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INSTITUTO OSWALDO CRUZ 
 

INFLUÊNCIA DAS COINFECÇÕES POR Plasmodium yoelii 17XNL E Leishmania 

braziliensis OU Leishmania amazonensis NO CURSO DAS INFECÇÕES E NA RESPOSTA 

IMUNE DE CAMUNDONGOS BALB/c  

 

RESUMO 

 

TESE DE DOUTORADO EM BIOLOGIA PARASITÁRIA 

 

Raquel Alves Pinna 

Malária e leishmaniose cutânea são doenças endêmicas em países tropicais e 
subtropicais do mundo, colocando as populações sob o constante risco de 
coinfecções. Neste trabalho, foram avaliados o curso clínico, o nível de citocinas Th1 e 
Th2 e o perfil de células T CD4 e CD8 no modelo de coinfecção experimental em 
camundongos BALB/c infectados com Plasmodium yoelii (Py) e Leishmania 
braziliensis (Lb) ou Leishmania amazonensis (La). A parasitemia foi monitorada 
através de distensões sanguíneas coradas com Giemsa, as lesões foram avaliadas 
semanalmente com um paquímetro digital e a carga parasitária das lesões foi avaliada 
através da técnica de diluição limitante. Os níveis séricos de IFN-γ, TNF, IL-2, IL-4, IL-
6, IL-10 e IL-17 foram determinados através de um ensaio com beads magnéticas e a 
expressão de CD3, CD4 e CD8 em linfócitos do timo, baço e linfonodos foi 
determinada por citometria de fluxo. A parasitemia do grupo coinfectado Lb+Py foi 
menor do que a parasitemia do grupo infectado apenas com Py, sugerindo um efeito 
protetor da coinfecção no curso da malária. A coinfecção La+Py, ao contrário, 
apresentou parasitemias mais elevadas e induziram a morte dos animais na infecção 
com plasmódio murino não letal. Em relação à leishmaniose, o grupo Lb+Py 
apresentou lesões menores e com menos ulceração do que o grupo infectado apenas 
com Lb. Já no grupo La+Py foi observado apenas um atraso transitório no 
desenvolvimento das lesões em comparação ao grupo infectado apenas com La. 

Níveis séricos mais baixos de IFN-, TNF, IL-6 e IL-10 também foram verificados no 
soro dos animais coinfectados, demonstrando um efeito modulador da coinfecção com 
Leishmania na resposta imune à malária. No timo foi observada uma intensa atrofia no 
grupo infectado apenas com Py e nos grupos coinfectados. Contudo, a recuperação 
tímica do grupo coinfectado ocorreu mais cedo do que nos animais infectados apenas 
com Py. O perfil das células T CD4 e CD8 no timo, baço e linfonodos não apresentou 
diferenças, exceto pela diminuição das células CD4+CD8+ que aumentou mais 
rapidamente no grupo coinfectado. Em resumo, nossos resultados sugerem que a 
coinfecção por P. yoelii e Leishmania alteram o desfecho das doenças. O curso da 
malária é modificado dependendo da espécie de Leishmania coinfectante e a 
severidade da leishmaniose diminui, pelo menos transitoriamente, na coinfecção com 
plasmódio. Essas alterações parecem estar relacionadas com modificações na 
resposta imune dos grupos coinfectados em relação aos grupos coinfectados. 



x 
 

 
 

INSTITUTO OSWALDO CRUZ 
 

INFLUENCE OF Plasmodium yoelii 17XNL AND Leishmania braziliensis OR Leishmania 

amazonensis BALB/c MICE COINFECTION ON INFECTION COURSE AND IMUNNE 

RESPONSE  

 

ABSTRACT 

 

PHD THESIS IN PARASITE BIOLOGY 

 

Raquel Alves Pinna 

Malaria and Cutaneous Leishmaniasis are co-endemic throughout large regions in 
tropical countries and co-infection may impact the evolution of host-parasite 
interactions. In the present study, we evaluate Malaria/Leishmaniasis disease outcome, 
Th1/Th2 cytokine levels and the CD4 and CD8 T-cell profiles in a co-infection murine 
model (BALB/c) of Plasmodium yoelii 17XNL (Py) and Leishmania braziliensis (Lb) or 
Leishmania amazonensis (La). Malaria parasitaemia was assessed through blood 
strains stained with Giemsa. Leishmania lesions were monitored with a digital caliper 

and parasite loads determined by limiting-dilution assay. Serum levels of IFN-, TNF, 
IL-2, IL-4, IL-6, IL-10, and IL-17 were determined using multiplexed bead assay and 
expression of CD3, CD4 and CD8 T-cells markers were determined by Flow Cytometry 
in the thymus, spleens and lymph nodes. Parasitaemia in Lb+Py co-infected group was 
lower than in Py single-infected group, suggesting a protective effect of Lb co-infection 
in Malaria progression. In contrast, La+Py co-infection increased parasitaemia, patent 
infection and induced mortality in non-lethal Malaria infection. Regarding 
Leishmaniasis, Lb+Py co-infected group presented smaller lesions and less ulceration 
than Lb single-infected animals. In contrast, La+Py co-infected group presented only a 
transitory delay on the development of lesions when compared to La single-infected 

mice. Decreased levels of IFN-, TNF, IL-6 and IL-10 were observed in the serum of 
co-infected groups, demonstrating a modulation of Malaria immune response by 
Leishmania co-infections. We observed an intense thymic atrophy in Py single-infected 
and co-infected groups, which recovered earlier in co-infected animals. The CD4 and 
CD8 T cell profiles in thymus, spleens and lymph nodes did not differ between Py 
single and co-infected groups, except for a decrease in CD4+CD8+ T cells which also 
increased faster in co-infected mice. Our results suggest that Py and Leishmania co-
infection may change disease outcome. Interestingly Malaria outcome can be altered 
according to the Leishmania specie involved.  Alternatively Malaria infection reduced 
the severity or delayed the onset of leishmanial lesions. These alterations in Malaria 
and Cutaneous Leishmaniasis development seem to be closely related with changes in 
the immune response as demonstrated by alteration in serum cytokine levels and 
thymus/spleens T cell phenotypes dynamics during infection.
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Malária: aspectos gerais 

 

A malária é uma doença parasitária causada por protozoários do gênero 

Plasmodium que são transmitidos ao homem pela picada do mosquito fêmea 

do gênero Anopheles. A malária humana é causada por cinco espécies de 

plasmódios: Plasmodium falciparum (P. falciparum), P. vivax, P. malariae, P. 

ovale e P. knowlesi (1). Destas, apenas o P. knowlesi é considerado uma 

espécie zoonótica já que o seu ciclo natural é mantido em macacos do sudeste 

asiático (Macaca fascicularis e M. nemestrina), apesar de ser transmitido 

também ao homem (2, 3).  

Acredita-se que a origem da malária é anterior ao surgimento da espécie 

humana devido à grande diversidade de plasmódios existente e a capacidade 

de infectar diferentes vertebrados terrestres (4). Contudo, ainda existe muita 

especulação em relação às origens das espécies que infectam o homem e os 

outros animais. A hipótese mais disseminada é que os plasmódios humanos 

divergiram das espécies de plasmódios de primatas ancestrais antes da divisão 

entre chimpanzés e humanos (4-6). Mais recentemente, foram descobertas 

novas espécies de plasmódios infectando macacos, muitas dessas, ocorrendo 

simultaneamente com P. falciparum (7, 8). Esses achados levantaram a 

possibilidade da malária humana ter surgido a partir da transmissão direta 

dessas espécies dos símios para o homem mais recentemente e não durante a 

separação evolutiva de humanos e chimpanzés (9-11). O estabelecimento do 

ciclo da doença na população humana teria ocorrido, provavelmente, por volta 

de 10 mil anos antes de Cristo (a.C.), com o advento da agricultura. Nesse 

momento histórico em que o homem deixou de ser nômade e passou a viver 

em assentamentos, a transmissão da doença foi favorecida pelo aumento da 

densidade populacional tanto de humanos quanto de vetores (12).  

A referência mais antiga à malária que se têm registro está contida em 

textos chineses de 2.700 anos a.C., mas também há relatos em textos de 

muitas outras civilizações antigas: hindus, mesopotâmios, egípcios, gregos, 
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romanos entre outros (13, 14). A suposição da natureza miasmática da doença 

foi amplamente difundida até a descrição do parasito por Charles Louis 

Alphonse Laveran em 1880 e a incriminação dos mosquitos como vetores, 

inicialmente para a malária aviária, por Ronald Ross em 1987 (13, 14). 

   

1.2 Malária no mundo 

A malária ainda é um grande problema de saúde pública nas regiões 

tropicais e subtropicais do mundo, apesar dos crescentes esforços da 

Organização Mundial da Saúde (OMS) junto aos países endêmicos para o 

controle e a eliminação da doença. Muitos avanços já foram obtidos como a 

redução da incidência mundial da malária em torno de 37% e da mortalidade 

em 60% no período que compreende o ano de 2000 até 2015 (1). Um número 

crescente de países têm obtido progressos no controle e na eliminação da 

malária e, atualmente, 20 países se encontram em fase de pré-eliminação e de 

eliminação e 8 em fase prevenção de reintrodução da doença (Figura 1). 

Apesar disso, a malária continua sendo endêmica em 96 países colocando 

quase metade da população mundial sob o risco de infecção. As estratégias de 

controle da malária são baseadas na prevenção, diagnóstico e tratamento 

precoce da doença, mas fatores que alteram a dinâmica das condições de 

transmissão da doença como migrações (15, 16), mudanças climáticas (17) e 

desastres naturais (18) também precisam ser considerados. 

A OMS estima que, em 2015, 214 milhões de casos de malária tenham 

ocorrido e que 438 mil pessoas tenham morrido em função da doença (1). A 

maioria dos casos está concentrada no continente africano (88%), seguido do 

sudeste asiático (7%) e da parte oriental do mediterrâneo (2%) (1). As espécies 

P. falciparum e P. vivax são as mais prevalentes no mundo e causam maior 

morbidade e mortalidade nas populações afetadas. A malária causada por P. 

falciparum é mais frequente no continente africano e é responsável pela 

maioria dos casos fatais da doença, especialmente em crianças abaixo de 5 

anos de idade (1). P. vivax têm uma distribuição geográfica mais ampla em 

função de características biológicas próprias da espécie como o 
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desenvolvimento de formas latentes e o tempo de incubação variável, o que 

facilita a sua adaptação a zonas tropicais e temperadas (19). Na Ásia e na 

América, a maioria dos casos de malária é causada por essa espécie. 

  

 

Figura 1- Classificação dos países por estágio de eliminação da malária. Fonte: 

Organização Mundial da Saúde (20). 

 

 

1.3 Malária no Brasil 

As áreas com maior risco de infecção no continente americano estão 

localizadas na floresta Amazônica, sendo o Brasil o país que abriga o maior 

número de casos (1). A região Amazônica brasileira abrange 60% do território 

nacional e é formada por nove estados: Acre, Amapá, Amazonas, Pará, 

Rondônia, Tocantins e parte dos estados do Mato Grosso e do Maranhão. A 

maioria dos casos de malária (99%) se concentra nessa região sendo a 

distribuição pelos estados heterogênea (Figura 2). Segundo o Ministério da 

Saúde, em 2015 foram registrados aproximadamente 141 mil casos de malária 

na região amazônica brasileira. Desses, 123.570 eram causados por P. vivax, 

15.523 por P. falciparum, 766 eram infecções mistas por P. falciparum e P. 

vivax, 37 eram infecções por P. malariae e apenas 1 por P. ovale (21).  
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A malária apresenta períodos de sazonalidade que estão intimamente 

relacionados a características climáticas locais, principalmente, precipitação e 

temperatura. De forma geral, há um aumento no número de casos da doença 

no período de transição entre as estações úmida e seca porque as condições 

ambientais favorecem a proliferação do principal vetor, Anopheles darlingi. 

Todavia, fatores sociais e econômicos são tão importantes como os fatores 

ambientais. Historicamente, ações humanas de desmatamento e ocupação 

desordenadas relacionadas a grandes empreendimentos econômicos como a 

construção da rodovia Madeira-Mamoré, a extração do látex (durante o ciclo da 

borracha), a mineração e a agricultura contribuíram para um aumento 

expressivo do número de casos de malária na Amazônia brasileira (22-24). O 

grande fluxo de indivíduos provenientes de regiões não endêmicas, portanto 

imunologicamente desprotegidos, somada a condições precárias de habitação, 

o difícil acesso às residências e as deficiências dos serviços de saúde 

contribuíram para o incremento significativo na incidência da doença na região. 

Uma pequena parcela dos casos de malária notificados no Brasil 

ocorre em regiões extra-amazônicas. Muitos são casos importados de áreas 

endêmicas brasileiras ou de outros países da América do Sul e da África (23). 

Os casos autóctones se concentram na faixa litorânea do sudeste brasileiro 

que compreende o bioma da Mata Atlântica. A malária de Mata Atlântica é 

causada por P. vivax e, em menor proporção, por P. malariae que são 

transmitidos pelo mosquito Anopheles cruzii (23, 24). Outra possibilidade é que 

essas infecções sejam causadas, na verdade, pelos parasitos simianos P. 

simium e P. brazilianum porque são capazes de infectar o homem e são 

morfologicamente e geneticamente idênticos ao P. vivax e ao P. malariae, 

respectivamente (23, 25). Além disso, mais recentemente foi verificada a 

circulação de P. falciparum nas áreas de Mata Atlântica e em maior quantidade 

do que P. vivax, sugerindo que P. falciparum também possa ter um papel 

importante na epidemiologia da malária extra-amazônica (26, 27). A malária, 

por ser incomum fora da área endêmica brasileira, costuma ser confundida com 

outras doenças febris, principalmente com a dengue (28). A demora no 

diagnóstico e no tratamento faz com que a proporção de casos graves e a 
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mortalidade da malária extra-amazônica sejam maiores do que nas regiões 

com alto índice de transmissão (29).   

 

Figura 2- Áreas com risco de transmissão de malária no Brasil em 2014. Fonte: 

Ministério da Saúde (30) 

 

 

1.4 Ciclo biológico de Plasmodium sp. 

Os plasmódios são protozoários que apresentam ciclo de vida 

complexo com diferentes formas evolutivas. Para que o ciclo se complete são 

necessários dois hospedeiros: um vertebrado onde ocorre o ciclo assexuado e 

outro invertebrado onde ocorre o ciclo sexuado. Os hospedeiros vertebrados 

podem ser mamíferos, aves ou répteis e os invertebrados são os mais 

variados. Na malária de mamíferos os hospedeiros invertebrados são 

mosquitos do gênero Anopheles; na malária aviária os principais vetores são 

mosquitos do gênero Culex, Aedes e Culiseta, mais também Anopheles, 

Psorophora e Mansonia (31); já na malária de répteis os hospedeiros 
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invertebrados conhecidos são flebotomíneos do gênero Lutzomya (32, 33). 

Apesar da variedade de espécies que atuam como hospedeiros vertebrados e 

invertebrados, o ciclo biológico dos plasmódios mantém aspectos em comum. 

No homem, o ciclo se inicia quando fêmeas de anofelinos infectadas 

com plasmódios inoculam, durante o repasto sanguíneo, os esporozoítos. As 

formas infectantes são liberadas principalmente na pele e não diretamente na 

corrente sanguínea como se imaginava (34). Para se alimentar, o mosquito 

realiza uma série de picadas até encontrar um vaso sanguíneo. Foi observado 

em modelo experimental que, em cada tentativa, os esporozoítos são liberados 

na pele juntamente com a saliva (35). No momento que o vaso sanguíneo é 

encontrado, o inseto começa a se alimentar, cessa a salivação e, 

consequentemente, a inoculação dos parasitos (36). O início da alimentação do 

inseto faz com que parte dos esporozoítos que tinham sido liberados na 

circulação sanguínea sejam ingeridos pelo mosquito, reduzindo o inóculo 

sanguíneo inicial, (34, 37, 38) e indicando que provavelmente a infecção por 

plasmódio ocorra majoritariamente na pele.   

Os esporozoítos apresentam um movimento ativo e são capazes de 

atravessar tanto células da pele quanto do endotélio (39). Isso permite que 

alguns cheguem até a corrente sanguínea e outros aos vasos linfáticos, sendo 

carreados lentamente pela linfa até os linfonodos (36, 40). Os que permanecem 

na pele e os que são levados até os linfonodos podem se desenvolver até 

formas exoeritrocíticas, gerando merozoítos que são liberados através de uma 

estrutura vesicular, denominada merossomo, similar a que é encontrada no 

ciclo hepático (40-42). Aparentemente esses parasitos não são capazes de dar 

origem ao ciclo eritrocítico, mas podem ser uma fonte de antígenos para o 

sistema imune adaptativo (41, 42). Os esporozoítos que atravessam o 

endotélio e chegam na circulação sanguínea são levados passivamente até o 

fígado onde iniciam o ciclo hepático (43). 

No fígado, os esporozoítos se aderem ao endotélio dos sinusóides 

hepáticos. Eles iniciam uma movimentação ativa e atravessam a barreira 

sinusoidal via células de Kupffer (macrófagos residentes), células endoteliais 

ou junções de células adjacentes (44, 45). Uma vez no parênquima hepático, 
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os esporozoítos migram através de vários hepatócitos utilizando vacúolos 

transitórios. Em um certo momento, o parasito se estabelece em um hepatócito 

e inicia a formação do vacúolo parasitóforo (46, 47). O vacúolo parasitóforo é 

formado pela invaginação da membrana citoplasmática da célula hospedeira 

durante a invasão dos esporozoítos, por proteínas produzidas pelo parasito e 

algumas proteínas da célula hospedeira (48). É nessa estrutura que o 

esporozoíto se desdiferencia em trofozoíto hepático, iniciando o ciclo de 

reprodução assexuada denominado de esquizogonia pré-eritrocítica (49). 

Ocorre uma rápida replicação do DNA e das organelas do parasito. Como 

resultado, há o desenvolvimento de um sincício multinucleado denominado 

esquizonte hepático. Após a organização dos núcleos e das organelas, a 

membrana plasmática do parasito começa a invaginar dando origem aos 

merozoítos (50). Com isso, o vacúolo parasitóforo é danificado, liberando 

milhares de merozoítos no citoplasma da célula hospedeira. Os merozoítos 

são, finalmente, liberados na circulação sanguínea em vesículas derivadas da 

membrana plasmática dos hepatócitos denominadas merossomos (Figura 3) 

(51). Os esporozoítos de algumas espécies de plasmódio, ao infectar o 

hepatócito, também podem dar origem a formas latentes denominadas 

hipnozoítos (do grego hypnos, sono) (Figura 3). Acredita-se que os hipnozoítos 

são os responsáveis pelas recidivas de malária em pacientes infectados com P. 

vivax ou P. ovale. De fato, já foram encontrados hipnozoítos de P. vivax, P. 

cynomolgi e P. simiovale, um análogo do parasita humano P. ovale (52, 53). 
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Figura 3- Ciclo hepático. 1) O esporozoíto chega ao fígado pela circulação 

sanguínea, atravessa a barreira sinusoidal, migra por alguns hepatócitos e, 

finalmente, se estabelece em um deles. 2) O parasito forma um vacúolo 

parasitóforo e se diferencia em trofozoíto. 3) Infecções com P. vivax ou P. 

ovale, podem gerar formas latentes (hipnozoítos). Os parasitos replicam o DNA 

e as organelas, formando milhares de merozoítos. 5) A membrana do vacúolo 

parasitóforo é danificada, liberando os merozoítos no citoplasma do hepatócito. 

6) Os merozoítos são liberados nos sinusóides hepáticos em merossomos. 

Adaptado de Lindner et al. 2012 (49). 

 

Durante o ciclo hepático a infecção é assintomática. Quando os 

merossomos se rompem na corrente sanguínea, os merozoítos invadem os 

eritrócitos iniciando o ciclo eritrocítico da malária. Em modelo experimental, foi 

verificado que a ruptura dos merossomos ocorre no pulmão, mas ainda não 

existem evidências de que o mesmo ocorra no ser humano (54). A invasão dos 

eritrócitos pelos merozoítos é um processo ativo e complexo que envolve uma 

série de etapas. Primeiro, ocorre o reconhecimento e a adesão do merozoíto 

ao eritrócito através de proteínas presentes na superfície do parasito e na 

membrana celular. Em seguida, ocorre a reorientação apical do parasito, de 

forma que o complexo apical entre em contato com a membrana da célula 

hospedeira. Há a formação de uma junção irreversível entre o complexo apical 

e a membrana do eritrócito e o início da invasão ativa da célula pelo parasito, 

formando o vacúolo parasitóforo. Por fim, tem-se a liberação das proteínas de 

superfície do merozoíto e o fechamento do poro de invasão do parasito (55, 56) 

(Figura 4). No interior do eritrócito, os merozoítos se diferenciam em trofozoítos 

jovens, depois em trofozoítos maduros e, finalmente, em esquizontes 
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sanguíneos repletos de merozoítos. O eritrócito rompe e são liberados os 

merozoítos que irão invadir outras células, dando continuidade ao ciclo 

eritrocítico. Nesta fase são observados os sintomas da doença, em especial, o 

paroxismo malárico, caracterizado por calafrio, febre e sudorese em intervalos 

regulares. 

 

 

Figura 4- Invasão do eritrócito pelo merozoíto. 1) Contato inicial e adesão do 

merozoíto na membrana do eritrócito. 2) Reorientação apical. 3) Liberação do 

conteúdo das roptrias. 4) Formação da junção entre o complexo apical e a 

membrana da célula. 5) Início da invasão e da formação do vacúolo 

parasitóforo. 6) Internalização do parasito. 7) Liberação das proteínas de 

superfície do merozoíto. 8) Fechamento da membrana do eritrócito. Adaptado 

de Weiss et al. 2016 (56).  

 

Após alguns ciclos de replicação nos eritrócitos, determinados 

parasitos se diferenciam em formas sexuadas, os gametócitos, que são 

fundamentais para a transmissão do parasito para o mosquito vetor. Acredita-

se que os gametócitos se formem a partir de esquizontes comprometidos que 
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irão gerar merozoítos diferenciados (57-59). Ao infectarem uma nova célula, 

esses merozoítos darão origem aos gametócitos femininos e aos gametócitos 

masculinos em proporções variáveis, mas tendendo a favorecer os gametócitos 

femininos (57, 60). Os estímulos que induzem a gametocitogênese ainda não 

foram completamente elucidados. Já foi verificado experimentalmente que 

alguns fatores como a lise de hemácias, o aumento do número de reticulócitos, 

o soro humano, linfócitos, hormônios, cloroquina e a densidade parasitária 

induzem a formação dos gametócitos (57, 59). Ao serem ingeridos, as formas 

sexuadas darão continuidade ao ciclo no inseto vetor formando gametas. Para 

isso, o gametócito masculino passa por três ciclos de replicação do DNA, 

deixando de ser haplóide (1N) para se tornar octoplóide (8N), e produzindo 8 

microgametas móveis em um processo denominado de exflagelação. Os 

gametócitos femininos, por outro lado, não passam por esses ciclos de 

replicação do DNA (60). Os gametas femininos são fecundados pelos gametas 

masculinos formando um zigoto que sofre meiose completa e se transforma em 

uma estrutura móvel com quatro núcleos denominada oocineto (60, 61). O 

oocineto atravessa a membrana peritrófica e o epitélio do intestino médio do 

inseto e se aloja na membrana basal, onde se diferencia em oocisto. Depois de 

uma série de divisões nucleares no interior do oocisto, são formados os 

esporozoítos que são liberados na hemocele do mosquito e podem chegar até 

as glândulas salivares (61, 62). Ao realizar um outro repasto sanguíneo, a 

fêmea do mosquito vetor irá inocular os esporozoítos na pele do hospedeiro 

vertebrado, dando continuidade ao ciclo de transmissão do parasito (Figura 5). 
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Figura 5- Ciclo biológico de Plasmodium sp. no hospedeiro vertebrado e 

invertebrado. 1) Inoculação dos esporozoítos na pele do hospedeiro vertebrado 

e migração dos esporozoítos pela pele, vasos linfáticos e vasos sanguíneos. 2) 

Os esporozoítos são transportados até o fígado, atravessam a barreira 

sinusoidal e chegam no parênquima hepático, onde migram por algumas 

células até se estabelecerem e se diferenciarem em esquizontes hepáticos. Os 

esquizontes sofrem sucessivas divisões dando origem aos merozoítos que são 

liberados na circulação sanguínea em merossomos. 3) Os merozoítos infectam 

os eritrócitos e se diferenciam em trozoíto jovem, trofozoíto maduro e 

esquizonte, que se rompe liberando mais merozoítos. 4) O ciclo eritrocítico se 

repete até que alguns parasitos se desenvolvam em gametócitos. 5) Ao se 

alimentar o anofelino ingere as formas sexuadas e ocorre a fertilização, 

formação do oocineto, do oocisto e de esporozoítos que caem na hemolinfa e 

chegam até as glândulas salivares do inseto que pode transmitir os parasitos 

para outro hospedeiro vertebrado. Adaptado de García-Basteiro et al. 2012 

(63). 
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1.5 Resposta imune na malária 

 

A maioria dos indivíduos infectados por Plasmodium não é capaz de 

desenvolver uma resposta imune esterilizante. Após sucessivas infecções, os 

indivíduos adquirem uma imunidade protetora, chamada premunição, que torna 

a parasitemia mais baixa e os sintomas da doença mais brandos (64). Tanto 

mecanismos da resposta imune inata quanto da resposta imune adaptativa são 

importantes para controlar a carga parasitária e proteger da doença. O tipo de 

resposta é dependente da fase do ciclo e da forma evolutiva que o parasito se 

apresenta, bem como de fatores individuais do hospedeiro como genética, 

estado nutricional e status imunológico. 

O primeiro local de contato entre o parasito e o hospedeiro é a pele. 

Neste órgão são encontradas diversas células do sistema imune como 

neutrófilos, macrófagos, mastócitos, células dendríticas e linfócitos (65). Logo 

após a picada do mosquito, é observada uma intensa migração de neutrófilos 

e, em seguida, de monócitos, para o local de infecção e para os linfonodos de 

drenagem. Aparentemente, a migração dessas células é um processo 

fisiológico que ocorre em situações de injúria tecidual e que não está 

diretamente relacionada à resposta imune a malária (65-67). As células de 

maior importância para o desenvolvimento de uma resposta imune adaptativa 

são as células dendríticas. Elas são responsáveis pelo reconhecimento, 

fagocitose e apresentação de antígenos as células T nos órgãos linfoides, 

principalmente nos linfonodos de drenagem do local da picada e no baço (67).  

Apesar de não ser um órgão linfoide, o fígado é reconhecido como um 

sítio alternativo para a ativação de células T CD4 e CD8. Esta habilidade está 

relacionada à sua arquitetura única e à presença de populações distintas de 

células apresentadoras de antígenos (APCs) (68-70). Além disso, hepatócitos 

infectados também são capazes de apresentarem antígenos as células T CD8 

(65, 71). A resposta imune celular tem papel fundamental na proteção durante 

a fase pré-eritrocítica. Diversos estudos demonstram que as células T CD8 são 

capazes de atuar diretamente sobre hepatócitos infectados, liberando 

perforinas e granzimas, que provocam a lise celular e, consequentemente, a 
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destruição dos parasitos (72, 73). As células T CD4 ativadas auxiliam na 

produção de anticorpos e na diferenciação das células T CD8 citotóxicas 

(CTLs). Além disso, tanto as células T CD4 quanto as células T CD8 têm 

atuação indireta na eliminação de formas exoeritrocíticas através da produção 

de interferon gama (IFN-). Essa citocina é capaz de ativar a via de produção 

de óxido nítrico (NO) nos hepatócitos infectados, levando a morte do parasito 

(74, 75). 

A resposta imune humoral também atua na proteção do hospedeiro 

durante a fase pré-eritrocítica. Os anticorpos produzidos nessa fase são 

capazes de inibir a infecção dos hepatócitos através da neutralização, 

opsonização e bloqueio da invasão dos esporozoítos. Nesse sentido, os 

anticorpos mais bem estudados são contra a proteína circunsporozoíta (CSP). 

Foi verificado que anticorpos anti-CSP são capazes de bloquear a infecção in 

vitro e in vivo (76-78). Além da CSP, uma grande variedade de proteínas da 

fase pré-eritrocítica apresentam potencial para desenvolverem uma resposta 

protetora. No entanto, essa proteção só é eficaz se altos títulos de anticorpos 

estiverem presentes o que só acontece após sucessivas exposições aos 

antígenos parasitários (76). 

A fase eritrocítica da malária tem como característica principal os ciclos 

repetitivos de invasão, multiplicação e ruptura dos eritrócitos, liberando uma 

grande quantidade de produtos do parasito e debris celulares, o que provoca 

um processo inflamatório sistêmico e os sintomas da malária. O mecanismo 

mais básico de proteção nessa fase é a fagocitose de eritrócitos infectados por 

células mononucleares. A fagocitose pode ocorrer diretamente pela interação 

do receptor CD36 presente em monócitos e macrófagos com o eritrócito 

infectado ou ser facilitada pela ligação do complemento (C3b) ou de anticorpos 

(principalmente IgG1 e IgG3) as células parasitadas (66, 79). Os monócitos 

circulantes também podem ser ativados por merozoítos cobertos por anticorpos 

e passar a secretar fatores solúveis que inibem a divisão de parasitos nas 

células (80). Esse mecanismo de proteção é denominado inibição celular 

dependente de anticorpos (ADCI, do inglês Antibody-Dependent Cellular 

Inhibition) e é eficaz mesmo quando as concentrações de anticorpos são 
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baixas, em oposição aos níveis elevados de anticorpos necessários para a 

neutralização dos parasitos (66, 80).  

Grande parte dos eritrócitos infectados é eliminada no baço. O baço é 

um órgão linfoide secundário importante para o desenvolvimento das respostas 

imunes inata e adaptativa e também para a fagocitose de eritrócitos 

senescentes, danificados ou infectados. O órgão é formado, basicamente, pela 

polpa branca que são áreas onde se concentram as células T e B, pela zona 

marginal onde são encontradas as células dendríticas e pela polpa vermelha 

onde se localizam os vasos sanguíneos (81, 82). A anatomia complexa do baço 

permite que a remoção das células parasitadas e o desenvolvimento da 

resposta imune ocorram simultaneamente. Na polpa vermelha, os macrófagos 

removem os eritrócitos opsonizados ou parasitados que perderam a 

capacidade de se deformar e atravessar os sinusóides esplênicos. Na zona 

marginal os antígenos parasitários são capturados pelas células dendríticas. 

Elas passam por um processo de maturação e migram para a polpa branca 

onde ativam as células T. Ainda na polpa branca, as células B iniciam a 

expansão clonal pelo estímulo das células T CD4 auxiliadoras e das células 

dendríticas e, em seguida, migram para a polpa vermelha ou para a medula 

óssea onde passam a secretar anticorpos (83). Todo esse processo 

acontecendo simultaneamente causa modificações dramáticas no baço, sendo 

a característica mais marcante a esplenomegalia que é acompanhada por uma 

intensa desorganização tecidual, hiperplasia da polpa branca, migração de 

macrófagos e apoptose de linfócitos (84-86). A importância do baço no curso 

da malária é confirmada em estudos com pacientes esplenectomizados, nos 

quais foram observadas parasitemias mais altas, eliminação mais lenta dos 

parasitos circulantes após o tratamento e maior incidência de malária grave 

(87-89).  

O elevado número de eritrócitos infectados na fase sanguínea da 

malária é responsável por uma intensa ativação do sistema imune. A produção 

precoce de IFN- por diferentes células está relacionada ao controle da 

infecção e ao direcionamento da resposta para o perfil do tipo 1 (Th1). Além 

das células T outras fontes importantes de IFN- que ainda não foram 
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citadas são as células T e as células Natural Killer (NK) (Figura 6) (90). As 

células T são linfócitos que apresentam receptores de células T (TCRs) 

formados por cadeias gama e delta e que podem reconhecer antígenos no 

contexto do Complexo Principal de Histocompatibilidade (MHC) de classe I e II 

ou diretamente, sem a necessidade do MHC, quando se tratam de antígenos 

não-peptídicos fosforilados (90). Considerando que os eritrócitos são células 

anucleadas e desprovidas de MHC de classe I e II, a importância das células 

T reside no fato de serem capazes de responder diretamente aos eritrócitos 

parasitados na ausência de células apresentadoras de antígenos. In vitro, foi 

demonstrado que as células Tproduzem INF- na presença de eritrócitos 

infectados com P. falciparum (91-93). Em infecções experimentais, o número 

de células Taumenta no baço, no fígado e no sangue periférico dos 

camundongos infectados e parece haver um papel protetor dessas células na 

malária já que a depleção delas com anticorpos prejudica a eliminação do 

parasito (94). Já as células NK são linfócitos granulares derivados de 

precursores da medula óssea que são ativados em resposta as citocinas 

produzidas por macrófagos e células dendríticas (IL-12, IL-18, IFN- e IFN-). 

Elas atuam sobre células infectadas através da exocitose de grânulos, 

principalmente perforinas e granzimas (95, 96). Além da atividade citotóxica, as 

células NK são poderosas produtoras e secretoras de citocinas e quimiocinas, 

principalmente o IFN- na presença de eritrócitos parasitados (Figura 6) (97, 

98).  

Como mencionado anteriormente, a ativação dos fagócitos e das 

células da imunidade inata no baço e nos órgãos linfóides periféricos induz a 

produção das citocinas pró-inflamatórias como IFN-, IL-12, TNF-, IL-6 e IL-1 

ao mesmo tempo que antígenos do parasito são processados e apresentados 

para as células T CD4 e CD8. As células T CD4 naive se diferenciam em 

células T CD4+ efetoras auxiliadoras do tipo 1 (Th1) pelo estímulo do IFN- e da 

IL-12 e passam a produzir mais IFN-, intensificando a síntese de NO e TNF- 

nos macrófagos responsáveis pelo controle inicial da parasitemia. As formas 

eritrocíticas também são capazes de ativar outro tipo de célula T CD4+ 

auxiliadora que produz pouco ou nenhum IFN-. Essas células, produtoras de 
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IL-4 e denominadas Th2, são importantes para a ativação das células B e para 

a produção de anticorpos que completam o processo de eliminação dos 

parasitos. Contudo, outros perfis de células CD4 auxiliadoras podem estar 

envolvidos na resposta imune à malária visto que essas células exibem certa 

multifuncionalidade e plasticidade fenotípica (99-102). Células CD4+ produtoras 

de IL-17 (Th17) e de IL-22 (Th22), por exemplo, já foram verificadas em 

infecções com plasmódio, mas os seus papéis no curso da doença ainda não 

foram completamente definidos (103, 104).  

Para que a resposta à malária seja eficiente, é necessário que haja um 

balanço entre as respostas pró-inflamatórias e anti-inflamatórias de forma que 

a infecção seja resolvida sem que ocorram danos ao hospedeiro. As citocinas 

IL-1, IL-6 e TNF-, por exemplo, são pirógenos endógenos que induzem febre 

no centro regulador da temperatura, causam supressão da hematopoiese e 

anemia (105-107). TNF- também induz a expressão de moléculas de adesão 

no endotélio e em leucócitos explicando, em parte, outro mecanismo patológico 

da doença, a citoadesão (108). A regulação da resposta imune na malária 

ocorre principalmente pela produção de IL-10. Essa citocina é capaz de 

suprimir a apresentação de antígenos e a ativação das células T pela 

regulação negativa do MHC de classe II e de moléculas coestimuladoras 

(CD80 e CD86) em células dendríticas e macrófagos. A IL-10 também inibe 

diretamente a produção de citocinas pró-inflamatórias, tais como IL-1, IL-1, 

IL-6, IL-12, IL-18 e TNF- e quimiocinas (109). Inicialmente, a IL-10 foi descrita 

como um fator produzido pelas células Th2 para regular a produção de 

citocinas das células Th1. Posteriormente, foi verificado que quase todas as 

células do sistema imune inato e adaptativo são capazes de produzir IL-10, 

incluindo macrófagos, células dendríticas, mastócitos, células NK, eosinófilos, 

neutrófilos, células B, células T CD8+ e células T CD4+ dos tipos Th1, Th2, 

Th17, T reguladoras (Tregs) e T reguladoras do tipo 1 (Tr1) (109, 110).  

Algumas células Th1 efetoras IFN-+ tem a capacidade de se 

autorregularem através da produção de IL-10, prevenindo, desta forma, a 

resposta pró-inflamatória exagerada. Em infecções com P. falciparum, foi 

verificada uma frequência mais elevada dessas células em crianças com 
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malária não complicada do que em crianças com malária grave, indicando que 

essas células podem ter um papel relevante na regulação da inflamação (111). 

Também foi observado um resultado semelhante em camundongos, nos quais 

as células T efetoras produtoras de IL-10 estão relacionadas com a regulação 

da imunopatologia associada à infecção com P. chabaudi (109, 112). As 

células T reguladoras, por outro lado, são uma subpopulação de células T 

CD4+ com atividade supressora que apresentam a cadeia alfa do receptor da 

IL-2 (CD25) e o fator de transcrição Foxp3. Elas podem ser classificadas em 

células T reguladoras naturais (nTregs) ou T reguladoras induzidas (iTregs). As 

primeiras são produzidas no timo e expressam níveis elevados de CD25 e 

Foxp3, enquanto as últimas se desenvolvem na periferia na presença de 

antígenos e das citocinas TGF-, IL-4 e IL-10 (109). Alguns trabalhos 

verificaram o aumento de células CD4+CD25+Foxp3+ em infecções humanas 

com P. falciparum e P. vivax (113, 114) e em infecções experimentais com P. 

yoelii (115, 116), P. berghei (117) e P. chabaudi (112, 118). Contudo, o papel 

das células Tregs na malária ainda é controverso. De uma forma geral, elas 

parecem estar envolvidas na redução da inflamação excessiva mas também no 

aumento da parasitemia (109). As células Tr1, ao contrário, não expressam 

constitutivamente o fator de transcrição Foxp3. Elas podem ser induzidas na 

periferia pelo estímulo de antígenos na presença de IL-10. O principal 

mecanismo de regulação dessas células está relacionado com a produção de 

IL-10 e TGF-, mas também podem atuar através da secreção de granzima B e 

perforina (109, 119). As células Tr1 já foram observadas na malária humana e 

murina, mas sua importância no curso da doença ainda não foi bem 

caracterizada (109). 

Células B reguladoras (Bregs) são igualmente capazes de modular a 

função das células T efetoras. Essas células são, na verdade, um grupo 

heterogêneo de células B capazes de suprimir direta ou indiretamente a 

resposta inflamatória através da secreção de IL-10, TGF-, IL-17 e IL-35 (120, 

121). Além disso, a IL-10 produzida pelas Bregs é importante para a geração e 

manutenção das células Tregs e Tr1 (122). O efeito imunorregulador das Bregs 

é bastante estudado em doenças autoimunes, mas na malária o papel dessas 

células na imunopatologia da doença ainda é incerto. Experimentalmente foi 
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demonstrado que a infecção com P. berghei ANKA induz a expansão das 

células Bregs em camundongos C57BL/6 e que a transferência dessas células 

protege contra a malária cerebral, aumentando a sobrevivência dos animais 

(123). 
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Figura 6 - Resposta imune na fase eritrocítica da malária. Parasitos e células infectadas ativam as células dendríticas e os 

antígenos são apresentados para as células T. A ativação dessas células leva a liberação de citocinas pró-inflamatórias que levam 

a polarização para o perfil Th1. Macrófagos ativados por IFN- fagocitam parasitos opsonizados e os eliminam através da produção 

de NO. A inflamação excessiva é controlada por células reguladoras que produzem IL-10 e TGF-. Adaptado de Riley & Stewart, 

2013 (124). 
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1.6 Uso de modelos experimentais na malária 

 

Apesar do gênero Plasmodium infectar uma gama de animais, cada 

espécie está restrita a um ou poucos hospedeiros. Os plasmódios que infectam 

o homem, por exemplo, são capazes de infectar naturalmente alguns outros 

primatas, como gorilas e chimpanzés, e, em determinadas circunstâncias, 

macacos do Novo Mundo dos gêneros Aotus e Saimiri (125, 126). Contudo, o 

alto custo de manutenção e as dificuldades no manejo desses animais 

reduzem a utilidade prática desses modelos. Por esse motivo, a maior parte 

dos trabalhos de infecção experimental é realizada em camundongos.  

Os modelos experimentais murinos para o estudo da malária têm sido 

utilizados há décadas e vêm contribuindo para o entendimento de aspectos da 

biologia do parasito, da resposta imune do hospedeiro e da patogênese da 

doença. A primeira espécie de plasmódio encontrada em roedores, P. berghei, 

foi descrita por Vincke e Lips em 1948 (127). Nos anos seguintes, outras 

espécies também foram identificadas e adaptadas para estudos em laboratório: 

P. vinckei (Rodhain 1952), P. chabaudi (Landau 1965) e P. yoelii (Landau e 

Chabaud 1965) (128-130). Dependendo da espécie/cepa de plasmódio e da 

linhagem de camundongos empregada na infecção experimental, o curso e o 

desfecho da malária são diferentes (Tabela 1). Em relação à virulência, alguns 

parasitos causam infecção letal em todas as linhagens de camundongos; 

outros são letais apenas para determinadas linhagens; e há ainda aqueles que 

não são letais em nenhuma linhagem de camundongo, desde que o animal 

seja imunologicamente competente (125, 131). Nas infecções não letais, após 

a resolução da doença, os camundongos costumam apresentar imunidade 

protetora a uma segunda infecção com a mesma cepa ou espécie, mas não 

contra um parasito heterólogo (131). Por esse motivo, os trabalhos que têm 

como objetivo desvendar os mecanismos imunes e sua regulação são 

realizados em modelos não letais, sendo as espécies P. chabaudi e P. yoelii as 

mais utilizadas com essa finalidade (132, 133). Também existem modelos bem 

estabelecidos para o estudo de algumas complicações como malária cerebral, 

malária gestacional, anemia, doença aguda pulmonar, entre outras (Tabela 1). 
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Em camundongos, as infecções não letais são caracterizadas por uma 

doença transitória, com cura espontânea, na qual os animais apresentam 

emagrecimento, hepatoesplenomegalia, hipotermia, piloereção, anemia e 

hipoglicemia (132, 133). Essas manifestações estão relacionadas à resposta 

imune do hospedeiro frente ao aumento gradual da parasitemia e tendem a 

diminuir com a redução do número de parasitos circulantes. As infecções letais, 

ao contrário, cursam com um aumento súbito da parasitemia, que não 

consegue ser controlada pela resposta imune do animal, e que culmina na 

morte em poucos dias (134). Além da combinação entre linhagem do 

camundongo, espécie e cepa do parasito, outros fatores interferem no 

desfecho da infecção. Camundongos fêmeas, por exemplo, costumam ser mais 

resistentes do que os machos (132, 135). A idade do animal no momento da 

infecção é outro fator relevante. Foi observado que camundongos mais novos 

apresentam uma maior taxa de mortalidade do que os animais mais velhos, 

provavelmente, devido à imaturidade do sistema imune (136). Aspectos 

nutricionais (137-139) e infecções concomitantes (140-142) também são 

fatores capazes de alterar o curso da doença. 

A principal vantagem dos modelos experimentais murinos é a 

possibilidade de realizar a infecção em condições controladas. Ela pode ocorrer 

de duas formas: utilizando os esporozoítos ou as formas sanguíneas do 

parasito. No caso dos esporozoítos a infecção pode ser feita naturalmente 

através da picada de mosquitos infectados ou pela injeção dos parasitos por 

via intradérmica ou intravenosa. A infecção utilizando as formas sanguíneas é 

mais comumente empregada. Nela, hemácias parasitadas de um animal 

doador são inoculadas por via intravenosa ou intraperitoneal, estabelecendo a 

infecção sem a ocorrência do ciclo exoeritrocítico (143). O ciclo biológico dos 

plasmódios de roedores na fase sanguínea dura aproximadamente 24h, 

enquanto o ciclo dos parasitos humanos leva de 48 a 72h (125). A malária 

murina também diverge da malária humana nos seguintes aspectos: altas 

parasitemias (muito maiores do que as parasitemias humanas, mesmo em 

infecções graves); hipotermia ao invés de febre; sequestro de hemácias 

parasitadas principalmente no fígado e ausência de hipnozoítos (132, 143). 

Apesar dessas diferenças, a resposta imune de camundongos e humanos à 
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malária são similares. Foi observado, por exemplo, que em ambos os casos é 

desenvolvida uma resposta do tipo Th1 seguida por uma resposta do tipo Th2 e 

a produção de anticorpos (101, 132). Adicionalmente, a manipulação da 

resposta imune em animais geneticamente modificados permite a incriminação 

de determinados receptores ou mediadores na proteção ou suscetibilidade à 

malária (143). Além disso, órgãos e tecidos afetados são de fácil acesso e 

fornecem material para os mais diversos tipos de estudos. 
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Tabela 1 - Infecção por Plasmodium spp. em diferentes linhagens de 

camundongos 

Espécie Cepa Linhagem Letalidade Tipo de estudo experimental 
 
P. berghei 

 
ANKA 

 
BALB/c 
C57BL/6 
CBA 

 
Letal 

 
Patogênese 
Malária Cerebral Experimental (MCE) 
Sequestro 

 
K173 

 
CBA 
BALB/c 
DBA 
C57BL/6 

 
Letal 

 
Controle para MCE  
Patogênese 
 

 
P. yoelii 

 
17XL 

 
CBA 
BALB/c 
C57BL/6 
DBA 

 
Letal 
 
 
 

 
Mecanismo Imune  
Patogênese 
Sequestro 
MCE 

 
YM  

 
CBA 
BALB/c 
C57BL/6 
DBA 

 
Letal 

 
Vacina 
Patogênese 
Hipoglicemia 

 
17XNL 
 
 

 
CBA 
BALB/c 
C57BL/6 
DBA 

 
Não Letal 

 
Resposta Imune 
Patogênese 
Vacina 

 
P. vinckei vinckei 

  
BALB/c 

 
Letal 

 
Quimioterapia 
Mecanismo imune  
Patogênese 
Sequestro 

 
P. vinckei petteri 

 
CR 

 
C57BL/6 
BALB/c 

 
Não Letal 

 
Mecanismo imune  
 

 
P. chabaudi 
chabaudi 

 
AS 

 
CBA 
C57BL/6 
BALB/c 
 

 
Não Letal 

 
Mecanismo imune 
Sinais Clínicos 
Sequestro 

 A/J 
DBA/2J 
 

Letal Patogênese 
Quimioterapia 
Resistência e Suscetibilidade 
Mecanismo imune 

 
CB 

 
CBA 
C57BL/6 

 
Letal 

 
Mecanismo imune 

 
P. chabaudi 
adami 

  
BALB/c 
C57BL/6 

 
Não Letal 

 
Mecanismo imune  
 

Adaptado de Zuzarte et al., 2014 (143)  e Li et al., 2001 (131). 
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1.7 Leishmanioses: aspectos gerais 

As leishmanioses são doenças causadas por protozoários do gênero 

Leishmania que são transmitidos aos mais diversos tipos de animais, como 

cães, roedores, marsupiais e seres humanos, através da picada de dípteros 

dos gêneros Phlebotomus (Velho Mundo) e Lutzomya (Novo Mundo). 

Aproximadamente 53 espécies de Leishmania, distribuídas em 5 subgêneros e 

complexos (Leishmania, Viannia, Sauroleishmania, complexo L. enriettii e 

Paraleishmania) foram descritas. Dessas, 31 espécies parasitam mamíferos e 

20 espécies são patogênicas para o homem (144). As leishmanioses são 

doenças com amplo espectro clínico e são classificadas em cutâneas (ou 

tegumentares) e viscerais (145).  

A leishmaniose é uma doença bastante antiga. Há evidências 

arqueológicas que indicam que civilizações ancestrais sofriam tanto da forma 

cutânea quanto da forma visceral da doença. O relato mais antigo de lesões 

semelhantes àquelas encontradas na leishmaniose cutânea datam de 2.500 

anos a.C. e há evidências da infecção por L. donovani, causadora de 

leishmaniose visceral, em múmias egípcias de cerca de 1.500 anos a.C. (144). 

Apesar disso, apenas em 1903 os parasitos causadores da doença foram 

descritos por William Boog Leishman (146). Ele havia identificado estruturas 

semelhantes a parasitos do grupo dos tripanossomatídeos no baço de um 

soldado em Dum-dum, na Índia, que tinha sido vítima da doença conhecida 

localmente como Kala Azar (febre negra) (146, 147). No mesmo ano, Ronald 

Ross confirmou a descoberta do novo parasito e sugeriu o nome Leishmania 

ao novo gênero (148). A partir daquele momento, uma série de espécies foram 

descobertas causando as formas viscerais e cutâneas da doença, o que tornou 

a classificação e a validação das espécies de Leishmania um assunto de 

constante debate na comunidade científica (149).  

 

1.8 Classificação das leishmanioses 

As leishmanioses são classificadas de acordo com a apresentação 

clínica em cutâneas (ou tegumentares) e viscerais (Tabela 2). A forma cutânea 
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é a mais comum. Ela é caracterizada por lesões na pele, a maioria 

apresentando úlceras, que são localizadas nas partes expostas do corpo. 

Devido às diferenças na distribuição geográfica das espécies de Leishmania, 

epidemiologia e manifestações clínicas, as leishmanioses cutâneas são 

divididas em Leishmaniose Tegumentar do Velho Mundo e Leishmaniose 

Tegumentar Americana (LTA). A leishmaniose cutânea do Velho Mundo é 

causada pelas espécies: L. infantum, L. tropica, L. major, L. aethiopica e L. 

donovani. Normalmente, as infecções por essas espécies cursam de forma 

benigna. As lesões são únicas, não-complicadas, e, frequentemente, curam 

espontaneamente (145). A leishmaniose cutânea do Novo Mundo, por outro 

lado, possui um espectro de manifestações clínicas mais amplo que está 

relacionado a maior diversidade de espécies de Leishmania encontradas nessa 

região. As apresentações clínicas incluem as formas localizada, disseminada, 

difusa e mucocutânea.  

A forma cutânea localizada é responsável pela maioria dos casos de 

LTA. Ela é causada por uma série de espécies dos subgêneros Viannia e 

Leishmania: L. (V.) braziliensis, L. (V.) panamensis, L. (V.) guyanensis, L. (V.) 

peruviana, L. (L.) mexicana, L. (L.) amazonensis e L. (L.) infantum, sendo esta 

última menos frequentemente associada a forma cutânea da doença (145). A 

lesão típica, e mais comumente encontrada, é uma úlcera na pele com borda 

elevada em moldura, fundo avermelhado e com granulações grosseiras, 

podendo ou não ser acompanhada de linfadenopatia regional ou linfangite 

patente. A lesão surge no local onde originalmente ocorreu a picada do 

flebotomíneo infectado e evolui da seguinte maneira: primeiro, se forma uma 

pápula eritematosa que se torna firme e que, em seguida, sofre ulceração. Os 

pacientes com essa forma clínica respondem bem ao tratamento específico. O 

curso da infecção normalmente é benigno e, mesmo os pacientes não tratados, 

apresentam tendência à cura espontânea após meses de evolução (145, 150).  

A forma disseminada é mais rara, sendo caracterizada pelo 

aparecimento de várias lesões papulosas, ulceradas ou acneíformes 

distribuídas pelo corpo e associadas a infecção por L. braziliensis, L. 

panamensis, L. guyanensis e L. amazonensis (145). Ela se inicia com uma ou 

várias lesões localizadas com as características clássicas de úlceras com 
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fundo granulomatoso e bordas elevadas. Pouco tempo depois, ocorre 

disseminação do parasito por via linfática ou pela circulação sanguínea para 

outras regiões do corpo. Começam, então, a aparecer úlceras em locais 

distantes e não relacionados com o local da picada do vetor (150, 151). 

Frequentemente, a forma disseminada da doença é encontrada em pacientes 

infectados com o vírus da imunodeficiência humana (HIV) (150). 

A leishmaniose cutânea difusa é uma forma rara e grave. Ela ocorre 

em pacientes anérgicos com deficiências específicas na resposta imune celular 

a antígenos de Leishmania. Se inicia com uma lesão única, que não responde 

ao tratamento, e que evolui de forma arrastada com formação de placas 

infiltradas e múltiplas nodulações não-ulceradas, que recobrem grandes 

extensões da pele. É causada pela espécie L. amazonensis e L. mexicana 

(145, 150, 151). 

A leishmaniose mucocutânea geralmente é causada pela infecção com L. 

braziliensis ou L. panamensis, sendo a maioria dos casos registrados na 

Bolívia, Brasil e Peru (145). Ela tem como principal característica lesões 

destrutivas localizadas na mucosa das vias áreas superiores. Essas lesões 

associadas à intensa resposta inflamatória têm como consequência mais grave 

a deformação e a mutilação da face. A maioria dos casos de leishmaniose 

mucocutâneas são secundários à lesão cutânea localizada. Acredita-se que a 

disseminação da pele para as mucosas ocorra através da circulação sanguínea 

ou pelo sistema linfático e, menos frequentemente, pelo contato entre a lesão 

cutânea e a mucosa quando essas estão em proximidade. Outra possibilidade 

é que a forma mucocutânea ocorra de forma primária quando a picada do 

inseto vetor se dá diretamente na mucosa afetada (150). Mais recentemente, a 

descoberta de um vírus que infecta leishmânias, o Leishmania RNA Virus 

(LRV) 1 e 2, levantou a possibilidade das lesões mucosas serem causadas, na 

verdade, pela intensa resposta inflamatória do hospedeiro aos ácidos nucleicos 

liberados pelo vírus. Diferentes espécies de leishmânias já foram encontradas 

infectadas por esse vírus, incluindo, L. guyanensis, L. braziliensis, L. major, L. 

aethiopica, L. amazonensis e L. lainsoni, e foi verificado uma associação entre 

a infecção pelo vírus e o maior risco de desenvolvimento de lesões mucosas 

tanto em modelos experimentais quanto em humanos (152-156). 
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A leishmaniose visceral (ou calazar) é a forma mais grave da doença, 

podendo ser fatal caso não seja tratada. Os principais sintomas são febre, 

hepatoesplenomegalia, pancitopenia e perda de peso (157). As espécies de 

leishmânias que causam essa forma clínica têm tropismo por fagócitos 

mononucleares de órgãos internos como fígado, baço, medula óssea e 

linfonodos (157). No Velho Mundo, a leishmaniose visceral é causada pelas 

espécies L. donovani e L. infantum enquanto no Novo Mundo é causada 

apenas por L. infantum (145). Após o tratamento e aparente cura clínica, a 

leishmaniose visceral pode evoluir para uma forma cutânea conhecida como 

leishmaniose cutânea pós-calazar (PKDL). Ela é caracterizada por lesões 

maculares hipopigmentadas ou eritomatosas espalhadas por todo o corpo que 

podem se transformar em lesões papulares ou nodulares infiltrativas, 

especialmente no rosto. Essa apresentação clínica é comum em áreas 

endêmicas para L. donovani (145). 
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Tabela 2- Principais espécies de Leishmania causadoras de doença humana 

Distribuição 

geográfica 
Subgênero Espécie Manifestação clínica 

Velho Mundo Leishmania L. donovani 

L. infantum 

Leishmaniose visceral 

L. major 

L. tropica 

L. aethiopica 

Leishmaniose cutânea 

L. aethiopica Leishmaniose cutânea difusa 

L. aethiopica Leishmaniose cutânea disseminada 

Novo Mundo Leishmania L. infantum Leishmaniose visceral 

L. infantum 

L. mexicana 

L. pifanoi 

L. amazonensis 

Leishmaniose cutânea 

L. mexicana 

L. amazonensis 

Leishmaniose cutânea difusa 

L. mexicana 

L. amazonensis 

Leishmaniose cutânea disseminada 

Viannia L. braziliensis 

L. guyanensis 

L. panamensis 

L. peruviana  

Leishmaniose cutânea 

L. braziliensis Leishmaniose cutânea disseminada 

L. braziliensis 

L. panamensis 

Leishmaniose mucosa 

Adaptado de Controle da Leishmaniose – Organização Mundial da Saúde, 

2010 (145) e Kaye & Scott, 2011(158). 

 

 

1.9 Leishmaniose no mundo 

Nos últimos anos, a área de distribuição e o número de casos de 

leishmaniose registrados aumentou consideravelmente. Os fatores que 

contribuem para a expansão da doença incluem questões socioeconômicas, 

desnutrição, mudanças climáticas, aumento da migração, conflitos armados, 

imunossupressão (como a causava pelo HIV), e, em alguns casos, a rápida 

urbanização e o estabelecimento de novos assentamentos humanos (145, 159, 
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160). Atualmente, a leishmaniose é endêmica em mais de 98 países e 

territórios (161). A OMS estima que ocorram cerca de 1,3 milhões de casos de 

leishmaniose a cada ano. Destes, 1 milhão são de leishmaniose cutânea e 300 

mil de leishmaniose visceral. Já o número de mortes causadas pela 

leishmaniose visceral varia de 20 a 50 mil anualmente (159). 

A leishmaniose cutânea tem ampla distribuição mundial. No continente 

americano há registro de casos desde o sul dos Estados Unidos até a 

Argentina, com exceção do Chile e do Uruguai (Figura 7). A epidemiologia da 

LTA é complexa, com espécies de Leishmania, ciclo de transmissão, 

reservatórios, vetores, manifestações clínicas e resposta terapêuticas 

diferentes. Aproximadamente 95% de todos os casos de leishmaniose cutânea 

do mundo estão concentrados em apenas seis países, dentre eles, o Brasil e a 

Colômbia, localizados no continente americano. Além disso, a maioria dos 

casos da forma mucosa registrados no mundo estão concentrados em apenas 

três países - Bolívia, Brasil e Peru - demonstrando a importância da região no 

cenário mundial da doença (162). 
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Figura 7- Distribuição mundial da leishmaniose cutânea em 2013. Fonte: 

Organização Mundial da Saúde (162).  

 

 

1.10 Leishmaniose cutânea no Brasil 

A leishmaniose cutânea ocorre em todo o Brasil, sendo 7 espécies 

responsáveis pela infecção humana: L. braziliensis, L. amazonensis, L. 

guyanensis, L. lainsoni, L. naiffi, L. lindendergi e L. shawi (150, 163). L. 

braziliensis foi a primeira espécie descrita e incriminada como agente etiológico 

da LTA no Brasil. Ela é encontrada em todos os estados e é responsável pela 

maioria dos casos registrados no país. L. amazonensis também tem uma 

ampla distribuição no território brasileiro. Ela é encontrada principalmente em 

florestas primárias e secundárias da Amazônia Legal, mas também em alguns 

estados da região Nordeste, Sudeste, Centro-Oeste e Sul. L. guyanensis está 

distribuída em alguns estados da região Norte, sobretudo em áreas de floresta 

que não alagam no período de chuvas. As espécies L. lainsoni, L. naiffi, L. 
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lindendergi e L. shawi foram identificadas há menos tempo em estados do 

Norte e Nordeste e têm menor importância epidemiológica (Figura 8) (150, 163-

166). 

 

 

Figura 8- Distribuição de espécies de Leishmania causadoras de leishmaniose 

cutânea no Brasil. Fonte: Ministério da Saúde, 2007 (150). 

  

O primeiro registro da leishmaniose cutânea no Brasil foi feito por 

Moreira em 1895, mas a confirmação só ocorreu em 1909 quando Lindenberg 

encontrou parasitos em indivíduos que trabalhavam em áreas de 

desmatamento em São Paulo. A forma mucocutânea foi identificada alguns 

anos depois, em 1911, por Splendore, sendo o parasito causador da doença 

denominado L. braziliensis por Gaspar Vianna. Os vetores só foram conhecidos 

em 1922, quando Aragão demonstrou o papel dos flebotomíneos na sua 

transmissão (150). 

L. (V.) braziliensis 

L. (V.) lainsoni 

L. (V.) naiffi 

L. (V.) shawi 

L. (V.) guyanensis 

L. (L.) amazonensis 

L. (V.) lindenbergi 
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No Brasil a LTA era considerada uma zoonose de animais silvestres 

que acometia ocasionalmente indivíduos que adentravam as florestas. 

Posteriormente, a doença passou a ocorrer também em zonas rurais, em áreas 

desmatadas e, mais recentemente, também em regiões periurbanas às quais 

os vetores foram capazes de se adaptar (150, 167). Apesar dos esforços do 

Ministério da Saúde no controle das leishmanioses, o número de casos 

registrados não vêm apresentando reduções significativas nos últimos anos. 

Com isso, o Brasil continua a ser um dos países com o maior número de 

leishmaniose cutânea do mundo. Em 2014, foram registrados cerca de 20 mil 

casos da doença, a maioria proveniente da região norte (10.387), seguida da 

região nordeste (4.969), centro-oeste (3.038), sudeste (1.460) e sul (373) (168).   

  

1.11 Ciclo biológico de Leishmania sp. 

As leishmânias são parasitos com ciclo de vida heteroxeno, alternando 

entre hospedeiros vertebrados e invertebrados (Figura 9). Os hospedeiros 

vertebrados são os mais diversos tipos de mamíferos incluindo animais 

domésticos (como cães, gatos e cavalos), animais silvestres (roedores, em sua 

maioria, mas também tatus, preguiças, tamanduás, morcegos, marsupiais, 

primatas e canídeos silvestres) e o homem (150, 169-171). Já os hospedeiros 

invertebrados são dípteros psicodídeos fêmeas dos gêneros Phlebotomus, no 

Velho Mundo, e Lutzomya, no novo mundo. O parasito se apresenta sob duas 

formas evolutivas principais: a forma flagelada denominada promastigota 

encontrada no inseto vetor e a forma amastigota desprovida de flagelo e 

encontrada no interior de células fagocíticas mononucleares do hospedeiro 

vertebrado.  

O ciclo se inicia quando flebotomíneos fêmeas infectadas regurgitam 

durante o repasto sanguíneo as formas infectantes no hospedeiro vertebrado 

(Figura 9). Para que isso aconteça, o aparelho bucal do inseto dilacera o tecido 

e os vasos superficiais da pele, formando um pequeno hematoma do qual o 

inseto se alimenta e onde são depositadas as promastigotas metacíclicas (172, 

173). A saliva dos flebotomíneos é composta por diversas proteínas que 

exercem funções importantes para a alimentação do inseto e também para a 
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infecção com Leishmania. Já foi demonstrado que componentes da saliva são 

capazes de inibir a coagulação sanguínea, tem efeito vasodilator e modulam a 

resposta de células T e de células apresentadoras de antígeno além de induzir 

a apoptose de neutrófilos (172, 174). Desta forma, a picada dos flebotomíneos, 

por si só, é capaz de provocar uma intensa resposta inflamatória com migração 

células para o local da infecção (175). 
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Figura 9- Ciclo biológico de Leishmania sp. nos hospedeiros vertebrados e 

invertebrados. 1) Flebotomíneos fêmeas infectados transmitem as formas 

promastigotas metacíclicas para o hospedeiro vertebrado durante o repasto 

sanguíneo. 2) As promastigotas são fagocitadas por neutrófilos, monócitos, 

células dendríticas e macrófagos. 3) Nos macrófagos, se transformam em 

amastigotas e começam a se multiplicar no interior do vacúolo parasitóforo. 4) 

Os macrófagos parasitados se rompem ou entram e apoptose e as amastigotas 

liberadas infectam outras células. 5) Flebotomíneos fêmeas ingerem 

macrófagos infectados durante o repasto sanguíneo. 6) As amastigotas são 

liberadas no intestino do inseto. 7) As amastigotas transformam na 

promastigotas. 8) As promastigotas se multiplicam e se desenvolvem até a 

forma promastigota metacíclica (infectante para o homem, animais domésticos 

e silvestres). 9) As promastigotas metacíclicas migram para a probóscide do 

inseto vetor. Adaptado de Esch & Petersen, 2013 (176). 
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Na pele, as formas metacíclicas tem pouca motilidade e são 

rapidamente fagocitadas pelos neutrófilos recém-chegados. O papel dessas 

células durante a infecção por Leishmania ainda não está bem esclarecido, 

mas já foi observado que o parasito é capaz de retardar a morte programada 

desses fagócitos em até 24h, favorecendo a sua sobrevivência até que um 

número suficiente de macrófagos e células dendríticas migrem até o local da 

infecção (177). Apesar de conseguirem sobreviver no interior de neutrófilos, os 

parasitos não são capazes de se desenvolverem em formas amastigotas para 

dar continuidade ao ciclo (178). Desta forma, os neutrófilos que entraram em 

contato, mas que não foram eficazes na eliminação das leishmânias, atuariam 

auxiliando na infecção das células-alvo, os macrófagos, de duas maneiras: 1) 

os neutrófilos infectados entram em apoptose e são fagocitados pelos 

macrófagos; 2) os parasitos escapam dos neutrófilos em apoptose antes de 

infectarem os macrófagos (179, 180) (Figura 10). 
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Figura 10- Possibilidades de infecção de macrófagos com Leishmania através 

da interação com neutrófilos. Os neutrófilos que entram em apoptose, ao serem 

fagocitados, levam para o interior dos macrófagos os parasitos ou as 

leishmânias deixam os neutrófilos em apoptose antes da fagocitose pelos 

macrófagos e depois os infectam. Adaptado de Ritter et al., 2009 (181). 

 

Além dos neutrófilos, as células dendríticas e os monócitos também 

são capazes de fagocitar as leishmânias inoculadas pelos flebotomíneos. 

Algumas dessas células já estão presentes na pele e outras são atraídas pelo 

estímulo inflamatório da picada do inseto vetor (158, 182). As células 

dendríticas tem um papel importante na resposta imune, pois são capazes de 

migrar até os linfonodos de drenagem e apresentar antígenos do parasito para 

células T dando início a resposta adaptativa (179, 182).  

Contudo, a maior parte das leishmânias são fagocitados por 

macrófagos (183). A interação inicial com a célula-alvo ocorre pelo flagelo e o 

parasito utiliza a maquinaria fagocítica celular para se ligar a membrana e ser 
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internalizado sem gasto energético (179, 184, 185). Diferentes receptores 

presentes na membrana do macrófago já foram identificados nesse processo, 

incluindo os receptores de complemento (CR) do tipo 1 e 3, receptores 

manose, receptores de fibronectina e de fração Fc dos anticorpos (186). 

Dependendo do tipo de receptor utilizado, o curso da infecção pode ocorrer de 

maneira diferente (182, 186). A entrada do parasito via CR1 e CR3, por 

exemplo, inibe a inflamação e a explosão oxidativa, favorecendo a 

sobrevivência do parasito, enquanto a entrada pelo receptor manose facilita a 

liberação de enzimas hidrolíticas (186).  

Depois do reconhecimento na superfície do macrófago, as leishmânias 

são internalizadas em fagossomos que se fundem com lisossomos e 

endossomos e dão origem aos fagolisossomos ou vacúolos parasitóforos. 

Esses vacúolos apresentam morfologia diferente de acordo com a espécie de 

leishmânia envolvida na infecção. Alguns são grandes e possuem vários 

parasitos como os de L. amazonensis e os de L. mexicana, outros são 

pequenos e contém um único parasito como os de L. major e L. donovani (182, 

186, 187). Apesar disso, os vacúolos parasitóforos possuem características em 

comum. Todos são compartimentos ácidos que contém enzimas lisossomais e 

que são envolvidos por uma membrana rica em proteínas 

lisossomais/endossomais tardias - rab7p, macrosialina (CD68), proteína 

associada à membrana do lisossomo 1 (LAMP-1), LAMP-2 e H+ ATPase 

vacuolar - e moléculas apresentadoras de antígenos (MHC de classe II e H-2M) 

(179, 187). É nesse local que o parasito se instala e se transforma em 

amastigota. Acredita-se que a fusão do lisossomo ao fagossomo e a 

acidificação do vacúolo parasitóforo juntamente com a mudança de 

temperatura do inseto vetor para o mamífero hospedeiro, sejam os estímulos 

que desencadeiam o processo de diferenciação da forma promastigota 

metacíclica para amastigota no interior do macrófago (179, 182). As 

amastigotas se multiplicam no interior do vacúolo parasitóforo por divisão 

binária e quando a célula fica repleta de parasitos, ela se rompe ou entra em 

apoptose (183). As amastigotas liberadas são, então, fagocitados por outros 

macrófagos, dando continuidade a infecção.  
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Ao se alimentarem do sangue de mamíferos infectados, os flebotomíneos 

ingerem monócitos e macrófagos contendo amastigotas. Durante a digestão, 

as amastigotas são liberadas no intestino do vetor (Figura 11). A diminuição da 

temperatura e o aumento do pH são os estímulos que induzem a mudança da 

forma amastigota para promastigota. Primeiramente, as amastigotas se 

transformam em promastigotas procíclicas, que são formas que apresentam 

um pequeno flagelo na porção anterior e tem pouca motilidade. Esta primeira 

forma replicativa se desenvolve ainda em meio ao sangue ingerido pelo 

flebotomíneo e está separada fisicamente da parede do intestino pela matriz 

peritrófica. Depois de 48 a 72 horas, os parasitos começam a se replicar mais 

lentamente e a se diferenciarem em formas mais móveis denominadas 

nectomônadas (188). Estas formas são capazes de escapar da matriz 

peritrófica e de aderir nas células epiteliais do intestino médio através do 

flagelo. A localização precisa do parasito no intestino vai depender do 

subgênero de Leishmania estudado. O subgênero Viannia entra pelo intestino 

posterior e depois migra para o intestino médio, sendo chamados, por esse 

motivo, de parasitos peripilários. Já o subgênero Leishmania se desenvolve 

diretamente no intestino médio, sendo chamados de suprapilários (189). As 

nectomônadas se transformam em formas leptomônadas que iniciam o 

segundo ciclo de replicação do parasito. Na válvula do intestino anterior, mais 

duas formas de promastigotas são encontradas: as haptomônadas e as 

metacíclicas. As formas haptomônadas são parasitos em forma de folha que 

possuem flagelos curtos e que funcionam como ponte para outros parasitos e a 

válvula do intestino anterior ou estomodeu. As promastigotas metacíclicas são 

as formas infectantes para o hospedeiro vertebrado e se desenvolvem a partir 

das leptomônadas. Essas formas são menores e mais delgadas do que as 

demais e possuem flagelo longo que permite que o parasito tenha grande 

mobilidade. A obstrução e a destruição da válvula do estomodeu pelos 

parasitos faz com que o sangue ingerido pelo flebotomíneo seja regurgitado, 

carregando as formas promastigotas metacíclicas para um novo hospedeiro 

vertebrado (188-191). 
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Figura 11- Desenvolvimento de Leishmania (Leishmania) no flebotomíneo 

vetor. Adaptado de Kamhawi et al, 2006 (188). 

 

 

1.12 Resposta imune na leishmaniose tegumentar 

A inoculação de Leishmania pelo inseto vetor pode ocasionar uma 

infecção inaparente, assintomática, ou levar ao desenvolvimento da 

leishmaniose nas formas cutânea ou visceral (192). O desfecho da infecção 

primária irá depender de fatores do parasito, do hospedeiro e do vetor. No que 

diz respeito ao hospedeiro, uma resposta imune adequada que envolva 

mecanismos da imunidade inata e adaptativa é fundamental para o controle da 

doença.     

Logo após a infecção, as promastigotas metacíclicas entram em 

contato com neutrófilos, macrófagos, monócitos e células dendríticas. Todas 

essas células podem ser infectadas por Leishmania. Os neutrófilos são células 

do sistema imune inato encontradas no sangue. Elas são as primeiras células a 

migrarem para áreas que sofreram algum dano tecidual ou que estão 
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infectadas e, por isso, exercem um papel fundamental na resposta inicial aos 

patógenos. Os neutrófilos são capazes de eliminar microorganismos através da 

liberação do conteúdo de seus grânulos tóxicos (no local da lesão ou no 

fagolisossomo) e através da formação de estruturas fibrosas extracelulares 

denominadas de NETs (Neutrophil Extracelular Traps) (193-195). Diversos 

fatores contribuem para a migração dos neutrófilos após a infecção com 

Leishmania, dentre eles, a injúria tecidual causada pela picada do 

flebotomíneo, componentes da saliva do vetor e proteínas produzidas pelo 

parasito (195). Vários estudos experimentais já demonstraram a migração de 

neutrófilos para o local do inóculo, independentemente da espécie de 

Leishmania utilizada, reforçando a importância dessas células durante os 

primeiros momentos da infecção (195-200). Além da eliminação direta dos 

parasitos, os neutrófilos também parecem atuar na modulação da resposta 

imune inata e adaptativa através da produção de citocinas e da interação com 

outras células, tais como, células dendríticas, macrófagos, células NK e 

linfócitos T e B (180, 201, 202). 

A infecção dos macrófagos na pele pode ocorrer diretamente ou ser 

facilitada pelos neutrófilos. A forma pela qual o parasito entra em contato com 

sua célula-alvo pode influenciar no tipo de resposta desenvolvida e, 

consequentemente, no desfecho da doença. Assim, quando os neutrófilos 

infectados entram em apoptose e são fagocitados, as leishmânias são 

transferidas de forma silenciosa, sem que haja ativação dos macrófagos (192). 

Este processo parece ser importante para o estabelecimento inicial da infecção 

pelo parasito já que a forma de ativação dos macrófagos e o tipo de resposta 

imune induzida depende do microambiente em que a célula se encontra. Os 

macrófagos podem ser ativados de duas maneiras: a primeira, chamada de 

ativação clássica, ocorre na presença das citocinas pró-inflamatórias, IFN- e 

TNF, ou de lipopolissacarídeos (LPS), sendo os macrófagos ativados por essa 

via denominados M1; a segunda forma de ativação, chamada de alternativa, se 

dá na presença das citocinas IL-4, IL-13, IL-10 e TGF- bem como de corpos 

apoptóticos e complexos imune, sendo os macrófagos denominados de M2 

(M2a, M2b e M2c) (Figura 12) (203, 204). Os macrófagos M1 têm alto potencial 

germicida, pois são capazes de produzir espécies reativas do oxigênio (ROS) e 
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do nitrogênio (RNS), produzir e secretar a enzima óxido nítrico sintase induzida 

(iNOS) e desviar o metabolismo da arginina para a produção de óxido nítrico 

(NO). Além disso, os macrófagos M1 produzem as citocinas TNF, IL-1, IL-6, 

IL-12 e IL-23, que promovem a diferenciação dos linfócitos T em células do tipo 

Th1 e o recrutamento de células NK para o local da lesão. Já os macrófagos do 

tipo M2 são orientados para o remodelamento e o reparo tecidual através da 

atuação da enzima arginase 1 (Arg1). Também produzem as citocinas anti-

inflamatórias IL-10 e TGF- e induzem o desenvolvimento de células Th2 e 

Treg (203, 204). A entrada do parasito via corpos apoptóticos é um mecanismo 

que induz a polarização dos macrófagos para o perfil M2, favorecendo a 

perpetuação da infecção. Outro fator importante para o estabelecimento da 

infecção é a liberação de IL-6 e TNF por macrófagos infectados com algumas 

espécies de Leishmania (203, 205). Essas citocinas induzem a expressão de 

fatores de adesão e quimiocinas que facilitam a migração de neutrófilos e 

monócitos, amplificando o número de células suscetíveis ao parasito (203).  
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Figura 12- Formas de ativação dos macrófagos. CA, células apoptóticas; Glic, 

glicocorticóides; CI, complexos imune. Adaptado de Arango Duque & 

Descoteaux, 2014 (203). 

 

 De fato, é observada uma migração mais intensa de monócitos para o 

local da infecção no decorrer dos dias. Essas células auxiliam na eliminação 

dos parasitos através da fagocitose. Elas também podem se diferenciar em 

macrófagos ou adotar uma morfologia semelhante à das células dendríticas 

sendo, por esse motivo, chamados de células dendríticas derivadas de 

monócitos (MoDC) (206, 207). Além dos neutrófilos, macrófagos e monócitos, 

as células de Langerhans e as células dendríticas residentes também são 

capazes de fagocitar os parasitos na pele. Inicialmente, acreditava-se que as 

células de Langerhans eram as responsáveis pela apresentação de antígenos 

aos linfócitos T nos linfonodos. Contudo, trabalhos posteriores demonstraram 

que as células dendríticas dérmicas é que, na verdade, exercem essa função. 

As células de Langerhans infectadas teriam função regulatória e estariam 

envolvidas na persistência do parasito (208-210) 
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As células dendríticas são uma população heterogênea de células 

apresentadoras de antígenos profissionais que são divididas em dois grandes 

grupos: 1) células dendríticas convencionais (cDC), especializadas na captura, 

processamento e apresentação de antígenos para as células T; e 2) células 

dendríticas plasmocitóides (pDC), que produzem interferon do tipo I (IFN- e 

IFN-) (209). Após o contato com patógenos ou estímulos inflamatórios, as 

células dendríticas passam por um processo de maturação e migração para os 

linfonodos, onde apresentam antígenos para os linfócitos T. 

Experimentalmente, já foi verificado que a infecção de células dendríticas com 

L. major é capaz de induzir a produção de IL-12 (211). Apesar dos macrófagos 

também serem células apresentadoras de antígenos profissionais, quando 

infectados por Leishmania, perdem a capacidade de produzir essa citocina 

(212, 213). Desta forma, as células dendríticas passam a ser as principais 

responsáveis pela polarização da resposta para o perfil Th1 na leishmaniose. 

No entanto, certas espécies de Leishmania (L. amazonensis, L. mexicana e L. 

tropica) induzem fracamente a produção de IL-12 pelas células dendríticas na 

fase amastigota. Por outro lado, foi verificado que na presença de células NK 

ativadas, as células dendríticas eram capazes de voltar a produzir essa citocina 

e expressar moléculas coestimulatórias, em um mecanismo de cooperação 

entre elas, levando a produção de IL-12 e IFN-(209). 

A diferenciação das células T naive em células efetoras ocorre nos 

linfonodos através da interação com as células apresentadoras de antígenos. 

Na presença de IL-12 e IFN-, as células T CD4+ se diferenciam em células T 

auxiliadoras do tipo 1 (Th1) que são produtoras de IFN- e TNF. Essas células 

migram até o local da infecção onde liberam suas citocinas. Tanto o IFN- 

quanto o TNF- são capazes de ativar os macrófagos pela via clássica, 

levando a produção de NO que é tóxico para o parasito. Os macrófagos 

ativados também produzem TNF- que de forma autócrina, aumenta a 

produção de NO e de ROS por essas células (213, 214). Quando ocorre 

polarização para o perfil Th2, as células T CD4+ secretam IL-4. Esta citocina 

induz regulação negativa da expressão do receptor para IL-12 em células Th1, 

levando a redução na produção de IFN- e um padrão de resposta Th2. 
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A resposta imune celular tem sido amplamente estudada em modelos 

experimentais murinos. A infecção de diferentes linhagens de camundongos 

com L. major demonstrou, pela primeira vez, o paradigma Th1/Th2 relacionado 

a resistência e a suscetibilidade às infecções intracelulares (215). 

Camundongos suscetíveis (BALB/c) desenvolvem lesões progressivas, com 

predominância da resposta Th2 e das citocinas IL-4, IL-5 e IL-13. Já os 

camundongos resistentes (C57BL/6) apresentam pequenas lesões, com 

poucos parasitos e predominância das citocinas IFN-, TNF- e IL-2, 

características da resposta Th1 (216, 217). Contudo, o mesmo padrão não é 

observado nas infecções experimentais com outras espécies de leishmânia e 

nas infecções humanas. Nas infecções experimentais com L. braziliensis, por 

exemplo, parece existir um maior equilíbrio entre as respostas Th1 e Th2, 

fazendo com que os parasitos sejam eliminados e as lesões curem 

espontaneamente (218). Na leishmaniose humana a resposta celular do tipo 

Th1 tem sido relacionada ao controle da infecção, mas também à patologia 

associada às formas cutâneas da doença (192). Além disso, tanto células com 

fenótipo Th1 quanto células com fenótipo Th2 podem ser encontradas 

simultaneamente na infecção humana (219), de forma que a caracterização de 

um perfil Th1 ou Th2 é determinado pela predominância de um tipo celular em 

relação ao outro. 

Um terceiro subconjunto de células T CD4+ efetoras, as células Th17, 

também parece estar envolvido na resposta imune a leishmaniose. Elas são 

células T auxiliadoras pró-inflamatórias que produzem a citocina IL-17. Esta 

citocina é responsável pelo recrutamento, migração e ativação de neutrófilos. 

Acredita-se que a IL-17 participe de mecanismos de proteção de epitélios 

contra bactérias extracelulares e fungos, mas que também esteja envolvida 

com dano tecidual em doenças inflamatórias imunomediadas (220). Na 

leishmaniose experimental, as células Th17 foram associadas à destruição 

tecidual, pois camundongos deficientes para a citocina apresentam lesões 

menores e com menos neutrófilos em comparação às lesões de camundongos 

normais. Adicionalmente, níveis elevados de IL-17 não conferiram diminuição 

da carga parasitária (221). O papel das células Th17 e dos neutrófilos no dano 

tecidual também vem sendo demonstrado na leishmaniose tegumentar 
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humana, na qual essas células foram associadas à patogênese da forma 

cutâneas da doença (222-224).  

Apesar de controlar a multiplicação do parasito, a resposta inflamatória 

excessiva acaba causando dano tecidual importante. Na forma mucosa da 

leishmaniose tegumentar, por exemplo, é observada uma intensa resposta do 

tipo Th1, enquanto na doença localizada a resposta inflamatória das céulas T 

CD4+ é contrabalanceada pelo aumento de células T produtoras de IL-10 (192, 

216). A principal função desta citocina é limitar a resposta imune através da 

inativação de macrófagos e células dendríticas com consequente inibição da 

secreção de citocinas pró-inflamatórias, da expressão de MHC de classe II e de 

moléculas coestimulatórias (CD40, CD80, CD86) (203). Quase todas as células 

do sistema imune inato e adaptativo podem produzir IL-10, incluindo: células 

dendríticas (225), macrófagos (203), mastócitos (226), células NK (227), 

eosinófilos (226), neutrófilos (228), células B (203), células T CD8+ e CD4+ dos 

tipos Th1, Th2, Th17 e Treg (216, 226, 229). Destas, a mais estudada na 

leishmaniose tegumentar são as células Treg (CD4+CD25+Foxp3+). Diversos 

estudos demonstraram que essas células estão relacionadas com a maior 

persistência dos parasitos e a cronicidade da doença (230-232). Por outro lado, 

elas têm um papel importante no controle do dano tecidual e do 

desenvolvimento de células de memória, demonstrando que o equilíbrio entre 

as funções efetoras e reguladoras das células T é crítico para o 

desenvolvimento de uma resposta imune adequada na leishmaniose (Tabela 3) 

(233-236). Mais recentemente, diferentes estudos demonstraram que as 

células Treg podem não ser as principais produtoras de IL-10 na leishmaniose. 

Foi sugerido que outras células possam atuar nesse processo de regulação, 

entre elas, as células Tr1 (237, 238).  
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Tabela 3 - Vantagens e desvantagens das células T reguladoras (Tregs) na infecção por Leishmania spp. 

 Poucas Tregs 

 

 

Número ideal de Tregs 

 

 

 

Muitas Tregs 

 

 Vantagem Desvantagem Vantagem Desvantagem Vantagem Desvantagem 

Parasito nenhuma eliminação do 

parasito 

sobrevivência 

transmissão 

nenhuma prevenção da 

resposta imune 

sobrevivência 

transmissão 

dano ao 

hospedeiro 

Hospedeiro eliminação do 

parasito 

dano tecidual controle da 

resposta imune 

excessiva 

manutenção de 

uma resposta 

imune protetora 

nenhuma nenhuma reativação 

cronicidade 

Adaptado de Belkaid, 2003 (235).
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Outra população de linfócitos T, as células CD8+, também parece estar 

relacionada com mecanismos de proteção na leishmaniose. Essas células 

normalmente atuam de duas maneiras: através da liberação de perforinas e 

granzimas na sinapse imunológica ou pela produção de citocinas, 

principalmente IFN-. Na leishmaniose, este último mecanismo é o mais 

relevante no controle da infecção, pois o IFN- produzido pelas células CD8+ é 

capaz de bloquear o desenvolvimento de células Th2, ativar os macrófagos e 

direcionar a diferenciação para o perfil Th1 (Figura 13) (216, 239). Já a 

citotoxicidade está mais relacionada com o agravamento das lesões, pelo 

menos no caso das infecções por L. braziliensis (216, 239, 240). A lise de 

células infectadas aumenta a inflamação e a liberação de parasitos, bem como 

a migração de células CD8+ de memória geradas antes da infecção por 

Leishmania (Figura 14). Acredita-se que esse processo desencadeado pelas 

células T CD8+ citotóxicas pode estar relacionado com a maior gravidade das 

lesões e com o aparecimento de metástases, como já foi observado em 

infecções experimentais (241). 

 

 

Figura 13 - Papel protetor das células T CD8+ na infecção por Leishmania sp.. 

As células T CD8+ produtoras de IFN- ativam os macrófagos, levando a 

eliminação dos parasitos. O IFN-liberado pelas células T CD8+ também 

aumenta a produção de IL-12 direcionando a resposta imune para o perfil Th1. 

Adaptado de Novais & Scott, 2015 (239). 
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Figura 14 - Efeito patogênico das células T CD8+ citotóxicas na infecção por 

Leishmania sp.. As células T citotóxicas migram até a lesões e lisam células 

infectadas, liberando moléculas pró-inflamatórias e parasitos. Com isso, outras 

células CD8+ migram até o local da infecção, amplificando o processo 

inflamatório. Os parasitos liberados infectam outras células e podem gerar 

mestástases. Mac, macrófago; Mo, monócito; Adaptado de Novais & Scott, 

2015 (239). 

 

Há, ainda, uma última subpopulação de linfócitos T CD4-CD8-, 

denominadas células T duplo negativas (DN), que produzem elevadas 

concentrações de citocinas. Elas podem ser células T, por possuirem as 

cadeias alfa e beta do TCR, ou células T por possuirem as cadeias gama e 

delta do receptor. Diversos estudos demonstraram o aumento de células T DN 

no sangue de humanos e no baço de camundongos infectados com 

Leishmania (242-244). Normalmente, o percentual de células DN na periferia é 

pequeno, variando de 1 a 5% do total de células T, sendo a maioria composta 

por células T (242, 244). Nos pacientes infectados com Leishmania foi 
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observado o contrário: a maioria das células DN expressavam o receptor αβ 

(242). Ao avaliar as células DN desses pacientes foi observado que ambas 

eram capazes de produzir citocinas pró-inflamatórias (IFN- e TNF-), porém 

as células T produziam uma maior quantidade de IL-10 (192, 242). Estes 

resultados sugerem que as células T DN também exercem um papel 

importante no controle e na regulação da resposta imune a leishmaniose já que 

são importantes produtoras de citocinas. Assim, o maior percentual de células 

T DN beneficia uma resposta protetora que leva a eliminação dos parasitos, 

mas que é regulada pela IL-10 produzida pelas células T. 

 

1.13 Uso de modelos experimentais na leishmaniose tegumentar 

Os modelos experimentais têm fornecido informações valiosas para a 

compreensão de diversos aspectos da leishmaniose. Eles são empregados, 

principalmente, em estudos que visam entender a patôgenese e os 

mecanismos imunes responsáveis pela eliminação e persistência dos 

parasitos, mas também em trabalhos voltados para o desenvolvimento de 

drogas e vacinas. Diferentes animais podem ser empregados nas infecções 

experimentais com Leishmania: roedores de laboratório (camundongo, rato ou 

hamster), roedores silvestres, cães e primatas (245, 246). Dentre esses, o 

modelo mais utilizado são os roedores de laboratório, em especial, os 

camundongos porque são de fácil acesso, tem custo de manutenção baixo em 

relação aos outros animais, possuem diferentes linhagens bem-estabelecidas e 

contam com inúmeros reagentes específicos para a espécie (245).   

Como a maioria das espécies de Leishmania são zoonóticas e, muitas 

vezes, os reservatórios naturais da doença são roedores encontrados em 

desertos, savanas ou florestas, a adaptação de camundongos como modelos 

experimentais para o estudo da leishmaniose foi algo relativamente fácil. 

Mesmo as espécies antroponóticas (como L. donovani e L. tropica) ou aquelas 

em que os animais reservatórios não são roedores (L. infantum) puderam ser 

empregadas em estudos com animais de laboratório, desde que altas doses ou 

inóculos sistêmicos do parasito fossem utilizados (247). 
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O modelo murino reproduz muitos aspectos das leishmanioses 

encontradas no Velho e no Novo Mundo. Os padrões produzidos durante a 

infecção experimental dependem da linhagem de camundongo (background 

genético), da espécie de leishmânia, da cepa, do número de parasitos e da via 

de inoculação utilizados (Tabela 4) (217, 248-251). Assim, os animais podem 

ser resistentes ou suscetíveis à infecção dependendo das condições 

experimentais, o que os tornam úteis no estudo das diversas manifestações 

clínicas que ocorrem nas doenças humanas. Apesar dos benefícios, os 

modelos murinos para estudo das leishmanioses humanas têm algumas 

limitações. A primeira delas é a variação genética existente na população 

humana que não é reproduzida nas linhagens de camundongos isogênicas. 

Outro fator importante é que não existem modelos murinos que reproduzam a 

leishmaniose mucosa (252). Além disso, a infecção normalmente é realizada 

com seringa, o que pode alterar o tipo de resposta imune desenvolvida, já que 

na saliva dos flebotomíneos existem uma série de moléculas com atividades 

biológicas importantes (174, 252, 253). 
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Tabela 4 - Diferentes modelos de infecção experimental com espécies 

dermotrópicas de Leishmania sp.  

Espécie 
Via de infecção 

Linhagem do 

camundongo 
Evolução 

L. major Subcutânea BALB/c Progressiva 

DBA/1 

DBA/2 

Crônica 

CBA 

C3H 

A/J 

C57BL 

Cura 

L. mexicana Subcutânea BALB/c Progressiva 

DBA/2 Sem lesão 

C3H 

C57BL 

Crônica 

A/J Cura 

L. amazonensis Subcutânea BALB/c 

C57BL/10 

Crônica 

L. braziliensis Subcutânea BALB/c Sem lesão 

Intradérmica BALB/c Cura 

Adaptado de Sacks & Melby, 2015 (247). 

 

As infecções experimentais com espécies dermotrópicas de 

Leishmania podem ser realizadas em diferentes locais: focinho, base da cauda, 

pata ou orelhas (246, 252, 254). O modelo de infecção em uma das patas 

traseiras é o mais utilizado (247). Nele, o número de parasitos inoculados por 

via subcutânea varia de 105 a 107 e a evolução da doença é acompanhada 

semanalmente pelo tamanho do inchaço observado na pata. O modelo de 

infecção na orelha foi desenvolvido mais recentemente e tem como vantagem 

utilizar um número menor de parasitos (103 a 105) por via intradérmica, o que 

reproduz melhor as infecções naturais causadas pelo inseto vetor (253, 255).  

Outra vantagem da infecção intradérmica na orelha, é que 

camundongos infectados L. braziliensis por essa via, desenvolvem lesões 

ulceradas que curam espontaneamente (255). Quando a infecção é feita pela 

via subcutânea na pata traseira, os animais não apresentam lesão ou 
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apresentam apenas pequenos inchaços que logo em seguida desaparecem 

(248). Foi observado que a infecção subcutânea com L. braziliensis nas 

linhagens C3H/HeJ, C57BL/6 e CBA/CaJ não mostraram nenhuma evidência 

de infecção enquanto as linhagens AKR/J e CBA/J apresentaram um edema 

pequeno e de curta duração quando os parasitas foram injetados no focinho 

dos animais. Já as linhagens SWR/J, C57L/J, A/J, A/HeJ e DBA/1J, 

desenvolveram pequenos nódulos que curaram espontaneamente. A linhagem 

de camundongos BALB/c foi considerada a mais suscetível à infecção 

subcutânea apesar dos animais não desenvolverem lesões graves e de longa 

duração (254). 

Outras espécies do subgênero Viannia (L. panamensis e L. 

guyanensis) também apresentam essa mesma dificuldade. Uma alternativa é o 

uso do hamster da espécie Mesocricetus auratus. Esse roedor é mais 

suscetível do que o camundongo e quando infectado com Leishmania (Viannia) 

spp. apresenta lesões com evolução rápida que, sob determinadas condições 

experimentais, podem se disseminar (246, 248). Essa característica de 

evolução rápida das lesões faz com que esses animais também sejam 

utilizados no isolamento de leishmânias a partir de amostras de campo (248). 

No entanto, o uso de hamsters não é muito comum no meio científico devido à 

carência de reagentes específicos para essa espécie. 

O desfecho das infecções experimentais com Leishmania em diferentes 

modelos está relacionado ao tipo de resposta imune desenvolvida. A cura 

espontânea da infecção subcutânea com L. braziliensis em camundongos 

BALB/c é dependente da produção de IFN-, IL-12 e TNF e uma menor 

expressão de IL-4, IL-10 e IL-13 nos linfonodos (218, 256). Na infecção 

intradérmica da orelha, algo semelhante foi encontrado. Os linfócitos T CD4+ e 

CD8+ desses animais produziam quantidades significativas de IFN-,fazendo 

com que a resposta imune celular fosse direcionada para o perfil Th1 e, 

consequentemente, que a replicação do parasito fosse controlada na lesão. Em 

contrapartida, os efeitos do IFN- eram contrabalanceados com a presença de 

IL-4, IL-5 e IL-10. Como resultado do equilíbrio entre as respostas Th1 e Th2, 

as lesões curam espontaneamente e os parasitos são eliminados do local de 
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infecção, mas não dos linfonodos (255), o que pode ser importante para o 

desenvolvimento de uma resposta de memória.  

A infecção experimental com L. amazonensis cursa de forma diferente 

dependendo da linhagem de camundongo utilizada. Camundongos das 

linhagens BALB/c e C57BL/10 são considerados mais suscetíveis à infecção e 

desenvolvem lesões crônicas (257, 258), enquanto camundongos das 

linhagens C3H, DBA, CBA e C57BL/6 apresentam resistência parcial à 

infecção com desenvolvimento mais demorado das lesões (259). Como não 

existe nenhuma linhagem de camundongo completamente resistente a infecção 

por L. amazonensis, a caracterização de uma resposta imune protetora e o 

papel da dicotomia de Th1 e Th2 não é bem definido neste modelo. De maneira 

geral, acredita-se que a resposta Th1 esteja relacionada à resistência e a 

resposta Th2 à suscetibilidade, sendo a combinação das duas responsável 

pelo desfecho da infecção. A suscetibilidade à infecção por L. amazonensis 

pode ser, portanto, resultado de uma série de fatores como a ausência da 

resposta Th1 (254), a prevalência da resposta Th2 sobre a resposta Th1 (260), 

ou a presença das duas respostas de maneira ineficiente (261). Mesmo a 

polarização para a resposta do tipo Th1 não confere necessariamente o 

fenótipo de resistência aos animais (262, 263). Tudo isso indica que outros 

mecanismos estão atuando na modulação da resposta imune durante a 

infecção com L. amazonensis. De fato, foi demonstrado que há regulação da 

expressão de IL-12, de maneira independente de IL-4, induzida pelo patógeno 

que limita a resposta do tipo Th1 nas infecções com L. amazonensis (264). Em 

seguida, foi verificado que a deficiência na resposta a IL-12 em camundongos 

infectados com L. amazonensis estava associada com um defeito específico na 

cadeia beta 2 do receptor de IL-12 que leva a uma diminuição da expressão do 

receptor funcional dessa citocina (264). 

 

1.14 Coinfecção 

A coinfecção é um evento comum nas populações naturais (265-267). 

A constante interação entre diferentes espécies na natureza facilita o 

estabelecimento do parasitismo e a ocorrência de infecções concomitantes. As 
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coinfecções podem envolver uma série de patógenos e causar diferentes 

efeitos no hospedeiro. Os sintomas, a suscetibilidade, o tempo de duração e o 

risco de transmissão das doenças podem ser modificados, dificultando o 

diagnóstico, o tratamento e o controle das mesmas (268). 

Os efeitos da coinfecção são resultado do tipo de interação que os 

parasitos estabelecem entre si e com seu hospedeiro e não simplesmente a 

soma dos efeitos individuais de cada parasito no hospedeiro. As interações dos 

parasitos podem ser neutras, quando a presença de um não afeta positiva ou 

negativamente o outro; sinérgicas, quando a presença de um parasito 

favorecere o estabelecimento do outro; ou antagônicas, quando um parasito 

prejudica o outro (Figura 15) (269). Além disso, as interações entre os parasitos 

podem ocorrer de forma direta ou indireta. Normalmante as interações indiretas 

são mediadas pelo hospedeiro e estão relacionadas a disponibilidade de 

recursos e ao sistema imune (270). 

 

 

Figura 15 - Exemplos de interações anagonistas, neutras e sinérgicas entre os 

parasitos. Adaptado de Birger et al., 2015 (269). 

 

 Assim que entram em contato com o hospedeiro, os parasitos 

precisam sobreviver aos diferentes mecanismos desencadeados pela resposta 

imune inata e adaptativa para se estabelecerem. Alguns patógenos são 

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

também a infecção por outros organismos. Por outro lado, a resposta imune 

desenvolvida em função de um parasito pode reconhecer outros agentes 
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antigenicamente parecidos, num fenômeno chamado de imunidade cruzada, 

prevenindo, desta forma, infecções sucessivas ou concomitantes. O ponto 

negativo para o hospedeiro, é que a imunidade cruzada pode desencadear 

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

passam a ser reconhecidos (268). Determinados parasitos podem, ainda, 

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

Th2, sendo o grau e o tipo de polarização dependentes do tipo de patógeno 

envolvido (268, 271). De uma forma geral, protozoários intracelulares induzem 

respostas do tipo Th1 e helmintos estimulam respostas do tipo Th2. Como os 

dois tipos de respostas se contrapõem, acredita-se que a polarização para um 

dos dois perfis irá afetar a resposta ao segundo parasito modificando a 

imunopatologia da doença (271). A maioria dos estudos de coinfecção leva em 

consideração essa última abordagem, porém alterações muito mais complexas 

podem ocorrer no sistema imune durante as coinfecções o que justificaria 

alguns resultados inesperados em infecções experimentais ou em estudos 

longitudinais com populações humanas. 

Inúmeros trabalhos relatam a infecção concomitante de plasmódios com 

helmintos, vírus ou bactérias (141, 272-274). Muitos desses estudos são 

controversos, mostrando ora maior, ora menor suscetibilidade, ou nenhuma 

influência na evolução da malária. Na coinfecção humana com Schistosoma 

mansoni, por exemplo, alguns trabalhos demonstraram um aumento da 

morbidade da malária enquanto outros não encontraram nenhuma associação 

(275-277). Alguns helmintos, como os ancilostomídeos, causam redução do 

número de eritrócitos disponíveis para a reprodução dos plasmódios. No 

entanto, a anemia provocada pelos parasitos intestinais pioram os sintomas da 

malária, aumentando a gravidade da doença (273). Em relação aos vírus, a 

maior parte dos trabalhos avaliam a malária em pacientes portadores de HIV. 

Normalmente são observadas parasitemias maiores e índices hematimétricos 

menores em pacientes coinfectados, especialmente quando as contagens de 

células CD4 estão baixas (278-281).  

A coinfecção de leishmaniose tegumentar e HIV é igualmente estudada. 

Em geral, os pacientes têm apresentações atípicas da LTA. Acredita-se que a 

imunodepressão causada pelo vírus facilite a progressão e o agravamento da 
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doença, explicando o aparecimento das formas atípicas (282-284). Também foi 

verificado que as coinfecções por L. braziliensis e helmintos em humanos 

alteram tanto o curso clínico da leishmaniose cutânea quanto à resposta imune 

à infecção, ocorrendo aumento no tempo de cura das lesões e mudança de 

perfil de resposta Th1 para Th2 (285-287). 

Até o momento, não existem relatos da coinfecção humana com 

Plasmodium e espécies dermotrópicas de Leishmania apesar das áreas de 

distribuição das doenças se sobreporem em muitas regiões do mundo, 

inclusive no Brasil. No entanto, existem vários relatos de pacientes com 

leishmaniose visceral e malária em diferentes países como Índia, Sudão, o 

Iêmen, Uganda e Malásia, além de um relato de 1948 em Atenas, Grécia (288-

293). Nestes trabalhos, foi observado que os pacientes coinfectados 

normalmente apresentavam maior gravidade e anemia mais acentuada. A 

dificuldade em se fazer o diagnóstico das duas doenças simultaneamente pode 

estar relacionada com esse fato, já que, em grande parte dos casos, uma 

doença é tratada antes que se descubra a existência da outra (291, 292). Mas 

também é possível que alterações da resposta imunológica estejam 

influenciando no curso das infecções. Ao avaliar o perfil de citocinas séricas de 

pacientes coinfectados, van den Bogaart e colaboradores observaram uma 

polarização da resposta para o perfil Th1, com produção de citocinas pró-

inflamatórias (IFN-, TNF) e de IL-12 e IL-17 em níveis mais elevados do que 

nas monoinfecções, demonstrando que o sistema imune responde de maneira 

diferente em infecções concomitantes pelos dois parasitos (294). 

Posteriormente, o mesmo grupo observou que células dendríticas estimuladas 

in vitro com promastigotas de L. donovani e com eritrócitos infectados com P. 

falciparum não maturavam adequadamente e que produziam níveis baixos de 

IL-12 (295), sugerindo uma possível modificação na resposta inicial do 

hospedeiro na presença dos dois parasitos. 

A coinfecção malária e leishmaniose cutânea foi avaliada apenas em 

modelos experimentais. Coleman e colaboradores observaram que a 

coinfecção de camundongos com L. amazonensis e P. yoelii nas linhagens 

BALB/c e C57BL/6 aumentava a suscetibilidade e a severidade das duas 
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doenças. As parasitemias dos animais coinfectados eram maiores do que as 

parasitemias dos animais infectados apenas com P. yoelii quando L. 

amazonensis foi inoculada semanas ou dias antes do inóculo de plasmódio. As 

lesões causadas pela infecção com L. amazonensis também foram maiores 

nos camundongos concomitantemente infectados com P. yoelii em comparação 

com camundongos infectados apenas por L. amazonensis (296, 297). No 

entanto, esses autores não avaliaram as possíveis alterações da resposta 

imune que poderiam estar atuando no agravamento das infecções.  

 

1.15 Justificativa 

No Brasil, malária e leishmaniose cutânea apresentam áreas de 

distribuição em comum e ambas têm alta prevalência na região Amazônica. 

Apesar disso, não existem dados do Ministério da Saúde sobre a prevalência 

da coinfecção humana por Plasmodium spp. e Leishmania spp. dermotrópicas 

e nem trabalhos que relatem a ocorrência de alterações na história natural das 

dessas doenças quando se encontram associadas. Também não existem 

dados a respeito da infecção humana por espécies dermotrópicas de 

leishmânia e plasmódios em outros países. Contudo, a coinfecção por 

plasmódio e leishmânias do Complexo Donovani (leishmaniose visceral) já foi 

relatada em diferentes trabalhos demonstrando que a infecção simultânea 

pelos dois parasitos não é um evento raro na natureza (288-292). 

O modelo experimental utilizando roedores é bem aceito no meio 

científico e a grande diversidade de linhagens de camundongos associada à 

infecção por diferentes espécies de Plasmodium spp. e de Leishmania spp. têm 

contribuído para compreender aspectos envolvidos na patogênese dessas 

doenças. O estudo da malária a partir de modelos murinos oferece a 

oportunidade de desvendar mecanismos imunológicos que podem estar 

envolvidos na doença, uma vez que há similaridades entre a resposta imune e 

características patológicas da infecção em humanos e camundongos (131, 132, 

143, 298, 299). O modelo murino também é muito importante no estudo das 

leishmanioses cutâneas. Ele reproduz muitos aspectos das doenças 

encontradas no Velho e no Novo Mundo, sendo os padrões produzidos durante 
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a infecção experimental dependentes da linhagem de camundongo, da espécie 

de leishmânia, do número de parasitos e da via de inoculação utilizada (217, 

245, 246, 249-251). 

Existem poucos trabalhos de coinfecção entre P. yoelii e leishmânias 

dermotrópicas em modelos experimentais e nenhum deles avalia as possíveis 

alterações da resposta imune no curso das doenças (296, 297, 300, 301). 

Acreditamos que as coinfecções possam ser um mecanismo importante de 

modulação da resposta imune, já que diversos trabalhos vêm demonstrando a 

alteração do curso das infecções que ocorrem simultaneamente. Em alguns 

casos, as coinfecções podem ser benéficas aos hospedeiros e em outros 

causar prejuízos. Na coinfecção de camundongos BALB/c com Listeria 

monocytogenes e a cepa letal de P. yoelii, por exemplo, foi observada uma 

inibição da multiplicação do plasmódio e um aumento na produção de IFN- no 

início da infecção, aumentando a sobrevida dos camundongos coinfectados em 

relação aos infectados apenas com P. yoelii (302). Em outro modelo de 

coinfecção, desta vez, com Salmonella, foi observado que o metabolismo do 

heme na infecção malárica altera os mecanismos de explosão oxidativa dos 

granulócitos e que isso contribui para a suscetibilidade à infecção pela bactéria 

(303, 304). Também nas coinfeções por leishmânia o desfecho pode ser 

benéfico ou prejudicial dependendo dos parasitos envolvidos. Na coinfecção 

por L. major e Toxoplasma gondii foi observada uma redução do tamanho das 

lesões, do infiltrado inflamatório e da carga parasitária de leishmânia durante a 

fase aguda da toxoplasmose, mas não na fase crônica da doença (305). Na 

coinfecção com Schistosoma mansoni a resolução das lesões de L. major 

ocorreu mais tardiamente provavelmente em função de uma resposta do tipo 

Th2 inicial ao helminto (306).  

Considerando a importância do estudo da coinfecção Plasmodium spp. e 

Leishmania spp. para o entendimento do curso das infecções naturais, visto 

que diversas populações estão sobre o risco de contrair as duas doenças 

simultaneamente, este trabalho investiga os aspectos clínicos, parasitológicos 

e imunológicos da coinfecção por P. yoelii 17XNL (não-letal) e L. braziliensis ou 

L. amazonensis no modelo murino. 
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

Avaliar a influência das coinfecções por P. yoelii 17XNL e L. braziliensis 

ou L. amazonensis no curso das infecções e da resposta imunológica de 

camundongos BALB/c. 

 

2.2 Objetivos específicos 

 

 Verificar as possíveis influências das coinfecções por P. yoelii 17XNL e L. 

braziliensis ou L. amazonensis no curso da malária e das leishmanioses 

nos camundongos BALB/c; 

 Avaliar a evolução da parasitemia na coinfecção P. yoelii 17XNL e L. 

braziliensis ou L. amazonensis em relação ao grupo infectado apenas 

com P. yoelii 17XNL; 

 Comparar o desenvolvimento das lesões e o aparecimento de úlceras na 

coinfecção P. yoelii 17XNL e L. braziliensis em relação ao grupo infectado 

apenas com L. braziliensis; 

 Comparar o desenvolvimento das lesões e o aparecimento de úlceras na 

coinfecção P. yoelii 17XNL e L. amazonensis em relação ao grupo 

infectado apenas com L. amazonensis; 

 Avaliar a carga parasitária das lesões na coinfecção P. yoelii 17XNL e L. 

braziliensis ou L. amazonensis e nas monoinfecções; 

 Avaliar a carga parasitária dos linfonodos de drenagem das lesões na 

coinfecção P. yoelii 17XNL e L. braziliensis ou L. amazonensis e nas 

monoinfecções; 
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 Verificar se há diferenças entre a coinfecção por P. yoelii 17XNL e L. 

braziliensis em relação a coinfecção por P. yoelii 17XNL e L. 

amazonensis; 

 Caracterizar as populações de células T no baço, timo e linfonodos dos 

animais mono e coinfectados ao longo da infecção; 

 Analisar a cinética dos níveis de citocinas (IFN-, TNF, IL-6, IL-4, IL-2, IL-

10, IL-13 e IL-17) no soro de camundongos mono e coinfectados. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Animais 

Camundongos isogênicos fêmeas da linhagem BALB/c, livres de 

patógenos específicos (SPF, specific pathogen free), com idade entre 6 e 8 

semanas, fornecidos pelo Centro de Criação de Animais de Laboratório 

(CECAL) do IOC/FIOCRUZ, foram utilizados neste estudo. Durante a fase 

experimental os animais foram mantidos no biotério de experimentação do 

Pavilhão Leônidas Deane do IOC, sob temperatura de 18 ºC, umidade relativa 

de 50% (+/- 5%) e recebendo água e ração ad libitum. Os animais foram 

manipulados de acordo com o protocolo de estudo aprovado pelo Comitê de 

Ética de Uso de Animais da FIOCRUZ (CEUA-FIOCRUZ), sob a licença LW-

17/11 (Anexo 1). 

 

3.2 Parasitos 

3.2.1 Plasmodium yoelii 17XNL 

O plasmódio murino, Plasmodium yoelii 17XNL (não letal), gentilmente 

cedido pelo Dr. Fábio T. M. Costa da Universidade de Campinas-SP, foi 

mantido criopreservado à -196 ºC em solução de Alserver no Laboratório de 

Simulídeos, Oncocercose e Infecções Simpátricas: Mansonelose e Malária - 

IOC/FIOCRUZ.  

 

3.2.2 Leishmania braziliensis e L. amazonensis 

As espécies Leishmania braziliensis (MCAN/BR/98/R619) e Leishmania 

amazonensis (IFLA/BR/67/PH8), previamente caracterizadas através de três 

diferentes técnicas moleculares (análise do perfil de restrição do DNA do 

cinetoplasto, eletroforese de isoenzimas e radioimunoensaio usando anticorpos 

monoclonais específicos pelo Laboratório de Pesquisa em Leishmaniose - 

IOC/FIOCRUZ), foram mantidas criopreservadas a -196 ºC em meio Schneider 
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contendo 30% de Soro Fetal Bovino (SFB, Hyclone - EUA) inativado e 8% de 

glicerol no Laboratório de Imunoparasitologia - IOC/FIOCRUZ. 

 

3.3 Infecção experimental 

3.3.1 Plasmodium yoelii 17XNL 

Para a infecção experimental com plasmódio, alíquotas de sangue de 

camundongos contendo 2 X 108 hemácias parasitadas (HP)/200L foram 

descongeladas a temperatura de 36 ºC e inoculadas em, pelo menos, 3 

camundongos BALB/c por via intraperitoneal (IP). Esses camundongos foram 

fontes de parasitos para infecção dos animais do experimento. Após 7 dias do 

inóculo, o sangue destes animais foi coletado com heparina (500 UI). A 

parasitemia (geralmente em torno de 30%) e a hematimetria foram 

determinadas para o ajuste da concentração de parasitos a serem inoculados 

nos camundongos do experimento segundo a Tabela 5. 

 

3.3.2 Leishmania braziliensis e L. amazonensis 

Leishmania braziliensis e L. amazonensis foram mantidas em cultura 

no meio Schneider Drosophila (Sigma) com 10% de SFB, 100 UI de penicilina, 

100 g de estreptomicina e 1.5 mM de glutamina (todos reagentes da Sigma). 

As formas promastigotas até a quinta passagem em cultura foram mantidas em 

estufa para Demanda Bioquímica de Oxigênio (BOD) à 25 ºC até que 

atingissem a fase estacionária. Os parasitos foram, então, centrifugados (1.000 

X g, 10 min, 20 °C) e ressuspensos em salina tamponada com fosfato (PBS, 

0,15 M; pH 7,2). Neste momento foi realizada a contagem do número de 

parasitos em câmara de Neubauer e o ajuste da concentração para a infecção 

das duas orelhas de cada animal como apresentado na Tabela 5. 
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Tabela 5- Via e inóculo da infecção experimental de camundongos BALB/c com 

Plasmodium yoelii e Leishmania spp. 

Parasitos Via de Inóculo Inóculo/Animal 

P. yoelii 17XNL IP 1 X 106 HP / 200 L de NaCl 0,9%* 

L. braziliensis ID – orelhas 1 X 105 parasitos / 10 L de PBS* 

L. amazonensis ID – orelhas 1 X 104 parasitos / 10 L de PBS* 

HP = hemácias parasitadas; IP = Intraperitoneal; ID = Intradérmica. * estéril  

 

 

3.4 Desenho experimental 

Os camundongos BALB/c foram divididos aleatoriamente em 6 grupos 

experimentais: controle (C), animais não infectados; P. yoelii 17XNL (Py), 

animais inoculados intraperitonealmente com plasmódio; L. braziliensis (Lb) e 

L. amazonensis (La), animais inoculados por via intradérmica com as 

respectivas espécies de leishmânia; e coinfectados (Lb+Py e La+Py), animais 

infectados com plasmódio e uma das duas espécies de leishmânia citadas 

anteriormente. Cada grupo experimental continha de 25 a 30 animais e os 

experimentos foram repetidos, no mínimo, 3 vezes. 

Inicialmente, os camundongos foram infectados com L. braziliensis ou 

L. amazonensis três dias antes da infecção com o P. yoelii 17XNL definido 

como dia zero do estudo (Figura 16). Nos dias 5, 10, 17 e 25 do experimento, 6 

camundongos dos grupos Py, Lb, La, Lb+Py e La+Py, e 4 camundongos do 

grupo controle foram submetidos à eutanásia. Amostras de baço, timo, 

linfonodos, orelhas e alíquotas de sangue foram coletadas, processadas e/ou 

armazenadas para análises imunológicas e parasitológicas. Os camundongos 

foram acompanhados ao longo de 11 semanas para avaliação da evolução das 

lesões e da taxa de sobrevivência. Experimentos preliminares foram realizados 

para definição das doses, vias de infecção e pontos de avaliação imunológica e 

parasitológica. 
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Figura 16- Desenho experimental. Camundongos foram inoculados com L. 

braziliensis (círculos pretos) ou L. amazonensis (círculos cinzas) três dias antes 

da infecção com P. yoelii 17XNL (círculos brancos). Nos dias assinalados com 

as setas, 6 animais dos grupos Py, Lb, La, Lb+Py e La+Py e 4 do grupo C 

foram submetidos à eutanásia para coleta de órgãos e de sangue. 

 

 

3.5 Acompanhamento das infecções 

3.5.1 Infecção por P. yoelii 17XNL 

Para a avaliação da infecção por P. yoelii 17XNL foram confeccionadas 

distensões sanguíneas em dias alternados, a partir do terceiro dia de infecção, 

até não serem mais encontradas formas sanguíneas do parasito no sangue 

periférico. Uma gota de sangue foi retirada da ponta da cauda de cada animal 

para a confecção da distensão sanguínea. Depois de secar, as lâminas foram 

fixadas com metanol P.A. e coradas com Giemsa. As leituras foram realizadas 

em microscópio óptico (Leica, modelo DMLS) no aumento de 1.000 vezes. A 

parasitemia foi estimada pela contabilização do número de células parasitadas 

em um total de 1.000 hemácias conforme a fórmula abaixo: 

% parasitemia =   número de hemácias parasitadas X 100 

                     1.000 hemácias 
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3.5.2 Infecção por L. braziliensis ou L. amazonensis 

3.5.2.1 Avaliação das lesões 

A evolução da infecção por Leishmania spp. foi acompanhada 

semanalmente pela medição do tamanho das lesões nas orelhas utilizando o 

paquímetro digital Absolute Digimatic (Mitutoyo) (Figura 17). Simultaneamente, 

foi verificado o momento do aparecimento e o percentual de úlceras nas lesões 

dos animais ao longo do período de acompanhamento. 

 

 

Figura 17- Medição de lesão causada por Leishmania spp. com paquímetro 

digital 

 

 

3.5.2.2 Avaliação da carga parasitária das lesões 

A carga parasitária das lesões causadas pela infecção por Leishmania 

spp. foi quantificada pelo método de diluição limitante. Para isso, seis 

camundongos de cada grupo monoinfectado e coinfectado foram selecionados 

nos dias 5, 10, 17 e 25 do experimento. Portanto, foram analisadas 12 orelhas 
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e 12 linfonodos de drenagem de cada grupo nos quatro momentos diferentes 

de infecção. 

As orelhas foram retiradas de forma asséptica após a eutanásia dos 

animais com CO2 e colocadas em tubos de 50 mL com 10 mL de etanol (álcool 

etílico) a 70% por 10 a 15 min. Decorrido este tempo, as orelhas foram 

retiradas dos tubos e colocadas sobre papel de filtro estéril até que o álcool 

evaporasse por completo. Com o auxílio de pinças, separou-se a parte dorsal 

da parte ventral das orelhas, expondo a derme da mesma. Feito isto, as 

orelhas foram colocadas com a parte interna voltada para baixo em placas de 

24 poços (Nunc) com 0,5 mL de meio Schneider com antibiótico e Liberase 

(0,05 mg/mL, Roche). Após duas horas de incubação (37º C em estufa de CO2 

a 5%) as orelhas foram cortadas em pequeníssimos pedaços com tesoura 

curva e homogeneizadas com Pestle em um volume de 2 mL de meio 

Schneider. Em seguida, foi realizada a diluição limitante com o material obtido 

de cada uma das orelhas em placas de 96 poços (Nunc). No primeiro poço foi 

feita uma diluição de 1:5 e nos poços seguintes a diluição seriada de fator 3 até 

completar 16 poços. As placas foram, então, incubadas em estufa BOD por 7 

dias a 26 ºC. Nos dias 5 e 7 os poços foram observados em microscópio 

invertido e o último poço que apresentava parasito no dia 7 foi marcado. Neste 

poço, considerou-se que apenas 1 parasito foi depositado inicialmente. A partir 

do valor de diluição do último poço positivo e o volume inicial de macerado da 

orelha, o número de parasitos por lesão foi calculado com a fórmula abaixo: 

Nº de parasitos na lesão= 5 (primeira diluição) x 3a x 50 

a= o número do último poço com diluição 1:3 positivo 

 

 

3.5.2.3 Avaliação da carga parasitária dos linfonodos de drenagem da 

lesão 

Os linfonodos submandibulares e submandibulares acessórios (Figura 

18) foram retirados de forma asséptica após a eutanásia dos animais com CO2 
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e colocadas em tubos de 1,5 mL contendo 400 L de meio RPMI 1640 (Sigma-

Aldrich). Em seguida, foram macerados com o auxílio de um pistilo até que o 

órgão fosse completamente desagregado. Foi retirado 40 L de cada 

suspensão para a primeira diluição de 1:5 em meio Schneider com antibiótico 

em placa de 96 poços. Nos demais poços foi feita a diluição seriada de fator 3 

até completar 16 poços. Desse ponto em diante, foi seguido o mesmo 

procedimento descrito anteriormente no item 3.5.2.2 para a determinação da 

carga parasitária das lesões das orelhas. O cálculo para determinar o número 

de parasitos no linfonodo foi realizado pela fórmula abaixo: 

Nº de parasitos na lesão= 5 (primeira diluição) x 3a x 10 

a= o número do último poço com diluição 1:3 positivo 

 

 

 

Figura 18- Linfonodos submandibulares e submandibulares acessórios. 

Adaptado de Walk et al., 2014 (307). 
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3.6 Quantificação da concentração de citocinas no soro 

Para realizar a quantificação da concentração de citocinas no soro dos 

camundongos, foi coletado cerca de 1 mL de sangue, em tubos de 1,5 mL sem 

anticoagulante, de 6 animais dos grupos Py, Lb, La, Lb+Py e La+Py e de 4 

animas do grupo C nos dias 5, 10, 17 e 25 do estudo. Decorridos cerca de 30 

minutos do momento da coleta, o sangue foi centrifugado (600 x g, 10 min, 20 

°C). Em seguida, o soro foi recolhido e congelado à -20 ºC para posterior 

utilização.  

A dosagem de citocinas no soro foi realizada utilizando o kit comercial 

Cytometric Bead Array (CBA) Mouse Th1/Th2/Th17 Cytokine Kit (BD 

Biosciences) segundo as instruções do fabricante. Os limites de detecção do kit 

são apresentados na Tabela 6. Resumidamente, foram adicionados 25 L da 

mistura de beads de captura de citocinas à 25 L de amostra de soro e 25 L 

de reagente de detecção Th1/Th2/Th17 PE. Após uma incubação de 2 h em 

temperatura ambiente, adicionou-se 1 mL de tampão de lavagem e os tubos 

foram centrifugados (200 x g, 5 min, 20 °C). O sobrenadante foi retirado 

cuidadosamente e foi adicionado mais 300 L de tampão de lavagem. O 

precipitado com as beads foi ressuspendido e as amostras foram levadas para 

a leitura no citômetro de fluxo FACSCalibur (BD Biosciences) da Plataforma de 

Citometria de Fluxo do IOC/FIOCRUZ. Os dados obtidos foram analisados no 

programa FCAP Array versão 3.0 (BD Biosciences). A partir das intensidades 

médias de fluorescência de concentrações conhecidas, fornecidas pelo Kit, o 

programa de análise construiu curvas-padrão para cada citocina e determinou 

as concentrações de cada uma delas no soro testado automaticamente (Figura 

19). 
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Tabela 6- Limite de detecção do kit Cytometic Bead Array (CBA) Mouse 

Th1/Th2/Th17 Cytokine Kit (BD Biosciences) 

Citocina Limite de Detecção 

IFN- 0,5 pg/mL 

TNF 0,9 pg/mL 

IL-2 0,1 pg/mL 

IL-4 0,03 pg/mL 

IL-6 1,4 pg/mL 

IL-17 0,8 pg/mL 

IL-10 16,8 pg/mL 

 

 

 

Figura 19- Exemplo de curva-padrão de TNF obtida no programa FCAP Array 

versão 3.0 
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3.7 Avaliação do timo 

3.7.1 Massa relativa do timo 

Camundongos de cada grupo de estudo foram pesados em uma 

balança digital (Shimadzu, modelo BL320H). Após a eutanásia, os timos foram 

retirados e também foram pesados. A massa relativa do timo, também 

denominada índice tímico, foi calculada através da relação entre a massa do 

timo e a massa corporal do respectivo camundongo pela seguinte fórmula: 

Massa relativa do timo=              massa do timo (mg) 

                                        massa corporal do camundongo (g) 

 

 

3.7.2 Celularidade e imunofenotipagem de timócitos 

Após a remoção do timo, o órgão foi colocado em um Potter contendo 

2 mL de meio RPMI suplementado com 10% de SFB e macerado 

delicadamente. As células desprendidas foram recolhidas em tubos de 15 mL e 

centrifugadas (350 x g, por 5 minutos a 20°C). O número de células e a 

viabilidade celular foram determinados por contagem em câmara de Neubauer 

utilizando o corante vital Azul de Tripan (Sigma-Aldrich) a 0,1%, segundo a 

fórmula abaixo. A concentração de células foi ajustada para 1 x 106 células 

viáveis/mL. 

nº de células por mL=    nº de células em 4 quadrantes x diluição x 104 

                       4 

 

 Em cada poço de uma placa com fundo em "U" (Nunc), foram 

depositadas 1 X 106 células para caracterização fenotípica de linfócitos T. As 

placas foram centrifugadas (5 minutos, 350 X g, a 20 °C) e, em seguida, as 

células foram ressuspensas em 20 L de tampão de bloqueio – solução de 

PBS com 0,1% de albumina de soro bovino (BSA, Sigma) contendo 10 g/mL 
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de anticorpo 2.4G2 (anti-CD16/CD32, BD Biosciences). Após incubação de 15 

minutos à 20 ºC, foram adicionados 10 L de tampão de bloqueio contendo os 

anticorpos de superfície anti-CD4, anti-CD8 e anti-CD3 conjugados com FITC, 

APC e PE, respectivamente. Após uma nova incubação (30 min a 4 ºC), duas 

lavagens foram realizadas com 100 L e depois com 150 L de PBS/ 0,1% de 

BSA por centrifugação (350 X g, 5 minutos, 20 ºC). Em seguida, as células 

foram fixadas com 100L de paraformaldeído (PFA, Sigma-Aldrich) a 1% por 

15 min. Mais duas lavagens foram realizadas com a solução PBS / 0,1% BSA 

(350 X g, 5 minutos, 20 ºC). Após as lavagens, as células foram 

ressuspendidas em 150 L de solução PBS / 0,1% de BSA e transferidas para 

tubos próprios para leitura em citômetro de fluxo. As leituras foram realizadas 

em até 24h após a marcação no citômetro de fluxo FACSCantoII (BD 

Bioscience) do Laboratório de Pesquisas sobre o Timo (IOC/FIOCRUZ). Os 

dados obtidos foram analisados no programa FlowJo versão 7.5.5 (TreeStar, 

Estados Unidos). 

 

3.8 Avaliação dos linfonodos 

3.8.1 Obtenção e imunofenotipagem das células dos linfonodos 

Após a eutanásia dos animais, os linfonodos de drenagem das lesões 

nas orelhas (submandibulares e submandibulares acessórios, total de 4, 

(Figura 18) os linfonodos subcutâneos (4 cervicais, 2 axilares, 2 braquiais e 2 

inguinais), e mesentéricos (cadeia mesentérica, total de 4) (Figura 20) foram 

retirados e colocados em tubos de 15 mL contendo 5 mL de meio RPMI 1640 

(Sigma-Aldrich) com 10% de SFB (Gibco-Invitrogen, Estados Unidos). Os 

órgãos foram macerados manualmente com o auxílio de um homogeneizador 

de tecidos tipo Potter. As células desprendidas foram recolhidas em tubos de 

15 mL e centrifugadas (350 x g, 5 minutos, 20 °C). O número de células e a 

viabilidade celular foram determinados por contagem em câmara de Neubauer 

utilizando o corante vital Azul de Tripan (Sigma-Aldrich). Como descrito no item 

3.7.2, o número de células e a viabilidade celular foram determinados por 
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contagem em câmara de Neubauer utilizando o corante vital Azul de Tripan 

(Sigma-Aldrich) e em seguida, a marcação extracelular foi realizada. 

 

 

Figura 20- Localização dos linfonodos cervicais, axilares, braquiais, inguinais e 

mesentéricos em camundongo. Adaptado de Dunn, 1954 (308). 

 

3.9 Avaliação do baço 

3.9.1 Obtenção e imunofenotipagem de esplenócitos 

Após a eutanásia dos camundongos selecionados em cada ponto de 

estudo, os baços foram retirados de forma asséptica e colocados em placas de 
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Petri contendo 5 mL de meio RPMI 1640 (Sigma-Aldrich). Em seguida, os 

órgãos foram macerados com o auxílio de uma peneira de nylon (BD Falcon 

Cell Strainer 70 m) e um êmbolo de seringa estéril. O material foi recolhido em 

tubos tipo Falcon de 50 mL e após completar o volume para 15 mL com RPMI 

1640 foi centrifugado (400 x g, 10 min, 10 ºC). O sobrenadante obtido após a 

centrifugação foi desprezado e as células foram submetidas a mais 2 lavagens 

com 10 mL de meio RPMI 1640, quantificadas e a viabilidade celular foi 

avaliada pelo corante vital Azul de Tripan (Sigma-Aldrich). Em seguida, as 

células obtidas foram marcadas com os anticorpos anti-CD3, anti-CD4 e anti-

CD8 conforme descrito no item 3.7.2. 

 

 

3.10 Análise estatística 

O tamanho dos grupos experimentais foi determinado através do software 

G*Power versão 3.1.9. Para isso, foi feita uma análise a Priori levando em 

consideração o teste estatístico que seria utilizado nas análises futuras (teste 

não-paramétrico de Mann-Whitney), tamanho de efeito igual a 1, nível de 

significância de 5% e poder estatístico de 80 à 95%.  

Os resultados de parasitemia, medida de lesão, nível de citocinas e perfis 

celulares foram avaliados pelo teste não paramétrico de Mann-Whitney. O 

aparecimento de úlceras foi avaliado pelo teste Qui-quadrado e as curvas de 

sobrevivência pelos testes de Mantel-Cox e Gehan-Breslow-Wilcoxon. Todas 

as análises foram realizadas no programa GraphPad Prism versão 6.0 

(GraphPad Software, Estados Unidos). Foram considerados estatisticamente 

significativos os dados que apresentavam P<0,05. 
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4 RESULTADOS 

4.1 Alterações parasitológicas  

4.1.1 Infecção por P. yoelii 17XNL 

O inóculo intraperitoneal com 1 x 106 hemácias parasitadas por P. yoelii 

17XNL foi capaz de estabelecer a infecção em 100% dos animais dos grupos 

Py, Lb+Py e La+Py. Os parasitos foram detectados no sangue periférico dos 

camundongos a partir do terceiro dia de infecção. Foi observado um aumento 

progressivo da parasitemia com um pico discreto no dia 5 e outro entre os dias 

10 e 17 da infeccão por P. yoelii 17XNL. A partir do dia 17, a parasitemia 

começou a diminuir rapidamente não sendo mais detectadas formas 

sanguíneas de plasmódio em, no máximo, 30 dias. 

A parasitemia média do grupo coinfectado com L. braziliensis (21,37%) 

ao longo da infecção foi menor do que a parasitemia do grupo infectado apenas 

com P. yoelii (25,92%). Houve diferença estatística entre as parasitemias dos 

grupos Py e Lb+Py nos dias 3 (P=0,004), 11 (P= 0,029), 13 (P= 0,032) e 19 (P= 

0,040) de infecção. Além disso, houve redução do período patente nos 

camundongos coinfectados em relação aos monoinfectados (Figura 21A). No 

grupo La+Py, ao contrário, a parasitemia média foi maior (28,11%) do que a 

parasitemia do grupo infectado apenas com plasmódio (27,85%). Foi 

observada diferença estatisticamente significativa entre as parasitemias dos 

grupos Py e La+Py no dia 5 (P= 0,015) (Figura 21B). O período patente foi 

maior no grupo Py+La em comparação com os demais (Figura 21A e B). Tanto 

no grupo Py quanto nos grupos coinfectados, Lb+Py e La+Py, foi observada 

uma proporção maior de trofozoítos do que de esquizontes em todos os dias 

avaliados. Não foram encontradas diferenças estatisticamene significativas em 

relação as proporções das duas formas parasitárias entre os grupos Py e 

Lb+Py/La+Py.   
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Figura 21- Comparação entre as parasitemias dos animais dos grupos 

monoinfectados e coinfectados. A) Comparação entre as parasitemias dos 

grupos P. yoelii 17XNL (Py) e coinfectado com L. braziliensis e P. yoelii 17XNL 

(Lb+Py). B) Comparação entre as parasitemias dos grupos Py e coinfectado 

com L. amazonensis e P. yoelii 17XNL (La+Py). Os asteriscos assinalam os 

dias em que foram encontradas diferenças estatisticamente significativas pelo 

teste de Mann-Whitney: (*) p<0.05 e (**) p<0.01 As barras representam as 

médias ± erro padrão da média, a e b representam a infecção com Leishmania 

sp. e P. yoelii, respectivamente. Gráfico representativo de três experimentos 

independentes. 
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4.1.2 Infecção por L. braziliensis 

Camundongos infectados com 1 X 105 promastigotas de L. braziliensis 

por via intradérmica, dos grupos Lb e Lb+Py, desenvolveram lesões que foram 

observadas ao longo do período de estudo. As lesões do grupo Lb começaram 

a ser visíveis a partir da segunda semana (dia 14) enquanto as lesões do grupo 

Lb+Py começaram a ser visíveis a partir da terceira semana (dia 21) após 

infecção com L. braziliensis. As lesões do grupo coinfectado Lb+Py foram, em 

média, menores (1,15 mm) do que as lesões do grupo Lb (1,47 mm). Foram 

encontradas diferenças estatisticamente significativas entre os tamanhos das 

lesões dos grupos Lb e Lb+Py 14 dias (P=0,0001), 21 dias (P= 0,001), 35 dias 

(P= 0,002) e 42 dias (P= 0,031) após infecção com L. braziliensis. Em ambos 

os grupos, as lesões atingiram o tamanho máximo na quinta semana (dia 35) 

após infecção e depois começaram a regredir espontaneamente (Figura 22A). 

Foram observadas úlceras nas lesões dos grupos Lb e Lb+Py. Contudo, no 

grupo Lb as úlceras apareceram mais precocemente e em um percentual maior 

de lesões (83,3%) quando comparado ao grupo Lb+Py (40,9%). Foi encontrada 

diferença estatíticamente significativa entre o percentual de lesões ulceradas 

nos grupos Lb e Lb+Py a partir da sétima semana (P= 0,048) (Figura 22B). 

Foram detectados parasitos nas orelhas e nos linfonodos de drenagem 

das lesões dos animais dos dois grupos pelo método da diluição limitante. 

Contudo, no grupo Lb os parasitos foram detectados mais precocemente nas 

orelhas (14 dias) do que no grupo Lb+Py (21 dias). Em relação à carga 

parasitária, não foi encontrada diferença estatisticamente significativa nas 

orelhas (Figura 23A). Já nos linfonodos, a carga parasitária do grupo Lb+Py foi 

significativamente menor do que no grupo Lb 28 dias após infecção com L. 

braziliensis (P= 0,001) (Figura 23B). 
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Figura 22- Comparação entre o desenvolvimento de lesões e o aparecimento 

de úlceras em animais dos grupos L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 

17XNL (Lb+Py). A) Comparação entre o desenvolvimento de lesões nos grupos 

Lb e Lb+Py. B) Comparação entre o percentual de lesões ulceradas nos grupos 

Lb e Lb+Py. Os asteriscos assinalam os dias em que foram encontradas 

diferenças estatisticamente significativas pelo teste de Mann-Whitney em A ou 

pelo teste Qui-quadrado em B: (*) p<0,05, (**) p<0,01 e (***) p< 0,001. As 

barras representam as médias ± erro padrão da média, a e b representam a 

infecção com L. braziliensis e P. yoelii, respectivamente. Gráfico representativo 

de três experimentos independentes. 
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Figura 23- Carga parasitária nas orelhas e nos linfonodos de drenagem dos 

grupos L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii (Lb+Py). A) Comparação 

entre a carga parasitária das orelhas dos grupos Lb e Lb+Py. B) Comparação 

entre a carga parasitária dos linfonodos de drenagem das lesões dos grupos Lb 

e Lb+Py. Os asteriscos assinalam o dia em que foi encontrada diferença 

estatisticamente significativa pelo teste de Mann-Whitney: (**) p<0,01. As 

barras representam as médias ± erro padrão da média, a e b representam a 

infecção com L. braziliensis e P. yoelii, respectivamente. Gráfico representativo 

de três experimentos independentes. 
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4.1.3 Infecção por L. amazonensis 

Todos os camundongos infectados com 1 X 104 promastigotas de L. 

amazonensis por via intradérmica dos grupos La e La+Py desenvolveram 

lesões que aumentaram de tamanho de forma progressiva, sem cura 

espontânea. As lesões do grupo coinfectado La+Py foram, em média, menores 

(2,90 mm) do que as lesões do grupo La (3,21 mm). As lesões do grupo 

coinfectado La+Py foram significativamente menores do que as lesões do 

grupo La durante o período que compreende a fase aguda da malária 

(primeiros 30 dias). A partir deste momento, as lesões dos grupos mono e 

coinfectados apresentaram tamanhos similares até o final do acompanhamento 

(Figura 24A). Foram encontradas diferenças estatisticamente significativas 

entre os tamanhos das lesões dos grupos La e La+Py 14 dias (P< 0,0001), 21 

dias (P< 0,0001) e 28 dias (P= 0,007) após infecção com L. amazonensis. Em 

ambos os grupos, La e La+Py, foram observadas úlceras nas lesões. Contudo, 

no grupo La as úlceras apareceram mais precocemente. No final do 

experimento, todas as lesões dos dois grupos apresentavam úlceras 

reforçando o caráter crônico das lesões cutâneas causadas por L. 

amazonensis em camundongos BALB/c (Figura 24B). 

Pelo método de diluição limitante, foram detectados parasitos nas 

orelhas e nos linfonodos de drenagem das lesões dos animais dos grupos La e 

La+Py. A carga parasitária nas orelhas do grupo coinfectado La+Py foi 

significativamente maior do que a carga parasitária nas orelhas dos animais do 

grupo La no dia 28 (P= 0,001). Nos linfonodos, a carga parasitária do grupo 

La+Py foi significativamente maior do que no grupo La 13 dias (P= 0,002), 20 

dias (P= 0,033) e 28 dias (P= 0,015) após infecção com L. amazonensis 

(Figura 25). 
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Figura 24- Comparação entre o desenvolvimento de lesões e o aparecimento 

de úlceras em animais dos grupos L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. 

yoelii (Lb+Py). A) Comparação entre o desenvolvimento de lesões nos grupos 

La e La+Py. B) Comparação entre o percentual de lesões ulceradas nos grupos 

La e La+Py. Os asteriscos assinalam os dias em que foram encontradas 

diferenças estatisticamente significativas pelo teste de Mann-Whitney: (**) 

p<0,01 e (***) p< 0,001. As barras representam as médias ± erro padrão da 

média, a e b representam a infecção com L. amazonensis e P. yoelii, 

respectivamente. Gráfico representativo de três experimentos independentes. 
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Figura 25- Carga parasitária nas orelhas e nos linfonodos de drenagem dos 

grupos L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii (La+Py). A) 

Comparação entre a carga parasitária das orelhas dos grupos La e La+Py. B) 

Comparação entre a carga parasitária dos linfonodos de drenagem das lesões 

dos grupos La e La+Py. Os asteriscos assinalam os dias em que foram 

encontradas diferenças estatisticamente significativas pelo teste de Mann-

Whitney: (*) p<0,05 e (**) p<0,01. As barras representam as médias ± erro 

padrão da média, a e b representam a infecção com L. amazonensis e P. yoelii, 

respectivamente. Gráfico representativo de três experimentos independentes. 
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4.2 Taxa de sobrevivência 

As monoinfecções por L. braziliensis, L. amazonensis ou P. yoelii 17XNL 

não provocaram a morte dos animais assim como a coinfecção por L. 

braziliensis e P. yoelii 17XNL (Figura 26A). Já a coinfecção por L. amazonensis 

e P. yoelii 17XNL diminuiu significativamente a taxa de sobrevivência dos 

animais deste grupo (P= 0,035) (Figura 26B). 
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Figura 26- Taxa de sobrevivência nos grupos monoinfectados e coinfectados. 

A) Comparação entre a taxa de sobrevivência dos grupos L. braziliensis (Lb), 

P. yoelii 17XNL e L. braziliensis + P. yoelii 17XNL (Lb+Py). B) Comparação 

entre a taxa de sobrevivência dos grupos L. amazonensis (La), P. yoelii 17XNL 

(Py) e L. amazonensis + P. yoelii 17XNL (La+Py). O asterisco assinala 

diferença estatisticamente significativa entre as curvas dos animais mono e 

coinfectados pelo teste de Mantel-Cox: (*) p<0,05. a e b representam a 

infecção com Leishmania sp. e P. yoelii, respectivamente. 
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4.3 Citocinas séricas 

O nível de citocinas séricas foi determinado em amostras de soro de 4 

a 6 animais de cada grupo de estudo nos dias 5, 10, 17 e 25 do experimento. 

Foi observado um aumento importante na concentração de IFN- no dia 5 de 

infecção nos grupos monoinfectado com P. yoelii e coinfectados (Lb+Py e 

La+Py) (Figura 27). No dia 10, os níveis de IFN-no grupo Py já eram menores 

do que os níveis encontrados no dia 5, porém permaneceram 

significativamente mais elevados do que os valores encontrados nos animais 

do grupo controle (Tabela 7). O mesmo foi observado nos grupos coinfectados. 

Os níveis de TNF, IL-6 e IL-10 aumentaram nos grupos mono e coinfectados 

com plasmódio nos dias 5, 10 e 17 em relação ao grupo controle. No dia 25, os 

animais do grupo Py ainda apresentavam aumento importante nos níveis de 

TNF e IL-6 e um aumento discreto nos níveis de IL-10. Nos grupos 

coinfectados Lb+Py e La+Py os níveis das citocinas IFN-, TNF, IL-6 e IL-10 

foram sempre menores do que os níveis de citocinas dos camundongos do 

grupo Py, sendo encontradas diferenças estatisticamente significativas em 

alguns momentos conforme indicado na Tabela 7. Foi observada uma 

tendência do grupo Lb+Py apresentar níveis de TNF, IL-6 e IL-10 mais 

elevados do que o grupo La+Py nos dias 5 e 10 após infecção com P. yoelii 

17XNL. Contudo, só foi observada diferença estatisticamente significativa entre 

os níveis de citocinas dos dois grupos coinfectados em relação a IL-6 no dia 10 

(P= 0,037). 

Não foram observadas alterações importantes nos níveis das citocinas 

nos soros dos grupos Lb e La em comparação aos valores encontrados no 

grupo controle, exceto pelo aumento de IL-10 no dia 25 no grupo La que, no 

entanto, não apresentou significância estatística. 

As citocinas IL-2, IL-4 e IL-17 também foram testadas, mas não foram 

detectadas nos soros dos animais avaliados de nenhum dos grupos de estudo.  
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Figura 27- Cinética de citocinas no soro de animais monoinfectados e 

coinfectados. A) Nível de citocinas nos grupos P. yoelii 17XNL (Py), L. 

braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 17XNL (Lb+Py). B) Nível de 

citocinas nos grupos Py, L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii 

17XNL (La+Py). Os asteriscos assinalam os dias em que foram encontradas 

diferenças estatisticamente significativas pelo teste de Mann-Whitney: (*) 

p<0,05 e (**) p<0,01. As barras representam as médias ± erro padrão da 

média. 
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Tabela 7- Valores de P encontrados na comparação dos níveis de citocinas séricas de camundongos dos grupos controle, 

monoinfectados e coinfectados. 

 

             5 dias 10 dias 17 dias 25 dias 

  Grupos  C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py 

IF
N

-
 

Py 0,008 - - - - 0,008 - - - - Ns - - - - ns - - - - 

Lb ns 0,004 - - - ns 0,009 - - - Ns ns - - - ns ns - - - 

La ns 0,004 ns - - ns 0,004 ns - - Ns ns ns - - ns ns ns - - 

Lb+Py 0,004 0,017 0,002 0,002 - 0,004 ns 0,002 0,002 - Ns ns ns ns - ns ns ns ns - 

La+Py 0,004 0,017 0,002 0,002 ns 0,022 ns 0,035 0,015 ns Ns ns ns ns ns ns ns ns ns Ns 

T
N

F
 

Py 0,008 - - - - 0,008 - - - - Ns - - - - ns - - - - 

Lb ns 0,004 - - - ns 0,004 - - - Ns 0,048 - - - ns 0,041 - - - 

La ns 0,004 ns - - ns 0,004 ns - - Ns 0,028 ns - - ns ns ns - - 

Lb+Py 0,004 ns 0,002 0,002 - 0,009 ns 0,004 0,002 - Ns ns ns 0,028 - ns 0,041 ns ns - 

La+Py 0,004 0,009 0,002 0,002 ns 0,004 ns 0,002 0,002 ns Ns ns 0,015 0,004 ns ns 0,041 ns ns Ns 

IL
-6

 

Py 0,016 - - - - 0,008 - - - - Ns - - - - 0,016 - - - - 

Lb ns 0,004 - - - ns 0,039 - - - Ns ns - - - ns 0,007 - - - 

La ns 0,004 ns - - ns 0,039 ns - - Ns 0,028 ns - - ns 0,008 ns - - 

Lb+Py 0,009 ns 0,004 0,002 - 0,002 ns 0,049 0,009 - 0,049 ns ns 0,002 - ns 0,017 ns ns - 

La+Py 0,048 0,046 0,019 0,015 ns ns 0,004 ns ns 0,037 0,017 ns ns 0,002 ns ns 0,009 ns ns Ns 

IL
-1

0
 

Py 0,008 - - - - 0,008 - - - - 0,008 - - - - ns - - - - 

Lb ns 0,004 - - - ns 0,004 - - - Ns 0,008 - - - ns ns - - - 

La ns 0,004 ns - - ns 0,004 ns - - Ns 0,004 ns - - ns ns ns - - 

Lb+Py 0,004 ns 0,002 0,002 - 0,004 ns 0,004 0,002 - Ns ns ns ns - ns ns ns ns - 

La+Py 0,004 0,009 0,002 0,002 ns ns 0,030 ns ns ns 0,004 ns 0,004 0,002 ns ns ns ns ns Ns 

ns= não significativo; C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= L. amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e 

La+Py= L. amazonensis + P. yoelii 17XNL. 
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4.4 Avaliação do timo 

4.4.1 Massa relativa 

 Os animais infectados com P. yoelii 17XNL dos grupos 

monoinfectados (Py) e coinfectados (Lb+Py e La+Py) apresentaram uma 

redução significativa da massa relativa do timo a partir do décimo dia de 

infecção quando comparados aos animais do grupo controle (Figura 28 e 

Tabela 8). No grupo Py a atrofia tímica persistiu até 25 dias após infecção com 

plasmódio enquanto os grupos coinfectados Lb+Py e La+Py apresentaram uma 

recuperação tímica mais precoce. Nos grupos Lb e La não foram observadas 

alterações na massa relativa do timo em relação ao grupo controle em nenhum 

dos dias avaliados (Figura 28). 
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Figura 28- Comparação entre a massa relativa do timo nos grupos controle, 

monoinfectados e coinfectados. A) Massa relativa do timo nos grupos controle 

(C), P. yoelii 17XNL (Py), L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 17XNL 

(Lb+Py). B) Massa relativa do timo nos grupos controle C, Py, L. amazonensis 

(La) e L. amazonensis + P. yoelii 17XNL (La+Py). (*) diferença estatisticamente 

significativa em relação ao controle, (#) ao grupo Leishmania spp. e (§) ao 

grupo coinfectado. As análises foram realizadas através do teste de Mann-

Whitney. As barras representam as médias ± erro padrão da média. Gráfico 

representativo de dois experimentos independentes.  
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Tabela 8-Valores de P encontrados na comparação da massa relativa dos 

timos de camundongos dos grupos controle, monoinfectados e coinfectados. 

 

  Grupos  C Py Lb La Lb+Py 

5
 d

ia
s
 

Py ns - - - - 

Lb ns ns - - - 

La ns ns 0,008 - - 

Lb+Py ns ns ns Ns - 

La+Py ns ns 0,008 Ns ns 

1
0

 d
ia

s
 

Py 0,029 - - - - 

Lb ns 0,016 - - - 

La ns 0,016 ns - - 

Lb+Py 0,016 ns 0,008 0,008 - 

La+Py 0,016 ns 0,008 0,008 ns 

1
7

 d
ia

s
 

Py 0,029 - - - - 

Lb ns 0,016 - - - 

La ns 0,016 0,008 - - 

Lb+Py 0,016 ns 0,008 0,008 - 

La+Py 0,016 0,032 0,008 0,008 ns 

2
5

 d
ia

s
 

Py 0,0286 - - - - 

Lb ns 0,016 - - - 

La ns 0,016 ns - - 

Lb+Py ns 0,016 0,008 0,016 - 

La+Py ns 0,032 ns Ns 0,016 

ns= não significativo; C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= 

L. amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e La+Py= L. 

amazonensis + P. yoelii 17XNL. 

 

 

4.4.2 Celularidade 

A atrofia tímica foi acompanhada de redução da celularidade no timo 

dos animais dos grupos Py, Lb+Py e La+Py após 10 dias de infecção com P. 

yoelii 17XNL (Tabela 9 e Figura 29). Além disso, foi observada uma redução 

estatisticamente significativa no número absoluto de timócitos nos grupos La e 

La+Py no dia 5 do experimento em relação ao grupo controle e ao grupo Lb 
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(Tabela 10). No grupo Lb, foi observado uma discreta redução na celularidade 

do timo em relação ao grupo controle no dia 10, porém sem diferença 

estatisticamente significativa. 
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Tabela 9- Número absoluto de subpopulações celulares no timo 

  Total CD4+ CD8+ CD4+CD8+ CD4-CD8- 
5

 d
ia

s
 

C 295.0 ± 82.26 40.17 ± 21.22 17.20 ± 6.93 206.5 ± 31.17 30.88 ± 32.38 

Py 261.3 ± 108.80 33.60 ± 14.91 14.10 ± 9.54 195.3 ± 80.77 18.16 ± 20.50 

Lb 295,8 ± 76.77 37.50 ± 17.20 15.39 ± 8.71 201.1 ± 68.49 41.83 ± 48.48 

La 135.0 ± 63.80 21.91 ± 3.75 5.31 ± 4.37 206.5 ± 31.17 102.4 ± 57.01 

Lb+Py 290.8 ± 131.30 45.79 ± 24.01 15.79 ± 5.78 212.6 ± 92.43 16.60 ± 12.07 

La+Py 163.3 ± 20.66 21.16 ± 3.73 6.99 ± 2.92 195.3 ± 80.77 129.3 ± 16.68 

1
0

 d
ia

s
 

C 213.5 ± 127.8 34.08 ± 29.62 7.07 ± 2.05 150.5 ± 74.34 21.47 ± 22.82 

Py 16.25 ± 11.41 4.96 ± 5.37  1.81 ± 1.90 8.86 ± 5.69 0.61 ± 0.60 

Lb 97.67 ± 35.69 11.59 ± 4.02 5.19 ± 3.44 78.89 ± 30.34 2.02 ± 1.26 

La 318.3 ± 90.42 48.90 ± 21.57 8.51 ± 3.14 251.15 ± 70.72 8,84 ± 4.03 

Lb+Py 25.33 ± 16.86 8.46 ± 2.72 3.80 ± 0.95 11.50 ± 14.86 1.57 ± 0.78 

La+Py 22.0 ± 14.16 2.37 ± 1.72 0.71 ± 0.58 18.52 ± 11.64 0.36 ± 0.24 

1
7

 d
ia

s
 

C 119.3 ± 18.89 11.25 ± 1.16 5.84 ± 3.65 96.31 ± 17.96 3.85 ± 1.28 

Py 4.75 ± 4.5 1.31 ± 0.84 0.86 ± 0.67 1.39 ± 2.18 0.56 ± 0.31 

Lb 156.0 ± 34.52 15.61 ± 5.15 11.34 ± 4.07 125.0 ± 25.47 4.01 ± 1.07 

La 127.2 ± 56.30 11.82 ± 4.21 3.44 ± 1.24 101.0 ± 48.19 5.28 ± 1.58 

Lb+Py 25.33 ± 35.21 2.76 ± 2.11 1.93 ± 1.80 19.30 ± 29.96 1.35 ± 1.58 

La+Py 1.67 ± 0.82 0.49 ± 0.20 0.27 ± 0.20 0.09 ± 0.11 0.22 ± 0.11 

2
5

 d
ia

s
 

C 171.3 ± 54.52 25.46 ± 9.20 7.95 ± 6.33 130.0 ± 56.76 7.91 ± 7.45 

Py 2.53 ± 2.36 0.75 ± 0.54 0.28 ± 0.21 0.99 ± 1.63 0.48 ± 0.35  

Lb 190.0 ± 32.25 23.22 ± 4.66 7.64 ± 2.16 154.2 ± 25.29 4.94 ± 1.10 

La 175.0 ± 36.33 27.37 ± 15.09 10.44 ± 2.15 128.8 ± 26.69 8,40 ± 3.32 

Lb+Py 276.7 ± 56.45 27.41 ± 7.10 6.72 ± 2.16 236.4 ± 45.93 6.15 ± 1.39 

La+Py 67.89 ± 87.45 10.46 ± 11.23 3.56 ± 6.28 50.29 ± 68.17 3.61 ± 3.11 

Os resultados estão expressos em média ± desvio padrão da média. C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= L. 

amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e La+Py= L. amazonensis + P. yoelii 17XNL. 
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Figura 29- Número absoluto de timócitos nos grupos controle, monoinfectados 

e coinfectados. A) Comparação entre o número de timócitos nos grupos 

controle (C), P. yoelii 17XNL (Py), L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 

17XNL (Lb+Py). B) Comparação entre o número de timócitos nos grupos 

controle C, Py, L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii 17XNL 

(La+Py). (*) diferença estatisticamente significativa em relação ao controle, (#) 

ao grupo Leishmania spp. e (§) ao grupo coinfectado. As análises estatísticas 

foram realizadas através do teste de Mann-Whitney. As barras representam as 

médias ± erro padrão da média. Gráfico representativo de dois experimentos 

independentes. 
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Tabela 10- Valores de P encontrados na comparação do número absoluto de 

timócitos de camundongos dos grupos controle, monoinfectados e 

coinfectados. 

 

 Grupos  C Py Lb La Lb+Py 

5
 d

ia
s
 

Py ns - - - - 

Lb ns ns - - - 

La 0,019 ns 0,004 - - 

Lb+Py ns ns ns 0,041 - 

La+Py 0,009 ns 0,002 ns ns 

1
0

 d
ia

s
 

Py 0,029 - - - - 

Lb ns 0,009 - - - 

La ns 0,014 0,004 - - 

Lb+Py 0,009 ns 0,002 0,002 - 

La+Py 0,009 ns 0,002 0,005 ns 

1
7

 d
ia

s
 

Py 0,029 - - - - 

Lb ns 0,009 - - - 

La ns 0,009 ns - - 

Lb+Py 0,009 0,002 0,002 0,002 - 

La+Py 0,004 0,002 0,002 0,002 0,043 

2
5

 d
ia

s
 

Py 0,023 - - - - 

Lb ns 0,009 - - - 

La ns 0,005 ns - - 

Lb+Py 0,038 0,009 0,022 0,002 - 

La+Py ns ns ns ns 0,009 

ns= não significativo; C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= 

L. amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e La+Py= L. 

amazonensis + P. yoelii 17XNL. 

 

Em relação as subpopulações celulares do timo, ocorreu uma redução 

no percentual de células duplo positivas (CD4+CD8+) e um aumento no 

percentual de células CD4+, CD8+ e duplo negativas (CD4-CD8-) nos grupos 

infectados com P. yoelii. Um aumento estatisticamente significativo de células 

CD4+ no grupo Py foi observado no dia 17 e persistiu até o dia 25 do 

experimento (Figura 30 e Tabela 11). No grupo coinfectado Lb+Py o aumento 

no percentual de células CD4+ foi observado primeiramente no dia 10, persistiu 
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no dia 17, mas no dia 25 o percentual de células CD4+ já era discretamente 

menor do que o percentual encontrado no grupo controle (Figura 30A). Já no 

grupo La+Py o aumento transitório no percentual de células CD4+ foi 

observado mais tardiamente, no dia 17 como no grupo Py (Figura 30B). Foi 

observada a mesma dinâmica de aumento de células CD8+, em relação às 

células CD4+, nos grupos Py, Lb+Py e La+Py. O percentual de células duplo 

negativas aumentou no grupo Py nos dias 17 e 25 enquanto nos grupos 

coinfectados, Lb+Py e La+Py, esse aumento só foi observado no dia 17. Em 

paralelo, o percentual de células duplo positivas diminuiu significativamente no 

timo dos animais do grupo Py no dia 17, permanecendo reduzido até o dia 25. 

Essa redução no percentual de células duplo positivas foi observada mais 

precocemente no grupo Lb+Py (dia 10). Porém, no dia 25 o percentual de 

células duplo positivas no grupo coinfectado Lb+Py superou os valores 

encontrados para os grupos controle e monoinfectados. Já no grupo La+Py, o 

percentual de célula duplo positivas aumentou no dia 10, reduziu rapidamente 

no dia 17, mas no dia 25 atingiu valores semelhantes aos encontrados no 

grupo controle. Apesar de algumas diferenças na dinâmica das subpopulações 

celulares em relação à coinfecção com uma ou outra espécie de leishmânia, foi 

observado que, de uma maneira geral, a recuperação do padrão das 

subpopulações de timócitos ocorre mais rapidamente no grupo coinfectado do 

que no grupo monoinfectado com P. yoelii 17XNL.  

A monoinfecção com L. amazonensis não alterou o perfil das 

subpopulações tímicas em comparação ao grupo controle nos dias avaliados. 

Já na monoinfecção com L. braziliensis, o percentual de células CD8+ nos dias 

10 e 17 foi um pouco maior do que o percentual dessas células no timo dos 

animais do grupo controle. Ainda no grupo Lb+Py, o percentual de células DP 

foi maior e o percentual de células DN foi menor do que no grupo controle no 

dia 25.  
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Figura 30- Percentual de subpopulações tímicas nos grupos controle, 

monoinfectados e coinfectados. A) Subpopulações de timócitos nos grupos 

controle (C), P. yoelii 17XNL (Py), L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 

17XNL (Lb+Py). B) Subpopulações de timócitos nos grupos C, Py, L. 

amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii 17XNL (La+Py). (*) diferença 

estatisticamente significativa em relação ao controle, (#) grupo Leishmania sp. 

e (§) grupo coinfectado pelo teste de Mann-Whitney. As barras representam as 

médias ± erro padrão da média. Gráfico representativo de dois experimentos 

independentes. DP= duplo positivas e DN= duplo negativas. 
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Tabela 11- Valores de P encontrados na comparação do percentual das subpopulações de timócitos dos grupos controle, 

monoinfectados e coinfectados. 

 

             5 dias 10 dias 17 dias 25 dias 

  Grupos  C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py C Py Lb La Lb+Py 

C
D

4
+
 

Py ns - - - - ns - - - - 0,029 - - - - 0,029 - - - - 

Lb ns ns - - - ns ns - - - ns 0,009 - - - ns 0,009 - - - 

La ns ns ns - - ns ns ns - - ns 0,009 ns - - ns 0,038 ns - - 

Lb+Py ns ns ns ns - 0,019 ns ns 0,009 - ns ns ns ns - 0,009 0,009 0,004 0,002 - 

La+Py ns ns 0,030 ns 0,026 ns ns ns ns 0,002 0,009 ns 0,002 0,002 ns ns 0,029 0,041 ns 0,002 

C
D

8
+
 

Py ns - - - - ns - - - - 0,029 - - - - ns - - - - 

Lb ns ns - - - 0,016 ns - - - 0,038 0,009 - - - ns 0,024 - - - 

La ns ns 0,030 - - ns 0,009 0,004 - - ns 0,009 0,002 - - ns 0,024 0,009 - - 

Lb+Py ns ns ns 0,041 - 0,009 ns 0,009 0,002 - ns ns ns 0,002 - 0,024 0,024 0,004 0,002 - 

La+Py ns ns ns ns ns ns 0,009 0,004 ns 0,002 0,009 ns 0,002 0,002 ns ns 0,048 ns ns 0,026 

D
P

 

Py ns - - - - ns - - - - 0,029 - - - - ns - - - - 

Lb ns ns - - - ns ns - - - ns 0,009 - - - 0,009 ns - - - 

La ns ns ns - - ns ns ns - - ns 0,009 ns - - ns 0,009 0,002 - - 

Lb+Py ns ns ns ns - 0,038 ns 0,002 0,002 - ns ns ns ns - 0,009 0,009 0,002 0,002 - 

La+Py ns ns ns ns 0,015 ns ns 0,024 0,009 0.002 0,009 ns 0,002 0,002 ns ns 0,019 0,002 ns 0,002 

D
N

 

Py ns - - - - ns - - - - 0,029 - - - - ns - - - - 

Lb ns ns - - - ns ns - - - ns 0,009 - - - 0,024 0,009 - - - 

La ns ns ns - - ns ns ns - - ns 0,009 0,004 - - ns 0,009 0,002 - - 

Lb+Py ns ns ns ns - ns ns 0,002 0,004 - 0,038 ns 0,002 ns - 0,024 0,009 0,026 0,002 - 

La+Py ns ns ns ns ns 0,038 ns ns ns 0,002 0,009 ns 0,002 0,002 ns ns ns 0,002 ns 0,002 

ns= não significativo; C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= L. amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 

17XNL; e La+Py= L. amazonensis + P. yoelii 17XNL.



 

119 
 

4.5 Avaliação dos linfonodos 

Foram avaliados os linfócitos T presentes nos linfonodos 

submandibulares e submandibulares acessórios (linfonodos de drenagem das 

lesões dos animais infectados com Leishmania spp.), nos linfonodos 

subcutâneos (cervicais, axilares, braquiais e inguinais) e mesentéricos dos 

animais dos grupos controle, monoinfectados e coinfectados nos dias 5, 10, 17 

e 25 do experimento. Em relação ao percentual de células CD3+, não foram 

observadas alterações importantes nos linfonodos submandibulares e 

submandibulares acessórios entre os grupos avaliados, exceto pela tendência 

de redução discreta no percentual de células CD3+ nos grupos Lb e La no dia 5 

do experimento (8 dias após infecção com Leishmania spp.) e no dia 25 nos 

grupos Py, Lb, La, Lb+Py e La+Py em relação ao grupo controle. Os linfonodos 

subcutâneos do dia 5 apresentaram, entretanto, uma tendência de terem um 

percentual maior de células CD3+ nos grupos infectados com P. yoelii 17XNL 

(Py, Lb+Py e La+Py). Não foram encontradas alterações marcantes no 

percentual de células CD3+ nos linfonodos mesentéricos dos diferentes grupos 

avaliados ao longo do tempo (Figura 31).  

Também foram avaliadas as subpopulações de células T dos 

linfonodos dos diferentes grupos. Não foram encontradas diferenças marcantes 

em relação as subpopulações de linfócitos T nos linfonodos submandibulares e 

submandibulares acessórios (Figura 32). Nos linfonodos subcutâneos foi 

observado uma redução discreta no percentual de células CD4+ e um aumento 

no percentual de células CD8+ nos grupos monoinfectados e coinfectados com 

P. yoelii 17XNL (Figura 33). Um perfil semelhante foi encontrado nos linfonodos 

mesentéricos (Figura 34). Contudo, houve um aumento no percentual de 

células DN no grupo Py no dia 17 apenas nos linfonodos mesentéricos. 
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Figura 31- Percentual de células CD3+ nos linfonodos de drenagem da orelha, 

subcutâneos e mesentéricos de animais dos grupos controle, monoinfectados e 

coinfectados. As barras representam as médias ± erro padrão da média. (*) 

diferença estatisticamente significativa em relação ao grupo L. braziliensis e (#) 

L. amazonensis pelo teste de Mann-Whitney (P< 0,05). dpi = dias após 

infecção com P. yoelii 17XNL; C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. 

braziliensis; La= L. amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e 

La+Py= L. amazonensis + P. yoelii 17XNL   
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Figura 32- Percentual de subpopulações de linfócitos T nos linfonodos de 

drenagem das orelhas nos grupos controle, monoinfectados e coinfectados. A) 

Subpopulações de linfócitos T nos grupos controle (C), P. yoelii 17XNL (Py), L. 

braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 17XNL (Lb+Py). B) Subpopulações 

de linfócitos T nos grupos C, Py, L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. 

yoelii 17XNL (La+Py). (#) diferença estatisticamente significativa em relação ao 

grupo Leishmania spp. pelo teste de Mann-Whitney (P< 0,05). As barras 

representam as médias ± erro padrão da média. DP= duplo positivas e DN= 

duplo negativas. 
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Figura 33- Percentual de subpopulações de linfócitos T nos linfonodos 

subcutâneos dos grupos controle, monoinfectados e coinfectados. A) 

Subpopulações de linfócitos T nos grupos controle (C), P. yoelii (Py), L. 

braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii (Lb+Py). B) Subpopulações de 

linfócitos T nos grupos C, Py, L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii 

(La+Py). (*) diferença estatisticamente significativa em relação ao grupo 

controle, (#) grupo Leishmania sp. e (§) coinfectado pelo teste de Mann-

Whitney (P< 0,05). As barras representam as médias ± erro padrão da média. 

DP= duplo positivas e DN= duplo negativas. 



 

123 
 

 

Figura 34- Percentual de subpopulações de linfócitos T nos linfonodos 

mesentéricos dos grupos controle, monoinfectados e coinfectados. A) 

Subpopulações de linfócitos T nos grupos controle (C), P. yoelii 17XNL (Py), L. 

braziliensis (Lb) e L. braziliensis + P. yoelii 17XNL (Lb+Py). B) Subpopulações 

de linfócitos T nos grupos C, Py, L. amazonensis (La) e L. amazonensis + P. 

yoelii 17XNL (La+Py). (#) diferença estatisticamente significativa em relação ao 

grupo Leishmania sp. e (§) coinfectado pelo teste de Mann-Whitney (P< 0,05). 

As barras representam as médias ± erro padrão da média. DP= duplo positivas 

e DN= duplo negativas. 
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4.6 Avaliação do baço 

4.6.1 Células T 

Os linfócitos T presentes nos baços dos animais dos grupos controle, 

monoinfectados e coinfectados foram avaliados ex vivo (sem cultura) nos dias 

5, 10, 17 e 25 do experimento. Foi observado uma redução estatisticamente 

significativa no percentual de células CD3+ nos baços dos animais dos grupos 

Py, Lb+Py e La+Py em comparação com os grupos C, Lb e La a partir do dia 5 

e até o dia 25 (Figura 35). Em relação às subpopulações de linfócitos T, foi 

observado um aumento significativo no percentual de células CD4+ nos grupos 

Py, Lb+Py e La+Py no dia 10 após infecção com P. yoelii 17XNL. No grupo Py, 

o percentual dessas células reduziu drasticamente no dia 17 e permaneceu 

abaixo dos valores encontrados no grupo controle no dia 25. No grupo Lb+Py, 

uma redução significativa no percentual das células CD4+ foi observada apenas 

no dia 25 (Figura 36). No grupo La+Py também foi observado um aumento no 

percentual de células CD4+ no dia 10 e, em seguida, uma redução gradual até 

o dia 25 (Figura 36B). O percentual de células CD8+ nos grupos Py foi menor 

do que nos grupos C, Lb+Py e La+Py nos dias 5, 10, 17 e 25. Já no grupo 

coinfectado o percentual de células CD8+ foi menor do que nos grupos C, Lb e 

La nos dias 10, 17 e 25. Foi observada uma redução significativa no percentual 

de células duplo positivas no grupo Py e coinfectados nos dias 17 e 25. O 

percentual de células DN aumentou no baço durante a infecção com P. yoelii 

17XNL em todos os momentos avaliados. No entanto, nos grupos coinfectados, 

Lb+Py e La+Py, o aumento percentual dessas células ocorreu de uma forma 

mais gradual em comparação com o grupo Py. Foi encontrada diferença 

estatisticamente significativa no percentual de células DN entre os grupos 

coinfectados e o grupo Py no dia 17. Nos grupos Lb e La os percentuais de 

células CD4+, CD8+, DP e DN foi semelhante aos percentuais encontrados no 

grupo controle em todos os dias avaliados (Figura 36). 

 



 

125 
 

 

Figura 35- Percentual de células CD3+ no baço dos animais dos grupos 

controle, monoinfectados e coinfectados. (*) diferença estatisticamente 

significativa em relação ao grupo controle, (#) grupo L. braziliensis e (&) grupo 

L. amazonensis pelo teste de Mann-Whitney (P< 0,05). As barras representam 

as médias ± erro padrão da média. dpi = dias após infecção com P. yoelii 

17XNL. C= controle; Py= P. yoelii 17XNL; Lb= L. braziliensis; La= L. 

amazonensis, Lb+Py= L. braziliensis + P. yoelii 17XNL; e La+Py= L. 

amazonensis + P. yoelii 17XNL. 
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Figura 36- Percentual de subpopulações de esplenócitos no baço dos grupos 

controle, monoinfectados e coinfectados. A) Subpopulações de linfócitos T nos 

grupos controle (C), P. yoelii 17XNL (Py), L. braziliensis (Lb) e L. braziliensis + 

P. yoelii 17XNL (Lb+Py). B) Subpopulações de linfócitos T nos grupos C, Py, L. 

amazonensis (La) e L. amazonensis + P. yoelii 17XNL (La+Py). (*) diferença 

estatisticamente significativa em relação ao grupo controle, (#) Leishmania sp. 

e (§) coinfectado pelo teste de Mann-Whitney (P< 0,05). As barras representam 

as médias ± erro padrão da média. DP= duplo positivas e DN= duplo negativas. 
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5 DISCUSSÃO 

 

Malária e leishmaniose são doenças parasitárias encontradas nas 

regiões tropicais e subtropicais do mundo. Em muitos países, a área de 

distribuição geográfica das duas doenças se sobrepõem, expondo a população 

ao constante risco de adquirirem os dois parasitos simultaneamente. O 

crescente número de viagens internacionais somado ao aumento das 

migrações também contribuem para a disseminação de doenças e para 

aumentar o risco de infecções simultâneas. Alguns casos de pacientes com 

malária e leishmaniose visceral já foram descritos, no passado (288) e 

recentemente (289-292, 309), em diferentes países, indicando que as 

coinfecções não são um evento raro na natureza. Diferentes trabalhos 

demonstraram que as coinfecções podem alterar o curso e o desfecho das 

doenças devido à modulação do sistema imune (294, 302, 306, 310). No 

presente estudo, foram avaliados os efeitos da coinfecção de duas espécies de 

leishmânia dermotrópicas comumente encontradas no Brasil, L. braziliensis e L. 

amazonensis, e a cepa não letal de P. yoelii em camundongos BALB/c. 

Os modelos experimentais são amplamente utilizados para o estudo da 

patogênese e da resposta imune na malária (131, 143). A infecção de 

camundongos com a cepa não-letal de P. yoelii causa uma doença transitória 

caracterizada por parasitemia moderada, perda de peso, esplenomegalia, 

hipotermia e anemia (297, 310-313). No nosso estudo, os camundongos 

BALB/c infectados com a cepa não-letal de P. yoelii (17XNL) desenvolveram 

uma infecção auto-limitada, com parasitemia moderada e resolução em cerca 

de 4 semanas. A infecção prévia com L. braziliensis foi capaz de reduzir a 

parasitemia média dos animais enquanto a infecção com L. amazonensis 

demonstrou uma tendência de aumento em relação ao grupo infectado apenas 

com plasmódio. Além disso, a taxa de mortalidade nos animais coinfectados 

com L. amazonensis foi maior do que nos demais grupos sugerindo que 

diferenças entre as duas espécies de Leishmania estudadas podem afetar a 

sobrevivência dos animais. 
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O curso da leishmaniose cutânea experimental depende de uma série 

de fatores, entre eles, espécie e cepa do parasito, hospedeiro, número de 

promastigotas utilizadas na infecção e local de inoculação (259, 314, 315). O 

modelo de infecção subcutânea utilizando L. major foi o primeiro a demonstrar 

a importância da resposta imune pró-inflamatória do tipo 1 (Th1) para a cura 

das lesões em camundongos resistentes (linhagem C57BL/6) bem como a 

predominância da resposta imune do tipo 2 (Th2), com produção de IL-4 e IL-

10, em camundongos suscetíveis (BALB/c). Contudo, o mesmo padrão não foi 

observado nas infecções subcutâneas utilizando outras espécies de 

Leishmania. Na infecção subcutânea com L. amazonensis, por exemplo, todas 

as linhagens de camundongos são suscetíveis enquanto na infecção com L. 

braziliensis nenhuma linhagem é permissiva (254, 259).  

A infecção por via intradérmica com pequenas quantidades de 

parasitos inoculados nas orelhas, foi primeiramente utilizada para a infecção 

experimental com L. major (316). Mais tarde, esse modelo também se mostrou 

importante para o estudo experimental com L. braziliensis porque as lesões 

que se desenvolvem nos animais apresentam úlceras e curam 

espontaneamente, de uma forma muito similar à manifestação clínica mais 

comum da LTA: a forma cutânea localizada (236, 255, 317). No nosso trabalho, 

os camundongos infectados com L. braziliensis por via intradérmica 

apresentaram, conforme esperado, lesões que aumentaram de tamanho 

gradativamente, ulceraram e que se resolveram espontaneamente em cerca de 

16 semanas. As lesões dos camundongos coinfectados apresentaram o 

mesmo tipo de desenvolvimento, contudo, as lesões foram, em média, 

menores e apresentaram menos úlceras no período avaliado. A infecção com 

L. amazonensis, por outro lado, causa lesões que aumentam progressivamente 

de tamanho e que não curam. Foi observado que depois de 11 semanas após 

a infecção com L. amazonensis todos os animais apresentavam lesões 

ulceradas, sem sinais visíveis de melhora. No grupo coinfectado com 

plasmódio, foi observado um atraso transitório no desenvolvimento das lesões 

nas primeiras quatro semanas, que correspondem a fase aguda da malária. 

Nesse período, o tamanho médio das lesões também foi menor no grupo 

coinfectado em comparação com o grupo infectado apenas com L. 
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amazonensis. A suscetibilidade de camundongos (e de humanos) a diferentes 

espécies de Leishmania é multifatorial, sendo o tipo de resposta imune gerada 

após a infecção um fator fundamental para o desfecho da doença. Por essa 

razão, as diferenças observadas no curso das coinfecções por L. braziliensis e 

L. amazonensis durante a malária foram avaliadas no contexto da intensa 

resposta imune gerada por P. yoelii 17XNL nas primeiras semanas de infecção 

com Leishmania.   

Na fase eritrocítica da malária diferentes células do sistema imune 

produzem grandes quantidades de IFN- tanto em humanos quanto em 

animais (101, 318, 319). No início da infecção, quando a parasitemia ainda é 

baixa, a produção de citocinas pró-inflamatórias, principalmente IFN-, TNF-, 

IL-2 e IL-12, é sustentada pela resposta imune inata do hospedeiro. Esse 

ambiente inflamatório induz, então, a polarização das células T CD4+ para o 

perfil Th1. Essas células passam a produzir mais IFN-, os macrófagos são 

ativados pela via clássica e a parasitemia é controlada (97, 320). Nos nossos 

experimentos, fomos capazes de detectar no soro dos animais infectados e 

coinfectados com P. yoelii 17XNL, um aumento expressivo nos níveis de IFN- 

no início da infecção em concordância com o que é relatado na literatura (136, 

312, 313, 319). No entanto, o aumento nos níveis de IFN- foi transitório e 

concentrado nos dias 5 e 10 após a infecção com plasmódio. Já os níveis de 

TNF e IL-6 no soro se mantiveram elevados ao longo de todo o período patente 

da infecção por P. yoelii 17XNL. Diversos trabalhos relatam que pacientes 

infectados com P. falciparum e P. vivax possuem níveis elevados de TNF e IL-6 

e que, aqueles com maior severidade, possuem níveis ainda maiores dessas 

citocinas (321-324).  

Ao analisar as lesões cutâneas de Leishmania no grupo coinfectado, 

percebemos que as lesões são menores durante a fase aguda da malária 

justamente quando os níveis de citocinas séricas estão aumentados. A intensa 

resposta inflamatória causada pela infecção com P. yoelii 17XNL pode ser 

responsável pelo atraso no desenvolvimento das lesões cutâneas nos grupos 

coinfectados, já que IFN-e TNF exercem um papel importante no controle da 

replicação de leishmânias no interior dos macrófagos (325). Tanto o IFN-
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quanto o TNF são capazes de ativar os macrófagos pela via clássica, levando 

a produção de NO e a eliminação dos parasitos. Também sustentam a 

diferenciação das células T CD4+ para o perfil Th1. É provável que células do 

infiltrado inflamatório das lesões de Leishmania  estejam sobre a influência dos 

elevados níveis de IFN-e TNF encontrados nos animais coinfectados e que, 

por esse motivo, controlem melhor a replicação do parasito. Outra possibilidade 

é que células não específicas estejam migrando para o local da lesão e 

modificando o tipo de resposta ao parasito. Em pacientes infectados com L. 

braziliensis já foi verificado que células T específicas para antígenos de 

Toxoplasma gondii eram encontradas em alta frequência nas lesões (326), nos 

levando a acreditar que o mesmo pode estar acontecendo no nosso modelo de 

coinfecção experimental. 

Nos trabalhos de coinfecção de Coleman e colaboradores, as lesões 

causadas por L. amazonensis nos camundongos coinfectados com P. yoelii 

17XNL eram maiores do que nos camundongos infectados apenas com L. 

amazonensis (296, 297) em oposição ao que foi encontrado no nosso modelo. 

A contradição existente entre os dois resultados pode, no entanto, ser 

explicada por diferenças na via e no número de parasitos de Leishmania 

inoculados. A mudança da via subcutânea para a via intradérmica induz um 

tipo de resposta imune celular diferente, já que na pele são encontradas células 

especializadas, tais como queratinócitos, células dendríticas dérmicas e células 

de Langerhans, que não estão presentes no tecido subcutâneo (327). O 

número de parasitos inoculados também é outro fator que pode alterar o tipo de 

resposta gerada. Em estudos de infecção subcutânea com L. major em 

camundongos suscetíveis (BALB/c) foi observado que doses pequenas do 

parasito determinam uma resposta predominantemente Th1 que converte o 

fenótipo de suscetibilidade ao de resistência (328). Já no modelo de infecção 

intradérmica com inóculos de baixa concentração de parasitos (10-1000 por 

inóculo) de L. major ou L. amazonensis foram detectadas tanto citocinas Th1 

(IFN-) quanto citocinas Th2 (IL-4, IL-13 e IL-10) no baço e linfonodo de 

drenagem dos animais que apresentaram sinais clínicos de infecção (249), 

demostrando que existem diferenças em relação ao tipo de resposta imune 

induzida de acordo com a via e o número de parasitos inoculados.  



 

131 
 

 Tanto na leishmaniose cutânea como na malária, a resposta 

inflamatória excessiva pode ocasionar complicações levando, inclusive, a 

morte. Por esse motivo, é necessário que haja um equilíbrio entre as respostas 

pró- e anti-inflamatória para que a parasitemia seja controlada sem causar 

danos ao hospedeiro (320). Nos grupos coinfectados pudemos observar que os 

níveis das citocinas IFN-, TNF, IL-6 e IL-10 eram menores do que aqueles 

encontrados no soro dos animais do grupo infectado apenas com P. yoelii 

17XNL, sugerindo uma modulação da resposta ao plasmódio em função da 

coinfecção com Leishmania. A IL-10 é uma citocina regulatória que protege os 

camundongos das patologias imunomediadas na fase aguda da malária (109, 

313). No grupo coinfectado com L. amazonensis, foi observado uma redução 

estatisticamente significativa nos níveis de IL-10 nos dias 5 e 10 após infecção 

com P. yoelii. Essa redução nos níveis dessa citocina pode estar relacionada 

às mortes observadas apenas no grupo coinfectado com L. amazonensis, já 

que no grupo coinfectado com L. braziliensis a redução dos níveis de IL-10 nos 

dias 5 e 10 não foi tão acentuada. 

A malária, assim como outras doenças parasitárias, é capaz de causar 

uma alteração severa no timo (329, 330). Durante a infecção, o órgão passa 

por uma intensa atrofia com alteração da sua arquitetura, o que pode 

influenciar a maturação das células T. Já foi demonstrado que camundongos 

infectados com P. berghei ou P. chabaudi apresentam atrofia tímica importante, 

associada a depleção celular e a desorganização histológica (331-334). A 

atrofia tímica causada por doenças infecciosas pode ocorrer pela combinação 

dos seguintes fatores: desregulação da proliferação, aumento da morte e 

migração de timócitos para os tecidos periféricos (330). Aumento da apoptose 

e da migração de timócitos já foram descritos em diversas doenças (329), 

inclusive, na malária (333). Na infecção com P. yoelii 17XNL foi observada uma 

profunda atrofia tímica acompanhada da redução no percentual de células 

duplo positivas (CD4+CD8+) e do aumento no percentual de células simples 

positivas (CD4+ e CD8+) e de células duplo negativas (CD4-CD8-). Apesar da 

atrofia marcante durante a malária, o timo foi capaz de recuperar seu tamanho 

normal e sua celularidade após a eliminação das formas sanguíneas de P. 

yoelii em concordância com o que foi observado nas infecções com a cepa 
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não-letal de P. chabaudi (331). As infecções com L. braziliensis ou L. 

amazonensis não causaram involução do timo, provavelmente em função do 

caráter localizado das lesões com pouco ou nenhum impacto sobre o sistema 

imune sistêmico. É importante ressaltar que o timo dos animais coinfectados 

apresentou uma recuperação mais rápida do que o timo dos animais infectados 

apenas com P. yoelii 17XNL, o que pode estar relacionado ao menor grau de 

inflamação observado na coinfecção. 

A redução no percentual de timócitos duplo positivos também é um 

achado comum no curso das doenças infecciosas e pode ser explicado pela 

saída prematura dessas células para o sangue e para órgãos linfóides 

periféricos (330). Tanto os animais infectados apenas com P. yoelii 17XNL 

quanto os coinfectados apresentaram uma redução no percentual de células 

duplo positivas CD4+CD8+ no baço em comparação com os grupos infectados 

com Leishmania e com o grupo controle, indicando que a redução no 

percentual de células duplo positivas no timo pode não estar relacionado com a 

migração para o baço. Ao compararem as alterações tímicas de camundongos 

infectados com as cepas letal (17XL) e não-letal (17XNL) de P. yoelii, Khanam 

e colaboradores perceberam que alterações mais marcantes e reversíveis 

eram observadas nas infecções não-letais. Assim como no nosso trabalho, 

esses autores verificaram uma redução no percentual de células duplo 

positivas no timo dos animais infectados com P. yoelii 17XNL (335). O principal 

mecanismo identificado para a depleção dessa subpopulação celular foi o 

aumento da apoptose, principalmente no período em que ocorre o pico da 

parasitemia (335), o que nos leva a deduzir que o mesmo pode estar 

acontecendo no nosso experimento.  

A ativação das células T CD4 é necessária para que ocorra a produção 

de anticorpos e para que mecanismos independentes de anticorpos 

relacionados com a eliminação das formas sanguíneas dos plasmódios possam 

ocorrer (336, 337). No nosso modelo, observamos um aumento transitório no 

percentual dessas células no baço dos animais coinfectados no dia 10 seguido 

de uma queda brusca no dia 17 em comparação ao grupo controle. No grupo 

coinfectado com L. amazonensis o percentual de células CD4+ se equipara ao 

percentual do grupo controle apenas no dia 25 enquanto na coinfecção com L. 
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braziliensis esses valores eram mais baixos do que os encontrados no grupo 

controle e no grupo infectado apenas com Leishmania. Ao mesmo tempo foi 

notada uma redução do percentual de células CD8+ no baço dos camundongos 

dos grupos infectado e coinfectado com P. yoelii 17XNL. Diferentes estudos já 

demonstraram a diminuição no percentual de células T CD4+ e CD8+ no baço 

de camundongos infectados com plasmódios murinos e relacionam essa 

redução com o aumento da apoptose de esplenócitos (86, 338, 339). Uma 

possível explicação para esse fenômeno é que antígenos liberados pelo 

parasito possam induzir a apoptose dessas células (340). O aumento da 

apoptose de linfócitos é um fenômeno encontrado em infecções com outros 

parasitos como, por exemplo, Leishmania, Trypanosoma cruzi e T. gondii (341), 

e pode ser considerado um mecanismo de escape do patógeno ou de 

regulação da resposta imune pelo hospedeiro (341-343). 

Outro aspecto importante é que o percentual de células duplo 

negativas no baço dos camundongos infectados com P. yoelii 17XNL aumenta, 

mas nos grupos coinfectados com Leishmania esse fenômeno acontece de 

forma mais gradual e em menor intensidade. As células duplo negativas 

encontradas no baço podem ser tanto NKT como células T. Ambas são 

componentes do sistema imune inato e diversos trabalhos vêm demonstrando 

sua importância na eliminação dos parasitos durante a fase eritrocítica da 

malária (344, 345). As células NKT correspondem a 5% de todos os linfócitos 

que são encontrados no baço. Essas células possuem tanto marcadores de 

superfície de células T como de células NK. Portanto, as células NKT podem 

expressar CD4, CD8, nenhum dos dois (duplo negativa) e NK1.1 (346). Já foi 

verificado anteriormente que a infecçcão com P. yoelii cepa 265BY é capaz de 

induzir uma reposta de células NKT heterogênea e órgão específica (347). 

Durante a infecção, as células NKT hepáticas são principalmente CD1d 

dependentes, CD4+ ou duplo negativas enquanto as células NKT esplênicas 

são cd1d independentes, TCRhigh e CD4high (347). Também foi demonstrado 

que células NKT CD49b+ CD3+ estão presentes no fígado de camundongos 

infectados com P. yoelii 17XNL e que as células NKT CD1d restritas secretam 

IFN- e são fundamentais para controlar uma segunda infecção (348). Já as 

células T são as primeiras a se formarem na ontogenia dos linfócitos T. Elas 
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são capazes de responder rapidamente através da produção de citocinas e 

podem ser divididas em dois grupos: células produtoras de interferon (CD27high) 

e células produtoras de IL-17 (CD27low) (349). Na malária, as células Tsão 

ativadas nas fases pré-eritrocítica e eritrocítica. Já foi verificado que essas 

células são capazes de produzir INF- in vitro após o estímulo com eritrócitos 

infectados com P. falciparum (91-93). Em camundongos BALB/c, o número de 

células T aumenta consideravelmente no baço durante a infecção com a 

cepa não-letal de P. yoelii (17XNL) (350). O mesmo aumento não é observado 

em infecções com a cepa letal de P. yoelii (17XL), sugerindo que as células T 

podem ter um papel protetor na malária (350). Em outro trabalho, também com 

a cepa não-letal de P. yoelii, foi observado um aumento no percentual de 

células T no baço, fígado e sangue periférico, com pico no dia 21 (94). 

Quando as células T eram depletadas com anticorpos monoclonais, os 

animais levavam mais tempo para eliminar os parasitos (94). No nosso 

trabalho, pudemos perceber um aumento no percentual de células CD3+CD4-

CD8- no timo e no baço de camundongos BALB/c infectados com P. yoelii 

17XNL. Todavia, no grupo coinfectado com Leishmania o aparecimento dessas 

células aconteceu mais tardiamente. Como essas células DN podem ser tanto 

NKT como células T e ambas estão envolvidas na resposta imune à malária, 

é possível que as diferenças nos níves de citocinas séricas encontradas nos 

grupos mono- e coinfectados estejam relacionados a mudanças na dinâmica 

dessa subpopulação celular. 

De uma maneira geral, nossos resultados sugerem que a infecção 

concomitante com P. yoelii 17XNL com L. braziliensis ou L. amazonensis pode 

alterar o curso das duas doenças. Na malária, o desfecho depende da espécie 

de Leishmania coinfectante enquanto na leishmaniose ocorre um atraso 

transitório no desenvolvimento das lesões cutâneas apenas no período de 

infecção pelo plasmódio. Essas alterações parecem estar relacionadas a 

mudanças na resposta imune como observado em relação aos níveis de 

citocinas séricas e à dinâmica das células T durante a infecção. Se 

considerarmos a grande área geográfica onde malária e leishmaniose cutânea 

são co-endêmicas, é possível imaginar que infecções recorrentes ou mesmo 

concomitantes possam ocorrer nas populações humanas. Conforme 
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demonstrado nesse trabalho e reforçado por inúmeros relatos na literatura, a 

exposição a diferentes parasitos pode causar alterações importantes na 

resposta imune, modificando o curso das doenças. O aumento da parasitemia, 

período patente e mortalidade, como observado na coinfecção experimental 

com L. amazonensis e P. yoelii, por exemplo, pode contribuir para o aumento 

da transmissão da malária e dificultar o controle e o tratamento da doença. 

Neste sentido, o tema das coinfecções precisa ser aprofundado em estudos 

com populações humanas a fim de avaliar o real impacto de doenças 

concomitantes em políticas públicas de saúde.  
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6 CONCLUSÕES 

6.1 Conclusões gerais 

Baseado nos resultados deste trabalho, verifica-se que as coinfecções por 

L. braziliensis ou L. amazonensis e P. yoelii 17XNL causam alterações no 

curso das duas doenças. No caso da malária, o desfecho depende da espécie 

de Leishmania envolvida. A partir da análise da coinfecção com L. braziliensis é 

possível perceber um efeito benéfico à malária (redução dos níveis de 

parasitemia) enquanto a coinfecção com L. amazonensis tem efeito prejudicial 

(aumento da taxa de mortalidade). Na leishmaniose, a coinfecção com P. yoelii 

17XNL exerce um efeito benéfico transitório que é mais expressivo durante a 

fase aguda da malária (menor tamanho das lesões e menos ulceração). Essas 

alterações parecem estar relacionadas com mudanças na resposta imune 

durante as coinfecções, como observado em relação aos níveis de citocinas 

séricas e à dinâmica das subpopulações de células T em diferentes órgãos 

linfóides. 

 

6.2 Conclusões pontuais 

 A coinfecção de camundongos BALB/c com L. braziliensis provoca uma 

redução da parasitemia média de P. yoelii 17XNL; 

 

 A coinfecção de camundongos BALB/c com L. amazonensis provoca 

aumento da parasitemia média de P. yoelii 17XNL e da mortalidade; 

 

 Na coinfecção de camundongos BALB/c por Leishmania e P. yoelii 

17XNL os níveis das citocinas séricas IFN-, TNF, IL-6 e IL-10 estão 

aumentados, porém são menores do que os níveis encontrados nos 

animais infectados apenas com P. yoelii 17XNL, sugerindo um efeito 

modulador das coinfecções em relação a produção de citocinas; 
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 A infecção com P. yoelii 17XNL causa uma intensa atrofia tímica com 

redução da massa relativa e da celularidade, contudo o timo dos animais 

coinfectados com Leishmania e P. yoelii 17XNL apresenta uma 

recuperação mais rápida do que os animais infectados apenas com P. 

yoelii; 

 

 A infecção com P. yoelii 17XNL reduz o percentual de células duplo 

positivas no timo, mas as mesmas não são encontradas nos órgãos 

linfóides periféricos, indicando que a migração dessas células não é o 

principal mecanismo responsável pela sua depleção no timo; 

 

  A infecção com P. yoelii 17XNL aumenta o percentual de células duplo 

negativas (CD4-CD8-) no timo e no baço, indicando que essas células 

podem estar envolvidas na resposta imune a malária durante a fase 

aguda da doença;  

 

 A infecção com P. yoelii 17XNL reduz transitoriamente o percentual de 

células T CD4+ e CD8+ no baço, porém a recuperação ocorre mais 

rapidamente nos camundongos coinfectados do que nos animais 

infectados apenas com P. yoelii 17XNL; 

 

 A infecção com P. yoelii 17XNL causa uma diminuição no percentual de 

células duplo positivas (CD4+CD8+) no baço; 

 

 O percentual de células duplo negativas (CD4-CD8-) aumenta nos baços 

dos camundongos infectados com P. yoelii 17XNL, porém este aumento 

é mais gradual e menos expressivo no baço de camundongos dos 

grupos coinfectados; 

 

 As infecções com L. brazilensis e L. amazonensis não causam 

alterações na concentração de citocinas séricas e nem na dinâmica de 

células T no timo, baço e linfonodos, provavelmente em função do 

caráter localizado da doença no modelo experimental utilizado.  
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8 Anexos 

 

8.1 Anexo 1- Licença do comitê de ética no uso de animais (CEUA) 
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