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RESUMO 

 

A ascaridíase humana é uma doença cosmopolita e negligenciada, afetando cerca de 450 

milhões de pessoas, sendo assim, a geo-helmintíase mais prevalente do mundo. Em áreas 

endêmicas a reinfecção é recorrente devido às precárias condições de saneamento básico e 

ações de educação em saúde pouco eficientes. Nesse cenário, a maioria dos indivíduos adultos 

infectados nessas áreas são expostos múltiplas vezes ao parasito, e apresentam baixa carga 

parasitária. Apesar das indicações imunológicas e fisiológicas pulmonares em estudos com 

múltiplas exposições, outras avaliações são necessárias a fim de fornecer mais evidências sobre 

a biologia da interação entre Ascaris sp. e o hospedeiro. Nesse sentido, faz-se necessário 

comparar infecções únicas a diferentes abordagens de infecções múltiplas e no impacto gerado 

na função pulmonar em modelo murino, focando nos possíveis mecanismos que controlam a 

proteção contra ascaridíase larval. Assim, em busca de aliar a proteção parasitária a uma menor 

morbidade, o objetivo do presente estudo foi avaliar os impactos da infecção por Ascaris suum 

em função do número de exposições e da dose de infecção na proteção da ascaridíase larval. 

Para isso, camundongos BALB/c foram divididos nos seguintes grupos experimentais: 

considerando o número de exposições, uma exposição - PI; duas exposições - RI (2X) e três 

exposições - RI (3X), e considerando as doses de infecção, 25 ovos - RI (25); 250 ovos - RI 

(250) e 2.500 ovos - RI (3X), seguido de infecção desafio com 2.500 ovos. Como principais 

resultados obtidos podemos destacar uma redução da carga parasitária dos grupos reinfectados 

quando comparados aos primoinfectados, sendo o RI (3X) com maior proteção. Em 

compensação o grupo RI (250) apresentou uma redução da carga parasitária próxima a do RI 

(3X), porém, esta foi aliada a uma inflamação mais discreta, menores danos teciduais e 

parâmetros fisiológicos semelhantes a do NI. Sendo assim, entre os grupos reinfectados foi o 

que apresentou melhor prognóstico. Além disso, foi observado maiores níveis de IgG total e 

SIgA específicos nos grupos reinfectados e que a proteção ocorre de forma dependente do 

número de exposição e da dose de infecção, indicando uma importante participação da resposta 

humoral frente a redução e controle da carga parasitária nos pulmões desses animais.  

 

Palavras-chave: Ascaridíase larval, Ascaris suum, reinfecção, resposta humoral. 

 



 

 

 

ABSTRACT 

 

Human ascariasis is a neglected and cosmopolitan disease, affecting about 450 million people, 

making it the most prevalent geohelminthiasis in the world. In endemic areas, reinfection is 

recurrent due to the precarious conditions of basic sanitation and health education. In this 

scenario, the majority of adult individuals infected in these areas are exposed to the parasite 

multiple times, and have a low parasitic load. Despite the pulmonary immunological and 

physiological indications in studies with multiple exposures, further evaluations are necessary 

in order to provide more evidence on the biology of the interaction between Ascaris sp. and the 

host, therefore, it is necessary to compare single infections to different approaches to multiple 

infections and the impact on lung function in a murine model, focusing on the possible 

mechanisms that control protection against larval ascariasis. Thus, in order to combine parasitic 

protection with lower morbidity, the objective of the present study was to evaluate the impacts 

of Ascaris suum infection as a function of the number of exposures and the dose of infection in 

the protection of larval ascariasis. For this, BALB/c mice were divided into the following 

experimental groups: considering the number of exposures, one exposure - PI; two exposures - 

RI (2X) and three exposures - RI (3X), and considering the doses of infection, 25 eggs - RI 

(25); 250 eggs - RI (250) and 2,500 eggs - RI (3X), followed by challenge infection with 2.500 

eggs. As main results obtained, we can highlight a reduction in the parasitic load of the 

reinfected groups when compared to the primoinfected ones, with the IR (3X) with greater 

protection. In compensation, the group and RI (250) showed a reduction in parasitic load close 

to that of RI (3X), however, this was combined with more mild inflammation, less tissue 

damage and physiological parameters similar to that of NI. Thus, among the reinfected groups, 

it was the one with the best prognosis. In addition, it was observed higher levels of total IgG 

and specific SIgA in the reinfected groups and that protection occurs depending on the number 

of exposure and the dose of infection, suggesting an important participation of the humoral 

response to the reduction and control of the parasitic load in the lungs of these animals. 

 

Keywords: Larval ascariasis, Ascaris suum, reinfection, humoral response. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 A Ascaridíase 

 

1.1.1 O Agente etiológico  

 

As helmintíases são infecções parasitárias causadas por representantes dos filos 

Nematoda e Platelminthes. Dentro do filo Nematoda encontram-se os geo-helmintos, que são 

parasitos que desenvolvem parte importante do seu ciclo no solo e também são os agentes 

etiológicos das doenças parasitárias intestinais mais comuns dos países em desenvolvimento, 

como ascaridíase, a tricuríase e ancilostomíase (Lustigman et al., 2012). 

A ascaridíase humana tem como agente etiológico o helminto Ascaris lumbricoides 

(Linnaeus, 1758). Esse parasito pertence ao Filo Nematoda, classe Chromadorea, ordem 

Rhabditida, família Ascarididae e gênero Ascaris.  

Em meados da década de 50 nematódeos desse gênero tornaram-se motivo de 

preocupação e discussão científica, pela possibilidade de Ascaris 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). O helminto A. suum (Goeze, 1782) foi descrito como agente causador da 

ascaridíase em suínos e essa infecção é responsável por ocasionar grande impacto no setor 

pecuário (Hale & Stewart, 1979, Hale et al., 1985, Roepstorff, A. et al., 2011) principalmente 

devido a perdas econômicas geradas por causa dos efeitos clínicos, da redução do crescimento 

e da conversão alimentar da suinocultura, do custo para controlar a infecção por meio da 

utilização de antihelmínticos e da condenação de órgãos, por exemplo, o fígado (Thamsborg et 

al., 2013) .  

Essa associação entre a espécie do parasito e o hospedeiro é proveniente de estudos de 

infecções experimentais (Takata, 1951; Galvin, 1968) e de observações epidemiológicos 

(Anderson et. al, 1993; Anderson & Jaenike, 1997). Esse desacordo na literatura ocorre, pois 

alguns autores questionam a real existência de duas espécies distintas já que todos os estágios 

de desenvolvimento destes parasitos são morfologicamente e biologicamente indistinguíveis 

(Anderson, 2001; Leles et al., 2012; Liu et al., 2012), exceto por uma pequena diferença no 

formato dos dentículos dos vermes adultos (Sprent, 1952; Barbosa, 2015). Outros autores 

defendem a existência de uma única espécie com base em estudos moleculares, 

paleoparasitológicos, na história de contato próximo entre humanos e porcos selvagens 
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(iniciado há aproximadamente dez mil anos) e também em análise comparativa do genoma 

mitocondrial (Leles et al., 2012; Liu et al., 2012). 

Segundo Leles e colaboradores (2012) as pequenas diferenças observadas nos 

exemplares provenientes de humanos e suínos seriam reflexo de pequenas modificações 

adaptativas no genótipo e fenótipo destas populações. Além de que, a discussão que considera 

essas espécies sinônimas se fortaleceu a partir de inúmeras evidências do caráter 

antropozoonótico de A. suum (Takata, 1951; Anderson, 1993; Nejsum et al., 2005; Arizono et. 

al, 2010; Nejsum et al., 2012), e do potencial zooantroponótico confirmado de A. lumbricoides 

(Galvin, 1968), inclusive, a partir dessas observações é possível sugerir que os porcos podem 

até mesmo atuar como um potencial reservatório da infecção para humanos. 

O estudo dessa controvérsia é de grande relevância, pois sua importância não reflete 

apenas na classificação taxonômica, mas também, nas implicações diretas das ações profiláticas 

e de vigilância epidemiológica da ascaridíase. Uma vez que dados na literatura, experimentais 

e moleculares, demonstram que ambas as espécies podem ser patogênicas tanto para humanos 

quanto para suínos, já que a transmissão cruzada experimental entre humanos e suínos já foi 

evidenciada (Takata 1951; Barbosa 2015, Avery et al., 2018; Sadaow et al., 2018; Monteiro et 

al., 2019). Inclusive, alguns estudos epidemiológicos têm sugerido a ocorrência de transmissão 

cruzada natural (Nejsum et al., 2012; Betson et al., 2014; Miller et al., 2015; Barbosa, 2015), 

fazendo com que também haja um desacordo na comunidade científica sobre a proporção da 

população humana infectada com A.suum ou A.lumbricoides (Leles et al., 2012).  

Assim, diante dessa discussão e da dificuldade de estudar A. lumbricoides em humanos, 

muitos estudos experimentais visualizaram a possibilidade de utilizar a infecção por A. suum 

em camundongos como modelo para compreender diferentes aspectos da ascaridíase, como a 

interação parasito hospedeiro, o padrão de resposta imunológica, patogenia e outros.  

 

1.1.2 Biologia e ciclo evolutivo 

 

Para melhor conhecer o agente etiológico de determinada doença é extremamente 

necessário que se compreenda a biologia e o ciclo do parasito. Dessa maneira, quanto às formas 

evolutivas, os representantes do gênero Ascaris apresentam em seu ciclo de vida três estágios 

de desenvolvimento: ovo, larva e verme adulto (Figura 1). Possuem ciclo monoxênico, ou seja, 

se desenvolve em apenas um hospedeiro, com período de incubação dos ovos no ambiente. A 

transmissão do parasito ocorre por via fecal-oral, já que ovos embrionados, contendo a forma 



20 

 

 

infectante do parasito necessitam ser ingeridos pelos hospedeiros susceptíveis (humanos e 

suínos) para iniciar a infecção.  

 

 

Figura 1: Fotografias dos estágios de desenvolvimento de Ascaris spp.. A) ovo fértil não embrionado com 

membrana mamilonada (visualização microscópica - aumento de 40X), B) ovo larvado decorticado (visualização 

microscópica - aumento de 40X); C) larva L3/L4 retirada dos pulmões (visualização microscópica - aumento de 

40X) e D) Verme adulto fêmea (espécime mais robusto) à esquerda, e macho (espécime com a extremidade 

posterior recurvada ventralmente) à direita. 

 

Os vermes adultos são longos e cilíndricos, de coloração branca, dióicos, cujas formas 

adultas habitam o intestino delgado principalmente jejuno e íleo, causando a ascaridíase (Dold 

& Holland, 2011a). Possuem uma camada exterior quitinosa consistindo a cutícula e a boca, 

que possui três lábios e se abre na extremidade anterior. Apresentam dimorfismo sexual, que se 

evidencia nos machos por meio da extremidade posterior recurvada na direção ventral e nas 

fêmeas por meio do comprimento, geralmente sendo maiores (20 a 49 cm de comprimento por 

3 a 6 mm de diâmetro) que os machos (15 a 30 cm de comprimento por 2 a 4 mm de diâmetro). 

Contudo, essas proporções podem variar em decorrência do estado nutricional do hospedeiro e 

da carga parasitária devido à competição intraespecífica (Walker et al., 2010). No intestino 

delgado, ao atingir a maturidade sexual, aproximadamente 60 dias após a infecção, machos e 

fêmeas se reproduzem sexuadamente e as fêmeas fecundadas passam a liberar ovos, em média 



21 

 

 

200.000 por dia, que irão chegar ao meio ambiente através das fezes do hospedeiro. Na ausência 

de machos as fêmeas liberam ovos inférteis (Kennedy, 1998; Holland, Behnke, Dold, 2013). 

Os ovos apresentam forma oval com 45 a 75 μm de diâmetro, de coloração castanha 

devido aos pigmentos biliares contidos nas fezes e cápsula espessa composta por três 

membranas: membrana mamilonada, camada mais externa, grossa, de superfície irregular e 

formada por mucopolissacarídeos; membrana intermediária, quitinosa e transparente; e a 

membrana vitelina, camada mais interna, delgada, formada predominantemente por lipídios 

que confere uma impermeabilidade à água, garantindo aos ovos a capacidade de resistir às 

condições adversas do meio ambiente. Em algumas situações a membrana mamilonada pode 

ser perdida, sendo os mesmos denominados, então, ovos decorticados. Esses ovos, quando 

férteis e já presentes nas fezes, com duas a três semanas no solo, em condições adequadas de 

temperatura (25-30 ºC), umidade (70%) e na presença de oxigênio, desenvolverá a larva de 

terceiro estádio (L3) infectante em seu interior (Dold & Holland, 2011b; Holland, Behnke, 

Dold, 2013).  

No ambiente, os ovos permanecem viáveis por longos períodos, contaminando o solo, 

água e alimentos. E, ao serem ingeridos por hospedeiros suscetíveis, as L3 irão eclodir no 

intestino grosso do mesmo. Em seguida, as L3 penetram ativamente na mucosa intestinal, 

encontram vasos sanguíneos e são carreadas inicialmente para o fígado através da circulação 

porta e posteriormente para o coração e pulmões (Murrell et al., 1997). Nos pulmões, as larvas 

saem da circulação, penetram no parênquima pulmonar, migram pelo tecido e atingem os 

espaços alveolares (Ciclo de Looss). Em passagem pelos alvéolos pulmonares, as larvas sofrem 

muda para L4 estimuladas pela alta concentração de oxigênio e ascendem a árvore brônquica 

chegando até a faringe, onde provocam efeito expectorante no hospedeiro e então as larvas 

podem ser expelidas ou deglutidas (Dold & Holland, 2011b). Se deglutidas, as larvas atingem 

o lúmen do intestino delgado, e atingem a maturidade sexual em torno do 24°dia, tornando-se 

vermes adultos, machos e fêmeas, podendo sobreviver por 1 a 2 anos no intestino delgado do 

hospedeiro (Bailey & Warner, 2010; Dold & Holland, 2011a; Holland, Behnke, Dold, 2013).  

De acordo com o ciclo, a ascaridíase pode ser dividida em duas fases distintas 

caracterizadas por aspectos biológicos específicos do agente etiológico. A fase inicial, 

denominada de ascaridíase larval ou aguda, que é causada pela migração hepato-traqueal das 

formas larvais do parasito. E a fase crônica que é caracterizada por manifestações intestinais 

causadas pelos vermes adultos. (Figura 2). 
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Figura 2: Ciclo biológico do parasito Ascaris sp. (1) Vermes adultos estabelecidos no intestino delgado em que 

na presença de macho e fêmea ocorre a cópula e posterior oviposição dos ovos. (2 e 3) Os ovos são eliminados nas 

fezes e no ambiente sofrem maturação. (4) Ovos infectantes contendo a larva L3 são ingeridos em alimentos e 

água contaminados. (5) Larvas eclodem no intestino e atravessam a mucosa intestinal. (6) As larvas são carreadas 

pela circulação sanguínea ao fígado e posteriormente aos pulmões. (7) Nos pulmões, as larvas migram pelo 

parênquima pulmonar, rompem alvéolos, sofrem muda para L4 e, posteriormente, ascendem a árvore brônquica. 

Quando deglutidas, as larvas retornam ao sistema gastrointestinal e atingem maturidade sexual no intestino 

delgado. 

Fonte: Adaptado de Centro de controle e prevenção de doenças (CDC, 2012). 

https://www.cdc.gov/parasites/ascariasis/biology.html 

 

Para muitos estudos de infecções experimentais, o modelo murino tem sido a proposta 

mais utilizada, contudo, esses roedores conseguem mimetizar apenas a fase aguda do ciclo com 

o estabelecimento dos estádios larvais, pois o parasito não consegue completar o seu ciclo 

devido às limitações de tamanho se comparado a proporção do estágio adulto do nematódeo 

com a extensão total do intestino do camundongo (Slotved et al., 1998; Gazzinelli-Guimarães 

et al., 2013) (Figura 3). Assim, em camundongos verificou-se que após a ingestão de ovos 

infectantes pelo hospedeiro, as larvas L3 eclodem no lúmen do intestino delgado e penetram na 

mucosa intestinal na altura do ceco, chegam a circulação sanguínea e são carreadas ao fígado 

por meio do sistema vascular portal. A migração pelo fígado atinge o pico do terceiro ao quinto 

dia após a infecção. Posteriormente, as larvas ganham a circulação novamente e são 
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passivamente carreadas aos pulmões, onde podem ser encontradas a partir do sexto dia de 

infecção, atingindo o pico no oitavo. Com 10 a 12 dias se encontra larvas no intestino delgado 

e passado esse período as larvas são expelidas pelo roedor (Gazzinelli-Guimarães et al.,. 2013). 

As alterações morfológicas, por exemplo o tamanho, das larvas L3 recuperadas no tecido 

pulmonar e das larvas L4 encontradas nas vias aéreas irá variar de acordo com o estádio em que 

a larva estará, sendo as L4 normalmente maiores que as L3. 

 

Figura 3: Ciclo biológico do parasito Ascaris sp. no modelo animal 

Fonte: Holland, 2013 

 

É importante ressaltar a relevância do modelo murino, pois por meio deste está sendo 

possível estudar alguns aspectos do estágio inicial da infecção e da migração larval no 

hospedeiro, nos quais seria irrealizável eticamente com humanos. Entre as contribuições que o 

modelo permite realizar estão a avaliação de alterações fisiopatológicas sob diferentes cargas 

e sob múltiplas exposições (Lewis et al., 2009, Nogueira et al., 2016), análise das alterações de 

origem genética (Lewis et al., 2006, Dold et al., 2010, Deslyper et al., 2016, Deslyper et al., 

2019), avaliação da interferência da idade do hospedeiro no curso da infecção e o 

reconhecimento do pico de infectividade de ovos em cultura (Gazzinelli-Guimarães et al., 

2013), teste e desenvolvimento de vacinas (Gazzinelli-Guimarães et al., 2018; De Castro et al., 

2021), melhor compreensão a respeito de comorbidades e coinfecções em associação com 

Ascaris (Lescano et al., 2012; Gazzinelli-Guimarães et al., 2017; Oliveira et al., 2019), entre 

outros. 
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1.1.3 Epidemiologia 

 

A ascaridíase humana representa um problema de saúde pública e possui grande impacto 

socioeconômico. Dentro do panorama da saúde pública, é considerada a infecção intestinal por 

helmintos mais prevalente dentre as doenças tropicais negligenciadas. Dados atuais estimam 

que haja em todo o mundo aproximadamente 450 milhões de pessoas infectadas com parasitos 

do gênero Ascaris (GBD, 2017). Ao comparar este dado com estimativas anteriores (Pullan et 

al., 2014; Vos et al., 2015) foi notável uma significativa redução da prevalência, sugerindo que 

os esforços da Organização Mundial de Saúde (OMS) na década passada quanto ao controle da 

infecção e da prevalência por meio de tratamento em massa está obtendo resultado promissores. 

Sendo que a meta dos programas de quimioterapia preventiva era atingir uma cobertura mínima 

de 75% dos grupos mais afetados (crianças em idade pré-escolar e escolar, mulheres grávidas 

e em idade reprodutiva e adultos em áreas com maiores riscos de exposição) até 2020 (Freeman 

et al.,  2019; Nery et al., 2019, Else et al., 2020, WHO, 2020). Porém, um ponto a ser ressaltado 

nesse panorama é que as taxas de transmissão de Ascaris, mesmo após o tratamento indicado, 

são elevadas devido, principalmente, às precárias condições sanitárias (Jia et al., 2012), sendo 

esta então uma preocupação recorrente e atual. 

Mesmo diante do cenário positivo é necessário mencionar que as taxas de mortalidade 

e morbidade são suficentes para gerar implicações negativas. Para avaliar o impacto 

socioeconômico causado por doenças, a OMS usa o índice DALYs (disability-adjusted life year 

- anos de vida perdidos por incapacidades), o qual 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 (WHO, 2013). Segundo este cálculo, em 2017 (GBD, 

2017) a estimativa global de perda na população causada pela ascaridíase foi de 860.000 anos 

de vida ajustados por incapacidade. Alguns dados demonstram também que os anos de vida 

ajustados por incapacidade (DALYs) associados aos geo-helmintos estão diminuindono 

decorrer da última década; no entanto, essa redução ocorreu principalmente nos países de renda 

média alta, com a carga da doença se concentrando mais nos países de baixa e média renda 

(Stolk et al., 2016). 

Apesar das infecções por Ascaris spp. serem mundialmente disseminadas e da existência 

de registros de ascaridíase em regiões economicamente desenvolvidas (WHO, 1987; De Silva 

et al., 1997; Bendall et al., 2011; Umetsu et al., 2014; Miller et al., 2015), as altas taxas de 

prevalências e intensidades de infecção estão comumente associadas à fatores 

socioeconômicos, por exemplo, deficiência nas práticas de higiene, pobreza aguda e precárias 
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condições sanitárias, e , à regiões tropicais  tais como: África subsaariana, Ásia e Américas 

Latina, em que ambos fatores se coincidem (WHO 1987; De Silva et al., 1997; Campos et al., 

2002; Fortes et al., 2004; Shapiro et al., 2005; Brooker et al., 2006; Ellis et al., 2007; Walker et 

al., 2011; Lustigman et al., 2012; Chammartin et al., 2014, Jourdan et al., 2018; Nery et al., 

2019).  

Dentre os fatores de risco associados à transmissão da ascaridíase, pode-se destacar a 

idade do hospedeiro, as condições ambientais e a infraestrutura sanitária. Em relação à idade 

do hospedeiro, a infecção pode acontecer em qualquer faixa etária, porém, as crianças são as 

mais susceptíveis já que o pico de prevalência e de intensidade da doença ocorre entre seis a 

dez anos de idade (Manrtin et al., 1983) Além disso, a intensidade de infecção observada em 

adultos são frequentemente mais leve que as encontradas nas crianças, isso pode ocorrer devido 

a uma redução da exposição mediada pelo comportamento do hospedeiro ou pelo 

desenvolvimento de imunidade adquirida com a exposição crônica ao parasito (Croll et al., 

1981, Else et al., 2020).  

No que se refere às condições ambientais, o risco de transmissão da ascaridíase se 

relaciona positivamente com a precipitação anual (alta umidade acelera o desenvolvimento dos 

ovos), com as características do solo, tais como: aridez, acidez (pH: 5,35 - 5,65) e a com 

temperaturas mais elevadas (em regiões com temperaturas mais altas - 20°C a 35°C - o 

embrionamento leva menor tempo quando comparado a locais com temperatura mais baixas) 

(Brooker et al., 2004; Pullan, 2012; Brooker, 2012; Chammartin et al., 2013; Chammartin et 

al., 2014; Senecal et al., 2020). Quanto as ações de saneamento básico, se eficazes, se associam 

com um risco reduzido de transmissão de helmintíases em geral (Zielgelbauer et al., 2012), uma 

vez que, a transmissão ocorre por ingestão ou contato com os estágios infecciosos presentes no 

solo contaminado com fezes de um hospedeiro infectado. O esforço para reduzir a 

contaminação fecal do ambiente deve ajudar a reduzir o risco de exposição ao parasito e as 

melhorias na água, saneamento e higiene são vistas como essenciais para o controle sustentável 

e de longo prazo das geo-helmintíases (Nery et al., 2019). Por exemplo, em Salvador (BA, 

Brasil) a execução de um programa de sanitização reduziu em 42% a prevalência de A. 

lumbricoides em crianças em idade escolar (Barreto et al., 2010). 

 

 

1.1.4 Manifestações clínicas e fisiopatologia 
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Embora a ascaridíase humana seja uma infecção crônica e na maioria dos casos não 

letal, é considerado um problema de saúde pública mundial, devido às complicações clínicas 

observadas em indivíduos com alta carga parasitária, que caracterizam a forma grave da doença, 

que afeta anualmente cerca de 8 - 15% dos infectados. Essa forma está associada a um quadro 

de distensão abdominal, de náuseas, diarreias e pode ser fatal devido a um quadro de obstrução 

intestinal pelos vermes adultos (Chan, 1997).  

Os vermes adultos podem também se estabelecer em outros locais podendo causar, por 

exemplo, apendicite, colecistite, pancreatite e ascaridíase gástrica. Neste contexto, é descrito na 

literatura médica casos de hematêmise (Ahmad et al., 2015), pneumonite eosinofílica (Herrera 

& Meneses, 2005), obstrução intestinal aguda ou subaguda (Louw, 1966; De Silva et. al, 1997; 

Mwenda & Ilkul, 2013), apendicite (Louw, 1966), abscesso hepático (Chauhan et al., 2015), 

ascaridíase pancreática (Louw, 1966; Galzerano et al.,  2010; Azhar et al., 2015) e biliar (Louw, 

1966; Morano & Morano, 1988; Lum, 2012; Asif et al., 2014; Umetsu et al., 2014; Azhar et al., 

2015; Khuroo et al., 2015). 

A fase crônica ocorre após estabelecimento dos parasitos no intestino e, as complicações 

crônicas desta fase se relacionam principalmente com anemia e desnutrição. Ahmed e 

colaboradores (2012) realizaram um estudo longitudinal avaliando os impactos da infecção por 

geo-helmintos e identificaram a presença de cargas moderada a alta de ascaridíase como um 

dos principais aspectos preditores de anemia e raquitismo na população de escolares aborígenes 

residentes na Malásia E, três meses após tratamento com anti-helmíntico, os níveis de 

hemoglobina das crianças que tinham cargas moderada a alta de ascaridíase tiveram um 

aumento significativo, quando comparados aos aumentos verificados nas crianças não 

infectadas ou com baixas cargas. Além disso, os dados existentes a respeito da quantificação e 

frequência de complicações da ascaridíase são limitados, entretanto, em 2017, o número 

estimado de mortes no mundo atribuível à doença foi de aproximadamente 3.200 (GBD, 2020; 

Else et al., 2020). 

Dessa forma, a patologia da doença está positivamente relacionada à carga parasitária 

(De Silva et al., 1997; Jourdan et al., 2018). As infecções intensas são associadas a 

complicações severas, pois, a morbidade e a mortalidade aumentam em função da carga da 

doença. Outro fator que impacta a morbidade é o poliparasitismo comum nas regiões 

endêmicas, pois, evidências sugerem que maiores cargas parasitárias ocorrem em hospedeiros 

portadores de infecções com múltiplos helmintos (Brooker et al., 2000). 

Contudo, a maioria das pessoas infectadas com cargas leves a moderadas não 

desenvolve sintomatologia ou esta, quando presente, é inespecífica com sintomas tais como: 
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dor ou desconforto abdominal, náusea, anorexia e diarreia (De Silva et al., 1997). Sendo que, 

de acordo com os critérios estabelecidos pela OMS, são consideradas infecções leves aquelas 

que a carga parasitária encontrada for menor que 1.000 ovos por grama de fezes, infecções 

moderadas quando a carga encontrada for entre 1.001 e 9.999 ovos por grama de fezes e intensa 

quando ultrapassar 10.000 ovos por grama de fezes (WHO, 1987, Else et al., 2020). Em 

infecções moderadas, a ascaridíase está correlacionada com déficit nutricional, retardo do 

crescimento e déficit cognitivo, especialmente em crianças e adolescentes (Crompton, 2001). 

E, como as crianças portadoras de infecções crônicas ou intensas podem apresentar desnutrição 

com consequente déficit cognitivo (De Silva et al., 1997; Capello, 2004). A OMS preconiza 

tratamento em massa direcionado a todas as crianças em idade escolar, residentes em áreas 

endêmicas com risco de transmissão (>50% - tratamento duas vezes ao ano; ≥20 e <50% - 

tratamento uma vez ao ano) com o intuito de controlar a morbidade das geo-helmintíases, 

reduzindo a intensidade e prevalência das infecções (WHO 2008a, 2008b; Hall et al 2009, 

Jourdan et.al, 2018).  

Já durante a fase larval, foco desse trabalho, complicações agudas são pouco conhecidas, 

e, geralmente, associadas a infecções com alta carga parasitária. A migração das larvas pelas 

vias aéreas do hospedeiro, ou Ciclo de Looss, é uma fase crucial para o ciclo de vida do parasito, 

mas ainda pouco estudada, o que se sabe é que, assim como na maioria das infecções por geo-

helmintos, a migração pulmonar das larvas de Ascaris spp. induz uma intensa resposta 

inflamatória eosinofílica no local da migração, produzindo uma gama de manifestações 

clínicas, como asma, dispneia, broncoespasmos, tosse, febre e dor subesternal, conhecida com/o 

síndrome de Loeffler (Chitkara & Krishna, 2006, Hirakawa et al., 2009; Hoenigl et al., 2010) 

ou reação de hipersensibilidade 1 aos estágios larvais (Jourdan et al., 2018). Essa resposta pode 

levar a graves distúrbios respiratórios nos indivíduos infectados (Beaver, 1975; Spillman, 1975; 

Pawlowski et al., 1982). Contudo, a falta de um diagnóstico específico para a ascaridíase larval, 

a limitação de estudos envolvendo experimentação humana e, por muitos anos, a falta de um 

modelo experimental padronizado, fez da ascaridíase larval uma grande incógnita para a 

parasitologia. 
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1.1.5 Diagnóstico e tratamento 

 

Em termos de diagnóstico, a ascaridíase é comprovada somente pela presença de ovos 

nas fezes do hospedeiro, após o período pré-patente (tempo entre a infecção e o início da 

eliminação de ovos) (Galvin, 1968) e o método de diagnóstico recomendado pela OMS é o 

Kato-Katz, que permite a quantificação de ovos de geo-helmintos nas fezes humanas (WHO, 

2002). Esses métodos de demonstração de ovos nas fezes apresentam simplicidade e baixo custo 

(Chaves et al., 1979), contudo, a eficácia dos mesmos é comprometida pela redução da 

intensidade da infecção (Knopp et al., 2008) ou pela presença de infecções nas quais os 

parasitos não alcançaram maturidade sexual ou são todos do mesmo sexo.  

Visto a importância da morbidade causada pela migração das larvas no período pré-

patente, torna-se clara a necessidade de desenvolvimento de métodos diagnósticos mais 

sensíveis e que sejam capazes de detectar a infecção ainda na fase inicial. Estudos sorológicos 

e moleculares têm sido realizados e podem resultar em uma alternativa de diagnóstico mais 

sensível, específico e eficaz para detectar a fase inicial da infecção, e para isso antígenos de 

extrato bruto e secretados/excretados ou proteínas purificadas de larvas e vermes adultos têm 

sido estudados para desenvolvimento de ensaios sorológicos (Kennedy et al., 1987; Lind et al., 

1993; Cabrera-Barroso et al., 2014; Gálvez et al., 2014; González-Miguel et al., 2014). 

Em relação ao tratamento, a OMS lista cinco drogas essenciais para o tratamento da 

ascaridíase (albendazol – dose única de 500 mg; levamisol– 2,5 mg / kg, mebendazol – dose 

única de 500 mg, pirantel – dose única de 10 mg / kg e ivermectina – 50 a 200 μg / kg) (WHO, 

1999). Avaliação da eficácia do tratamento com albendazol e mebendazol contra helmintíases 

(Albonico et al., 2004) demonstrou que ambos compostos apresentaram excelente resultado 

contra A. lumbricoides. em termos de cura e redução da taxa de eliminação de ovos.  

 

1.1.6 Resposta imune 

 

O sucesso provável de muitos helmintos como Ascaris em infectar seus hospedeiros 

pode ser devido à capacidade que esses parasitos possuem de estabelecer infecções crônicas 

permitidas possivelmente pela modulação ativa da resposta imune do hospedeiro. Ou seja, uma 

resposta considerada ideal à infecção por helmintos é aquela que busca controlar o parasito a 

níveis toleráveis em equilíbrio com a homeostase imunológica do hospedeiro sem grandes 

danos aos tecidos (Maizels, 2003; Nutman, 2015).  
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De maneira geral, na ascaridíase larval há a indução de uma intensa resposta 

inflamatória inata, principalmente, devido a moléculas do parasito, como glicanos e lipídios, 

que servem como padrões moleculares associados a patógenos (PAMPs), que são reconhecidos 

e processados por células apresentadoras de antígenos (APCs) por meio de receptores de 

reconhecimento de padrões (PRR) como receptores toll-like (TLR), lectinas do tipo C e 

receptores intracelulares de oligomerização de ligação a nucleotídeos (NOD) (Mulcahy et al., 

2005; Perrigoue et al., 2008; Schwartz et al., 2018; Weatherhead et al., 2020). A sinalização 

intracelular resultante dessa ativação promove a liberação de citocinas, como IL-4, IL-5, IL-9, 

IL-13, IL-25, IL-33 e IL-17 (Pineda & Ramos 2012; Maizels, Hewitson, Smith, 2012; 

Gazzinelli-Guimarães et al., 2013; Nogueira et al., 2016), bem como quimiocinas que ajudam 

a propagar a resposta imune do hospedeiro. Por sua vez, essas citocinas e quimiocinas ativam 

e recrutam células inflamatórias inatas, incluindo neutrófilos, macrófagos, eosinófilos, células 

dendríticas, mastócitos, células natural killer (NK) e células linfoides inatas do tipo 2 (ILC2) 

para os pulmões(Bonne-Anneé et al., 2011; Craig et al., 2014).  

Inicialmente, por meio das ILC2 e, posteriormente, através da expansão clonal de 

células TCD4 polifuncionais específicas ao antígeno há um aumento da indução de citocinas 

de perfil tipo 2, desencadeando ainda mais a resposta. Diante disso, pode-se dizer que a 

migração larval pelos pulmões, fase aguda, promove uma resposta inflamatória local de perfil 

tipo 2 que quando associada à patologia pulmonar pode desencadear um quadro clínico 

chamado de hiper-responsividade persistente das vias aéreas que se assemelha a uma forma de 

doença alérgica (Weatherhead et al., 2018; Else et al., 2020).  

Além disso, em camundongos, no sétimo e oitavo dia pós-infecção, pico da migração 

larval nos pulmões, também é observado uma elevada produção de IL-6, que se pode estar 

relacionada à infiltração de neutrófilos proeminente. E então, quando as larvas terminam sua 

passagem pelos pulmões e continuam a sua migração rumo ao intestino delgado, ocorre uma 

substituição do infiltrado neutrofílico por, principalmente, macrófagos alternativamente 

ativados (MAA) e eosinófilos (Allen et al., 2011; Gazzinelli-Guimarães et al., 2013; 

Gazzinelli-Guimarães & Nutman, 2018). Essa substituição no infiltrado promove papel 

fundamental no remodelamento do tecido e prevenção à futuras reinfecções. 

Uma vez de volta ao intestino delgado, as larvas amadurecem em vermes adultos, 

ocasionando a ascaridíase intestinal, fase crônica, em que há a estimulação constante do sistema 

imunológico devido à permanência do helminto na luz do intestinal. Essa última é a fase mais 

estudada quanto aos aspectos da resposta imunológica, principalmente em humanos, sendo 

caracterizada por uma significativa eosinofilia periférica e tecidual, baixa proliferação 
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linfocitária, um conjunto de mecanismos protetores da mucosa, como a secreção de muco e o 

aumento da contratilidade do músculo liso intestinal; significativa modulação da resposta Th1 

(IL-2 e IFN-γ) (Cooper et al., 2000; Geiger et al., 2002; Paterson et al., 2002; Bradley; Jackson, 

2004; Jackson et al., 2004; Dawson et al., 2005; Oshiro et al., 2006; Dold & Holland, 2011a; 

Reina et al., 2011, Masure et al., 2013), e, a longo prazo, uma diminuição da resposta específica 

de helmintos (Paterson et al., 2002; Midttun et al., 2018). 

A imunorregulação feita por helmintos e os mecanismos pelos quais conseguem 

suprimir a imunidade do hospedeiro estão sendo amplamente estudadas. Normalmente, esses 

parasitos induzem um padrão de resposta imunológica tipo 2 e, consequentemente, inibem 

principalmente a resposta do tipo 1, uma vez que tendem a suprimir a produção de IFN-γ (Urban 

et al., 1996; Maizels, 2003; Finkelman et al., 2004; Carvalho et al., 2009) . Ademais, já foi 

observado que esses parasitos conseguem induzir células T reguladoras, direcionando para um 

aumento de produção de citocinas como IL-10 (Figueiredo et al., 2010; Ortiz et al., 2011)  

Além disso, é importante mencionar que, diferindo da maioria das infecções helmínticas 

crônicas, que são caracterizadas por uma polarização da resposta imune mediada por células 

Th2 e regulatórias (Nutman, 2015; Gazzinelli-Guimarães & Nutman, 2018; Weatherhead et al., 

2020), na fase aguda da ascaridíase a resposta inflamatória mista apresenta um papel crucial na 

resistência do hospedeiro infectado (Gazzinelli-Guimarães et al., 2013; Nogueira et al., 2016). 

 

1.1.7 Reinfecções por Ascaris 

 

Diante de algumas lacunas a respeito da compreensão de como os aspectos da fase aguda 

da ascaridíase poderiam influenciar no desenvolvimento da resposta imune e a indução da 

resistência e suscetibilidade à infecção, se faz relevante buscar entender esses aspectos 

imunobiológicos tanto na infecção primária quanto na reinfecção. Pois, isso permitirá entender 

o tipo de resposta imune inicial necessária para o controle da infecção e, consequentemente, 

para a proteção. Além de que, a caracterização cada vez mais aprofundada da relação parasito-

hospedeiro contribuirá para o conhecimento básico necessário, por exemplo, para o 

desenvolvimento de estratégias imunoprofiláticas que sejam mais eficazes para interromper o 

ciclo de transmissão do parasito antes que se estabeleça cronicamente. 

Tal preocupação é fundamental já que é um grande desafio o desenvolvimento de 

estratégias que controlem a transmissão do parasito. Jia e colaboradores (2012) sugerem que 

uma forma de se fazer isso seria o controle integrado, que consiste na quimioterapia preventiva 
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somada a ações educação em saúde e a melhora da infraestrutura sanitária, uma vez que mesmo 

com a existência e administração de drogas sabidamente eficazes (Keizer & Utzinger, 2008; Jia 

et al., 2012; Moser et al., 2017), a presença constante e onipresente de ovos potencialmente 

infectantes no ambiente oportuniza a reinfecção mesmo pouco tempo após o tratamento (Jia et 

al., 2012).  

Apesar da importância epidemiológica da ascaridíase larval, o conhecimento obtido a 

respeito dessa fase do ciclo é baseado em modelos experimentais, posto que há limitações para 

o diagnóstico precoce em humanos durante a infecção pulmonar. Diante disso, a utilização de 

um modelo animal tem se mostrado eficiente para a melhor compreender os mecanismos 

imunobiológicos e fisiopatológicos após a reinfecção. Alguns trabalhos demonstram a 

utilização tanto de porcos (Urban et al., 1988; Eriksen et al. , 1992; Nejsum et al., 2009) quanto 

de camundongos como modelo experimental para entender os efeitos da múltipla exposição 

(Nogueira et al., 2016). Entre as evidências encontradas após a múltipla exposição estão: 

redução do número de larvas (Urban et al., 1988; Eriksen et al. , 1992; Nejsum et al., 2009, 

Nogueira et al., 2016), redução do número de manchas leitosas no fígado (lesão hepática) 

causadas pela migração do parasito (Nejsum et al., 2009), mecanismo de proteção dependente 

da dose da infecção (Eriksen et al., 1992). 

No estudo desenvolvido por Nogueira e colaboradores (2016) foi demonstrado que, 

camundongos submetidos a múltiplas exposições ao parasito A. suum desenvolvem uma intensa 

inflamação tecidual, com predominância de eosinófilos, que foi associada a importante uma 

redução da carga parasitária durante a migração pulmonar, conferindo proteção parcial ao 

hospedeiro, porém, com algum prejuízo da função pulmonar. 

Nesse mesmo estudo, foi evidenciado que reinfecções ao parasito geram lesões 

repetidas, provocando assim uma inflamação tecidual crônica. Tal achado foi correlacionado 

ao padrão de resposta imune misto Th2/Th17, que desempenharia um papel duplo, atuando 

tanto na indução da resposta imune específica contra o parasito, quanto no reparo das lesões 

teciduais e indução do espessamento de septos e fibrose pulmonar (Nogueira et al., 2016), 

podendo assim prejudicar o funcionamento do órgão. Contudo, foi demonstrado por Oliveira e 

colaboradores (2019) que o quadro de fibrose pulmonar por si só não é suficiente para alterar a 

migração das larvas (Oliveira et al., 2019). E mesmo diante desse cenário inflamatório, os 

animais reinfectados possuem um prognóstico funcional pulmonar significativamente melhor 

que os animais primoinfectados, indicando que as lesões agudas causadas pela migração larval 

e maior carga parasitária representam maior prejuízo à função pulmonar do que as lesões 

relacionadas à inflamação intensa após múltiplas exposições. 
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É fato que os estudos sobre os mecanismos de proteção decorrentes dos processos 

imunológicos estão contribuindo para o entendimento do curso da infecção. E mesmo que as 

vias responsáveis pelo controle da carga parasitária ainda não sejam totalmente compreendidas, 

há trabalhos que demonstram que infecções prolongadas por helmintos induzem a produção de 

anticorpos específicos ao parasito, com predomínio de IgG1 e IgA (McCoy et al., 2008). 

Portanto, a resposta imune humoral desempenha um papel importante na proteção contra 

Ascaris, como foi evidenciado em animais que quando desafiados após a transferência passiva 

de soro imune ou IgG apresentaram controle da carga parasitária (Khoury et al., 1977; 

Gazzinelli-Guimarães et al., 2018). 

Diante do exposto, é explícito que os aspectos da proteção na ascaridíase larval após 

múltiplas exposições ao parasito necessitam ser elucidados, sobretudo no que diz respeito aos 

mecanismos associados à resposta imune do hospedeiro. Portanto, este trabalho visou esclarecer 

as implicações da reinfecção com diferentes números de exposições ou com diferentes doses 

de infecção. Sugerindo que após repetidas exposições a baixas doses haja uma redução da carga 

parasitária com menor disfunção pulmonar, considerando que a proteção ocorre de forma 

dependente do número de exposições ao parasito e/ou das doses da infecção. 
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2. JUSTIFICATIVA 

 

Dentre as geo-helmintíases, a ascaridíase é a mais frequente no mundo, afetando 

aproximadamente 450 milhões de pessoas. Trata-se de uma doença com grande relevância 

epidemiológica, causando impactos consideráveis à saúde pública nas áreas endêmicas (Hotez 

& Kamath, 2009; Hotez, 2010; Pullan et al., 2014, GBD, 2017). Apesar de a infecção ocorrer 

em todas as faixas etárias, as crianças de comunidades carentes em idade escolar são as mais 

suscetíveis, levando ao comprometimento do seu desempenho escolar. 

Levando em consideração fatores como a precariedade do sistema de saneamento básico 

e ineficiência nas ações de educação em saúde nas áreas endêmicas, a manutenção das geo-

helmintíases nessas regiões se faz presente, resultando em elevadas taxas de reinfecção após 

tratamento específico (Jia et al., 2012), uma vez que as estratégias para intervenções profiláticas 

contra a ascaridíase humana são deficitárias. Somado a esse fator, o diagnóstico parasitológico 

padrão para a ascaridíase é limitado, uma vez que se baseia apenas na detecção de ovos do 

parasito nas fezes (Lutz, 1919; Hoffman et al., 1934; Ritchie, 1948), consequentemente, 

interferindo no tratamento dos doentes e propiciando manutenção do ciclo do parasito no 

ambiente. 

Diante desse cenário, a maioria dos indivíduos infectados em áreas de alta endemicidade 

são expostos múltiplas vezes ao parasito, e apresentam baixa carga parasitária, sugerindo que o 

hospedeiro é capaz de montar uma resposta protetora contra a infecção, como demonstrado em 

modelo experimental (Nogueira et al., 2016). Além disso, acredita-se que uma intensa resposta 

inflamatória sistêmica, das vias aéreas e dos pulmões é desencadeada para controlar a migração 

larval. Porém, essa mesma resposta inflamatória intensa pode estar associada com a patogênese 

pulmonar da ascaridíase larval e ser responsável pelo comprometimento do funcionamento 

respiratório.  

Apesar das indicações imunológicas e fisiológicas pulmonares em estudos com 

múltiplas exposições, outras avaliações são necessárias a fim de fornecer mais evidências sobre 

a biologia da interação entre o Ascaris e o hospedeiro, com foco principal na elucidação dos 

mecanismos imunológicos e vias de proteção que são desencadeados para controlar a carga 

parasitária e lesões teciduais na ascaridíase larval. Dentro dessa perspectiva, para várias 

infecções por trematódeos, acredita-se que a exposição ao verme, em condições naturais, ocorra 

uma infecção com baixas doses repetidas gerando uma imunidade adquirida ou concomitante 

(Crombie & Anderson, 1985).  
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Nessa perspectiva, faz-se necessário comparar diferentes abordagens de infecções 

múltiplas, bem como, o impacto gerado na função pulmonar, focando nos possíveis 

mecanismos envolvidos na proteção contra ascaridíase larval. Nesse trabalho esperamos que 

essa proteção nos animais reinfectados por A. suum ocorra de forma dependente ao número de 

exposições ao parasito e das doses de infecção.  
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3. OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral 

 

Avaliar os impactos da infecção por Ascaris suum em camundongos BALB/c em função 

do número de exposições e das doses de infecção durante a fase pulmonar da ascaridíase larval. 

 

3.2 Objetivos específicos 

 

• Caracterizar o perfil parasitológico durante a fase pulmonar em camundongos reinfectados 

com diferentes números de exposições e com diferentes doses de infecção. 

✓ Quantificação parasitária no tecido pulmonar e nas vias aéreas. 

• Caracterizar os aspectos imunológicos envolvidos na reinfecção por Ascaris suum em 

camundongos com diferentes números de exposições e com diferentes doses de infecção. 

✓ Quantificação de células inflamatórias e composição das populações leucocitárias 

no BAL; 

✓ Níveis de proteínas totais e de hemoglobina no BAL; 

✓ Atividade tecidual de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos; 

✓ Níveis de citocinas de perfil Th1, Th2 e Th17; 

✓ Níveis de SIgA no BAL e de IgG total e subclasses no soro. 

• Identificar as alterações patológicas, bem como descrever os aspectos histológicos do 

pulmão dos camundongos reinfectados com diferentes números de exposições e com 

diferentes doses de infecção. 

✓ Análise semiquantitativa - score de inflamação 

• Avaliar os parâmetros fisiológicos pulmonares dos camundongos reinfectados com 

diferentes números de exposições e com diferentes doses de infecção. 

✓ Impactos na capacidade respiratória - resistência e complacência. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 Material biológico 

 

4.1.1 Ascaris suum 

 

Os vermes adultos de A. suum foram recuperados de carcaças intestinais de suínos 

obtidos em um abatedouro localizado na cidade de Belo Horizonte, Minas Gerais, Brasil. Os 

parasitos, assim que removidos do intestino, foram acondicionados em solução salina para 

serem encaminhados ao laboratório. A identificação e sexagem dos vermes foram realizadas 

por meio de caracterização morfológica. Em seguida, no Laboratório de Imunologia e 

Genômica de Parasitos (LIGP) da Universidade Federal de Minas Gerais, os vermes adultos 

fêmeas tiveram seus úteros dissecados para obtenção dos ovos, esses então foram isolados por 

meio da maceração mecânica do órgão e o produto resultante foi filtrado em telas de nylon 

100μm para purificação. 

O embrionamento dos ovos foi induzido de acordo com metodologia descrita por Boes 

e colaboradores (1998), com algumas modificações. Suspensões contendo em média 25 

ovos/μL serão acondicionadas em garrafas de cultura contendo 50 mL de ácido sulfúrico 

(H2SO4 a 0,2 M) e mantidas a 26 ºC em incubadora tipo BOD (SP 50 RDE 35 Super) com 

agitação manual para oxigenação três vezes por semana. Os ovos nas culturas atingiram o pico 

de infectividade com aproximadamente 100 dias, e somente os larvados foram contabilizados 

para as infecções experimentais dos camundongos. 

 

4.1.2 Camundongos 

 

Foram utilizados 90 camundongos BALB/c fêmeas adultas, com oito semanas de idade, 

provenientes do Biotério Central do Instituto de Ciências Biológicas da Universidade Federal 

de Minas Gerais (ICB/UFMG). Durante todo o período experimental esses animais foram 

mantidos sob condições de luminosidade controlada (ciclo claro-escuro de 12 horas) no Biotério 

do Laboratório de Imunologia e Genômica de Parasitos. Os animais receberam ração comercial 

para roedores e água à vontade. 
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Todas as atividades de pesquisas envolvendo modelo animais foram conduzidas de 

acordo com princípios éticos de boas práticas na experimentação com animais, sendo o projeto 

aprovado pela Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) da Universidade Federal de 

Minas Gerais, conforme certificado pelo Protocolo nº. 221/2020 

 

4.2 Delineamento experimental e infecção experimental 

 

4.2.1 Delineamento experimental 

 

Para as análises necessárias, os camundongos foram divididos em seis diferentes grupos, 

a saber: Não infectado (NI), que receberam apenas água filtrada em todos os tempos de 

infecção; Primoinfectado (PI) que receberam duas doses de água filtrada e uma dose contendo 

2.500 ovos de A suum no último tempo de infecção; Reinfectado (2X) que receberam uma dose 

de água filtrada no primeiro tempo de infecção e duas doses contendo 2.500 ovos no segundo 

e último tempo de infecção; Reinfectado (3X) que receberam três doses de 2.500 ovos de A. 

suum em todos os tempos de infecção; Reinfectado (250) que receberam duas doses contendo 

250 ovos de A. suum nos dois primeiros tempos de infecção e uma dose desafio contendo 2.500 

ovos no último tempo; Reinfectado (25) que receberam duas doses contendo 25 ovos de A. 

suum e uma dose desafio contendo 2.500 ovos. Os nomes dos grupos foram abreviados como 

NI, PI, RI (2X), RI (3X), RI (250), RI (25), respectivamente (Figura 4). 

 

Figura 4: Grupos Experimentais. 
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E, a fim de elucidar as questões levantadas nesse estudo, avaliação do impacto do 

número de exposições na proteção (Figura 5A) e avaliação do impacto de diferentes doses de 

infecção na proteção (Figura 5B), foi traçado os seguintes delineamentos: 

 

 

Figura 5: Delineamentos Experimentais. 

 

4.2.2 Infecção Experimental 

 

O preparo dos ovos para a realização das infecções foi realizado segundo Gazzinelli e 

colaboradores (2013). Resumidamente, uma amostra da cultura de ovos, que está em solução 

de H2SO4 0,2 M, foi coletada da e submetida a uma centrifugação a 800g por dez minutos, em 

temperatura ambiente (TA). Em seguida, o sobrenadante foi desprezado, o sedimento suspenso 

em hipoclorito de sódio a 5% e incubado por 120 minutos em estufa de CO2 (Water – Jacketed 

Incubator) a 37 ºC. Após a incubação, o hipoclorito foi removido da solução após centrifugação 

a 800g por 10 minutos em TA, sendo descartado o sobrenadante. Em sequência, foi adicionada 

água filtrada ao sedimento de ovos e nova etapa de centrifugação a 800g por 10 minutos em 

TA foi realizada. O processo de lavagem foi repetido por três vezes. Após a última 

centrifugação, o sedimento foi suspenso em 10 mL de água filtrada e três alíquotas de 10 μL 

foram recolhidas da suspensão e usadas para a contagem dos ovos larvados. O valor obtido foi 
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utilizado para calcular o número médio de ovos totalmente larvados por μL e determinar a 

diluição necessária para obter uma suspensão contendo 2.500 ovos em 0,2 mL, 250 ovos em 

0,2 mL e 25 ovos em 0,2 mL. 

Após o preparo dos ovos, a infecção foi realizada por via intragástrica de acordo com 

protocolo descrito por Lewis e colaboradores (2006), em que, com o auxílio de uma agulha de 

gavage foram inoculados, aproximadamente, 100 μL de uma suspensão contendo os ovos, de 

acordo com o grupo que estava sendo infectado, seguidas por 100 μL de água para remover os 

ovos remanescentes na seringa e agulha. Aos animais do grupo controle foram administrados 

200 µL de água filtrada. 

 

4.2.3 Procedimento de anestesia, coleta de sangue e eutanásia 

 

No oitavo dia pós-infecção desafio, os camundongos de cada grupo foram eutanasiados 

por dose de anestésico (ketamina 120 mg/kg e xilazina 45 mg/kg) via intraperitoneal somada a 

coleta de sangue, sendo que metade desses animais foram destinados para avaliação da carga 

parasitária total nos pulmões e avaliação da carga e células do lavado broncoalveolar (BAL). A 

outra metade de cada grupo foi destinada para avaliação dos parâmetros fisiológicos 

pulmonares, e posteriormente, coleta dos pulmões para avaliação histopatológica, dosagem de 

citocinas e avaliação da atividade celular tecidual. 

Para a avaliação dos paramentro fisiológicos pulmonares, o protocolo de anestesia foi 

diferenciado a fim de manter a respiração espontânea durante a espirometria forçada (8,5 mg/kg 

de xilazina e 130 mg/kg de ketamina). Após o procedimento de espirometria forçada, com os 

animais ainda eutanasiados, foi realizada a eutanásia por hipovolemia. 

A coleta de sangue foi realizada apenas no dia da eutanásia, sendo coletado em média 

500 µL na veia cava de cada camundongo utilizando uma seringa descartável de 1 mL. O sangue 

foi centrifugado e os soros foram coletados e armazenados a -80 °C para posteriores análises. 

 

4.3 Caracterização do perfil parasitológico  

 

4.3.1 Obtenção, processamento e quantificação parasitária no lavado broncoalveolar 

 

Após a eutanásia, a obtenção do lavado das vias aéreas foi realizada segundo Nogueira 

e colaboradores (2016). Brevemente, foi realizada a dissecação na parte superior da traqueia 



40 

 

 

para introdução de um cateter (Safety Catheter 18 G x 1¾”, Terumo Medical Corp.) acoplado 

a uma seringa contendo 1 mL de solução tamponada com fosfato (PBS - phosphate buffered 

saline) filtrado a 4 ºC. Foram realizadas duas lavagens intratraqueais com duas alíquotas de 1 

mL de PBS. Imediatamente, após sua retirada, o BAL foi colocado em um filtro celular de 40 

μm de diâmetro (BD Biosciences) para remoção das larvas presentes e recolhido em um tubo, 

previamente identificado e submetido à centrifugação a 600g por 10 minutos a 4 °C.  

O sobrenadante então foi coletado, separado em alíquotas e congelado a -80 °C e o 

sedimento utilizado para contagem celular.  

As larvas provenientes das vias aéreas, retidas no filtro celular, foram recuperadas por 

meio da lavagem dos filtros com 10 mL de PBS seguido de centrifugação a 800g por 10 minutos 

em TA. O sobrenadante foi descartado e o sedimento foi suspenso com 10 mL de solução 

tamponada de formaldeído a 4% e armazenado para posterior contagem em microscópio óptico. 

Essa contagem se refere ao resultado de número de larvas recuperadas nas vias aéreas. 

 

4.3.2 Quantificação da carga parasitária tecidual e total 

 

Após a obtenção do BAL, os pulmões foram coletados e transferidos para placas de Petri 

para serem picotados com tesouras cirúrgicas. Feito isso, os tecidos picotados foram 

transferidos para aparatos de Baermann-Moraes modificado, então, foi adicionado PBS até que 

a solução alcançasse os tecidos no tamis do aparato. As amostras foram incubadas por 4 horas 

a 37 °C. As larvas presentes nos tecidos migraram devido ao termotropismo e hidrotropismo, 

saindo o tecido e caindo na água do aparato e sedimentaram no fundo do cálice. Os sedimentos 

foram coletados com o auxílio de pipetas Pasteur de plástico e transferidos para tubos cônicos 

de 15 mL que foram centrifugados a 800g por 10 minutos em TA. Os sobrenadantes foram 

reduzidos a aproximadamente 2 mL e acrescentados 10 mL de solução tamponada de 

formaldeído a 4%.  

No momento da contagem, os tubos contendos as larvas foram centrifugados novamente 

e os sobrenadantes reduzidos para 2 mL. A contagem do número de larvas foi realizada com o 

auxílio de microscópio óptico (Olympus CX31), sendo todo o volume de cada amostra 

analisado por meio da varredura dos campos nas lâminas. Essa contagem se refere ao resultado 

de número de larvas recuperadas no parênquima pulmonar 
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Para a determinação da carga parasitária total dos grupos experimentais foi realizada a 

somatória do número de larvas recuperadas das vias aéreas ao número de larvas recuperadas no 

tecido pulmonar. 

 

4.4 Avaliação dos parâmetros fisiológicos pulmonares  

 

No oitavo dia pós-infecção desafio, foi realizada a avaliação da função pulmonar por 

espirometria forçada. Os camundongos foram anestesiados com uma injeção subcutânea de 

ketamina e xilazina (8,5 mg/kg de xilazina e 130 mg/kg de ketamina) de tal maneira que 

consiguissem manter a respiração espontânea sob anestesia. Após o processo de anestesia, os 

camundongos foram traqueostomizados e feita a inserção de um cateter de teflon (1,7 mm de 

diâmetro e 0,8 ml de espaço morto) no órgão. Então, os animais foram colocados em um 

plestimógrafo conectado a um ventilador mecânico controlado por computador (Forced 

Pulmonary Maneuver System®, Buxco Research Systems©, Wilmington, North Carolina USA).  

Este aparelho laboratorial, especificamente projetado para uso em camundongos, tem 

apenas um volume de cânula (espaço de morte) de 0,8 mL e fornece semi-automaticamente três 

manobras diferentes: manobra de pressão, volume quasi-estático e fluxo rápido. Uma vez no 

plestimógrafo, os animais foram submetidos a uma frequência respiratória média de 160 

inspirações/minuto até alcançarem um padrão regular de inspiração e expiração. Para 

determinar a capacidade residual funcional (FRC), a ventilação é interrompida ao final da 

expiração com um fechamento imediato da válvula localizada próximo ao tubo endotraqueal. 

A respiração espontânea contra a válvula fechada e a consequente variação da pressão na caixa 

torácica foram utilizadas para calcular o FRC (lei de Boyle).  

Durante a respiração mecânica diferentes tipos de parâmetros são possíveis de ser 

medidos. Nos quais, neste trabalho, na função RC, foram detectados a 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] , e a 

Complacência Pulmonar Dinâmica (Cdyn) que avalia  as propriedades elásticas do tecido 

pulmonar, mensurando a capacidade do pulmão de se esticar e expandir.  

Todas as manobras subótimas foram descartadas 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.  
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Após a realização da avaliação da função pulmonar, os animais foram eutanasiados por 

hipovolemia e o os pulmões coletados para posteriores análises histopatológicas, dosagem de 

citocinas e avaliação indireta da atividade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos no tecido. 

 

4.5 Avaliação dos aspectos histopatológicos pulmonares 

 

Para a análise histopatológica pulmonar, o pulmão esquerdo foi coletado no oitavo dia 

pós-infecção e fixado em solução tamponada de formaldeído a 10% (Synth, Brasil) em PBS 

por 72 horas. Posteriormente, os tecidos foram processados e confeccionadas as lâminas, que 

foram coradas com hematoxilina e eosina (H & E) para visualização dos danos teciduais, 

considerando a intensidade da inflamação e hemorragia. 

Para análise semiquantitativa, as lâminas foram examinadas sob um microscópio óptico 

de campo de luz acoplado a uma câmera de captura de imagem de sistema digital (Motic 2.0). 

Para análise do grau de inflamação das vias aéreas, inflamação peribrônquica, perivascular, 

inflamação do parênquima, e presença de hemorragia nos pulmões, foi feita análise 

semiquantitativa seguindo metodologia descrita previamente por Gazzinelli-Guimarães e 

colaboradores, (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 peribrônquica e 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 
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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). 

 

Figura 6: Sistema de pontuação histopatológica para pulmões de camundongos. 

Fonte: Traduzido de Oliveira et al.,2019 

 

4.6 Caracterização dos aspectos imunológicos e inflamatórios 

 

4.6.1 Dosagem de citocinas teciduais  

 

Para avaliar o perfil de citocinas no tecido pulmonar foi coletado o pulmão direito 

(quadrilobado). Posteriormente, a 100 mg de tecido pulmonar foi homogeneizado em 1 mL de 

PBS (0,4 M de NaCl e 10 mM de NaPO4) suplementado com inibidores de protease (0,1 mM 
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de fluoreto de fenilmetilsulfonil, 0,1 mM de cloreto de benzetônio , 10 mM de EDTA e 20 KI 

de aprotinin A) e 0,05% de Tween 20. Os homogenatos foram centrifugados a 8.000g, por 10 

minutos a 4°C e os sobrenadantes foram coletados e armazenados a -80 °C, e posteriormente 

utilizados para realizar a dosagem das citocinas. 

A determinação de produção das citocinas IL-5, IL-13, IFN-γ e TNF-α foi feita 

utilizando kit de ELISA (R&D Systems, EUA) de acordo com as instruções do fabricante. Já a 

determinação das citocinas IL-2, IL-4, IL-6, IL-10, IL-17A, TNF - α e IFN-γ foi feita utilizando 

o kit CBA (BD Biosciences, EUA) de acordo com as instruções do fabricante. 

 

4.6.2 Quantificação de atividade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos 

 

Para avaliar a ativadade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos no tecido foi realizada 

pela determinação dos níveis das peroxidases provenientes destas células imunes (Peroxidase 

eosinofilica - EPO e Mieloperoxidase de neutrófilos - MPO) e por meio de N-

acetilglicosaminidase tecidual (NAG). A quantificação da atividade celular foi determinada a 

partir dos homogenatos do tecido pulmonar e medidos de acordo com um método descrito por 

Strath (1985) e modificado por Silveira (2002). Após a homogeneização dos tecidos (Power 

Gen 125 - Fisher Scientific Pennsylvania, EUA), o homogenato tecidual foi centrifugado a 

1.500g por 10 minutos a 4 °C e o sedimento resultante foi então utilizado para determinar a 

atividade de das células em questão. 

Para o ensaio de EPO, o sedimento foi homogeneizado em 950 μL de PBS e 0,5% de 

brometo de hexadeciltrimetilamônio (Sigma Chemical Co, St. Louis, MO, EUA) e depois 

congelado e descongelado três vezes utilizando nitrogênio líquido para a lise de vesículas. O 

lisado foi então centrifugado a 1.500g por 10 minutos a 4 °C, 10 e o sobrenadante foi coletado, 

diluído 1:2 e distribuído numa microplaca de 96 poços (75 μL / poço) (Corning, EUA). Em 

seguida foi adicionado 75 μL de substrato (1,5 mM OPD e 6,6 mM H2O2 em 0,05 MTris-HCl, 

pH 8,0). Após uma incubação de aproximadamente 30 minutos em TA, a reação foi 

interrompida pela adição de 50 μL de ácido sulfúrico (2 M H2SO4) e a absorbância foi lida a 

492 nm. 

Para o ensaio MPO, o sedimento foi homogeneizado em 200 μL de solução tampão 1 

(0,1 M NaCl, 0,02 M Na3PO4, 0,015 M Na2EDTA, pH 4,7) seguido de centrifugação (1500g, 

4°C, 10 minutos). O sobrenadante foi descartado, e em seguida foi adicionado ao sedimento 

800 μL de solução tampão 2 (0,05 M NaPO4, brometo de hexadeciltrimetilamónio a 0,5%). A 
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mistura foi homogeneizada e depois congelada e descongelada três vezes utilizando nitrogênio 

líquido. O lisado foi centrifugado novamente (1500g, 4°C, 10 minutos) e o sobrenadante 

resultante foi utilizado para o ensaio enzimático. Para a realização do ensaio, 25 μL da solução 

foram distribuídos em cada poço de 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 incubação de cinco minutos em TA, a reação foi interrompida pela 

adição de 100 μL de ácido sulfúrico (2M H2SO4). A densidade óptica (OD) absorbância foi 

determinada pelo leitor VersaMax ELISA (MolecularDevices, EUA) em um comprimento de 

onda de 450 nm. 

Para ensaio de atividade da N-acetilglicosaminidase tecidual (NAG), 100 μL de p-

nitrofenil-N-acetil-β- Dglicosaminidina (Sigma) diluídos em tampão citrato/fosfato (ácido 

cítrico 0.1 M, Na2HPO4 0.1 M, pH 4.5) na concentração final de 2.24 mM, foram adicionados 

em 100 μL de sobrenadante das amostras processadas e separadas para o ensaio em placa de 96 

poços, por 10 minutos a 37º C. Ao final desta etapa, foram adicionados 100 μL de tampão 

glicina 0.2 M (pH 10.6) para término da reação. As placas de 96 poços foram lidas em leitor 

VersaMax ELISA (MolecularDevices, EUA) a 405 nm.  

 

4.6.3 Contagem diferencial de células, dosagem de hemoglobina e de proteínas total no 

BAL 

 

Para a contagem diferencial de células, o sedimento resultante da centrifugação do BAL 

foi suspenso com 100 μL de PBS 1x. Uma alíquota (10 uL de amostra somada a 90 uL de 

corante Turk) 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. Após o ajuste 

de volume, cada amostra foi centrifugada a 135g por cinco minutos a 4 ºC (Shandon CytoSpin 

III Cytocentrifuge). Lâminas obtidas após citocentrífugação foram coradas por Panótico Rápido 

(Laborclin, BRASIL) e usadas para a contagem diferencial de leucócitos. Em cada lâmina 

foram contadas 400 células e assim o número relativo de cada subtipo celular (linfócitos, 

monócitos/macrófagos, neutrófilos e eosinófilos) foi determinado. 

A concentração de hemoglobina presente no BAL foi dosada por ensaio colorimétrico 

usando-se o método cianometahemoglobina. A leitura foi realizada em espectrofotômetro no 

comprimento de onda de 540 nm contra solução de Drabkin, modificada (Bioclin Quibasa, 

Brasil). O padrão de hemoglobina (Bioclin Quibasa, Brasil) foi usado para preparação de uma 
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curva padrão na qual foram interpolados os valores de densidade óptica (OD) das amostras para 

se determinar a concentração das mesmas (Guabiraba et al., 2013). Os resultados foram 

expressos por μg de hemoglobina por mL de BAL. 

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 OD das amostras foram 

interpolados para se determinar a concentração de proteínas nas mesmas. Os resultados foram 

expressos por μg de proteína total por mL de BAL 

 

4.6.4 Detecção da produção de IgG sérico, total específico e subclasses, e produção de SIgA 

no BAL 

 

Inicialmente, para quantificar IgG produzido foi necessário realizar a produção de 

antígeno bruto de verme adulto que foi obtido por meio da maceração mecânica do parasito em 

solução salina PBS utilizando um macerador de tecidos (Tissue Grinder, Fisher Scientific, 

EUA). Em seguida o produto bruto, mantido sob resfriamento em gelo, foi ultrassonicado a 60 

Watts durante 1 minuto, com intervalo de 30 segundos entre cada ciclo, totalizando cinco ciclos. 

Em seguida, o produto bruto solúvel foi purificado por meio da centrifugação a 800g durante 

10 minutos a TA. O sedimento foi descartado e os sobrenadantes armazenados a -80 °C até o 

momento de uso. A quantidade de proteínas nas preparações antigênicas foi dosada pelo uso de 

kit comercial BCA (Pierce, EUA) conforme as instruções do fabricante. 

Posteriormente, os ensaios de ELISA foram realizados utilizando o soro dos animais 

dos diferentes grupos. Placas de ELISA (Greiner-Bio-One, EUA) foram sensibilizadas com 100 

μL de antígeno bruto de verme adulto na concentração de 10 μg por poço e deixadas overnight 

a 4 ºC. No dia seguinte, após a sensibilização, as placas foram lavadas 5 vezes com a solução 

de lavagem (PBS-0,05% Tween20) e então foi feito o bloqueio da placo com 250 μL de PBS 

acrescido de 3% de BSA durante 1 hora a 37 ºC. Após o bloqueio, toda a solução dos poços foi 

removida por, e em seguida adicionado 100 μL dos soros dos animais dos grupos experimentais 

diluídos 1:1.000 em PBS com BSA 3% foram adicionados aos poços e incubados a 4 ºC 

overnight. As placas, no dia seguinte, foram lavadas 5 vezes com a solução de lavagem (PBS-

0,05% Tween20) e 100 μL do anticorpo anti-IgG mouse conjugado com peroxidase diluído 

1:2.000 em PBS-BSA 3% foi adicionado. Após a incubação a 37 ºC por 1 hora, as placas foram 

novamente lavadas por 5 vezes com a solução de lavagem, e então foi  adicionado 100 μL por 
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poço da solução reveladora, contendo ácido cítrico 0,1 M, Na2PO4 0,2 M, OPD 0,05% e H202 

0,1%. As placas foram incubadas a 37 ºC ao abrigo de luz por 20 minutos com a solução 

reveladora e a reação foi interrompida pela adição de 50 μL de H2SO4 2M. A densidade óptica 

foi lida em leitor de VersaMax ELISA (MolecularDevices, EUA) ELISA a 492nm. Todos os 

ensaios foram realizados em duplicatas. 

Na ELISA padrão para as subclasses de IgG, o protocolo realizado foi o mesmo descrito 

acima, utilizando os respectivos anticorpos secundários anti-IgG1 mouse, anti-IgG2a mouse, 

anti-IgG2b mouse e anti-IgG3 mouse todos na diluição 1:1.000 diluídos em PBS-BSA 3%. Os 

soros dos animais foram diluídos 1:500 para IgG1 e IgG3 e 1:100 para IgG2a e IgG2b. Já para 

a determinação de SIgA, a amostra de BAL foi utilizada sem diluição e o anticorpo secundário 

na diluição de 1:500 em PBS-BSA 3%. 

 

4.7 Análise estatística dos dados 

 

Para a análise estatística dos dados gerados neste trabalho foi utilizado o programa 

GraphPad Prism 8 (GraphPad Inc, EUA). Primeiramente, foi realizado o teste de ROUT para 

detectar a presença de possíveis outliers nas amostras. Em seguida, foi verificada a distribuição 

dos dados utilizando o teste de Shapiro-Wilk. Por fim, para determinar as diferenças 

significativas entre as médias dos grupos foram realizados os testes ANOVA seguido do pós 

teste de comparação múltipla de Bonferroni (para dados com distribuição paramétrica) e o teste 

Kruskal–Wallis seguido do pós teste de comparação múltipla de Dunn (para dados com 

distribuição não paramétrica). A análise de correlação entre a produção de anticorpos e a carga 

parasitária foi realizada pelo teste de Spearman. 

As diferenças estatísticas foram consideradas significativas quando o valor de p foi 

menor ou igual a 0,05. 
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CAPÍTULO 01: 

 

Efeito do número de exposições com alta carga na ascaridíase larval 
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5. RESULTADOS 

 

5.1 Efeito protetor dos diferentes números de exposições  

 

Para análise da proteção em função do número de exposições, os camundongos foram 

infectados com 2.500 ovos de A. suum, e o número de larvas recuperadas nos pulmões e nas 

vias aéreas no oitavo dia após o desafio foi comparado entre os grupos PI, o RI (2X) e RI (3X) 

(Figura 7). A análise dos resultados indicou que os animais dos grupos reinfectados, tanto do 

grupo 2X, quanto do grupo 3X apresentaram uma redução significativa da carga parasitária 

quando comparados ao grupo primoinfectado (PI). Mais detalhadamente, ao analisar a carga 

parasitária total (somatória das cargas parasitária no tecido pulmonar e no BAL), o grupo RI 

(3X) apresentou uma proteção total de 99,2 % (p<0,001), seguido de 95,6% para o grupo RI 

(2X) (p<0,05) quando comparados ao grupo PI (Figura 7A). De modo semelhante, a análise 

do número de larvas recuperadasno tecido pulmonar revelou que o grupo RI (3X) apresentou 

uma redução da carga parasitária quando comparado com os animais PI, atingindo 98,8 % 

(p<0,001) de proteção, seguido de 94% (p<0,05) de proteção para os animais do grupo RI (2X) 

(Figura 7B). Quanto ao do número de larvas recuperadas nas vias aéreas, também foi observado 

uma relevante redução no grupo RI (3X), atingindo 100% (p<0,001) de proteção e de 97,6% 

(p<0,05) de proteção no grupo RI (2X) (Figura 7C). 
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Figura 7: Carga parasitária dos camundongos BALB/c com diferentes números de exposição ao A. suum 

oito dias após a infecção desafio. (A) Número total da de larvas recuperadas dos pulmões (BAL+Parênquima). 

(B) Número de larvas recuperadas do parênquima pulmonar dos animais. (C) Número de larvas recuperadas das 

vias aéreas dos animais. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes de Kruskal-Wallis 

seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn. Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média e 

o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelo símbolo *. Onde, *p<0,05, 

**p<0,01 e ***p<0,001. O percentual apresentado no gráfico indica a taxa de redução da carga parasitária em 

relação ao grupo primoinfectado. 

 

5.2 Avaliação dos aspectos imunológicos pulmonares de camundongos submetidos a 

diferentes números de exposições 

 

Após a avaliação da carga parasitária no pulmão dos animais dos diferentes grupos, foi 

realizada a análise do perfil leucocitário, dos níveis de hemoglobina e de proteína total no BAL, 
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a análise da atividade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos, e a dosagem de citocinas 

teciduais. A realização de todas essas metodologias foi feita a fim de caracterizar o perfil 

inflamatório durante as reinfecções com diferentes números de exposições. 

Analisando o perfil do recrutamento de células inflamatórias para as vias aéreas dos 

camundongos após as pré exposições e a infecção desafio, foi verificado, a partir da contagem 

de celularidade, um aumento do número total de leucócitos e de seus subtipos, em consequência 

do aumento do número de exposições (Figura 8). Notou-se também que houve um aumento 

significativo de cada um dos subtipos celulares nos camundongos dos grupos reinfectados RI 

(2X) e RI (3X) quando comparadosao grupo NI (Figura 8). Tais achados não foram verificados 

no grupo PI.  
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Figura 8: Contagem de leucócitos e níveis de hemoglobina e proteína total no BAL dos camundongos 

BALB/c com diferentes números de exposições ao A. suum no oitavo dia após a infecção desafio. (A) 

Leucócitos totais (B) Eosinófilos (C) Neutrófilos (D) Macrófagos (E) Linfócitos (F) Níveis de hemoglobina (G) 

Níveis totais de proteína. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA 

seguido do teste Bonferroni para os dados que apresentaram uma distribuição normal (A, E e F) e teste de Kruskal-

Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal 

(B, C, D e G). Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças 

significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos (*) e (#). Onde, * p<0,05, ** p<0,01, ***p<0,001, 
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****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, 

### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo PI. 

 

Detalhadamente, quanto aos leucócitos totais, os grupos RI (2X) e RI (3X) 

apresentaram um aumento significativo no número de células quando comparado aos grupos 

NI (p<0,0001) e PI (p<0,0001) (Figura 8A). Quanto à análise diferencial dos leucócitos, 

mostrou que os eosinófilos apresentaram um aumento significativo dos grupos reinfectados os 

grupos RI (2X) e RI (3X) quando comparados ao NI (p<0,01 e p<0,001, respectivamente) 

(Figura 8B). De maneira semelhante, foi observado um aumento significativo no número de 

neutrófilos (Figura 8C) e macrófagos (Figura 8D) nos animais RI(2X) (p<0,01 e p<0,01, 

respectivamente) e RI (3X) (p<0,01 e p<0,01, respectivamente) em comparação ao grupo NI.. 

Quanto ao número de linfócitos, foi verificado um aumento nos grupos reinfectados RI (2X) e 

RI (3X) quando comparadosaos grupos NI (p<0,05 e p<0,0001, respectivamente) e PI (p<0,05 

e p<0,0001, respectivamente) (Figura 8E). 

Em contrapartida, ainda com enfoque na inflamação das vias aéreas, foi verificada a 

presença de hemorragia nos animais de todos os grupos infectados, contudo ela é 

significativamente maior no grupo PI quando comparado ao grupo NI (p<0,0001), RI (2X) 

(p<0,01) e RI (3X) (p<0,001) (Figura 8F). A maior hemorragia nos animais do grupo PI pode 

ser associada à maior migração de larvas do parênquima para as vias aéreas, uma vez que 

durante a migração, as larvas rompem capilares pulmonares causando extravasamento de 

sangue. Ao analisar os níveis de proteína total, foi observado que há uma maior exsudação nos 

animais PI (p<0,0001) quando comparado aos animais não infectados (Figura 8G), o que 

também pode estar relacionado à maior migração e a hemorragia das vias aéreas.  

Buscando caracterizar o perfil da inflamação do tecido pulmonar, foi realizada, 

primeiramente, a avaliação indireta da atividade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos no 

tecido pulmonar pela quantificação da peroxidase de eosinófilos (EPO), da mieloperoxidase de 

neutrófilos (MPO) e de N-acetilglicosaminidase (NAG), respectivamente (Figura 9). Assim, 

foi evidenciado um aumento significativo da atividade de EPO nos grupos reinfectados 

(p<0,0001) quando comparado aos grupos NI e PI, contudo, com aumento mais acentuado no 

grupo RI 2X quando comparado ao grupo RI 3X (p<0,001) (Figura 9A). Também foi 

evidenciado um aumento da atividade de neutrófilos nos animais dos grupos RI (2X) 

(p<0,0001) e RI (3X) (p<0,01) quando comparado ao grupo NI. Esse aumento também foi 

significativo quando comparado o grupo RI (2X) (p<0,01) ao grupo PI (Figura 9B). Da mesma 

forma, foi verificada uma maior atividade de NAG nos grupos RI (2X) e RI (3X) em 
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comparação aos grupos NI (p<0,001 e p<0,01, respectivamente) e PI (p<0,01 e p<0,01, 

respectivamente) (Figura 9C). 

 

 

Figura 9: Níveis da atividade de EPO, MPO e NAG no tecido pulmonar de camundongos BALB/c com 

diferentes números de exposições ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis da atividade de 

EPO. B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de NAG. Para avaliar as diferenças entre os grupos 

foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste de Bonferroni para os dados que apresentaram uma 

distribuição normal (A e C) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn para os 

dados que não apresentaram distribuição normal (B). Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média 

e desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos (*e*) e (#). Onde, 

*p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças entre os grupos 

reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em 

comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados  para representar as 

diferenças em comparação ao grupo PI. 

 

A caracterização do perfil de resposta imune tecidual foi realizada por meio da 

quantificação das citocinas presentes no pulmão com camundongos (Figura 10). Quanto a 

citocinas de perfil Th2, foi evidenciado o aumento nos níveis da citocina IL-5em ambos os 

grupos reinfectados, RI (2X) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,01), quando comparados ao grupo NI, 
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além disso, a citocina também foi aumentada nos animais do grupo RI (3X)em relação ao grupo 

PI (p<0,05) (Figura 10A).No caso da citocina IL-13 também foi quantificada uma maior 

produção nosgrupos reinfectados RI (2X) (p<0,01 e p<0,0001) e RI (3X) (p<0,001 e p<0,0001) 

em comparação aos grupos NI e PI, respectivamente (Figura 10B). Quanto a citocina IL-4, foi 

verificado um aumento no grupo RI (2X) quando comparado aos demais grupos, p<0,01 para o 

grupo NIe, p<0,05 para os grupos PI e RI (3X) (Figura 10C). 

 

 

Figura 10: Quantificação das citocinas IL-5, IL-13 e IL-4 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c com 

diferentes números de exposição ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IL-5 

quantificados por ELISA. B) Níveis de IL-13 quantificados por ELISA. C) Níveis de IL-4 quantificados por CBA. 

Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni 

para os dados que apresentaram uma distribuição normal (A, B e C). Os resultados estão apresentados nos gráficos 

com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos 

(*e*) e (#). Onde *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças 

entre os grupos reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as 

diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para 

representar as diferenças em comparação ao grupo PI. 
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Do mesmo modo, foram avaliadas as citocinas de perfil pró-inflamatório no tecido 

pulmonar. Primeiramente, notamos o aumento dos níveis IFN-γ nos grupo RI (2X) (p<0,001) 

e RI (3X) (p<0,01) quando comparados ao grupo PI (Figura 11A). Quanto a citocina TNF-α 

foi verificado um aumento nos grupos reinfectados, RI (2X) (p<0,05 e p<0,001) e RI (3X) 

(p<0,001 e p<0,0001), em comparação aos grupos NI e PI, respectivamente (Figura 11B). A 

respeito da citocina IL-6 é visualizado um aumento nos níveis dosados no grupo PI (p<0,01) 

comparado ao grupo NI e do grupo RI (3X) (p<0,05) em relação ao grupo PI (Figura 11C). 

 

 

Figura 11: Quantificação das citocinas IFN-γ, TNF-α e IL-6 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c 

com diferentes números de exposição ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IFN- γ 

quantificados por ELISA. B) Níveis de TNF-α quantificados por ELISA. C) Níveis de IL-6 quantificados por 

CBA. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste 

Bonferroni para os dados que apresentaram uma distribuição normal (B) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste 

de comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (A e C). Os resultados 

estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão 

representadas pelos símbolos (*) e (#). Onde *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para 

representar as diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são 

indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo PI. 
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As citocinas IL-10, IL-17 e IL-2 não apresentaram diferenças significativas entre os 

grupos (Figura 12) 

 

 

Figura 12: Quantificação das citocinas IL-10, IL-17A e IL-2 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c 

com diferentes números de exposição ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IL-10 

quantificados por CBA. B) Níveis de IL-17A quantificados por CBA. C) Níveis de IL-2 quantificados por CBA. 

Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni 

para os dados que apresentaram uma distribuição normal (C) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de 

comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (A e B). Os resultados 

estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão. 

 

Por fim, com a finalidade de entender como se estabelece a relação entre os diferentes 

números de exposições ao A. suum e a geração de uma memória imunológica nos camundongos, 

foi realizada a dosagem e avaliação dos níveis séricos de IgG total específico para o antígeno 

bruto de verme adulto do parasito, assim como, a dosagem das subclasses IgG1, IgG2a, IgG2b 

e IgG3 presente nos soros dos animais (Figura 13) . Essa análise demonstrou que houve um 

crescimento evidente e significativo na produção de IgG antígeno-específico nos grupos 
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reinfectados quando comparados aos grupos NI e PI (p<0,0001) (Figura 13A). Quanto as 

subclasses foi observado um aumento significativo na produção de IgG1 nos grupos 

reinfectados quando comparado ao grupo NI (p<0,05 e p<0,001) e também maiores níveis dessa 

subclasse no grupo RI (3X) quando comparado ao grupo PI (p<0,01) (Figura 13B). No caso de 

IgG2a foi verificado um aumento da produção nos grupos reinfectados, RI (2X) (p<0,0001 e 

p<0,001) e RI (3X) (p<0,0001 e p<0,0001), quando comparados aos grupos NI e PI, 

respectivamente (Figura 13C). Também foi observado um aumento dos níveis de IgG2b nos 

grupos RI (2X) (p<0,001 e p<0,05) e RI (3X) (p<0,0001 e p<0,0001) em comparação aos 

grupos NI e PI, respectivamente (Figura 13D). A respeito da subclasse IgG3 foi encontrado 

um padrão semelhante ao observado nos resultados de avaliação dos de IgG total, em que, há 

um aumento significativos dos níveis de produção de IgG3 nos grupos reinfectados quando 

comparados aos grupos NI e PI (p<0,0001), sendo que entre os grupos reinfectados, o grupo RI 

(3X) foi o que apresentou maiores níveis (p<0,05) (Figura 13E).  

Também foram quantificados os níveis de produção de SIgA no lavado broncoalveolar 

dos animais e foi observado um crescimento significativo nos grupos reinfectados, RI (2X) 

(p<0,05 ) e RI (3X) (p<0,001), quando comparados ao grupo NI. Esse aumento também é 

evidente no grupo RI (3X) em comparação com o grupo PI (p<0,01) (Figura 13F). 
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Figura 13: Níveis séricos de IgG total específico para antígeno bruto de verme adulto de A.suum, níveis das 

subclasses de IgG e níveis de SIgA no lavado broncoalveolar em camundongos BALB/c. com diferentes 

números de exposições ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Absorbância de IgG total 

específico (B) Absorbância de IgG1 específico (C) Absorbância de IgG2a específico (D) Absorbância de IgG2b 

específico (E) Absorbância de IgG3 específico (F) Absorbância de SIgA específico no BAL. Para avaliar as 

diferenças entre os grupos foram utilizado os testes One-way ANOVA seguido do teste de Bonferroni para os 

dados que apresentaram uma distribuição normal (A, C, D e E) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de 
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comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (B e F). Os resultados 

estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão 

representadas pelos símbolos (*e*) e (#). Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados 

para representar as diferenças entre os grupos reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são 

indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, 

#####p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo PI. O grupo não infectado 

está representado pela linha pontilhada. 

 

Além disso, foi verificado se há correlação da produção de IgG total específico e de 

SIgA (Figura 14) em função da carga parasitária. Nessa análise, foi possível constatar uma 

forte correlação entreo os níveis de IgG total (Figura 14A) e de SIgA (Figura 14B) e a 

diminuição da carga parasitária. Ou seja, quanto maior foram os níveis anticorpos, tanto IgG 

total quando SIgA, menor foi o número de larvas recuperadas dos pulmões no oitavo dia pós-

infecção desafio. 

 

 

Figura 14: Análise de correlação entre produção de anticorpos e carga parasitária em camundongos 

BALB/c. com diferentes números de exposições ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) 

Correlação da produção de IgG total específico com a carga parasitária. (B) Correlação da produção de SIgA com 

a carga parasitária. Para analisar a correlação entre as duas variáveis foi utilizado o teste de Spearman . 

 

5.3 Avaliação histopatológica e dos parâmetros fisiológicos pulmonares de camundongos 

submetidos a diferentes números de exposições  

 

A fim de caracterizar as possíveis alterações do tecido pulmonar em decorrência dos 

diferentes números de exposição ao parasito, foi realizada uma avaliação histopatológica 
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semiquantitativa (Figura 15). Foi possível constatar um aumento da inflamação nas vias aéreas 

(Figura 15A), perivascular (Figura 15B) e no parênquima (Figura 15C) nos grupos RI (2X) 

(p<0,001, p<0,001 e p<0,01, respectivamente) e RI (3X) (p<0,01, p<0,01 e p<0,05, 

respectivamente) quando comparado com o grupo NI.  

 

 

Figura 15: Avaliação histopatológica semiquantitativa da inflamação pulmonar dada por score de 

inflamação de camundongos BALB/c com diferentes números de exposição ao A. suum, no oitavo dia após 

a infecção desafio. A) Inflamação das vias aéreas. B) Inflamação vascular. C) Inflamação do parênquima. D) 
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Hemorragia. E) Score total de inflamação. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes de 

Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn. Os resultados estão apresentados nos gráficos 

com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelo símbolo *. 

Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001. 

 

Ainda por meio da avaliação semiquantitativa, foi possível confirmar a presença de 

hemorragia mais intensa no grupo PI, sendo significativamente maior quando comparada aos 

grupos NI (p<0,001) e RI (3X) (p<0,05) (Figura 15D), corroborandoo com o resultado de 

hemoglobina nas vias aéreas. Por fim, ao avaliar o score total de inflamação ficou evidente que 

os grupos reinfectados apresentam uma maior inflamação pulmonar (Figura 15E). 

Através da prancha histológica foi possível visualizar as alterações encontradas 

microscopicamente no parênquima pulmonar (Figura 16). Ao comparar os grupos infectados 

ao grupo NI foi observado presença de evidentes áreas hemorrágicas no grupo PI (Figura 16B) 

e considerável espessamento dos septos interalveolares, assim como, o aumento do infiltrado 

inflamatório em torno das vias aéreas e dos vasos sanguíneos nos grupos reinfectados RI (2X) 

e RI (3X) (Figura 16C e 16D) 
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Figura 16: Fotomicrografia de corte histológico de pulmão de camundongos BALB/c com diferentes 

números de exposição ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Grupo NI: imagem panorâmica 

do parênquima pulmonar com aspecto habitual; B) Grupo PI: imagem panorâmica do parênquima pulmonar 

apresentando leve espessamento de septos interalveolares (cabeças de seta), edema perivascular (seta), larva L3 

pulmonar de Ascaris suum (seta azul), presença de exuberantes zonas de hemorrágicas (*); C) Grupo RI (2X): 

imagem panorâmica do parênquima pulmonar mostrando grande espessamento de septos interalveolares (cabeças 

de seta), edema perivascular (seta), presença massivade infiltrado inflamatório em torno das vias aéreas inferiores 

e vasos sanguíneos (#); D) Grupo RI (3X):imagem panorâmica do parênquima pulmonar mostrando grande 

espessamento de septos interalveolares (cabeças de seta), edema perivascular (seta), presença Massivade infiltrado 

inflamatório em torno das vias aéreas inferiores e vasos sanguíneos (#). Barra = 100μm. Coloração hematoxilina 

& Eosina. 

 

Após verificar a redução da carga parasitária e maior inflamação pulmonar nos grupos 

reinfectados, foi realizada a avaliação de paramentros fisiológicos pulmonares, pela técnica de 

espirometria forçada no oitavo dia pós-infecção (Figura 17). Por meio dessa avaliação, quanto 

à complacência pulmonar, foi verificado que não houve uma diferença significativa entre os 

grupos infectados PI, RI (2X) e RI (3X), contudo, houve uma diminuição significativa da 

complacência dos grupos PI (p<0,01) e RI (2X) (p<0,05) quando comparado ao grupo NI 

(Figura 17A). Com relação à resistência, também não foi vista uma diferença significativa entre 
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os grupos infectados PI, RI (2X) e RI (3X), mas foi observado um aumento significativo da 

resistência dos grupos PI (p<0,01) em comparação ao grupo NI (Figura 17B).  

 

 

Figura 17: Avaliação dos parâmetros fisiológicos pulmonares de camundongos BALB/c com diferentes 

números de exposições ao A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Complacência Dinâmica Forçada 

e (B) Resistência Pulmonar. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes de Kruskal-Wallis 

seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn. Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média e 

o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelo símbolo *. Onde, * p<0,05, 

** p<0,01, ***p<0,001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI. O grupo não 

infectado está representado pela linha pontilhada. 

 

Em última análise, os nossos dados sugerem que mesmo não havendo uma diferença 

significativa entre os grupos infectados é observada uma tendência a recuperação da capacidade 

elástica do pulmão nos animais RI (3X), possivelmente devido a uma menor migração das 

larvas no tecido contribuindo para tal, e também uma tendência à redução da resistência nos 

animais reinfectados. 
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CAPÍTULO 02: 

 

Efeito das diferentes doses de infecção na ascaridíase larval 
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6. RESULTADOS 

 

6.1 Efeito protetor das diferentes doses de infecção 

 

Tendo em vista que o número de exposições influenciou no controle da carga parasitária, 

nos parâmetros imunológicos e fisiopatológicos pulmonares, neste capítulo foi avaliado se a 

reinfecção com diferentes doses de infecção gerariam alterações nos mesmos parâmetros. 

Primeiramente, analisamos a recuperação de larvas de A. suum no parênquima pulmonar e nas 

vias aéreas dos camundongos submetidos a diferentes doses de infecção, oito dias após a 

infecção desafio. De uma forma geral, a análise dos resultados evidenciou que houve uma 

redução significativa e dependente da dose de infecção nos camundongos dos grupos 

reinfectados comparados ao grupo primoinfectado (Figura 18).  
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Figura 18: Carga parasitária dos camundongos BALB/c infectados com diferentes doses de infecção ao A. 

suum oito dias após a infecção desafio. (A) Número total da de larvas recuperadas dos pulmões 

(BAL+Parênquima). (B) Número de larvas recuperadas do parênquima pulmonar dos animais. (C) Número de 

larvas recuperadas nas vias aéreas dos animais. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes 

de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn. Os resultados estão apresentados nos 

gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelo 

símbolo *. Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001 e p<0,0001. O percentual apresentado no gráfico indica a taxa 

de redução da carga parasitária em relação ao grupo primoinfectado  

 

Mais detalhadamente, ao analisar a carga parasitária total, que foi determinada pela 

soma das larvas recuperadas no tecido pulmonar e nas vias aéreas, foi possível observar uma 
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redução da carga parasitária nos grupos reinfectados, contudo foi apenas nos grupos RI (250) e 

RI (3X) que essa redução foi significativa ao ser comparada com o grupo PI. Sendo assim, o 

grupo RI (3X) apresentou uma proteção total de 99% (p<0,001), seguido de 98,6% (p<0,01) no 

grupo RI (250) (Figura 18A).  

Quando analisado separadamente a quantificação de larvas recuperadas no tecido 

pulmonar e no BAL é possível observar um padrão semelhante. Nos dados referentes à 

recuperação de larvas no tecido pulmonar foi visto uma maior taxa de redução dos grupos RI 

(250) e RI (3X) quando comparado com os animais do grupo PI, atingindo 99,3% (p<0,001) e 

98,7 % (p<0,01) de redução, respectivamente (Figura 18B). Quanto a carga parasitária nas vias 

aéreas foi demonstrado uma relevante redução no número total de larvas nos animais RI (3X), 

atingindo 100% (p<0,0001) de redução, seguido de 98% (p<0,01) de proteção para o grupo RI 

(250) quando comparados ao grupo PI (Figura 18C). 

Embora o grupo RI (25) não tenha apresentado redução significativa da carga parasitária 

em comparação ao grupo PI, ainda assim foi observado um percentual de redução equivalente 

a 48,4 % na carga total, 62,4% no parênquima e 45,18% nas vias aéreas. A partir desses dados 

é observado que quanto maior a dose maior a proteção. 

 

6.2 Avaliação dos aspectos imunológicos pulmonares de camundongos submetidos a 

diferentes doses de infecção 

 

Assim como demonstrado no capítulo anterior, após a avaliação e quantificação da carga 

parasitária, foram analisados o perfil leucocitário, os níveis de hemoglobina e de proteína total 

das vias aéreas, a atividade de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos e a dosagem de citocinas 

teciduais. 

Primeiramente, a respeito do recrutamento de células inflamatórias para as vias aéreas 

(Figura 19). Com relação a presença de leucócitos totais foi observado um aumento gradual da 

celularidade, sendo que o grupo RI (3X) (p<0,0001) apresentou um aumento significativo 

quanto ao número de células quando comparado aos demais grupos (Figura 19A). Quanto aos 

subtipos celulares foi observado um aumento significativo de eosinófilos nos grupos RI (250) 

(p<0,001) e RI (3X) (p<0,0001) quando comparado ao grupo NI, esse aumento também foi 

relevante quando comparado o grupo RI (3X) (p<0,01) ao grupo PI (Figura 19B). A respeito 

dos neutrófilos houve um aumento significativo no número de células nos grupos RI (250) 

(p<0,05) e RI (3X) (p<0,01) quando comparado com os animais do grupo NI (Figura 19C). No 

caso dos macrófagos foi observado um aumento significativo nos grupos RI (25) (p<0,05) e RI 
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(3X) (p<0,001) quando comparado com o grupo NI (Figura 19D). Em relação ao número de 

linfócitos observamos um aumento gradual desse subtipo celular, sendo mais presente e 

significativos nos grupos RI (250) (p<0,01 e p<0,01) e RI (3X) (p<0,0001e p<0,0001) quando 

comparado aos grupos NI e PI, respectivamente (Figura 19E). Também houve um aumento 

significativo desse tipo celular no grupo RI (3X) (p<0,001) quando comparado ao grupo RI 

(25). 
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Figura 19: Contagem de leucócitoss e níveis de hemoglobina e proteína total no BAL dos camundongos 

BALB/c com diferentes doses de infecção com A. suum no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Leucócitos 

totais, (B) Eosinófilos, (C) Neutrófilos, (D) Macrófagos, (E) Linfócitos, (F) Níveis de hemoglobina e (G) Níveis 

totais de proteína. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido 

do teste Bonferroni para os dados que apresentaram uma distribuição normal (A e E) e teste de Kruskal-Wallis 

seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (B, 
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C, D, F e G). Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças 

significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos (*e*) e (#). Onde, * p<0,05, ** p<0,01, 

***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças entre os grupos reinfectados, * p<0,05, 

** p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI 

e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação 

ao grupo PI. 

 

Ao analisar os níveis de hemoglobina e de proteínas nas vias aéreas dos diferentes 

grupos, foi observada uma hemorragia mais intensa no grupo PI comparado aos grupos NI 

(p<0,01) e RI (250) (p<0,01), contudo, não foram observadas diferenças em relação aos grupos 

RI (25) e RI (3X) (Figura 19F). Quanto aos níveis de proteína total foi observado um aumento 

do grupo PI (p<0,01) e RI (250) (p<0,01) comparado ao grupo NI (Figura 19G). 

A fim de aprofundar o conhecimento a respeito da inflamação pulomonar nos 

caomundongos reinfectados com diferentes doses, foi realizada a quantificação da atividade de 

células no tecido pulmonar (Figura 20). Com isso, observamos um aumento da atividade de 

eosinófilos em todos os grupos reinfectados - RI (25) (p<0,0001 e p<0,0001), RI (250) (p<0,001 

e p<0,001) e RI (3X) (p<0,0001 e p<0,001) em comparação aos grupos NI e PI, 

respectivamente. Porém a atividade de EPO em camundongos do grupo RI (25) foi 

significativamente maior quando comparado aos grupos reinfectados RI (250) (p<0,001) e RI 

(3X) (p<0,0001) (Figura 20A). Quanto a atividade de MPO foi detectado uma maior atividade 

entres os grupos reinfectados - RI (25) (p<0,0001) RI (250) (p<0,05) e RI (3X) (p<0,01) quando 

comparados ao grupo NI. Apenas o grupo RI (25) (p<0,05) apresentou aumento significativo 

em comparação ao PI (Figura 20B). Já em relação da atividade de macrófagos, esta foi 

aumentada nos grupos RI (250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,01) quando comparados aos grupos 

NI e PI (Figura 20C). 
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Figura 20: Níveis da atividade de EPO, MPO e NAG no tecido pulmonar de camundongos BALB/c com 

diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis da atividade de 

EPO. B) Níveis da atividade de MPO. C) Níveis da atividade de NAG. Para avaliar as diferenças entre os grupos 

foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni para os dados que apresentaram uma 

distribuição normal (A e C) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn para os 

dados que não apresentaram distribuição normal (B). Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média 

e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos (*e*) e (#). 

Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças entre os grupos 

reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em 

comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para representar as 

diferenças em comparação ao grupo PI. 

 

Dando continuidade as investigações a respeito do perfil de inflamação, também foi 

realizada a quantificação de citocinas teciduais (Figura 21). Avaliando o perfil de citocinas 

Th2 foi observado um aumenteo de IL-5 no grupo RI (250) (p<0,05) e do grupo RI (3X) 

(p<0,01) comparado ao grupo NI (Figura 21A). Ao analisar a citocina IL-13, foi verificado um 

aumento nos grupos reinfectados ao comparar os grupos RI (250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,001) 

com o grupo NI, RI (25) (p<0,05), RI (250) (0,0001) e RI (3X) (p<0,0001) com o grupo PI. 

Também foi observado uma maior produção dessa citocina do grupo RI (3X) (p<0,01) quando 
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comparado ao grupo RI (25) (Figura 21B). E por fim, foi observado um aumento da citocina 

IL-4 no grupo RI (25) em comparação aos demais, NI (p<0,0001), PI (p<0,001), RI (250) 

(p<0,001) e RI (3X) (p<0,001) (Figura 21C). 

 

 

Figura 21: Quantificação das citocinas IL-5, IL-13 e IL-4 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c com 

diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IL-5 

quantificados por ELISA. B) Níveis de IL-13 quantificados por ELISA. C) Níveis de IL-4 quantificados por CBA. 

Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni 

para os dados que apresentaram uma distribuição normal (A, B e C). Os resultados estão apresentados nos gráficos 

com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelos símbolos 

(*e*) e (#). Onde *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças 

entre os grupos reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para representar as 

diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para 

representar as diferenças em comparação ao grupo PI. 

 

Ao analisar as citocinas de perfil pró-inflamatório no tecido pulmonar foi verificado um 

aumento dos níveis de IFN-γ nos grupos RI (250) (p<0,001 e p<0,01) e RI (3X) (p<0,001 e 

p<0,01) comparado ao grupo PI e RI (25), respectivamente (Figura 22A). Quanto a citocina 

TNF-α foi observado um perfil semelhante ao visto com IFN-α. Em que foi verificado uma 
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maior quantificação dos níveis nos grupos RI (250) (p<0,05, p<0,001 e p<0,05) e RI (3X) 

(p<0,001, p<0,0001 e p<0,001) quando comparado aos grupos NI, PI e RI (25), respectivamente 

(Figura 22B). A respeito da citocina IL-6 é observado um aumento do grupo PI (p<0,001) e RI 

(25) (p<0,05) comparado ao NI e também uma diminuição significativa do grupo RI (3X) 

(p<0,01)comparado ao grupo PI (Figura 22C). 

 

 

Figura 22: Quantificação das citocinas IFN-γ, TNF-α e IL-6 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c 

com diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IFN- γ 

quantificados por ELISA. B) Níveis de TNF-α quantificados por ELISA. C) Níveis de IL-6 quantificados por 

CBA. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste 

Bonferroni para os dados que apresentaram uma distribuição normal (A eB) e teste de Kruskal-Wallis seguido do 

teste de comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (C). Os resultados 

estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão 

representadas pelos símbolos (*e*) e (#). Onde *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são indicados para 

representar as diferenças entre os grupos reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são 

indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, ### p<0,001, 

#####p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo PI. 

 

As citocinas IL-10, IL-17 e IL-2 não apresentaram diferenças significativas entre os 

grupos (Figura 23). 
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Figura 23: Quantificação das citocinas IL-10, IL-17A e IL-2 no tecido pulmonar de camundongos BALB/c 

com diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Níveis de IL-10 

quantificados por CBA. B) Níveis de IL-17A quantificados por CBA. C) Níveis de IL-2 quantificados por CBA. 

Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni 

para os dados que apresentaram uma distribuição normal (B e C) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de 

comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (A). Os resultados estão 

apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão. 

 

Com o intuito de avaliar se o estabelecimento da produção de anticorpos específicos é 

dose-dependente, foi quantificado os níveis séricos de IgG total específico e das subclasses após 

as infecções com diferentes doses de infecção (Figura 24). Em relação aos dados encontrados, 

foi observado um crescimento na produção de IgG total específico para antígeno bruto de verme 

adulto do parasito nos grupos RI (25), RI (250) e RI (3X) quando comparados aos grupos NI 

(p<0,0001) e PI (p<0,0001). Foi verificado também que entre os grupos reinfectados, os grupos 

RI (250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,05) apresentaram níveis mais elevados do que o RI (25) 

(Figura 24A). 
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Figura 24: Níveis séricos de IgG total específico para antígeno bruto de verme adulto de A. suum, níveis de 

subclasses de IgG e avaliação da produção de SIgA no lavado broncoalveolar em camundongos BALB/c. 

com diferentes carga de exposição a A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Absorbância de IgG 

total específico. (B) Absorbância de IgG1 específico (C) Absorbância de IgG2a específico (D) Absorbância de 

IgG2b específico (E) Absorbância de IgG3 específico (F) Absorbância de SIgA específico no BAL. Para avaliar 

as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA seguido do teste Bonferroni para os 

dados que apresentaram uma distribuição normal (A e D) e teste de Kruskal-Wallis seguido do teste de 

comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (B, C, E e F). Os 
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resultados estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os 

grupos estão representadas pelos símbolos (*e*) e (#). Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são 

indicados para representar as diferenças entre os grupos reinfectados, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, 

****p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI e # p<0,05, ## p<0,01, 

### p<0,001, #####p<0,0001 são indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo PI. O grupo 

não infectado está representado pela linha pontilhada. 

 

Quanto as subclasses foi observado um aumento significativo na produção de IgG1 nos 

grupos reinfectados RI (250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,01) quando comparado aos grupos NI e 

PI (Figura 24B). No caso de IgG2a foi verificado um aumento nos grupos reinfectados, RI 

(250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,0001), apenas quando comparados aos grupos NI (Figura 24C). 

Quanto aos níveis de IgG2b foi observado um aumento nos grupos RI (250) (p<0,01 e p<0,05) 

e RI (3X) (p<0,0001 e p<0,0001) em comparação aos grupo NI e RI (25). Também foi 

encontrado um aumento significativo no grupo RI (3X) (p<0,001) quando comparado ao grupo 

PI (Figura 24D). Em relação a subclasse IgG3 foi visualizado um aumento significativo ao 

comparar os grupos RI (250) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,001) com os animais do grupo NI e o 

grupo RI (3X) (p<0,01) com o grupo PI (Figura 24E).  

Também foram quantificados os níveis de SIgA no lavado broncoalveolar dos animais. 

Foi observado um aumento significativo nos grupos RI (250) (p<0,01 e p<0,05) e RI (3X) 

(p<0,0001 e p<0,001) quando comparados ao grupo NI e ao o grupo PI, respectivamente 

(Figura 24F). 

Além disso, foi verificado se há correlação da produção de IgG total específico e de 

SIgA (Figura 25) em função da carga parasitária. E assim como no capítulo anterior, foi 

observado que houve uma correlação negativa significativa entre os níveis de IgG total 

específico (Figura 25A) e de SIgA (Figura 25B) e a diminuição da carga parasitária. Ou seja, 

quanto maior foram os níveis anticorpos, tanto IgG total quando SIgA, menor foi o número de 

larvas recuperadas dos pulmões no oitavo dia pós-infecção desafio. 
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Figura 25: Análise de correlação entre produção de anticorpos e carga parasitária em camundongos 

BALB/c/. com diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Correlação 

da produção de IgG total específico com a carga parasitária. (B) Correlação da produção de SIgA com a carga 

parasitária. Para analisar a correlação entre as duas variáveis foi utilizado o teste de Spearman . 

 

6.3 Avaliação histopatológica e dos parâmetros fisiológicos pulmonares de camundongos 

submetidos a diferentes doses de infecção  

 

Para avaliar as consequências das infecções repetidas e inflamação no tecido pulmonar, 

foi realizada a análise histopatológica semiquantitativa (Figura 26). Inicialmente foi observado 

uma presença maior de infiltrado inflamatório em torno das vias aéreas dos grupos reinfectados 

RI (25) (p<0,001) e RI (3X) (p<0,001) quando comparado ao grupo NI (Figura 26A). Tal 

observado se repetiu quando analisada a inflamação perivascular, em que foi verificada uma 

maior inflamação nos grupos RI (25) (p<0,01) e RI (3X) (p<0,01) em comparação ao grupo NI 

(Figura 26B). A respeito da análise semiquantitativa do parênquima foi encontrado um 

aumento da inflamação acompanhando as cargas das exposições, sendo os grupos RI (250) 

(p<0,05) e RI (3X) (p<0,01) os que apresentaram crescimento significativo comparado ao NI 

(Figura 26C). Por meio dessas análises também foi possível confirmar a presença de 

hemorragia no parênquima pulmonar, que foi mais intensa no grupo PI (p<0,01) e RI (25) 

(p<0,01) quando comparada aos grupos NI (Figura 26D). Por fim, ao analisar o score total de 

inflamação foi constatado que os grupos RI (25) (p<0,001) e RI (3X) (p<0,001) apresentam 

uma maior inflamação em comparação ao grupo NI (Figura 26E). 
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Figura 26: Avaliação histopatológica semiquantitativa da inflamação pulmonar dada por score de 

inflamação de camundongos BALB/c com diferentes doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a 

infecção desafio. A) Inflamação das vias aéreas. B) Inflamação vascular. C) Inflamação do parênquima. D) 

Hemorragia. E) Score total de inflamação. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes de 

Kruskal-Wallis seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn. Os resultados estão apresentados nos gráficos 

com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre os grupos estão representadas pelo símbolo *. 

Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001. 

 

Através da prancha histológica foi possível visualizar as alterações encontradas 

microscopicamente no parênquima pulomonar dos animais que receberam diferentes doses de 
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infecção (Figura 27). Ao comparar os grupos infectados ao grupo NI foi observado a presença 

de exuberantes zonas hemorrágicas no grupo PI e RI (25) (Figura 27B e 27C) e considerável 

espessamento dos septos interalveolares, assim como, o aumento do infiltrado inflamatório em 

torno das vias aéreas e dos vasos sanguíneos no grupo reinfectado RI (3X) (Figura 27E). Já o 

grupo RI (250) (Figura 27D) comparado aos grupos reinfectados RI (25) e RI (3X) apresentou 

infiltrado inflamatório mais discreto e leve espessamento dos septos. 
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Figura 27: Fotomicrografia de corte histológico de pulmão de camundongos BALB/c com diferentes doses 

de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. A) Grupo NI: imagem panorâmica do 

parênquima pulmonar com aspecto habitual; B) Grupo PI: imagem panorâmica do parênquima pulmonar 

apresentando leve espessamento de septos interalveolares (cabeças de seta), edema perivascular (seta), larva L3 

pulmonar de Ascaris suum (seta azul), presença de exuberantes zonas hemorrágicas (*); C) Grupo RI (25): imagem 

panorâmica do parênquima pulmonar apresentando espessamento dos septos interalveolares de leve a moderado 

(cabeças de seta), presença de infiltrado inflamatório em torno dos vasos sanguíneos (#), larva L3 pulmonar de 

Ascaris suum (seta azul), presença de exuberantes de zonas hemorrágicas (*); D) Grupo RI (250): imagem 

panorâmica do parênquima pulmonar apresentando leve espessamento dos septos interalveolares (cabeças de seta), 
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edema perivascular (seta), presença de infiltrado inflamatório em torno doas vias aéreas inferiores e vasos 

sanguíneos (#); E) Grupo RI (3X): imagem panorâmica do parênquima pulmonar mostrando grande espessamento 

de septos interalveolares (cabeças de seta), edema perivascular (seta), presença exuberante de infiltrado 

inflamatório em torno das vias aéreas inferiores e vasos sanguíneos (#); F) Grupo RI (25): imagem em maior 

aumento exibido detalhes da larva L3 pulmonar de Ascaris suum (seta azul), no lúmen de um brônquio, barra = 

50μm. Barra = 100μm. Coloração hematoxilina & Eosina. 

 

O impacto das reinfecções com diferentes doses na função pulmonar foi avaliado no 

oitavo dia pós-infecção desafio (Figura 28).  

Dentro dos parâmetros pulmonares avaliados foi possível observar uma diminuição na 

complacência dos grupos PI (p<0,001) e RI (25) (p<0,01) quando comparadao ao grupo NI 

(Figura 28A). E quanto a resistência houve um aumento significativo no grupo PI (p<0,01) em 

relação ao grupo NI (Figura 28B). 

 

 

Figura 28: Avaliação dos parâmetros fisiológicos pulmonares de camundongos BALB/c com diferentes 

doses de infecção com A. suum, no oitavo dia após a infecção desafio. (A) Complacência Dinâmica Forçada e 

(B) Resistência Pulmonar. Para avaliar as diferenças entre os grupos foram utilizados os testes One-way ANOVA 

seguido do teste de Bonferroni para os dados que apresentaram distribuição normal (A) e teste de Kruskal-Wallis 

seguido do teste de comparações múltiplas de Dunn para os dados que não apresentaram distribuição normal (B). 

Os resultados estão apresentados nos gráficos com a média e o desvio padrão e as diferenças significativas entre 

os grupos estão representadas pelos símbolos (*) e (#). Onde, *p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001, ****p<0,0001 são 

indicados para representar as diferenças em comparação ao grupo NI. O grupo não infectado está representado 

pela linha pontilhada. 
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7. DISCUSSÃO 

 

De acordo com a Organização Mundial de Saúde, aproximadamente 450 milhões de 

pessoas estão infectadas por Ascaris spp. no mundo (GBD, 2017) e pelo menos mais da metade 

da população está sob risco de infecção (WHO, 2013). A ascaridíase humana é uma doença 

cosmopolita e negligenciada, estando entre as mais prevalentes do mundo, principalmente em 

lugares carentes, colocando as crianças como um relevante grupo de risco (Manrtin et al., 1983). 

Além disso, as limitações das estratégias para intervenções profiláticas, tais como: ações de 

educação em saúde ineficientes e saneamento básico precário, contribuem para o cenário atual 

da ascaridíase humana, resultando em elevadas taxas de reinfecção mesmo após tratamento 

específico (Jia et al., 2012). 

Diante desse cenário, ao longo dos anos, se fez cada vez mais necessário estudos 

experimentais em modelos animais, uma vez que trabalhos sobre a infecção experimental em 

humanos são limitados devido a dificuldade de elaborar estudos éticos e adequados sobre a 

migração larval. O que vinha impedido a pesquisa nesta fase do ciclo de vida e, 

consequentemente, a importância do conhecimento deste para a saúde pública (Stephenson & 

Holland, 1987; Dold & Holland, 2011a).  

É certo que alguns trabalhos com infecções experimentais em suínos (Stephenson et 

al.,1980; Hale et al.,1985; Eriksen et al., 1992; Boes et al., 1998b; Nejsum et al., 2009; ) 

ajudaram a compreender melhor o curso da infecção, assim como, a resposta do hospedeiro ao 

parasito. Contudo, apesar do fato dos suínos serem hospedeiros naturais e conseguirem 

completar o ciclo, a execução e manutenção de experimentos nestes animais é mais difícil e 

cara, se comparada a modelos, como em camundongos. 

A partir disso, trabalhos como de Massara e colaboradores (1990), Enobe e 

colaboradores (2006), Lewis e colaboradores (2006 e 2007), Gazzinelli-Guimarães e 

colaboradores (2013) e de Nogueira e colaboradores (2016) foram desenvolvidos e trouxeram 

contribuições a respeito da infecção experimental em camundongos, abrindo portas para novas 

perguntas e perspectivas.  

Os estudos de Enobe e colaboradores (2006) e Gazzinelli-Guimarães e colaboradores 

(2013), por exemplo, contribuiram para descrição e caracterização dos diferentes aspectos 

imunobiológicos da ascaridíase larval em infecções únicas, como o padrão de migração das 

larvas e da resposta imune da fase inicial do ciclo correspondente a migração hepato-traqueal. 

Para tal, Gazzinelli-Guimarães e colaboradores (2013), utilizaram camundongos da linhagem 

BALB/c proporcionando uma melhor compreensão da relação parasito-hospedeiro.  
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Já o estudo de Nogueira e colaboradores (2016) buscou compreender os aspectos 

imunoparasitológicos e fisiopatológicos da ascaridíase larval em camundongos comparando 

únicas e múltiplas infecções com enfoque nos possíveis mecanismos responsáveis pela redução 

da carga parasitária. Visto que, diversos trabalhos anteriores demonstraram que a exposição 

prévia a helmintos pode induzir a proteção contra a reinfecção a A. suum (McCraw, 1975; 

Eriksen et al., 1992; Nejsum et al., 2009)., Strongyloides ratti (Dawkins & Grove, 1982), 

Neodiplostum seoulensis (Yu et al, 1995), Strongyloides venezuelensis (Schilter et al, 2010), 

entre outros helmintos. Assim, a partir dos resultados de Nogueira e colaboradores (2016) esses 

achados para a infecção por Ascaris sp. foram reforçados, fornecendo fortes evidências de que 

múltiplas exposições são capazes de induzir uma proteção relevante durante a migração larval. 

Sem dúvida, compreender a maneira como a resposta está sendo desencadeada frente à 

infecção é crucial para o desenvolvimento de novas terapias. E os modelos laboratoriais de 

infecção por helmintos têm sido uma ferramenta valiosa na compreensão das respostas 

imunológicas fundamentais à infecção (Glover et al., 2019). 

Diante disso, o modelo murino foi utilizado nesse trabalho para avaliar os aspectos 

imunoparasitológicos e fisiopatológicos da influência de diferentes números de exposições e de 

diferentes doses de infecção, enfocando no efeito protetor e nos possíveis mecanismos 

acionados para controlar a carga parasitária durante a ascaridíase larval na fase pulmonar.  

Nesse aspecto, é importante mencionar que a maioria dos estudos em roedores que 

investigam a resposta imune à infecção por helmintos realiza uma única infecção com alta dose. 

Apesar de esses trabalhos serem centrais para definir paradigmas de resistências e 

suscetibilidade à infecção, eles divergem da forma como ocorre a infecção natural do ser 

humano, ou seja, repetidamente com baixas doses. E estudos com infecções repetidas por 

nematóides com baixa dosagem em roedores são raros (Ovington, 1986; Brailsford & Behnke, 

1992; Glover et al., 2019). 

Sendo assim, esse estudo buscou se aproximar do cenário real e natural da ascaridíase 

humana, assim como de outras helmintíases, em que a maioria dos indivíduos infectados em 

áreas de alta endemicidade estão em constante exposição ao parasito e consequentemente 

apresentando uma baixa carga parasitária ao longo de sua vida (Croll et al., 1981; Dawkins et 

al., 1982; Holland et al., 1989; Barbosa et al., 2006; Schilter et al.,2010; Glover et al., 2019; 

Colombo & Grencis, 2020). Essa poderia ser uma possível explicação para os dados de 

McSharry e colaboradores (1999) a respeito de crianças susceptíveis e imunes a A. 

lumbricoides, sugerindo que aquelas que são imunes apresentam tal comportamento por já 

terem entrado em contato com o parasito e desencadeado uma resposta imunológica de memória 



85 

 

 

(McSharry et al., 1999). Ademais, como já relatado por Crombie e Anderson (1985) e 

Srisawangwong e colaboradores (2011), em condições naturais, é possível que a infecção ocorra 

com baixas doses repetidas gerando uma imunidade adquirida ou concomitante, o que também 

pôde ser inferido com os resultados deste trabalho.  

Glover e colaboradores (2019) em seu trabalho com Trichuris muris demonstrou que 

por meio de infecções repetidas com baixas doses, também chamada de infecções por 

"gotejamento", houve uma aquisição lenta da imunidade e desenvolvimento da resistência ao 

longo do tempo associada a mecanismos efetores de expulsão dos vermes aumentados, como 

produção elevada de IL-13, hiperplasia de células caliciformes, produção de Muc5ac e aumento 

da renovação das células epiteliais. Nesse mesmo estudo, ao avaliar camundongos que haviam 

sido infectados por "gotejamento" em um curto espaço de tempo (3 infecções de baixa dose) 

foi observado que esses animais não apresentaram resistência a um desafio de baixa dose 

administrado 10 semanas depois, sugerindo que o número de eventos de infecções com baixa 

dose é a chave para gerar resistência e não simplesmente o desenvolvimento lento de imunidade 

protetora (Glover et al., 2019). 

Dentro da perspectiva da ecologia parasitária isso é interessante, pois assim há um 

equilíbrio entre uma resposta eficaz do hospedeiro ao parasito controlando aspectos 

imunopatológicos potencialmente prejudiciais (Graham et al., 2005). E, da mesma forma, a 

presença do parasito, que promove uma resposta imune, deve acontecer de tal maneira que 

possibilite sua própria sobrevivência. Diante disso, é altamente provável que as respostas 

imunes antiparasitárias tenham evoluído para limitar a carga parasitária e promover o reparo de 

feridas, em vez de causar a expulsão rápida e total do parasito (Colombo & Grencis, 2020). E 

em infecções únicas com altas doses o que acontece é uma a exacerbação da resposta 

imunológica com tendência para a rápida expulsão do parasito que muitas vezes é associada a 

geração de prejuízos ao hospedeiro. 

Em um primeiro momento, quando analisada a influência do número de exposições ao 

A. suum, assim como, de diferentes doses de infecção na proteção da ascaridíase larval, foi 

possível observar que quanto maior o número de exposição ao parasito e maior a dose de 

infecção mais significativa foi a redução da carga parasitária. Embora, os mecanismos de 

proteção desenvolvidos pelo hospedeiro para o controle da migração larval ainda não estejam 

totalmente elucidados, trabalhos com infecções únicas demonstraram que os pulmões são um 

importante sítio inflamatório na ascaridíase larval primária (Lewis et al., 2007; Gazzinelli-

Guimarães et al., 2013) e que a resposta imune pulmonar apresenta um papel crucial para 

prevenir a reinfecção (Nogueira et al., 2016).  
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Devido às limitações do modelo, não foi possível aferir se também ocorre a redução ou 

eliminação no estabelecimento dos vermes adultos no instestino delgado e comparar com o 

curso natural da fase crônica nas infecções humanas. Entretanto, um trabalho recente com T. 

muris demonstrou que a imunidade induzida pela infecção por "gotejamento" reduziu 

significativamente o número de vermes, porém essa imunidade não foi capaz de eliminar 

completamente a infecção, pois houve a persistência de um baixa carga parasitária intestinal 

(Glover et al., 2019). 

Em nosso trabalho observamos um aumento significativo de leucócitos totais nos grupos 

reinfectados, e esse aumento foi visto tanto nas células da imunidade inata como nas células da 

imunidade adaptativa, como já evidenciado também por Nogueira e colaboradores (2016) que 

após múltiplas exposições ao parasito houve aumento da celularidade nas vias aéreas 

corroborando com os dados analisados em questão.  

Sabe-se que a reposta celular inata possui um papel essencial no reconhecimento, 

indução de resposta e eliminação das larvas de helmintos durante a fase aguda da infecção 

(Rotman et al., 1996; De'Broski et al., 2000; Galioto et al., 2006; Perrigoue et al., 2008; Bonne-

Anneé et al., 2011; Craig et al., 2014; Schwartz et al., 2018). Contudo, a discussão a respeito 

do tipo de imunidade predominante e o seu percurso é válida, pois bem se sabe que a imunidade 

inata não é apenas importante como primeira linha de defesa, mas também é responsável por 

influenciar a natureza da resposta adaptativa (Palucka et. al, 1999), criando ambientes com 

citocinas específicas que possuem a capacidade de conduzir a proliferação e diferenciação das 

células T auxiliares efetoras. A partir dos resultados desse trabalho, é possível observar que aos 

grupos que apresentaram maior redução da carga parasitária, RI (250) e RI (3X), também foram 

os que apresentaram aumento significativo nos números de linfócitos denotando uma 

participação da resposta adaptativa, que não só é essencial para conduzir o tipo de resposta que 

será definida frente a uma infecção, mas também, para a proliferação de células B e, 

consequente, produção de anticorpos e memória imunológica. 

Inclusive, Glover e colaboradores (2019) demonstraram que a depleção de células 

TCD4+ em animais resistentes a partir das exposições com infecções repetidas por T. muris 

acarretou a reversão dessa resistência ao parasito, confirmando a importância da imunidade 

adaptativa protetora após essa abordagem de infecção por gotejamento.  

Outros trabalhos também relatam que para a expulsão de geo-helmintos as células 

TCD4+ são essenciais. Isso pode ser inferido a partir de estudos com camundongos nus atímicos 

que sustentaram infecções com altas doses de longo prazo em comparação com camundongos 

selvagens que expulsaram os parasitos prontamente (Jacobson & Reed, 1974; Yoichi, 1991). E 
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como já mencionado, a depleção das células TCD4+ é suficiente para induzir à suscetibilidade 

à infecção de camundongos de outra forma resistentes (Koyama et al., 1995; Hashimoto et al., 

2009). Além disso, a transferência passiva de células TCD4+ para camundongos deficientes em 

células T e B foi suficiente para conferir proteção contra infecção por T. muris (Betts et al., 

2000). 

Décadas atrás a participação de anticorpos na proteção contra helmintos foi discutível, 

contudo ao longo dos anos, diversos trabalhos contribuíram para o melhor entendimento e 

reconhecimento da resposta humoral frente a infecções helmínticas (Crandall & Crandall, 1971; 

Lynch, 1992; Amiri et al., 1994; Allen  & Maizels, 1996; Kringel et al., 2015; Gazzinelli-

Guimaraes et al.,2018, De Castro et al., 2021). Uma vez que foi descrito que as células Th2 e 

as células T foliculares nos centros germinativos coordenam a resposta humoral na inflamação 

do tipo 2, promovendo uma resposta de células B específicas de helmintos e estimulando a 

mudança da classe de células B para IgE, IgG1 e IgG4 de alta afinidade em humanos (Schwartz 

et. al, 2018) e que essas são as moléculas efetoras da resposta adaptativa bem como são 

característica central da imunidade Th2 (Allen et. al, 2014). Semelhante aos dados observados 

em estudos anteriores do nosso grupo (Oliveira, 2017; Nogueira, 2018; Gazzinelli-Guimaraes 

et al.,2018; De Castro et al., 2021), o presente estudo demonstrou que a participação da resposta 

humoral é crucial para o controle da carga parasitária durante a fase pulmonar da ascaridíase 

larval e que essa proteção é dependente do número de exposição e da dose da infecção. 

Diante disso, foi demonstrado que os níveis de IgG específico e SIgA aumentam na 

medida em que o hospedeiro é exposto ao parasito, ou seja, existe uma resposta de memória 

crescente, após múltiplas exposições. Tal achado corrobora com alguns trabalhos, como o de 

Khoury e colaboradores (1977), de McCoy e colaboradores (2008) e de Gazzinelli-Guimarães 

e colaboradores (2018), em que já foi demonstrado que as infecções prolongadas por helmintos 

são capazes de induzir a geração de anticorpos específicos, com predomínio de IgG1 e IgA, e 

que as infecções primárias recentes geram anticorpos IgG e IgE poliativos (McCoy et al., 2008), 

e que por meio da transferência passiva de IgG de soro de animais imunizados é possivel 

observar a contribuição da resposta humoral para o controle da carga parasitária em animais 

desafiados após a transferência (Khoury et al., 1977; Gazzinelli-Guimarães et al., 2018). 

Achados semelhantes também foram encontrados em porcos, em que foi observado que a 

aquisição gradual de resistência à reinfecção foi associada a um aumento nos títulos de 

anticorpos específicos no soro, principalmente de IgG e IgA (Lind et al., 1993).  

O aumento no númeoro de eosinófilos, neutrófilos e macrófagos foi corroborado pela 

dosagem da atividade dessas células no tecido pulmonar. Quanto aos eosinófilos, Masure e 
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colaboradores (2013) demonstrou que o controle da carga parasitária pode ser desempenhado 

por eosinófilos que defendem a mucosa intestinal contra as larvas de A. suum. Parece que essas 

células também são importantes no pulmão, tal achado foi evidenciado pelo trabalho de 

Nogueira (2018) que mostrou que a resposta imune pulmonar possui um papel crucial também 

na reinfecção, reduzindo o número de larvas migratórias de maneira consistente, ao mesmo 

tempo que foi verificado o aumento do número de eosinófilos circulantes e da atividade dos 

eosinófilos no tecido pulmonar, sugerindo um importante papel dessas células no controle da 

infecção por A. suum. Além disso, a presença significativa de eosinófilos pode estar relacionada 

ao remodelamento do tecido já que a migração larval ocasiona uma extensa lesão mecânica, 

assim como, a ausência dessas células impactou negativamente no controle da carga parasitária 

(Nogueira, 2018). 

Essa ação efetora e necessária de eosinófilos durante a infecção por helmintos vem 

sendo amplamente abordada em alguns estudos (Padigel et. al, 2007; Cadman et. al, 2010; 

Bonne-Anneé et. al, 2011; Weatherhead et. al, 2020) seja por meio da morte direta dos parasitos 

ou atuando como APCs promovendo o direcionamento da diferenciação de células T para 

células imunes do tipo 2, embora essa última função permaneça controversa. De certo, já foi 

descrito que a presença de larvas de helmintos nos pulmões desencadeia rápida ativação 

eosinofílica e recrutamento por meio da liberação de eotaxinas quimioatraentes, bem como a 

produção da citocina IL-5 (Rotman et al., 1996; De'Broski et al., 2000; Culley et. al, 2002; 

Galioto et al., 2006). De fato, durante a ascaridíase larval foi observado, tanto em modelo de 

infecção simples (Gazzinelli-Guimarães et al., 2013), como no presente estudo, o aumento da 

citocina IL-5 no tecido pulmonar que, provavelmente, está relacionada com a maior número e 

atividade de eosinófilos em camundongos reinfectados, já que a IL-5 aumenta a diferenciação, 

maturação e sobrevivência de eosinófilos derivados de precursores da medula óssea (Roboz & 

Rafii, 1999; Lalani et al., 1999). Curiosamente, IL-5 também é descrita como um indutor 

potente de diferenciação de célula B, secreção de anticorpos e troca de isótipos (Takatsu et al., 

2009), logo, uma resposta protetora Th2 desencadeada pela imunização pode ser secundária a 

uma resposta humoral específica de IgG induzida por IL-5 (Gazzinelli-Guimarães et al., 2018). 

Além disso, alguns trabalhos demonstraram que a citotoxicidade eosinofílica às larvas 

de helmintos ocorre por meio de mecanismos dependentes da peroxidase eosinofílica (EPO). 

Esses achados já foram descritos por Galioto e colaboradores (2006) a respeito do parasito S. 

stercoralis, em que observaram que a sobrevivência larval foi inversamente correlacionada com 

o número de eosinófilos, o nível de IL-5 e o nível de peroxidase de eosinófilos encontrados no 

microambiente larval. Ademais, os trabalhos de Cadman e colaboradores (2010) e O'Connel e 
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colaboradores (2011) viram que isso ocorre particularmente durante a infecção secundária e 

também por meio da indução da liberação de histamina dos mastócitos. Em resumo, os nossos 

dados corroboram com os de Gazzinelli-Guimarães e colaboradores (2019) e Nogueira (2018), 

em que demonstram que a resposta imune eosinofílica restringe o desenvolvimento larval e 

reduz a carga do parasito nos pulmões, particularmente em hospedeiros com pré-sensibilização 

ao alérgeno ou na exposição secundária a helmintos.  

A atuação dos neutrófilos como células efetoras importantes para limitar a sobrevivência 

e disseminação do parasito em modelos murinos de infecções helmínticas é descrita na 

literatura, servindo como primeira linha de defesa do hospedeiro (Chen et al., 2012; Bonne-

Année et al., 2013; Sutherland et al., 2014; Egholm et al., 2019). Inclusive, segundo Sutherland 

e colaboradores (2014), essas células atuam durante a infecção por Nippostrongylus brasiliensis 

nos pulmões, em que, com a chegada das larvas no pulmão há aumento do infiltrado de 

neutrófilos, provavelmente, como um mecanismo rápido para conter a disseminação da 

infecção. Contudo, é importante ressaltar que o controle mediado por essas células ocorre às 

custas de maior dano tecidual, por isso sua ativação deve ser controlada (Chen et al., 2012; 

Sutherland et al., 2014; Allen et al., 2015; Heeb et al., 2018).  

Há evidências crescentes de que a sinalização de IL-4R por IL-4 e IL-13 pode inibir as 

funções efetoras dos neutrófilos (Heeb et al., 2018; Egholm et al., 2019). Tal evidência foi 

demonstrada experimentalmente, em que camundongos deficientes em IL-4Rα infectados com 

N. brasiliensis apresentaram aumento da infiltração de neutrófilos pulmonares e maiores lesões 

teciduais (Sutherland et al., 2014). Em nossos dados, de forma geral, foram observados tanto o 

aumento dos neutrófilos nas vias aéreas quanto aumento dos grânulos citotóxicos 

(mieloperoxidase) nos animais reinfectados, sendo que essa maior atividade tecidual 

neutrofílica já foi demonstrada em outro trabalho de múltiplas exposições (Nogueira et. al, 

2016). Porém, curiosamente, dentre os grupos reinfectados, o grupo RI (25) apresentou, 

concomitantemente, aumento da atividade de neutrófilos e de IL-4. Podendo sugerir que o 

aumento de IL-4 pode ser devido a tentativa de auxiliar no controle da ativação dessas células 

e prevenir maiores danos teciduais, visto que essa citocina exerce efeito inibitório sobre os 

neutrófilos. 

Contudo, a associação dos neutrófilos com a resposta do tipo 2 e o perfil de citocinas 

expresso tem sido cada vez mais sendo estudadas, contribuindo para achados surpreendentes. 

A ideia de que os neutrófilos, assim como os macrófagos, possuem subconjuntos distintos foi 

apresentada por Tsuda e colaboradores (2004). Em contribuição, Ma e colaboradores (2016) 

mostraram que o fenótipo local dos neutrófilos muda ao longo do tempo após o infarto do 
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miocárdio em camundongos e que os neutrófilos N1 pró-inflamatórios predominaram no 

primeiro dia, enquanto os neutrófilos N2 antiinflamatórios prevaleceram nos dias 5 e 7 após a 

lesão. Além disso, foi que o reparo tecidual e a fibrose fazem parte da remodelação que ocorre 

após o infarto do miocárdio (Ma et al., 2016), e que IL-4 e IL-13 são os principais 

impulsionadores desses processos (Gieseck et al., 2018). Portanto, é possível que o ambiente 

de reparo de tecido emergente com meio de citocinas do tipo 2 mude o perfil dos neutrófilos de 

um fenótipo N1 pró-inflamatório para um N2 anti-inflamatório, podendo até contribuir para a 

resolução da inflamação.  

Ademais, recentemente, Chen e colaboradores (2014) descreveram que durante a 

infecção por N. brasiliensis no pulmão, os neutrófilos adotaram um perfil de fenótipo N2 

demonstrado pela regulação positiva de IL-13 e IL-33. Esses neutrófilos foram induzidos 

durante a infecção primária e auxiliaram os macrófagos durante a infecção secundária, 

mediando o dano e eliminação do parasito (Chen et al., 2014). 

Outra hipótese para esse aumento da atividade de neutrófilos nos animais que foram 

expostos mais de uma vez seria que, juntamente aos macrófagos, essas células podem se infiltrar 

rapidamente nos locais de lesão tecidual, sendo, inicialmente, benéficas na remoção de agentes 

infecciosos, limpeza de detritos celulares e expressão de fatores que promovem a cicatrização 

de lesões (Martin & Leibovich, 2005; Chen et al., 2012).  

Por falar da ação conjunta de neutrófilos e macrófagos, há estudos mostrando que 

nenhum dos dois tipos celulares por si só foram capazes de matar as larvas de nematóides de 

forma eficiente, mas quando em conjunto colaboram para imobilização e morte dos parasitos 

(Al-Qaoud et al., 2000 ; Morimoto et al., 2004; Anthony et al., 2006; Egholm et al., 2019). E 

mesmo que os neutrófilos tenham uma vida útil curta, eles são responsáveis por iniciar respostas 

imunológicas que persistirão após a sua morte. Entre essas ações está o priming de macrófagos, 

em que para se tornarem alternativamente ativados durante a infecção inicial é necessário a 

presença de neutrófilos (Chen et al., 2014; Egholm et al., 2019) 

Em nosso trabalho, o aumento do número e atividade dos macrófagos foi evidenciado 

nas vias aéreas e no tecido pulmonar, respectivamente, principalmente nos animais 

reinfectados. Embora os mecanismos que promovem a imunidade protetora durante a fase 

aguda da ascaridíase não sejam totalmente elucidados, é possível que um dos meios pela qual 

ocorra seja por interferência da imunidade inata por meio de citocinas, quimiocinas e fatores de 

crescimento que resultam no estabelecimento de um ambiente inflamatório robusto do tipo 2 

rico em macrófagos alternativamente ativados (MAA) e dominado por eosinófilos, podendo ser 

uma possível explicação para o aumento da atividade celular desse subtipo (Weatherhead et. al, 
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2020). Apesar de os macrófagos muitas vezes serem descritos como células efetoras em 

infecções bacterianas e protozoárias por meio da produção de óxido nítrico, sua participação 

em infecções por helmintos é bem documentada. Além disso, é visto que sua interação com as 

citocinas presentes em um microambiente Th2, tais como IL-4 e IL-13 induz a diferenciação 

da população MAA, importantes no processo de cicatrização tecidual, podendo estabelecer um 

papel predominantemente regulador em infecções helmínticas (Nutman, 2015). 

Os macrófagos alternativamente ativados contibuiem para as alterações funcionais em 

tecidos infiltrados com larvas de helmintos, mediando tanto a reparação quanto a inflamação 

tecidual. Foi descrito que sua ativação é amplificada e ocorre mais rapidamente após a 

reinfecção por helmintos, onde podem desempenhar um papel duplo no controle da migração 

larval no tecido e na prevenção ou resolução da inflamação e danos associados (Coakley & 

Harris, 2020), podendo esta ser uma das explicações para o aumento da atividade celular 

tecidual encontrada nos animais reinfectados em nosso trabalho.  

De fato, nossos dados mostraram um aumento da citocina IL-4 e IL-13 no tecido 

pulmonar dos camundongos reinfectados, sugerindo que pode estar havendo modulação de 

macrófagos e neutrófilos para atuação no reparo tecidual. Por outro lado, notamos também que 

a citocina IFN-γ encontra-se aumentada nos grupos reinfectados, o que indica a existência de 

uma resposta mista, assim como foi observado em outros estudos com Ascaris (Islam et al., 

2005;Gazzinelli-Guimarães et. al, 2013; Nogueira et. al, 2016). 

O aumento da inflamação em camundongos reinfectados ficou ainda mais evidente 

quando foram avaliadas as alterações histopatológicas do tecido pulmonar. Assim como já 

observado em outros trabalhos do grupo, os camundongos que foram submetidos a apenas a 

uma exposição (PI) apresentaram níveis mais elevados de hemoglobina e proteínas no BAL 

(Nogueira et. al, 2016; Oliveira, 2017; Gazzinelli-Guimarães et. al, 2018). Foi sugerido que isso 

ocorre durante a primoinfecção devido ao maior número de larvas de Ascaris migrando através 

dos pulmões e das vias aéreas, e, consequentemente, isso causa maior destruição dos vasos 

sanguíneos, resultando em danos nos tecidos, exsudação e extravasamento sangue e de 

proteínas nas vias aéreas, caracterizando a lesão aguda da ascaridíase larval. Assim, de forma 

geral, Ascaris spp. podem causar patologia pulmonar como resultado da migração larval 

diretamente ou indiretamente, por meio da ativação da resposta imune mista.  

Como conseqüência do dano tecidual, houve um comprometimento fisiológico 

pulmonar, principalmente no grupo primoinfectado. O mesmo foi verificado anteriormente por 

Nogueira e colaboradores (2016), o que indica que as lesões ocasionadas pela migração larval, 
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durante a infecção primária, provocam disfunção pulmonar mais acentuada, quando comparada 

às lesões acumuladas ao longo de múltiplas exposições. 

Os dados obtidos por Nogueira e colaboradores (2016) indicaram um aumento da 

resistência pulmonar em camundongos após múltiplas infecções quando comparados aos 

primoinfectados, diferentemente do que foi observado em nosso trabalho, em que houve um 

aumento da resistência apenas em primoinfectados. Contudo, em ambos os trabalhos, foi 

observado uma redução da complacência dinâmica em camundongos primoinfectados. Já nos 

trabalhos de Oliveira (2017) e Gazzinelli-Guimarães e colaboradores (2018) foi observada uma 

diminuição da complacência e aumento da resistência nos animais primoinfectados, 

corroborando com os dados desse trabalho. Essas alterações, portanto, podem ser explicadas 

pelas alterações histológicas do órgão decorrentes da infecção e inflamação. 

Diante de todos os aspectos discutidos e ao refletir sobre as perguntas chaves deste 

trabalho, sugerimos que os camundongos expostos múltiplas vezes a doses moderadas - grupo 

RI (250) - se aproximaram mais de situações ideais, uma vez que, num panorama geral, almeja-

se uma redução da carga parasitária aliada a um menor comprometimento fisiológico pulmonar. 

E este grupo foi o que apresentou menor lesão e uma porcentagem significativa de proteção, 

próxima a do grupo reifectado com altas doses - RI (3X).  

Esse resultado nos oferece boas perspectivas, em que a exposição menores doses de 

infecção já seriam suficientes para controlar a migração de larvas pelo pulmão sem causar 

grandes danos teciduais.  
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8. CONCLUSÃO 

 

Os crescentes estudos a respeito da ascaridíase experimental estão possibilitando maior 

entendimento a cerca da interação parasito-hospedeiro. Em contribuição a isso, o nosso grupo, 

utilizando modelo murino, vem obtendo resultados importantes que auxiliam no 

preenchimento de certas lacunas. Entre eles estão a avaliação do tempo de infectividade dos 

ovos, cinética do pico da migração larval nos órgãos, descrição de alguns aspectos da resposta 

imune primária, e também após múltiplas exposições, além de abordar a importância da 

participação da inflamação pulmonar no curso e controle da infecção. 

A partir de perguntas geradas de trabalhos anteriores, houve se uma necessidade de 

estudos que aproximassem ainda mais às condições naturais de áreas endêmicas, sendo esse, o 

norte deste trabalho: a busca por aprimorar o modelo experimental de tal forma que 

mimetizasse um cenário real, com diferentes números de exposição e diferentes doses de 

infecção. E por meio dos resultados obtidos foi possível verificar que o impacto causado pela 

migração larval no pulmão depende da quantidade de vezes que se é exposto ao parasito bem 

como a dose dessa exposição, e isso está intimamente relacionado com a proteção na 

ascaridíase larval.  

Os mecanismos dessa proteção podem ocorrer por meio de um maior recrutamento de 

células, aumento da inflamação tecidual com uma tendência ao remodelamento e aumento do 

título de anticorpos. Visto que, o impacto do reconhecimento dos helmintos na resposta imune 

pulmonar envolve uma orquestração sofisticada e ativação das células imunes inatas e 

adaptativas do hospedeiro. 

Diante de maiores quantidades e/ou maiores doses de infecção há uma maior 

contribuição para uma resposta imunológica exacerbada direcionada ao controle larval e reparo 

tecidual. Tais achados são bastante relevantes já que muito ainda permanece desconhecido a 

respeito das consequências da doença pulmonar como resultado da infecção por helmintos. 

Sendo assim, dentre todos os grupos avaliados neste trabalho, o grupo RI (250) foi o 

que mais se adequou às nossas expectativas e questionamentos. Ou seja, foi um modelo que 

conseguiu simular melhor um cenário real em condições naturais, em que o hospedeiro não 

está exposto a elevadas doses, e que apresentou uma situação mais ideal com redução da carga 

parasitária aliada a uma menor morbidade e menor lesão tecidual. Além disso, os resultados 

deste estudo fornecem embasamento para o desenvolvimento de vacinas, demonstrando que 

pré exposições são suficientes para a geração de uma resposta imunológica significativamente 

protetora, reduzindo a morbidade, sobretudo durante a fase pulmonar da ascaridíase. 
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