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RESUMO 
 
Santos SV. Infecção concomitante experimental de Rattus norvegicus por Toxocara 
canis e Toxoplasma gondii: estudo comportamental e histopatológico (tese). São 
Paulo: Instituto de Medicina Tropical de São Paulo da Universidade de São Paulo; 
2016. 
 
A hipótese de “manipulação comportamental” supõe que um parasito pode alterar o 
comportamento de seu hospedeiro visando aumentar a probabilidade de completar 
seu ciclo evolutivo. Tais alterações aumentariam a taxa de transmissão hospedeiro-
hospedeiro, assegurando ao parasito ou a seus propágulos o encontro de novo 
hospedeiro. A possibilidade de infecções parasitárias provocarem mudanças 
comportamentais em seus hospedeiros e a elevada frequência com que o 
acometimento de seres humanos por larvas de Toxocara e cistos de Toxoplasma 
ocorre, têm chamado à atenção de pesquisadores interessados no estudo das 
relações hospedeiro-parasita. Na infecção por Toxoplasma gondii e Toxocara canis, 
cistos e larvas estão presentes em diversos locais anatômicos incluindo 
musculatura, coração, pulmões, olhos e cérebro. A presença de parasitos no 
cérebro dá oportunidade de manipulação do comportamento do hospedeiro. 
Entretanto, não se sabe qual ou quais mecanismos estão envolvidos no processo 
de manipulação do comportamento. Os objetivos do presente estudo foram verificar 
alterações na ansiedade, medo, memória e aprendizagem de Rattus norvegicus 
experimentalmente infectados por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii em dois 
períodos após infecção, bem como a localização das larvas e cistos e presença de 
placas beta amiloide (βA) na região do hipocampo no tecido cerebral desses 
roedores corado pela técnica de Hematoxilina e Eosina (HE), e Vermelho de 
Congo, respectivamente. Foram utilizadas 40 exemplares fêmeas da espécie 
Rattus norvegicus, com seis a oito semanas. Os animais foram divididos em quatro 
grupos: Toxocara – 10 ratos infectados com 300 ovos de Toxocara canis, 
Toxoplasma –10 ratos infectados com 10 cistos de Toxoplasma gondii, Infecção 
dupla – 10 ratos infectados com 300 ovos de Toxocara canis e 10 cistos de 
Toxoplasma gondii, e controle – 10 ratos sem infecção. Nos dias 40, 41, 70 e 71 
após a infecção, os animais dos grupos infectados e controle foram submetidos à 
avaliação no Labirinto em Cruz Elevado e Campo aberto. Aos 120 após infecção foi 
feita avaliação da memória, aprendizado e aversão a urina de gato dos animais no 
Labirinto de Barnes. No final das análises comportamentais os animais foram 
levados a eutanásia para retirada do cérebro e confecção dos cortes histológicos 
preparados em HE e Vermelho de Congo. Os resultados mostraram efeito 
ansiolítico para ambas as infecções, principalmente para Toxoplasma gondii. Não 
houve comprometimento da memória e aprendizado no LB, porém os animais 
infectados por Toxocara canis ou Toxoplasma gondii apresentaram menor tempo 
para encontrar a toca com urina e entrar nela.  A leitura dos cortes histológicos 
corados com HE mostraram larvas de Toxocara canis e cistos de Toxoplasma 
gondii em regiões do sistema nervoso central dos animais relacionadas com 
memória e aprendizado. As lâminas coradas com Vermelho de Congo 
apresentaram placas beta amiloides (βA) em metade dos animais infectados por 
Toxoplasma gondii. Conclui-se que a infecção por ambos os parasitos apresenta 
efeito ansiolítico quando ocorre infecção única. Quando a Infecção ocorre 
concomitantemente há modulação no comportamento. Além disso, ratas infectadas 
com infecção única apresentam-se menos aversivas à urina de gatos. 
 
DESCRITORES: Toxocaríase. Toxoplasmose. Comportamento animal. Ratos.  
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ABSTRACT 
 
 

Santos SV.  Exper imenta l concomitant  in fect ion of  Rattus norvegicus  by  
Toxocara canis  and Toxoplasma gondi i :  behav iora l and h istopathological  
study  ( tes is ) .  São Paulo: Ins t i tuto de Medic ina Tropical de São Paulo da 
Univers idade de São Paulo;  2016.  
 
The hypothes is of  "behaviora l manipulat ion" states that a paras ite can 
change the behavior  of  i ts  host spec if ica l ly to improve the chances of  
complet ing i ts  l i fe cyc le. I t  means the increase of  t ransmiss ion host to host 
and ensures that the paras ite or  their  propagules are re leased in 
appropr iate p lace increas ing their  surv iva l .  The poss ibi l i t y of  paras it ic  
infect ions to cause behaviora l changes in their  hosts and the h igh 
f requency which the involvement  of  humans by larvae of  Toxocara  and 
Toxoplasma  cys ts occur,  have cal led the at tent ion of  researchers interested 
in the s tudy of  host/paras ite re lat ionships .  In human beings Toxoplasma 

gondi i  cysts  and Toxocara canis  larvae in fect ions are present in var ious 
anatomical s i tes inc luding muscles , hear t ,  lungs, eyes and bra in. The 
presence of  paras ites in brain g ives oppor tunity of  manipulat ion of  the host  
behavior .  However ,  the mechanisms involved in the behavior changes are 
st i l l  unclear.  The a ims of  this  study were to assess changes in  anxiety,  
fear,  memory and learn ing, as wel l  as the larvae, cysts and the presence of  
beta amylo id p laques (βA) in the h ippocampus region of  the bra in t issue of  
the Rattus norvegicus  exper imenta l ly infected wi th Toxocara canis and/or  
Toxoplasma gondi i ,  in two stages of  infec t ion, sata ined wi th  
hematoxyl in /eos in (HE) and Red Congo techniques, respect ive ly.  Eighty 
female Rattus norvegicus  spec ies, aged s ix  to e ight weeks-o ld were used.  
The animals were div ided in to four groups: Toxocara  – 10 rats infected with 
300 Toxocara canis  eggs, Toxoplasma  -  10 rats infected with 10 cys ts of  
Toxoplasma gondi i ,  double infect ion -  10 mice infected wi th 300 Toxocara 

canis  eggs and 10 Toxoplasma gondi i  cysts ,  and contro l -  10 rats wi thout  
infect ion. In the days 40, 41, 70 and 71 af ter  infec t ion, the infec ted animals 
and that belonging to the contro l group were evaluated in  the Elevated 
p lus-maze (EPM) and Open-f ie ld (OF) . At 120 days af ter  infect ion the 
memory and learn ing evaluat ion and avers ion to cat ur ine by the rats were 
assessed in the Barnes maze. At the end of  the behaviora l analys is the 
animals were euthanized to remove the brain and preparat ion of  h is to logical 
sect ions sta ined by Hematoxyl in /Eos in (HE)  and Congo Red. The resul ts  
showed anx io lyt ic  ef fect for  both infect ions, especia l ly for  Toxoplasma 

gondi i .  There was no impairment of  memory and learn ing in LB, but the 
animals infec ted by Toxocara canis  or  Toxoplasma gondi i  spent less t ime to 
f ind the burrow wi th ur ine and enter ing i t .  The reading of  the h isto logical 
sect ions s tained wi th HE showed larvae of  Toxocara canis  and Toxoplasma 

gondi i  cysts  in  regions of  the centra l nervous sys tem of  animals re lated to 
memory and learn ing.  The s l ides sta ined wi th Congo Red showed βA-plate 
for  the major i t y of  animals infected by Toxoplasma gondi i .  I t  is  conc luded in 
the s ingle infect ion, to both paras ites, produced anx io lyt ic  ef fect.  W hen 
infect ions occur concomitant ly there was a modulat ing ef fect  in rats ’  
behavior .  In  addit ion, rats  infec ted with s ingle infect ion presents less  
avers ive ur ine cats .  
 
DESCRIPTORS: Toxocar ias is .  Toxoplasmosis.  Animal behavior .  Rats .   
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1 INTRODUÇÃO 

A hipótese de “manipulação comportamental” afirma que, um parasito pode 

alterar o comportamento de seu hospedeiro, especificamente para melhorar a 

probabilidade de completar seu ciclo de vida. Tal situação facilitaria a transmissão 

hospedeiro/hospedeiro e asseguraria ao parasito, ou a seus propágulos, a liberação 

em locais apropriados, aumentando sua probabilidade de sobrevivência1, 2, 3. 

Combes4, ao estudar os aspectos etológicos da transmissão de parasitos, 

conceituou esse fenômeno como “favorecimento”, onde o parasito altera o 

comportamento do hospedeiro com o intuito de facilitar a transmissão, por meio da 

relação presa-predador. Essa afirmação tem chamado a atenção de vários 

pesquisadores1,2,5,6,7,8,9,10,11,12,13,14,15,16,17,18,19,20,21,22,23. 

A possibilidade de infecções parasitárias provocarem mudanças 

comportamentais em seus hospedeiros9 e a elevada frequência com que o 

acometimento de seres humanos por larvas de Toxocara24,25,26 e cistos de 

Toxoplasma gondii ocorre8, motivaram pesquisadores a verificar alterações 

comportamentais em roedores experimentalmente infectados por esses parasitos, 

utilizando equipamentos padronizados, tais como, Labirinto em Cruz Elevado e 

Campo aberto para avaliação da ansiedade e medo27,28,30,5,6,29,23. 

A maioria dos estudos das alterações comportamentais em hospedeiro 

parasitado são verificados na fase crônica da infecção, pois a presença de cistos ou 

larvas no sistema nervoso central representa fator importante para desencadear 

manipulação comportamental do organismo parasitado31. Além disso, existe relação 

entre infecção por Toxocara canis ou Toxoplasma gondii e doenças 

neuropsiquiátricas, como por exemplo, Alzheimer e Esquizofrenia. Por esta razão, 

para melhor compreensão das alterações comportamentais supostamente 

induzidas pelo parasito, faz-se necessário a detecção das regiões cerebrais 
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afetadas pelo parasito, período da infecção1,32,33, bem como presença de placas 

senis no sistema nervoso central do hospedeiro parasitado.   

A maioria dos trabalhos experimentais utiliza infecção única para estudo 

das alterações comportamentais, entretanto, sabe-se que na natureza existe a 

possibilidade de ocorrer infecções concomitantes por espécies distintas de 

parasitos34 que estimulam respostas imunológicas no hospedeiro com perfis 

diferenciados35,36.  

 

1.1 Toxocara canis 

 

Toxocara canis é helminto parasito de canídeos. A distribuição deste 

parasito é mundial, ocorrendo principalmente em países emergentes37,38.  

A transmissão de Toxocara canis para cães ocorre via ingestão dos ovos 

embrionados presentes no ambiente, pela predação de hospedeiros paratênicos, 

via transmamária e transplacentária e ingestão de L5 (larva de quinto estádio) pela 

fêmea na higienização de seus filhotes39,38.  

 

1.1.1 Ciclo de vida 

 

O ciclo de vida de Toxocara spp. é complexo, pois após serem ingeridas 

pelo hospedeiro definitivo, as larvas migram do intestino para o sistema sanguíneo, 

passando para o fígado, coração e pulmões. Nos pulmões, as larvas podem seguir 

dois caminhos, dependendo principalmente da idade do hospedeiro e da ocorrência 

de infecções anteriores. No primeiro, que ocorre principalmente em cães filhotes, 

conhecido como migração traqueal, as larvas penetram nos alvéolos pulmonares, 

sobem a árvore brônquica, chegam até a faringe e são deglutidas voltando para o 

intestino tornando-se machos e fêmeas adultos e consequentemente eliminando 
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mais ovos. No segundo caso, conhecido como migração somática, as larvas não 

conseguem penetrar os alvéolos, devido à proteção adquirida pelo hospedeiro em 

infecção prévia. Neste caso, as larvas migram para outros órgãos e tecidos, 

permanecendo em estado de latência e podem sobreviver por um longo período. 

Além disso, as larvas presentes na musculatura das fêmeas prenhes são 

estimuladas a migrar para o útero e glândulas mamárias, o que facilita a 

transmissão vertical desse parasito40,41,42.  

A ocorrência de toxocaríase em seu hospedeiro definitivo é mais frequente 

em animais jovens, sendo que em cães adultos existe a proteção adquirida pelo 

sistema imune durante a fase juvenil. Além disso, os filhotes estão mais expostos 

aos meios de transmissão, principalmente as vias transplacentária e 

transmamária42,43.  

Outros animais, inclusive o ser humano, podem infectar-se com estes 

ascarídeos, porém não haverá desenvolvimento de adultos no intestino. Neste caso 

as larvas migram para os tecidos permanecendo em estado de latência, podendo 

sobreviver por um longo período. Contudo, há relatos na literatura de adultos e 

crianças albergando exemplares adultos de Toxocara canis em seu intestino44,45, 

provavelmente em decorrência de infecção acidental por L5. 

 

1.1.2 Toxocaríase humana   

 

A infecção humana pode ocorrer por vários mecanismos, tais como: 

ingestão acidental de ovos contendo larva de terceiro estádio (L3) presentes no 

ambiente, ingestão de carne ou vísceras cruas ou malcozidas de hospedeiros 

paratênicos que alberguem larvas de terceiro estádio em seus tecidos. Crianças 

entre 2 e 6 anos são mais acometidas clinicamente por Toxocara spp., porém é 

crescente o relato de acometimento de adultos37,38,39,43,46. 
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A toxocaríase é uma importante zoonose causada pela migração de larvas 

de Toxocara spp. nos tecidos e órgãos de seres humanos, podendo ocasionar três 

tipos de síndromes: Larva Migrans Visceral (LMV), Larva Migrans Ocular (LMO) e 

Toxocaríase Oculta (TO). O diagnóstico é confirmado pela associação dos níveis de 

eosinófilos no sangue e sorologia positiva, entretanto é difícil estabelecer se trata-

se de infecção crônica ou aguda39, 43,47. 

A infecção por Toxocara em humanos tende a ser assintomática e 

autolimitante, dispensando tratamento. Porém, para casos sintomáticos da 

infecção, existem medicamentos disponíveis para amenizar a gravidade da doença. 

Além disso, a escolha da droga dependerá de diversos fatores, incluindo a 

disponibilidade do medicamento, bem como a experiência no tratamento da 

toxocaríase48,49. 

 

1.2 Toxoplasma gondii 

 

Toxoplasma gondii é protista intracelular obrigatório, capaz de infectar 

mamíferos e aves podendo causar doença denominada toxoplasmose. A 

toxoplasmose tem significante impacto nas áreas econômica, veterinária e em 

Saúde Pública50,51,52 e tem despertado interesse devido sua reativação em 

indivíduos com Sindrome da Imunodeficiência Adquirida (AIDS) e outros pacientes 

imunossuprimidos52.  

 

1.2.1 Ciclo de Vida 

 

Toxoplasma gondii tem ciclo de vida heteroxênico e os felídeos são os 

únicos hospedeiros onde o parasito desenvolve ciclo enteroepitelial (fase sexuada) 

com eliminação de oocistos não esporulados pelas fezes. No ambiente, em 
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condições adequadas de umidade e temperatura, os oocistos tornam-se 

esporulados e infectantes cerca de 24 horas após sua eliminação. O ciclo extra-

intestinal de Toxoplasma gondii (fase assexuada), com formação de cistos 

(bradizoítas) e pseudocistos (taquizoítas), se desenvolve nos tecidos de todos os 

hospedeiros inclusive no homem53. 

A fase assexuada envolve proliferação rápida de taquizoítas em células 

nucleadas, com formação de pseudocistos. Após ativação do sistema imune do 

hospedeiro, ocorre diferenciação de taquizoítas para bradizoítas, com proliferação 

lenta e formação de cistos, preferencialmente no sistema nervoso central3,53. Cistos 

teciduais contendo bradizoítos resistem ao suco gástrico e, ao serem ingeridos, 

podem iniciar a próxima fase da infecção. Felinos não imunes, ao ingerirem cistos 

presente na musculatura de animais de sangue quente, principalmente roedores ou 

aves infectadas, desenvolvem no interior das células intestinais, a fase assexuada 

(merogonia) com formação de merozoítas e a fase sexuada (gametogonia) com 

formação dos oocistos53.  

 

1.2.2 Toxoplasmose humana 

 

A infecção por Toxoplasma gondii constitui uma das zoonoses mais 

difundidas no mundo. As principais vias de transmissão para seres humanos 

ocorrem pela ingestão de oocistos esporulados presentes no ambiente que 

contaminam água, frutas e verduras, pela ingestão de carne crua ou malcozida 

contendo cistos viáveis do parasito e pela via transplacentária. A transmissão pode 

ocorrer também por transfusão sanguínea, transplante de órgãos e seringas 

contaminadas, sendo essas vias de menor importância54,55,56,57,58. 

A manifestação clínica da doença causada por Toxoplasma gondii está 

relacionada com a imunidade e origens genéticas do parasito, sendo que a variação 
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na manifestação da doença está relacionada a fatores inerentes ao parasita, tais 

como: dose do inóculo, estágio infectante, via de infecção e genótipo do parasita. 

Embora a infecção por Toxoplasma gondii seja considerada, na maioria dos casos, 

assintomática, podem ocorrer implicações em pacientes imunocomprometidos, 

como resultado de infecção primária ou predisposição ao risco de reativação da 

infecção crónica54 e em crianças infectadas congenitamente, como resultado de 

infecção primária da mãe59. 

A transmissão congênita da toxoplasmose pode apresentar quadros clínicos 

de diferentes gravidades. Algumas crianças apresentam quadro típico em que se 

observam calcificações intracranianas, coriorretinite (grave e bilateral), hidrocefalia 

ou microcefalia, alterações psicomotoras e convulsões. Comprometimento visceral 

e ocular também podem ocorrer60,61,62. Segundo Ferreira et al.62, cinco a 15 por 

cento das infecções congênitas resultam em aborto e oito a dez por cento em 

lesões graves, oculares ou do sistema nervoso central. Entre as crianças 

assintomáticas, sequelas neurológicas ou oculares podem desenvolver-se mais 

tarde, até mesmo na idade adulta60,63. Segundo Beazley e Egerman64, a 

coriorretinite ocorre em mais de 80% dos pacientes com 20 anos de idade.  

O tratamento das infecções primárias sintomáticas e reativações é feito com 

a combinação sinérgica de sulfadiazina e pirimetamina. Na gravidez utiliza-se a 

espiramicina ou a clindamicina60,62,64,65. 

 

1.3 Alterações Comportamentais em Animais Parasitados 

 

Existem na literatura exemplos clássicos de alteração de comportamento 

em insetos e moluscos parasitados por helmintos. É o caso de Dicrocoelium 

dendriticum, um parasito que tem como hospedeiro definitivo ovelhas e hospedeiro 

intermediário formigas. As formigas, quando parasitadas, são “influenciadas” a subir 
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na parte superior das gramíneas, o que facilitaria a ingestão delas por ovelhas, 

fechando o ciclo do parasito.  

Leucochloridium é outro parasito digenético que altera a forma e coloração 

dos tentáculos de moluscos, seus hospedeiros intermediários. Além disso, os 

moluscos parasitados preferem ficar na parte alta da vegetação, tornando-se 

visíveis para pássaros, hospedeiros definitivos do parasito20,66. 

Paragordius tricuspidatus, conhecido popularmente como hairworm, tem 

parte da sua vida no ambiente aquático – fase adulta reprodutiva - e parte dentro de 

gafanhotos terrestres – fase juvenil. Gafanhotos quando parasitados, por influência 

de um conjunto de proteínas liberado pelo parasito que atua no sistema nervoso, 

são induzidos à busca por ambientes aquáticos e a jogarem-se na água, após o 

quê o verme sai para este meio, que é o ambiente necessário para sua 

reprodução12,13. 

A infecção de humanos por Plasmodium torna o hospedeiro mais atrativo 

para os mosquitos (Anopheles), vetor biológico do parasito. Plasmodium altera 

receptores de estiramento da parede intestinal dos mosquitos dando a sensação de 

estomago vazio levando ao aumentando da quantidade de picadas e a 

probabilidade de transmissão do parasito31. 

Na infecção por Toxoplasma gondii e Toxocara canis, cistos e larvas, 

respectivamente, estão presentes em diversos locais anatômicos incluindo 

musculatura, coração, pulmões, olhos e cérebro. A presença de parasitos no 

cérebro dá oportunidade de manipulação do comportamento do hospedeiro3,67,68. 

Em roedores, cistos de Toxoplasma gondii no cérebro podem modular 

substâncias como corticosterona e fator neurotrófico derivado do cérebro (BDNF) 

capazes de suprimir ou exacerbar comportamentos, e que, em situação de fuga na 

relação presa-predador, esses animais tendem a ficar mais expostos e 

consequentemente são predados com facilidade69. 
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No presente trabalho foi avaliada a ocorrência de alterações de 

comportamento decorrentes da infecção única e concomitante por Toxocara canis e 

Toxoplasma gondii em fêmeas da espécie Rattus norvegicus, murídeos que, em 

condições naturais, têm sido encontrados albergando infecção por esses 

parasitos34, e que pouco têm sido utilizados como modelo experimental. Além disso, 

foram avaliados o aprendizado, a memória e comportamento aversivo à urina de 

gato dos roedores no Labirinto de Barnes, bem como presença de larvas de 

Toxocara canis, cistos de Toxoplasma gondii e placas amiloides nos cortes 

histológicos do sistema nervoso central por meio das técnicas de coloração 

Hematoxilina/eosina e Vermelho de Congo, respectivamente. A concentração de 

BDNF no soro das ratas também foi analisada por meio do teste ELISA-BDNF. 

 

1.4 Labirinto em Cruz Elevado (LCE) 

 

Labirinto em cruz elevado (LCE) é o método mais utilizado na pesquisa da 

ansiedade em roedores e tem como base, respostas incondicionadas a ambientes 

potencialmente perigosos70,71,72. Derivou do trabalho de Montgomery72 que 

descreveu pela primeira vez forte conflito de aproximação e esquiva de roedores, 

quando colocados em um aparato em forma de “Y”, e que os animais exploravam 

com maior frequência o braço fechado do aparato quando comparado com o braço 

aberto. O autor interpretou essa aversão ao braço aberto como sendo gerada pela 

neofobia e pela elevação do mesmo70. 

 Estudos iniciais com o LCE foram realizados por Handley e Mithani73 na 

pesquisa dos efeitos de uma variedade de agonistas e antagonistas alfa-

adrenérgicos em roedores. O aparelho era constituído de dois braços fechados, de 

face um para o outro, e dois braços abertos, também perpendiculares, cada qual 

medindo 45x10 cm e situava-se 70 cm acima do solo. Os braços fechados 
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apresentavam paredes laterais com 10 cm de altura. Os autores constataram que 

havia um aumento na proporção entre entradas nos braços abertos e o total de 

entradas dos animais utilizando ansiolíticos como diazepam, ao passo que agentes 

ansiogênicos como a picrotoxina diminuíam esta proporção. 

Além da utilização do labirinto em cruz elevado para verificar ansiedade 

em animais tratados com drogas ansiogênicas/ansiolíticas tem-se utilizado também 

para análise da alteração comportamental de animais experimentalmente 

infectados por parasitos5,10. 

 

1.5 Atividade motora em campo aberto 

 

Hall74 desenvolveu o campo aberto com o intuito de analisar a 

emocionalidade em roedores. O aparato inicial tinha forma circular, com 

aproximadamente 1,2 m de diâmetro, fechado lateralmente com parede de madeira 

de 0,45 m de altura. O procedimento consistia em confrontar o animal com um 

ambiente novo observando variáveis comportamentais, tais como: locomoção, 

erguer-se sobre as patas traseiras (rearing), auto-limpeza (grooming), eliminação 

de pellets fecais e tempo gasto na área central do aparato.  

Vários autores relataram que roedores preferem permanecer na periferia 

do aparato e que ao se locomoverem mantinham sempre contato com as paredes, 

ou seja, apresentavam tigmotaxia75,76,77,78,79. 

A utilização deste modelo para avaliar a ansiedade de roedores tem sido 

proposta, levando em consideração que o aumento na deambulação e maior tempo 

de permanência na região central do aparato indicam uma redução na 

ansiedade79,80. 

 

 



26 

 

1.6 Labirinto Terrestre de Barnes 

 

O labirinto Terrestre de Barnes foi desenvolvido por Carol Barnes81 em 

1979, como alternativa ao Labirinto de Morris. A utilização do Labirinto Barnes tem 

o propósito de avaliar o aprendizado e memória espacial de roedores. Sua estrutura 

consiste de plataforma circular branca com 18 furos espaçados uniformemente ao 

redor do perímetro. Ao serem colocados no centro do aparelho, os ratos são 

motivados pelo brilho da luz aversiva e o espaço aberto do labirinto a esconder-se 

na toca inserida embaixo de um dos furos. Para encontrar a toca verdadeira, os 

roedores utilizam-se de pistas anexadas na parte externa ou na parede do 

labirinto81. 

No Labirinto de Barnes o aprendizado é medido pela diminuição da 

latência a cada execução da tarefa de encontrar a caixa de escape a cada teste em 

cada dia. A memória é medida pela diminuição desta latência quando a tarefa for 

executada por mais de 24 horas após a execução anterior81.  

 

1.7 Beta-Amiloide (Aβ) 

 

Beta-Amiloide é um peptídeo curto, ou fragmento de proteína, isolado e 

descrito pela primeira vez em 1984 por George G. Glenner e Cai'ne W. Wong, 

derivado de uma proteína maior denominada Proteína Precursora de Amilóide 

(APP). As moléculas de APP inseridas na membrana celular, com parte da proteína 

voltada para o interior da célula e outra para o exterior, podem sofrer ação de duas 

proteases, β-secretase e γ-secretase, que dará origem ao processo amiloidogênico 

que conduz a liberação de peptídeos Aβ82,83. 

Uma das principais características na doença de Alzheimer é a presença 

de placas amiloides, compostas por agregados fibrilares de peptídeos Aβ82. Além 
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disso, depósitos amilóides também foram encontrados em outras desordens 

cerebrais de origem tumoral, vascular, degenerativa ou infecciosa84,85,86. 

 

1.8 Brain Derived Neurotrophic Factor (BDNF) 

 

Fator neurotrófico derivado do cérebro (BDNF), pequena molécula de 

proteína dimérica, membro da família das neurotrofinas, está presente no sistema 

nervoso central e periférico e desempenha importante papel no crescimento, 

diferenciação celular, conectividade sináptica, plasticidade e reparo 

neuronal87,88,89,90,91.  

Uma vez que BDNF desempenha papel importante no funcionamento do 

cérebro, pesquisadores chamam a atenção para a relação entre BDNF, 

esquizofrenia e depressão. Diversos estudos foram empreendidos para demonstrar 

os níveis de BDNF no soro e plasma de pacientes com depressão e esquizofrenia87. 

Além disso, Komulainen et al.92 relataram que BDNF no plasma é um biomarcador 

do comprometimento da memória e funções cognitivas em mulheres idosas. 

BDNF aparece em grande concentração no hipocampo, córtex cerebral e 

amígdala93, regiões que são extensamente afetadas pela deposição das placas 

amiloides e filamentos helicoidais pareados94. 

Infecção por Toxoplasma gondii também tem sido relacionada com 

quantidade de BDNF presente no cérebro de ratos95. Porém, não há na literatura 

dados sobre interferência da infecção concomitante por Toxocara canis e 

Toxoplasma gondii na expressão de BDNF no soro de Rattus norvegicus 

experimentalmente infectados. 
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2 OBJTIVOS 

 

2.1  Objetivo Geral 

a) Avaliar ansiedade, medo, aprendizado, memória espacial de Rattus 

norvegicus experimentalmente infectados por Toxocara canis e/ou 

Toxoplasma gondii. 

 

2.2  Objetivos específicos 

a) Verificar presença de larvas de Toxocara canis e cistos de Toxoplasma 

gondii no cérebro de Rattus norvergicus experimentalmente infectados; 

b) Verificar quantidade de BDNF no soro de Rattus norvegicus após 

infecção crônica por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii; 

c) Verificar o comportamento aversivo de Rattus norvegicus 

experimentalmente infectado por Toxocara canis e/ou Toxoplasma 

gondii a urina de gato;  

d) Verificar presença de placas amiloides no cérebro de Rattus norvegicus 

infectados. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Obtenção dos animais 

 

Exemplares fêmeas de Rattus norvegicus, linhagem Wistar, foram obtidos 

do Biotério Central da Faculdade de Medicina da Universidade de São Paulo e 

mantidos em gaiolas apropriadas com cinco animais em cada uma, fornecendo-se 

água e alimento ad libitum. As gaiolas foram inspecionadas diariamente e efetuou-

se limpeza duas vezes por semana. A sala em que as gaiolas permaneceram 

depositadas estava equipada com exaustão de ar e dispositivo para promover 

alternância de períodos claros e escuros a cada 12 horas. O protocolo experimental 

foi aprovado pela Comissão de Ética no Uso Animal do Instituto de Medicina 

Tropical de São Paulo (CEUA/IMT) registrado sob o número 2011/098 (Anexo A).  

 

3.2 Obtenção dos ovos de Toxocara canis 

 

Os ovos de Toxocara canis empregados na infecção experimental foram 

obtidos por dissecção de fêmeas desses helmintos, recuperadas de cães 

naturalmente infectados. Após serem retirados do útero das fêmeas, os ovos foram 

mantidos a 28º C, em solução de formalina a 2% durante 30 dias, período 

necessário para permitir sua evolução e formação de larvas de terceiro estádio 

(Figura 1). 
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Figura 1 - Evolução de ovos de Toxocara canis em cultura in vitro.  

3.3 Obtenção dos cistos de Toxoplasma gondii 

 

 Os cistos foram obtidos a partir do sistema nervoso central de camundongos 

mantidos com infecção experimental no laboratório de Protozoologia do Instituto de 

Medicina Tropical de São Paulo. A cepa cistogênica utilizada foi ME49, referente ao 

genótipo II. No laboratório de Protozoologia foi feita eutanásia dos camundongos 

infectados em câmara de dióxido de carbono (CO2). Após a eutanásia, o cérebro foi 

retirado e colocado em seringa de 10 mL contendo 5 mL de solução salina a 0,85% 

para maceração do cérebro, vertendo o conteúdo da seringa em tubo cônico de 

50mL. Em seguida, retirou-se 25µL da suspensão e colocou-se em lâmina coberta 

com lamínula (24 x 50mm) para quantificação dos cistos em microscópio óptico 

(aumento de 40 vezes). Após quantificação, foram ajustados 10 cistos por 0,1 mL 

de solução salina que foram utilizados como inoculo para infecção dos animais.  
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3.4 Análise do ciclo estral 

 

Para determinar o ciclo estral dos animais foi utilizada técnica de esfregaço 

do lavado vaginal para identificação dos tipos celulares que caracterizam a fase do 

ciclo estral, duas horas antes da avaliação comportamental no labirinto em cruz 

elevado (40 e 70 dias após a infecção) e no Actômetro (41 e 71 dias após a 

infecção). Esse procedimento foi feito por volta das 7h00 da manhã. A coleta do 

lavado vaginal foi efetuada pipetando por três vezes consecutivas 50µl de solução 

fisiológica estéril na vagina das ratas. O líquido final coletado foi colocado em 

lâmina e coberto por lamínula. A leitura foi feita com aumento de 100x.  O perfil 

celular observado para determinação da fase estral foi: Proestro = presença células 

epiteliais/nucleadas, Estro = presença de células cornificadas, Metaestro = 

presença de células nucleadas, cornificadas e leucócitos e Diestro: predominância 

de leucócitos. 

 

3.5 Avaliação do comportamento 

 

Foram utilizadas 40 exemplares fêmeas de Rattus norvegicus, linhagem 

Wistar, com idade variável entre seis e oito semanas, e divididos em quatro grupos: 

Toxocara – 10 ratos infectados com 300 ovos de Toxocara canis; Toxoplasma – 10 

ratos infectados com 10 cistos de Toxoplasma gondii, Dupla – 10 ratos infectados 

com 300 ovos de Toxocara canis e 10 cistos de Toxoplasma gondii e Controle - 10 

ratos sem infecção. 

A infecção dos animais foi efetuada via oral, por intermédio de sonda 

esofágica e nos animais do grupo controle administrou-se, pela mesma via, 

quantidade equivalente de água destilada. 
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Nos dias 40 e 70 pós-infecção os animais foram submetidos à avaliação 

das variáveis comportamentais no labirinto em cruz elevado e 41 e 71 dias após a 

infecção no Actômetro (campo aberto). O comportamento dos animais foi avaliado 

por meio de testes em labirinto em cruz elevado, para determinação dos níveis de 

ansiedade, empregando-se técnica descrita por Pellow et al.96. A atividade motora, 

outro parâmetro comportamental, foi medida por meio da técnica de determinação 

de atividade motora em campo aberto, com a utilização do aparelho Actômetro 

(Ugo Basile, Italy), conforme descrição de Guaraldo et al.97, Nasello et al.71 e Silva 

et al.98.  

Após avaliação do comportamento no Labirinto em Cruz Elevado e 

Actômetro, os animais foram submetidos ao teste de aprendizado e memória 

espacial em Labirinto de Barnes99,100. 

Para todos os procedimentos de análise comportamental, os animais 

previamente foram retirados do biotério e colocados na sala de procedimento 

durante uma hora para evitar interferência de ambientação.   

 

3.5.1 Procedimento no LCE 

 

Para avaliação dos níveis de ansiedade utilizou-se teste do labirinto em 

cruz elevado96,101. O labirinto em cruz elevado utilizado foi construído a partir do 

descrito por Handley e Mithani73, com algumas modificações. O aparato é 

constituído de madeira de cor branca, com elevação de 50 cm do solo. Possui dois 

braços abertos de 50x10 cm cruzados perpendicularmente por dois braços da 

mesma dimensão fechados por parede de madeira de 40 cm de altura com a parte 

superior aberta. O ponto onde os braços se cruzam é formado por uma arena 

central de 10x10 cm (Figura 2). 
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Figura 2 - Labirinto em Cruz Elevado 

Uma hora antes do procedimento, os animais foram transferidos para a 

antessala do laboratório para ambientação. Após este período, os animais foram 

individualmente levados à sala onde estava posicionado o aparelho e colocados na 

intersecção dos braços do labirinto, com a cabeça voltada para o braço aberto, em 

sentido oposto ao avaliador. Cada animal permaneceu no aparelho por 5 minutos. 

Durante este tempo, foram observadas as variáveis: tempo de permanência dos 

animais nos braços abertos, fechados e no centro. Frequência de entrada nos 

braços abertos e fechados, fundo dos braços abertos e dos braços fechados e 

frequência de mergulhar a cabeça no braço aberto (head dipping). Nos intervalos 

entre cada animal, o aparato foi higienizado com Etanol 5%.  

Tomou-se como padrão de entrada nos braços abertos e fechados, 

quando o animal estivesse com as quatro patas posicionadas nos respectivos 

braços.  

 

3.5.2 Procedimento no Campo Aberto (Actômetro) 

 

A atividade motora, outro parâmetro comportamental, foi medida por meio 

da técnica de determinação de atividade motora em campo aberto, conforme 
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descrição de Guaraldo et al.97, Nasello et al.71 e Silva et al.98, utilizando aparelho 

Basile 47420 Multiple Activity Cage (Figura 3). 

 

Figura 3 - Gaiola para movimentação espontânea em campo aberto (Cage Activity) 

 

Para todos os procedimentos de análise comportamental, os animais foram 

retirados do biotério e colocados na antessala do laboratório durante uma hora para 

ambientação.  

Após período de ambientação, os animais foram individualmente 

introduzidos na parte central da caixa acrílica do aparato por 5 minutos para 

observação e registro das variáveis de comportamento: movimentos horizontais e 

verticais, tempo de Grooming (comportamento de autolimpeza), quantidade de 

pellets fecais eliminados e tempo de imobilidade. 

Movimentos horizontais e verticais dos animais eram registrados pelo 

aparelho por meio de quatro barras com sistema de sensor infravermelho dispostas 

nas laterais da caixa acrílica. As outras variáveis foram manualmente medidas. 
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3.5.3 Procedimento no Labirinto Terresre de Barnes 

 

A memória espacial e o aprendizado foram avaliados utilizando-se teste do 

Labirinto Terrestre de Barnes, de acordo com Babovic et al.99 e Görtz et al.100. O 

equipamento era constituído de material polipropileno no formato de arena, cor 

branca, com um metro de diâmetro, contendo 18 orifícios vazados (tocas falsas) 

com 9,5 cm de diâmetro, dispostos radialmente com um metro de elevação do chão 

(Figura. 4). Todo perímetro da arena era constituído por parede escura com figuras 

amarelas dispostas na parte interna para facilitar a orientação espacial dos 

roedores. Sobre o centro da arena, com aproximadamente 50 cm de altura, foi 

mantida uma lâmpada fluorescente de 21W. Sob um dos 18 orifícios foi acoplada 

uma caixa de cor escura, contendo maravalha, usada como escape (toca 

verdadeira) dos roedores. A sala onde estava o equipamento era provida de 

ventilador que permanecia ligado enquanto as luzes estavam acesas. No dia do 

experimento, uma hora após ambientação dos animais, cada rato foi colocado no 

centro do labirinto, dentro de uma câmara acrílica durante um minuto. Após esse 

período, o animal foi liberado para deambular no labirinto, e o tempo para encontrar 

a toca verdadeira (caixa escura) foi registrado. O tempo máximo para cada roedor 

explorar o labirinto e encontrar a caixa de escape foi de cinco minutos. Se o animal 

encontrasse a toca e entrasse nela, o tempo era interrompido e registrado, as luzes 

e o ventilador eram desligados e o animal permanecia na caixa durante um minuto. 

Caso o animal excedesse o tempo máximo e não encontrasse a toca verdadeira, o 

mesmo era encaminhado pelo pesquisador até a caixa de escape, as luzes e o 

ventilador eram desligados e o roedor permanecia lá durante um minuto. Após esse 

tempo, o animal era recolocado no centro do labirinto, dentro da caixa acrílica, 

durante um minuto. Após esse período, o animal era liberado novamente no 

labirinto para explorar o ambiente em busca da caixa de escape. Caso o animal 
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encontrasse a toca e entrasse nela antes do tempo, as luzes e o ventilador eram 

apagados e o animal permaneceria nela durante um minuto. Se o roedor não 

obtivesse êxito em encontrar e entrar na toca, ele era reconduzido a toca, as luzes 

e o ventilador eram desligados durante um minuto. Esse procedimento foi efetuado 

durante cinco dias consecutivo no período da manhã e tarde. Após dois dias de 

intervalo, os animais foram desafiados no período da manhã, para avaliação da 

memória e aprendizado e na parte da tarde com urina de gato para verificar 

aversão dos ratos para chegar até a toca. Para o desafio da aversão a urina, foi 

introduzida areia utilizada por gatos, envolvida em gaze, dentro da caixa de escape.  

 
Figura 4 - Labirinto de Barnes 

(http://i01.i.aliimg.com/photo/v16/119311479/Barnes_Maze.jpg) 
 
3.6 Análise de BDNF (Brain Derived Neurotrophic Factor) 

 

A quantificação de BDNF no soro dos animais foi analisada por meio de Kit 

ChemiKineTM BDNF (Chemicon® International, cat. nº CYT306). Os animais foram 

sangrados, via retrorbital, 42 e 72 dias após infecção. O processamento das 

amostras e a curva padrão de BDNF foram feitos seguindo orientação do 

fabricante.  
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3.7 Análise histopatológica 

 

Para análise histopatológica, após obtenção das variáveis de 

comportamento, efetuou-se eutanásia dos animais utilizando anestésico inalatório 

Halotano seguido por decapitação. Em seguida, o cérebro de cada animal foi 

removido e, após separação dos hemisférios cerebrais, mergulhado imediatamente 

em solução de dimetilbutano (Sigma) para congelamento a -50ºC e armazenado em 

freezer a -80ºC até a data do uso102.  

Os cortes histológicos foram feitos em criostato (Micron HM 505N, 

Francheville, França) em temperatura de -18ºC a -23ºC com espessura de 20µm.  A 

montagem dos cortes foi feita em lâmina gelatinada, alternando os hemisférios 

cerebrais para cada animal, e acondicionados em caixas fechadas a vácuo e 

mantidas em temperatura -80ºC até a data do processamento.  

Para cada hemisfério originou-se sete jogos (Figura 5) e cada jogo 

representou uma técnica de coloração. Para o jogo 1 foi utilizada Hematoxilina-

eosina para identificação de larvas de Toxocara canis e cistos de Toxoplasma 

gondii e o jogo 2 foi utilizado técnica de Vermelho de Congo para identificação de 

placas amiloides. As lâminas foram analisadas em microscópio marca Nikon 

modelo E-200 com câmera acoplada e luz polarizada. Os demais jogos 

permaneceram estocados para utilização em futuras pesquisas. 
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Figura 5 - Esquema mostrando a sequência de jogos gerados de cada hemisfério 

cerebral de cada rato. 
 

3.7.1 Técnica de Hematoxilina e Eosina 

 

Os cortes congelados foram fixados em Paraformol diluído a 4% em PBS 

gelado, por 10 minutos, em seguida permaneceram por um minuto em água 

destilada. Após esse período foram colocados no corante Hematoxilina por 10 

minutos e lavados por três minutos em água destilada. Após lavagem, foram 

corados por 10 minutos na Eosina e em seguida procedeu-se lavagem em água 

destilada por três minutos. Após passagem pelos corantes, as lâminas 

permaneceram em Etanol 70% (três minutos), 95% (três minutos), 100% (1) (três 

minutos) e 100% (2) (três minutos). Em seguida foram colocadas durante três 
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minutos em Xilol (1) e Xilol (2). Para finalizar, as lâminas foram cobertas com 

lamínula (24,0 x 60,0 mm) fixadas por Entellan® (cod.1.07961.0100/Merck). 

 

3.7.2 Técnica de Vermelho de Congo 

 

Os cortes foram fixados por 10 minutos em Paraformol diluído a 4% em 

PBS gelado seguido por lavagem rápida em água destilada. Em seguida, os cortes 

foram colocados em Vermelho de Congo por uma hora. Após esse período, seguiu-

se com lavagem rápida em água destilada, cinco mergulhos em Álcool Alcalino e 

lavagem em água destilada por um minuto. Em sequência, as lâminas foram 

mergulhadas em Hematoxilina de Gill por um minuto, lavadas com água destilada 

por dois minutos. Para o próximo passo, as lâminas permaneceram por três 

minutos em cada concentração de Etanol (95%, 100%(1) e 100%(2)) e três minutos 

em Xilol(1) e Xilol(2). Para finalizar, as lâminas foram cobertas com lamínula (24,0 x 

60,0 mm) fixadas por Entellan® (cod.1.07961.0100/Merck). 

 

 

3.8 Digestão ácida dos órgãos para recuperação de larvas de Toxocara canis 

 

Após a retirada dos cérebros, realizou-se em cada um dos animais de 

todos os grupos digestão ácida em solução de ácido clorídrico (HCl) 0,5%, da 

carcaça, olhos, rins, pulmões e fígado, para confirmar a infecção por Toxocara 

canis. A infecção por Toxoplasma gondii foi confirmada pela presença de cistos no 

cérebro dos animais. Os órgãos foram colocados em béqueres contendo em sua 

abertura rede com malha fina adaptada e, em seguida, submetidos a solução ácida 

por um período de 24 horas em estufa a 37º C. Os olhos foram colocados em um 

béquer de 20mL e os rins em béqueres de 50mL cada um, o fígado e os pulmões 
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em béqueres de 100mL e a carcaça em béquer de 500mL. Após 24 horas, a 

solução de cada béquer foi colocada em tubos cônicos de 50mL e centrifugados a 

3000 rpm por cinco minutos, até restar apenas um tubo com cinco mL para cada 

órgão analisado. Colocou-se, então, 50µL de solução em lâmina e lamínula (24 x 

50mm) e efetuou-se a leitura ao microscópio óptico, com aumento de 100 vezes, 

até encontrar larvas de Toxocara canis. 

 

3.9 Análise estatística 

 

Após ser confimada a não normalidade da distribuição das variáveis 

utilizando os testes Kolmogornov-Smirnov, D’Ágostinho e Person e Shapiro-Wilk, 

utilizou-se análise de variância teste one-way ANOVA, Kruskal-Wallis seguido pelo 

teste Dunn’s de múltipla comparação70 para avaliar as variáveis do comportamento 

no labirinto em cruz elevado e campo aberto e teste de variância de medidas 

repetidas two-way ANOVA seguido pelo teste Bonferroni103, utilizando o programa 

Prisma 5.0 (GraphPad La Jolla, CA). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

4 RESULTADOS 
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4 RESULTADOS 

 

4.1 Avaliação das variáveis comportamentais no Labirinto em Cruz Elevado 

(LCE) 

4.1.1 Número de entradas nos braços abertos e fechados. 

 O teste Kruskal-Wallis ANOVA mostrou diferença estatisticamente 

significante (p<0,05), 40 dias pós-infecção, entre as médias da frequência de 

entradas nos braços abertos dos grupos infectados por Toxocara (3,85±2,03), 

Toxoplasma (5,75±2,31) e Dupla infecção (4,5±2,80) e o grupo controle (0,75±0,88) 

conforme ilustrado no gráfico 1. Na avaliação aos 70 dias pós-infecção, não foram 

observadas diferenças significantes para essas variáveis (gráfico 2).  
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Gráfico 1 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis nos braços 
abertos (EBA), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 dpi. (*) 
p<0,05, (**) p=0,01. 
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Gráfico 2 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis nos braços 
abertos(EBA), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. 

 

Não houve diferença estatística significante (p>0,05) na média da 

frequência de entrada nos braços fechados nos dias 40 e 70 pós-infecção, entre os 

grupos experimentais e o grupo controle (gráficos 3 e 4). 
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Gráfico 3 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis nos braços 
fechados (EBF), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 dpi. 
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Gráfico 4 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis nos braços 
fechados (EBF), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. 

 

Quando avaliada a frequência de entradas no fundo dos braços abertos, o 

teste estatístico mostrou que os grupos infectados registraram aumento significativo 

de entradas aos 40 dias após infecção (controle: 0, Toxocara: 1,78±0,32, 

Toxoplasma: 2,90±0,46, Dupla infecção: 1,88±058), todavia, o mesmo não foi 

observado aos 70º dia após a infecção, conforme exposto nos gráficos 5 e 6. 
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Grafico 5 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis no fundo dos 
braços abertos (FBA), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 
dpi. (*) p<0,05, (**) p=0,01. 

 



47 

 

0.0

0.5

1.0

1.5

2.0
Controle
Toxocara

Toxoplasma

Dupla

*

E
n

tr
a

d
a

s 
n

o
 f

u
n

d
o

 d
o

s 
b

ra
ço

s 
a

b
e

rt
o

s 
(f

)

 

Gráfico 6 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis no fundo dos 
braços abertos (FBA), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 
dpi. (*) p<0,05. 

 

Na avaliação das entradas no fundo dos braços fechados do Labirinto em 

Cruz Elevado, não se observou diferenças estatísticas significantes (p>0,05) entre 

os grupos nos dois períodos de avaliação (gráficos 7 e 8). 
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Gráfico 7 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis no fundo dos 
braços fechados (FBF), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 
40 dpi. 

 

 



48 

 

0

5

10

15
Controle
Toxocara

Toxoplasma

Dupla
E

n
tr

a
d

a
s 

n
o

 f
u

n
d

o
 d

o
s 

b
ra

ço
s 

fe
ch

a
d

o
s 

(f
)

 

Gráfico 8 – Média e erro padrão da frequência de entradas de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis no fundo dos 
braços fechados (FBF), avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 
70 dpi. 

 

4.1.2 Tempo de permanência nos braços abertos. 

 Houve diferença estatisticamente significante (p<0,05) na permanência nos 

braços abertos no 40º dia após a infecção, ente os grupos Toxocara (39,22±13,50) e 

Toxoplasma (37,50±5,85) e o grupo controle (3±1,26), como apresentado no gráfico 

9.  
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Gráfico 9 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis nos braços 
abertos (TBA) avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 dpi. (*) 
p<0,05  (**) p=0,01. 
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Após 70 dias, os animais infectados com Toxoplasma gondii apresentaram 

aumento estatisticamente significante na permanência nos braços abertos (24,33± 

5,95; p<0,05) em relação aos animais do grupo controle (4,62 ± 1,81) conforme 

apresentado no gráfico 10. 
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Gráfico 10 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis nos braços 
abertos (TBA) avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. (*) 
p=0,05. 

 

 

4.1.3 Tempo de permanência nos braços fechados 

 Não houve diferença estatisticamente significativa (p>0,05) na permanência nos 

braços fechados nos dias 40 e 70 após a infecção, entre os grupos experimentais e 

controle (gráficos 11 e 12). 
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Gráfico 11 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis nos braços fechados (TBF) 
avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 dpi. 
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Gráfico 12 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis nos braços 
fechados (TBF) avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. 

 

4.1.4 Tempo de permanência no centro 
 

A variável tempo de permanências no centro do Labirinto em Cruz Elevado 

não apresentou diferença estatisticamente significante entre os grupos 

experimentais avaliados e o controle nos períodos 40 e 70 dias após infecção, 

conforme dados apresentados nos gráficos 13 e 14.  
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Gráfico 13 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis no centro (TC) 
do Labirinto em cruz elevado aos 40 dpi. 
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Gráfico 14 – Média e erro padrão do tempo de permanência de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis no centro 
(TC) do Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. 

 

 

4.1.5 “Head dipping’’ 

 Não houve diferença estatisticamente significante no número de ‘’head dipping’’ 

nos períodos avaliados neste experimento (gráficos 15 e 16).  
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Gráfico 15 – Média e erro padrão da frequência de head dipping de Rattus 

norvegicus infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis, 
avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 40 dpi. 
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Gráfico 16 – Média e erro padrão da frequência de head dipping de Rattus 

norvegicus infectados por Toxoplasma gondii e ou Toxocara canis, 
avaliados no Labirinto em Cruz Elevado aos 70 dpi. 

 

4.2 Quantificação de BDNF  

Os gráficos 17 e 18 expressam a densidade óptica do soro dos animais 

observados no teste ELISA-BDNF nos períodos de 42 e 72 dias após infecção. O n 

dos grupos utilizado no presente teste não permitiu chegar à diferenças estatísticas 

significantes. O gráfico 19 apresenta a curva padrão da relação entre a densidade 

óptica observada nos soros dos ratos e a quantidade de BDNF. A curva padrao foi 

feita a partir de amostra de BDNF concentrada disponibilizada pelo kit BDNF-

ELISA. 

0.00

0.05

0.10

0.15
Controle
Toxocara

Toxoplasma

Dupla

D
en

si
d

ad
e 

ó
p

ti
ca

 (
O

D
)

 

Gráfico 17 - Média e desvio padrão da densidade optica (DO) do soro de Rattus 

norvegicus, analisados por meio do kit BDNF-ELISA, dos grupos 
Controle (n=3), Toxocara (n=3), Toxoplasma e Dupla (n=3) aos 40 
dpi. 
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Gráfico 18 - Média e desvio padrão da densidade optica (DO) do soro de Rattus 

norvegicus, analisados por meio do kit BDNF-ELISA, dos grupos 
Controle (n=5), Toxocara (n=8), Toxoplasma (n=8) e Dupla (n=7) aos 
70 dpi. 
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Gráfico 19 – Curva padrão da relação entre a quantidade de BDNF e a Densidade 
óptica observada no teste ELISA-BDNF. 

 

4.3 Ciclo estral  

A quantidade de fêmeas de cada grupo, nas quatro fases do período 

estral, está descrita na tabela 1 (40 dias) e tabela 2 (70 dias). A diferença 

apresentada no número de animais dos grupos entre os períodos avaliados deveu-

se a insuficiência de material coletado para leitura do lavado. Optou-se por fazer a 

coleta apenas uma vez no dia para evitar o estresse do animail.  Com 40 dias após 

a infecção, a maioria das fêmeas dos grupos controle (7/8), Toxocara (6/9) e 
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Toxoplasma (10/10) apresentavam-se entre os períodos diestro/metaestro. As 

fêmeas do grupo com infecção concomitante apresentaram-se em maior 

quantidade (6/10) na fase de estro. 

Tabela 1 – Ciclo estral de fêmeas de Rattus norvegicus do grupo controle (n=08) e 
dos grupos infectados por Toxocara canis (n=09), Toxoplasma gondii 
(n=10) e infecção dupla (n=10) aos 40 dpi. 

Grupos Fase do ciclo estral 
    Diestro        Proestro        Estro      Metaestro 

Controle 1 0 1 6 

Toxocara 2 0 3 4 

Toxoplasma 5 0 5 0 

Infecção Dupla 1 0 6 3 

 
Aos 70 dias pós-infecção a maioria das fêmeas dos grupos controle (5/8), 

Toxocara (6/9) e Toxoplasma (7/10) e dupla infecção (6/10) apresentavam-se entre 

os períodos proestro/estro (tabela 2).  

Tabela 2 – Ciclo estral de fêmeas de Rattus norvegicus do grupo controle (n=08) e 
dos grupos infectados por Toxocara canis (n=10), Toxoplasma gondii 
(n=10) e infecção dupla (n=10) aos 70 dpi. 

Grupos Fase do ciclo estral 
    Diestro        Proestro        Estro      Metaestro 

Controle 1 1 4 2 

Toxocara 2 1 5 2 

Toxoplasma 1 1 6 2 

Infecção Dupla 3 1 5 1 

 

4.4 Avaliação do comportamento em Campo Aberto (Actômetro)  

4.4.1 – Variável Levantar nas patas dianteiras 

 Não houve diferença estatisticamente significante (p>0,05) quanto a variável 

levantar nas patas dianteiras nos dias 41 e 71 após infecção, entre os grupos 

experimentais e o grupo controle (gráficos 20 e 21). 
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Gráfico 20 – Média e erro padrão dos movimentos verticais de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis no teste de 
atividade motora espontânea em campo aberto aos 41 dpi. 
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Gráfico 21 – Média e erro padrão dos movimentos verticais de Rattus norvegicus 
infectados por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii no teste de 
atividade morora espontânea em campo aberto aos 71 dpi. 

 

 

4.4.2 – Variável Deambulação 

 Não houve diferença estatisticamente significaante quanto a variável 

deambulação nos dias 41 e 71 após infecção, entre os grupos experimentais e o 

controle (gráficos 22 e 23). 
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Gráfico 22 – Média e erro padrão  dos movimentos horizontais de Rattus 

norvegicus infectados por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii 
no teste de atividade morora espontânea em campo aberto aos 41 
dpi. 
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Gráfico 23 - Média e erro padrão dos movimentos horizontais de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis, no teste de 
atividade morora espontânea em campo aberto aos 71 dpi. 

 

4.4.3 – Tempo de imobilidade. 

Não houve diferença estatisticamente significante (p>0,05) no tempo de 

imobilidade entre os grupos infectados e o grupo controle com 41 dias após 

infecção. Os valores referentes ao 41 e 71 dias estão representados na tabela 3. O 

gráfico 24 apresenta os valores referentes ao dia 71 após infecção, indicando 

menor tempo de imobilidade no grupo infectado por Toxoplasma. A tabela 3 

apresenta a média, desvio padrão e erro pardrão nos dois períodos avaliados. 
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Tabela 3 - Média, desvio padrão e erro padrão do tempo de imobilidade em campo 
aberto aos 41 e 71 dias após infecção (*=p<0,05).  

 Controle Toxocara Toxoplasma Infecção dupla 

 41d 71d 41d 71d 41d 71d 41d 71d 

Média 22,38 84,50 60,44 73,40 44,20 34,67* 31,33 51,10 

Desvio Padrão 14,50 41,72 51,34 36,78 28,27 28,50 28,46 35,94 

Erro Padrão 5,12 14,75 17,11 11,63 8,93 9,50 9,48 11,37 
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Gráfico 24  – Média e erro padrão do tempo de imobilidade de Rattus norvegicus 
infectados por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara canis, avaliados no 
teste de atividade motora espontânea em campo aberto aos 71 dpi. 
(*) p<0,05. 

 

 

A média, desvio padrão e erro padrão das variáveis grooming e pellets 

fecais estão dispostos nas tabelas 4 e 5, respectivamente. Os dados analisados 

não apresentaram diferenças estatisticamente significantes entre os grupos para 

ambas as variáveis. 
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Tabela 4 - Média, desvio padrão e erro padrão do tempo de grooming em campo 
aberto aos 41 e 71 dias após infecção.  

 Controle Toxocara Toxoplasma Infecção dupla 

 41d 71d 41d 71d 41d 71d 41d 71d 

Média 20,00 15,38 33,11 27,90 34,00 22,89 31,78 26,50 

Desvio Padrão 15,55 11,93 12,15 12,93 24,39 16,59 20,37 17,60 

Erro Padrão 5,49 4,21 4,05 4,05 7,71 5,53 6,79 5,56 

 

 

Tabela 5 - Média, desvio padrão e erro padrão dos pellets recuperados de Rattus 

norvegicus de todos os grupos avaliados em campo aberto aos 41 e 71 
dias após infecção.  

 Controle Toxocara Toxoplasma Infecção dupla 

 41d 71d 41d 71d 41d 71d 41d 71d 

Média 1,37 0,25 0,88 1,00 0,10 0,33 0,55 0,70 

Desvio Padrão 2,56 0,46 1,83 1,70 0,31 1,00 1,66 2,21 

Erro Padrão 0,90 0,16 0,61 0,53 0,10 0,33 0,55 0,70 

 

 

4.5 Ciclo estral  

 

O lavado vaginal aos 41 dias pós-infecção mostrou predominância de 

fêmeas na fase proestro e estro nos grupos controle (5/8) e Toxoplasma (5/9). As 

fêmeas dos grupos infectados por Toxocara e infecção dupla apresentaram 

predominância na fase diestro e metaestro (tabela 6). 
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Tabela 6 – Ciclo estral de fêmeas de Rattus norvegicus do grupo controle (n=08) e 
dos grupos infectados por Toxocara canis (n=10), Toxoplasma gondii 
(n=9) e infecção dupla (n=10) aos 41 dpi. 

Grupos Fase do ciclo estral 
    Diestro        Proestro        Estro      Metaestro 

Controle 3 2 3 0 

Toxocara 3 0 2 4 

Toxoplasma 3 0 5 1 

Infecção Dupla 3 0 3 4 

 
 

 
Aos 71 dias pós-infecção, a maioria dos animais apresentaram-se nas 

fases proestro e estro, conforme descrito na tabela 7. 

 
 
Tabela 7 – Ciclo estral de fêmeas de Rattus norvegicus do grupo controle (n=08) e 

dos grupos infectados por Toxocara canis (n=10), Toxoplasma gondii 
(n=10) e infecção dupla (n=10) aos 71 dpi. 

Grupos Fase do ciclo estral 
    Diestro        Proestro        Estro      Metaestro 

Controle 1 0 4 3 

Toxocara 2 1 5 2 

Toxoplasma 1 1 6 2 

Infecção Dupla 3 1 5 1 
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4.6 Cortes histopatológicos corados com Hematoxilina/Eosina (HE) 
 
 
4.6.1 Grupo Toxocara canis 
 
 

Pode-se observar presença de larvas nos cortes histológicos de todos os 

animais infectados por Toxocara canis (Figura 6). As larvas apresentavam-se 

dispersas em todas as regiões do tecido cerebral. 

  

  

Figura 6: Cortes histológicos de cérebros de Rattus norvegicus infectados por 
Toxocara canis, objetiva de 40x. 
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4.6.2 Grupo Toxoplasma gondii 
 
 

Os cortes histológicos do grupo infectado por Toxoplasma gondii, incluindo 

a região do hipocampo, revelaram a presença de cistos (Figura 7). 

 

  
                                  A                                   B 

  
                                  C                                      D 

     

                                   E                                      F 
Figura 7 - Cortes histológicos de cérebro de Rattus norvegicus infectados por 

Toxoplasma gondii. A e B aumento de 1000x, C=aumento de 400x, 
D=aumento de 40x, E=aumento de 40x e F=aumento de 400x. 

 
 
 
4.7 Vermelho Congo – Luz Polarizada 
 
 
 

Para a coloração de Vermelho de Congo, observada em luz polarizada, 

não houve presença de placas amiloides nos animais dos grupos controle, 

Toxocara e Infecção Dupla, entretanto, quando observado o grupo infectado por 

Toxoplasma gondii, metade dos animais apresentavam estruturas na cor verde 
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maçã, quando observadas na luz polarizada, indicativo da presença de placas 

amiloides. A leitura foi feita somente das lâminas que apresentavam a região do 

hipocampo 

 A figura 8 apresenta vaso cerebral corado com Vermelho de Congo 

evidenciando parede com coloração vermelho tijolo, porém ao observar sob luz 

polarizada, não apresentou coloração verde maçã (Figura 9) 

 
 
4.7.1 Grupo Controle 

 

   

A                                                       B 
 

Figura 8 - Corte histológico de tecido cerebral de Rattus norvegicus sem infecção, 
corado com Vermelho de Congo evidenciando parede de vaso cerebral. 
A=luz normal e B=Luz polarizada. 
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4.7.2 Grupo Toxoplasma gondii 

 

    

                                  A                                    B 

  
                                  C                                   D 

  
                                    E                                    F 

   

                                      G                                     H 
Figura 9 - Corte histológico de tecido cerebral de Rattus norvegicus infectados por 

Toxoplasma gondii, corado com Vermelho de Congo. A, C, E e G=luz 
normal e B, D, F e H=Luz polarizada. 
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4.8 Avaliação da memória espacial e aprendizado em Labirinto terrestre de 
Barnes 

 
    

Na avaliação da memória espacial no Labirinto Terrestre de Barnes, todos 

os grupos apresentaram diminuição no tempo para encontrar a toca e no tempo de 

entrada (gráficos 25 e 26). Entretanto, os grupos infectados por Toxoplasma gondii 

e Toxocara canis apresentaram diminuição significante no tempo para localizar a 

toca (Toxoplasma = 95% IC -240,4 to 15,40 p<0,05; Toxocara = 95% IC -239,7 to 

16,15, p<0,05) e entrar nela (Toxoplasma = 95% IC -315,9 to -45,70 p<0,001; 

Toxocara = 95% IC -286,2 to 16,07, p<0,01), quando desafiados com urina de gato 

após 72 horas após períodos de treinos ao serem comparados com o grupo 

controle (gráficos 25 e 26). 
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Gráfico 25 – Avaliação da memória espacial e aprendizado de Rattus norvegicus 
na fase crônica da infecção por Toxocara canis e/ou Toxoplasma 

gondii no Labirinto de Barnes e desafiado com urina de gato 72h 
após treinos. *=p<0,05 comparado com o grupo controle. 



65 

 

 

 

0 1 2 3 4 5 6 7 8
0

100

200

300
Controle

Toxocara

Toxoplasma

Dupla

***
**

Teste Urina

3 dias

Dias

Te
m

po
 d

e 
en

tr
ad

a 
(s

eg
)

 

Gráfico 26 – Avaliação da memória espacial e aprendizado de Rattus norvegicus 
na fase crônica da infecção por Toxoplasma gondii e/ou Toxocara 

canis, no Labirinto de Barnes e desafiado com urina de gato 72h 
após treinos (**p=0,01 e ***p=0,001 comparado com grupo controle) 

 

 

4.9 Digestão ácida dos órgãos para recuperação de larvas de Toxocara canis 

 

 Encontrou-se larvas em pelo menos um órgão de todos os animais dos 

grupos infectados por Toxocara canis e com infecção dupla. Não encontrou-se 

larvas de Toxocara canis nas vísceras dos animais do grupo controle. 

 

 

 

 

 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

5 DISCUSSÃO 
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5 DISCUSSÃO 
 

No processo de coevolução desenvolvido entre parasitos e hospedeiros 

diversas adaptações foram selecionadas, especialmente quando resultaram em 

elevação da taxa de reprodução das espécies parasitárias104. 

Desde 1972, com a publicação de Holmes & Bethel105 descrevendo 

alterações de comportamento de crustáceos hospedeiros intermediários do 

acantocéfalo Polymorphus paradoxos que aumentavam a probabilidade de sua 

predação por patos, que são hospedeiros definitivos desses helmintos e, 

consequentemente, elevavam a taxa de reprodução do parasito, a comunidade 

científica teve sua atenção despertada para esse fenômeno, que ficou conhecido 

como “hipótese de manipulação”. Em 1991 Combes4, analisando alterações de 

comportamento de hospedeiros infectados e parasitos ao longo de seu ciclo 

evolutivo, conceituou “favorecimento” como um processo etológico adaptativo que 

modifica o posicionamento espacial e temporal do parasito e de seu alvo 

(hospedeiro) de forma a aumentar a probabilidade de encontro entre ambos. A 

consequência final seria a facilitação do processo reprodutivo do parasito. 

Exemplos melhores da ocorrência da “hipótese de manipulação” do 

comportamento de hospedeiros parasitados são representados por parasitos cuja 

transmissão pode acontecer por meio da cadeia alimentar, quando formas imaturas 

são albergadas por hospedeiros paratênicos ou intermediários que as transferem 

ao hospedeiro definitivo, onde completarão seu ciclo. Toxoplasma gondii e 

Toxocara canis pertencem a essa categoria. Estes parasitos apresentam típico 

caráter zoonótico, infectando com frequência roedores e pequenos mamíferos106 e 

podem ser responsáveis por infecções de seres humanos, por vezes 

concomitantes107,108, variando desde formas assintomáticas até quadros com 

elevada gravidade. 
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A maioria dos estudos acerca da biologia e história natural de parasitoses 

considera a ocorrência de infecções de hospedeiros por uma única espécie de 

parasito; entretanto, em condições naturais é comum a concomitância de duas ou 

mais espécies de parasitos coabitando no mesmo hospedeiro109,110,111, podendo 

resultar em interações que diferem da simples somatória dos efeitos isolados de 

cada espécie. O presente trabalho aborda a ocorrência de alterações na ansiedade, 

aprendizado e memória espacial de roedores infectados concomitantemente por 

duas espécies de parasitos (Toxoplasma gondii e Toxocara canis) cujos efeitos, 

isoladamente, na resposta imunitária do hospedeiro apresentam aparente conflito, 

com estímulo predominante do tipo Th1 no caso de Toxoplasma gondii35 e Th2 na 

infecção por Toxocara canis36. 

Fêmeas de Rattus norvegicus experimentalmente infectadas por Toxocara 

canis e/ou Toxoplasma gondii foram avaliadas no labirinto em cruz elevado e 

apresentaram diferenças entre as variáveis comportamentais nos dois períodos 

avaliados no presente estudo. Levando em consideração os índices pré-

estabelecidos de ansiedade: quanto maior a ansiedade, menor a percentagem de 

entrada nos braços abertos e de tempo gasto nos mesmos73,101, pode-se sugerir 

que, para este experimento, a infecção por Toxoplasma gondii e Toxocara canis 

exerceu efeito ansiolítico nos ratos infectados. No entanto, o grupo com infecção 

concomitante, quando avaliado o tempo gasto nos braços abertos do labirinto, 

despendeu tempo semelhante aos apresentados pelo grupo controle, sugerindo 

modulação de resposta na vigência de infecção concomitante.  Esses dados 

concordam com informações obtidas por outros autores que verificaram alterações 

de comportamento em fêmeas de Rattus norvegicus infectadas por Toxocara sp. 

e/ou Toxoplasma gondii no Labirinto em Cruz Elevado e em campo aberto5,27,112. 

Além disso, a modulação no comportamento de roedores com infecção dupla 
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observada neste experimento corrobora os achados anteriores de Corrêa et al.28 e 

Queiroz et al.112.  

Diversos estudos questionam o uso de fêmeas para análise de alteração 

comportamental, devido à influência do ciclo estral nas variáveis estudadas70,113.  

Entretanto, discrepâncias entre autores têm sido observadas114,115.  

Ratas gastam mais tempo nos braços abertos do LCE em comparação aos 

ratos, indicando menor nível de ansiedade nas fêmeas113. Essa diferença, segundo 

vários autores, é atribuída a variação de hormônios sexuais presentes no ciclo 

estral116,117,118. Porem, Pellow et al.96 apresentaram dados discordantes dos autores 

acima, pois verificaram que ratos de ambos os sexos tinham frequência reduzida e 

menor tempo de permanência nos braços abertos do aparelho, sugerindo aumento 

na ansiedade para ambos os sexos. 

Nasello et al.71 observaram alterações comportamentais em machos e 

fêmeas de Rattus norvegicus quando avaliados na presença de luz, entretanto, 

quando avaliados na ausência de luz, somente as fêmeas apresentaram maior 

frequência de entradas nos braços abertos do LCE, sugerindo influência da 

luminosidade no comportamento e não do ciclo estral. 

Segundo Albonetti e Farabollini119, ausência de diferenças nas entradas e 

tempo de permanência nos braços abertos do LCE, observadas para ambos os 

sexos, pode indicar que a ansiedade não está na base das mudanças de 

comportamento dependente do sexo. 

Santos et al.27 avaliando comportamento e força muscular de machos e 

fêmeas infectados por Toxocara canis ou Toxocara cati, concluíram que ambos os 

sexos apresentavam alterações comportamentais e diminuição da força muscular.  

No presente estudo, duas horas antes da avaliação comportamental, foi 

coletada secreção vaginal das fêmeas para avaliar a fase do ciclo estral, utilizando 

a técnica de Marcondes et al.120. No dia do primeiro teste no LCE, a maioria das 
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fêmeas apresentavam-se nas fases diestro e metaestro quando segundo Diaz-Veliz 

et al.121, mostram-se mais ansiosas do que nas fases de proestro e estro. No 

entanto, os grupos das fêmeas infectadas observadas neste experimento 

apresentaram-se menos ansiosas quando comparadas ao grupo controle na fase 

aguda da infecção. Todavia o mesmo não ocorreu na fase crônica para os animais 

infectados por Toxocara canis. Esse fato pode ser explicado pela migração das 

larvas do cérebro para outros locais68 ou pela transitoriedade na alteração do 

comportamento pelo parasito já observada por outros autores5,122. 

Um dado que deve-se levar em consideração é que, a maioria dos 

trabalhos que questionam o uso de fêmeas apresentam dados da influência de 

hormônios sexuais na ansiedade e medo de fêmeas não infectadas116,117,118,123, 

porém, estudos comportamentais evidenciaram alterações na ansiedade de fêmeas 

de Rattus norvegicus experimentalmente infectadas, sugerindo que a presença do 

parasito tem papel importante na alteração comportamental das fêmeas, 

independente da fase do ciclo estral5,27,112. 

Trabalhos experimentais mostram que ratos infectados por Toxoplasma 

gondii não só apresentam diminuição do medo, mas também atração pela urina do 

predador felino1,17,124,125. Acredita-se que estas alterações são manipuladas pelo 

parasito para manter o ciclo sexuado que ocorre exclusivamente no intestino de 

felinos. 

O conhecimento acerca dos mecanismos utilizados pelo parasito para 

manipulação do comportamento do hospedeiro não está bem esclarecido. Dois 

aspectos são levados em conta: a expressão de neuromoduladores liberados pelo 

hospedeiro frente à infecção e a localização do parasito no tecido nervoso. 

Toxoplasma gondii e Toxocara canis têm preferência pelo sistema nervoso central, 

principalmente em áreas relacionadas à aprendizagem, memória, ansiedade, 

coordenação e controle de movimentos voluntários29. 
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Dantzer et al.126 confirmaram o papel de citocinas pró-inflamatórias 

relacionadas com doenças comportamentais, tais como: depressão da atividade 

locomotora, diminuição da exploração e redução no aprendizado e na memória de 

camundongos. Além disso, eles relatam a ligação entre o aumento de citocinas no 

cérebro, principalmente IL-1β, e prejuízo no aprendizado e memória, descrevendo 

como o aumento na produção de citocinas interfere com o armazenamento da 

memória dependente do hipocampo. 

Em camundongos Balb/C experimentalmente infectados por Toxocara 

canis, altos níveis de IL-5, IL-10, IFN-γ e iNOS no cérebro são detectados aos 35 e 

42 dias após infecção127. Esses dados corroboram a ideia de que citocinas podem 

estar envolvidas no mecanismo de alteração do comportamento, pois o período em 

que ocorre a elevação dessas citocinas coincide com alterações comportamentais 

observadas em camundongos infectados29. No presente estudo, observou-se 

alterações comportamentais nos roedores infectados por Toxocara canis aos 40 

dias após a infecção, confirmando os achados dos autores acima citados, 

entretanto, para esse experimento não é possível confirmar relação entre níveis de 

citocinas e alterações comportamentais, pois foram utilizados ratos e não 

camundongos e, além disso, não foram verificados os níveis de citocinas envolvidas 

na infecção dos ratos nos dois períodos da infecção. 

Canteras et al.128, avaliaram alterações no comportamento de fuga e 

expressão de Fos, proteína utilizada para mapeamento da atividade funcional do 

cérebro, de Rattus norvegicus frente a um predador felino e concluíram que 

roedores expostos ao predador durante dez minutos apresentaram quantidade 

maior da proteína Fos na região do núcleo premamilar dorsal. Além disso, eles 

observaram que ao lesionar quimicamente a região estudada, os animais 

apresentaram diminuição no comportamento de fuga, entretanto, aumentaram o 

comportamento exploratório. 
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Outro fator que chama a atenção de pesquisadores é a relação entre o 

aumento das ramificações dendríticas dos neurônios de amígdala basolateral, bem 

como o aumento de corticosterona com o aumento da 

ansiedade129,130,131,132,133,134,135.  

Mitra et al.69, postularam que Toxoplasma gondii altera tanto a produção de 

corticosterona quanto a plasticidade dos neurônios na região da amígdala 

basolateral. Eles concluíram que os animais infectados apresentavam diminuição 

de corticosterona no soro e as ramificações neuronais da amígdala basolateral 

eram menores quando comparadas com o grupo controle. 

Os mesmos autores mostraram ainda que as alterações apresentadas no 

tamanho das ramificações neuronais ocorriam apenas na região da amígdala 

basolateral, pois ao investigarem regiões vizinhas eles não observaram alterações, 

concluindo que a infecção não representa indução genérica na atrofia dos 

neurônios. 

O fator neurotrófico derivado do cérebro (BDNF) tem papel importante na 

plasticidade e conectividade neural. Diferenças na expressão de BDNF no cérebro 

de camundongos estão associadas a diversos transtornos comportamentais87. 

  YongHua et al.95, observaram aumento na expressão de proteínas e 

mRNA de BDNF no tecido cerebral de ratos na fase crônica da infecção por 

Toxoplasma gondii. 

No presente estudo, foi avaliada a concentração de BDNF no soro dos 

grupos infectados por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii em dois momentos 

do experimento e não se observou diferença estatisticamente significante entre a 

quantidade de BDNF no soro dos animais, nos dois períodos avaliados, quando 

comparado ao grupo controle. A discordância entre o trabalho de YongHua et al.95 e 

o presente estudo pode estar relacionada com o tipo de material avaliado87, a idade 

e sexo dos animais136. 
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No que se refere a memória espacial e aprendizado, não foi observado 

déficit em nenhuma destas duas variáveis estudadas no presente trabalho. Alguns 

autores sugerem que a infecção por Toxocara canis pode retardar o aprendizado e 

memória de roedores, contudo os níveis de prejuízo raramente mostram-se 

estatisticamente significantes14,15,137,138.  É possível que, no momento da avaliação 

do aprendizado e memória, as larvas não estivessem posicionadas em locais no 

cérebro, como por exemplo, no telencefalo139 e cerebelo140, importantes áreas 

associadas com aprendizado, memória, coordenação e controle dos movimentos 

volutários29. 

Os cortes histológicos dos cérebros das ratas mostraram que larvas de 

Toxocara canis e/ou cistos de Toxoplasma gondii estavam bem distribuídos no 

sistema nervoso central dos animais, principalmente nas regiões que compreendem 

o hipocampo. Esses dados também foram observados por Vyas et al.1, que 

verificaram, por meio de imagem bioluminescente in vivo, maior densidade de cistos 

de Toxoplasma gondii na região da amigdala de roedores, região relacionada com 

memória do medo141. 

Recentes estudos indicam que o parasito, além de “manipular” o 

comportamento e influenciar na memória e aprendizado do hospedeiro, pode 

também atenuar a aversão inata de ratos para urina de gatos tornando-a um 

atrativo. Porém não há interferência no comportamento social e de 

acasalamento17,142. Estes achados concordam com a hipótese da manipulação 

comportamental que prediz que parasitos alteram somente comportamentos 

benéficos para sua transmissão, enquanto que outros comportamentos 

permaneceriam intactos1,31,143. 

Esse evento foi observado também nos animais testados no Labirinto de 

Barnes quando desafiados com urina de gato. As variáveis tempo para encontrar a 

toca e tempo para entrar na toca com urina de gato, tiveram diminuição significante 
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para os grupos Toxocara e Toxoplasma, quando comparados com o grupo controle. 

O mesmo não aconteceu com os animais com infecção dupla, que apresentaram 

tempo igual ao controle. Esse evento tem se mostrado presente em alguns 

trabalhos comportamentais utilizando animais com dupla infecção, sugerindo que a 

presença de um parasito possa inibir a presença do outro.  

A maioria dos estudos experimentais, referentes à manipulação 

comportamental, investigou efeitos da infecção única no comportamento do 

hospedeiro. Na natureza, entretanto, os hospedeiros com frequência estão 

expostos à infecção por várias espécies de parasitos144. Havendo interesses em 

comum, a presença de um segundo parasito, teoricamente, beneficiaria ambos os 

parasitos, devido ao compartilhamento dos custos da manipulação, tornando-a mais 

eficiente e, consequentemente, aumentando a transmissão145. Em contraste a esse 

cenário, na ocasião em que houver infecção por dois parasitos com objetivos 

distintos, a “manipulação” do comportamento do hospedeiro, por um dos parasitos 

seria “sabotada” pelo outro.  

Hafer e Milinski146 concluíram que essa “sabotagem” ocorre na infecção 

por parasitos da mesma espécie, porém em fase larvária diferente. Eles mostraram 

que copepodes da espécie Macrocyclops albidus, quando infectadas pelo parasito 

Schistocephalus solidus, um cestódeo, apresentam aumento na atividade natatória, 

tornando-as presas fáceis para o predador. Esse evento foi visualizado apenas nos 

hospedeiros que apresentavam larvas prontas para infectar, entretanto, quando o 

hospedeiro era infectado em dois momentos, apresentando fases larvares 

infectantes e não infectantes, as não infectantes “sabotavam” a alteração do 

comportamento do hospedeiro. Porém, no momento em que essas larvas se 

tornaram infectantes, o processo de “manipulação” tornava-se evidente. 

No presente estudo, é visível a manipulação do comportamento do 

hospedeiro por ambos os parasitos, quando a infecção acontece isoladamente, 
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contudo, quando a infecção é concomitante, observa-se “modulação” no 

comportamento dos roedores fazendo-os comportarem-se de forma semelhante ao 

grupo controle. O que não é possível de se responder nesse trabalho é, qual 

parasito está inibindo o outro, sendo que ambas as espécies estão prontas para 

infectar o hospedeiro e ambas as infecções ocorreram ao mesmo tempo. Faz-se 

necessário novos trabalhos avaliando alterações comportamentais com dupla 

infecção, porém com início da infecção ocorrendo em dias diferentes. 

Outro fator importante é a associação entre infecção por Toxoplasma 

gondii147,148 ou Toxocara sp.149,150 com doenças neuropsiquiátricas, tais como, 

doença de Alzheimer, Parkinson e esquizofrenia. Os mecanismos pelos quais 

ambos os parasitos levam a essas mudanças estão longe de serem elucidados. Ao 

longo dos anos, grande número de pesquisas abrangendo diferentes aspectos da 

investigação (sorológico, farmacológicos, epidemiológica e comportamental) foram 

realizadas com objetivo de estabelecer associação etiopatogenetica entre infecção 

por Toxoplasma gondii e Toxocara canis  com desenvolvimento de alterações 

comportamentais e distúrbios neuropsiquiátricos147,149,150. 

Estudos mostram relação entre infecção por Toxoplasma gondii e 

Toxocara canis com doença de Alzheimer e esquizofrenia151,152,153, entretanto, 

esses dados devem ser avaliados com bastante cautela, pois a maioria dos 

trabalhos toma como base presença ou ausência de antígenos anti-Toxoplasma ou 

anti-Toxocara em indivíduos com doenças neuropsiquiátricas, não sendo possível 

avaliar se a infecção ocorreu antes ou depois do desenvolvimento dessas doenças. 

Aglomerados de peptídeos βA, localizados no sistema nervoso central, 

principalmente na região hipocampal, têm sido associados como importante 

marcador para doença de Alzheimer154. Os peptídeos βA facilitam a produção de 

oxiradicais, podendo ser diretamente tóxicos para os neurônios e células da glia, 
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por agirem na peroxidação lipídica da membrana celular, desregulando a 

homeostase do cálcio155,156,157. 

Fan et al.158 observaram presença de placas βA em camundongos 

experimentalmente infectados com baixas doses de ovos de Toxocara sp.. O 

mesmo não foi encontrado no presente estudo, quando observados os cortes do 

tecido cerebral dos roedores infectados por Toxocara canis. Somente foram 

encontradas placas βA no grupo infectado por Toxoplasma gondii. Esses dados são 

importantes para auxiliar na correlação das doenças neuropsiquiátricas e infecção 

por Toxoplasma gondii. Contudo, pesquisas mais aprofundadas são necessárias 

para elucidar os mecanismos que levam  a essas alterações. 

Em síntese o presente trabalho, ao analisar alterações de comportamento 

em roedores submetidos concomitantemente a infecção por Toxoplasma gondii e 

Toxocara canis, procurou reproduzir experimentalmente situação que 

provavelmente é frequente em condições naturais. Os resultados encontrados 

reforçam indícios já assinalados em trabalhos anteriores28,112 que mostraram a 

possibilidade de modulação da resposta comportamental na vigência de infecção 

concomitante por esses parasitos. 

O desenho experimental utilizado no presente trabalho, todavia, optou por 

realizar ambas as infecções ao mesmo tempo, situação que nem sempre ocorrerá 

em condições naturais. Os trabalhos anteriores que também observaram ocorrência 

de modulação na resposta comportamental em infecções concomitantes de 

roedores por Toxoplasma gondii e Toxocara canis28,112 igualmente efetuaram ao 

mesmo tempo as inoculações experimentais. Novos experimentos, alternando o 

momento de inoculação experimental dos parasitos, poderão fornecer informações 

importantes acerca da modulação da resposta comportamental em hospedeiros 

infectados por mais de uma espécie de parasito. 
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6 CONCLUSÕES 

 

Para esse estudo, pode-se concluir que: 

 

a) Rattus norvegicus infectados por Toxocara canis e/ou Toxoplasma gondii 

apresentaram-se menos ansiosos aos 40 dias após infecção, porém apenas 

o grupo infectado por Toxoplasma gondii apresentou alteração na ansiedade 

após 70 dias da infecção; 

b) Cistos de Toxoplasma gondii e larvas de Toxocara canis estavam presentes 

em todos os cortes do cérebro de Rattus norvegicus experimentalmente 

intectados; 

c) Infecção concomitante por Toxocara canis e Toxoplasma gondii mostrou 

modulação na ansiedade e aversão a urina de gato de Rattus norvegicus 

quando avaliados no Labirinto em Cruz Elevado e Labirinto Terrestre de 

Barnes; 

d) Infecção por Toxocara canis ou Toxoplasma gondii reduziu a aversão de 

fêmeas de Rattus norvegicus para urina de gato; 

e) Rattus norvegicus infectados por Toxoplasma gondii apresentaram placas 

beta-amiloide (βA) nos cortes histológicos do sistema nervoso central em 

50% dos animais avaliados. 
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