH, 2000). 

Porcos e primatas são frequentemente, embora nem sempre, modelos mais          

apropriados e completos, devido às suas muitas semelhanças com os humanos. No entanto, a              

restrição de ferramentas tecnológicas disponibilizadas para estes modelos bem como o alto            

custo de manutenção, levam a busca por outros modelos mais versáteis. Por conta disso, os               

modelos de roedores são, de longe, os modelos animais mais populares e usados com maior               

frequência para muitos aspectos da doença humana. Camundongos, ratos, hamsters e coelhos            

são relativamente fáceis de manter e manusear, são menos caros e se reproduzem             

rapidamente e em grande número, além da notável disponibilidade de diferentes ferramentas            

genéticas (animais knockout) e moleculares que facilitam a compreensão dos fenômenos a            

serem estudados. 

Apesar das claras vantagens do modelo murino, existem limitações na sua utilização            

na pesquisa helmintológica devido à fisiologia e vida útil relativamente curta do hospedeiro,             

além das restrições de tamanho do parasito. As limitações de tamanho são mais evidentes              

para Ascaris spp. e Toxocara spp., que são os maiores nematódeos intestinais, e normalmente              

não completam seu ciclo de vida em roedores. Estádios larvais desses helmintos, no entanto,              

são capazes de migrar e estabelecer em roedores, em cobaias (ROBERTS, 1934) e             

camundongos (ERIKSEN, 1981; SLOTVED et al. 1998; GAZZINELLI-GUIMARÃES et al.,          

2013). Portanto, a utilização do modelo murino tem sido uma importante ferramenta para o              

entendimento da imunobiologia da infecção aguda, pois o mesmo mimetiza os eventos            

migratórios que ocorrem em infecções iniciais por Ascaris spp. possibilitando entender os            

mecanismos da resposta imune presentes durante a doença (SLOTVED et al., 1998;            

HOLLAND et al, 2013).  

1.3. MALÁRIA 

Descrita por Hipócrates (460-370 a.C.) que a classificou como uma doença sazonal, a             

malária está presente na história da humanidade há milhares de anos. Há relatos de prováveis               

episódios da doença que datam mais de 3.000 anos, em regiões como China, Índia e Grécia                

(BRUCE-CHWATT, 1985; CARTER; MENDIS, 2002; COX, 2002). No entanto, o agente           
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etiológico do paludismo, como também é conhecida a doença, só foi descrito no final do               

século XIX pelo cirurgião militar francês Charles Louis Alphonse Laveran, que encontrou            

parasitos no sangue de pacientes que possuíam a chamada febre palustre, o que lhe rendeu o                

prêmio Nobel de 1907 (KNELL, 1991; COX, 2002). 

A malária é causada por protozoários pertencentes ao filo Apicomplexa, ordem           

Haemosporida, família Plasmodiidae. Seis espécies podem causar malária humana:         

Plasmodium falciparum (Welch, 1897), Plasmodium vivax (Grassi e Feletti, 1890),          

Plasmodium malariae (Laveran, 1881), Plasmodium ovale (Stephens, 1922), Plasmodium         

knowlesi (Giuseppe, 1927) e, mais recentemente, Plasmodium simium (da Fonseca, 1951),           

estas duas últimas em caráter zoonótico (FLORENS et al., 2002; COX-SINGH et al., 2008;              

WINZELER, 2009;  DE ALVARENGA et., 2018). 

Os plasmódios são transmitidos ao homem através de vetores, sendo eles mosquitos            

pertencentes à ordem Diptera, família Culicidae, gênero Anopheles (Meigan, 1818). No           

Brasil as principais espécies transmissoras são: Anopheles darlingi (Root, 1926), Anopheles           

aquasalis (Curry, 1932) e Anopheles albitarsis (Lynch, 1878) (REBÊLO et al., 1997). 

Dentre as seis espécies que infectam o homem, P. falciparum e P. vivax são as mais                

prevalentes em todo o mundo. O P. falciparum é responsável pela forma mais grave da               

doença, sendo predominante no continente africano, enquanto que a malária causada pela            

espécie P. vivax apresenta grande distribuição geográfica e é considerada benigna, no            

entanto, a literatura mais recente tem demonstrado um crescente número de casos graves, e              

esse conceito tem sido debatido (ANDRADE et al., 2010; WHO, 2018). 

1.3.1. Epidemiologia da malária 

Atualmente a malária está distribuída nas regiões tropicais e subtropicais do globo,            

sendo endêmica em 91 países. Estima-se que aproximadamente metade da população mundial            

está sob risco de contrair a doença (figura 6) (WHO, 2017). 
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Figura 6: Países com transmissão contínua da malária, 2013. Fonte: WHO, 2014. 

A predominância das áreas endêmicas nestas regiões ocorre devido a fatores           

climáticos (elevada temperatura constante ao longo do ano e alta umidade) que são propícios              

para a formação de criadouros do mosquito vetor, e as condições sócio-econômicas            

encontrada nessas localidades, que propicia maior susceptibilidade dessas populações. Em          

geral, os países que possuem as maiores taxas de mortalidade por malária são aqueles que               

apresentaram maiores índices de pobreza, o que reflete em taxas de crescimento econômico             

populacional anual menores, demonstrando uma nítida associação entre malária e pobreza           

(SACHS; MALANEY, 2002; WHO, 2015). 

Em 2017, foram estimados 219 milhões de casos de malária que resultaram em             

435.000 mortes. Sendo que os países da África subsaariana respondem por mais de 90% dos               

casos clínicos de malária no mundo e pela maioria dos casos letais. A prevalência restante               

está distribuída entre o Sudeste Asiático (5%), Mediterrâneo oriental (2%) e América Latina             

(1%). O P. falciparum é a espécie mais prevalente na África subsaariana, responsável por              

99,7% dos casos estimados de malária em 2017. Nas demais regiões endêmicas, P. vivax é o                

parasito predominante, especialmente nas Américas onde representa 74,1% dos casos          

registrados (WHO, 2018). 

Ainda que a taxa de incidência da malária tenha diminuído globalmente entre 2010 e              

2017 (239 e 217 milhões de casos, respectivamente), a região das Américas registrou um              

aumento de 14% dos casos confirmados entre 2010 e 2017 e de 72% entre 2015 e 2017.                 

Somente em 2017, foram 773,5 mil casos confirmados nessa região, sendo que 53% deles              

36 



 

foram registrados na Venezuela, seguido do Brasil (22%), da Colômbia (8%) e do Peru (7%).               

Durante esse ano, foram estimados 625 mortes por malária, o que significa um aumento              

considerável se comparado a 2015, quando foram estimadas 316 mortes. No entanto, a             

América continua sendo o segundo continente, atrás somente da Europa, que registra menos             

óbitos pela doença (WHO, 2016, 2018). 

1.3.1.1. Malária no Brasil 

No início do século XX a malária era o maior problema de saúde pública do Brasil,                

estando presente em 85% do território nacional. Com a proposta da erradicação da doença              

pela OMS, foram criadas iniciativas como a Campanha de Erradicação da Malária (CEM),             

que praticamente eliminou a doença nas regiões Nordeste, Sudeste, Centro-Oeste e Sul do             

país, reduzindo o número de casos de cerca de seis milhões anuais na década de 1940 para                 

menos de 53 mil em 1970 sendo a ocorrência praticamente restrita à região da Amazônia               

Legal (LOIOLA et al., 2002) (figura 7). 

 

Figura 7: Mapa de risco da malária, por município, no Brasil, em 2016. Baixo risco (IPA < 10/1000 
habitantes), médio risco (10,0 ≤ IPA ≥ 49,9/1000 habitantes) e alto risco (IPA > 50,0/1000 

habitantes), sendo que a IPA é Índice Parasitário Anual (número de casos registrados por cada 1000 
habitantes de determinada área). Fonte: Sinan/SVS/MS e Sivep-Malária/SVS/MS. 
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Figura 8: Número de casos de malária notificados e diferença de percentual entre 2016, 2017 e 2018. 

Fonte: Sinan/SVS/MS e Sivep-Malária/SVS/MS 

Atualmente, no Brasil, as principais espécies que causam a malária humana são P.             

falciparum, P. vivax e P. malariae, com cerca de 99,7% dos casos ocorrendo nos nove               

estados da Amazônia Legal, distribuídos em localidades de baixo, médio e alto risco de              

transmissão (figura 7) (BRASIL, 2018a). Nessa região, as condições ambientais, como           

elevadas temperatura e umidade e coleções hídricas abundantes, propiciam o          

desenvolvimento do mosquito vetor (WHO, 2014). É importante ressaltar que o P. vivax é a               

espécie predominante no Brasil sendo responsável por aproximadamente 90% do total de            

casos registrados (BRASIL, 2018a). 

Somente em 2017, a região amazônica contabilizou 155.042 casos de malária, sendo a             

maioria no Amazonas (67.682) e no Pará (29.403), seguido de Acre (28.079), Amapá             

(11.795), Roraima (10.347), Rondônia (6.407) e ainda do Maranhão (830), Mato Grosso            

(428) e Tocantins (71) (figura 9). Apesar do número de casos notificados ter sofrido reduções               

na última década (em 2008, aproximadamente 312.000 casos, ao passo que, em 2017,             

155.000 casos), tem sido observado aumento do número de casos nos últimos dois anos              

(figura 8). Tais dados estão ligados à falta de investimentos para a manutenção e              

aperfeiçoamento dos programas de prevenção e controle da doença, envolvendo capacitação           

de recursos humanos para melhoria na identificação e contenção de surtos da doença             

(BRASIL, 2018a). Outra situação atual é a entrada de refugiados de países fronteiriços que,              

devido a instabilidade política desses países, o controle da malária torna-se cada vez mais              

desafiador. Casos de malária provenientes de países de fronteira representam cerca de 5% dos              

casos de malária no Brasil no período de janeiro a julho de 2018, 75% desses casos são                 

provenientes da Venezuela (BRASIL, 2018c). 
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Figura 9: Casos de malária notificados por estado e percentual de participação no total de casos 
notificados na região Amazônica, 2017 e 2018. Fonte: Sinan/ SVS/MS e Sivep-Malária/SVS/MS. 

Apesar das campanhas de erradicação da malária iniciadas na década de 1960 e das              

intensas ações de controle atuais, a doença permanece afligindo as populações mais carentes             

(WHO, 2016). A complexidade biológica dos plasmódios e a resistência desses parasitos às             

drogas usuais, muitas vezes utilizadas indiscriminadamente, bem como a dificuldade do           

controle eficiente do mosquito vetor, em decorrência da resistência aos inseticidas e das             

mudanças nos parâmetros ecológicos e ambientais, falta de controle de áreas de fronteiras e o               

enfraquecimento dos sistemas de saúde pública, têm justificado a incapacidade dos países em             

desenvolvimento, da faixa tropical, no controle da malária (FERREIRA; CASTRO, 2016;           

OLLIARO et al., 2016; WHO, 2016). 

1.3.2. Ciclo Biológico de Plasmodium sp. 

O ciclo de vida de Plasmodium spp. (figura 10), envolve um hospedeiro vertebrado e              

um inseto vetor. No hospedeiro vertebrado, a infecção se inicia com a picada da fêmea               

infectada de mosquitos do gênero Anopheles. Durante o repasto sanguíneo, esporozoítos são            

inoculados juntamente com a saliva na derme do hospedeiro e logo se espalham pelos vasos               

sanguíneos e linfáticos alcançando por fim, os hepatócitos, onde não são mais detectados na              

corrente sanguínea (SHIN et al., 1982). No decorrer deste processo, apenas uma pequena             

parte dos parasitos entra nos capilares sanguíneos enquanto outros são drenados para os vasos              

linfáticos, atingindo os linfonodos onde são degradados por leucócitos (AMINO et al., 2006).             

Parasitos que permanecem na derme também são destruídos através da ação dos neutrófilos e              

mastócitos induzidos pela saliva do mosquito (DEMEURE et al., 2005). Para escapar dessa             

39 



 

resposta inicial, os esporozoítos deslocam-se ativamente através de células do hospedeiro até            

alcançarem os vasos sanguíneos e por fim atingir o parênquima hepático (AMINO et al.,              

2008). 

O processo de invasão dos hepatócitos é complexo e depende de várias interações do              

tipo ligante-receptor. Resultados obtidos a partir de estudos com modelo murino sugerem que             

o contato dos esporozoítos com hepatócitos que expressam elevados níveis de proteoglicanos            

de heparan-sulfato, ativam o processo de invasão, via proteínas quinase dependentes de            

cálcio, passando, então, de um fenótipo migratório para um invasivo (COPPI et al., 2007;              

revisto por EJIGIRI; SINNIS, 2009). 

Várias proteínas de Plasmodium spp. parecem desempenhar um papel crucial nessa           

interação entre parasito e célula hospedeira. A proteína circumesporozoíto (CSP), por           

exemplo, abundante na superfície do esporozoíto, parece interagir com os proteoglicanos de            

heparan-sulfato presentes no hepatócito, facilitando a internalização do parasito (FREVERT          

et al., 1993; THOMPSON et al., 2004; PRUDÊNCIO et al., 2006; EJIGIRI; SINNIS, 2009).              

Outras proteínas, como o antígeno 1 da membrana apical (AMA-1) e a proteína adesiva              

relacionada à trombospondina (TRAP), ambas localizadas nas micronemas, também         

merecem destaque. A AMA-1 participa na reorientação do parasito, permitindo o           

estabelecimento de um contato íntimo entre o pólo apical e a célula hospedeira, evento esse               

que culmina na formação da junção móvel (MITCHELL et al., 2004). A TRAP, por sua vez,                

é liberada na superfície do parasito durante a invasão e se associa a receptores do hospedeiro,                

de forma a facilitar a motilidade e a invasão (SOLDATI et al., 2004). 

Estabelecida a infecção dos hepatócitos no tecido hepático, os esporozoítos se           

diferenciam em trofozoítos que, após sofrerem várias divisões por esquizogonia, formam os            

esquizontes. Nas infecções por P. vivax e P. ovale, algumas populações de parasitos se              

desenvolvem rapidamente nos hepatócitos, enquanto outras, dão origem a formas dormentes           

denominadas hipnozoítos, responsáveis pelas recaídas tardias da doença (KROTOSKI, 1985;          

WHITE, 2011; MUELLER et al., 2013). Os esquizontes maduros liberam os merozoítos            

teciduais através de um processo de brotamento de vesículas (merosomas), que após            

atingirem a corrente sanguínea, repletos de parasitos, liberam os merozoítos (STURM et al.,             

2006). Para que o merozoíto invada o eritrócito é necessário que haja também o              

reconhecimento inicial de receptores específicos (CAMUS; HADLEY, 1985; ADAMS et al.,           

1992; HORUK et al., 1993; COWMAN; CRABB, 2006). 

40 



 

 

Figura 10: Ciclo biológico do Plasmodium falciparum. Fonte: Nilsson et al., 2015. 

Após várias gerações de merozoítos sanguíneos, alguns se diferenciam dando origem           

a formas sexuadas, os gametócitos masculinos e femininos, os quais amadurecem sem sofrer             

divisão celular e são infectantes para o mosquito. O estímulo responsável pela produção dos              

gametócitos ainda não é bem compreendido, embora tenham sido atribuídas algumas           

hipóteses como a pré-determinação genética dos parasitos ou a influência de fatores            

ambientais inerentes ao hospedeiro (DYER et al., 2000; SMITH et al., 2014; JOSLING;             

LLINÁS, 2015; CARTER et al., 2016; BANSAL et al., 2018). Nas infecções por P. vivax, os                

estágios sexuais circulam precocemente na corrente sanguínea (SATABBONGKOT et al.,          

2004; SHANKS, 2012). 

Dentro do estômago do mosquito, os gametócitos masculinos e femininos se           

diferenciam transformando-se em gametas (revisto por VLACHOU et al., 2006). Após a            

fecundação, o zigoto se desloca com movimentos amebóides, passando a se denominar            

oocineto. O oocineto por sua vez atravessa a parede intestinal do mosquito por um              
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mecanismo transcelular (BARILLAS-MURY; KUMAR, 2005) alojando-se na membrana        

basal onde se diferencia em oocisto. No interior do oocisto ocorrem processos de             

diferenciação e divisão nuclear que culminam na produção de esporozoítos (esporogonia) e            

em aproximadamente duas semanas, dependendo da espécie do plasmódio, a parede do            

mesmo se rompe liberando esporozoítos que invadem a hemolinfa do inseto. Assim, muitos             

esporozoítos migrarão até atingir as glândulas salivares do inseto, completando o ciclo            

evolutivo dos plasmódios no hospedeiro invertebrado (COWMAN; CRAB, 2006;         

MUELLER et al., 2010). 

1.3.3. Fisiopatologia e sintomatologia da malária 

Os sintomas mais frequentes apresentados por indivíduos com malária são decorrentes           

do ciclo eritrocítico do parasito no momento da ruptura dos eritrócitos infectados            

desencadeando a liberação de antígenos para a corrente sanguínea com consequente estímulo            

de reações bioquímicas e imunológicas (MILLER et al., 2002). Dependendo do tempo de             

infecção e da espécie de parasito infectante, os sintomas podem se apresentar de forma              

branda, caracterizando a malária não complicada, ou grave, dita complicada. 

A malária não complicada é caracterizada principalmente por acessos febris que           

podem estar acompanhados por outros sintomas como: cefaleia, mialgia, artralgia, vômito,           

taquicardia, convulsões, dentre outros (BARTOLONI; ZAMMARCHI, 2012; PHILLIPS et         

al., 2017). A malária complicada ou grave, por sua vez, está associada predominantemente às              

infecções por P. falciparum e é caracterizada pelo sequestro/adesão sistêmico de eritrócitos            

infectados com formas maduras assexuadas do parasito em capilares sanguíneos (GOOD et            

al., 2005; PHILLIPS et al., 2017). Tal estratégia pode ser vantajosa para o parasito como um                

mecanismo de evasão do sistema imunológico, ao mesmo tempo que compromete a função             

de órgãos vitais do hospedeiro (SCHOFIELD; GRAU, 2005). Contudo, o padrão de            

desenvolvimento da doença e sua evolução para a forma grave estão diretamente ligados a              

elementos como: idade, fatores genéticos, estado nutricional e imunológico do hospedeiro,           

bem como o acesso ao diagnóstico e ao tratamento precoce e presença de comorbidades              

(MILLER et al., 2002; WHO, 2014). 

De maneira geral, o agravamento da infecção é a grande causa de morte em crianças               

de até cinco anos e de gestantes residentes em áreas altamente endêmicas (MUELLER et al.,               

42 



 

2013; PHILLIPS et al., 2017; WHO, 2018). Embora ainda não bem compreendida, a             

patofisiologia da malária grave ou complicada ocorre devido a interação entre antígenos            

localizados nas protrusões eletrodensas de eritrócitos infectados, especialmente as proteínas          

de membrana do eritrócito 1 e 2 (PfEMP1 e PfEMP2), e receptores presentes nas células do                

hospedeiro como CD36, trombospondina (TSP), ICAM-1, VCAM, E-selectina, Sulfato de          

Condroitina A (CSA) (principal receptor de citoaderência na placenta), CD-21 e P-selectina            

(NEWBOLD et al., 1999; CHEN et al., 2000; AIRD et al., 2014; SONI et al., 2017). Esse                 

fenômeno de citoaderência implica na obstrução dos capilares sanguíneos, que induz uma            

resposta sistêmica capaz de comprometer órgãos vitais como cérebro, pulmões e rins            

(GRAU; KOSSODO, 1994; BARSOUM, 2000; IDRO et al., 2005; TAYLOR et al., 2012). 

A anemia e trombocitopenia são achados laboratoriais mais frequentes nas infecções           

maláricas, principalmente em pacientes infectados por P. vivax, estando a intensidade dessas            

alterações relacionada com a gravidade da doença (GENTON et al., 2008; TJITRA et al.,              

2008, LANÇA et al., 2012; WHO, 2014). Estudos realizados na Índia e no Brasil              

contabilizaram cerca de 30% de pacientes com anemia grave dentre o total de adultos              

infectados graves (KOCHAR et al., 2009; ANDRADE et al., 2010). Apesar da patogenia da              

anemia na malária grave ser pouco esclarecido, acredita-se que o quadro clínico (taxa de              

hemoglobina <5g/100 dL de sangue ou hematócrito <15% em crianças (idade <12 anos) e              

uma hemoglobina <7 g / dl ou hematócrito <20% em adultos), quando observado em              

pacientes infectados, deve-se a hemólise dos eritrócitos infectados por Plasmodium spp., que            

libera parasitas e endotoxina da malária (entendido como um complexo de hemoglobina e             

DNA do parasito), ativando um processo inflamatório que envolve a elevada produção de             

citocinas IFN-γ e TNF-α/IL-10, capazes de atuarem diretamente na medula óssea reduzindo            

sua função hematopoiética (WEATHERALL; CLEGG, 2002; CHANG; STEVENSON,        

2004; WHO, 2014). 

A insuficiência renal aguda também é uma complicação comum da malária e pode             

ocorrer em cerca de 40% dos pacientes com doença grave por P. falciparum mas também é                

frequentemente encontrada em pacientes infectados por P. malariae, apesar de geralmente           

não resultar doença grave (KOOPMANS et al., 2015).  

A patogênese da insuficiência renal aguda na malária ainda não é totalmente            

compreendida. No entanto, acredita-se que o bloqueio da microcirculação renal devido ao            

sequestro de eritrócitos infectados, a lesão glomerular e a depleção de volume são possíveis              
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mecanismos da lesão renal aguda (BARSOUM, 2000). A produção de imunoglobulinas leva            

à formação de complexos imunes, que estão relacionados à lesão glomerular (DAS, 2008).             

Além disso, a ativação endotelial mediada pela liberação de citocinas vasoativas, leucotrienos            

e prostaglandinas, levam a hipovolemia e a redução da viscosidade sanguínea, tal como             

observado em quadros de sepse (SITPRIJA, 1967; BARSOUM, 2000; CLARK et al., 2006;             

DONDORP et al., 2008). 

Diante da complexidade e gravidade da doença, o correto diagnóstico da malária            

permite destinar o devido tratamento ao paciente, evitando o desenvolvimento de           

manifestações graves da doença, além de contribuir para a redução do surgimento e             

disseminação de casos de resistência a medicamentos, reservando antimaláricos para aqueles           

que realmente têm malária, diferenciando-os dos acometidos por outras enfermidades febris           

(WHO, 2001; WERE et al., 2011). 

O diagnóstico convencional da doença é feito pela visualização microscópica de           

trofozoítos e/ou esquizontes do plasmódio em exame da gota espessa de sangue, corada pela              

técnica de Giemsa (Ross, 1903). Além do baixo custo, essa técnica permite a identificação              

da espécie do plasmódio e a quantificação da parasitemia (WHO, 2001; BRASIL, 2005). No              

entanto, apesar de a microscopia ser considerada o padrão-ouro para o diagnóstico e             

monitoramento do tratamento da malária, essa técnica exige pessoal treinado e experiente no             

exame de distensões sanguíneas. Por esse motivo, a utilização do teste rápido de diagnóstico              

de malária (RDT) tem ganhado destaque devido a rapidez e a facilidade de execução dos               

exames aplicáveis principalmente em áreas de difícil acesso (WHO, 2001, 2018). Os RDTs             

são testes imunocromatográficos de detecção de antígenos de fluxo lateral, que dependem da             

captura de anticorpos marcados com corante para produzir uma faixa visível em uma tira de               

nitrocelulose (MOODY, 2002; WHO, 2015). No entanto, problemas relacionados a baixa           

sensibilidade, especificidade, número de falsos negativos, além de seu alto custo, restringem            

sua aplicação (MURRAY et al., 2008; MOUATCHO; GOLDRING, 2013). Com relação à            

detecção molecular da malária, a OMS recomenda que os testes de amplificação de ácido              

nucléico, que podem detectar infecções por malária de baixa carga parasitária, sejam            

considerados apenas para pesquisas epidemiológicas e pesquisas que mapeiem infecções          

sub-microscópicas (WHO, 2018). 

Contudo, a associação de critérios clínicos e epidemiológicos é muito importante para            

a suspeição da doença, isto é, a presença de sintomatologia geral em paciente procedente de               
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área sabidamente malarígena obrigatoriamente indica a solicitação do exame laboratorial          

confirmatório da infecção (WHO, 2018). 

1.3.3.1. Acometimento pulmonar associado à malária 

Pacientes com malária grave por P. falciparum, P. vivax e P. knowlesi podem             

desenvolver um quadro de insuficiência respiratória aguda, caracterizado por uma lesão           

pulmonar aguda (LPA) ou pela síndrome do desconforto respiratório agudo (SDRA),           

complicações graves e de mau prognóstico (MATTHAY; ZEMANS, 2011). A incidência de            

SDRA em infecções por P. falciparum, encontram-se entre 2% a 25% em adultos e a               

mortalidade pode chegar a 80% quando a ventilação mecânica não está disponível (TAYLOR             

et al., 2012). Muitos pacientes com malária severa acabam adquirindo a LPA/SRDA durante             

ou após o tratamento com antimaláricos, em especial, nas infecções por P. vivax (TAYLOR              

et al., 2012). Os sinais clínicos da SDRA incluem sudorese, taquipneia, respiração ofegante,             

cianose periférica e central, crepitações inspiratórias, sibilos expiratórios e expectoração          

espumosa (DEATON, 1970; MATTHAY; ZEMANS, 2011; LACERDA et al., 2012). 

A SDRA associada à malária é caracterizada pela presença de uma inflamação            

alveolar difusa acentuada, danos na membrana alvéolo-capilar, edema alveolar e hipoxemia           

grave (PaO2/FiO2<300 onde, PaO2 = pressão arterial de oxigênio e FiO2 = fração inspirada de               

oxigênio) (MATTHAY; ZEMANS, 2011; LACERDA et al., 2012). Em infecções maláricas           

esse quadro é desencadeado por resposta inflamatória local que causa danos às células             

epiteliais alveolares e tecido endotelial dos capilares, dificultando ou impedindo o fluxo            

gasoso ou hipoxemia (TAYLOR et al., 2012; VAN DEN STEEN et al., 2013).  

Os aspectos patológicos da SDRA foram inicialmente descritos por Banchofen e           

Weibel (1977), onde amostras foram coletadas de pacientes em três fases distintas da SDRA              

e classificadas como fase aguda ou exsudativa, fase fibroproliferativa e fase crônica            

(BANCHOFEN; WEIBEL, 1977). A fase aguda é caracterizada pela perda da função da             

barreira alvéolo-capilar responsável pelo acúmulo de fluído proteico (edema) no interstício           

pulmonar e no interior dos alvéolos, ocorre acúmulo de polimorfonucleares, hemorragia e,            

destruição de pneumócitos do tipo I e tipo II. Os pneumócitos tipo I constituem a vasta                

maioria da superfície alveolar e são particularmente susceptíveis a lesões. A fase            

fibroproliferativa tem por característica a hiperplasia de pneumócitos tipo II, que se            

proliferam com o objetivo de repor os pneumócitos de tipo I que sofreram necrose ou               
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apoptose e atelectasia devido à diminuição de surfactante. Já na fase crônica tem a resolução               

do infiltrado celular exacerbado, deposição de colágeno e fibrose (LUH; CHIANG, 2007;            

MATTHAY; ZEMANS, 2011).  

A patogênese da LPA/SDRA associada a malária inicia-se com o reconhecimento do            

parasito ou do estímulo pró-inflamatório pelos macrófagos alveolares e intersticiais          

previamente ativados por produtos do parasito como a hemozoína, que produzem citocinas            

como IL-1, TNF-α, IL-8 e IL-6 promovendo o aumento da permeabilidade do epitélio             

pulmonar que facilita o recrutamento de leucócitos polimorfonucleares para o tecido           

(MOSSER; EDWARDS, 2008; EPIPHANIO et al., 2010; VAN DEN STEEN et al., 2010;             

SCHNEBERGER et al., 2011; DEROOST et al. 2013). Monócitos inflamatórios quando           

ativados, produzem citocinas pró-inflamatórias e espécies reativas de oxigênio, incluindo NO           

e H2O2, que são tóxicos para o organismo, provocando lesão tecidual (NATHAN; DING,             

2010; MURRAY; WYNN, 2011). Em contrapartida, parte desses macrófagos inflamatórios          

M1 podem se converter para o tipo M2 desempenhando importante papel na reparação de              

tecido (WYNN; BARRON, 2010; SINDRILARU et al., 2011). Os neutrófilos por sua vez,             

atraídos por citocinas como IL-8 e quimiocinas como CXCL2, mudam sua conformação e             

atravessam o endotélio da microvasculatura pulmonar acumulando-se entre o interstício e os            

alvéolos, onde atua na produção de elastases, espécies reativas de oxigênio (ROS),            

mieloperoxidases (MPO), metaloproteinases e na formação de armadilhas extracelulares de          

neutrófilos (NETs) que são tóxicas ao microorganismo invasor, mas que também provocam            

lesões no tecido (TAYLOR; WHITE, 2002; REUTERSHAN; LEY, 2004; ZARBOCK et al.,            

2008; SERCUNDES et al., 2016). 

Através de estudos experimentais com animais deficientes do receptor endotelial          

CD36, foi possível demonstrar o provável envolvimento do receptor na fisiopatologia da            

LPA/SDRA associada a malária como mediador da citoaderência de eritrócitos infectados no            

endotélio pulmonar (LOVEGROVE et al., 2008; LAGASSÉ et al., 2016). Contudo, os            

mecanismos exatos que desencadeiam a síndrome ainda permanecem obscuros (MOHAN et           

al., 2008; AIRD et al., 2014). 

1.3.4. Imunologia da malária 

A intensidade com a qual os sintomas da malária se manifestam depende de vários              

fatores, inclusive do estado imunológico do hospedeiro. Já foi demonstrado que indivíduos            
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residentes em áreas de alta transmissão desenvolvem, ao longo dos anos, a denominada             

imunidade clínica, capaz de impedir a manifestação de sintomatologia clínica acentuada,           

embora não proteja quanto à aquisição de novas infecções e nem seja capaz de eliminar               

completamente os parasitos circulantes (BEJON et al., 2010). Nessas áreas, onde o P.             

falciparum é predominante, as crianças são resistentes à malária grave durante os seis             

primeiros meses de vida em virtude da transferência de anticorpos protetores IgG da mãe              

imune para o feto (SEHGAL et al., 1989; CHIZZOLINI et al., 1991; HOGH et al., 1995).                

Após esse período, as crianças tornam-se altamente susceptíveis à malária grave. No entanto,             

o aumento da idade das crianças é acompanhado da diminuição de episódios de malária,              

embora sejam frequentes altas parasitemias acompanhadas de ausência de sintomas (EGAN           

et al., 1996). Em adultos, observa-se parasitemia baixa ou, em alguns casos, em níveis              

indetectáveis por métodos convencionais de detecção do parasito, refletindo um equilíbrio da            

relação parasito-hospedeiro (DRUILHE; KHUSMITH et al., 1987; WEBSTER et al., 2003).           

Postula-se que fatores associados aos parasitos (tais como elevada variabilidade genética e            

intenso polimorfismo) e ao hospedeiro (estado gestacional, idade) culminam no atraso da            

aquisição da imunidade incompleta, dita não esterilizante, por parte do hospedeiro (GUPTA;            

DAY, 1994; SCHERF et al., 2001; MACKINNON et al., 2005). Contudo, algumas            

características herdadas geneticamente podem manter o indivíduo naturalmente protegido         

contra a infecção malárica. Dentre estas, destacam-se a anemia falciforme, talassemia,           

defeitos na membrana dos eritrócitos (ovalocitoses do Sudoeste Asiático, algumas formas de            

eliptocitoses) e algumas anormalidades metabólicas (deficiência em glicose-6-fosfato        

dehidrogenase - G6PD) (MIN-OO; GROS, 2005; HEDRICK, 2011). 

Em linhas gerais, a resposta imune à malária é bastante complexa podendo ser             

mediada por diferentes tipos celulares e por anticorpos (figura 11) (MILLER et al., 2013). 

A resposta inata contra a malária envolve uma interação complexa entre diferentes            

tipos celulares que incluem células apresentadoras de antígenos, tais como células           

dendríticas, e macrófagos, células natural killer (NK), células T natural killer (NKT) e             

células Tγδ, estimulados por componentes do parasito (ARTAVANIS-TSAKONAS; RILEY,         

2002; SCHMIEG et al., 2003; STEVENSON; RILEY, 2004; PARROCHE et al., 2007;            

BARBALAT et al., 2011; DURAI et al., 2013), assim como do próprio hospedeiro durante a               

doença (ORENGO et al., 2008; FERREIRA et al., 2011; MANTEL; MARTI, 2014).  
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A indução dos mecanismos que caracterizam a imunidade inata independe do contato            

prévio do hospedeiro com o patógeno, indicando que sua ativação resulta do reconhecimento             

direto de elementos do plasmódio por receptores de reconhecimento de PAMPs           

(STEVENSON; RILEY, 2004; LANGHORNE et al., 2008). Moléculas de         

glicosilfosfatidilinositol (GPI), hemozoína ligada ao DNA e ácidos nucléicos derivados do           

plasmódio têm sido postuladas como grandes responsáveis pela indução da produção de            

citocinas pró-inflamatórias durante a fase aguda da malária. A hemozoína, produto da            

degradação da hemoglobina pelo parasito, ativa células dendríticas e macrófagos via           

interação com TLR9 aumentando a produção de citocinas inflamatórias tais como IL-1β,            

INF-γ, TNFα, IL-6 e IL-12 (COBAN et al., 2005; PARROCHE et al., 2007; DEROOST et               

al., 2013) e a ativação de peptídeos antimicrobicidas e também a um aumento da expressão de                

moléculas do complexo principal de histocompatibilidade (MHC) (AKIRA et al., 2004;           

GAZZINELLI et al., 2004). De forma semelhante, motivos estimulatórios CpG do DNA do             

plasmódio ativam a via TLR9 em células fagocitárias competentes, ou ainda, caso o DNA do               

parasito seja liberado no citosol, promovem a formação de inflamassoma AIM2, responsável            

pela ativação de caspase-1, clivagem de pró-IL-1β e liberação de IL-1β (PARROCHE et al.,              

2007; KALANTARI et al., 2014). O GPI, expresso na membrana de merozoítos é             

reconhecido principalmente pelo TLR1, TLR2 ou por TLR4 em células dendríticas,           

monócitos e células B. Esse reconhecimento induz uma cascata de sinalização intracelular            

desencadeando na produção de TNF-α, IL-1β e IL-12 (NEBL et al., 2005). Por outro lado,               

componentes do próprio hospedeiro como o ácido úrico, um produto do metabolismo das             

purinas liberado por células mortas, são internalizados por fagolisossomos onde contribuem           

para a ativação de NLRP3 (também conhecida como criopirina, atua como componente do             

inflamassoma) e a resposta inflamatória durante a malária. Microvesículas com efeitos           

modulatórios também se formam durante a infecção com o Plasmodium ativando TLR4            

(ORENGO et al., 2008; MANTEL; MARTI, 2014). 

Apesar da importância no combate a infecção malárica, o IFN-γ, bem como outras             

citocinas que desempenham papel inflamatório, deve ser induzido e mantido em níveis            

adequados, proporcionando a eliminação da infecção com o mínimo de dano ao hospedeiro.             

Para isso, a atuação das citocinas regulatórias como IL-10 e TGF-β torna-se imprescindível             

para o controle da doença (ARTAVANIS-TSAKONAS et al., 2003; BUENO et al., 2010).             

Neste sentido, um balanço delicado entre a resposta imunológica Th1 e Th2/Treg é necessário              
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para que ocorra a destruição do parasito sem desencadear complicações graves ao hospedeiro             

(GREENWOOD et al., 1972; GOONEWARDENE et al., 1990; GOOD et al., 2005; RILEY             

et al., 2006; LANGHORNE et al., 2008). 

A resposta imune adquirida conta com a participação dos linfócitos T CD8+, que são              

ativados através da apresentação de antígenos via MHC I, atuando no desenvolvimento da             

atividade citotóxica sobre os hepatócitos infectados. Uma vez que eritrócitos não expressam            

MHC I, o papel das células T CD8+ na proteção contra a malária fica restrito a fase                 

pré-eritrocítica (HOFFMAN et al., 1989; DOOLAN; HOFFMAN 2000; GOOD et al., 2005).            

Por outro lado, os linfócitos T CD4+ agem tanto na fase hepática, polarizando para o perfil de                 

resposta Th1 através da secreção de IFN-γ, quanto no curso da infecção eritrocítica, pelo              

favorecimento da produção de anticorpos pelos linfócitos B (CLERICI; SHEARER, 1994;           

GOOD et al., 2005; SIDDIQUI et al., 2007).  

A partir de experimentos de transferência passiva de anticorpos realizados na década            

de 60 e 70 foi demonstrado a importância dos anticorpos contra as formas sanguíneas do               

parasito. Anticorpos IgG totais de adultos infectados transferidos para crianças promoveu a            

diminuição da parasitemia. Após o esgotamento dos anticorpos a parasitemia voltou a            

crescer, retornando a níveis baixos após uma nova transferência (COHEN et al., 1961;             

COHEN et al., 1971; revisto por SABCHAREON et al., 1991). Especificamente, os            

anticorpos da subclasse IgG são os mais relevantes no combate a infecção malárica. 

Na fase eritrocítica, os anticorpos podem atuar através de mecanismos distintos os            

quais envolvem ligação às células infectadas com consequente lise mediada pela ativação do             

sistema complemento, fagocitose e/ou citotoxicidade celular dependente de anticorpos         

(ADCI) (revisto por PLEBANSKI; HILL, 2000). A ADCI é um processo que se inicia com a                

opsonização por anticorpos IgG de merozoítos liberados das hemácias que, por sua vez,             

ligam-se através de sua porção Fc a receptores Fc expressos na superfície de monócitos, os               

quais passam a liberar mediadores solúveis que irão inibir a divisão intraeritrocítica de             

parasitos circundantes (PÉRIGNON; DRUILHE, 1994; BOUHAROUN-TAYOUN et al.,        

1995). As subclasses IgG1 e IgG3 classificadas como citofílicas, parecem ser as subclasses             

mais importantes de imunoglobulinas G no combate a infecção malárica uma vez que             

indivíduos que apresentam níveis reduzidos dessas subclasses parecem ser mais susceptíveis           

a infecção quando comparados àqueles que apresentam níveis elevados (revisto por GREEN;            

KRIER, 1978; HILL et al., 2013). 
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Uma expressiva resposta humoral, direcionada a vários antígenos plasmodiais,         

geralmente é observada em áreas altamente endêmicas. Isso ocorre devido ao constante            

estímulo proporcionado por repetidas exposições aos parasitos (WEISS et al., 2010) e está             

relacionada com a ativação de células B policlonais com consequente produção de anticorpos             

contra vários antígenos expressos pelo parasito em seus diversos estágios de desenvolvimento            

(MAYXAY et al., 2004). 

 

 

Figura 11: Resposta imune na fase eritrocítica da malária. Fonte: Riley; Stewart, 2013. 

1.3.5. Modelo experimental de malária grave 

Diante das dificuldades acerca do acompanhamento dos casos de malária humana e da             

limitada possibilidade de examinar os processos patológicos envolvidos, restrito à coleta           

proveniente de biópsias, fluidos corporais ou de autópsias, alguns modelos experimentais de            

malária foram desenvolvidos. Modelos murinos e de primatas não humanos (CRAIG et al.,             

2012) permitem um exame mais detalhado de processos fisiopatológicos causados pela           

infecção da malária, uma vez que há disponibilidade de diferentes ferramentas genéticas            

(animais knockout) e moleculares que facilitam a compreensão dos mecanismos envolvidos           

na patogênese da doença (DE SOUZA; RILEY, 2002; LAMB et al., 2006). 

Quatro espécies de Plasmodium que infectam roedores murinos da África Central são            

utilizadas em laboratório em diversos modelos experimentais de malária. Estas espécies são            
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Plasmodium vinckei (Rodhain, 1952), Plasmodium chabaudi (Landau, 1965), Plasmodium         

yoelii (Landau, Michel e Adam, 1968) e Plasmodium berghei (Vincke e Lips, 1948). 

Apesar de serem próximas filogeneticamente, existem pequenas diferenças entre os          

quatro parasitos da malária de roedores, por exemplo, diferenças na morfologia, tempo de             

desenvolvimento e tamanho das diferentes fases e isoenzimas (CARTER; DIGGS, 1977;           

CARLTON et al., 2002). Estas características variáveis influenciam nas interações          

parasita-hospedeiro e são responsáveis por diferenças no curso da infecção, virulência e            

patologia. Um exemplo disso exemplo é o nível de sincronicidade da infecção no sangue. As               

espécies P. chabaudi e P. vinckei mostram o desenvolvimento síncrono de suas fases             

sanguíneas, enquanto as outras duas espécies apresentam infecções relativamente assíncronas          

em roedores de laboratório. Outro exemplo é a diferença na preferência por invadir diferentes              

populações de glóbulos vermelhos: enquanto P. chabaudi e P. vinckei invadem os glóbulos             

vermelhos imaturos e maduros, P. berghei e P. yoelli têm uma predileção marcada para os               

reticulócitos. No entanto, existem evidências de que diferentes isolados de P. berghei            

mostram diferenças significativas na preferência dos eritrócitos. Por exemplo, algumas          

linhagens do isolado NK65 têm uma preferência por reticulócitos em comparação com linhas             

do isolado ANKA em camundongos Swiss (CARTER; DIGGS, 1977; VANDERMOSTEN et           

al., 2018).  

A maioria dos estudos que visam estudar a malária grave em modelo murino provém              

do modelo de infecção por P. berghei, que apresenta uma divisão segura entre linhagens de               

camundongos resistentes (BALB/c) e suscetíveis (C57BLl/6j e CBA) (WHITE et al., 2010;            

CRAIG et al., 2012). Estudos demonstraram que camundongos geneticamente susceptíveis e           

infectados com a cepa ANKA podem apresentar manifestações clínicas semelhantes à malária            

por P. falciparum, em especial, os sintomas típicos da malária cerebral (coma, paralisia e              

convulsões), assim como alterações morfológicas cerebrais, como ativação de células          

endoteliais e micróglia, identificadas em portadores desta manifestação (MEDANA et al.,           

1997; VAN DER HEYDE et al., 2001). Em contrapartida, as linhagens resistentes exibem             

uma resposta diferencial ao parasito, não desenvolvem malária cerebral e morrem, devido à             

anemia grave e hiperparasitemia (GRAU et al., 1986; KOSSODO; GRAU, 1993). Entretanto,            

pouco se sabe sobre a infecção utilizando a cepa NK65 de P. berghei. Este é um aspecto                 

importante a ser considerado, uma vez que tem sido amplamente estudado na malária humana              

e experimental o envolvimento do polimorfismo de cepas do parasito na determinação da             
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resposta imunológica e da patogênese da infecção (HEY, 1999). Estudos recentes têm            

associado a utilização da cepa NK65 no estudo da resposta inflamatória na malária cerebral              

(LACERDA-QUEIROZ et al., 2011) e mais frequentemente, no estudo da LPA/SDRA           

associada à malária (VAN DEN STEEN et al., 2010; CRAIG et al., 2012;             

SCACCABAROZZI et al., 2015). 

Apesar da importância do modelo murino no entendimento da malária, torna-se           

necessário ter cautela quando se relaciona o modelo animal à doença humana. A extrapolação              

dos resultados obtidos no modelo experimental deve ser realizada com cuidado, pois estes             

apresentam diferenças significativas. No modelo murino, o leucócito é o tipo celular            

predominantemente sequestrado na microcirculação cerebral de camundongos, e não os          

eritrócitos, como na malária cerebral humana (NEILL; HUNT, 1992; GRAU et al., 1993;             

ADAMS et al., 2000). Portanto, a escolha da combinação hospedeiro/parasito é de extrema             

importância para validação dos resultados (GRAU; KOSSODO, 1994; CRAIG et al., 2012;            

DEROOST et al., 2013). 
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2. JUSTIFICATIVA 

Infecções por Ascaris spp. afetam aproximadamente 800 milhões de pessoas no           

mundo atingindo altas taxas de endemicidade nas regiões tropicais (HOTEZ; KAMATH,           

2009, PULLAN et al., 2014). O impacto é considerável e reflete em uma perda anual               

estimada de 1,31 milhões de anos de vida ajustados por incapacidade (disability-adjusted life             

years - DALYs) (HOTEZ et al., 2014; PULLAN et al., 2014). Apesar de ascaridose ser uma                

doença há muito tempo conhecida (LELES et al., 2008; OH et al., 2010), ainda apresenta               

grande relevância epidemiológica impactando negativamente a saúde pública de áreas          

endêmicas. 

Estudos recentes têm demonstrado que o desenvolvimento da imunidade contra          

nematódeos gastrointestinais é concomitante com a modulação da resposta Th1 (MENDEZ et            

al., 2005; FUJIWARA et al., 2006; GEIGER et al., 2007; GAZZINELLI-GUIMARÃES et            

al., 2013; NOGUEIRA et al., 2016), considerada crucial para o controle imunológico de             

inúmeras infecções virais, bacterianas ou por protozoários, como em infecções por           

Plasmodium spp., agentes etiológicos da malária (ARTAVANIS-TSAKONAS et al., 2002;          

GOOD et al., 2005), que é uma das doenças parasitárias de maior importância global sendo               

responsável por altas taxas de morbidade e de mortalidade (PHILLIPS et al., 2017; WHO,              

2017). 

Nesse sentido, devido à importância da ascaridose e da malária na saúde pública em              

regiões tropicais, vários estudos têm relatado a ocorrência de indivíduos coinfectados por            

Plasmodium spp. e Ascaris spp. (DEGAREGE; ERKO, 2016). Desse modo, a influência da             

infecção por Ascaris spp. na aquisição de imunidade contra Plasmodium spp. foi proposta em              

vários estudos de campo. No entanto, os achados reais são controversos, impossibilitando            

concluir se o resultado desta interação é benéfica, neutra ou prejudicial ao hospedeiro             

(BROOKER et al., 2007; NACHER et al., 2011). Portanto, o entendimento da interação entre              

esses parasitos em modelo experimental, no que concerne os aspectos fisiopatológicos e            

imunobiológicos da coinfecção, poderiam contribuir para o conhecimento científico básico          

que poderá auxiliar no desenvolvimento de estratégias imunoprofiláticas e/ou de controle que            

visam combater as complicações provenientes da malária em áreas endêmicas. 
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3. OBJETIVOS 

3.1. OBJETIVO GERAL 

Caracterizar a fisiopatologia e o perfil imunológico da coinfecção experimental de Ascaris 

suum, durante a ascaridose larval, e Plasmodium berghei NK65. 

 

3.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

3.2.1. Avaliar o curso da coinfecção experimental por A. suum e P. berghei NK65; 

3.2.2. Determinar a carga parasitária de camundongos monoinfectados e coinfectados por A.            

suum e P. berghei NK65 em diferentes tempos de infecção; 

3.2.3. Avaliar o perfil hematológico de camundongos monoinfectados e coinfectados por A.            

suum e P. berghei NK65 no sétimo dia pós infecção; 

3.2.4. Identificar possíveis alterações histopatológicas do pulmão, fígado e baço de           

camundongos monoinfectados e coinfectados por A. suum e P. berghei NK65 no sétimo dia              

pós infecção; 

3.2.5. Avaliar a função pulmonar e hepática de camundongos monoinfectados e coinfectados            

por A. suum e P. berghei NK65 no sétimo dia pós infecção; 

3.2.6. Avaliar a atividade da N-acetilglicosaminidase de macrófagos, mieloperoxidase de          

neutrófilos e peroxidase de eosinófilos nos pulmões e fígado de camundongos           

monoinfectados e coinfectados por A. suum e P. berghei NK65 no sétimo dia pós infecção; 

3.2.7. Determinar as populações leucocitárias e níveis de proteína exsudada e de hemoglobina             

nas vias aéreas de camundongos monoinfectados e coinfectados por A. suum e P. berghei              

NK65 no sétimo dia pós infecção; 

3.2.8. Avaliar o perfil de citocinas teciduais de camundongos monoinfectados e coinfectados            

por A. suum e P. berghei NK65 no sétimo dia pós infecção; 
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4. METODOLOGIA 

4.1. CONSIDERAÇÕES ÉTICAS NA EXPERIMENTAÇÃO ANIMAL 

A manutenção e o uso de animais para a realização das atividades de pesquisa foram               

conduzidos de acordo com princípios éticos de boas práticas em experimentação animal,            

sendo que o projeto foi aprovado previamente pelo Comitê de Ética no Uso de Animais               

(CEUA) da Universidade Federal de Minas Gerais, conforme certificado pelo Protocolo de            

n°. 21/2018 (anexo). 

4.2. PARASITOS, ANIMAIS E DELINEAMENTO EXPERIMENTAL 

4.2.1. Ascaris suum 

Vermes adultos de A. suum foram doados por um abatedouro de suínos localizado na              

cidade de Belo Horizonte, Minas Gerais, Brasil. Os vermes adultos fêmeas foram mantidos             

em tampão fosfato (PBS - pH 7,2) e levados para o Laboratório de Imunologia e Genômica                

de Parasitos (LIGP) da Universidade Federal de Minas Gerais para serem processados. 

4.2.2. Plasmodium berghei  

A cepa NK65 de P. berghei foi gentilmente fornecida pela Dra. Antoniana Ursine             

Krettli do Laboratório de Malária do Instituto René Rachou-FIOCRUZ/MG e foi mantida em             

camundongos BALB/c por passagens sanguíneas semanais no Laboratório de Imunologia e           

Genômica de Parasitos (LIGP). 

4.2.3. Animais 

Foram utilizados camundongos (Mus musculus) C57BL/6j machos, de sete semanas de           

idade, linhagem considerada susceptível à infecção por Ascaris spp. (LEWIS et al., 2007;             

GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013) e por Plasmodium berghei NK65 (CRAIG et al.,            

2012; SHAN et al., 2012; STEPHENS et al., 2012; LOPES et al., 2016). Durante todo o                

período experimental, os animais foram mantidos no biotério do Laboratório de Imunologia e             

Genômica de Parasitos (LIGP), com boas condições de higiene, água e comida ad libitum,              

condições controladas de temperatura (24 ± 1º C), umidade (60 ± 10%) e luminosidade (ciclo               

claro-escuro 12 horas). 
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4.2.4. Delineamento experimental 

Os camundongos foram divididos em quatro grupos: Ni, animais não infectados           

(grupo controle, n=18); As, animais monoinfectados por A. suum (n=27); Pb, animais            

monoinfectados por Plasmodium berghei cepa NK65 (n=27); PbAs, animais coinfectados por           

A. suum e Plasmodium berghei cepa NK65 (n=31). A coinfecção ocorreu de forma             

simultânea (t = 0). Uma parcela dos animais foi utilizada para observação da sobrevivência,              

sinais clínicos e avaliação da parasitemia (n= 15, para cada grupo de animais infectados e n=                

6 para animais não infectados). Os animais utilizados nos demais procedimentos           

experimentais foram eutanasiados no sétimo dia pós infecção (figura 12). 

 

Figura 12: Delineamento experimental da coinfecção por Ascaris suum e Plasmodium berghei NK65.  

4.3. INFECÇÃO EXPERIMENTAL 

4.3.1. Embrionamento dos ovos de Ascaris suum 

O embrionamento dos ovos de A. suum foi realizado conforme descrito por            

Gazzinelli-Guimarães et al. (2013). Os vermes adultos fêmeas foram separados, dissecados           

para retirada dos úteros e colocados em um cadinho de porcelana macerados mecanicamente             

para a liberação dos ovos. Em seguida, aos ovos foram adicionados cerca de 20 mL de PBS,                 

homogeneizados e, por fim, purificados por filtração em tamis com telas de nylon de 100 μm.                

Ao conteúdo resultante da filtração, foi colocado em garrafas de cultura contendo 50 mL de               

ácido sulfúrico (H2SO4 a 0,2 M) para o embrionamento dos ovos. 

O embrionamento dos ovos foi induzido de acordo com metodologia descrita por            

Boes et al. (1998), modificado por Gazzinelli-Guimarães et al. (2013). Suspensões contendo            

25 ovos/µL foram preparadas em garrafas de cultura com 50 mL com H2SO4 (0.2 M) e                

mantidos em estufas B.O.D. (SP 50 RDE 35 Super) a 26ºC com oxigenação por agitação               
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manual três vezes por semana. Culturas de ovos com de aproximadamente 100 dias de              

incubação foram utilizadas para as infecções, uma vez que é o período de maior infectividade               

dos ovos (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). 

4.3.2. Preparo de ovos e infecção por Ascaris suum 

No dia das infecções, uma alíquota da cultura de ovos de A. suum (em uma               

concentração de 25 ovos / µL em H2SO4 a 0,2 M) foi centrifugada por dez minutos, a 800 x g                    

em temperatura ambiente (T.A.), para a posterior remoção do ácido. Em seguida, o             

sobrenadante foi descartado e o sedimento suspenso em hipoclorito de sódio a 5 % e               

incubado em estufa a 37°C e 5% CO2 por 2 horas (Water – Jacketed Incubator, Thermo                

Scientific, EUA). Após essa incubação, o hipoclorito foi removido da solução após pelo             

menos quatro ciclos de centrifugação por 10 minutos, a 800 x g, em T.A. com água filtrada.                 

Após a última centrifugação, o sedimento foi ressuspenso em água filtrada e três alíquotas de               

10 µL foram removidas da suspensão e usadas para a contagem de ovos larvados. O resultado                

obtido foi usado para calcular o número médio de ovos totalmente larvados por µL e               

determinar diluição necessária para obter uma suspensão contendo 2.500 ovos em 200 µL.  

A infecção foi realizada por via intragástrica de acordo com protocolo descrito por             

Lewis et al. (2006). Basicamente, com o auxílio de uma agulha de gavage, foram inoculados               

200 µL de uma suspensão contendo uma carga padrão de 2.500 ovos totalmente larvados,              

seguidos por 100 µL de água, seguindo o delineamento experimental estabelecidos para este             

estudo. 

4.3.3. Manutenção de Plasmodium berghei NK65 

Amostras criopreservadas de P. berghei cepa NK65 foram descongeladas em          

temperatura ambiente e posteriormente inoculadas via intraperitoneal em camundongos         

BALB/c. A seguir, a parasitemia sanguínea foi monitorada diariamente por meio da análise             

de esfregaços confeccionados a partir da veia caudal até atingir taxas acima de 30%. Então,               

foi realizada a coleta de sangue por exsanguinação do sinos retro-orbitais utilizando pipetas             

Pasteur capilar preparadas com o anticoagulante citrato de sódio. Aproximadamente 200μL           

de sangue foram inoculados intraperitonealmente em outro animal. Esse procedimento foi           

realizado mais três vezes para garantir a virulência da cepa. 
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4.3.4. Infecção por Plasmodium berghei NK65  

Após aquisição de virulência, foi realizada a coleta de sangue de camundongos            

BALB/c com parasitemia acima de 30% por exsanguinação do plexo retro-orbital utilizando            

uma pipeta Pasteur capilar. Em seguida, para o preparo do inóculo de infecção, foi realizada a                

contagem de eritrócitos totais em contador hematológico automatizado Bio-2900 Vet          

(Bioeasy, EUA) e a determinação da parasitemia através de esfregaços sanguíneos corados            

com Giemsa. Animais C57BL/6j foram infectados intraperitonealmente com 104 eritrócitos          

parasitados por P. berghei NK65 em suspensão contendo PBS (GRAU et al., 1986; NEILL;              

HUNT, 1992). 

4.4. AVALIAÇÃO DA SOBREVIVÊNCIA 

Para avaliação do curso da coinfecção, a sobrevida dos animais pertencentes ao            

grupos experimentais foi avaliada diariamente. Todos os animais foram acompanhados por           

um período de até 60 dias em que foram avaliados quanto ao peso, parasitemia de               

Plasmodium berghei e manifestação de sinais clínicos. O dia da morte espontânea de cada              

animal foi computado e a curva de sobrevida foi construída segundo Kaplan-Meyer. Para             

análise comparativa entre os grupos foi utilizado o teste Gehan-Breslow. 

4.5. PROCEDIMENTOS DE ANESTESIA E EUTANÁSIA 

Após o sétimo dia pós infecção foi realizada a eutanásia dos animais para a coleta do                

BAL, coleta de órgãos para análises histopatológica e dosagem de citocinas e determinação             

da carga parasitária de A. suum. Para tal, os camundongos receberam uma dose de anestésico               

(cetamina 390 mg/Kg / xilazina 27 mg/Kg) pela via intraperitoneal e, em seguida, foi              

realizada a eutanásia por hipovolemia através da coleta de sangue do plexo retro-orbital nos              

animais anestesiados. Todavia, para a avaliação da função pulmonar, os camundongos foram            

anestesiados com uma injeção intraperitoneal de anestésico (ketamina 130 mg/Kg / xilazina 9             

mg/Kg) para a manutenção da respiração espontânea e, posteriormente à essa avaliação, foi             

realizada a eutanásia dos animais por hipovolemia.  
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4.6. QUANTIFICAÇÃO DA CARGA PARASITÁRIA DE Ascaris suum 

A quantificação da carga parasitária foi realizada através da recuperação das larvas            

nos pulmões e no fígado. Em síntese, após a eutanásia, os tecidos foram coletados, picotados               

extensivamente com tesoura e colocados em aparato de Baermann modificado, onde           

permaneceu incubado durante 4 horas na presença de PBS a 37°C. Após a incubação, o               

sedimento foi coletado com auxílio de pipetas Pasteur e transferidos para tubos cônicos de 15               

mL que foram centrifugados por dez minutos, a 800 x g em T.A. Os sobrenadantes foram                

ressuspendidos em solução tamponada de formaldeído a 4%, homogeneizados e armazenados           

para posterior contagem em microscópio óptico.  

4.7. DETERMINAÇÃO DA CARGA PARASITÁRIA DE Plasmodium berghei 

Para avaliação da parasitemia de P. berghei, uma gota de sangue foi coletada a partir               

da veia caudal, seguindo-se da confecção de esfregaços sanguíneos, secos ao ar, fixados com              

metanol e corados com solução recém diluída de Giemsa, na proporção de cinco gotas para               

cada 1 mL de água MilliQ. Após 25 minutos, as lâminas foram lavadas em água corrente,                

secas ao ar e examinadas ao microscópio óptico com objetiva de imersão (1.000x). A              

parasitemia foi determinada através da contagem do número de hemácias infectadas, em um             

total de 1.000 hemácias. A parasitemia foi expressa em porcentagem de hemácias parasitadas. 

4.8. COLETA E PROCESSAMENTO DO SANGUE, ANÁLISE HEMATOLÓGICA E         

CONTAGEM DIFERENCIAL DE LEUCÓCITOS NO SANGUE PERIFÉRICO 

Foram coletados 500 μL de sangue do plexo retro-orbital de cada camundongo            

utilizando uma pipeta Pasteur capilar. O sangue coletado foi transferido para tubos contendo             

o anticoagulante EDTA para análise hematológica. Posteriormente, foi realizada a          

centrifugação dos tubos para a coleta do plasma que foi armazenado a -80°C para análises               

posteriores. A contagem global de leucócitos foi realizada em contador hematológico           

automático Bio-2900 Vet (Bioeasy, EUA). Para a determinação do número relativo e            

absoluto de leucócitos, foram confeccionadas lâminas de esfregaço sanguíneo, coradas por           

Panótico Rápido (Laborclin, Brasil) e, posteriormente, contadas em microscopia óptica. Para           

a determinação do número relativo de cada população celular: linfócitos, monócitos,           

neutrófilos e eosinófilos, foi realizada pela a contagem diferencial de 100 células por             
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esfregaço sanguíneo. O número absoluto de cada população celular foi calculado utilizando o             

número global de leucócitos. 

4.9. ENSAIOS BIOQUÍMICOS 

4.9.1. Avaliação da atividade enzimática AST e ALT - função hepática 

Como parâmetro clínico de avaliação de lesão hepatocelular foi determinada a           

concentração em U/L de aspartato aminotransferase (AST) e alanina aminotransferase (ALT)           

plasmática através da adaptação do kit comercial AST Bioclin (Bioclin Quibasa, Brasil) e             

ALT Bioclin (Bioclin Quibasa, Brasil). O volume de plasma empregado foi 10 μL para cada               

ensaio. 

4.10. CARACTERIZAÇÃO DA FISIOPATOLOGIA DA COINFECÇÃO  

4.10.1. Obtenção, processamento e análise do lavado broncoalveolar (BAL) 

Após a eutanásia, foi realizada em cada animal, dissecação traqueal e pequena incisão             

na parte superior da traqueia para introdução de um cateter (Safety Catheter 18G x 1¾”,               

Termo Medical Corp.) acoplado a uma seringa. Para obter o BAL foram realizadas duas              

lavagens intratraqueais com duas alíquotas de 1 mL de PBS filtrado a 4°C. O líquido               

recuperado, num volume final de 2 mL, foi imediatamente passado em filtros de 40 µm de                

diâmetro (BD Biosciences, EUA) para remoção das larvas presentes no lavado e recolhido             

em um tubo, previamente identificado. Em seguida, o filtrado foi submetido à centrifugação a              

300 x g durante 10 minutos a 4°C. O sobrenadante foi coletado, separado em alíquotas e                

congelado a -80°C para a quantificação de proteína total e hemoglobina. Posteriormente, o             

sedimento do BAL resultante do processamento, foi suspenso com 100 µL de PBS contendo              

3 % albumina sérica bovina (BSA). Uma alíquota foi removida para obtenção da contagem              

global de células, sendo o resultado usado para ajustar o volume de cada amostra de forma a                 

conter 5x104 células / mL. O volume ajustado foi, então, centrifugado por cinco minutos, a               

135 x g e 4°C (Shandon CytoSpin III Cytocentrifuge). Lâminas obtidas após            

citocentrifugação foram coradas por Panótico Rápido (Laborclin, Brasil) e usadas para a            

contagem diferencial de leucócitos. Em cada lâmina foram contadas 400 células e o número              

relativo de cada subtipo celular (linfócitos, monócitos/macrófagos, neutrófilos e eosinófilos)          

foi determinado. Larvas retidas no filtro celular, durante processamento foram recuperadas           
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pela lavagem dos filtros com 10 mL de PBS seguido de centrifugação por 10 minutos a 800 x                  

g em T.A. O sobrenadante foi descartado e o sedimento suspenso com 10 mL de solução                

tamponada de formaldeído a 4% e armazenado para posterior contagem em microscópio            

óptico, do número de larvas recuperadas nas vias aéreas. 

As concentrações das proteínas totais presentes no BAL foram determinadas pelo           

método do ácido bicincrônico usando kit comercial (Pierce, EUA) e seguindo as instruções             

do fabricante. Uma curva padrão foi realizada usando BSA e os valores de densidade óptica               

(O.D.) das amostras foram interpolados para se determinar a concentração de proteínas nas             

mesmas. Os resultados foram expressados por μg de proteína total por mL de BAL.  

A concentração de hemoglobina presente no BAL foi dosada por ensaio colorimétrico            

usando o método cianometahemoglobina. A leitura foi realizada em espectrofotômetro no           

comprimento de onda de 540 nm utilizando solução de Drabkin modificada (Bioclin Quibasa,             

Brasil). O padrão de hemoglobina (Bioclin Quibasa, Brasil) foi usado para preparação de uma              

curva padrão na qual foram interpolados os valores de O.D. das amostras para se determinar a                

concentração das mesmas (GUABIRABA et al., 2013). O teor de hemoglobina foi expresso             

em g de Hb por dL de BAL. 

4.10.2. Avaliação da função pulmonar: espirometria 

A avaliação da função e fisiologia pulmonar em camundongos infectados e           

coinfectados foi realizada por espirometria no Laboratório de Imunologia e Mecânica           

Pulmonar, Departamento de Fisiologia e Biofísica ICB/UFMG. Basicamente, os         

camundongos foram anestesiados via subcutânea (cetamina 130 mg/Kg / xilazina 09 mg/Kg)            

para manutenção da respiração espontânea, em seguida, os animais foram traqueostomizados.           

Para tanto, a traqueia foi exposta removendo-se, cuidadosamente, a glândula submaxilar e a             

camada muscular que envolve a traqueia e uma pequena incisão foi feita para permitir a               

entrada do cateter de teflon (1,7 mm de diâmetro e 0,8 mL de espaço morto) e os animais                  

foram colocados em um pletismógrafo conectado a um ventilador controlado por computador            

(Forced Pulmonary Maneuver System®, Buxco Research Systems©, USA). 

Este aparelho laboratorial, especificamente projetado para uso em camundongos, tem          

apenas um volume de cânula (espaço mortal) de 0,8 mL e fornece semi-automaticamente três              

manobras diferentes: manobra de pressão, volume quasi-estático e fluxo rápido. Uma vez no             

pletismógrafo, os animais foram submetidos a uma frequência respiratória média de 160            
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inspirações/minuto até alcançarem um padrão regular de inspiração e expiração          

(VANOIRBEEK et al., 2010).  

Durante a respiração mecânica, na função RC foram detectadas a complacência           

dinâmica (Cdyn) e resistência (RI). Para medir a capacidade vital forçada (FVC) e a              

capacidade inspiratória (IC), foi realizada a manobra de pressão-volume quasi-estática, que           

infla os pulmões para uma pressão padrão de +30 cm H2O e depois exala lentamente até uma                 

pressão negativa de -30 cm de H2O. A complacência quasi-estática (de 0 a +10cm H2O) foi                

calculada com esta manobra considerando o volume/pressão da expiração. Nas manobras           

rápidas de fluxo-volume, os pulmões foram inflados até +30 cm H2O (TLC) e,             

imediatamente, a pressão foi diminuída para -30cm H2O até atingir a sua capacidade residual.              

O volume expiratório forçado (FEV) foi registrado durante esta manobra. Por fim, o índice de               

Tiffeneau foi obtido através da razão (FEV50/FVC). Todas as manobras subótimas foram            

rejeitadas e, para cada teste realizado em cada animal, pelo menos três manobras aceitáveis              

foram realizadas para obter uma média confiável para todos os parâmetros numéricos. Após a              

realização da avaliação da função pulmonar por meio da espirometria, os animais foram             

eutanasiados por hipovolemia, como descrito anteriormente e, o tecido pulmonar coletado           

para posteriores análises. 

4.10.3. Avaliação histopatológica dos pulmões, fígado e baço 

Após a retirada dos pulmões, fígado e baço, as amostras foram fixadas em solução              

tamponada de formaldeído a 4% tamponado (Synth, Brasil) por até sete dias. Posteriormente,             

as amostras foram gradualmente desidratadas em etanol, diafanizadas no xilol e incluídas em             

blocos de parafina, e em seguida obtidos cortes de 4 μm de espessura com os quais foram                 

montadas lâminas histopatológicas e coradas com hematoxilina e eosina (HE) para análises            

histopatológicas. 

Para avaliar a intensidade da inflamação e da hemorragia pulmonar, foi calculado o             

grau de espessamento dos septos interalveolares. Vinte imagens aleatórias foram capturadas           

com a objetiva de aumento 20x, compreendendo uma área de 3,2 x106 mm2 de pulmão               

analisado. Os tecidos foram analisados utilizando o software KS300 acoplado a um            

analisador de imagem Carl Zeiss (Oberkochen, Alemanha), em que foram selecionados todos            

os pixels do tecido pulmonar na imagem real foram selecionados para criação de uma              
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imagem binária, processamento digital e cálculo da área em mm2 do septo interalveolar             

(NOGUEIRA et al., 2016). 

Para análise do grau de inflamação das vias aéreas, inflamação perivascular,           

inflamação do parênquima, e presença de hemorragia dos pulmões, foi feita análise            

semiquantitativa seguindo metodologia descrita previamente por Gazzinelli-Guimarães et al.,         

2018, cujo método baseia-se no score de 6 graus de diferenciação para inflamação das vias               

aéreas sendo: grau 0 ausência de células inflamatórias em torno das vias aéreas (ausente);              

grau 1 algumas vias aéreas possuem um pequeno número de células (discreto); grau 2              

algumas vias respiratórias possuem inflamação significativa (moderada); grau 3 a maioria das            

vias aéreas possuem alguma inflamação (acentuada); grau 4 a maioria das vias aéreas estão              

significativamente inflamadas (intensa); grau 5 todas as vias aéreas estão completamente           

inflamadas (grave). Para o score de inflamação perivascular, também foram utilizados 6            

graus de diferenciação sendo: grau 0 ausência de células inflamatórias em torno dos vasos              

(ausente); grau 1 alguns vasos possuem um pequeno número de células inflamatórias            

(discreta); grau 2 alguns vasos possuem inflamação significativa (moderada); grau 3 a            

maioria dos vasos possuem alguma inflamação (acentuada); grau 4 a maioria dos vasos estão              

significativamente inflamados (intenso); grau 5 todos os vasos estão completamente          

inflamados (grave). Do mesmo modo, o score para inflamação do parênquima pulmonar foi             

baseado em 6 graus sendo: grau 0 igual a menos que 1% do parênquima afetado; grau 1 de 1                   

a 9% do parênquima afetado; grau 2 de 10 a 29% do parênquima afetado; grau 3 de 30 a 49%                    

do parênquima afetado; grau 4 de 50 a 69% do parênquima afetado; grau 5 mais de 70% do                  

parênquima afetado. Já para o score das áreas hemorrágicas do tecido pulmonar foi baseado              

em 4 graus sendo: grau 0 ausência de hemorragia (ausente); grau 1 presença de pequenas               

zonas hemorrágicas (discreta); grau 2 presença de áreas hemorrágicas significativas          

(moderada); grau 3 presença de áreas hemorrágicas exuberantes (intensa). 

A gravidade da lesão hepática foi avaliada através de score baseado em 5 graus para               

lesão do parênquima hepático: grau 0 ausência de células inflamatórias em torno dos             

hepatócitos, vasos sanguíneos, ductos biliares e capilares (ausente); grau 1 regiões do            

parênquima hepático com pequeno número de células inflamatórias (discreta); grau 2           

parênquima hepático apresentando infiltrado inflamatório difuso e infiltrado inflamatório         

perivascular, em torno dos ductos e pequenas zonas de necrose dispersas pelo parênquima             

(moderada); grau 3 parênquima hepático apresentando infiltrado inflamatório difuso e          
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infiltrado inflamatório perivascular, em torno dos ductos e extensas zonas de necrose            

dispersas pelo parênquima (acentuada); grau 4 parênquima hepático apresentando infiltrado          

inflamatório difuso e multifocal, células de Kupffer hiperplásicas e com presença de            

hemozoína, congestão de capilares sinusóides e  presença de zonas de necrose (intensa). 

Nos cortes histológicos do baço foi realizada somente a descrição histopatológica.  

4.11.  AVALIAÇÃO DA RESPOSTA IMUNOLÓGICA 

4.11.1. Dosagem de citocinas teciduais 

Para a avaliação do perfil de citocinas no tecido pulmonar, 100 mg de tecido              

pulmonar foram homogeneizados (TissueLyser LT - Qiagen, Hilden, Alemanha) em 1.000           

µL de PBS tamponado com fosfato (0,4 M de NaCl e 10 mM de NaPO4) suplementado                

0,05% de Tween 20, 0,5% de albumina de soro bovino e inibidores de proteases (0,01 mM de                 

fluoreto de fenilmetilsulfonila - PMSF, 0,1 mM de cloreto de benzetônio, 10 mM de EDTA e                

20 UI de aprotinina A). Os homogenatos foram centrifugados a 8.000 xg, durante 10 minutos               

em 4°C e o sobrenadante utilizado para dosagem das citocinas.  

A produção de IL-1β, IFN-γ, IL-12/IL-23p40, IL-6; IL-17A, IL-13, IL-4, IL-5, IL-10            

e TGF-β foram dosadas utilizando kit de ELISA sanduíche (R&D Systems, EUA) de acordo              

com as instruções do fabricante. A absorbância das amostras foi determinada por um leitor de               

microplacas VersaMax ELISA (Molecular Devices, EUA) em um comprimento de onda de            

492 nm. Densidades ópticas (O.D.) foram obtidas e a concentração de citocinas (pg/mL) de              

cada amostra foi calculada a partir da interpolação dos valores de O.D. em uma curva padrão                

ajustada por uma equação de cinco parâmetros logísticos (5-PL). 

4.11.2. Quantificação da atividade de macrófagos, neutrófilos e eosinófilos no tecido           

pulmonar 

A avaliação da atividade N-acetilglicosaminidase de macrófagos (NAG),        

mieloperoxidase de neutrófilos (MPO) e peroxidase de eosinófilos (EPO) foi realizada nos            

homogenatos dos pulmões e foram mensuradas de acordo com um método descrito por Strath              

(1985) e modificado por Silveira (2002). Após a homogeneização do tecido (TissueLyser LT             

- Qiagen, Hilden, Alemanha), o homogenato foi centrifugado a 1500 x g durante 10 minutos a                

4 °C e o sedimento resultante foi examinado para determinar a atividade de EPO, MPO e                

NAG.  
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Para o ensaio de atividade da N-acetilglicosaminidase tecidual (NAG), o sedimento           

foi homogeneizado em 950 μL de PBS e 0,5% de brometo de hexadeciltrimetilamônio             

(Sigma Chemical Co, EUA) depois de congelados e descongelados três vezes usando            

nitrogênio líquido. O lisado foi então centrifugado (1500 x g, 4 ° C, 10 min) e o sobrenadante                  

foi distribuído (100 μL / poço) numa microplaca de 96 poços (Corning, EUA). A reação foi                

iniciada com a adição de 100 μl do substrato p-nitrofenil-N-acetil-β-D-glucosaminida (Sigma           

Chemical Co, EUA) diluído em tampão citrato/fosfato (ácido cítrico 0,1 M, 0,1 M Na2HPO4,              

pH 4,5) na concentração final de 2,24 mM e incubação a 37 oC por 30 minutos. A reação foi                   

terminada pela adição de 100 μl de tampão glicina 0,2 M (glicina 0,8 M, NaCl 0,8 M e                  

NaOH, pH 10,6) e a absorbância foi determinada a 405 nm. O conteúdo dos macrófagos foi                

calculado a partir de uma curva padrão baseada na expressão da atividade de NAG feita de                

ensaio de macrófagos peritoneais estimulados com 3% de tioglicolato (dados não mostrados). 

Para o ensaio MPO, o sedimento foi homogeneizado em 200 μL de solução de tampão               

1 (NaCl 0,1M, Na3PO4 0,02M, Na2EDTA 0,015M, pH 4,7) seguido de centrifugação (1500 x              

g, 4 ° C, 10 min). O sobrenadante foi descartado, em seguida adicionado ao sedimento 800                

μL de solução tampão 2 (0,05 M NaPO4, brometo de hexadeciltrimetilamónio a 0,5%), a              

mistura foi homogeneizada e depois congelada e descongelada três vezes utilizando           

nitrogênio líquido. O lisado foi centrifugado novamente (1500 xg, 4°C, 10 minutos), o             

sobrenadante resultante foi utilizado para o ensaio enzimático. Para a realização do ensaio, 25              

μL da solução foram distribuídos em cada poço em microplacas de 96 poços (Corning, EUA)               

seguido pela adição de 25 μL de substrato TMB (3,3'-5,5, - tetrametilbenzina +             

dimetilsulfóxido 1,6 mM) e 100 μL de 0,5M H2O2. Após a incubação durante cinco minutos à                

temperatura ambiente, a reação foi interrompida pela adição de 100 μL de ácido sulfúrico              

(H2SO4 1M). A absorbância das amostras foi determinada por um leitor de microplacas             

VersaMax ELISA (Molecular Devices, EUA) em um comprimento de onda de 450 nm. 

Para o ensaio de EPO, o sedimento foi homogeneizado em 950 μL de PBS e 0,5 % de                  

brometo de hexadeciltrimetilamônio (Sigma Chemical Co, EUA) e depois congelado e           

descongelado três vezes utilizando nitrogênio líquido para a lise de vesículas. O lisado foi              

então centrifugado (1.500 g, 4 ° C, 10 min) e o sobrenadante foi distribuído (75 μL / poço)                  

numa microplaca de 96 poços (Corning, EUA), seguida da adição de 75 μL de substrato (1,5                

mM OPD e 6,2 mM de H2O2 em 0,05 M Tris-HCl, pH 8,0). Após a incubação durante 30                  
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minutos à temperatura ambiente, a reação foi interrompida pela adição de 50 μL de H2SO4 1                

M e a absorbância foi determinada a 492 nm. 

4.12. ANÁLISE ESTATÍSTICA 

As análises estatísticas dos dados foram realizadas utilizado o software GraphPad           

Prism 7 (GraphPad Inc, EUA). Para verificar a distribuição dos dados, foram utilizados os              

testes de Kolmogorov-Smirnov e o de Shapiro-Wilk. Para análise entre dois grupos foram             

utilizados o Test T de Student para dados paramétricos e Mann-Whitney U para dados não               

paramétricos. Para análises de variâncias entre três ou mais grupos, com apenas uma variável              

qualitativa, os testes One-way ANOVA seguido do pós-teste de Tukey (dados paramétricos),            

ou os testes de Kruskal Wallis seguido do pós-teste de Dunns (dados não paramétricos). Para               

análises de variâncias três ou mais grupos, com duas ou mais variáveis qualitativas, foram              

utilizados os testes de Two-way ANOVA seguido do pós-teste de Tukey. Todos os testes              

foram considerados significativos quando apresentaram um valor de p ≤ 0,05. 
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5. RESULTADOS 

5.1. CARACTERIZAÇÃO DO MODELO EXPERIMENTAL DE INFECÇÃO POR        

Plasmodium berghei NK65 

Devido às divergências encontradas na literatura acerca das linhagens das espécies de            

plasmódios utilizadas em diversos modelos experimentais, fez-se necessário a caracterização          

do modelo de infecção malárica utilizado neste trabalho. Neste capítulo, serão descritos            

aspectos clínicos, fisiopatológicos e imunobiológicos encontrados na infecção precoce e          

tardia por P. berghei NK65 nos tempos de sete e vinte dias pós-infecção, respectivamente. 

5.1.1. Animais infectados por Plasmodium berghei NK65 tem sobrevida menor está           

associado ao aumento progressivo da parasitemia 

A infecção por P. berghei NK65 desenvolveu-se de forma aguda com curso letal. A              

mortalidade foi expressa como percentagem de sobrevida, tendo início no nono dia            

pós-infecção e perdurou até o vigésimo nono, com um pico no vigésimo quarto dia              

pós-infecção (figura 13). 

 

Figura 13: Curva de sobrevivência de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65. Os animais foram monitorados diariamente a partir da infecção. Para análise estatística foi              
utilizado o teste Gehan-Breslow e **** indica diferença significativa (p<0.0001) na sobrevida entre             
os grupos. (n=6 para animais não infectados (Ni) e n=15 para animais infectados por Plasmodium               
berghei NK65 (Pb)). 

A análise de variação da massa corporal dos animais foi mensurada em animais não              

infectados (controle) e infectados, ao longo do tempo (figura 14). Os animais infectados             

apresentaram uma perda de massa acentuada ao longo da infecção, cujo início se deu a partir                
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décimo sexto dia pós-infecção, um quadro que persiste até o vigésimo dia, enquanto que              

animais do grupo controle apresentaram um aumento contínuo da massa corporal ao longo             

das observações. 

 

Figura 14: Variação da massa corporal (%) de camundongos infectados por Plasmodium berghei             
NK65. A área hachurada representa os tempos que foi possível a análise estatística dos dados. O teste                 
One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de Tukey foram utilizados para avaliar              
as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a média ± SEM e os resultados                 
significativos são representadas por (*) nos gráficos, onde ** p < 0,01 e **** p < 0,0001. 

Durante as observações diárias, foi notável o agravamento de outros sinais clínicos a             

partir do décimo quinto dia pós-infecção, como: pêlos arrepiados, palidez, tremulação           

corpórea. Por volta do vigésimo dia pós-infecção, os animais infectados apresentam-se           

notadamente prostrados, com motilidade reduzida e postura encurvada. A observação das           

vísceras dos camundongos infectados durante a necropsia evidenciou a presença de           

hepatoesplenomegalia, apresentando-se mais avançada no vigésimo dia pós-infecção, em que          

também foi possível observar a coloração enegrecida de órgãos como pulmão, fígado e baço,              

sugerindo deposição de pigmento malárico. 

Ainda na caracterização clínica da infecção, ao avaliar o perfil hematológico, foi            

possível detectar uma diminuição expressiva do número de hemácias e hemoglobina nos            

animais no vigésimo dia de infecção (tabela 2), caracterizando um perfil de anemia grave. No               

entanto, não foi possível obter a leitura dos leucócitos nesses animais. Tal fato está associado               

à diminuição expressiva dos leucócitos no sangue verificado na visualização do esfregaço            

sanguíneo (figura 15). Outrossim, não houve variação na contagem de leucócitos durante a             

fase inicial da infecção. Quanto a contagem de plaquetas, é possível evidenciar a diminuição              

significativa no grupo infectado no sete dias pós infecção em relação ao grupo controle. Não               
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foram observadas diferenças significativas do número de plaquetas no grupo com vinte dias             

de infecção (tabela 2). 

Tabela 2. Análise de hemograma de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 

 
Grupos 

Ni Pb 7dpi Pb 20dpi 

Eritrócito (x 106/μL) 8,47 ± 0,60 7,47 ± 0,92a 1,05 ±0,33a,b 

Hemoglobina (g/dL) 16,18 ± 1,10 14,17 ± 1,72a 2,93 ± 0,83a,b 

Plaqueta (x 103/μL) 320 ± 133 111 ± 37a 199 ± 119,79 

O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de Tukey foram utilizados para               
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a média ± DP e os                 
resultados significativos (p ≤ 0,05) relacionadas aos grupos Ni e Pb7dpi são representadas por (a) e                
(b), respectivamente. (n=6 para animais não infectados (Ni) e infectados por Plasmodium berghei             
NK65 7dpi (Pb 7dpi) e n=8 para animais infectados por Plasmodium berghei NK65 20dpi (Pb               
20dpi)). 

 

A evolução da parasitemia foi acompanhada através de esfregaços sanguíneos, em dias            

alternados, a partir do segundo dia pós-infecção. A observação microscópica dos esfregaços            

sanguíneos confirmou a infecção em todos os animais, que desenvolveram aumento gradual            

de parasitemia ao longo do tempo (figura 15-A), coincidindo com o agravamento dos sinais              

clínicos e consequente mortalidade dos animais. Diferentes formas evolutivas de P. berghei            

NK65 foram visualizadas nos esfregaços sanguíneos analisados. Trofozoítos jovens e          

maduros e esquizontes foram detectados no esfregaço. Ao longo da infecção, percebe-se a             

preferência da cepa para invadir reticulócitos (figura 15-B, C e D). 
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Figura 15: Curva de parasitemia e fotomicrografias de esfregaços sanguíneos corados com Giemsa,             
dos camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65. A) Média das parasitemias diárias de             
camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65, a partir do segundo dia pós-infecção. B)             
Parasitemia leve, com 10% de hemácias parasitadas. C) Parasitemia moderada, com 30% de hemácias              
parasitadas. D) Parasitemia acentuada, com 65% de hemácias parasitadas. Os achados nos esfregaços             
sanguíneos estão representados por símbolos nas imagens, sendo que as cabeças de seta indicam              
eritrócitos não infectados e as setas indicam eritrócitos infectados, em que é possível ver formas               
evolutivas do parasito como trofozoíto jovem (seta preta), trofozoíto maduro (seta vermelha),            
esquizonte (seta verde). A parasitemia foi determinada através da contagem de eritrócitos infectados             
em um total de 1.000 eritrócitos. Barra = 10 μm. 

5.1.2. Animais infectados por Plasmodium berghei NK65 possuem hipertrofia e          

hiperplasia esplênica 

Ao realizarmos as análises histopatológicas no baço dos camundongos infectados          

(figura 16), foi possível verificar, já ao sétimo dia pós-infecção, a presença de hipertrofia e               

hiperplasia na maioria dos nódulos linfáticos com proliferação das regiões B e T dependente,              

evidenciada pela ativação de centro germinativo (figura 16-B). Também foi possível           

demonstrar a presença de macrófagos nos nódulos linfáticos contendo citoplasma com           

depósitos de substância de coloração acastanhada sugerindo presença de hemozoína          

(pigmento malárico). Frequentemente também foi possível observar a deposição de pigmento           

de mesma característica no interstício da polpa vermelha. Além disso, identificamos o            
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aumento do número de megacariócitos que se encontravam dispersos aleatoriamente pela           

polpa vermelha em relação ao grupo controle. 

 

Figura 16: Fotomicrografia do baço de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 no             
sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima esplênico do grupo Ni              
evidenciando região T dependente (*) e B dependente (#). B) Imagem panorâmica do parênquima              
esplênico do grupo Pb7dpi com proliferação da região T dependente (*) e B dependente (#). C)                
Imagem panorâmica do parênquima esplênico do grupo Pb20dpi com perda dos limites nódulos             
linfóides e polpa vermelha. D) Imagem em maior aumento representativa do grupo Pb20dpi com              
presença de macrófagos exibindo pigmento malárico em seu citoplasma (cabeça de seta). Coloração             
hematoxilina & Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100 μm. Barra de escala da maior                 
ampliação = 20 μm. 
 

Após vinte dias de infecção, foi possível constatar grande alteração da arquitetura            

tecidual esplênica, com aumento da celularidade, bem como uma perda dos limites entre os              

nódulos linfoides e a polpa vermelha, revelando aumento da ativação celular através de             

antígenos liberados pelo parasito (figura 16-C). As zonas marginais claras que envolvem os             

folículos comuns em baços de camundongos não infectados desapareceram. Na região da            

polpa vermelha, foi notável o aumento no número de macrófagos, que frequentemente            

apresentavam o pigmento malárico em seu citoplasma (figura 16-D). Não foi evidenciado            

presença significativa de megacariócitos na fase tardia da infecção. 
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5.1.3. A infecção experimental por Plasmodium berghei NK65 provoca lesão no fígado e             

comprometimento da função hepática 

Na análise histopatológica semiquantitativa do fígado, foi notável a progressão          

significativa de áreas lesionadas e da inflamação nos animais infectados quando comparado            

ao grupo controle (figura 17).  

 

Figura 17: Avaliação semiquantitativa da inflamação e lesão hepática dada por score de inflamação e               
lesão de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 no sétimo e no vigésimo dia              
pós-infecção. O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de Tukey foram              
utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a média ±                
SEM e os resultados significativos são representadas por (*) nos gráficos. *** p < 0,001 e **** p <                   
0,0001. 

A confirmação desse dado foi feita através da análise microscópica do parênquima            

hepático, em que foi possível identificarmos a presença discreta a moderada de um infiltrado              

inflamatório linfocitário difuso no sétimo dia pós-infecção (figura 18-B), que logo evoluiu            

apresentando maiores áreas de infiltrado inflamatório linfocitário, de forma difusa e           

multifocal. Também foi possível evidenciarmos na fase tardia da infecção, a presença            

frequente de células de Kupffer contendo pigmento malárico. Frequentemente também foi           

encontrado hemozoína depositada no parênquima hepático. Os capilares sinusóides se          

apresentavam congestos e alguns hepatócitos encontram-se com o citoplasma com aspecto           

granuloso, rendilhado, tamanho aumentado, núcleo central de tamanho normal caracterizando          

degeneração hidrópica. Em alguns animais deste grupo foi encontrado pequenas zonas de            

necrose. 
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Figura 18: Fotomicrografia do fígado de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 no             
sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima hepático do grupo Ni. B)               
Imagem panorâmica do parênquima hepático do grupo Pb7dpi com presença de infiltrado inflamatório             
(cabeças de seta). C) Imagem panorâmica do parênquima hepático do grupo Pb20dpi com presença de               
infiltrado inflamatório (cabeças de seta). D) Imagem em maior aumento representativa do grupo             
Pb20dpi com presença de células de Kupffer contendo pigmento malárico (setas). Coloração            
hematoxilina & Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100 μm. Barra de escala da maior                 
ampliação = 60 μm. 

A fim de investigar se houve modificações funcionais oriundas da injúria hepática            

provocada pela infecção, determinamos a concentração plasmática das enzimas aspartato          

aminotransferase (AST) e alanina aminotransferase (ALT), que são importantes marcadores          

de lesão dos hepatócitos. Os resultados desta análise sugerem que, de fato, a infecção por P.                

berghei NK65 induz comprometimento gradativo da função hepática nos animais infectados,           

expressa pelas detecções significativamente maiores dessas enzimas no plasma de animais           

infectados com vinte dias (figura 19-A e B).  

73 



 

 

Figura 19: Enzimas hepáticas dosadas em camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65            
no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Níveis de AST. B) Níveis de ALT. O teste de                 
Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as              
diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados               
pelos símbolos (*) nos gráficos. ** p < 0,01 e *** p < 0,001. 

Ao analisarmos a atividade celular no fígado, verificamos um aumento significativo da            

atividade N-acetilglicosaminidase de macrófagos e peroxidase de eosinófilos no vigésimo dia           

pós-infecção (figura 20-A e C). No entanto, não foram observadas diferenças significativas            

em relação à atividade mieloperoxidase de neutrófilos (figura 19-B). 

 

Figura 20: Níveis da atividade de NAG, MPO e EPO no tecido hepático de camundongos infectados                
por Plasmodium berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Níveis da atividade NAG.               
B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de EPO. O teste One-Way Anova seguido do                  
teste de comparação múltipla de Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os                
resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos.               
* p< 0,05 e ** p < 0,01. 

5.1.4. A infecção experimental por Plasmodium berghei NK65 induz lesão dos pulmões e             

comprometimento da função pulmonar e isso está associado ao aumento da produção de             

citocinas de perfil Th1 

Ao realizarmos a análise histopatológica quantitativa do pulmão, constatamos que o           

espessamento dos septos interalveolares dos animais infectados por sete dias é           

significativamente maior quando comparados aos animais não infectados, no entanto, não           

houveram diferenças significativas na fase tardia da infecção (figura 21). 
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Figura 21: Área de espessamento interalveolar do pulmão de camundongos infectados por            
Plasmodium berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. O teste One-Way Anova seguido              
do teste de comparação múltipla de Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos.                
Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos               
gráficos. ** p < 0,01. 

A avaliação por meio da análise histopatológica semiquantitativa, possibilitou observar          

diferenças significativas no grau de inflamação pulmonar dos animais infectados, mais           

evidente nos camundongos com vinte dias de infecção quando comparados ao grupo controle             

(figura 22-E). Nesses animais, foi constatado o aumento significativo das áreas de inflamação             

peribrônquica (figura 22-A), perivascular (figura 22-B), e no parênquima pulmonar (figura           

22-C), mas não de hemorragia, que só foi aumentada no sétimo dia pós-infecção, ainda que               

não atingiu valores significativos (figura 22-E). 

 

Figura 22: Avaliação semiquantitativa da inflamação pulmonar dada por score de inflamação e             
hemorragia de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia             
pós-infecção. A) Inflamação das vias aéreas. B) Inflamação vascular. C) Inflamação do parênquima.             
D) Hemorragia. E) Score total de inflamação. O teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de               
comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os              
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resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos.               
* p < 0,05 e ** p < 0,01. 

A análise microscópica do parênquima pulmonar confirmou a presença de um           

moderado infiltrado inflamatório linfocitário difuso pelo parênquima, com alguns vasos          

apresentando edema perivascular, na fase inicial da infecção (figura 23- B). Também foi             

observado a presença marcante de fenômenos exsudativos como pequenas zonas          

hemorrágicas e hipertrofia e hiperplasia das células do epitélio dos brônquios e bronquíolos.             

Já no vigésimo dia pós-infecção, o infiltrado inflamatório era mononuclear composto           

predominantemente por linfócitos e macrófagos apresentando-se de forma difusa (figura 23-C           

e D). Também foi evidenciado a presença de pigmento malárico e de pequenos focos de               

hemorragia. Não constatamos a presença de Tecido linfoide Associado ao Brônquio (BALT)            

em ambas as fases da infecção. 

 

Figura 23: Fotomicrografia do pulmão de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65            
no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima pulmonar do grupo              
Ni. B) Imagem panorâmica do parênquima pulmonar do grupo Pb7dpi com espessamento de septo              
interalveolar (cabeças de seta), edema perivascular (seta). C) Imagem panorâmica do parênquima            
pulmonar do grupo Pb20dpi com espessamento de septo interalveolar (cabeças de seta). D) Imagem              
em maior aumento representativa do grupo Pb20pi mostrando detalhes. Coloração hematoxilina &            
Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100 μm. Barra de escala da maior ampliação = 60 μm. 
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Seguindo com a avaliação das modificações fisiopatológicas, a função pulmonar foi           

analisada por meio da técnica de espirometria forçada em respirador mecânico no sétimo dia              

pós-infecção (figura 24). Foram avaliados diferentes tipos de parâmetros fisiológicos nos           

pulmões de camundongos: (i) avaliação das variações de volume pulmonar em função da             

lesão tecidual, demonstrado pela Capacidade Inspiratória (figura 24-A), Capacidade Vital          

Forçada (figura 24-B), Volume expiratório forçado a 100 msec (FEV100) (figura 24-C) e o              

Índice de Tiffeneau (FEV50/FVC), razão usada no diagnóstico de doença pulmonar           

obstrutiva e restritiva humana (figura 24-D); (ii) avaliação das propriedades elásticas do            

tecido pulmonar, mensurada pela complacência, que consiste na diferença entre a pressão            

intra-alveolar e a pressão arterial (Complacência = ΔVolume/ΔPressão), avaliada neste          

trabalho como Complacência Pulmonar Dinâmica (Cdyn), que é a complacência do pulmão a             

qualquer momento durante o movimento real do ar (figura 24-E); (iii) Resistência Pulmonar             

(Rl), que é a resistência do trato respiratório ao movimento do fluxo de ar durante a                

inspiração e expiração normais, onde Rl = [(Pressão Atmosférica - Pressão Alveolar)/V]            

(figura 24-F). 

Através da utilização de Manobra Pulmonar Forçada, observamos que as lesões do            

parênquima pulmonar provocadas pelo P. berghei NK65 geraram alterações no          

funcionamento pulmonar. Tal fato foi constatado pela pela observação do aumento das forças             

elásticas pulmonares avaliadas pela perda de complacência dinâmica (figura 24-F), e aumento            

de resistência pulmonar (figura 24-E), nos animais infectados por vinte dias quando            

comparados ao grupo controle. No entanto, não houveram alterações na capacidade vital            

forçada (figura 24-A), capacidade inspiratória (figura 24-B) e no volume expiratório forçado            

a 100 msec dos animais infectados quando comparados ao grupo controle. Em última análise,              

esses resultados sugerem que o comprometimento da função pulmonar ocorre devido a lesão             

pulmonar provocada pela presença parasito, associada ao processo inflamatório causado por           

ele, na fase tardia da infecção. 
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Figura 24: Avaliação da mecânica pulmonar de camundongos infectados por Plasmodium berghei            
NK65 no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Capacidade inspiratória. B) Complacência Vital             
Forçada. C) Volume Expiratório Forçado. D) FEV50/FVC. E) Resistência pulmonar. E)           
Complacência Dinâmica. O teste One-Way Anova seguido do teste de comparação múltipla de Tukey              
foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados em média               
± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos. * p < 0,05 e ** p < 0,01. 

Para avaliar as características da inflamação do tecido pulmonar, foi realizada a            

avaliação da atividade N-acetilglicosaminidase de macrófagos (NAG), mieloperoxidase de         

neutrófilos (MPO) e peroxidase de eosinófilos (EPO), além da quantificação das células            

presentes nas vias aéreas e a análise do perfil de citocinas no tecido pulmonar.              

Primeiramente, foi evidenciado uma redução gradual e significativa da atividade MPO e            

EPO ao longo do tempo de infecção (figura 25-B e C, respectivamente), sugerindo             

modulação dessas células no pulmão. No entanto, não houve alterações quanto a atividade             

NAG de macrófagos no pulmão dos animais infectados (figura 25-A). 

 

Figura 25: Níveis da atividade de NAG, MPO e EPO no tecido pulmonar de camundongos infectados                
por Plasmodium berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Níveis da atividade de               
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NAG. B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de EPO. O teste de Kruskal-Wallis                 
seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as diferenças entre               
os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*)                
nos gráficos. * p < 0,05, *** p < 0,001 e **** p < 0,0001. 

As análises do BAL revelaram a presença de sangramento nas vias aéreas de             

camundongos com sete dias de infecção, resultado consistente com os níveis de hemoglobina             

(figura 26-A) e de proteína total (figura 26-B) significativamente maiores no BAL destes             

animais quando comparados ao grupo controle. No entanto, a quantidade de proteína totais             

retornaram a níveis basais após vinte dias de infecção. Em relação à celularidade do BAL,               

houve um aumento significativo do número de leucócitos totais no BAL dos animais com              

vinte dias de infecção em relação aos animais do grupo controle (figura 26-C). Quanto a               

avaliação da contagem diferencial de células do BAL, houve um aumento significativo de             

macrófagos no vigésimo dia pós-infecção (figura 26-D) e de linfócitos no sétimo dia             

pós-infecção (figura 26-E) quando comparados ao grupo controle. Outrossim, não foi           

detectada a presença de granulócitos nas vias aéreas dos camundongos infectados (figura            

26-F e G). 
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Figura 26: Níveis de hemoglobina, proteína total, contagens de células mononucleares e granulócitos             
no BAL de camundongos infectados por Plasmodium berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia              
pós-infecção. A) Níveis de hemoglobina no BAL. B) Níveis totais de proteína no BAL. C) Contagens                
totais de leucócitos no BAL. D) Contagens de macrófagos no BAL. E) Contagens de linfócitos no                
BAL. F) Contagens de neutrófilos no BAL. G) Contagens eosinófilos no BAL. O teste de               
Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foi utilizado para avaliar             
diferenças entre os grupos. Os resultados estão apresentados como a média ± SEM e foram               
representados pelo símbolo (*) nos gráficos. * p < 0,05; ** p < 0,01, *** p < 0,001, **** p < 0,0001. 

Quanto ao perfil de citocinas do tecido pulmonar durante a infecção (figura 27), a              

produção de citocinas de perfil Th1 foi regulada positivamente, com aumento significativo da             

produção das citocinas IFN-γ no sétimo dia pós-infecção (figura 27-B), de IL-1β no vigésimo              

dia pós-infecção (figura 27-A) quando comparado ao grupo controle e ao grupo infectado por              
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sete dias, e de IL-12 em ambos os tempos (figura 27-C) quando comparado ao grupo               

controle. Uma exceção a esse padrão foi a produção da citocina IL-6, que teve a sua produção                 

diminuída significativamente nos dois tempos de infecção (figura 27-D). Em contrapartida, a            

produção de citocinas de perfil Th2 foi regulada negativamente ao longo da infecção,             

resultante da produção significativamente menor de IL-4 no vigésimo dia pós-infecção           

(figura 27-E), IL-5 no sétimo dia pós-infecção (figura 27-F) e IL-13 em ambos os tempos               

(figura 27-G) quando comparados ao grupo controle. Quanto a citocinas de perfil regulatório,             

houve uma produção significativamente menor de IL-10 no sétimo dia pós-infecção (figura            

27-H), enquanto que não foram encontradas diferenças significativas relacionadas a produção           

de TGF-β (figura 27-I). A produção da citocina IL-17 também foi significativamente menor,             

em ambos os tempos de infecção (figura 27-J). 

 

Figura 27: Citocinas dosadas no tecido pulmonar de camundongos infectados por Plasmodium            
berghei NK65 no sétimo e vigésimo dia pós-infecção. A) Níveis de IL-1β. B) Níveis de IFN-γ. C)                 
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Níveis de IL-12. D) Níveis de IL-17. E) Níveis de IL-4. F) Níveis de IL-5. G) Níveis de IL-6. H)                    
Níveis de IL-13. I) Níveis de IL-10. J) Níveis de TGF-β. O teste de Kruskal-Wallis seguido do teste                  
de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os               
resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos.               
* p < 0,05; ** p < 0,01, *** p < 0,001, **** p < 0,0001. 

Em conjunto, os dados obtidos neste capítulo indicam que a infecção pela cepa NK65              

do P. berghei em camundongos C57BL/6j induz lesão hepática e pulmonar que implica no              

comprometimento da função desses órgãos. Tal fato está associado ao aumento da produção             

de citocinas de perfil Th1 e à regulação negativa da produção de citocinas de perfil Th2, Th17                 

e T regulatórias decorrentes da constante multiplicação do parasito, resultando na morte do             

animal. As complicações sistêmicas que ocorrem nesse modelo caracterizam um modelo           

muito próximo ao que ocorre na malária por P. vivax, principalmente em relação à              

preferência de invasão dos reticulócitos e o consequente quadro de anemia grave encontrado             

nos animais infectados. 

5.2. A COINFECÇÃO EXPERIMENTAL POR Ascaris suum E Plasmodium berghei          

NK65 

Os resultados expostos neste capítulo visam entender a influência da infecção           

helmíntica, na sua fase larval, sobre a infecção malárica experimental em seus aspectos             

clínicos, fisiopatológicos e imunobiológicos. 

5.2.1. Animais coinfectados têm baixa taxa de sobrevivência e alta carga parasitária             

larval 

A coinfecção por A. suum e P. berghei cepa NK65 desenvolveu-se de forma abrupta,              

com curso letal. A mortalidade dos animais teve início no oitavo dia pós-infecção e perdurou               

até o décimo primeiro dia pós-infecção, com um pico no nono dia pós-infecção (figura 27).               

Diferenças significativas foram encontradas na sobrevida dos animais coinfectados em          

relação aos grupos monoinfectados e ao grupo controle. De modo geral, os animais             

coinfectados apresentaram letalidade precoce em relação aos demais grupos. Animais          

monoinfectados por A. suum (As) apresentaram letalidade baixa, não sendo significativa           

quando comparada ao grupo controle. Por outro lado, a monoinfecção por P. berghei (Pb)              

também exibia altas taxas de letalidade, no entanto, se manifestou tardiamente quando            

comparado ao grupo coinfectado (PbAs). 
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Figura 28: Curva de sobrevivência de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65 e/ou Ascaris suum. Os animais foram monitorados diariamente a partir do primeiro dia              
pós-infecção. Para análise estatística foi utilizado o teste Gehan-Breslow e **** indica diferença             
significativa (p<0.0001) na sobrevida entre os grupos. (n=6 para animais não infectados (Ni) e n=15               
para animais monoinfectados por Plasmodium berghei NK65 (Pb), animais monoinfectados por           
Ascaris suum (As) e coinfectados (PbAs)). 

Ao avaliarmos a variação da massa corporal dos animais (figura 29), foi notável a perda               

de massa acentuada ao longo da coinfecção, que se desenvolveu mais precocemente em             

relação ao grupo monoinfectado por P. berghei NK65. Os animais coinfectados começam a             

perder massa por volta do sexto dia pós-infecção, persistindo até o décimo dia pós-infecção.              

Curiosamente, animais monoinfectados por A. suum também sofreram grande perda de massa            

corporal ocorrida de maneira similar ao grupo coinfectado, no entanto, esses animais se             

recuperaram por volta do décimo dia pós-infecção, o que coincide com o término da              

migração larval do helminto no camundongo. Animais do grupo controle apresentaram um            

aumento contínuo da massa corporal ao longo das observações. 

 

Figura 29: Variação da massa corporal (%) de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium             
berghei NK65 e/ou Ascaris suum. A área hachurada representa os tempos que foi possível obter               
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análise estatística. O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de Tukey              
foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a               
média ± SEM e os resultados significativos são representadas por (*) nos gráficos. * P<0,05, ** p <                  
0,01 e **** p < 0,0001. 

Outros sinais clínicos foram observados a partir sexto dia pós-infecção, quando os            

animais coinfectados já apresentavam manifestações clínicas graves como: pêlos arrepiados,          

palidez, tremulação corpórea, motilidade reduzida, postura encurvada e dificuldade         

respiratória. Foi possível observar o eriçamento dos pêlos e a dificuldade respiratória dos             

animais monoinfectados por A. suum a partir do oitavo dia pós-infecção, quadro que se              

agravou no décimo dia pós-infecção com a presença de chiados, mas que houve recuperação              

espontânea da maioria dos animais no décimo quarto dia pós-infecção. Quanto ao grupo de              

animais monoinfectados por P. berghei, só foi possível perceber o agravamento da            

sintomatologia clínica a partir do décimo quinto dia pós-infecção ocorrendo de maneira            

similar ao grupo coinfectado. A observação macroscópica das vísceras dos camundongos           

infectados durante a necropsia evidenciou a presença de esplenomegalia nos animais           

monoinfectados por P. berghei NK65 e nos animais coinfectados. Além disso, camundongos            

monoinfectados por A. suum e coinfectados tinham pulmões apresentando áreas          

avermelhadas, sugerindo lesões ocasionadas pela migração de larvas no órgão. 

Ainda na caracterização clínica da infecção, ao avaliar o perfil hematológico, foi            

possível detectar um aumento significativo do número de total de leucócitos, linfócitos,            

monócitos e neutrófilos circulantes dos coinfectados quando comparado com os outros           

grupos (tabela 3). Já as contagens de eosinófilos foram significativamente aumentadas nos            

animais monoinfectados por A. suum em relação ao grupo controle e ao grupo monoinfectado              

por P. berghei NK65. A análise dos compartimentos de glóbulos vermelhos demonstrou uma             

redução significativa da contagem de eritrócitos totais e dos níveis de hemoglobina do grupo              

coinfectado em relação ao grupo monoinfectado por A. suum e ao grupo controle, e em               

contrapartida, houve o aumento significativo desses mesmos parâmetros dos animais          

infectados por A. suum em relação ao grupo controle e ao grupo monoinfectado por P.               

berghei NK65. Em relação a contagem de plaquetas, houve diminuição significativa nos          

animais coinfectados quando comparados aos animais monoinfectados e no grupo          

monoinfectado por P. berghei NK65 em relação ao grupo controle. Por outro lado, houve o               

aumento significativo do número de plaquetas no grupo monoinfectado por A. suum quando             

comparado ao grupo monoinfectado por P. berghei NK65 e ao grupo controle. 
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Tabela 3. Análise de hemograma de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65 e/ou Ascaris suum 

 Grupos 

 Ni Pb As PbAs 

Leucócitos Totais (x 103/μL) 4,67 ± 1,43 10,92 ± 9,26 4,18 ± 1,45 18,75 ± 2,80a,b,c 

Linfócito (x 103/μL) 
4,09 ± 1,27 
(85-91%) 

9,06 ± 7,53 
(80-88%) 

2,66 ± 1,14b 
(52-77%) 

14,39 ± 1,87a,b,c 
(71-83%) 

Monócito (x 103/μL) 
0,20 ± 0,16 

(2-6%) 
1,06 ± 1,0 
(1-11%) 

0,26 ± 0,18 
(2-10%) 

1,11 ± 0,48a,b,c 
(4-8%) 

Neutrófilo (x 103/μL) 
0,36 ± 0,17 

(5-11%) 
0,79 ± 0,17 

(6-14%) 
1,21 ± 0,50 
(20-40%) 

3,22 ± 1,42a,b,c 
(11-23%) 

Eosinófilo (x 103/μL) 
0,01 ± 0,01 

(0-1%) 
0,00 ± 0,00 

(0-1%) 
0,06 ± 0,05a,b 

(1-3%) 
0,03 ± 0,01c 

(0-1%) 

Eritrócito (x 106/μL) 8,47 ± 0,60 7,47 ± 0,92 8,81 ± 2,74a,b 7,06 ± 0,65a,c 

Hemoglobina (g/dL) 16,18 ± 1,10 14,17 ± 1,72 16,87 ± 5,05a,b 13,90 ± 1,15a,c 

Plaqueta (x 103/μL) 320 ± 133 111 ± 37a 538 ± 90a,b 274 ± 114b,c 

O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de Tukey foram utilizados para               
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a média ± DP e os                 
resultados significativos (p ≤ 0,05) relacionadas aos grupos Ni, Pb e As são representadas por (a), (b)                 
e (c) respectivamente. (n=6 para animais não infectados (Ni), monoinfectados por Plasmodium            
berghei NK65 (Pb), monoinfectados por Ascaris suum e n=8 para animais coinfectados. 

Visando entender se a coinfecção influenciaria na carga parasitária de Ascaris, foram            

realizados experimentos para recuperação de larvas dos pulmões e do fígado realizados no             

sétimo dia pós-infecção. Através da contagem do número de larvas recuperadas, foi            

verificado que, embora não haja diferença significativas na quantidade total de larvas            

recuperadas do fígado (figura 29-A) e dos pulmões nos animais mono infectados por A. suum               

e coinfectados (figura 29-B), o grupo coinfectado apresentou uma diminuição significativa do            

número de larvas recuperadas do parênquima pulmonar e um aumento significativo no            

número de larvas recuperadas das vias aéreas quando comparado ao grupo monoinfectado por             

A. suum no sétimo dia pós-infecção (figura 29-C e 9D). Tal resultado sugere que a passagem                

de larvas no pulmão seria mais precoce nos animais coinfectados, acarretando em alteração             

da cinética de migração de larvas. 
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Figura 30: Número de larvas recuperadas dos pulmões dos camundongos C57BL/6j infectados por             
Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Número total de larvas               
no parênquima hepático. B) Número de total de larvas no parênquima pulmonar. C) Número de larvas                
no parênquima pulmonar. D) Número de larvas nas vias aéreas. O teste t-student foi utilizado para                
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados como a média ± SEM e os                 
resultados significativos são representadas por (*) nos gráficos. * p<0,05 e ** p < 0,01. 

A evolução da parasitemia de P. berghei dos animais infectados pelo parasito foi             

acompanhada através da análise dos esfregaços sanguíneos, em dias alternados, a partir do             

segundo dia pós-infecção. A observação microscópica dos esfregaços sanguíneos revelou que           

a coinfecção não altera a progressão da parasitemia do parasito quando comparados ao grupo              

monoinfectado por P. berghei NK65 (figura 31). 

 

Figura 31: Curva de parasitemia dos camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65 e/ou Ascaris suum. O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de               
Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados              
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como a média ± SEM e os resultados significativos são representadas por (*) nos gráficos. ** p <                  
0,01. 

5.2.2. A coinfecção experimental por Ascaris suum e Plasmodium berghei NK65 induz            

hipertrofia e hiperplasia esplênica 

A partir da análise histopatológica do baço dos camundongos coinfectados, foi possível            

a identificação com a presença de hipertrofia e hiperplasia de todos os nódulos linfáticos,              

proliferação das regiões B e T dependente (figura 31-E). Nos nódulos linfáticos, foi             

evidenciado a presença de macrófagos frequentemente apresentando citoplasma contendo         

pigmento malárico, cuja deposição também era evidente no interstício da polpa vermelha.            

Também foi possível observar o aumento do número de megacariócitos presentes na polpa             

vermelha. Tais alterações foram similares às encontradas no grupo monoinfectado por P.            

berghei (figura 31- B e C). Quanto aos camundongos pertencentes ao grupo As, foi              

evidenciado apenas hiperplasia e hipertrofia de alguns nódulos linfáticos com proliferação de            

regiões B dependentes (figura 31-D). Nesse grupo também foi observado o aumento discreto             

de megacariócitos na polpa vermelha. 

 
Figura 32: Fotomicrografia do baço de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima             
esplênico do grupo Ni evidenciando região T dependente (*) e B dependente (#). B) Imagem               
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panorâmica do parênquima esplênico do grupo Pb com proliferação da região T dependente (*) e B                
dependente (#). C) Imagem em maior aumento representativa do grupo Pb com presença de              
macrófago exibindo pigmento malárico em seu citoplasma (setas). D) Imagem panorâmica do            
parênquima esplênico do grupo As com proliferação da B dependente (#); E) Imagem panorâmica do               
parênquima esplênico do grupo PbAs com proliferação da região T dependente (*) e B dependente               
(#). Coloração hematoxilina & Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100 μm. Barra de escala                 
da maior ampliação = 60 μm. 

5.2.3. A coinfecção experimental por por Ascaris suum e Plasmodium berghei NK65            

provoca intensa lesão no fígado e consequente comprometimento da função hepática 

Na análise histopatológica semiquantitativa do fígado, foi observado o aumento          

significativo de áreas lesionadas e de inflamação nos animais mono e coinfectados quando             

comparados ao grupo controle. No entanto, o score de de lesão e inflamação hepática foi               

significativamente maior nos animais coinfectados quando comparado aos grupos de animais           

monoinfectados e ao grupo controle (figura 33).  

 

Figura 33: Avaliação semiquantitativa da inflamação e lesão hepática dada por score de inflamação e               
lesão de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no             
sétimo dia pós-infecção. O teste One-way ANOVA seguido do teste de comparações múltiplas de              
Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados              
como a média ± SEM e os resultados significativos são representadas por (*) nos gráficos. * p<0,05,                 
** p < 0,01, *** p < 0,001 e **** p < 0,0001. 

Esse resultado foi confirmado na análise microscópica do parênquima hepático dos           

animais coinfectados, em que foi possível identificarmos a presença de um intenso infiltrado             

inflamatório de composição mista, difuso e multifocal pelo parênquima do órgão,           

caracterizado predominantemente por linfócitos e, menos frequente, por polimorfonucleares.         

Também foram observadas zonas exuberantes de necrose e zonas hemorrágicas dispersas           

pelo parênquima. Em todos os animais do grupo, foi possível observar a presença de larvas e                

formação de granulomas (figuras 34-F e G). Esse perfil foi diferente do encontrado nos              
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animais monoinfectados por A. suum, em que foi observado a presença infiltrado inflamatório             

composto majoritariamente por eosinófilos e em menor proporção por linfócitos e           

macrófagos (figura 34-D e E). No entanto, em alguns animais desse grupo, também foram              

evidenciados a formação de granulomas pela presença de larvas, e zonas de necrose dispersas              

pelo parênquima, ainda que menos frequentes e com menores extensões se comparado às             

encontradas nos animais do grupo coinfectado. Ademais, nos animais monoinfectados por P.            

berghei NK65 foi observada a presença discreta a moderada de um infiltrado inflamatório             

linfocitário difuso no início da infecção (figura 34-B e C).          

 

Figura 34: Fotomicrografia do fígado de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei            
NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima hepático              
do grupo Ni. B) Imagem panorâmica do parênquima hepático do grupo Pb com presença de infiltrado                
inflamatório (cabeças de seta). C) Insert da imagem anterior mostrando detalhes. D): Imagem             
panorâmica do parênquima hepático do grupo As com presença de infiltrado inflamatório (cabeças de              
seta), zonas de necrose (#). E) Insert da imagem anterior mostrando detalhes. F) Imagem panorâmica               
do parênquima hepático do grupo PbAs com presença de infiltrado inflamatório (cabeças de seta),              
grandes zonas de necrose (#) e larvas de Ascaris suum (seta azul). G) Insert da imagem anterior                 
mostrando detalhes. Coloração hematoxilina & Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100              
μm. Barra de escala da maior ampliação = 20 μm. 

Em conjunto, os achados histopatológicos corroboram as análises semiquantitativas,         

referentes às características das lesões avaliadas nos cortes corados em HE. Tais lesões do              
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parênquima hepático, provocadas por ambos os parasitos, provocaram alterações no          

funcionamento hepático, que foram avaliadas da dosagem da concentração plasmática das           

enzimas AST e ALT. Foi observado um aumento significativo dos níveis de AST nos animais               

coinfectados e do grupo monoinfectado por A. suum em relação ao grupo controle (figura              

34-A). Porém, os níveis da enzima ALT foram significativamente maiores no grupo As em              

relação ao grupo monoinfectado por P. berghei NK65 e ao grupo controle. Também foi              

possível observar o aumento dos níveis de ALT no grupo coinfectado, apesar de não ter               

atingindo valores significativos (figura 34-B). 

 

Figura 35: Enzimas hepáticas dosadas em camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium           
berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Níveis de AST. B) Níveis de ALT. O                  
teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para              
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram                
representados pelos símbolos (*) nos gráficos. * p<0,05 e *** p < 0,001. 

No que se refere às características do infiltrado inflamatório, as dosagens da atividade             

de NAG, MPO e EPO possibilitaram constatar que, camundongos coinfectados e           

monoinfectados por A. suum apresentaram aumento da atividade de macrofagos em relaçaão            

ao grupo controle (figura 36-A). No entanto, animais coinfectados não apresentaram aumento            

da atividade de MPO e EPO, apesar de ter sido verificado a presença do infiltrado               

inflamatório misto no parênquima hepático desses animais (figura 36-B e C,           

respectivamente). Por outro lado nos camundongos monoinfectados por A. suum          

apresentaram atividade eosinofílica significativamente maior quando comparada ao grupo         

monoinfectado por P. berghei NK65 e ao grupo controle (figura 36-B). Não verificamos             

diferenças significativas na dosagem de MPO (figura 36-B). 
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Figura 36: Níveis da atividade de NAG, MPO e EPO e no tecido hepático de camundongos                
C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção.             
A) Níveis da atividade de NAG. B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de EPO. O                   
teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para              
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram                
representados pelos símbolos (*) nos gráficos. * p<0,05 e ** p < 0,01. 

5.2.4. A coinfecção experimental por Ascaris suum e Plasmodium berghei NK65 induz            

lesão pulmonar e comprometimento da função do pulmão e isso está associado à             

regulação negativa das respostas Th1, Th17, Th2 e Treg 

Ao realizarmos a análise quantitativa do pulmão, constatamos que o espessamento dos            

septos interalveolares dos animais monoinfectados por A. suum é significativamente maior           

quando comparados aos demais grupos (figura 37). 

 
Figura 37: Área de espessamento interalveolar do pulmão de camundongos C57BL/6j infectados por             
Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. O teste One-Way Anova              
seguido do teste de comparação múltipla de Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os                
grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*)               
nos gráficos. **** p < 0,0001. 

Tal fato foi confirmado pela análise semiquantitativa, que, possibilitou a observação de            

um aumento significativo no grau de inflamação e hemorragia pulmonar no grupo            

monoinfectado por A. suum (figura 38- A, B, C e E). A inflamação observada nos animais                

coinfectados não atingiu valores expressivos, no entanto, esses animais apresentaram score           
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de hemorragia significativamente maior em relação ao grupo monoinfectado por P. berghei            

NK65 e ao grupo controle (figura 38-D). 

 

Figura 38: Avaliação semiquantitativa da inflamação pulmonar dada por score de inflamação de             
camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia             
pós-infecção. A) Inflamação das vias aéreas. B) Inflamação vascular. C) Inflamação do parênquima.             
D) Hemorragia. E) Score total de inflamação. O teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de               
comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os              
resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos.               
* p < 0,05, ** p < 0,01 e *** p < 0,001. 

Na análise microscópica do pulmão dos camundongos coinfectados, foi possível          

identificar a presença de infiltrado inflamatório misto difuso pelo parênquima pulmonar,           

caracterizado predominantemente por linfócitos e macrófagos e em menor quantidade por           

neutrófilos. Fenômenos exsudativos como edema perivascular, vasos congestos e exuberantes          

áreas hemorrágicas, maiores do que as observadas no grupo monoinfectado por A. suum,             

também foram constatados. Além disso, todos animais desse grupo apresentavam muitas           

larvas no parênquima pulmonar (figura 39-F e G). Não foi evidenciado a formação de BALT.               

Os camundongos pertencentes ao grupo monoinfectado por A. suum exibiram espessamento           

dos septos interalveolares as custas do infiltrado inflamatório misto caracterizado por           

eosinófilos e neutrófilos e, em algumas regiões do parênquima pulmonar, pequenos           

infiltrados constituídos por linfócitos e macrófagos. Também foram evidenciados fenômenos          

exsudativos como edema perivascular, áreas hemorrágicas (figura 39-D e E). Frequentemente           

foi observado hipertrofia e hiperplasia das células do epitélio dos brônquios e bronquíolos.             
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Foi constatada com frequência em todos os animais desse grupo, presença de larvas             

dispersas no parênquima pulmonar próximas das zonas hemorrágicas e em consequência, a            

formação de BALT. Quanto ao grupo Pb, as áreas de lesão foram caracterizadas pela              

presença de um moderado infiltrado inflamatório linfocitário difuso pelo parênquima, com           

alguns vasos apresentando edema perivascular (figura 39-B e C). Também foi observado a             

presença marcante de fenômenos exsudativos como pequenas zonas hemorrágicas e          

hipertrofia e hiperplasia das células do epitélio dos brônquios e bronquíolos. 

 
Figura 39: Fotomicrografia do pulmão de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium           
berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Imagem panorâmica do parênquima              
pulmonar do grupo Ni. B) Imagem panorâmica do parênquima pulmonar do grupo Pb com leve               
espessamento de septos interalveolares (cabeças de seta) e edema perivascular (seta). C) Insert da              
imagem anterior mostrando detalhes. D) Imagem panorâmica do parênquima pulmonar do grupo As             
com intenso espessamento de septos interalveolares (cabeças de seta), edema perivascular (seta),            
larvas de Ascaris suum (seta azul) e hemorragia (*). E) Insert da imagem anterior mostrando detalhes.                
F) Imagem panorâmica do parênquima pulmonar do grupo PbAs com intenso espessamento de septos              
interalveolares (cabeças de seta), exuberante hemorragia (*). G) Insert da imagem anterior mostrando             
detalhes. Coloração hematoxilina & Eosina. Barra de escala da menor ampliação = 100 μm. Barra de                
escala da maior ampliação = 20 μm. 

Além das análises histopatológicas, a função pulmonar foi analisada por meio da            

espirometria forçada em respirador mecânico, que forneceu informações sobre o          
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funcionamento pulmonar nos diferentes modelos. Foi verificado que a coinfecção causou           

perda de área respiratória, induzida conforme indicado pela redução significativa da           

capacidade inspiratória (figura 40-A) e a redução da capacidade vital forçada nos animais             

coinfectados (figura 40-B) quando comparados aos camundongos monoinfectados por P.          

berghei NK65 e ao grupo controle. No diz respeito à avaliação da elasticidade pulmonar,              

observou-se que os animais coinfectados apresentaram menor complacência dinâmica (figura          

40-F) e maior resistência pulmonar (figura 40-E) quando comparados aos demais grupos            

experimentais. Além disso, os camundongos coinfectados apresentaram alterações no fluxo          

respiratório no sétimo dia pós-infecção com decréscimo do volume expiratório forçado           

(FEV100) quando comparados aos camundongos monoinfectados por P. berghei NK65 e ao            

grupo controle (figura 40-C). Juntos, nossos dados mostram que os animais coinfectados            

apresentaram alteração no fluxo de ar nas vias aéreas (Figura 40-F), perda da área respiratória               

(figura 40-A e B), redução da elasticidade do tecido (figura 40-E e F) e, consequentemente, a                

diminuição do volume pulmonar (figura 40-D), induzido majoritariamente pela migração das           

larvas de A. suum nas vias aéreas e pela inflamação local e sistêmica causada pelo plasmódio                

e subsequente lesão tecidual. 

 
Figura 40: Avaliação da mecânica pulmonar de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium            
berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Capacidade inspiratória. B)             
Complacência Vital Forçada. C) Volume Expiratório Forçado. D) FEV50/FVC. E) Resistência           
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pulmonar. E) Complacência Dinâmica. O teste One-Way Anova seguido do teste de comparação             
múltipla de Tukey foram utilizados para avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são               
apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*) nos gráficos. * p < 0,05 e                  
**** p < 0,0001. 

Ao avaliar as características do infiltrado inflamatório pela dosagem da atividade de            

NAG, MPO e EPO, foi verificado uma redução significativa da atividade NAG dos             

camundongos coinfectados quando comparados ao grupo monoinfectado por P. berghei          

NK65 e ao grupo controle (figura 41-A). Ademais, houve um expressivo aumento da             

atividade de MPO e EPO em camundongos monoinfectados por A. suum em relação aos              

demais grupos (figura 41- B e C, respectivamente). Não foram detectados níveis expressivos             

de EPO nos camundongos dos grupos monoinfectados por P. berghei NK65 e coinfectados.             

A atividade de MPO foi significativamente menor nos camundongos dos grupos           

monoinfectados por P. berghei NK65 e coinfectados quando comparados ao grupo controle. 

 

Figura 41: Níveis da atividade de NAG, MPO e EPO e no tecido pulmonar de camundongos                
C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção.             
A) Níveis da atividade de NAG. B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de EPO. O                   
teste One-Way Anova seguido do teste de comparação múltipla de Tukey foram utilizados para              
avaliar as diferenças entre os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram                
representados pelos símbolos (*) nos gráficos. * p < 0,05, ** p < 0,01, *** p < 0,001 e **** p <                      
0,0001. 

A quantificação das células presentes nas vias aéreas por meio da contagem da             

celularidade no BAL, demonstrou que camundongos coinfectados apresentaram baixo         

recrutamento celular nas vias aéreas. Tal fato foi constatado pelo aumento significativo no             

número total de leucócitos dos animais monoinfectados por A. suum quando comparados aos             

demais grupos (figura 42- A). Ao avaliar os subtipos celulares, foi verificado número de              

linfócitos, macrófagos, neutrófilos e eosinófilos também foi expressivamente aumentado nos          

camundongos monoinfectados por A. suum (figura 42-B a E). Em contrapartida, foi            

verificado o aumento dos níveis de proteína total (figura 42-F) e hemoglobina (figura 42-G)              
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nos pulmões dos grupos coinfectados e monoinfectados por A. suum, sendo mais acentuado             

no grupo coinfectado. 

 
Figura 42: Níveis de hemoglobina, proteína total, contagens de células mononucleares e granulócitos             
no BAL de camundongos C57BL/6j infectados por Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no              
sétimo dia pós-infecção. A) Níveis de hemoglobina no BAL. B) Níveis totais de proteína no BAL. C)                 
Contagens totais de leucócitos no BAL. D) Contagens de macrófagos no BAL. E) Contagens de               
linfócitos no BAL. F) Contagens de neutrófilos no BAL. G) Contagens eosinófilos no BAL. H)               
Larvas de Ascaris suum no BAL. O teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações               
múltiplas de Dunn foi utilizado para avaliar diferenças entre os grupos. Os resultados estão              
apresentados como a média ± SEM e foram representados pelo símbolo (*) nos gráficos. * p < 0,05;                  
** p < 0,01, *** p < 0,001, **** p < 0,0001. 

Para avaliar o perfil de inflamação do tecido pulmonar, citocinas do tipo            

Th1/Th17/Th2/Treg foram dosadas no tecido pulmonar no sétimo dia pós-infecção (figura           
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43). Nesta análise foi possível verificar a regulação negativa das citocinas de perfil Th2,              

resultante da produção significativamente menor das citocinas IL-4 e IL-13 nos animais            

coinfectados (figura 43- A e B, respectivamente). A produção de IL-5 também foi reduzida              

nesse grupo, no entanto, não atingiu valores expressivos (figura 43-C). Curiosamente, as            

citocinas de perfil Th1 também foram reguladas negativamente na coinfecção, visto pela            

produção significativamente reduzida da citocina IL-1β (figura 43-D) em relação ao grupo            

monoinfectado por A. suum, e das citocinas IFN-γ e IL-12 (figura 43-E e F, respectivamente),               

ainda que não expressaram valores significativos. Uma exceção é a produção da citocina             

IL-6, que foi significativamente aumentada nos animais coinfectados em relação ao grupo            

monoinfectado por P. berghei NK65 (figura 43-G). Quanto às citocinas de perfil regulatório,             

houve uma produção significativamente menor das citocinas IL-10 e TGF-β nos animais            

coinfectados (figura 43-H e I, respectivamente). Nos animais monoinfectados por A. suum, a             

produção das citocinas de perfil Th2 e de regulação foi significativamente maior. Também             

foram detectados altos níveis significativos de IL-1β e IL-6 nos animais monoinfectados por             

A. suum, no entanto, a produção das demais citocinas de perfil Th1 foi significativamente              

menor. Por fim, como esperado, a produção das citocinas IFN-γ e IL-12 foi             

significativamente aumentada em camundongos monoinfectados por P. berghei NK65. No          

entanto, a produção da citocina IL-6 foi significativamente menor nesses animais quando            

comparado ao grupo controle. Não foram detectadas alterações significativas de IL-1β para            

esse grupo. A produção Os níveis de IL-10 foram significativamente menores na            

monoinfecção pelo plasmódio. Quanto ao perfil Th17 de resposta estava regulado           

negativamente em todos os grupos (figura 43-J). 
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Figura 43: Citocinas dosadas no tecido pulmonar de camundongos C57BL/6j infectados por            
Plasmodium berghei NK65 e/ou Ascaris suum no sétimo dia pós-infecção. A) Níveis de IL-1β. B)               
Níveis de IFN-γ. C) Níveis de IL-12. D) Níveis de IL-6. E) Níveis de IL-17. F) Níveis de IL-4. G)                    
Níveis de IL-5. H) Níveis de IL-13. I) Níveis de IL-10. J) Níveis de TGF-β. O teste de Kruskal-Wallis                   
seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn foram utilizados para avaliar as diferenças entre               
os grupos. Os resultados são apresentados em média ± SEM e foram representados pelos símbolos (*)                
nos gráficos.  * p < 0,05; ** p < 0,01, *** p < 0,001, **** p < 0,0001. 

Em conjunto, os dados obtidos neste capítulo sugerem que a coinfecção simultânea pelo             

P. berghei NK65 e A. suum em camundongos C57BL/6j compromete a funcionalidade do             

fígado e dos pulmões e isso está ligado à presença da inflamação crescente por conta da                

passagem das larvas do helminto e das inúmeras multiplicações do plasmódio e fenômenos             

associados à presença desses parasitos, que tendem a inibir qualquer tipo de resposta,             

implicando no comprometimento sistêmico do animal. Isso se tornou evidente quando           

constatamos a regulação negativa para todos os perfis de citocina no parênquima pulmonar,             
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que resultou no agravamento da ventilação dos animais coinfectados e consequente morte dos             

animais. 

6. DISCUSSÃO 

6.1. O MODELO EXPERIMENTAL DE MALÁRIA GRAVE POR Plasmodium berghei          

NK65 

Muito se discute sobre a contribuição dos modelos experimentais na compreensão da            

malária humana, visto que nem todos os aspectos da doença são compartilhados entre esses              

hospedeiros. Contudo, também existem divergências quanto às características das cepas de           

plasmódios utilizadas nos estudos experimentais, dificultando a padronização do modelo de           

infecção que permita a análise de aspectos específicos da doença (HEY, 1999; CRAIG et al.,               

2012). 

Vários estudos na literatura têm utilizado o P. berghei NK65 como modelo para o              

estudo das complicações pulmonares associada a malária (ALI-ARDS). Até o presente           

momento, os modelos utilizados para o estudo da ALI-ARDS são: (i) camundongos CBA/2             

infectados por P. berghei ANKA (VAN DEN STEEN et al., 2010; CRAIG et al., 2012;               

AITKEN et al., 2014) e, mais frequentemente, (ii) camundongos C57BL/6 infectados por P.             

berghei NK65 (CRAIG et al., 2012; DEROOST et al., 2013; SCACCABAROZZI et al.,             

2015). Apesar da ampla utilização desses modelos, a descrição da malária grave pulmonar em              

seus aspectos fisiopatológicos, principalmente de funcionalidade pulmonar são pouco         

consistentes e ainda controversos (VANDERMOSTEN et al., 2018). 

Na tentativa de melhor caracterizar a imunofisiopatologia do modelo experimental de           

malária a ser utilizado no nosso modelo de coinfecção e de acrescentar aspectos ainda não               

explorados pela literatura, camundongos C57BL/6j, descrita como linhagem de roedor          

susceptível às complicações da malária (CRAIG et al., 2012), foram infectados por P.             

berghei NK65. Os resultados do nosso estudo demonstram que animais infectados           

apresentaram perda de massa corporal acentuada ao longo da infecção, sendo condizente com             

as altas parasitemias e consequentemente, o óbito dos animais. A baixa sobrevida dos animais              

infectados, associado ao aumento da carga parasitária caracterizam o perfil de malária grave,             

principalmente quando comparados a outros modelos experimentais, a exemplo do modelo de            

infecção por P. chabaudi em camundongos C57BL/6, em que ocorre a recuperação dos             
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animais após um pico inicial de parasitemia e recrudescência da cepa, não havendo             

complicações características da malária grave (STEVENSON et al., 1982; GEURTS et al.,            

2011). 

Alterações hematológicas, ainda pouco exploradas nesse modelo, também foram         

avaliadas neste estudo, em que pudemos verificar a diminuição expressiva do número de             

hemácias e hemoglobina nos animais infectados, caracterizando um perfil de anemia, uma            

complicação comum na malária humana, principalmente em infecções por P. vivax           

(KOCHAR et al., 2009; ANDRADE et al., 2010; LANÇA et al., 2012). A anemia consiste na                

complicação mais frequente por malária vivax e a sua gravidade e fatalidade é mais deletéria               

para crianças e mulheres grávidas, assim como para as outras complicações por essa espécie              

(MURPHY; BREMAN, 2001; TJITRA et al., 2008; LANÇA et al., 2012). 

Por a malária ser uma doença majoritariamente intravascular resultante do          

desenvolvimento do parasito no interior dos eritrócitos do hospedeiro vertebrado, durante o            

ciclo eritrocítico, distúrbios hematológicos podem ser decorrentes da destruição dos          

eritrócitos infectados. Estas células sofrem alterações estruturais, bioquímicas e funcionais          

que promovem o rompimento e liberação dos parasitos, assim como de seus metabólitos na              

circulação sanguínea (GLUSHAKOVA et al., 2005; MILLHOLLAND et al., 2011). No           

entanto, o processo de hemólise intravascular dos eritrócitos infectados por si só não é              

suficiente para explicar a patogenia da anemia na malária vivax. Isso porque os merozoítos              

dessa espécie tem preferência por infectar reticulócitos e a biomassa total de tais células              

destruídas seria facilmente reposta pela medula óssea durante o processo de eritropoiese            

(WICKRAMASINGLE; ABDALLA, 2000; QUINTERO et al., 2011). Além disso, a falta de            

correlação entre a carga parasitária e a gravidade da doença encontrada em diversos estudos              

reforçam a existência de outros mecanismos promotores da anemia (DONDORP et al., 1999;             

revisto por MUELLER et al., 2009; DOUGLAS et al., 2012). Atualmente propõem-se a             

existência de vários mecanismos de perda de eritrócitos tanto infectados como não infectados             

determinantes dos quadros de anemia na malária vivax como a diseritropoiese, causada pela             

produção exacerbada de citocinas pró-inflamatórias e pelo estresse oxidativo mediados por           

componentes do parasito liberados na circulação (ANSTEY et al., 1999; GYAN et al., 2002;              

LAMIKANRA et al., 2009; LIBREGTS et al., 2011), e eritrofagocitose, estimulada pelas            

modificações na superfície dos eritrócitos causadas pelo parasito durante a infecção (similares            
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à células senescentes) (FOLLER et al., 2008; PATTANAPANYASAT et al., 2010). Contudo,            

os mecanismos pelos quais o parasito leva a este fenômeno não são bem elucidados. 

Outro dado constatado nas análises hematológicas e que é bastante comum nas            

infecções maláricas por P. falciparum e P. vivax, apesar de não ser um critério para a malária                 

grave, foi a diminuição do número de plaquetas (trombocitopenia)         

(RODRÍGUEZ-MORALES et al., 2005; KOCHAR et al., 2010). Dentre os mecanismos           

especulares que levam à trombocitopenia estão: distúrbios na coagulação, esplenomegalia,          

alterações na medula óssea, destruição de plaquetas mediadas por anticorpos, estresse           

oxidativo e a agregação plaquetária (LACERDA et al., 2011; COELHO et al., 2012; DEL              

PORTILLO et al., 2012). Assim como a anemia, a trombocitopenia é um fenômeno pouco              

explorado na literatura necessitando de mais estudos para saber se esse fenômeno é a causa               

ou consequência do espectro da doença clínica. 

A observação dos esfregaços sanguíneos analisados durante o curso da infecção           

sugere notada preferência dos merozoítos dessa linhagem por reticulócitos, corroborando          

com os dados obtidos por Vandermosten et al. (2018) neste mesmo modelo de infecção. No               

entanto, os resultados do nosso estudo permitem afirmar a semelhança desse modelo            

experimental com a malária vivax, o que não impede o desenvolvimento de complicações,             

uma vez que diversos estudos têm descrito diferentes aspectos associados à gravidade durante             

a monoinfecção por essa espécie como anemia grave, agregação de plaquetas, citoaderência            

no pulmão e trombocitopenia (MENDIS et al., 2001; CUI et al., 2003; PRICE et al., 2007;                

CARVALHO et al., 2010; VAL et al., 2017). Com base nessa discussão, foram avaliados              

aspectos fisiopatológicos no baço, fígado e pulmões deste modelo experimental. 

A hepatoesplenomegalia verificada durante a necropsia pode ser sugestiva para o           

quadro de retenção do parasito nesses órgãos, uma vez que eles exercem um papel crucial na                

eliminação do parasito da circulação (ALVES et al., 1996; GOOD et al., 2005). Alterações              

na arquitetura do baço dos animais infectados por P. berghei NK65, demonstraram o             

envolvimento do órgão na patologia da doença. Essas alterações são comuns na malária             

humana e tem sido estudada em diferentes modelos experimentais (ENGWERDA et al.,            

2005; DEL PORTILLO et al., 2012). 

A patogênese da disfunção hepática na malária é complexa e não completamente            

compreendida. As alterações histopatológicas encontradas no tecido hepático, evidenciada         

pelo aumento da atividade celular no órgão, confirmam o intenso dano hepático causado no              
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órgão na tentativa de obter o controle da infecção. No entanto, quanto ao perfil de inflamação                

hepática, foram constatados aumento de atividade de macrófagos, neutrófilos e,          

curiosamente, de eosinófilos. O papel da eosinofilia na infecção malárica foi investigado por             

Zainal-Abidin et al. (1984), que revelou que camundongos infectados por P. berghei ao             

serem imunizados por antígeno bruto de verme adulto de A. suum são protegidos da malária,               

sugerindo o papel dessas células na infecção malárica. As alterações verificadas na fisiologia             

hepática, constatada pela alta dosagem sérica dos marcadores enzimáticos ALT e AST, foram             

observadas como consequência da lesão parenquimatosa intensa, sendo consistentes com o           

aumento da parasitemia, uma vez que níveis elevados de AST também podem refletir a              

hemólise, além de dano hepático (KUMAR; SHARMA, 2017). Resultado semelhante foi           

encontrado por Deroost et al. (2014) e Scaccabarozzi et al. (2018), no entanto, segundo esses               

estudos, a lesão e perda da funcionalidade hepática em camundongos C57BL/6 infectados por             

P. chabaudi eram mais pronunciadas quando comparado aos camundongos infectados pela           

cepa NK65 do P. berghei.  

Notadamente, também foram observadas lesões no parênquima pulmonar, que         

resultaram no comprometimento da função do órgão, mensurada através de espirometria. As            

alterações verificadas na fisiologia pulmonar incluem perda de fluxo das vias aéreas e da              

elasticidade do órgão, que pode ser vista como consequência da lesão parenquimatosa,            

evidenciada pelo aumento de celularidade nas vias aéreas, composta majoritariamente por           

linfócitos, e macrófagos. O recrutamento celular para o órgão, principalmente na fase inicial             

da infecção, pode ter contribuído para alteração da permeabilidade vascular, visto pelos            

níveis ligeiramente aumentados de proteínas e hemoglobina das vias aéreas. A perda de             

integridade endotelial é um mecanismo resultante da aderência de hemácias infectadas e            

leucócitos no vaso, na fase inicial do processo inflamatório (AIRD et al., 2014; BERNABEU;              

SMITH, 2017). Estudos utilizando o extravasamento de corantes para o parênquima tecidual            

têm demonstrado que a permeabilidade vascular é marcadamente aumentada no cérebro e nos             

pulmões de animais infectados por P. berghei, comprovando a importância desse evento para             

a patogênese da malária grave (NEILL; HUNT, 1992; VAN DE HEYDE et al., 2001; VAN               

DEN STEEN et al., 2010; NACER et al., 2012). Desta forma, não podemos descartar o               

envolvimento pulmonar nestes animais, em conjunto com outras repercussões acarretadas          

pela infecção.  
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Neste sentido, cabe ressaltar a importância da hemozoína, bem como outros           

componentes do parasito (não investigados neste trabalho), liberados após a ruptura dos            

eritrócitos infectados, como potencial envolvido na produção de resposta inflamatória, uma           

vez que o pigmento malárico se fez presente em todos os órgãos analisados neste trabalho.               

Essas moléculas participam na ativação de células dendríticas e macrófagos via interação            

com TLR9, aumentando a produção de citocinas inflamatórias tais como IL-1β, IFN-γ,            

TNF-α e IL-12 (ARTAVANIS-TSAKONAS et al., 2002; COBAN et al., 2005; PARROCHE            

et al., 2007). A participação da hemozoína como causa das complicações hepática e pulmonar              

tem sido relatada neste, e em outros modelos de malária experimental (DEROOST et al.,              

2013, 2014). 

A produção de citocinas inflamatórias exerce um controle da parasitemia na fase            

inicial da infecção (MILLER et al., 2002; GOOD et al., 2005). Essas citocinas agem              

sinergicamente, otimizando a produção de reativos de oxigênio e nitrogênio, que estão            

associados à morte do parasito (JACOBS et al., 1996). Entretanto, a produção excessiva             

desses mediadores inflamatórios no sítio de infecção pode exercer um importante papel na             

patogenia da doença (SCHOFIELD; GRAU, 2005; PHILLIPS et al., 2017). Um balanço            

delicado entre a resposta imunológica Th1 e Th2 é necessário para que ocorra a destruição do                

parasito sem que gere complicações para o hospedeiro, sugerindo que o tempo e a intensidade               

da resposta sejam cruciais na determinação do resultado da infecção (GOOD et al., 2005;              

RILEY et al., 2006; LANGHORNE et al., 2008). Neste trabalho, verificou-se a detectação de              

níveis aumentados de citocinas de perfil Th1, definida por elevados níveis teciduais de IL-1β,              

IFN-γ e IL-12, e consequente regulação negativa das citocinas Th2 no parênquima pulmonar             

dos animais infectados por P. berghei NK65. No entanto, a baixa produção da citocina IL-6               

em ambos os tempos da infecção foi contrária ao encontrado por Wunderlich et al. (2012),               

que mostrou que camundongos deficientes em IL-6RA tendem a ter maior letalidade induzida             

pela malária, precedida por um aumento da resposta inflamatória. Além disso, os baixos             

níveis de IL-6 e de TGF-β podem explicar a baixa produção de IL-17, uma vez que essas                 

citocinas agem sinergicamente promovendo o desenvolvimento de células Th17         

(HARRINGTON et al., 2006; VELDHOEN et al., 2006). Contudo, cabe ressaltar a            

insuficiente regulação dessa resposta inflamatória nos animais infectados uma vez que não            

houve participação expressiva da citocina imunorregulatória IL-10.  
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Os mecanismos de regulação são de extrema importância na prevenção de danos mais             

intensos aos órgãos, desde que a parasitemia seja controlada pela resposta inflamatória            

efetora. Essa regulação também poderia causar a supressão de células T tanto para antígenos              

de malária quanto para antígenos não relacionados, o que é frequentemente observado em             

populações expostas ao Plasmodium e em coinfecções (GREENWOOD et al., 1972;           

WHITWORTH et al., 2000; BRAGA et al., 2002). As células dendríticas, células T             

reguladoras, e a própria produção de citocinas imunossupressoras podem ter papel           

fundamental nessa regulação da resposta imune inflamatória exacerbada que ocorre em           

indivíduos que desenvolvem malária grave (RILEY et al., 2006; WYKES; GOOD, 2008;            

WALTHER et al., 2009; HANSEN et al., 2010).  

Contudo, a diminuição dos níveis de hemoglobina e proteína total nas vias aéreas e a               

baixa atividade celular nos pulmões no vigésimo dia pós-infecção, pode ser interpretado            

como consequência de um desordenamento da resposta imunológica, resultando num          

processo semelhante a sepse (HOTCHKISS et al., 2009; PHILLIPSON; KUBES, 2011). Esse            

processo pode ser explicado por alguns mecanismos já relatados na literatura como a perda              

das funções fagocíticas e da capacidade de gerar intermediários de oxigênio dos macrofagos             

após a ingestão do pigmento malárico (SCHWARZER et al., 1992; SCHWARZER; ARESE,            

1996; CUNNINGTON et al., 2012), bem como a maturação afetada de células dendríticas             

(DCs) infectadas por parasitos da malária, impactando na capacidade dessas células na            

estimulação das respostas de células T, levando à redução da resposta protetiva e na indução               

do fenótipo de células T tolerantes (URBAN et al., 1999; VALLEJO et al. 2018). Baseados               

nessa discussão, nossos resultados sugerem que ocorra uma produção exacerbada de citocinas            

inflamatórias no início da infecção que logo saturam o sistema imunológico, tornando o             

animal não responsivo e vulnerável a infecções secundárias, levando a óbito. 

Em suma, a caracterização desse modelo experimental foi de fundamental importância           

para que, baseado nas características desse parasito, fosse possível a padronização do modelo             

experimental de coinfecção. Uma vez que o pulmão também é um órgão acometido durante a               

migração larval de muitos helmintos, em especial, do A.suum. O que torna interessante o              

entendimento da interação concomitante entre esses parasitos. 
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6.2. O MODELO DE COINFECÇÃO EXPERIMENTAL POR Ascaris suum E          

Plasmodium berghei NK65 

O presente estudo foi delineado e realizado, como um trabalho pioneiro, para avaliar o              

impacto da infecção inicial por A. suum, em uma provável infecção malárica concomitante.             

Inúmeros estudos já demonstraram a capacidade dos helmintos em alterar o curso de             

infecções por vírus, protozoários, bactérias e fungos, no entanto, a influência da infecção por              

A. suum em outras infecções, precisa ser elucidado (PALMER et al., 1995; GEIGER et al.,               

2002; BRADLEY; JACKSON, 2004; HARTGERS; YAZDANBAKHSH, 2006; NACHER,        

2011; GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2017). A infecção intraperitoneal por P. berghei           

NK65 afeta sistematicamente o hospedeiro, em especial, fígado e pulmões, órgãos de extrema             

importância para geohelmintos como Ascaris spp., uma vez que a migração de larvas durante              

a fase aguda da infecção ocorre nesses sítios. 

Diante do exposto, o primeiro cenário observado sobre a infecção concomitante por A.             

suum e P. berghei NK65 revela que a coinfecção representa um sério risco para o hospedeiro.                

Os principais resultados demonstraram que a coinfecção induziu morbidade e alta           

mortalidade precoce em comparação com as monoinfeções. Manifestações clínicas típicas da           

infecção malárica somados à nítida dificuldade respiratória, bem como a perda de peso mais              

acentuada e precoce, revela o agravamento do quadro clínico dos animais na coinfecção. No              

entanto, é importante frisar que a monoinfecção por A. suum também exibe morbidade sobre              

os animais infectados, constatada pela perda de massa corporal e a dificuldade respiratória             

dos animais, associado a quadro asmático, mas que é recuperada após a passagem larval do               

helminto no camundongo, evento comum nesse modelo de infecção         

(GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). A morbidade associada ao processo migratório          

de larvas também está presente em infecções humanas e define a fase aguda da ascaridose               

(HERRERA; MENESES, 2005; CHITKARA; KRISHNA, 2006; DOLD; HOLLAND,        

2011a; HOENIGL et al., 2011). 

Ao avaliar o perfil hematológico dos animais coinfectados, notamos um aumento           

significativo do número total de leucócitos circulantes, caracterizados por populações de           

linfócitos, monócitos e neutrófilos. Como esperado, as contagens de eosinófilos foram           

significativamente aumentadas nos animais monoinfectados por A. suum, uma vez que esse            

tipo celular é importante na resposta protetora contra o Ascaris bem como para outros              
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helmintos (ANTHONY et al., 2007; KITA, 2011; GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013;           

NOGUEIRA et al., 2016). Além disso, a redução significativa da contagem de eritrócitos             

totais, dos níveis de hemoglobina e de plaquetas na coinfecção, tem relação direta com a               

dinâmica malárica de infecção, pela constante ruptura de hemácias durante o ciclo eritrocítico             

do parasito; e pela destruição de hemácias infectadas e não infectadas, plaquetas e de outros               

componentes sanguíneos no baço e no fígado (ALVES et al., 1996; GOOD et al., 2005;               

PATTANAPANYASAT et al., 2010; LIBREGTS et al., 2011; DEL PORTILLO et al., 2012). 

A possível explicação para esse fenômeno vem dos resultados obtidos pela análise da             

carga parasitária helmíntica no pulmão de animais coinfectados e monoinfectados por A.            

suum, a qual determinou a gravidade e o curso da coinfecção. A presença do plasmódio no                

endotélio pulmonar induziu um aumento significativo de larvas de A. suum migrando pelos             

pulmões, que resultou na morte dos animais coinfectados. Por outro lado, não houveram             

alterações da parasitemia do Plasmodium em relação ao grupo monoinfectado, o que indica             

modulação do plasmódio sobre a infecção helmíntica.  

Os nossos resultados de carga parasitária diferem do encontrado por          

Gazzinelli-Guimarães et al. (2017), uma vez que a coinfecção favoreceu a replicação do             

Vaccinia vírus, acarretando na diminuição do número de larvas recuperadas do pulmão.            

Outro dado similar foi descrito por Mueller et al. (2012) em modelo de coinfecção por               

Mycobacterium tuberculosis e P. berghei NK65, em que houve aumento da carga bacteriana             

no pulmão e no baço dos animais coinfectados e diminuição da parasitemia do plasmódio.              

Por outro lado, Ademola e Odeniran (2016) mostraram que coinfecção por P. berghei e              

Trypanosoma brucei levou a altas parasitemias para ambos os protozoários o que            

consequentemente aumentou a mortalidade dos animais. Outro contexto foi descrito por           

Wang et al. (2014) que verificaram que a coinfecção com um inóculo maior de Schistosoma               

japonicum propicia o aumento da parasitemia do P. berghei ANKA, mas que melhora a taxa               

de sobrevivência dos animais coinfectados se comparada a coinfecção com menor inóculo de             

cercárias. Dado similar ao encontrado por Bucher et al. (2011) que revela que na coinfecção               

por S. mansoni e P. berghei ANKA ocorre um aumento da parasitemia do plasmódio, mas               

que não resulta na proteção contra a morbidade e mortalidade associada a doença, no entanto               

preveniu a malária cerebral. Ademais, Craig e Scott (2017) mostraram em modelo de             

coinfecção com infecção prévia por Nippostrongylus brasiliensis induz o aumento da           

parasitemia, perda de peso similar aos animais monoinfectados por P. berghei ANKA e             
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mortalidade acelerada. Por fim, Moriyasu et al. (2018) demonstrou parasitemia reduzida no            

fígado de animais coinfectados por S. mansoni e P. yoelii, mas isso não alterou a taxa de                 

mortalidade dos animais coinfectados. Portanto, o desfecho das coinfecções experimentais      

por protozoários e helmintos são dependentes das espécies dos parasitos envolvidos, do            

inóculo da infecção e do tempo relativo da infecção de cada parasito (CHRISTENSEN et al.               

1988; WANG et al. 2014; GRIFFITHS et al., 2015). 

Após demonstrar o negativo impacto para o hospedeiro entre a associação           

Ascaris-Plasmodium, o próximo passo foi o entendimento da fisiopatologia dos pulmões,           

fígado e baço dos animais coinfectados. Em primeira instância, as análises histopatológicas            

do fígado revelaram que a coinfecção gera uma intensa inflamação no parênquima hepático,             

apesar de não ter sido encontrado diferenças significativas na contagem de larvas recuperadas             

do fígado. A hemorragia, a inflamação de perfil misto e as zonas de necrose que caracterizam                

a lesão hepática na coinfecção, deixou clara a influência de ambos os parasitos, evidenciados              

pela constante migração hepatopulmonar de larvas e consequente inflamação, também          

estimulada por antígenos liberados das hemácias infectadas pelo plasmódio (DEROOST et           

al., 2014; SCACCABAROZZI et al., 2018). Nesse contexto, a coinfecção resultou em            

alterações significativas na fisiologia hepática, consistentes com as altas concentrações das           

enzimas plasmáticas AST e ALT. No entanto, quanto ao perfil de inflamação hepática, foram              

constatados somente a atividade N- acetilglicosaminidase de macrófagos, o que não descarta            

a participação de linfócitos na coinfecção, visto que essas células desempenham importante            

papel na resposta protetora contra o plasmódio (DOOLAN; HOFFMAN 2000; GOOD et al.,             

2005); mas que também pode contribuir para garantia da sobrevivência do helminto no             

hospedeiro durante o estágio de migração larval (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013).           

Como esperado, a atividade de macrófagos e eosinófilos foi bastante aumentada na            

monoinfecção por Ascaris, tais dados já foram discutidos em estudos anteriores do nosso             

grupo (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013; NOGUEIRA et al., 2016). 

As análises da histopatologia pulmonar revelaram a presença de áreas lesionadas           

marcadas por intensa hemorragia e edema, consistentes com os elevados níveis de            

hemoglobina e proteína total nas vias aéreas. No entanto, houve pouca inflamação, visto pela              

baixa celularidade do BAL e pela pouca atividade de macrófagos, neutrófilos e eosinófilos no              

órgão. Em contraste, a lesão pulmonar causada na monoinfecção por A. suum foi condizente              

com maior recrutamento de células nas vias aéreas, especialmente de eosinófilos. Esse            

107 



 

resultado já era esperado, uma vez que o modelo de ascaridose larval é caracterizado por uma                

intensa inflamação das vias aéreas, importante para o controle de larvas migrantes            

(GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013). 

Apesar da pouca inflamação no parênquima pulmonar, a hemorragia e o edema causado             

pela coinfecção foi suficiente para que houvesse alterações na fisiologia pulmonar. Os            

resultados da análise espirométrica revelou maior comprometimento funcional do pulmão nos           

animais coinfectados do que os animais monoinfectados por A. suum, visto que animais             

coinfectados apresentaram alteração no fluxo de ar nas vias aéreas, perda da área respiratória,              

redução da elasticidade do tecido e, consequentemente, a diminuição do volume pulmonar. 

Diante desses resultados, é notável que o comprometimento da resposta imunológica           

esteja diretamente relacionado ao aumento da carga parasitária larval e consequentemente da            

perda da função do órgão, bem como o agravamento dos sinais clínicos e consequente              

mortalidade dos animais coinfectados. Visando o maior entendimento dos mecanismos          

imunológicos envolvidos na interação Ascaris-Plasmodium, avaliamos a resposta        

imunológica celular tecidual desses animais. Os resultados desta análise sugerem regulação           

negativa dos perfis Th1, Th17, Th2 e Treg de resposta. Esse resultado também difere de               

outros estudos de coinfecção, como a inflamação exacerbada encontrada por          

Gazzinelli-Guimarães et al. (2017) em modelo de coinfecção por Vaccinia vírus e A. suum,              

marcada pela produção de citocinas IL-6 e IFN-γ no oitavo dia pós-infecção, e de IL-4 no                

décimo segundo dia pós-infecção. Por outro lado, outros trabalhos de coinfecção realizados            

com Schistosoma spp. e P. berghei, revelam o aumento de citocinas de perfil Th2 nos animais                

coinfectados (BUCHER et al., 2011; WANG et al., 2014). Uma exceção foi a citocina              

inflamatória IL-6, que aumentada nos animais coinfectados em relação ao grupo           

monoinfectado pelo plasmódio. Tal fato reforça a importância dessa citocina no controle            

larval, uma vez que nesse, e em trabalhos anteriores de ascaridose larval, foi demonstrado              

altos níveis dessa citocina em animais monoinfectados por Ascaris durante o pico de             

migração larval (GAZZINELLI-GUIMARÃES et al., 2013, 2017). 

Quando avaliado a influência da infecção malárica na biologia da infecção helmíntica,            

os nossos dados revelaram a presença de um microambiente no pulmão, consistentemente            

inflamado, mesmo que de forma inespecífica, o que influenciou diretamente na carga            

parasitária de Ascaris, duplicando o número de larvas que migram pelo órgão. De acordo com               

trabalhos anteriores realizados pelo nosso grupo, a inflamação no modelo de ascaridose larval             
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é aumentada, e muda de configuração ao longo da migração larval           

(GAZZINELLI-GUIMARÃES et al. 2013). Portanto, a mudança de perfil imunológico nos           

sítios de migração larval dos animais coinfectados pode ter contribuído para patogenia da             

coinfecção, resultando na mortalidade dos animais. A alteração da cinética de migração larval             

devido a passagem precoce de larvas no pulmão sugere esse fenômeno. Além disso, a baixa               

responsividade imunológica no tecido pulmonar somados ao baixo recrutamento de células           

nas vias aéreas podem ser explicados pelos fenômenos de exaustão/anergia, induzida pelo            

plasmódio como mecanismo de escape para se manter no hospedeiro (RÉNIA; GOH, 2016).             

Esse mecanismo implica num quadro de imunossupressão que gera ausência de resposta            

imunológica frente aos parasitos. 

Existem fortes evidências de que Plasmodium spp. podem modular as respostas imunes,            

interferindo na maturação das células apresentadoras de antígenos (APCs), prejudicando          

principalmente a função de células dendríticas (DC), resultando na indução do fenótipo de             

células T tolerantes (URBAN et al., 1999; VALLEJO et al. 2018). A ativação de células               

mononucleares durante a infecção malárica no sangue também pode resultar em apoptose em             

monócitos, células B, células T e DCs (TOURE et al., 1996; HELMBY et al., 2000;               

MATSUMOTO et al., 2000; WYKES et al., 2005; WOODBERRY et al., 2012;            

PINZON-CHARRY et al., 2013). Por outro lado, as células T (αβ e γδ) e B ativadas                

cronicamente durante infecções sanguíneas prolongadas ou múltiplas reinfecções também         

podem entrar em uma fase de anergia e/ou exaustão (THEANDER et al., 1986; MARTINI et               

al., 2003; ILLINGWORTH et al. 2013; ALVES et al., 2015). Ademais, numerosos estudos             

demonstram o potencial de ativação de moléculas inibidoras do tipo checkpoint na infecção             

por Plasmodium spp. como a proteína 1 de morte celular programada (PD-1), o ligante 1 de                

morte programada (PD-L1), PD-L2, o gene 3 de ativação de linfócitos (LAG-3) e o linfócito               

T citotóxico antígeno-4 (CTLA-4) em células T CD4+ e CD8+ (BUTLER et al., 2012;              

HORNE-DEBETS et al., 2013; KARUNARATHNE et al., 2016; KURUP et al., 2017).  

Contudo, a esplenomegalia verificada durante a necropsia, somadas aos resultados          

obtidos das análises histopatológicas do baço sugerem a constante ativação celular,           

evidenciada pela presença de hipertrofia e hiperplasia de todos os nódulos linfáticos,            

proliferação das regiões B e T dependente, além de numerosos macrófagos apresentando            

citoplasma contendo pigmento malárico. Portanto, o papel dos linfócitos e os mecanismos            

que subsidiam o agravamento do hospedeiro durante a coinfecção precisam ser elucidados. 
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Em contrapartida, quando avaliado a influência da infecção helmíntica na biologia da            

infecção malárica, os dados revelaram que a presença de um microambiente no pulmonar             

intensamente lesionado, com a presença de inflamação provocada pelo processo troca do            

tegumento das larvas, e pela lesão provocada durante a migração, além da influencia de              

antígenos secretado/excretado pelo helminto, que também podem ter tido influência no curso            

da infecção (BRADLEY; JACKSON, 2004; HEWITSON et al., 2009; JEX et al., 2011;             

SCHWARTZ et al., 2018). 

Levando todas essas análises e discussões em consideração, o presente estudo sugere            

que a ascaridose pulmonar associada à infecção malárica é letal para o hospedeiro, e a               

biologia da coinfecção é caracterizada pelo aumento de larvas recuperadas no pulmão,            

revelando uma mudança na cinética da infecção, que ocasionou no aumento de lesão hepática              

e pulmonar acarretando na funcionalidade desses órgãos (figura 44). Tais processos           

ocorreram em virtude da constante exposição à antígenos na circulação e nos órgãos afetados              

e da modulação causada por ambos os parasitos, refletindo na grave morbidade e mortalidade              

dos animais. 

 

 
Figura 44: Modelo representativo com principais alterações fisiopatológicas e imunológicas da 

coinfecção experimental por Ascaris suum e Plasmodium berghei. Fonte: Própria. 
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Extrapolando para o cenário atual e natural, este trabalho fornece evidências de como a              

coinfecção por helmintos e protozoários, podem influenciar negativamente o curso das           

monoinfecções isoladas e mais ainda, podem potencialmente impactar na saúde pública de            

áreas endêmicas geograficamente sobrepostas para ambos patógenos. 
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7. CONCLUSÃO 

Os resultados obtidos nessa dissertação de mestrado, sugerem que ocorre modulação da            

resposta imune pelo Plasmodium berghei NK65 durante a coinfecção experimental          

concomitante por Ascaris suum. A lesão hepática intensa somados a lesão parenquimatosa do             

pulmão, causada pelo comprometimento da resposta imunológica dos animais coinfectados,          

são evidências de um processo avançado de sepse em decorrência de uma alta inflamação              

ocorrida a priori, resultando na morte precoce dos animais. Neste sentido, torna-se necessário             

maior entendimento dos mecanismos imunológicos envolvidos na coinfecção, visando o          

entendimento do papel de linfócitos e de macrófagos na patologia pulmonar durante a             

coinfecção por esses parasitos. 
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