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RESUMO 

A leishmaniose visceral é considerada a forma clínica mais grave das leishmanioses. É 

causada pelo parasita da espécie Leishmania chagasi que pode ser transmitida para animais 

silvestres, animais domésticos e também para o homem e que vem expandindo seu território. 

A infecção atinge principalmente o baço, o fígado e a medula óssea, porém, a infecção 

também atinge outros sistemas do organismo, como o trato gastrointestinal (TGI). O TGI é 

controlado pelo sistema nervoso entérico (SNE) que tem como função controlar o fluxo 

sanguíneo, relaxamento e contração da musculatura lisa local, agindo de maneira 

independente do sistema nervoso central, mas mantendo contato através do eixo cérebro-

intestinal. Além disso, tem relação com o sistema imunológico, visto que o intestino é 

considerado o maior órgão imune do corpo. Os neurônios mioentéricos do SNE são 

responsáveis por toda motilidade do TGI sofrendo alterações sempre que sofrem algum tipo 

de estresse, como por envelhecimento, dietas e até mesmo doenças. Essas alterações mostram 

a plasticidade neuronal para que seja mantida sempre a homeostase do intestino. Portanto, 

visto a importância do SNE para o funcionamento adequado do organismo, o objeivo desse 

trabalho foi observar como o parasitismo causado por L. chagasi atinge o intestino delgado de 

hamsters em diferentes períodos, avaliando a plasticidade neuronal ao decorrer da infecção 

parasitária. Para isso foram utilizados hamsters dourados que foram divididos em grupo 

controle e experimental. Os animais foram eutanasiados após 30, 60 e 90 dias de infecção e 

foram coletados fragmentos do baço, fígado e intestino delgado para realizar análises de carga 

parasitária através de LDU (Unidades de Leishman-Donovan) e imunoistoquímica. Também 

foram coletadas porções do duodeno, jejuno e íleo que foram submetidas as técnicas de 

marcação neuronal NADPH-dp e NADH-dp e após realizadas as análises morfoquantitativas 

dos neurônios mioentéricos. Através das análises de carga parasitária foi possível observar 

que as formas amastigotas do parasita chegam ao intestino desde o primeiro período estudado. 

Os neurônios mioentéricos NADPH-dp e NADH-dp apresentaram alterações 

morfoquantitativas durante todos os períodos de infecção estudados, indicando que essas 

alterações foram decorrentes das ações imunológicas do organismo. A relação entre o sistema 

imune e o SNE são fundamentais para o equilíbrio da homeostase intestinal. Portanto, 

concluímos que a infecção parasitária causada por L. (L.) chagasi provocam alterações na 

plasticidade dos neurônios mioentéricos do intestino delgado. 

Palavras-chave: Leishmaniose visceral – Intestino delgado – Sistema Nervoso Entérico 
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ABSTRACT 

Visceral leishmaniasis is considered the most severe clinical form of leishmaniasis. It is 

caused by the parasite of the species Leishmania chagasi that can be transmitted to wild 

animals, domestic animals and also to the human and, it has been expanding its territory. The 

infection mainly affects the spleen, liver and bone marrow, but the infection can also affect 

other systems of the body, such as the gastrointestinal (GI) tract. GI tract is controlled by the 

enteric nervous system (ENS), whose function is to control blood flow, relaxation and 

contraction of the local smooth muscle, acting independently of the central nervous system, 

but maintaining contact through the cerebellar-intestinal axis. In addition, it is related to the 

immune system, since the intestine is considered the largest immune organ in the body. The 

myenteric neurons of the ENS are responsible for all the motility of the GI tract undergoing 

changes whenever they suffer some type of stress, such as by aging, diets and even illnesses. 

These changes show the neuronal plasticity so that intestinal homeostasis is always 

maintained. The objective of this work was to observe how the parasitism caused by L. 

chagasi reaches the small intestine of hamsters in different periods, evaluating the neuronal 

plasticity during the parasitic infection. For this purpose, golden hamsters were used, which 

were divided into control and experimental groups. The animals were euthanized after 30, 60 

and 90 days of infection and fragments of spleen, liver and small intestine were collected to 

perform parasite load analysis through LDU (Leishman-Donovan Units) and 

immunohistochemistry. Portions of the duodenum, jejunum and ileum were also collected, 

which were submitted to NADPH-dp and NADH-dp neuronal marking techniques and after 

morph-quantitative analysis of the myenteric neurons. Through the analysis of parasite load it 

was possible to observe how the amastigote forms of the parasite reach the intestine from the 

first period studied. The myenteric neurons NADPH-dp and NADH-dp plus morpho-

quantitative changes during all years of infection, given that the occurrences were the body's 

immune actions. The relationship between the immune system and the ENS is fundamental 

for the balance of intestinal homeostasis. Therefore, we conclude that parasitic infection by L. 

(L.) chagasi causes changes in the plasticity of myenteric neurons of the small intestine. 

Keywords: Visceral leishmaniasis – Small intestine – Enteric Nervous System 
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1. INTRODUÇÃO 

As leishmanioses são doenças infecto-parasitárias de caráter zoonótico, causadas por 

protozoários pertencentes à Ordem Trypanosomatida do gênero Leishmania, e sua principal 

forma de transmissão se dá através do repasto sanguíneo de dípteros fêmeas, do gênero 

Lutzomya (figura 1) (GRAMICCIA, 2011; AKHOUDI et al., 2016). 

 

 

 

 

 

Figura 1. Vetor da leishmaniose visceral, pertencente ao gênero Lutomya. Fonte: Site -

Ourofino Saúde Animal. 

O parasita apresenta duas formas distintas durante seu desenvolvimento. Quando 

encontrado no hospedeiro invertebrado, é conhecido como promastigota, que é extracelular e 

possui um formato fusiforme com um longo flagelo (figura 2A). Já quando encontrado no 

hospedeiro vertebrado, chama-se amastigota, possuindo uma forma parasitária intracelular, 

principalmente em macrófagos, onde perde o flagelo e adquiri um formato ovoide (figura 2B) 

(MONTEIRO, 2012). 

 

 

 

 

 

Figura 2. Formas promastigotas do parasita (figura A). Formas amastigotas do parasita, 

indicados pela seta de cabeça (figura B). Fonte figura A: LookForDiagnosis. 

 

A B 
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São conhecidas quatro formas clínicas da doença, a forma cutânea localizada, 

mucocutânea, anérgica difusa e a visceral, sendo essa última considerada a forma mais grave 

(CAMARGO et al., 2007; WHO, 2015). A leishmaniose visceral (LV) ou Calazar, encontra-se 

nos cinco continentes, sendo endêmica em 70 países, incluindo o Brasil (figura 3) (HOTEZ; 

FUJIWARA, 2014; MARTINS-MELO et al., 2016). De acordo com a Organização Mundial da 

Saúde, a LV é uma das doenças causadas por protozoário mais preocupante, considerada uma 

das seis endemias do mundo e fatal em 90% dos casos. A LV afeta cerca de dois milhões de 

pessoas por ano, onde 96% dos casos registrados em humanos, ocorrem no Brasil (figura 4) 

(BELO et al., 2014; OPAS/ WHO, 2017). 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Mapa ilustrando quais locais existentes da leishmaniose visceral. Fonte: Organização 

Mundial da Saúde, 2018. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Gráfico indicando o número de casos de leishmaniose visceral na América do Sul. 

Fonte: SisLeish-OPAS/OMS 2018. 
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A LV é considerada uma doença negligenciada que afeta principalmente indivíduos que 

vivem em condições socioeconômicas baixas, por habitarem lugares com falta de saneamento 

básico, como rede de esgoto e coleta de lixo. As condições desses ambientes, principalmente 

pelo acúmulo de matéria orgânica, são propícias para a proliferação dos vetores, sujeitando 

esses indivíduos ao maior risco de infecção (COSTA et al., 2005; BOELAERT et al., 2009; 

MALAFAIA, 2010). 

Anteriormente, a LV era considerada uma doença característica de zonas rurais, porém, 

desde a década de 1980 ela vem se tornando endêmica em cidades mais urbanizadas (SILVA et 

al., 2014; DI MUCCIO et al., 2015) mostrando o nítido processo de transição epidemiológica. 

Além disso, vale ressaltar que a LV não existia no estado de São Paulo, e os primeiros casos 

foram detectados em cães presentes na região noroeste do estado, durante a construção da 

rodovia Marechal Rondon (CARDIM et al., 2013; OLIVEIRA, 2016). Outro fato que 

contribuiu com a expansão e mudança na epidemiologia da doença no estado, foi a construção 

do gasoduto Bolívia-Brasil, pois após sua construção, foram relatados casos de LV em mais 51 

municípios de São Paulo. A expansão geográfica da doença está diretamente relacionada a 

migração de pessoas de diversas regiões onde a LV é endêmica (SEVÁ et al., 2017). 

Nos últimos anos há uma crescente incidência de casos de LV nas regiões do Sul do 

Brasil, como nos casos que ocorreram no Paraná, Florianópolis e Porto Alegre (FIGUEIREDO 

et al., 2012; DIAS et al., 2013; MATSUMOTO et al., 2013; STEINDEL et al., 2013; REIS et 

al., 2017). Também é observado o avanço da doença para o litoral de São Paulo, onde nos anos 

de 2016 e 2017 ocorreram três casos em humanos na cidade de Guarujá (QUEIROZ, 2016; 

FIORAVANTI, 2018; MATTEOLI, 2018).  

A mudança do perfil epidemiológico está também relacionada às ações antrópicas, como 

o processo de urbanização e o desmatamento, que causam desequilíbrio ambiental. Alterações 

ambientais e distúrbios ecológicos têm grande influência na proliferação de doenças (PATZ et 

al., 2000; JÚNIOR et al., 2015). A redução da biodiversidade devido ao desmatamento resulta 

principalmente, na disseminação de doenças transmitidas por vetores, aumentando o risco de 

pessoas que vivem perto de áreas desmatadas. Essa relação entre o desequilíbrio ambiental e a 

mudança no perfil epidemiológico de doenças parasitárias já foram bastante descritas, 

principalmente sobre malária e leishmaniose (ALHO, 2012; GOTTWALT, 2013; 

CONFALONIERI et al., 2014). As alterações ambientais afetam os flebotomíneos, levando a 

adaptação desses vetores, visto que estes são altamente adaptáveis aos ambientes periurbanos, 

urbanos e até mesmo domiciliares, podendo levar ao aumento de surtos da doença nessas áreas 

(NIEVES et al., 2014).  
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Sabe-se que o litoral de São Paulo, principalmente a Baixada Santista é uma região 

ambientalmente muito degradada devido à ocupação urbana e industrial. Porém, muitos dos 

habitantes são desprovidos de moradia em que haja saneamento básico adequado, tornando 

esses indivíduos susceptíveis a adquirir muitas doenças (PEREIRA et al., 2011; DIAS et al., 

2017). Dos casos de LV que ocorreram na região da Baixada Santista, são um indicativo que os 

números de casos do litoral paulista podem aumentar significantemente.  

A recente expansão juntamente com as altas taxas de mortalidades fazem com que essa 

doença seja considerada de grande importância para a saúde pública nacional (GONZALES et 

al., 2010; WERNECK, 2010; TONINI et al., 2012; ALMEIDA et al, 2014; MARTINS-MELO, 

2014; MS, 2014; WHO, 2017; SILVA et al., 2018). 

Sua infecção ocorre pela espécie L. (L.) chagasi (sinonímia L. (L.) infantum) e possui 

dois ciclos distintos (figura 5), sendo eles definidos em silvestre e doméstico. O ciclo silvestre 

da doença ocorre quando seus principais reservatórios são: o cachorro-do-mato (Cerdoncyon 

thous), o lobo-guará (Chrysocyon brachyurus), a raposa do campo (Chrysocyon brachyurus) e o 

gambá (Didelphis albiventris). Já no ciclo doméstico possui como reservatório os cães (Canis 

familiaris) e os gatos (Felis catus), além do homem. A proximidade que os animais domésticos 

têm com o homem faz com que eles ocupem uma posição de grande destaque na cadeia 

epidemiológica (AZEVEDO et al., 2011; DE QUEIROZ et al., 2011; OPAS, 2012; OLIVEIRA 

et al., 2015; GODOI et al., 2016). O cão, principalmente, é visto como o responsável pela 

persistência da LV em ambientes tropicais e neotropicais (DANTAS-TORRES et al., 2012). 

No Brasil, a maioria dos casos descritos estão associados à presença de cães 

contaminados, incluindo os casos que ocorreram no litoral paulista, pois os casos de LV 

humana precedem aos casos que ocorrem nesses animais. A alta taxa de reprodução e o 

crescente número de abandono de cães, juntamente com o desmatamento acentuado são 

considerados determinantes para a ocorrência de LV nos grandes centros urbanos (FURLAN, 

2010; OPAS, 2012; BRASIL, 2014; PAULA et al., 2014; LAZARI et al., 2016). 

Os principais órgãos acometidos pela LV são: baço, fígado e medula óssea, que são 

órgão do sistema imunológico (SILVEIRA et al., 2010). Porém, alterações causadas em outros 

órgãos podem ocorrer, como aqueles pertencentes ao sistema nervoso, urinário e trato 

gastrintestinal (TGI), levando ao comprometimento sistêmico observado nas infecções naturais 

e experimentais (BLAVIER et al., 2001; ALVAR et al., 2004). 

 

 

http://journals.plos.org/plosntds/article?id=10.1371/journal.pntd.0006365#pntd.0006365.ref001
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Figura 5. Ciclo da leishmaniose visceral indicando como ocorre no vertebrado e no 

invertebrado. Fonte: Adaptado de Silva, 2012. 

 

A LV é considerada uma enfermidade generalizada e crônica, sendo o primeiro sintoma 

da visceralização, a febre baixa recorrente, frequentemente, com dois ou três picos diários que 

persistem com remissões durante todo o curso da infecção da doença. A segunda manifestação, 

em importância, no desenvolvimento do quadro é a esplenomegalia, que costuma ser em maior 

escala que a hepatomegalia, a qual, por sua vez, também persiste nos achados clínicos. Há, 

ainda, na maioria dos casos, micropoliadenia (aumento generalizado dos linfonodos), além de 

uma série de eventos que se iniciam à medida que os órgãos são acometidos, desencadeando 

alterações de ordem fisiológica e histopatológica, as quais se agravam com o decorrer da 

doença, como vômitos, diarreia e dor abdominal (OLIVEIRA et al., 2006; QUEIROZ et al., 

2004; SILVEIRA et al., 2010). Os sintomas da leishmaniose canina são diversos, podendo 

observar-se linfoadenomegalia, onicogrifose, anemia, hepato e esplenomegalia, lesões cutâneas, 

trombose, epistaxe, lesões oculares e poliartrites, dentre outros (FARIA; ANDRADE, 2012). 

O TGI possui função altamente seletiva, respondendo aos agentes causadores de 

doenças os patógenos ao mesmo tempo em que é insensível aos antígenos alimentares e 

microbiota comensal (MACDONALD; MONTELEONE, 2005). A barreira gastrointestinal 

compreende vários mecanismos de defesa, tais como bactérias comensais, a camada de muco, a 
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morfologia das túnicas intestinais e neurônios entéricos (KEITA; SÖDERHOLM, 2010; 

BAILEY et al., 2011), que protegem o organismo do ambiente externo contra bactérias, toxinas 

e parasitas. Sendo assim, o intestino é considerado o maior órgão imune do corpo, 

correlacionando as funções digestivas e absortivas, com as defesas imunológicas (FASANO; 

SHEA-DONOHUE, 2005; MCCOLE; BARRETT, 2007; TURNER, 2009). 

O intestino possui cerca de 80% das células imunológicas do corpo e mais de 100 

milhões de neurônios (KAGNOFF, 1987; FURNESS et al., 2014). As estruturas imunes estão 

associadas principalmente aos tecidos linfoides e placas de Peyer, que são encontradas 

principalmente no jejuno e íleo. A lâmina própria também contém células imunes inatas e 

adaptativas que ajudam o organismo a combater patógenos causadores de infecções ou doenças 

além de serem importantes para o funcionamento entérico (NIJHUIS et al., 2010; DE JONGE, 

2011; MATTEOLI et al., 2014; YOO; MAZMANIAN, 2017). 

A resposta imunológica do TGI é acelerada à medida que as células de defesa estão 

especificamente localizadas. Essas células atuarão primeiro, no caso da infecção e depois na 

liberação de citocinas para estimular e regular a resposta imune que pode ocorrer no órgão 

(BUZONI-GATEL; WERTS, 2006). As infecções intestinais por parasitas acarretam alterações 

nos mastócitos e células nervosas, onde a regulação da fisiologia intestinal é uma resposta aos 

antígenos dos parasitos (MCKAY; BIENENSTOCK,1994; SILVA, 2016). 

O controle nervoso do TGI é realizado pelo sistema nervoso entérico (SNE), 

responsável pelas atividades inibitórias e excitatórias da musculatura, secreção e fluxo 

sanguíneo (FURNESS, 2006). O SNE atua de forma independente aos comandos do sistema 

nervoso central, porém mantém conexões com as aferências centrais pelas vias simpáticas e 

parassimpáticas formando o eixo cérebro-intestinal (BHATIA; TANDON, 2005; ROSTAGNO, 

2009). Além disso, mantém interação com células entero-endrócrinas e com o sistema 

imunológico (BURNS et al., 2009).  Quando o organismo sofre interferência por algum 

estresse, estimula a liberação de neuropinefrina alterando o funcionamento do SNE, no controle 

de secreção e motilidade do intestino (LOMAX et al., 2010; BAILEY et al., 2011). 

O SNE apresenta-se organizado em forma de uma rede interconectada de neurônios e 

células da glia que se agrupam em dois grandes plexos principais: o plexo submucoso e o plexo 

mioentérico. O plexo submucoso está presente a partir do intestino, onde exerce a função de 

controle das secreções, absorção e fluxo sanguíneo. Já o plexo mioentérico localiza-se entre as 

túnicas musculares circular e longitudinal em todo TGI, sendo responsável pelo controle dos 

movimentos peristálticos (FURNESS, 2008).  
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Dentre os diversos tipos de neurônios do SNE existem os neurônios sensoriais, os 

interneurônios e os neurônios motores. Os neurônios motores são responsáveis pelos 

movimentos inibitórios e excitatórios do músculo liso do TGI através da liberação de seus 

neurotransmissores, existindo mais de 30 tipos conhecidos no plexo mioentérico (FURNESS, 

2008; WOOD, 2012).  

Diversas técnicas histoquímicas são utilizadas para marcar os neurônios do SNE, dentre 

elas, está a técnica que utiliza a enzima NADPH-diaforase, que marca Óxido Nítrico (NO) dos 

neurônios (HOPE et al., 1991). Os neurônios que utilizam o NO como neurotransmissor 

principal são chamados neurônios nitrérgicos e possuem como principal função promover a 

resposta inibitória da musculatura lisa local. O NO é de natureza gasosa que age se ligando aos 

radicais livres e protegendo as células dos efeitos reativos do oxigênio, sendo assim, 

considerado um neuroprotetor, onde as células que se utilizam dele se tornam mais resistentes à 

morte (BURMESTER; HANKELN, 2009). Outra técnica histoquímica muito utilizada, é a 

técnica que utiliza a enzima NADH-diaforase, que marca os neurônios metabolicamente ativos. 

Essa técnica permite evidenciar somete 80% da densidade total de neurônios (MIRANDA-

NETO et al., 2000; YOUNG et al., 1993). 

Estudos mostram que as infecções parasitárias que atingem o TGI alteram o SNE de 

forma direta ou indireta, tendo relação com o sistema imunológico. Porém, esse é o primeiro 

estudo a respeito de infecções causadas por L. (L.) chagasi no SNE.  

Dentre as infecções, as causadas por protozoários são a toxoplasmose, a doença de 

chagas e a giardíase. Infecções causadas pelo protozoário Toxoplasma gondii causam alterações 

no metabolismo dos neurônios mioentéricos, provoca aumento na produção de NO na tentativa 

de proteger e combater o parasitismo, porém quando as infecções são causadas por cepas muito 

virulentas ou grande carga parasitária, os neurônios mioentéricos sofrem atrofia celular podendo 

chegar à morte (SUGAUARA et al., 2008; SILVA et al., 2011).  

Outra infecção causada por protozoário é causada pela espécie Trypanossoma cruzi. As 

alterações observadas ocorrem principalmente no cólon, onde o aumento expressão de NO 

pelos neurônios leva a disfunção do órgão, apresentando problemas na secreção e absorção. Em 

consequência a esses problemas, tanto em infecções experimentais quanto naturais é observado 

sintomas como constipação resultando em um quadro clínico conhecido como Megacólon 

(NASCIMENTO et al., 2010). A infecção causada pelo protozoário Giardia sp. também 

provocam aumento na produção de NO em resposta ao parasitismo, apresentando um maior 

trânsito intestinal e aumento das vilosidades do intestino (PAVANELLI et al., 2010; LI et al., 

2011).  
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De um modo geral, as infecções causadas por protozoários alteram os neurônios do 

plexo mioentérico, provocando alterações na absorção, secreção e motilidade do TGI, 

apresentando principalmente deficiência no peristaltismo e no transporte de íons e fluídos. Além 

disso, existe uma correlação entre a resposta imune do hospedeiro, os mediadores inflamatórios 

e a atividade da SNE que já foi demonstrada para vários parasitas que atingem o TGI, 

mostrando a importância do eixo intestino-imune (HALLIEZ; BURET, 2015; MAWE, 2015; 

ODA et al., 2017; PALUS et al., 2017; VILLALOBOS-HERNÁNDEZ et al., 2017; BAI et al. 

2018; CHETIA; DAS, 2018; PAVANELLI et al., 2018; TIRONI et al., 2018). 

A relação entre o SNE e o sistema imunológico é bidirecional, pois, as células imunes 

são afetadas pelas ações dos neurônios entéricos, assim como os neurônios também são afetados 

pelos sinais emitidos pelas células imunológicas. O processo inflamatório causado pelo 

parasitismo na parede intestinal desencadeia mudanças na plasticidade dos neurônios 

mioentéricos, podendo levar a distúrbios no funcionamento de todo o TGI (BARBOSA et al., 

2009; MOREIRA et al., 2014; NOGUEIRA-PAIVA et al., 2014; HALLIEZ; BURET, 2015; 

SANT’ANA et al., 2017). Assim, o SNE e o sistema imunológico, juntamente com o sistema 

endócrino, estão intimamente relacionados com a fisiologia do intestino, para manter 

homeostase do órgão (TEM BOKUM et al., 2000; KABOURIDIS; PACHNIS, 2015).  

Portanto, visto a importância do SNE para o funcionamento do TGI, e a escassez de 

informações sobre a interferência do parasitismo causado pelo protozoário da espécie L. (L.) 

chagasi sobre o SNE, se faz necessário avaliar o comprometimento morfofisiológico dos 

neurônios mioentéricos de hamsters infectados experimentalmente durante os períodos agudo, 

intermediário e crônico. 

 

2. OBJETIVO 

Analisar as alterações morfoquantitativas dos neurônios do plexo mioentérico do 

intestino delgado de hamsters infectados experimentalmente por L. (L.) chagasi. 
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

Para a realização dos experimentos foram utilizados hamsters dourados (Mesocricetus 

auratus), em virtude de serem animais modelos para infecções experimentais com L. chagasi, 

uma vez que mimetizam as infecções naturais que ocorrem em humanos, cães, gatos e raposas.  

 

3.1. Delineamento experimental 

Para tanto, foram utilizados 30 animais de 8 semanas de vida, separados em dois grupos, 

sendo eles o grupo experimental (GE) e o grupo controle (GC). Cada grupo foi dividido em três 

períodos experimentais de acordo com o período de infecção (PI) contendo cinco animais em 

cada grupo. 

Períodos de infecção (PI): 

 Agudo com 30 dias de infecção (30 PI) 

 Intermediário com 60 dias de infecção (60 PI) 

 Crônico com 90 dias de infecção (90 PI) 

 

 

 

 

 

 

 

Os animais GE foram infectados por via intraperitoneal, com 2x107 de promastigotas em 

fase estacionária da espécie L. (L.) chagasi. Já os animais GC receberam pela mesma via de 

inoculação 100µL/animal de solução fisiológica. Após cada período de infecção (PI), os 

animais foram eutanasiados em câmara de CO2. 

Após a eutanásia, foram coletados fragmentos do baço, fígado, duodeno, jejuno e íleo, 

onde parte desse material foi destinado imediatamente à técnica de Unidades Leishman-

Donovan (LDU) e outra parte foi fixada em formol 10% que posteriormente foram utilizados 
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n=5 
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GE 
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para a análise imunoistoquímica (IHC). O restante dos segmentos intestinais (duodeno, a região 

proximal do jejuno e distal do íleo) foram destinadas as técnicas de evidenciação neuronal. 

 

3.2.  Técnicas para evidenciação de carga parasitária 

3.2.1. Análise de Unidades Leishman-Donovan (LDU) - IMPRINT 

Fragmentos do baço, fígado, duodeno, jejuno e íleo após a coleta foram pesados e a 

posição destes fragmentos foram feitas em lâminas, as quais foram fixadas com metanol e 

coradas com Giemsa (figura 6).  

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Técnica para evidenciação de carga parasitária imprint. 

A análise da carga parasitária foi realizada através de unidades Leishman-Donovan 

(FREITAS et al., 2015) avaliando o número de amastigotas evidenciadas em 1000 células 

nucleadas, normalizando de acordo com o peso do fragmento analisado. 

 

3.2.2. Análise de Imunoistoquímica (IHC) 

 

Após o período de fixação em formol 10% os órgãos foram desidratados em ordens 

crescentes de álcoois 70%, 80%, 90% e absoluto, posteriormente diafanizados em xilol. Após 

foram inclusos em parafina histológica e submetidos a cortes transversais de 5µm. 

Para evidenciar as formas amastigotas, cortes dos órgãos foram submetidos à reação de 

IHC de acordo com Jesus et al. (2016). Para isso, as lâminas com os respectivos cortes 

histológicos foram desparafinizadas em xilol por 15 minutos à temperatura ambiente, e depois 
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hidratados passando por cubas de álcool absoluto, 70%, 50%, 30% e água destilada, seguida por 

recuperação antigênica com tampão citrato 10 mM, pH 6,0 a 95ºC por 30 minutos em banho 

Maria, seguido de mais 30 minutos para resfriamento, cerca de 50ºC. As lâminas foram 

retiradas do tampão citrato e passaram por seis incubações de cinco minutos com peróxido de 

hidrogênio 3% para bloqueio da peroxidase endógena. Para bloqueio de ligações inespecíficas 

foi realizada uma incubação com leite desnatado (Molico-Nestlé) por uma hora a 37ºC. 

Posteriormente, foram adicionados aos tecidos os seguintes anticorpos primários: anticorpo 

policlonal anti-Leishmania (Leishmania) chagasi produzido em camundongos BALB/c na 

diluição de 1/1000 em solução de albumina bovina 49 a 1% em PBS, anticorpo monoclonal 

anti-iNOS produzido em cabra, anticorpo monoclonal anti-L-9 arginase produzido em coelho 

(Santa Cruz Biotechnologies). As lâminas foram incubadas em câmara úmida por 1 hora à 

37ºC. 

As lâminas foram lavadas três vezes por cinco minutos cada com PBS e 0,05% de 

Tween 20 (PBS-T), em seguida foi utilizado reagente de bloqueio pós-primário do Novolink 

(RE7260-K–Novocastra), seguindo com a incubação por 45 minutos a 37ºC. Após este período, 

foram feitas três lavagens de cinco minutos com PBS-T, seguido pela adição de polímero 

Novolink (RE7260-K–Novocastra), e incubou-se por 45 minutos a 37ºC. Após esse período 

foram realizadas mais três lavagens com PBS-T por cinco minutos, seguido por incubação de 1 

minuto a temperatura ambiente com uma solução de diaminobenzidina (DAB) com sistema 

cromógeno substrato – K3468 – DakoCytomation). A reação foi interrompida pela adição de 

água destilada, sendo lavadas com mais água destilada para retirar o excesso da solução de 

DAB. As lâminas foram contra-coradas com hematoxilina de Harris por quatro minutos a 

temperatura ambiente, desidratadas passando por cubas de álcool 50%, 80%, 95%, álcool 

absoluto e xilol, e em seguida montadas com lamínulas utilizando-se Entellan. 

3.3.  Técnicas de evidenciação neuronal 

3.3.1. Detecção dos neurônios mioentéricos nitrérgicos (NADPH-diaforase positivos) 

(SCHERER-SINGLER et al., 1983). 

Os segmentos intestinais foram lavados e preenchidos com PBS (pH 7,4). Em seguida, 

os segmentos foram submetidos a duas lavagens em solução de PBS (10 minutos cada) seguidas 

de permeabilizados em PBS contendo Triton X-100 a 0,3% diluídos em tampão fosfato de sódio 

(pH 7,3) por 10 minutos. Depois, mais duas lavagens em PBS durante 10 minutos cada. Para 

evidenciar os neurônios mioentéricos NADPH-dr positivos (NADPH-dp), após as lavagens, os 
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segmentos foram incubados em meio de reação constituído por 50 mg de NBT, 100 mg de β- 

NADPH e 0,3% de Triton X-100 em tampão Tris-HCl (0,1M pH 7,6) por 2 horas. 

Posteriormente as extremidades foram liberadas e os intestinos imersos em solução de 

paraformaldeído a 4% para a fixação e armazenagem. 

 

3.3.2. Detecção dos neurônios mioentéricos metabolicamente ativos (NADH- 

diaforase positivos) (GABELLA, 1969). 

As porções intestinais foram lavadas e preenchidas com solução de Krebs (pH 7,3). 

Após a lavagem, os segmentos foram submetidos ao procedimento para evidenciação dos 

neurônios. Para tanto, os segmentos passaram por duas lavagens de dez minutos cada em 

solução de Krebs, e foram incubados em solução de Krebs contendo Triton X-100 a 0,3% 

durante cinco minutos. Mais duas lavagens de dez minutos em cada solução de Krebs foram 

realizadas, para posterior incubação em meio de reação constituído por 25ml de solução estoque 

de Nitro Blue Tetrazolium (NBT, solução estoque com concentração de 0,5 mg/ml), 25 ml de 

tampão fosfato de sódio (0,1 M; pH 7,3), 0,05 g de β-NADH em 50ml de água destilada. O 

tempo de incubação foi padronizado em 1 hora. Após os segmentos foram fixados em solução 

de formolaldeído a 10% em tampão fosfato (0,1 M, pH 7,3). 

 

3.4.  Obtenção de preparados de membrana 

Após o período de fixação de cada técnica, os segmentos intestinais (duodeno, jejuno e 

íleo) foram seccionados ao longo do eixo longitudinal na margem mesentérica e microdissecado 

sob estéreomicroscópio para a retirada das túnicas mucosa e submucosa, preservando as túnicas 

muscular e serosa. Os preparados de membrana obtidos passaram por cubas de álcool 90%, 

álcool absoluto e xilol e foram montados entre lâmina e lamínula de vidro com resina sintética 

Permount®. 

3.5.  Análises morfoquantitativas dos neurônios mioentéricos 

3.5.1. Quantificação neuronal 

A quantificação neuronal foi realizada por meio dos preparados de membrana 

obtidos do intestino delgado dos animais. A densidade neuronal foi obtida com o auxílio do 

microscópio de luz (aumento de 200X), sendo as imagens capturadas pela câmera digital 
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MoticImage® e transferidas para o computador. Para cada preparado foram capturados 40 

gânglios na técnica de evidenciação neuronal NADPH-dp e 50 gânglios na técnica de 

evidenciação neuronal NADH-dp, amostrando todas as regiões (mesentérica, intermediária e 

antimesentérica) do intestino. O número total de neurônios foi estimado por meio da densidade 

neuronal por gânglio.  

 

3.5.2. Área dos perfis do corpo celular e nuclear (µm²) 

A mensuração da área dos perfis do corpo celular e nuclear dos neurônios 

mioentéricos do intestino delgado foi realizada com o auxílio do programa de análise de 

imagem computadorizado Image-Pro-Plus 3.0.1. As imagens dos neurônios capturadas para a 

análise quantitativa foram utilizadas na análise morfométrica.  

Foram mensurados o perfil celular e o perfil nuclear dos mesmos 100 neurônios por 

animal e os resultados obtidos foram distribuídos em histograma de frequência de acordo com o 

tamanho em intervalos de 150 µm² para o perfil celular e 50 µm² para o perfil nuclear. 

 

3.6.  Análise estatística 

Os dados obtidos pela análise morfoquantitativa foram submetidos ao teste T. Os 

resultados foram expressos por média ± desvio padrão. O nível de significância foi de 5%. 

 

4. RESULTADOS 

 

Não foram observadas macroscopicamente ulcerações ou até mesmo disfunção em 

nenhum segmento intestinal.  

As análises de carga parasitária mostraram que as formas amastigotas do parasita 

chegam ao intestino delgado desde o período agudo da infecção (figura 7). O aumento da carga 

parasitária no intestino é equivalente ao aumento observado no baço e no fígado (figura 8) 

durante os períodos experimentais, sendo que do período agudo para o intermediário o aumento 

foi de aproximadamente 20% e do intermediário para o crônico foi de aproximadamente 2,5% 

(figura 9). 
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Figura 7. Fotomicrografia evidenciando as formas amastigotas (cabeça de seta) no baço (A), 

fígado (B) e intestino (C) pela técnica de imunoistoquímica (IHC).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Unidades de Leishman – Donovan (LDU) do baço e fígado de hamsters nos 

diferentes períodos de infecção (30, 60 e 90 PI) 
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Figura 9. Unidades de Leishman – Donovan (LDU) do intestino delgado de hamsters nos 

diferentes períodos de infecção (30, 60 e 90 PI) 

 

Ao observarmos a densidade dos neurônios mioentéricos nitrérgicos, do duodeno, foi 

possível observar aumento significativo (p<0,05) de aproximadamente 21% nos períodos agudo 

e intermediário de infecção. Quando a infecção é observada no período crônico a densidade 

desta subpopulação reduz em 21,8% (figura 10). O jejuno também apresentou aumento na 

densidade dos neurônios mioentéricos nitrérgicos durante o período agudo da infecção de 

15,81%, porém esse aumento foi seguido de redução de 20,8% no período crônico (figura 10). 

As diferenças observadas nos períodos agudo e crônico foram significativas (p<0,05). Já no 

íleo, a subpopulação nitrérgica apresentou redução significativa (p<0,05) no período 

intermediário de 16,7%. Já na fase crônica da infecção, foi observado um aumento significativo 

(p<0,05) de 13% na densidade neuronal (figura 10). 

A análise de densidade neuronal dos neurônios mioentéricos da subpopulação 

metabolicamente ativa, mostrou que o duodeno e o íleo apresentaram aumento significativo 

(p<0,05) de 12,32% e 33,9% respectivamente, durante o período agudo de infecção. No íleo, 

esse aumento foi seguido de redução significativa (p<0,05) na densidade nos períodos 

intermediário e crônico, onde apresentou no período intermediário redução de 29% e no período 

crônico de 35% (figura 11). No jejuno, foi observado aumento na densidade dos neurônios 
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aa = Não houve diferença estatística. ab = Houve 

diferença estatística. 

 

mioentéricos metabolicamente ativos nos períodos agudo (21%) e intermediário (30%) da 

infecção. Porém, no período crônico, a densidade neuronal é reduzida em 12,12% (figura 11).  

A partir da mensuração da área do perfil celular (PC) dos neurônios mioentéricos 

nitrérgicos do duodeno e íleo, observamos aumento significativo (p<0,05) nos períodos agudo 

(5,67% e 5,85%) e intermediário (6,65% e 17,5%). Já no período crônico houve redução do PC 

de aproximadamente 10% no duodeno e 39% no íleo, também significativa (p<0,05). O jejuno 

apresentou redução significativa (p<0,05) do PC em todos os períodos de infecção, essas 

reduções foram de 12,34%, 21,69% e 31,72% respectivamente (figura 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Densidade dos neurônios mioentéricos do duodeno (A), jejuno (B) e íleo (C) da 

subpopulação metabolicamente ativa (NADPH-dp). As colunas pretas representam 

os GC e as colunas cinzas os GE em cada PI (30, 60 e 90). Fotomicrografias com 
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aa = Não houve diferença estatística. ab = Houve. 

números impares representam os animais GC, e com os números pares os animais 

GE. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Densidade dos neurônios mioentéricos do duodeno (A), jejuno (B) e íleo (C) da 

subpopulação metabolicamente ativa (NADH-dp). As colunas pretas representam 

os GC e as colunas cinzas os GE em cada PI (30, 60 e 90). Fotomicrografias com 

números impares representam os animais GC, e com os números pares os animais 

GE. 
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A mensuração do PC dos neurônios mioentéricos metabolicamente ativos do duodeno 

apresentou aumento significativo (p<0,05) durante os períodos intermediário e crônico, sendo 

esses aumentos de 11,5% e 11,2% respectivamente (figura 13).  

No jejuno, foi observada redução do PC no período agudo de 19% e no período 

intermediário de 17%. No período crônico da infecção houve aumento do PC de 8,5% (figura 

13). Todas as alterações observadas foram consideradas diferentes estatisticamente (p<0,05).  

Já no íleo, foi observado aumento do PC dos neurônios mioentéricos metabolicamente 

ativos no período agudo e intermediário. No período crônico, o PC reduziu (figura 13). Porém 

nenhuma alteração foi considerada diferente significativamente (p>0,05). 

No duodeno, os neurônios mioentéricos da subpopulação nitrérgica e da subpopulação 

metabolicamente ativa, apresentaram tamanho do PC predominando entre 0 e 300 µm² (figura 

14). O jejuno e o íleo apresentaram tamanho do PC dos neurônios mioentéricos nitrérgicos, 

predominando entre 150 a 450 µm². Já os neurônios mioentéricos metabolicamente ativos, o 

tamanho do PC apresentou predominância de 0 a 450 µm² (figura 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Área do perfil celular (µm²) dos neurônios mioentéricos do intestino delgado da 

subpopulação nitrérgica (NADPH-dp). As colunas pretas representam os grupos 

controles (GC) e as colunas cinzas os grupos experimentais (GE) em cada período 

de infecção (30, 60 e 90 PI). 
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Figura 13. Área do perfil celular (µm²) dos neurônios mioentéricos do intestino delgado das 

subpopulações metabolicamente ativas (NADH-dp). As colunas pretas representam 

os grupos controles (GC) e as colunas cinzas os grupos experimentais (GE) em cada 

período de infecção (30, 60 e 90 PI). 

 

Através das análises morfométricas da área do perfil nuclear (PN) dos neurônios da 

subpopulação nitrérgica do duodeno, foi possível observar aumento significativo (p<0,05) nos 

períodos agudo e intermediário, o aumento foi de 7,5% e 5,7% respectivamente (figura 15). No 

período crônico o resultado não foi significativo (p>0,05).  

No jejuno, as análises da área do PN dos neurônios mioentéricos da subpopulação 

nitrérgica, mostraram que houve redução em todos os períodos de infecção. Porém a redução foi 

significativa (p<0,05) apenas nos períodos intermediário (14,74%) e crônico (21%) (figura 15).  

O íleo, apresentou aumento significativo (p<0,05) do PN no período intermediário de 

15% dos neurônios mioentéricos nitrérgicos. No período crônico, houve redução significativa 

(p<0,05) de 23,5% (figura 15). 
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Figura 14. Histograma de frequência da área do perfil celular (PC) dos neurônios mioentéricos 

do da subpopulação nitrérgica (NADPH-dp) e da subpopulação metabolicamente 

ativa (NADH-dp). Animais controle (C) e experimental (E) nos diferentes períodos 

de infecção (30, 60 e 90). 

 

 

NADPH-dp NADH-dp 
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Os neurônios mioentéricos metabolicamente ativos do duodeno apresentaram aumento 

significativo do PN (p<0,05) apenas durante os períodos intermediário (15,6%) e crônico 

(12%) (figura 15).  

O jejuno apresentou redução significativa (p<0,05) do PN dos neurônios mioentéricos 

metabolicamente ativos de 21,3% apenas no período agudo da infecção (figura 16). Já nos 

períodos intermediário e crônico, as alterações não deram diferenças significativas (p>0,05). 

 No íleo, foi observado aumento significativo (p<0,05) do PN dos neurônios 

mioentéricos metabolicamente ativos, no período intermediário de aproximadamente 18%. 

Nos demais períodos estudados, as diferenças não foram significativas (p>0,05) (figura 16). 

O duodeno apresentou o tamanho do PN dos neurônios mioentéricos predominando de 0 

a 100 µm², tanto na subpopulação nitrérgica como na subpopulação metabolicamente ativa 

(figura 17). No jejuno e no íleo, os neurônios mioentéricos nitrérgicos apresentaram tamanho do 

PN predominando de 50 a 150 µm². Já a subpopulação metabolicamente ativa, em ambos os 

seguimentos intestinais, apresentou predominância do PN entre 0 e 200 µm² (figura 17). 

 

 

. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Área do perfil nuclear (µm²) dos neurônios mioentéricos do intestino delgado da 

subpopulação nitrérgica (NADPH-dp) e da subpopulação metabolicamente ativa 

(NADH-dp). As colunas pretas representam os grupos controles (GC) e as colunas 

cinzas os grupos experimentais (GE) em cada período de infecção (30, 60 e 90 PI). 
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Figura 14. Área do perfil nuclear (µm²) dos neurônios mioentéricos do intestino delgado da 

subpopulação metabolicamente ativa (NADH-dp). As colunas pretas representam 

os grupos controles (GC) e as colunas cinzas os grupos experimentais (GE) em cada 

período de infecção (30, 60 e 90 PI). 
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Figura 15. Histograma de frequência da área do perfil nuclear (PN) dos neurônios mioentéricos 

do intestino delgado da subpopulação nitrérgica (NADPH-dp) e da subpopulação 

metabolicamente ativa (NADH-dp). Animais controle (C) e experimental (E) nos 

diferentes períodos de infecção (30, 60 e 90). 
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5. DISCUSSÃO 

 

A leishmaniose visceral é uma doença sistêmica por acometer diversos órgãos. 

Quando atinge o TGI é possível observar a ocorrência de formas amastigotas no intestino dos 

hospedeiros (LUZ et al., 2010; TOPLU; AYDOGAN, 2011; SAMIULLAH et al., 2013; 

MENDONÇA, 2017). Animais infectados com L. (L.) chagasi sofrem com diversas alterações 

morfofisiológicas no intestino devido a presença do parasita no musculo liso, mucosa, 

submucosa, lâmina própria e parede intestinal (SILVA et al., 2002; ADAMAMA-

MORAITOU et al., 2007; PINTO et al. 2011). 

Em estudo realizado no intestino delgado de cães, as amastigotas foram encontradas 

principalmente no ápice das vilosidades (SILVA et al., 2016), assim como observado no 

presente estudo. As amastigotas foram encontradas em todo o intestino delgado dos animais 

infectados desde o período agudo, onde foram observados aumento da carga parasitária de 

acordo com o aumento do período de infecção, como observado no baço e no fígado desses 

animais. No jejuno e íleo foram encontradas as maiores concentrações de amastigotas, 

podendo ser explicado pelo fato de essas regiões do intestino possuírem maiores 

concentrações de células imunes inatas e as Placas de Peyer (PINTO et al., 2013; 

MATTEOLI et al., 2014; SILVA et al., 2016). 

Sabe-se que o plexo mioentérico altera sua plasticidade durante diversos processos que 

possam causar algum estresse, como envelhecimento, dieta, medicamentos e até mesmo 

doenças. A mudança da plasticidade do plexo altera o funcionamento dos neurônios com o 

intuito de manter a homeostase do organismo. As alterações no plexo mioentérico provocam 

mudanças de código químico, na densidade e área celular dos neurônios, assim como também 

na estrutura da rede nervosa (MEYER et al., 2007; ROMANO et al., 2010; SANT’ANA et 

al., 2017). 

De acordo com a literatura, infecções causadas por protozoários que atingem o TGI 

alteram os neurônios mioentéricos de forma direta ou indireta (SUGAUARA et al., 2008; 

ODORIZZI et al., 2010; HERMES-ULIANA et al., 2011).  

Estudos realizados com Toxoplasma gondii em ratos relataram aumento na densidade 

de neurônios mioentéricos nitrérgicos durante o período agudo da infecção, assim como foi 

observado em nosso trabalho no duodeno e jejuno (VICENTINO-VIEIRA et al., 2015; 

FEREZIN et al., 2017). Entretanto, durante a infecção na fase crônica, foi observado redução 

na densidade dessa subpopulação neuronal nesses dois segmentos intestinais. O mesmo foi 

http://www.scielo.br/scielo.php?pid=S1984-29612016000100024&script=sci_arttext#B031
http://www.scielo.br/scielo.php?pid=S1984-29612016000100024&script=sci_arttext#B001
http://www.scielo.br/scielo.php?pid=S1984-29612016000100024&script=sci_arttext#B001
http://www.scielo.br/scielo.php?pid=S1984-29612016000100024&script=sci_arttext#B025
http://www.scielo.br/scielo.php?pid=S1984-29612016000100024&script=sci_arttext#B024
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observado no intestino delgado de ratos e frangos infectados por T. gondii e Salmonella sp, 

respectivamente (HERMES-ULIANA et al., 2011; DO AMARAL et al., 2017). Diferente do 

ocorrido nos trabalhos citados anteriormente, em que a redução na densidade neuronal 

ocorreu pela baixa carga parasitária no organismo, em nosso trabalho a redução na densidade 

provavelmente ocorreu pelo estabelecimento do órgão, já que o aumento na produção de NO é 

uma reação mais comum durante os períodos agudos de infecções. 

O íleo apresentou redução na densidade dos neurônios mioentéricos nitrérgicos 

durante o período intermediário da infecção seguido de aumento no período crônico, diferente 

do observados nos outros segmentos intestinais. Esse achado pode estar relacionado ao 

aumento da carga parasitária nesse segmento intestinal. Outros estudos, sobre as infecções por 

T. gondii e por Trypanossoma. cruzi no intestino ratos, relatam que o parasitismo provoca 

aumento na densidade dos neurônios nitrérgicos em resposta ao aumento das atividades do 

sistema imunológico (IANTORNO et al., 2007; HALLIEZ; BURET, 2015; SCHNEIDER et 

al., 2018). O íleo é a região do intestino que possui maior quantidade de Placas de Peyer, 

portanto as ações do sistema imunológico nessa região são maiores. A liberação de citocinas 

inflamatórias contribuem para a amplificação da inflamação tecidual interferindo na 

musculatura local (SUGAUARA et al., 2009). 

Quando o organismo sofre com interferências indiretas do parasitismo, o sistema 

imunológico aumenta a quantidade de citocinas liberadas para combater o parasita, contudo, 

essa ação promove aumento na densidade de neurônios do SNE que passam a expressar NO. 

Isso ocorre porque os neurônios que utilizam desse neurotransmissor se protegem das ações 

do sistema imunológico durante a infecção parasitária, se tornando menos vulneráveis a morte 

e mantendo a homeostase do intestino (COWEN et al., 2000;  HERMES-ULIANA et al., 

2011; PHILLIPS et al., 2003 ARANTES, et al., 2004; CHANDRASEKHARAN; 

SRINIVASAN, 2007; NISHIKAWA et al., 2007).  

Portanto o aumento na densidade de neurônios nitrérgicos observados desse estudo, 

pode estar relacionado ao aumento de citocinas liberadas por células do sistema imune no 

organismo. O aumento na densidade de neurônios que expressam NO também é um indicativo 

de que parte dos neurônios que não expressavam esse neurotransmissor passam a produzir em 

respostas às citocinas liberadas, assim como já foi observado em trabalhos realizados com 

suínos infectados por T. gondii (ODORIZZI et al., 2010). 

Ao analisarmos os neurônios mioentéricos da subpopulação metabolicamente ativa, 

observamos que todos os segmentos intestinais apresentaram aumento significativo (p<0,05) 

durante o período agudo da infecção. Esse aumento foi seguido de redução (p<0,05) no 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0014489415001319?via%3Dihub#bib0050
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0014489415001319?via%3Dihub#bib0050
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período crônico nos segmentos intestinais jejuno e íleo. Corroborando com nossos resultados, 

trabalhos com infecções parasitárias por T. gondii e T. cruzi no intestino de ratos e porcos, 

também apresentaram redução dessa subpopulação neuronal, na fase crônica da infecção 

(HERMES-ULIANA, 2011; VICENTINO-VIEIRA et al., 2015; SCHNEIDER et al., 2016) 

A técnica histoquímica NADH-d utilizada para marcação dos neurônios 

metabolicamente ativos, se baseia na oxi-redução catalisada pela enzima mitocondrial, assim, 

evidenciando os neurônios com maior atividade celular. Portanto, estudos sugerem que a 

redução de neurônios metabolicamente ativos, em condições em que o organismo sofre com 

infecções causadas por protozoários, afeta negativamente o funcionamento mitocondrial dos 

neurônios, levando a baixa atividade celular (PEREIRA et al., 2010; PARK et al., 2014). Em 

nossos resultados observamos que o aumento da inflamação decorrente do período crônico de 

infecção, alterou o metabolismo dos neurônios mioentéricos. 

As alterações na densidade dos neurônios do plexo mioentérico observados nesse 

estudo, mostram a plasticidade neuronal perante a infecção causada por L. (L.) chagasi, 

indicando que houve alteração fenotípica em parte dos neurônios para manter o 

funcionamento do organismo. A alteração fenotípica dos neurônios se dá pela mudança de 

código químico. O mesmo já foi observado em trabalhos similares, indicando que as infecções 

causadas por protozoários promovem alterações nos neurônios do plexo mioentérico por 

ações diretas e indiretas (ARAÚJO et al., 2015; BRAGA-SILVA et al., 2016; GÓIS et 

al., 2016; PAVANELLI et al., 2018).  

A colocalização nos neurônios mioentéricos, já ocorreram diante de diversas situações, 

como no avanço da idade e até mesmo em condições experimentais. Isso acontece quando há 

alterações no código químico dos neurônios com a finalidade de promover um rearranjo entre 

neurônios remanescentes que assumem as funções de neurônios perdidos, refletindo em 

aumento compensatório de subpopulações neuronais (CSERNI et al., 2007; BECK et al., 

2009). Alterações no código químico para expressão de neurotransmissores foram também 

observadas em casos de colite ulcerativa (NEUNLIST et al., 2003), indicando uma resposta 

regenerativa do plexo mioentérico nos casos de infecção (SCHNEIDER et al., 2001). 

Os neurônios mioentéricos nitrérgicos do duodeno apresentaram hipertrofia (p<0,05) 

durante os períodos agudo e intermediário. Nossos resultados mostram a alta taxa de produção 

de NO pelos neurônios nesses períodos de infecção. Quando ocorre o aumento do perfil 

neuronal, juntamente com o aumento na densidade é um indicativo de que a infecção 

parasitária está causando alterações em grande parte dos neurônios do plexo mioentérico 

(ARAÚJO et al., 2015). 

https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR3
https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR7
https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR18
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Nossos resultados para o íleo indicam que houve aumento de perfil neuronal nos 

períodos agudo e intermediário. Na infecção crônica os neurônios apresentaram atrofia do 

perfil neuronal, assim como também foi observado no jejuno em todos os períodos 

experimentais. Hermes-Uliana et al. (2011) também relataram atrofia dos neurônios 

mioentéricos nitrérgicos no jejuno de ratos com infecção parasitária por T. gondii. Alterações 

na morfologia dos neurônios indicam o processo de adaptação neuronal às necessidades do 

organismo (MARINO et al., 2003; PEREIRA et al., 2010). A atrofia dos neurônios 

observados em nosso estudo pode ser explicada pelo fato de que a densidade dessa 

subpopulação neuronal estava maior no período crônico, portanto não havendo necessidade de 

maior produção de NO pela célula nervosa (IANTORNO et al., 2007). 

A tentativa de modulação neuronal é refletida na morfologia dessas células, como 

consequência se dá o aumento na densidade de neurônios de tamanhos menores. Neurônios 

nitrérgicos tendem a reduzir o tamanho com o avanço da infecção parasitária, como 

observado também em infecções causadas por T. cruzi (MAIFRINO et al., 1999).  

Na análise dos neurônios mioentéricos metabolicamente ativos observamos que no 

duodeno houve hipertrofia (p<0,05) neuronal nos períodos intermediário e crônico. O jejuno, 

apresentou atrofia (p<0,05) nos períodos agudo e intermediário, e hipertrofia (p<0,05) no 

período crônico. O aumento no tamanho dos neurônios mioentéricos metabolicamente ativos, 

está relacionado à maior atividade celular, muitas vezes para compensar a perda da densidade 

neuronal. Quando há redução na densidade ocorre um aumento no tamanho neuronal para que 

seja compensada a perda dos neurônios, como observado por Pereira et al. (2010) no intestino 

de ratos com T. gondii. 

Podemos observar que a infecção parasitária causada por L. chagasi atinge 

principalmente os neurônios mioentéricos nitrérgicos do jejuno e íleo quanto maior é o 

período de infecção, porém, em todos os segmentos intestinais foi possível observar que os 

neurônios apresentam redução em seu perfil quanto maior o período de infecção em ambas as 

técnicas de evidenciação neuronal. 
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Diversos trabalhos já observaram alterações na morfologia dos neurônios em resposta 

a diferentes infecção, como infecções virais (BIELEFELDT-OHMANN et al., 2008), 

bacterianas (LUCERO et al., 2012) e parasitárias (PARLOG et al., 2015; GÓIS et al., 2016). 

Porém, a atividade imunológica também induz a redução da área do perfil neuronal como já 

observado em estudos por Pollard (2006) e Vicentino-Vieira (2015), indicando que as 

respostas imunológicas diante das infecções no organismo, levam a alterações na plasticidade 

dos neurônios do plexo mioentérico.  

Nossos resultados mostram que o parasitismo causado pelo protozoário da espécie L. 

(L.) chagasi promove alterações nos neurônios do plexo mioentérico do intestino delgado 

provavelmente pelas ações indiretas das células imunes. O aumento na liberação de citocinas 

e mediadores químicos para combater o parasitismo interferem no plexo mioentérico para 

manter a homeostase do intestino (BORGES et al., 2000; BALEMBA et al., 2001; BAUER, 

2008). Em estudo realizado pela infecção crônica de T. gondii via intraperitoneal, também foi 

observado que os neurônios mioentéricos apresentaram alterações decorrentes das ações do 

sistema imunológico do intestino (SILVA et al., 2011). 

Assim, podemos considerar que o parasitismo atingiu o SNE por meio de ações do 

sistema imunológico do órgão que provocaram alterações morfológicas no plexo mioentérico 

do intestino delgado, caracterizando a plasticidade neuronal. 

Contudo, novos trabalhos que incluam a observação de alterações na morfologia e 

fisiologia do intestino, como também a relação entre o sistema imune e os neurônios do plexo 

mioentéricos perante a infecção por L. (L.) chagasi, são necessários para contribuir com a 

compreensão sobre as alterações neuronais e fisiológicas do intestino. 

 

 

 

6. CONCLUSÃO 

Podemos concluir que a infecção parasitária causada pelo protozoário Leishmania 

chagasi causa alterações morfoquantitativas nos neurônios mioentéricos nitrérgicos e 

metebolicamente ativos nas fases agudas e crônicas da infecção. 

 

 

 

 

https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR6
https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR26
https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR34
https://link.springer.com/article/10.1007/s00436-018-5853-3#CR18
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