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RESUMO 

 

Leishmania spp. infectam diversos hospedeiros vertebrados, incluindo o homem. As doenças 

causadas por estes protozoários, as leishmanioses, podem apresentar diferentes tipos de 

manifestações clínicas, desde lesões localizadas na pele que cicatrizam espontaneamente, 

lesões de pele, que se espalham de forma disseminada, a forma mucocutânea da doença, além 

da leishmaniose visceral, forma mais grave que podem levar à morte se não tratada. A 

disseminação e homing de células infectadas contendo antígenos de Leishmania são 

fundamentais para a sobrevivência deste parasito no hospedeiro e para o estabelecimento da 

lesão. Ainda hoje, pouco se sabe sobre os mecanismos envolvidos na adesão da célula 

hospedeira e sua migração na infecção por este protozoário. Assim, este trabalho teve como 

objetivo avaliar a migração de monócitos, macrófagos e células dendríticas humanas na 

infecção por Leishmania e os mecanismos envolvidos nesse processo. Células hospedeiras 

humanas oriundas de doadores saudáveis foram obtidas, infectadas por diferentes espécies de 

Leishmania e submetidas a migração direcional e randômica por sistema transwell e em tempo 

real, respectivamente. Avaliamos ainda a formação de complexos de adesão pela 

imunomarcação de p-FAK e p-paxilina. Adicionalmente, investigamos a dinâmica de actina 

por meio de análise da expressão de Rac1, Rho-A, Cdc42 e marcação por faloidina nestas 

células, bem como a formação de podossomos por meio da imunomarcação de vinculina. Por 

fim, investigamos o papel da via de sinalização associada a AKT/PI3K na migração de células 

hospedeiras infectadas por estes parasitos, através da análise da expressão desta proteína por 

western blot, além do efeito da inibição dessa via na migração de células hospedeiras infectadas. 

Nossos dados mostram uma redução na migração bidimensional de monócitos e macrófagos 

humanos infectados por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum, associado a uma 

redução na formação de complexos de adesão, podossomos e dinâmica de actina nestas células. 

Entretanto, observamos um aumento na migração de células dendríticas infectadas por L. 

infantum ou isolados de Leishmania oriundos de pacientes com a forma disseminada ou difusa 

da doença. Adicionalmente, observamos que o aumento da migração nessas células está 

associado a um aumento na formação de complexos de adesão, podossomos, dinâmica de actina 

e expressão de CCR7. Por fim, foi observado que a infecção por Leishmania induz a ativação 

da via de AKT/PI3K. Em conjunto, nossos dados apontam para um papel de células dendríticas, 

mas não de macrófagos e monócitos na disseminação de Leishmania no hospedeiro vertebrado.  

 

Palavras-chave: Célula hospedeira. Leishmania. Migração celular. 
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ABSTRACT 

 

Leishmania spp. infect several vertebrate hosts, including humans. The diseases caused by this 

protozoan, leishmaniasis, can present different clinical manifestations, from localized skin 

lesions that heal spontaneously, to disseminated skin lesions, mucocutaneous form of the 

disease, and visceral leishmaniasis, the most severe form that can lead to death if left untreated. 

The dissemination and homing of infected cells containing Leishmania are crucial for the 

parasite's survival in the host and the establishment of the lesions. However, the understanding 

of the mechanisms underlying host cell adhesion and migration during infection by this 

protozoan remains limited. Therefore, this study aimed to evaluate the migration of human 

monocytes, macrophages, and dendritic cells in Leishmania infection, and the mechanisms 

involved in this process. Human host cells from healthy donors were obtained, infected with 

different isolates of Leishmania, and subjected to directional and random migration using a 

transwell system and real-time tracking, respectively. We also assessed the formation of 

adhesion complexes by immunostaining p-FAK and p-paxillin. Additionally, we investigated 

actin dynamics by analyzing the expression of Rac1, Rho-A, Cdc42, and phalloidin staining in 

these cells, as well as the formation of podosomes by immunostaining vinculin. Finally, we 

investigated the role of the AKT/PI3K signaling pathway in the migration of host cells infected 

by these parasites, through the analysis of protein expression by western blot, and the effect of 

inhibition of this pathway on the migration of infected host cells. Our results showed a reduction 

in the two-dimensional migration of human monocytes and macrophages infected with L. 

amazonensis, L. braziliensis, or L. infantum, associated with a decrease in the formation of 

adhesion complexes, podosomes, and actin dynamics in these cells. However, we observed an 

increase in the migration of dendritic cells infected by L. infantum or Leishmania isolates from 

patients with the disseminated or diffuse form of the disease. Additionally, we observed that 

the increase in migration in these cells is associated with an increase in the formation of 

adhesion complexes, podosomes, actin dynamics, and CCR7 expression. Finally, we observed 

that Leishmania infection induces activation of the AKT/PI3K pathway. Taken together, our 

data point to a role of dendritic cells, but not macrophages and monocytes, in the dissemination 

of Leishmania parasites in the vertebrate host. 

 

Keywords: Host cell. Leishmania. Cell migration. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 Leishmanioses 

 

As leishmanioses são doenças com elevada incidência e ampla distribuição geográfica, 

sendo endêmica em 98 países, com uma estimativa de 700 mil a 1 milhão de novos casos 

anualmente. A presença da leishmaniose está diretamente associada a fatores sociais, 

ambientais e climáticos que influenciam diretamente a epidemiologia da doença (WHO, 2023). 

No velho mundo, os agentes etiológicos incluem Leishmania tropica, Leishmania major, 

Leishmania aethiopica, bem como Leishmania infantum ou Leishmania donovani. Dentre as 

principais espécies no novo mundo estão o complexo Leishmania mexicana (Leishmania 

mexicana, Leishmania amazonensis), ou o subgênero Viannia (Leishmania guyanensis, 

Leishmania panamensis, Leishmania infantum). Nos últimos anos, mais de 1 milhão de casos 

de leishmaniose cutânea (LC) e cerca de 70.000 novos casos de leishmaniose visceral (LV) 

foram registrados nas Américas. Estima-se que na LC cerca de 95% dos casos ocorrem nas 

Américas, Oriente Médio e Asia Central, com uma incidência de 200 mil novos casos 

reportados anualmente (WHO, 2023).  

No Brasil e região andina, foram notificados cerca de 800.000 casos entre 2001 a 2021, 

correspondendo a 37,60% e 40,79% dos casos de LC, respectivamente (OPAS, 2022). 

Clinicamente, a LC é dividida em cutânea localizada (LCL), cutânea disseminada (LCD), 

cutânea difusa (LD) e muco-cutânea (LCM) (Desjeux, 2004). Na LCL, podem surgir uma ou 

mais lesões de pele que tendem a cicatrizar, com úlceras geralmente indolores de formato 

arredondado, base eritematosa e fundo necrótico, podendo ser causada  principalmente por 

parasitos das seguintes espécies no Brasil: Leishmania braziIiensis, Leishmania amazonensis, 

Leishmania guyanensis, Leishmania panamensis (Steverding, 2017).  A LCD é caracterizada 

pela presença de múltiplas lesões papulares polimórficas e frequente envolvimento da mucosa 

nasal, sendo causada no Brasil principalmente por L. braziliensis (Machado et al., 2019). A 

LMC, por sua vez,  apresenta lesões destrutivas em vias aéreas superiores, como boca, nariz e 

garganta, sendo causada primariamente por L. braziliensis ou L. amazonensis. Já a LD (forma 

anérgica), causada no Brasil por L. amazonensis, apresenta nódulos infiltrados com ausência de 

úlceras ou envolvimento de mucosas (Machado et al., 2019; Salgado et al., 2016). 

 Com relação à forma visceral da doença, nos últimos vinte anos, houve cerca de 70.000 

novos casos nas Américas, e, apesar de 13 países dessa região registrarem casos de LV, cerca 

de 93% dos casos ocorrem no Brasil (OPAS, 2022). A LV, causada por L. infantum no Brasil, 
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é caracterizada por lesões que acometem fígado, baço, medula óssea e linfonodos, podendo 

levar a um quadro de hepatoesplenomegalia, que pode levar à morte se não tratadas (OPAS, 

2022). 

 

 1.2 Ciclo biológico do parasito 

 

O ciclo biológico do parasito Leishmania envolve duas fases principais, uma no vetor 

transmissor e outra no hospedeiro vertebrado. Durante o repasto sanguíneo, promastigotas 

metacíclicas, formas flageladas e infectivas, são transmitidas através da picada de 

flebotomíneos fêmeas do gênero Phlebotomus ou Lutzomia (Sacks, 1989). Após o 

reconhecimento e internalização de formas promastigotas por células hospedeiras, os parasitos 

sofrem diversas alterações morfológicas e moleculares, transformando-se em amastigotas, que 

sobrevivem e se multiplicam no interior de compartimentos fagolisossomais (Mcconvillle et 

al., 1992; Veras et al., 1992) (Figura 1). Alguns estudos mostram que, no interior dessas células, 

o parasito dissemina-se pelos diferentes tecidos do hospedeiro causando lesões (Fiorini et al., 

2002; Leon et al., 2007; Moll et al., 1993). Durante um novo repasto sanguíneo, os fagócitos 

infectados são ingeridos pelos vetores, onde ocorrerá a transformação das formas amastigotas 

em promastigotas no intestino de flebótomos, completando o ciclo de transmissão (Kaye e 

Scott, 2011).  
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Figura 1 - Ciclo biológico da Leishmania. O ciclo de vida da Leishmania consiste em dois estágios alternados  

conhecidos como amastigota e promastigota. Fêmeas flebotomíneas infectadas com as formas promastigotas 

inoculam parasitos no hospedeiro vertebrado durante o repasto sanguíneo. No hospedeiro vertebrado, esses 

parasitos são fagocitados por células hospedeiras, se transformam em amastigotas, podendo sobreviver e se 

multiplicar no interior de vacúolos parasitóforos. A multiplicação de parasitos pode levar ainda à lise de células 

hospedeiras, permitindo que os mesmos sejam internalizados por flebótomos em um novo repasto sanguíneo.  

Fonte: Adaptado de (Veras; Menezes, 2016). 

 

 1.3 Células hospedeiras na infecção por leishmania 

 

Leishmania sp. interage com células hospedeiras do sistema imune, tais como neutrófilos, 

macrófagos, monócitos e células dendríticas. Esta interação inicial do parasito com as diferentes 

células do sistema imune é fundamental para a determinação do curso da infecção e desfecho 

da doença (Liu; Uzonna, 2012; Desjeux, 2004). A interação inicial de fagócitos com o parasito 

ocorre via diferentes receptores, que reconhecem ligantes padrões na superfície celular do 

parasito (Rotureau et al., 2009; Gough; Gordon, 2000; Forestier et al., 2011). Durante a 

fagocitose, ocorre a ligação específica receptor-ligante, através de receptores como fucose-

manose, toll-like (TLR), fibronectina, CR1 e CR3, que reconhecem moléculas de superfície do 

parasito, como a glicoproteína 63 Kda (GP63), que apresenta atividades proteolíticas, ou o 

lipofosfoglicano (LPG), que é associado a proteção do parasito da lise pelo complemento e a 

destruição decorrente da ação de espécies reativas de oxigênio como produto da fagocitose 

(Kelleher et al., 1995; Gough; Gordon, 2000). Estas moléculas são ancoradas por 

glicofosfatidilinositol (GPI) na superfície da Leishmania e favorecem a entrada do parasito na 
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célula hospedeira (Turco; Descouteaux, 1992). Trabalho anterior demonstrou que a baixa 

expressão de GP63 em promastigotas de L. amazonensis levou a uma menor taxa de 

sobrevivência intracelular (Chen et al., 2000). O LPG, por sua vez, também é um importante 

fator de virulência, associado a sobrevivência do parasito tanto no hospedeiro, quanto no vetor 

flebotomíneo (Descouteaux; Turco, 1999; Sacks; Kamhawi, 2001). Adicionalmente, já foi 

demonstrado que o LPG de Leishmania auxilia na subversão da lise pelo sistema complemento 

da célula hospedeira ao inibir a montagem de moléculas desse sistema (Puentes et al., 1988). 

Após o reconhecimento inicial, promastigotas do parasito são internalizadas pelas células 

hospedeiras onde sinais intracelulares desencadeiam alterações na membrana plasmática e no 

citoesqueleto da célula, levando a formação do fagossomo (Roy et al., 2014; Desjardins; 

Griffiths, 2003).  

Uma vez internalizados, os parasitos sobrevivem e se multiplicam no interior de 

compartimentos com características fagolisossomais, conhecidos como vacúolos parasitóforos 

(Young; Kima, 2019). No interior destes compartimentos, a Leishmania é capaz de absorver 

nutrientes necessários para sua sobrevivência e replicação, visto que o vacúolo parasitóforo traz 

produtos da via endocítica que fornecem fontes de carbono, açúcares, aminoácidos e lipídios 

(Saunders et al, 2018; Naderer et al, 2015). Devido à sua associação com a via endocítica, a 

biogênese do vacúolo parasitóforo envolve ainda a aquisição de diversas moléculas, incluindo 

as proteínas de membrana associadas ao lisossomo 1 e 2 (LAMP 1 e LAMP 2), componentes 

moleculares de fusão como as Rab GTPases e a bomba vacuolar de H+ (Courret et al, 2002; 

Antoine et al, 1998). Adicionalmente, a fagocitose de Leishmania leva à produção de moléculas 

microbicidas como os radicais intermediários de oxigênio (ROI) e o óxido nítrico (NO), que 

favorecem a destruição do parasito (Stafford et al, 2002; Panaro et al, 2001).  

         Ainda durante os estágios iniciais da infecção, os monócitos, fagócitos mononucleares, 

contribuem significativamente para a indução de respostas inflamatórias (Mildner et al., 2016). 

A interação do monócito com a Leishmania depende de receptores do tipo toll e do sistema 

complemento como o CD11b (Rosenthal et al, 1996). Uma vez internalizados por monócitos 

inflamatórios, os parasitos têm sua proliferação limitada por meio da produção de ROS e de 

óxido nítrico sintase induzível (iNOS), como demonstrado em trabalho anterior (Heyde et al., 

2018; Romano et al., 2017; Glennie et al., 2017). Essas células também desempenham um papel 

essencial na resposta imune inata contra Leishmania e contribuem para a resposta imune 

adaptativa, participando da resposta inflamatória inicial ao liberar TNF-a e quimiocinas, como 

CXCL8 e CCL2 (Gordon; Taylor, 2005; Serbina et al., 2008). Adicionalmente, essas células 

têm sido associadas à morte de parasitos L. major e ao dano tecidual de lesões cutâneas por L. 



17 

 

braziliensis (Badolato et al., 1996; Ritter e Moll, 2000; Vargas-Inchaustegui et al., 2010). Além 

disso, já foi demonstrado que a infecção por L. braziliensis favorece o recrutamento de 

monócitos através de gradientes quimiotáticos, além de estarem associados à produção de 

CXCL10 durante a infecção ativa (Vargas-Inchaustegui et al., 2010). 

         A interação de fagócitos e sua ativação decorrente do contato com Leishmania são 

cruciais para o desfecho da infecção. A complexa interação macrófago-Leishmania se inicia 

com o reconhecimento de moléculas do parasito por diferentes receptores na célula hospedeira, 

como receptores de complemento (CRs), receptores de manose e receptores de fibronectina 

(Mosser; Rosenthal, 1993; Mosser; Miles, 2007). Nesse contexto, os macrófagos desempenham 

papel fundamental na fagocitose de Leishmania e na sua sobrevivência no hospedeiro 

vertebrado, sendo as principais células hospedeiras deste parasito (Liu; Uzonna, 2012). Estudos 

mostram ainda que o controle da infecção por Leishmania é dependente da capacidade de 

destruição do parasito por macrófagos, por mecanismos muitas vezes dependentes de óxido 

nítrico e superóxido (Green et al., 1990; Liew et al, 1990; Behin et al., 1979; Nacy et al., 1983; 

Assreuy et al., 1994; Mukbel et al., 2007). Nesse sentido, já foi mostrado que macrófagos 

oriundos de camundongos deficientes para iNOS, tornam-se susceptíveis à infecção por L. 

major, tendo sua capacidade de eliminação do parasito prejudicada (Wei et al., 1995; Murray 

& Nathan, 1999). Adicionalmente, diferentes espécies de Leishmania são capazes induzir a 

produção de TGF-β e IL-10, responsáveis por inibir a eliminação de parasitos intracelulares 

pela redução da síntese de oxido nítrico (Kupani et al., 2021). Por outro lado, a sobrevivência 

do parasito está associada à indução da arginase e secreção de IL-4 e IL-13, que favorecem a 

proliferação intracelular de Leishmania (Liu; Uzonna, 2012). 

        Células dendríticas são células apresentadoras de antígeno profissionais originárias da 

medula óssea, que participam do controle de infecções após capturarem e processarem 

antígenos, podendo ainda migrar para os linfonodos, onde apresentam os antígenos aos 

linfócitos T. Estas células são classificadas em diferentes subtipos de acordo com sua origem, 

marcadores de superfície e localização (Barragan et al., 2012; Tibúrcio et al., 2019). Durante 

esse trajeto e após a detecção de padrões moleculares associados a patógenos (PAMPs), as 

células dendríticas passam por um processo de maturação através da expressão molecular de 

MHC-classe I e II, CD11c, CD86 e CD80 (Caux et al., 1994). Durante o processo migratório, 

essas células expressam ainda níveis elevados do receptor de quimiocina CCR7, que é crucial 

para a interação entre as células dendríticas e os linfócitos durante a apresentação de antígenos 

(Foster et al., 1999; Ohl et al., 2004).  
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Dentre os receptores que medeiam a interação célula dendrítica-Leishmania estão os 

receptores tipo toll (TLRs: TLR2, TLR4, TLR9) além de receptores de lectina (CLRs). 

Adicionalmente, foi demonstrado que TLR1 e TLR2 participam do reconhecimento do 

lipofosfoglicano (LPG) de Leishmania (Tibúrcio et al., 2019; Lima et al., 2017). Estudos 

anteriores mostraram que a neutralização desses receptores leva à deficiência na apresentação 

de antígeno durante a infecção por L. major. (Becker et al., 2003; Argueta et al., 2016). Diversos 

estudos destacam ainda o papel de células dendríticas frente a infecção por Leishmania na 

organização da resposta imune, evidenciando que o desfecho da infecção por este parasito em 

camundongos resistentes e suscetíveis pode estar relacionado a diferenças funcionais nessas 

células durante o processo de diferenciação de células T auxiliares CD4+ em células efetoras 

(Suzue et al., 2008; Gorak et al., 1998; Von Stebut et al., 1998; Leon et al., 2007). Trabalho 

anterior mostrou que células dendríticas infectadas por L. major derivadas de tecido de 

camundongos BALB/c e C57BL/6 regulam positivamente suas moléculas co-estimulatórias e 

produzem altos níveis de citocinas pró-inflamatórias, como IL-12 (Von stebut et al., 1998). 

Adicionalmente, foi mostrado que camundongos BALB/c infectados com L. major têm um 

número aumentado dessas células em seus linfonodos drenantes, associado a um maior 

recrutamento de células dendríticas logo após a infecção, em comparação com camundongos 

C57BL/6 infectados (Baldwin et al., 2004). Dados da literatura mostram ainda que, em 

camundongos Balb/c, a infecção por L. amazonensis prejudica a função das células dendríticas, 

como a diferenciação e maturação, bem como a produção de citocinas (Favali et al., 2007).  

 

1.4 Migração celular 

 

A migração celular é um processo cíclico e fisiológico que envolve diferentes eventos 

moleculares e estruturais integrados e é fundamental no estabelecimento e manutenção da 

organização de organismos multicelulares (Trepat et al., 2012). A migração de fagócitos é 

essencial para a resposta imune, reparo de lesões e homeostase do tecido, além disso, uma 

migração não-organizada pode levar a diversas patologias como câncer por exemplo (Fireld et 

al., 2008).  

Para migrar, as células adquirem uma modulação estrutural que permite transformar as 

forças geradas intracelularmente em translocação do seu corpo celular, como a projeção de uma 

morfologia polarizada, ou seja, uma distinção entre a parte anterior e traseira da célula (Wynn 

et al., 2013). Tais processos são mediados por integrinas, que são receptores de superfície 

celular para a matriz extracelular (MEC). Diferentes tipos celulares, incluindo macrófagos, 
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monócitos e células dendríticas, atuam na defesa imunológica e, nesse cenário, a migração é 

uma função  fundamental para uma gama de processos fisiológicos e patológicos, que vão desde 

o desenvolvimento, homeostase do tecido, metabolismo, resposta a lesões e regeneração, até a 

condições patológicas como câncer (Wynn et al., 2013; Frield et al., 2008). De forma geral, 

processos patológicos ou inflamatórios dependem do recrutamento celular, conhecido por 

envolver a adesão ao endotélio e subsequente transmigração, seguida por migração direcionada 

para o local da inflamação e fagocitose. Adicionalmente, defeitos na execução dessas funções 

resultam em complicações patológicas (Zaildel-Bar et al., 2007).  

 

1.4.1 Diferentes etapas e modos de migração celular  

 

         Para migrar de forma eficaz, as células devem polarizar e reorganizar seu citoesqueleto e 

esta polarização é caracterizada por dividir a célula em duas regiões, uma frontal e outra 

traseira. Uma vez polarizada, o movimento celular ocorre em diferentes etapas: protrusão, na 

qual a membrana plasmática é empurrada para frente na face anterior da célula; ligação, na qual 

o citoesqueleto de actina se liga ao substrato; e, posteriormente, a tração, no qual a célula 

desprende sua parte posterior e todo seu corpo é tracionado para a frente (Figura 2) (Wiesner et 

al., 2014; Ridley et al 2003; Bianco et al, 2007). 
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Figura 2 - Etapas da migração celular. O movimento celular é dividido em etapas: formação da protrusão de 

membrana; adesão ao substrato; contração e desprendimento da parte posterior.  

Fonte: (Alberts, 2015). 
 

        Embora a migração celular tenha sido estudada extensivamente em condições de cultura 

de células essencialmente 2D, cada vez mais atenção tem sido dada ao movimento das células 

em ambientes 3D. A matriz 3D atua como uma estrutura que produz suporte físico para células 

que podem afetar a morfologia celular e induzir o crescimento ou migração celular (Yamada et 
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al, 2005; Verollet et al, 2011). Adicionalmente, o ambiente 3D mimetiza a migração de células 

em tecidos do hospedeiro vertebrado, além da matriz poder induzir variação nas cascatas de 

sinalização nas células por meio de aderências e forças de tração (Amatangelo et al, 2005). 

         A maioria dos modos de migração já estudados anteriormente em ambientes 2D também 

ocorrem em ambientes 3D. No entanto, a morfologia celular de leucócitos e fibroblastos é 

bastante diferente nos dois ambientes (Even-Ram; Yamada, 2005). Na cultura de células 2D, 

fibroblastos têm grandes lamelipódios e filopódios ao passo que, em géis de colágeno 3D 

exibem lamelipódios e filopódios menores, adquirindo uma conformação mais cilíndrica 

(Frield; Gilmor, 2009). Em uma matriz 3D, a migração celular pode ocorrer de dois modos: 

amebóide, característico da migração em matriz frouxa, e independente da secreção de 

proteases; e mesenquimal, presente em matriz densa, na qual a célula apresenta um corpo 

celular mais extenso e dependente da secreção de protéases e degradação de matriz extracelular 

para migração. De forma geral, diversos tipos celulares, como macrófagos, células dendríticas, 

células cancerosas e fibroblastos, podem mudar seu modo de migração a depender do ambiente 

em que se encontram (Figura 3) (Frield, et al 2009; Cougole et al 2012).  

 

Figura 3 - Diferentes arquiteturas da matriz extracelular. (a) Matriz de colágeno I frouxo com macrófago 

imerso. (b) Matrigel, matriz densa com macrófago imerso.  

Fonte: (Van Goethem, et al, 2010). 
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        Três fatores importantes regulam a migração de células em ambientes 3D: adesões à matriz 

extracelular, a família Rho de pequenas GTPases e proteases. Na cultura 2D, as integrinas são 

principalmente responsáveis pelas adesões celulares à MEC na forma de adesões focais (AFs), 

contatos focais e podossomos. No entanto, na cultura de células 3D, ocorre uma redução no 

número de AFs e suas integrinas componentes. Assim, por exemplo, a integrina αVβ3, que é 

altamente expressa em cultura de células 2D, não foi detectada nas adesões de matriz 3D de 

fibroblastos, e o nível de fosforilação de FAK foi amplamente reduzido (Kole et al, 2005). 

Adicionalmente, em superfícies bidimensionais (2D), foi demonstrado que a adesão mediada 

por integrinas é necessária para a migração eficaz de leucócitos, como células dendríticas e 

macrófagos, uma vez que a capacidade de adesão de células com receptores de integrinas 

depletados foi prejudicada em ensaio in vitro em ambiente 2D (Lammerman et al, 2008). 

 

1.4.2 Formação de complexos de adesão 

 

          Adesões focais são estruturas dinâmicas que passam por ciclos de montagem e 

desmontagem e sua regulação é parte fundamental da migração celular (Trepat et al, 2012). A 

regulação da ligação entre F-actina e integrinas é indispensável no controle da protusão e 

retração celular (Choi et al, 2008; Gupton et al, 2006). Nesse contexto, FAK (do inglês focal 

adhesion kinase) é uma cinase citoplasmática chave que funciona como um fator de regulação 

da montagem e desmontagem da adesão focal durante o movimento celular. No entanto, os 

mecanismos de regulação envolvidos nesse processo ainda são pouco compreendidos (Zaidel-

Bar, et, al, 2007). 

 Os domínios citoplasmáticos da integrina recrutam uma variedade de proteínas para os 

focos de adesão para que esses focos sirvam como condutores de força necessária para a 

migração celular e para a sinalização entre o interior da célula e a matriz extracelular (Deakin 

& Turner, 2008). Inicialmente, a composição de proteínas associadas a adesão focal era limitada 

a proteínas estruturais, como talina e vinculina, que juntas participam da ancoragem do domínio 

citoplasmático da integrina ao citoesqueleto de actina (Figura 4) (Burridge et al., 1988). 

Atualmente, se compreende melhor a complexidade molecular das adesões focais que são 

caracterizadas por possuir mais de 125 proteínas individuais (Turner, 2000; Zaidel-Bar et al., 

2007). 
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Figura 4 - Complexo de adesão. Proteínas como FAK e paxilina formam o complexo de adesão, onde juntas, 

ancoram filamentos de actina à integrinas transmembrana.  

Fonte: (Turner; Deakin, 2008). 

 

        Estudos mostram FAK como um mediador central da sinalização de integrina, bem como 

um importante componente da sinalização por outros receptores de superfície celular em células 

que contribuem para a patogênese do câncer e outras doenças (McLean et al., 2005). Por ser 

uma proteína-tirosina cinase intracelular recrutada e ativada nos complexos de adesão, FAK 

contribui na sinalização de fatores de crescimento e componentes da matriz extracelular. Esta 

proteína recruta c-Src em adesões focais para formar um complexo de sinalização FAK-Src, 

que por sua vez fazem a fosforilação umas das outras em tirosinas específicas, criando um sítio 

de encaixe para os membros da família Src de tirosinas-cinase citoplasmáticas, ativando assim 

diversas vias de sinalização na regulação da migração celular (Parsons, 2003). Dados da 

literatura reforçam a importância de FAK na migração celular. Foi demonstrado que, em 

neutrófilos humanos, a depleção da expressão de FAK ocasionou uma redução na 

transmigração dessas células, e em macrófagos deficientes para esta proteína, foi observado 

uma motilidade prejudicada (Parsons et al, 2010; Owen et al., 2007).  

         Paxilina é outra proteína importante recrutada na formação dos complexos de adesão da 

célula (Deakin; Turner, 2008). Além de seu papel na montagem de adesões focais, a paxilina 

também regula a migração celular ao contribuir para a desmontagem dessas adesões, conforme 

mostrado pela estabilização de adesões em células desprovidas de paxilina (Webb et al., 2004). 

Em macrófagos, já foi demonstrado que a fosforilação de paxilina auxilia na migração, bem 
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como sua inibição leva a uma redução da capacidade migratória desses fagócitos (Nayal et al., 

2006; Delorme-walker et al., 2011; Menezes et al., 2017). Para monócitos com deficiência em 

paxilina foi observado uma redução significativa na motilidade (Nogalski et al., 2011).  

 

1.4.3 Dinâmica de actina  

             

          O processo de migração celular depende da montagem e desmontagem dinâmica dos 

filamentos de actina (Schacks et al., 2019). Esses filamentos se organizam em subdomínios 

onde protrusões da membrana plasmática como lamelipódios e filopódios, e são altamente 

complementares às estruturas de adesão celular, como complexos focais ou contatos focais, 

estruturas que servem como focos de ancoragem para actina, conhecida como fibra de estresse, 

além de podossomos e invadossomos (Skruber et al., 2018; Schacks et al., 2019). 

         A actina é um componente importante do citoesqueleto, que impulsiona a migração 

celular (Schacks et al., 2019). Ele se reúne em filamentos lineares conhecidas como F-actina, 

com duas extremidades. Essa polarização estrutural dos filamentos de actina é induzida por 

motores moleculares que transformam a energia liberada durante a hidrólise do trifosfato de 

adenosina (ATP) em energia mecânica (Mogilner; Oster, 1996).  

 A ancoragem e desmontagem da F-actina são reguladas por vários cofatores, como por 

exemplo, forminas e o complexo Arp2/3 (Faix; Rottner, 2006; Gupton; Gertler, 2007, Pollard; 

Borisy, 2003). A adição de monômeros de actina aos filamentos gera uma força, que impulsiona 

a membrana para frente e seguem uma regulação dinâmica (Forscher & Smith, 1988; Lin & 

Forscher,1995; Pollard; Borisy 2003; Ponti et al., 2004). Inicialmente, há a transmissão da 

polimerização do filamento na borda da célula, seguidos da transmissão de forças de tração 

impulsionadas pela miosina, e finalmente, a protusão associada em tração contra a matriz 

extracelular, que puxa o corpo celular para frente (Figura 5) (Harris, 1973; Jurado et al., 2005; 

Suter;  Forscher, 2000). Trabalhos anteriores evidenciaram a importância da polimerização de 

actina para células hospedeiras. Newman e colaboradores inicialmente mostraram que a 

inibição da estabilização de actina leva a redução do processo fagocítico e internalização de 

grandes moléculas (Newman et al., 1991). Trabalhos mais recentes mostram que alterações na 

nucleação da actina modulam a motilidade de queratinócitos por meio da regulação de genes 

associados ao citoesqueleto (Sharili et al., 2016). Além disso,  o tratamento de macrófagos com 

citocalasina favoreceu a redução da migração das células (Pergola et al., 2017). 

Adicionalmente, a inibição da organização de actina em células dendríticas derivadas de medula 

óssea induziu a redução da velocidade dessas células (Paterson et al., 2022; Ricart et al., 2011). 
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Figura 5 - Diagrama esquemático da montagem de actina de uma célula em migração. (a) Monômeros de 

actina montados na extremidade do filamento de actina na borda celular associadas a integrinas. (b) Actina recém-

montada impulsionando o filamento para trás. (c) Interações indiretas entre as moléculas de adesão focal de ligação 

à actina e moléculas de adesão focal de ligação à integrina para imobilizar o filamento.  

Fonte: (Wiesner et al, 2014). 

 

         A organização dos filamentos de actina é altamente regulada por proteinas da familia Rho 

gtpases (Lin; Forscher, 1995). A maioria das Rho GTPases atuam nas membranas e afetam o 

movimento dessas membranas, alterando o citoesqueleto de actina associado à elas. Os 

membros da família mais bem estudados são RhoA, Rac1 e Cdc42 e, em células de mamíferos, 

Rac1 e Cdc42 são conhecidas por induzir protrusões da membrana plasmática como 

lamelipódios e filopódios, estimulando a polimerização da actina (Figura 6). RhoA atua na 

borda traseira de células, induzindo o desprendimento dessa região, fornecendo contratilidade 

à base de actomiosina necessária para a contração do corpo celular e retração da cauda, 

contribuindo assim para a motilidade celular. Adicionalmente, RhoA é fundamental na indução 

da polimerização de actina no borda dianteira da célula, na forma de lamelipódios de 

membrana, facilitando o impulsionamento da célula para a frente, além de gerar a força motriz 

para a motilidade celular (Jaffe; hall, 2005; Machacek et al., 2009; Heasman et al., 2010). Já 

Cdc42, induz polimerização de actina em invadopódios, que estão envolvidos em degradar a 

matriz extracelular, permitindo que as células migrem através de um ambiente tridimensional, 
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além de ser importante para a migração direcional e quimiotaxia em alguns tipos celulares, 

predominantemente por polarizar o citoesqueleto de microtúbulos (Pollard; Borisy., 2003).  

 

 

Figura 6 - Rho GTPases na migração celular. A família das Rho GTPases regulam a polimerização de actina. 

Rac1 regula a formação de lamelipódios e complexos focais; Cdc42 regula a formação de filopódios e complexos 

focais e Rho regula formação de fibras de estresse e adesões focais na parte posterior da célula.  

Fonte: (Rikitake et al., 2011). 

         

        As Rho GTPases afetam a dinâmica dos microtúbulos, o que também é importante para a 

migração celular. Estudos sugerem que células dendríticas com RhoA inibidas tem sua 

capacidade migratória suprimida em comparação com as céulas não tratadas com o inibidor 

(Riol-blanco et al., 2005). Além disso, a depleção transitória de Rac1, RhoA e Cdc42 em 

fibroblastos resultou em uma diminuição da motilidade (Monypenny et al., 2009) e leucócitos 

tratados com inibidores específicos tiveram sua motilidade reduzida em comparação aos grupos 

não tratados (Lammerman et al., 2008; Babier et al., 2019). Embora as funções principais de 

Rho GTPases na migração celular já foram estabelecidas, ainda não é totalmente compreendido 

como essas proteínas e seus efetores são regulados, e como sua dinâmica interfere exatamente 

na migração celular (Villalonga; Ridley, 2006). 
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1.4.4  Podossomos e proteases 

 

          Podossomos são organelas altamente dinâmicas, que passam por constantes rearranjos. 

Tais organelas pertencem ao grupo de invadossomos que exibem a capacidade de degradação 

focal da matriz extracelular por proteases de matriz (Moreau et al., 2003). Podossomos são 

formados constitutivamente em células como macrófagos e células dendríticas, mas também 

podem ser encontrada ou induzida em uma variedade de outras células, como células endoteliais 

e musculares (Sabeh et al, 2009; Guiet et al, 2011). Essas estruturas consistem de um núcleo 

rico em F-actina em forma de anel, que também contém proteínas associadas à actina como por 

exemplo o complexo Arp2/3, cortactina, gelsolina, talina e vinculina  (Figura 7) (Linder et al., 

2003; Linder et al., 2005). Além de estarem envolvidas na degradação da matriz extracelular, 

os podossomos são estruturas associadas a adesão, mecanossensores e transdutores, além de 

serem relacionados à capacidade de degradação da matriz extracelular (Linder et al., 2007; 

Linder et al., 2011). 

Figura 7 - Podossomos em ambiente 2D e 3D. Em ambiente 2D, os macrófagos formam vários podossomos 

semelhantes a pontos. Em ambientes 3D densos, macrófagos humanos formam podossomos 3D em saliências.  

Fonte: (Wiesner et al, 2014). 
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         A degradação eficiente da matriz extracelular por podossomos requer a regulação da 

secreção de proteases por essas estruturas (Van Goethem et al., 2010). Estudo anterior 

demonstrou que a deleção de proteínas envolvidas na estabilidade e organização de 

podossomos, como filamina A e Hck, afetou a degradação da matriz 3D por proteases, o que 

implica em uma migração mesenquimal menos eficaz (Cougoule et al., 2010; Guiet et al., 

2012). Trabalhos publicados anteriormente demonstraram diferentes proteases envolvidas na 

lise de componentes de matriz extracelular, incluindo metaloproteases, como metaloproteases 

de matriz (MMPs), bem como serina proteases e seus receptores associados, o sistema de 

ativação de plasmina e cisteína proteases (Kessenbrock et al., 2010; Mohamed et al., 2006).  

        Em ambiente bidimensional, foi mostrado que fagócitos formam podossomos 

constitutivamente, apesar desse processo estar relacionado aos seus subtipos celulares (Wiesner 

et al., 2014). Em macrófagos, os podossomos tendem a ser bem distribuídos por todo o corpo 

celular, no entanto, em resposta a fatores quimiotáticos, essas distribuição uniforme pode ser 

perdida (Alonso et al., 2019). Estudo demonstrou que macrófagos M2 são mais capazes de 

formar uma maior quantidade de podossomos, do que os subtipos M1 (Cougoule et al., 2012). 

Ainda, em macrófagos e monócitos, os podossomos podem estar uniformemente distribuídos 

em podossomos “dot-like”, podendo exibir um padrão e variando de dez a centenas de 

estruturas em forma de ponto por célula (Corfine et al., 2011; Bhuwania et al., 2012). Além de 

podossomos individuais, já foi descrita a formação de superestruturas conhecidas como rosetas 

de podossomos, mais comumente encontradas em macrófagos ativados por M-CSF ou LPS 

(Yamaguchi et al., 2006; Poincloux et al., 2006). Adicionalmente, foi demonstrado que a maior 

motilidade de células RAW está associada à presença de podossomos altamente ativos (Hind 

et al., 2014). Diferente do observado em macrófagos, células dendríticas podem formar 

podossomos alongados e direcionados, estabelecendo os chamados invadosomos ou 

podosomos protrusivos com áreas de formação de contatos focais (Linder et al., 2000; Gawden-

Bone et al., 2010; Luxenburg et al., 2007; Akisaka et al., 2008; Martin-Granados et al., 2015). 

Sabe-se ainda que células dendríticas maduras formam menos podossomos e mais conjunturas 

elongadas na periferia celular, ao passo que subtipos imaturos formam podossomos “dot-like”, 

demonstrando que características associadas a maturação de células dendríticas fazem parte do 

processo de adesão e migração dessas células (Burns et al, 2001). 
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Figura 8 - Podossomos em células mononucleares. Organização de podossomos em diferentes tipos celulares.  

Fonte: (Linder et al, 2014).  

 

1.4.5  Vias de sinalização na migração celular 

 

          Para que células hospedeiras como macrófagos, monócitos ou células dendríticas migrem 

frente a homoestase ou a processos inflamatórios, a ativação de vias de sinalizacão específicas 

é fundamental (Welf; Haugh, 2011). Além disso, para organizar a migração contínua das 

células, estas estabelecem padrões dianteiros e traseiros, onde diferentes vias de sinalização 

como PI3K, ROCK ou JAK/STAT podem ser ativadas, favorecendo a extensão e retração da 

membrana.  

 A proteína cinase fosfatidilinositol 3-cinase (PI3K) é um componente essencial na 

regulação de diversos processos celulares, como a sobrevivência, o crescimento e migração 

celular. Funcionalmente, estas proteínas estão envolvidas em uma variedade de processos 

celulares, incluindo regulação do citoesqueleto, tráfego de vesículas, sinalização de insulina e 

migração celular, através da produção de fosfatidilinositol 3-fosfato (PtdIns3P) (Sharif et al., 

2019). Elas são classificadas em três subgrupos distintos com base em sua especificidade de 

substrato e também na similaridade de sequência: classe I (A e B), classe II e classe III (Cain; 

Ridley, 2009). 
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        A atividade da classe I das PI3K está associada a uma dinâmica cortical da F-actina, 

processos quimiotáticos e fagocitose, ao passo que PI3Ks da Classe II abrangem diferentes 

funções como migração celular, transporte de glicose e sinalização de insulina além de fatores 

associados a endocitose e exocitose nas células (Falasca; Mafucci, 2012; Jean; Kiger, 2014). A 

fosfatidilinositol 3-cinnase, classe III ou PI3KC3, está associada à regulação da autofagia nas 

células, formação de vesículas autofágicas e nucleação do autofagossomo (Jean; Kiger, 2014). 

Adicionalmente, as PI3Ks de Classe II também têm sido implicadas em processos metabólicos, 

como a regulação do tráfego de vesículas em células secretoras de insulina, desempenhando 

um papel importante na secreção de insulina. Além disso, essas enzimas podem influenciar a 

regulação do tráfego de vesículas em outras células, afetando a distribuição de proteínas e 

lipídios na membrana celular (Yano et al., 2018).  

        A via de sinalização da fosfoinositídeo-3-cinase (PI3K) classe I emergiu como um 

regulador-chave da função dos macrófagos em resposta a estímulos metabólicos e, a ativação 

da via PI3K/Akt tem sido demonstrada como promotora da polarização do tipo M2 em 

macrófagos (Sharif et al., 2019). Estudo anterior demonstrou que a ativação da PI3K é essencial 

para a quimiotaxia de macrófagos em locais de inflamação, uma vez que a inibição da 

quimiotaxia de macrófagos foi completamente revertida pelo inibidor de PI3K (Yano et al., 

2018). Adicionalmente, trabalho recente mostrou que eventos intracelulares são gerados 

durante o processo de ativação da PI3K em macrófagos, incluindo a ativação de AKT, uma 

serina cinase importante para a dinâmica do citoesqueleto de actina em macrófagos no processo 

de formação de protrusões citoplasmáticas. Os autores mostraram que a F-actina se acumula 

durante as fases iniciais da internalização de partículas, mas durante a formação dos 

pseudópodos no processo migratório, é clivada na presença do inibidor de PI3K (Schlam et al., 

2015). 

        Uma outra importante via associada a processos de motilidade celular é a via JAK-STAT 

(Janus kinase-signal transducer and activator of transcription), que desempenha um papel 

fundamental na regulação de respostas imunológicas, inflamação, crescimento celular e 

diferenciação. Essa via é ativada por uma variedade de citocinas, envolvendo várias proteínas-

chave, incluindo Janus cinases (JAKs) e fatores de transcrição STAT (signal transducers and 

activators of transcription) (Harrisson, 2012). A migração celular envolve mudanças na 

morfologia e na dinâmica do citoesqueleto, como a reorganização da actina, que é crucial para 

a formação de protrusões celulares, como lamelipódios e filopódios. A via JAK-STAT pode 

influenciar a remodelagem do citoesqueleto, facilitando a formação dessas estruturas e, 

portanto, a migração das células. Adicionalmente, foi demonstrado que a expressão de genes 
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envolvidos na motilidade celular e reguladores do citoesqueleto são efetivamente regulados 

pela via JAK-STAT (Seif et al., 2017; Hu et al., 2021). Além disso, estudo recente demonstrou 

que IFN-g inibe diretamente a migração de monócitos, suprimindo a remodelação do 

citoesqueleto de actina e a polarização celular, sendo esta inibição dependente de STAT1 (Yang 

et al., 2008; Xin et al., 2020). 

        Outra via de sinalização associada a processos migratórios é a via ROCK (Rho-Associated 

Protein Kinase), uma cascata de sinalização intracelular que participa da regulação do 

citoesqueleto e da motilidade celular. Essa via é mediada por duas isoformas de cinases, 

ROCK1 e ROCK2, que são ativadas pela pequena proteína GTPase Rho (Guan et al., 2023). 

Essas cinases medeiam uma grande parte dos sinais, além de regular a dinâmica do 

citoesqueleto de actina e a contratilidade celular (Amano et al., 2010; Alblas et al., 2001). Como 

resultado, essa regulação afeta processos como a migração celular, adesão célula-célula e o 

comportamento invasivo de células cancerígenas (Narumiya et al., 2009). Recentemente, foi 

demonstrado que ROCK2 estimula a migração e adesão de monócitos em modelo murino, 

modulando a expressão de citocinas inflamatórias (Takeda et al., 2019). 

 

1.5 Migração de células hospedeiras na infecção por diferentes patógenos 

 

        A migração celular constitui um mecanismo importante para a manutenção de processos 

fisiológicos celulares, além de estar amplamente relacionada a processos inflamatórios e de 

respostas a diversas infecções (Frield; Weigeling, 2008). Células dendríticas ativadas, por 

exemplo, migram do sítio inflamatório para os linfonodos, onde orientam a apresentacão de 

antígenos e a proliferação de células T (Guak; Krawczyk, 2020). Diversos estudos tem 

mostrado que patógenos são capazes de modular a migração de células hospedeiras. 

Recentemente, foi demostrado que diferentes patógenos são capazes de modular não só o 

citoesqueleto, associado a motilidade e estrutura celular, como mecanismos associados a adesão 

de células hospedeiras, importantes no processo migratório (Murphy; Brinkworth, 2021). 

Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por Chlamydia trachomatis modula o 

recrutamento de actina dependente de RhoA e que Rickettsia rickettsii e Shigella flexneri 

modulam estruturalmente a vinculina, reduzindo a adesão das células (Dowd et al., 2020; Caven 

et al., 2020).  

        No modelo de infecções virais, foi demonstrado que células dendríticas infectadas por HIV 

apresentam a expressão e a distribuição espacial de vinculina alteradas (Quaranta et al., 2003). 

Trabalho anterior também demostrou que a infecçao de macrófagos por HIV-1 afeta tanto a 
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motilidade em ambiente 2D, quanto a migração mesenquimal em ambiente 3D dessas células 

(Verollet et al., 2015). Ainda em modelo viral, Nogalski e colaboradores demonstraram que 

monócitos deficiente para paxilina, apresentaram uma redução da interação e entrada do 

citomegalovírus (HCMV), evidenciando a importância dessa proteína no processo de captura 

viral e motilidade celular (Nogalski et al., 2011). 

        Com relação às infecções parasitárias, em modelo de infecção de células HeLa por 

Trypanosoma cruzi, foi observado que células deficientes para FAK eram mais susceptíveis à 

infecção pelo parasito quando comparadas com as células selvagens, evidenciando que o 

rearranjo da adesão focal é importante para processos invasivos de T. cruzi (Onofre et al., 2019). 

Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por Toxoplasma gondii leva ao aumento da 

migração de células dendríticas (Lambert et al., 2006). Estudo recente mostrou ainda que, 

durante a infecção por T. gondii, macrófagos expressam CCR7 em ensaio de quimiotaxia in 

vitro, e em estudo in vivo, macrófagos de medula óssea infectados tiveram sua migração 

aumentada quando comparados com macrófagos não-infectados (Hoeve et al., 2022). 

Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por T.cruzi reduz os níveis e rompe a 

distribuição de vinculina em costâmeros celulares, além da infecção por este parasito alterar a 

distribuição espacial de talina e paxilina e induzir a expressão de FAK, levando à um distúrbio 

na mecanotransdução durante a cardiomiopatia chagásica (Melo et al., 2014; Melo et al., 2019). 

 

1.6  Migração de células hospedeiras na infecção por leishmania 

  

         Uma resposta imune eficaz depende da capacidade dos leucócitos em migrar através da 

vasculatura e tecidos para locais de infecção e inflamação. Assim como outros patógenos, uma 

vez internalizados, parasitos de Leishmania podem modular migração de células hospedeiras.  

        Na patogênese da leishmaniose, os monócitos se desenvolvem na medula óssea e migram 

para os tecidos periféricos em resposta a sinais quimiotáticos ou danos causados por infecção e 

inflamação (Martinez; Helming; Gordon, 2009). Estudo publicado anteriormente demonstrou 

que a infecção por L. amazonensis reduziu a área de espalhamento de células de linhagem 

monocítica, sugerindo uma modulação da adesão destas células (Figueira et al., 2015). Em 

contrapartida, foi demonstrado que monócitos intermediários expressavam CCR2 com níveis 

aumentados de proteína CCL2 em lesões de pacientes infectados por L. braziliensis, sugerindo 

ainda que essas células têm maior probabilidade do que monócitos não clássicos de migrarem 

para o local da lesão e que a frequência dos monócitos intermediários aumenta logo após a 

infecção (Passos et al, 2015). 
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 Apesar de ser a principal célula hospedeira da Leishmania, pouco se conhece sobre a 

adesão e migração de macrófagos na infecção por este parasito. Dados da literatura descrevem 

que a infecção por L. major reduz a migração de macrófagos em ensaio in vivo (Moll et al., 

1993). Adicionalmente, estudo anterior relatou a redução da migração de macrófagos após a 

infecção por L. mexicana (Bray et al., 1983). Foi demonstrado ainda que a infecção por L. 

amazonensis reduz a adesão de macrófagos peritoneais de camundongos ao tecido conjuntivo, 

reduzindo a adesão à fibronectina, colágeno e laminina (Pinheiro et al., 2006). Em trabalho 

mais recente, foi demonstrado que a infecção por L. amazonensis reduz a migração de 

macrófagos murinos em ambiente bidimensional. Os autores mostraram ainda que essa redução 

está associada a uma modulação da dinâmica de actina nas células e a uma redução da formação 

de complexos de adesão nessas células (Menezes et al., 2017). Entretanto, em estudo realizado 

por Rocha et al. (2020), foi demonstrado uma redução da migração de macrófagos murinos 

após a infecção por L. major, mas um aumento nas células infectadas por L. infantum.  

        As células dendríticas, células apresentadoras profissionais de antígeno, também são 

descritas por terem sua migração moduladas por Leishmania. Estudos prévios demonstraram 

que as células de Langerhans (MHC II+, CD11c, CD205+) fagocitam L. major in vivo e migram 

para os linfonodos drenantes (dLNs) (Moll et al., 1993; Ritter et al., 2004). Por outro lado, 

estudo adicional em modelo murino de LC evidenciou que há uma redução na população 

migratória de células dendríticas infectadas quando comparadas com células não infectadas, 

indicando que o parasito pode alterar o padrão migratório dessas células in vivo (Hermida et 

al., 2014). Ainda hoje, pouco se conhece sobre o processo de migração de células hospedeiras 

na infecção por Leishmania e o papel destas células no estabelecimento ou disseminação do 

parasito. 
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2 JUSTIFICATIVA  

 

        A leishmaniose é uma doença endêmica em 90 países entre os trópicos e subtrópicos, e 

estima-se a incidência de 1.2 milhões de novos casos anualmente (CDC, 2020). A presença da 

leishmaniose está diretamente ligada a fatores sociais e econômicos, ambientais, climáticos e 

nutrição precária, onde juntos, influenciam diretamente na epidemiologia da doença (WHO, 

2023).   

        Leishmania spp. infectam diversos hospedeiros vertebrados, incluindo o homem (Banuls 

et al., 2007). As doenças causadas por este protozoário, as leishmanioses, podem apresentar 

diferentes tipos de manifestações clínicas, desde lesões localizadas na pele que cicatrizam 

espontaneamente, lesões de pele que se espalham de forma disseminada, a forma mucocutânea 

da doença, além da leishmaniose visceral, forma mais grave que podem levar à morte se não 

tratada (Ashford, 2000; Desjeux, 2004). Nesse cenário de diferentes manifestações clínicas da 

doença, ainda não se conhece como o parasito dissemina no hospedeiro vertebrado e o papel de 

diferentes células hospedeiras nesse processo. 

        Sabe-se que patógenos são capazes de modular a migração de células hospedeiras. Com 

relação à leishmaniose, foi mostrado que a infecção por L. mexicana reduz a migração de 

macrófagos (Bray et al., 1983). Adicionalmente, trabalhos mais recentes demonstraram que a 

infecção por L. amazonensis reduz adesão e migração de macrófagos (Carvalhal et al., 2004; 

Pinheiro et al., 2006; De Menezes et al., 2017). Entretanto, em trabalho recente, Rocha et al.  

(2020) mostraram que há uma modulação diferente na migração de macrófagos após a infecção 

por diferentes espécies de Leishmania. No entanto, pouco se sabe sobre o papel de diferentes 

células hospedeiras na disseminação do parasito no hospedeiro vertebrado e seus mecanismos 

moleculares envolvidos. Adicionalmente, com relação à migração de células dendríticas, 

trabalhos publicados demonstraram que a infecção por Leishmania amazonensis leva à redução 

da migração por essas células (Hermida et al, 2014). Outros trabalhos, no entanto, avaliaram o 

perfil migratório de células dendríticas após infecção por Leishmania major em modelo murino 

e demonstraram um aumento da capacidade motora destas células. Esses dados evidenciam a 

necessidade de estudos mais aprofundados acerca da migração de células hospedeira, do 

processo de disseminação do parasito e sua relação com as diferentes espécies de Leishmania. 

        Na leishmaniose, a relação entre disseminação do parasito e a gravidade da doença é 

particularmente estreita. Neste trabalho, buscamos elucidar o papel de células hospedeiras na 

disseminação de Leishmania sp. no hospedeiro vertebrado. Nossa hipótese é que a infecção por 

Leishmania induz a migração de células dendríticas, mas não de monócitos e macrófagos. 
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Estudos para melhor entender o processo de migração de células hospedeiras infectadas e sua 

relação com a disseminação da doença são fundamentais para a concepção de novas estratégias 

para terapêutica e prevenção do desenvolvimento de formas graves e desfigurantes da 

leishmaniose. 
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3 CAPÍTULO 1 

 

3.1 Hipótese 

 

 A infecção por Leishmania induz a migração de células dendríticas humanas. 

 

 3.2 Objetivos 

 

3.2.1 Objetivo geral 

 

Avaliar a migração de células dendríticas humanas infectadas por Leishmania e os 

mecanismos envolvidos neste processo. 

 

3.2.2  Objetivos específicos 

 

• Avaliar a migração de células dendríticas infectados por L. amazonensis, L. braziliensis 

ou L. infantum em ambiente bidimensional; 

• Investigar a formação complexos de adesão em células dendríticas, por L. amazonensis, 

L. braziliensis ou L. infantum em ambiente bidimensional; 

• Determinar a atividade de moléculas sinalizadoras e a polimerização dos filamentos de 

actina durante o processo de migração de células dendríticas, humanos infectados por 

L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum em ambiente bidimensional; 

• Avaliar a expressão de CCR7 em células dendríticas humanas infectadas por diferentes 

espécies de Leishmania. 
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4 MANUSCRITO 1 

 

Leishmania-induced dendritic cell migration and its potential contribution to parasite 

dissemination 

 

O presente trabalho publicado avaliou a migração de células dendríticas humanas infectadas 

por diferentes espécies de Leishmania. 

 

Abstract: Leishmania, an intracellular parasite species, causes lesions on the skin and in the 

mucosa and internal organs. The dissemination of infected host cells containing Leishmania is 

crucial to parasite survival and the establishment of infection. Migratory phenomena and the 

mechanisms underlying the dissemination of Leishmania-infected human dendritic cells 

(hDCs) remain poorly understood. The present study aimed to investigate differences among 

factors involved in hDC migration by comparing infection with visceral leishmaniasis (VL) 

induced by Leishmania infantum with diverse clinical forms of tegumentary leishmaniasis (TL) 

induced by Leishmania braziliensis or Leishmania amazonensis. Following the infection of 

hDCs by isolates obtained from patients with different clinical forms of Leishmania, the 

formation of adhesion complexes, actin polymerization, and CCR7 expression were evaluated. 

We observed increased hDC migration following infection with isolates of L. infantum (VL), 

as well as disseminated (DL) and diffuse (DCL) forms of cutaneous leishmaniasis (CL) caused 

by L. braziliensis and L. amazonensis, respectively. Increased expression of proteins involved 

in adhesion complex formation and actin polymerization, as well as higher CCR7 expression, 

were seen in hDCs infected with L. infantum, DL and DCL isolates. Together, our results 

suggest that hDCs play an important role in the dissemination of Leishmania parasites in the 

vertebrate host. 

 

Keywords: Dendritic cell; migration; Leishmania sp.; dissemination 

 

 

Trabalho publicado na revista Microorganisms, 2021. 
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5 CAPÍTULO 2 

 

5.1 Hipótese 

 

A infecção por Leishmania induz a migração de células dendríticas, mas não de 

monócitos e macrófagos. 

 

5.2 Objetivos 

 

5.2.1 Objetivo geral 

 

Avaliar a migração de macrófagos, monócitos e células dendríticas humanas infectadas 

por Leishmania e os mecanismos envolvidos neste processo. 

 

5.2.2 Objetivos específicos 

 

• Avaliar a migração de macrófagos, monócitos e células dendríticas infectados por L. 

amazonensis, L. braziliensis, ou L. infantum em ambiente bidimensional; 

• Investigar a formação complexos de adesão em macrófagos, monócitos e células 

dendríticas infectadas por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum, em ambiente 

bidimensional; 

• Determinar a atividade de moléculas sinalizadoras e a polimerização dos filamentos de 

actina durante o processo de migração de macrófagos, monócitos, células dendríticas 

humanas infectados por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum, em ambiente 

bidimensional; 

• Avaliar o papel de podossomos durante o processo de migração de macrófagos, 

monócitos, células dendríticas humanas infectados por L. amazonensis, L. braziliensis 

ou L. infantum, em ambiente bidimensional; 

• Avaliar o papel de vias de sinalização na migração de macrófagos, monócitos e células 

dendríticas infectadas por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum em ambiente 

bidimensional. 
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6 MANUSCRITO 2 

 

Leishmania orchestrates 2D host cell migration by different cellular mechanisms. 

 

Resumo: Leishmania spp. infectam diversos hospedeiros vertebrados, incluindo o homem. As 

doenças causadas por este protozoário, as leishmanioses, podem apresentar diferentes tipos de 

manifestações clínicas, desde lesões localizadas na pele que cicatrizam espontaneamente, 

lesões de pele, que se espalham de forma disseminada, a forma mucocutânea da doença, além 

da leishmaniose visceral, forma mais grave que podem levar à morte se não tratada. O presente 

estudo tem como objetivo investigar a migração de células hospedeiras como macrófagos, 

monócitos e células dendríticas em modelo humano. Para isso, células hospedeiras foram 

infectadas por diferentes espécies do parasito e submetidas a análise de migração direcional e 

em tempo real, análise da formação de complexos de adesão e podossomos, dinâmica de actina, 

bem como os mecanismos associados à via de sinalização importante para migração celular. 

Foi mostrado que a infecção por Leishmania modula diferentemente a migração de células 

hospedeiras, levando à um aumento na migração de células dendríticas infectadas por L. 

infantum, ao passo que foi observado uma redução na motilidade de macrófagos e monócitos 

humanos infectados por todas as espécies do parasito estudadas. Adicionalmente, foi mostrado 

que este processo está associado à modulação da formação de complexo de adesão dinâmica de 

actina e formação de podossomos, bem como a expressão de Akt/PI3K. Nossos resultados 

mostram que Leishmania modula diferentemente a migração de células hospedeiras, sugerindo 

um diferente papel dessas células na disseminação do parasito e controle da infecção. 

 

Palavras-chave: Migração celular. célula hospedeira. Leishmania. 

 

Manuscrito em construção 

 

 

 INTRODUÇÃO 

 

        Leishmania sp são parasitos protozoários intracelulares que causam a leishmaniose. A 

doença afeta cerca de 12 milhões de pessoas em 98 países, com aproximadamente 350 milhões 

de pessoas em risco (WHO, 2023). A leishmaniose pode apresentar diferentes manifestações 

clínicas a depender da espécie do parasito e do sistema imune do hospedeiro, podendo ser 

dividida em leishmaniose cutânea (LC) ou leishmaniose visceral (LV). A LC é caracterizada 

por lesões de pele em forma de úlceras e é subclassificada em leishmaniose cutânea localizada 

(LCL), com presença de uma ou mais lesões ulcerada com tendência à cicatrização espontânea; 

leishmaniose mucocutânea (LMC), que atinge mucosas; leishmaniose cutânea difusa (LCD), 

ocasionando inúmeras lesões nodulares anérgicas não-ulceradas ou leishmaniose disseminada 

(LD), caracterizada pela presença de nódulos espalhados pelo corpo, que podem ser em menor 

ou maior quantidade, abrangendo de 10 a mais de 100 lesões espalhadas. A LV, forma mais 
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grave da doença, atinge por sua vez órgãos internos como baço, medula óssea e fígado, podendo 

levar ao óbito se não tratada (Torres-guerrero et al., 2017). 

        A infecção por Leishmania se inicia durante o repasto sanguíneo de flebotomíneos no 

hospedeiro. Formas promastigotas metacíclicas são internalizadas por células hospedeiras 

como neutrófilos, macrófagos, monócitos ou células dendríticas, iniciando o processo de 

replicação no interior de compartimentos fagolisossomais ou vacúolos parasitóforos. Uma vez 

dentro de células hospedeiras, os parasitos internalizados podem permanecer no local da 

infecção ou migrar para outros tecidos. Estudo prévio em modelo murino demonstrou que 

células de Langerhans infectadas por L. major apresentaram uma redução da migração para 

linfonodos (Moll et al., 1993). Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por L. 

amazonensis ou L. major reduzem a adesão e migração de macrófagos e monócitos. 

Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por L. donovani aumenta a taxa de células 

dendríticas presentes em linfonodos (Steigerwald; Moll, 2005; Carvalhal et al., 2004; Pinheiro 

et al., 2006; Menezes et al., 2017; Ato et al., 2002).  

        Apesar de se conhecer diferentes mecanismos que levam a sobrevivência do parasito, 

pouco se conhece sobre o processo de estabelecimento de lesões ou disseminação de 

Leishmania no hospedeiro vertebrado. De forma geral, para que a célula migre de forma eficaz, 

vias de transdução de sinal são ativadas em cascatas. A migração celular e seus mecanismos 

são oriundos de diferentes vias de sinalização, como PI3K/AKT, JAK/STAT e ROCK e 

proteínas oriundas dessas vias têm sido relacionadas ao remodelamento do citoesqueleto (Cain 

and Ridley, 2009; Deng et al., 2022; Hu et al., 2023; Guan et al., 2023). A capacidade de 

migração de células hospedeiras está associada ainda à mecanismos de adesão celular, que 

desempenham funções primordiais na migração, como a conexão do substrato ao citoesqueleto 

celular e o controle do processo de deslocamento (Veillat et al., 2015; Eddy et al., 2017). 

Durante a adesão celular, as adesões focais são formadas por um ponto de integrina ancorada à 

membrana, contendo entre outras proteínas, paxilina e a cinase de adesão focal (FAK), além de 

uma região intermediária de transdução de força contendo talina e vinculina, associada à um 

feixe de actina que culmina na formação de podossomos (Case et al., 2015; Liu et al., 2015; 

Zaildel-Bar et al., 2010). Uma vez aderidas, o complexo de adesão celular é ancorado ao 

citoesqueleto de actina, que participa da estrutura da célula e sua dinâmica é regulada por 

pequenas GTPases como RhoA, Rac1 e Cdc42. Juntas, essas proteínas desempenham papéis 

essenciais na coordenação dos movimentos da célula (Jacquemet et al., 2013; Bass et al., 2007).  

      Neste estudo investigamos os mecanismos envolvidos na migração de células hospedeiras 

infectadas por diferentes espécies de Leishmania, em ambiente bidimensional. Nossos 
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resultados indicam que células dendríticas migram mais que macrófagos e monócitos humanos 

e este processo está associado a fatores de adesão, dinâmica de actina e sinalização celular via 

AKT/PI3K. 

 

MATERIAIS E MÉTODOS 

 

Comitê de ética 

 

        O projeto está de acordo com os princípios de ética na pesquisa adotado pela Resolução 

CNS 466/12 II.4 e foi aprovado pela Comissão de Ética em Pesquisas (CEP) do IGM, conforme 

parecer de número 129311/2021. 

 

Cultivo de células hospedeiras 

 

        Células dendríticas, macrófagos e monócitos humanos foram obtidos a partir de amostras 

de sangue de doadores saudáveis, por separação em Ficoll-Hypaque. A partir das células 

monucleares do sangue periférico, a separação de células dendríticas foi realizada utilizando 

coluna magnética para isolamento de células CD14+, que então, foram ressuspendidas e 

plaqueadas em meio RPMI com GM-CSF (Peprotech) [50ng/ml] + IL4 [100UI/ml] por 7 dias. 

Os monócitos foram obtidos por adesão, e os macrófagos diferenciados a partir dos monócitos 

em meio RPMI por 7 dias.  

 

Cultivo de parasitos 

 

        Parasitos de L. amazonensis (MHOM/BR88/Ba-125), L. braziliensis 

(MHOM/BR/01/BA788) e L. infantum (MCAN/BR/89/BA262) foram mantidos em meio ágar-

sangue NNN em estufa B.O.D. a 24°C. Após a cultura atingir a fase estacionária de 

crescimento, os parasitos foram utilizados para realização dos experimentos até a 7ª passagem 

em meio Schneider completo. 

 

Determinação da taxa de infecção 

 

        Para realização da determinação da taxa de infecção e carga parasitária, macrófagos e 

monócitos foram obtidos e plaqueados em quadruplicata em placas de 24 poços, na 

concentração de 2x105/poço, e infectados por L. amazonensis na proporção de 10:1 por 6 horas 

e L. braziliensis ou L. infantum na proporção de 20:1 por 24 horas. Células dendríticas foram 

infectadas por L. amazonensis (10:1), L. braziliensis ou L. infantum na proporção de 20:1 por 

4 horas.  Em seguida, as células foram lavadas e posteriormente, fixadas com PFA 4% nos 
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tempos de 0, 6, 24 e 48h, seguidamente coradas com DAPI (Invitrogen) para marcação nuclear 

das células e dos parasitos. Um total de 400 células foram contadas por grupo de forma 

randomizada por microscopia de fluorescência convencional (Microscópio Olympus). 

 

Avaliação da migração de células hospedeiras infectadas por Leishmania 

 

        Inicialmente, avaliamos a migração de macrófagos, monócitos e células dendríticas de 

isolados de sangue periférico de doadores saudáveis. Para avaliar a migração destas células, 

utilizamos duas metodologias: (1) Migração direcional induzida por quimioatrator em boyden 

chamber e videomicroscopia; (2) Migração randômica, através da análise da trajetória de 

migração destas células, como publicado anteriormente (Menezes et al., 2017). A avaliação da 

migração direcional de células dendríticas e macrófagos infectados ou não por diferentes 

espécies de Leishmania foi avaliada na presença de um quimioatrator (CCL3 para células 

dendríticas e MCP-1 para macrófagos e monócitos), utilizando câmaras Transwell. Nos ensaios 

de migração direcional, células dendríticas, macrófagos e monócitos humanos foram 

plaqueados na concentração de 2x105 células por poço e infectados por L. amazonensis, L. 

braziliensis e L. infantum e fixadas com paraformoldeído a 4%, em diferentes tempos após a 

infecção (6, 24 e 48h). A parte superior da membrana foi raspada com swab, a fim de remover 

as células que não migraram e, em seguida, as membranas foram removidas do inserto com 

auxílio de um bisturi. A análise da migração das células foi realizada pela contagem do núcleo 

de células, corados por DAPI, que atravessaram a membrana do inserto da transwell, com 

auxílio de microscopia de fluorescência convencional. Para a análise da migração randômica, 

as células foram plaqueadas na concentração de 2x105 células por poço, em câmaras mattek, 

infectadas, lavadas e posteriormente submetidas a análise de migração em tempo real, 24h após 

a infecção. Para isso, utilizamos o sistema timelapse, obtendo uma foto a cada minuto, por um 

período de 1h, na presença de CO2. A trajetória de migração foi analisa por software Volocity 

CellTracker e imageJ. 

 

Avaliação da formação de complexos de adesão e dinâmica de actina em células 

hospedeiras infectadas por Leishmania por imunofluorescência 

 

        Células infectadas ou não por diferentes espécies de Leishmania foram lavadas com PBS 

1x, fixadas com PFA 4% por 15 minutos e, posteriormente, incubadas com NH4CL2 [15 mM] 

por 20 minutos, lavadas 3 vezes com PBS 1x, incubadas com solução de bloqueio (3% bovine 
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serum albumin [BSA] em PBS 1x por 1 hora, lavadas 3 vezes com PBS 1x, permeabilizada 

com PBS-Saponina 0.15% (Sigma) por 15 min e incubadas com anti-p-paxilina 1:100 ou anti-

p-FAK 1:500 (pY118)) (Invitrogen) para análise do complexo de adesão. Para análise da 

dinâmica de actina, as células foram incubadas com anti-Rac-1, anti-RhoA, anti-Cdc42 e 

faloidina (Invitrogen) por 1 hora. Posteriormente, as células foram lavadas 3x com PBS 1x, 

incubadas com anti-rabbit Alexa Fluor 552/488 ou anti-mouse Alexa Fluor 552 (Molecular 

Probes) por 45 minutos, lavadas com PBS 1x e incubadas com DAPI Prolong Gold Antifade 

(Invitrogen) [10 mg/mL] para marcação nuclear. As imagens foram adquiridas com auxílio de 

microscópio confocal (Leica SP8) e a intensidade de fluorescência das imagens foi quantificada 

por software FIJI.  

 

Avaliação da formação de podossomos em células hospedeiras infectadas por Leishmania 

por imunofluorescência 

 

        Macrófagos, monócitos e células dendríticas foram plaqueados em placas de 24 poços 

2x105 em lamínulas cobertas com fibronectina [100ng/mL], infectadas como descrito 

anteriormente, e em seguida fixadas por 15 min com PFA 4%. Em seguida, lavadas 3x com 

TBS 1%, permeabilizadas com Triton-X 0,1% por 15 min, incubadas com BSA 2% diluído em 

TBS 1% por 1 hora, a 4°C. Posteriormente, as células foram lavadas 3x com TBS 1% e 

incubadas com anti-vinculina [1:1000] em BSA 0,1% overnight a 4°C (Millipore MAB3574). 

As lamínulas foram então lavadas 3x com TBS 1%, incubadas com DAPI [1:2500] a 37°C, 

lavadas 3x com TBS 1% e montadas com DAKO. A análise da formação de podossomos foi 

realizada com auxílio do Leica laser 5 scanning confocal microscope e Spinning disk confocal 

waveFx da Universidade de Toronto, o número e a circularidade de podossomos foram 

quantificados pelo Focal adhesion server (North Carolina University, USA) e image J. 

 

Análise da expressão de proteínas associadas a vias de sinalização em migração celular 

(AKT/PI3K) 

 

        Para análise da expressão de AKT e PI3K por western blot, macrófagos, monócitos ou 

células dendríticas [1x106], infectados ou não por diferentes espécies de Leishmania foram 

lavados 2x com PBS 1x, lisados em 50 uL de tampão RIPA (50 mM Tris-HCl, pH 8.0, 150 mM 

NaCl, 1% Nonidet P-40, 0,50% de desoxicolato de sódio, 0,10% de SDS com inibidores de 

protease, centrifugados 1500 RPM 4°C. Os lisados foram então submetidos a quantificação de 
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proteína (método BSA Pierce) e 100 mg de proteína por amostra foram adicionados ao tampão 

de amostra SDS, a temperatura ambiente por 30 minutos, separados por SDS-PAGE e 

transferidos para uma membrana de PVDF. As membranas foram incubadas overnight com 

anti-PI3K [1:1000] ou anti-pAKT [1:2000] em tampão de bloqueio (BSA 3% leite, 0,1% 

tween), lavadas 3x com TBS e em seguida incubadas com anticorpo secundário anti-rabbit 

[1:1000] (Invitrogen) acoplados a HRP. Por fim, as membranas foram reveladas utilizando o 

ImageQuant LAS 4000 e a quantificação digital da expressão de proteínas foi realizada pelo 

software ImageJ.  

 

Avaliação do papel de PI3K na migração de células hospedeiras infectadas por 

Leishmania                                                                                                                  

 

       Células hospedeiras foram plaqueadas [2x105] e infectadas como descrito anteriormente, e 

em seguida, tratadas com inibidor de PI3K AS60925 [100 nM] por 24h. As células foram então 

lavadas 3x com PBS 1x, e reincubadas por adicionais 24h em RPMI completo contendo 10% 

SBF. Posteriormente, foram submetidas a ensaios de migração direcional em sistema transwell, 

como previamente descrito, 24h após o tratamento. As células que migraram foram contadas 

randomicamente por microscopia de fluorescência convencional (Olympus) em um total de 10 

campos por inserto. 

 

Análise estatística 

 

        O programa GraphPad Prism 8.0 foi utilizado para a realização das análises estatísticas. 

Os dados foram submetidos ao teste de normalidade, Kolmogorov-Smirnov, Shapiro-Wilk e 

D’Agostino e Person, para determinação do uso de testes paramétricos ou não paramétricos. Os 

resultados foram considerados estatisticamente significantes quando o valor de p < 0,05. 

 

RESULTADOS 

 

 

Determinação da taxa de infecção em células hospedeiras 

 

        A análise da cinética de infecção feita para as três células hospedeiras nas infecções por 

diferentes parasitos de Leishmania mostrou que tanto o percentual de células e o número de 

parasitos por célula foi semelhante entre os grupos, seguindo a proporção de 10:1 para L. 

amazonensis e  L. braziliensis ou 20:1 L. infantum para células dendríticas por um período de 
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4h. Para macrófagos ou monócitos, utilizamos a proporção 10:1 para L.amazonensis por 6h , 

10:1 para L.braziliensis e 20:1 para L. infantum por 24h. Após a infecção, as células foram 

então lavadas e reincubadas por adicionais 6, 24 ou 48h e fixadas nos tempos determinados 

previamente (Figura 1). 

 

 

 

Figura 1. Avaliação da taxa de infecção de células hospedeiras infectadas por Leishmania. 

Macrófagos, monócitos [2x105/poço] foram infectados por L. amazonensis 10:1 por 6 horas, 

por L. braziliensis 10:1 por 24h ou L. infantum na proporção de 20:1 por 24 horas. Células 

dendríticas [2x105/poço] foram infectadas por L. amazonensis ou L.braziliensis na proporção 

de 10:1 ou L. infantum na proporção de 20:1 por 4 horas. Um total de 400 células foram 

avaliadas randomicamente por microscopia de fluorescência. (A) Percentual de infecção (B) 

Carga parasitária.* p<0,05 (Anova). Resultado representativo de 3 experimentos. 

 

Avaliação da migração de células hospedeiras infectadas por Leishmania 

 

        Para avaliar a migração de células hospedeiras infectadas ou não por Leishmania, foram 

realizados ensaios de migração direcional na presença do quimioatrator específico (MCP-1) 

para macrófagos e monócitos ou (CCL3) para células dendríticas, utilizando câmaras 

Transwell, 6, 24 ou 48h após a infecção. Adicionalmente, realizamos ensaios de 

videomicroscopia em tempo real utilizando microscopia acoplada a câmaras de CO2. Os 

resultados demonstraram que, para macrófagos e monócitos, 24 ou 48 horas após a infecção, 



65 

 

há uma redução na taxa de migração nos grupos infectados quando comparados com o grupo 

controle. No entanto, observamos um aumento transitório na migração de células dendríticas 

infectadas por L. amazonensis 6h após a infecção e uma redução significativa no grupo 

infectado com L. braziliensis nos tempos avaliados. Nos tempos de 24 e 48 horas após a 

infecção, observamos uma redução da migração de células dendríticas infectadas por L. 

braziliensis. Para todos os tempos, no entanto, observamos uma indução na migração destas 

células na infecção por L. infantum. Observamos ainda uma redução na trajetória percorrida 

por macrófagos e monócitos humanos infectados por L. braziliensis e um aumento em células 

dendríticas infectadas por L. infantum. Adicionalmente, não foi observada alteração entre a taxa 

de migração dos grupos não infectados e expostos à fagocitose por zymosan (Figura 2 A-F).  
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Figura 2. Avaliação da migração de células hospedeiras na infecção por Leishmania. 

Células hospedeiras humanas foram infectadas por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. 

infantum e outro grupo foi exposto a fagocitose por partículas de zymosan FITC (Zy). 6, 24 ou 

48h após a infecção, as células foram submetidas a migração na presença de MCP-1 ou CCL3, 

em sistema Transwell. Os insertos foram lavados e fixados, retirados e corados com DAPI para 

marcação nuclear. As células migrantes foram contadas (10 campos) aleatoriamente por 

microscopia de fluorescência. (A) Número de macrófagos migrantes 6, 24 ou 48h após infecção 

ou exposição ao zymosan (B) Trajetória percorrida pelos macrófagos (C) Número de monócitos 

migrantes 6, 24 ou 48h após infecção ou exposição ao zymosan (D) Trajetória percorrida pelos 

monócitos (E) Número de células dendríticas migrantes 6, 24 ou 48h após infecção ou 

exposição ao zymosan (F) Trajetória percorrida pelas células dendríticas. ** p<0,05; ***, **** 

p<0.001 (Anova). Resultado representativo de 3 experimentos. 

 

Avaliação da formação de complexos de adesão em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania  

                                                                                          

        A migração de células pode ser dividida em diferentes etapas: protrusão da parte anterior 

da célula, adesão da área de protrusão ao substrato e contração da actina citoplasmática na parte 

traseira da célula (Allen et al, 1998). Para investigar os mecanismos envolvidos na modulação 

da migração induzida por Leishmania, avaliamos a formação de complexos de adesão a partir 

da marcação de proteínas como FAK e Paxilina fosforiladas. Nossos resultados mostram que a 

infecção por Leishmania reduz a expressão de FAK e Paxilina fosforiladas em macrófagos e 

monócitos humanos em ambiente bidimensional (Figura 3A-D). Em contraste, observamos um 

aumento na expressão destas proteínas em células dendríticas infectadas por L. infantum, mas 

não naquelas infectadas por L. amazonensis ou L. braziliensis (Figura 3E-F). 
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Figura 3. Avaliação da formação de complexos de adesão em células hospedeiras 

infectadas por Leishmania. Células hospedeiras infectadas ou não por L. amazonensis, L. 

braziliensis ou L. infantum foram marcadas com anticorpo anti-FAK e anti-paxilina 

fosforiladas. (A) Expressão da intensidade de fluorescência para p-FAK ou p-paxilina em 

macrófagos humanos. (B) Quantificação da intensidade de fluorescência em macrófagos 

humanos (C) Expressão da intensidade de fluorescência para p-FAK ou p-paxilina em 

monócitos humanos (D) Quantificação da intensidade de fluorescência em monócitos humanos 

(E) Expressão da intensidade de fluorescência para p-FAK ou p-paxilina em células dendríticas 

humanas (F) Quantificação da intensidade de fluorescência em células dendríticas humanas. A 

fluorescência foi quantificada utilizando o software FIJI. Vermelho, anti-FAK ou paxilina 

fosforilada; azul, DAPI. **** p<0,001 (Anova). Resultado representativo de 3 experimentos. 
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Avaliação da dinâmica de actina em células hospedeiras infectadas por Leishmania 

        Com o objetivo de investigar a organização dos filamentos de actina, realizamos marcação 

de F-actina utilizando faloidina. Mostramos que não há uma diferença na análise da actina 

filamentosa quando quantificamos a intensidade de fluorescência entre os grupos, para todas as 

células analisadas. A fim de melhor compreender o processo da polimerização da actina 

citoplasmática em células infectadas por Leishmania, e visto que o processo de polimerização 

de actina é altamente dinâmico, partimos para avaliar a expressão de proteínas da família Rho 

GTPases, fundamentais na regulação da polimerização do citoesqueleto de actina.  Mostramos 

que há uma redução significativa na expressão de Rac1, RhoA e Cdc42 em macrófagos ou 

monócitos infectados por todas as espécies de Leishmania estudadas, quando comparados com 

os grupos controle não infectados. Adicionalmente, em células dendríticas, somente a infecção 

por L. infantum induziu a expressão dessas proteínas associadas a modulação de actina, ao passo 

que células infectadas por L.amazonensis ou L. braziliensis mostram uma redução na expressão 

das mesmas (Figura 4A-F). 
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Figura 4.  Avaliação da dinâmica de actina em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania. Células hospedeiras infectadas ou não por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. 

infantum foram marcadas com anticorpo anti-Rac1, anti-RhoA e anti-Cdc42 ou faloidina. (A) 

Expressão da intensidade de fluorescência de F-actina, Rac1, RhoA e Cdc42 em macrófagos 

(B) Quantificação da intensidade de fluorescência em macrófagos (C) Expressão da intensidade 

de fluorescência de F-actina, Rac1, RhoA e Cdc42 em monócitos (D) Quantificação da 

intensidade de fluorescência em monócitos (E) Expressão da intensidade de fluorescência de 

F-actina, Rac1, RhoA e Cdc42 em células dendríticas (F) Quantificação da intensidade de 

fluorescência em células dendríticas. A intensidade de fluorescência das marcações foi 

quantificada utilizando o software FIJI. Vermelho, anti-Rac1, anti-RhoA ou anti-Cdc42; verde, 

faloidina; azul, DAPI, núcleo da célula. **** p<0,001 (Anova; Kruskal-wallis). Resultado 

representativo de 3 experimentos. 

 

Avaliação da formação de podossomos em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania 

 

        Com o objetivo de investigar a formação de podossomos em células hospedeiras infectadas 

por Leishmania, analisamos o número de podossomos nestas células por marcação de vinculina. 

Avaliamos ainda a circularidade ou linearidades das regiões marcadas por vinculina em células 

aderidas. Nossos dados mostram que, em macrófagos, a infecção por todas as espécies de 

Leishmania estudadas reduz o número de podossomos circulares em conformação inativa e 

ativa (Figura 5A-B). Entretanto, não foi observado diferença significativa na formação de 

podossomos circulares ou lineares em monócitos na infecção por L. amazonensis e L. infantum, 

ao passo que em L. braziliensis observamos uma redução na linearidade (Figura 5C-D). 

Adicionalmente, foi observada uma indução na formação destas conformações protrusivas nas 

bordas celulares, com diminuição de circularidade em células dendríticas infectadas por L. 

infantum, mas não por L. amazonensis ou L. braziliensis (Figura 5E-F). 
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Figura 5. Avaliação da formação de podossomos em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania. Células hospedeiras [2x105] infectadas ou não, plaqueadas em lamínulas cobertas 

com fibronectina [100ng/mL] foram fixadas com PFA 4% e imunomarcadas com anti-

vinculina. Os efeitos da infecção por diferentes parasitos em diferentes células na formação de 

podossomos foram avaliados por microscopia de fluorescência. (A) Podossomos em 

macrófagos humanos infectados ou não por Leishmania (B) Número e circularidade dos 

podossomos em macrófagos humanos infectados ou não por Leishmania (C) Podossomos em 

monócitos humanos infectados ou não por Leishmania (D) Número e circularidade dos 

podossomos em monócitos  humanos infectados ou não por Leishmania (E) Podossomos em 

células dendríticas humanas infectadas ou não por Leishmania (F) Número e circularidade dos 

podossomos em células dendríticas humanas infectadas por Leishmania. As células foram 

analisadas utilizando os microscópios Leica laser 5 scanning confocal microscope e Spinning 

disk confocal waveFx da Universidade de Toronto e o número, área total e a circularidade de 

podossomos foram quantificados pelo Focal adhesion server (North Carolina University, USA) 

e image J. p*** < 0.001 (Kruskal-Wallis). Resultado representativo de 1 experimento. 

 

Avaliação da expressão de AKT/PI3K em células hospedeiras infectadas por Leishmania 

 

        A fim de investigar os mecanismos associados à modulação da migração celular induzida 

por Leishmania, partimos para analisar a participação de vias de sinalização importantes para a 

motilidade celular. Desta forma, extratos proteicos de células hospedeiras infectadas ou não por 

Leishmania foram analisadas por western blot. Nossos resultados mostraram que a infecção de 

macrófagos, monócitos e células dendríticas humanas induzem a expressão de proteínas da via 

AKT/PI3K (Figura 6A-B).  
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Figura 6. Avaliação da expressão de AKT/PI3K em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania. Células hospedeiras infectadas ou não por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. 

infantum, 24h após a infecção, foram submetidas a extração e análise de expressão proteica por 

western blot. (A) Expressão de AKT/PI3K e actina em células hospedeiras infectadas por 

L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum (B) As bandas de proteína foram quantificadas 

por densitometria através da razão PI3K/Actina ou AKT/Actina. * p< 0,05; ** p<0,01 (Anova). 

Resultado representativo de 2 experimentos. 
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Avaliação do papel de AKT/PI3K na migração de células hospedeiras infectadas por 

Leishmania  

 

        Para avaliar o papel de AKT/PI3K na migração de células infectadas por Leishmania, 

utilizamos inibidores específicos para as mesmas e realizamos ensaios de migração direcional. 

Células hospedeiras foram infectadas por diferentes espécies de Leishmania, e tratadas com 

inibidor de PI3K por 24h. Em seguida os grupos foram submetidos a ensaio de migração 

direcional conforme previamente descrito. Nossos dados mostram que a inibição da via PI3K 

leva à redução da migração de macrófagos, monócitos 24h após o tratamento, nas células 

infectadas ou não. Para células dendríticas, mostramos que após o tratamento, a inibição da via 

PI3K reduz a migração nos grupos controle e infectados, exceto na infecção por L. braziliensis 

(Figura 7A-C). 
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Figura 7. Avaliação da expressão de AKT/PI3K em células hospedeiras infectadas por 

Leishmania. Macrófagos, monócitos ou células dendríticas humanas, infectados ou não por L. 

amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum foram submetidos a tratamento com inibidor 

farmacológico específico das vias AKT/PI3K, AS605240 [100 nM] por 24h. Após este período, 

a migração direcional por sistema transwell foi analisada. (A) Número de macrófagos migrantes 

tratados e não-tratados. (B) Número de monócitos migrantes tratados e não-tratados. (C) 

Número de células dendríticas migrantes tratadas e não-tratadas. As células migrantes foram 

contadas aleatoriamente por microscopia de fluorescência. *p<0,05 (Anova). Resultado 

representativo de 2 experimentos. 
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7 DISCUSSÃO 

 

        O presente estudo buscou investigar como diferentes espécies de Leishmania modulam a 

migração de células hospedeiras, bem como elucidar o papel destas diferentes células no 

contexto da disseminação do parasito no hospedeiro. Mostramos que monócitos e macrófagos 

apresentam migração reduzida após a infecção por Leishmania. Entretanto, nossos dados 

mostram que células dendríticas, por sua vez, apresentam um aumento na migração quando 

infectadas por espécies associadas a leishmaniose disseminada, difusa ou visceral, sugerindo 

que estas células podem ter um importante papel na visceralização ou disseminação da doença. 

        Inicialmente investigamos a migração randômica e direcional de monócitos, macrófagos 

e células dendríticas humanas na infecção por L. amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum. 

Nossos dados demonstram que, em macrófagos e monócitos humanos, a infecção pelas espécies 

de Leishmania estudadas reduz a migração randômica e direcional dessas células (Figura 2 A-

D, capítulo 2, manuscrito 2). Trabalhos prévios corroboram com nossos achados, mostrando 

uma redução da migração de macrófagos no modelo de LC. Os diferentes autores mostraram 

que macrófagos infectados por amastigotas de L. amazonensis ou L. mexicana tiveram sua 

migração reduzida, não sofrendo alterações em sua capacidade de secretar enzimas 

lisossômicas (Blewett, M; Kadivar, M; Soulsby, J, 1971; Bray et al, 1983). Ainda nesse 

contexto, Menezes e colaboradores (2017) mostraram uma redução na trajetória percorrida e na 

migração de macrófagos murinos infectados por L. amazonensis, independentes da carga 

parasitária ou de fatores solúveis secretados por estas células (Menezes et al, 2017). 

Adicionalmente, em publicação recente utilizando modelo wound healing, foi demostrado que 

macrófagos de camundongos C57BL/6 infectados por L. major apresentam menor motilidade 

quando comparados macrófagos não infectados. No entanto, em contraste com nossos achados, 

os autores mostraram que macrófagos infectados por L. major tem a capacidade de realizar gap 

closure com menor velocidade quando comparados com aqueles infectados por L. infantum 

(Rocha et al, 2020). É possível que as diferenças observadas entre os resultados obtidos por 

Rocha e colaboradores possam estar relacionadas às diferenças metodológicas dos ensaios de 

migração e tipo de macrófago estudado.   

 O presente trabalho mostrou também um aumento da migração em células dendríticas 

infectadas por L. infantum, diferente do observado em macrófagos e monócitos infectados 

(Figura 2, capítulo 1, manuscrito 1; Figura 2 A-F, capítulo 2, manuscrito 2). Esses achados 

estão de acordo com estudos prévios que relataram uma redução da migração de células 

dendríticas infectadas por espécies causadoras de LC, em contraste com um aumento da 
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migração destas células após a infecção por espécies causadoras da forma visceral da doença. 

Trabalho prévio, utilizando modelo murino de peritonite crônica e rastreamento de células 

hospedeiras do local da infecção para linfonodos, mostrou uma redução na migração de células 

dendríticas mielóides infectadas por L. amazonensis (Hermida et al., 2014). Adicionalmente, 

trabalhos anteriores mostraram que a migração de células dendríticas infectadas por L. major 

foi reduzida, enquanto outros autores sugerem que L. donovani leva a um aumento do número 

de células dendríticas nos linfonodos drenantes em tempos iniciais in vitro (Ponte Sucre e Moll, 

2001; Ato et al., 2002). Com o objetivo de investigar melhor o papel de células dendríticas na 

disseminação do parasito no hospedeiro vertebrado, avaliamos a migração dessas células após 

a infecção por isolados de L. braziliensis de obtidos de pacientes com a forma disseminada da 

doença e isolados de L. amazonensis obtidos de pacientes com a forma difusa da doença. A 

análise dos nossos dados mostra que a infecção por isolados de L. braziliensis ou L. 

amazonensis oriundas de pacientes com as formas disseminada ou difusa, respectivamente, 

induzem a migração de células dendríticas, em comparação com células infectadas por isolados 

obtidos de pacientes com LCL. Esses achados sugerem que, independentemente da espécie, a 

infecção por isolados de Leishmania associados às formas visceral ou que disseminam no 

hospedeiro vertebrado leva a um aumento da migração de células dendríticas (Figura 5, capítulo 

1, manuscrito 1). Assim, é plausível sugerir que células dendríticas apresentam um papel 

importante na disseminação de Leishmania no hospedeiro vertebrado. Podemos hipotetizar 

ainda que o fato de monócitos e macrófagos apresentarem migração reduzida após a infecção 

por Leishmania poderia ser devido ao seu papel na manutenção da lesão no hospedeiro 

vertebrado. 

           Diversos estudos demonstraram com sucesso que os complexos de adesão celulares 

representam componentes moleculares altamente organizados e dinâmicos, que desempenham 

um papel crucial na interação célula-célula e célula-matriz extracelular (Turner et al, 2000; 

Schachtner et al, 2013). Essas estruturas são compostas por um grupo extenso de proteínas, 

incluindo FAK e paxilina, que formam pontos de ancoragem estratégicos na membrana celular 

(Hu et al, 2014). A fosforilação de FAK induz a ativação de paxilina, processo chave para que 

ocorra a adesão da célula a determinados substratos, e sua inibição, por consequência, reduz 

significativamente a formação de estruturas adesivas e pode impactar diretamente na motilidade 

da célula (Deakin; Turner, 2008; Deramaudt et al, 2014). Com o objetivo de aprofundar os 

conhecimentos acerca dos mecanismos associados à modulação da migração celular de células 

hospedeiras induzida por Leishmania, investigamos a formação de complexos de adesão nessas 

células após a infecção por diferentes isolados de Leishmania. Mostramos uma redução da 
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expressão de pFAK e pPaxilina nessas células, sugerindo que a redução da migração observada 

em monócitos e macrófagos humanos infectados por todas as espécies de Leishmania estudadas 

está associada a uma redução está da formação de complexos de adesão nestas células (Figura 

3 A-D, capítulo 2, manuscrito 2). Trabalhos prévios da literatura já mostraram que diferentes 

patógenos são capazes de modular a adesão de células hospedeiras (Murphy; Brinkworth, 2021; 

Clé et al, 2020; Colomé et al, 2017). Apesar deste ser o primeiro estudo que avalia a expressão 

de FAK e paxilina fosforiladas em diferentes células hospedeiras na infecção por Leishmania, 

outros autores mostraram que este parasito é capaz de modular a adesão da célula hospedeira. 

Consistente com nossos achados, estudos mostraram que a infecção de fagócitos 

mononucleares oriundos do exsudato peritoneal de camundongos por L. amazonensis reduz o 

a adesão celular a diferentes substratos como colágeno, laminina e fibronectina. 

Adicionalmente, foi demonstrado que a infecção por L. amazonensis e L. chagasi induziu 

modificações na expressão de moléculas de adesão em monócitos e macrófagos, impactando 

sua habilidade de aderir ao tecido conjuntivo, o que pode implicar na migração destas células 

(Pinheiro et al, 2006; Carvalhal et al, 2004). Resultado semelhante foi descrito por Figueira e 

colaboradores (2015), que mostraram uma redução da adesão e espalhamento citoplasmático 

de monócitos infectados por L. amazonensis, sugerindo uma menor adesão dessas células 

(Figueira et al, 2015). Em estudo mais recente, Menezes e colaboradores (2017) mostraram 

também que L. amazonensis inibe a expressão de FAK e paxilina fosforiladas em macrófagos 

murinos, corroborando com nossos dados (Menezes et al, 2017). Interessantemente, nossos 

achamos mostram ainda, ao contrário do observado em macrófagos e monócitos infectados por 

Leishmania, que em células dendríticas houve uma indução da expressão de proteínas 

formadoras do complexo de adesão, FAK e paxilina fosforiladas, após a infecção por L. 

infantum (Figura 3, capítulo 1, manuscrito 1; Figura 3 E-F, capítulo 2, manuscrito 2) e isolados 

de pacientes com a forma disseminada ou difusa da LC, mas não por isolados associados à 

forma localizada da doença (Figura 6, capítulo 1, manuscrito 1). Em conjunto, esses achados 

sugerem que a modulação da formação de moléculas de adesão em células hospedeiras 

infectadas por Leishmania é um mecanismo essencial para a modulação da migração nestas 

células. Esses dados estão de acordo com dados da literatura que mostram que a adesão celular 

é fundamental para que as células migrem de forma eficaz (Parsons et al, 2010; Owen et al., 

2007).  

        Outro fator fundamental para que o processo de migração ocorra de forma eficaz é a 

dinâmica do citoesqueleto de actina (Driscoll et al., 2014; Schacks et al., 2019). Dada a 

importância da modulação desses filamentos no processo de migração celular, avaliamos a 
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marcação para F-actina em monócitos, macrófagos e células dendríticas infectadas por 

Leishmania. Entretanto, curiosamente, nossa análise não demonstrou diferença significativa na 

marcação por faloidina após a infecção por Leishmania em nenhuma das células estudadas 

(Figura 4 A, capítulo 1, manuscrito 1; Figura 4 A-F, parte superior “F-actina”, capítulo 2, 

manuscrito 2). A fim de melhor compreender o processo da polimerização da actina 

citoplasmática em células infectadas por Leishmania, e visto que o processo de polimerização 

de actina é altamente dinâmico, avaliamos a expressão de proteínas da família Rho GTPases, 

fundamentais na regulação da polimerização do citoesqueleto de actina. Demonstramos que a 

infecção por Leishmania, em macrófagos e monócitos, leva à redução da expressão de Rac1, 

RhoA e Cdc42, em comparação com células controle não-infectadas (Figura 4 A-D, capítulo 2, 

manuscrito 2). Resultado semelhante foi descrito por Menezes e colaboradores (2017), que 

mostraram que a infecção por L. amazonensis altera a dinâmica de actina em macrófagos 

através da reorganização da distribuição desses filamentos nas células infectadas. Este 

mecanismo pode estar associado ao processo de redução da capacidade migratória destas 

células, uma vez que o direcionamento da actina é um fator essencial para a adesão e protusão 

de membrana (Menezes et al, 2017). No entanto, diferente do observado em monócitos e 

macrófagos, observamos um aumento da expressão de Rho GTPases em células dendríticas 

infectadas por L. infantum (Figura 4 B-C, capítulo 1, manuscrito 1; Figura 4 E-F, capítulo 2, 

manuscrito 2), ou isolados de pacientes com a forma disseminada ou difusa da LC, mas não por 

isolados da forma localizada da doença (Figura 7 A, capítulo 1, manuscrito 1). Observamos 

ainda, em análise qualitativa, uma maior concentração de F-actina nas bordas dessas células, 

sugerindo uma distribuição diferente de actina polimerizada entre essas células e aquelas 

infectadas por isolados de LCL de L. amazonensis ou L. braziliensis (Figura 4 A, capítulo 1, 

manuscrito 1; Figura 4 E, F-actina, capítulo 2, manuscrito 2). Embora a avaliação da expressão 

de GTPases apenas não seja suficiente para demonstrar uma alteração da dinâmica de actina, 

esses achados em conjunto com uma distribuição diferente de filamentos de actina nos grupos 

estudados sugere uma modulação da polimerização desses filamentos. Estudos adicionais para 

avaliar a atividade dessas GTPases estão sendo realizados para reforçar a ideia de que 

Leishmania é capaz de modular a dinâmica de filamentos actina em diferentes células 

hospedeiras infectadas, alterando, consequentemente a migração destas células. 

        Ainda com o objetivo de investigar os mecanismos associados a modulação da migração 

observada em células hospedeiras após a infecção por Leishmania, avaliamos também a 

formação de podossomos nessas células. Os podossomos são estruturas celulares 

conhecidamente como complexos adesivos dinâmicos que desempenham papel crucial na 
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adesão celular, migração e remodelamento da matriz extracelular (Wiesner et al, 2014). Nossos 

achados indicam que, em macrófagos humanos, a infecção por Leishmania reduz a formação 

de podossomos inativos com maior circularidade, além de reduzir o aparecimento da forma 

ativa linear (Figura 5 A-B, capítulo 2, manuscrito 2). Adicionalmente, apesar de não ter sido 

observada diferença na formação de podossomos circulares em monócitos infectados pelas 

espécies de Leishmania estudadas, observamos uma redução dos podossomos com baixa 

circularidade nessas células após a infecção por L. braziliensis (Figura 5 B-C, capítulo 2, 

manuscrito 2). A modulação da formação de podossomos em células hospedeiras por patógenos 

foi previamente demonstrada. De maneira semelhante ao observado em nossos achados após a 

infecção de macrófagos por Leishmania, diferentes trabalhos mostram que macrófagos 

infectados por HIV possuem uma menor taxa de migração associada a redução da formação de 

podossomos (Vérollet; Le Cabec; Maridonneau-Parini, 2015). Esses dados reforçam a hipótese 

de que a redução da formação de podossomos nessas células constitui um mecanismo 

importante associado à redução da migração. No presente estudo, mostramos ainda que, em 

contraste ao observado em macrófagos e monócitos infectados, há uma maior formação de 

podossomos protrusivos na periferia em células dendríticas infectadas por L. infantum (Figura 

5 E-F, capítulo 2, manuscrito 2). O aumento da formação de podossomos protusivos em células 

dendríticas, associado ao favorecimento da migração destas células já foi demonstrado na 

infecção por HIV (Geijtenbeek et al, 2000; Baranov et al, 2014). Entretando, este é o primeiro 

estudo que avalia a formação de podossomos e sua associação com a migração de células 

hospedeiras em células infectadas por Leishmania.  

        Após sua ativação e maturação, células dendríticas passam a expressar CCR7, favorecendo 

sua migração para linfonodos drenantes (Ohl et al., 2004; Mccoll et al., 2002). Uma vez que 

nossos achados mostram um aumento da migração de dendríticas infectadas por L. infantum ou 

isolados de Leishmania associados às formas difusa ou disseminada da doença, avaliamos a 

expressão de CCR7 nessas células. A modulação da expressão de CCR7 na infecção por 

Leishmania já foi demonstrada previamente. Trabalho publicado por Moll e colaboradores 

(2005), demonstrou que o aumento na expressão de CCR7 está associado a um aumento da 

migração de células dendríticas infectadas por L. major (Steigard; Moll, 2005). Esse trabalho 

vai de encontro aos nossos dados, no qual não observamos um aumento da expressão de CCR7 

em células infectadas com as espécies associadas a forma localizada da doença. Entretanto, 

estudos na literatura demonstraram a participação do CCR7 na migração de células dendríticas 

em outros modelos experimentais. Anteriormente, foi descrito na literatura que infecções virais 

como as provocadas pelo citomegalovírus humano (HCMV) é capaz de não só inibir a 
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regulação do CCR7 ao infectar células dendríticas imaturas, mas também dificultar a migração 

destas células em resposta ao CCL19 (Grosche, 2017). Adicionalmente, foi demonstrado que o 

tráfego precoce de células dendríticas dos pulmões para o linfonodo drenante dependia da 

sinalização mediada pelo CCR7. Além disso, os autores mostraram que a migração prejudicada 

de célula dendríticas em camundongos CCR7 nocaute resultou em disseminação tardia de 

bactérias para linfonodo e baço (Olmos, 2009). Nesse sentido, propomos que a ativação 

induzida por L. infantum ou isolados de Leishmania associados às formas difusa ou disseminada 

da doença envolve a indução da expressão de CCR7 e migração dessas células para linfonodos 

drenantes, levando a uma resposta que favorece a disseminação do parasito no hospedeiro 

vertebrado. 

 Estudos evidenciam que Leishmania modula diversas vias de sinalização em células 

hospedeiras (Ruhland et al, 2007; Blanchette et al., 1999; Gutiérrez-Kobeh et al., 2013). Assim, 

investigamos a expressão de proteínas envolvidas na via de PI3K/AKT, via de sinalização 

envolvida em diversos eventos celulares, incluindo a migração celular (Deng et al, 2022; Jean 

and Kiger, 2014). A PI3Kg é frequentemente associada à migração celular e sua ativação resulta 

na produção do lipídio fosfatidilinositol-3,4,5-trifosfato (PIP3), que ativa a proteína cinase Akt, 

levando à ativação de várias vias adjuntas de sinalização intracelular, incluindo aquelas que 

afetam o citoesqueleto e a adesão celular, como as Rho GTPases (Kakar; Chinmoy; Sun; 2023; 

Basta; Menko; Walker, 2022). Mostramos que para todas as células hospedeiras, a infecção por 

diferentes espécies de Leishmania resulta na indução da expressão de PI3K/AKT (Figura 6 A-

B, capítulo 2, manuscrito 2). Além disso, nossos achados mostram que a inibição desta via leva 

à redução da migração de monócitos, macrófagos e células dendríticas infectadas por todas as 

espécies estudadas (Figura 7, capítulo 2, manuscrito 2), sugerindo que a ativação desta via 

apenas não é suficiente para induzir ou inibir a migração de células hospedeiras. Em contraste 

com nossos achados, Rocha et al. (2020) observaram uma indução da ativação desta via em 

macrófagos murinos infectados por L. infantum, associado ao aumento da migração dessas 

células. Os autores sugerem ainda que este parasito ativa, além da via dependente de PI3Kg em 

macrófagos, uma via independente da tirosina cinase para aumentar a atividade da PI3Kg, 

favorecendo assim sua migração (Rocha et al, 2020). Estudos relatam a participação de 

PI3K/AKT em LC, evidenciando seu papel na invasão parasitária de fagócitos e resistência a 

apoptose (Ruhland; Leal; Kima, 2006). Entretanto, o papel desta via na modulação da migração 

de células hospedeiras precisam ser mais bem estudado. É possível que as diferenças 

observadas entre nossos achados e os observados por Rocha e colaboradores estejam 

relacionadas às diferentes metodologias empregadas e tipo de macrófago estudado. 
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 Em conjunto, os nossos achados sugerem que a infecção por Leishmania modula 

diferentemente a migração de células hospedeiras. Em macrófagos ocorre a redução da 

migração após a infecção por diferentes espécies (1), associada a uma redução na expressão de 

FAK e paxilina fosforiladas (2), redução na expressão de Rho GTPases (3) e formação de 

podossomos (4), além de Leishmania induzir a expressão de PI3K nessas células (5) (Figura 

8A, considerações finais). Em monócitos, observamos um perfil semelhante: redução da 

migração durante a infecção por diferentes espécies de Leishmania (1), redução na expressão 

de FAK e paxilina fosforiladas (2), redução na expressão de Rho GTPases (3) e da formação 

de podossomos na infecção por L. braziliensis (4) e indução da expressão de PI3K (Figura 8B, 

considerações finais). Em contraste, em células dendríticas, mostramos que a infecção por L. 

amazonensis apresenta um perfil transitório de migração e redução da expressão de FAK e 

paxilina (2), redução da formação de podossomos (3) e da expressão de Rho GTPases (4) e 

indução da expressão de PI3K (5). Durante a infecção por L. braziliensis, mostramos que estes 

parasitos reduzem a migração destas células (1), associado a uma redução na expressão de FAK 

e paxilina (2), redução da formação de podossomos (3) e da expressão de Rho GTPases (4) e 

indução de PI3K (5). Em contraste, em células dendríticas infectadas por L. infantum ou 

isolados associados à forma difusa ou disseminada da doença, há uma indução da migração (6), 

aumento da expressão de FAK e paxilina (7), aumento da expressão de Rho GTPases (8) 

indução da formação de podossomos e indução da expressão de CCR7 e da expressão de PI3K 

para L. infantum (9,10) (Figura 8C, considerações finais).  
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8 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

O resumo dos resultados obtidos neste trabalho está esquematizado na figura abaixo: 
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Figura 8. Diagrama esquemático dos resultados. (A) Representação dos resultados para 

macrófagos humanos, onde: 1. Redução da migração de macrófagos infectados por 

L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum; 2. Redução da expressão de proteínas 

formadoras do complexo de adesão em macrófagos infectados por L.amazonensis, L. 

braziliensis ou L. infantum; 3. Redução da expressão de Rho GTPases adesão em macrófagos 

infectados por L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum; 4. Redução da formação de 

podossomos através da análise de vinculina em macrófagos infectados por L.amazonensis, L. 

braziliensis ou L. infantum; Expressão induzida de PI3K em macrófagos infectados 

L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum. (B) Representação dos resultados para monócitos 

humanos, onde: Redução da migração de monócitos infectados por L.amazonensis, L. 

braziliensis ou L. infantum; 2. Redução da expressão de proteínas formadoras do complexo de 

adesão em monócitos infectados por L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum; 3. Redução 

da expressão de Rho GTPases adesão em monócitos infectados por L.amazonensis, L. 

braziliensis ou L. infantum; 4. Redução da formação de podossomos através da análise de 

vinculina em monócitos infectados por L. braziliensis; Expressão induzida de PI3K em 

monócitos infectados L.amazonensis, L. braziliensis ou L. infantum. (C) Representação dos 

resultados para células dendríticas humanas, onde: 1. Redução da migração de células 

dendríticas infectadas por L. braziliensis, e uma indução transitória por L.amazonensis; 2. 

Redução da expressão de proteínas formadoras do complexo de adesão em células dendríticas 

infectadas por L. braziliensis e L. amazonensis; 3. Redução da formação de podossomos através 

da análise de vinculina em células dendríticas infectadas por L.amazonensis ou L. braziliensis; 

4. Redução da expressão de Rho GTPases em células dendríticas infectadas por L. amazonensis 
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ou L. braziliensis; 5. Expressão induzida de PI3K em células dendríticas infectadas por L. 

amazonensis ou L. braziliensis; 6. L. infantum ou isolados de leishmaniose difusa (La) ou 

disseminada (Lb) induzem a migração de células dendríticas humanas; 7. L. infantum ou 

isolados de leishmaniose difusa (La) ou disseminada (Lb) induzem a formação de complexos 

de adesão em células dendríticas humanas; 8. L. infantum ou isolados de leishmaniose difusa 

(La) ou disseminada (Lb) induzem a expressão de Rho GTPases em células dendríticas 

humanas; 9. L. infantum induz a formação de podossomos em células dendríticas humanas; 10. 

Expressão induzida de PI3K em células dendríticas infectadas por L. infantum. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



96 

 

9 CONCLUSÕES 

 

A infecção por Leishmania modula diferentemente a migração de células hospedeiras, 

associado à alteração da formação do complexo de adesão, podossomos e dinâmica de actina 

nessas células. 

A infecção por L. infantum e isolados associados às formas disseminada e difusa de LC 

levam à um aumento da migração de células dendríticas, mas não de macrófagos e monócitos, 

sugerindo um possível papel para estas células na disseminação do parasito no hospedeiro 

vertebrado.  
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Anexo A - Manuscrito 1: Leishmania infection alters macrophage and dendritic cell migration 

in a three-dimensional environment 

 

Abstract: Leishmaniasis results in a wide spectrum of clinical manifestations, ranging from 

skin lesions at the site of infection to disseminated lesions in internal organs, such as the spleen 

and liver. While the ability of Leishmania-infected host cells to migrate may be important to 

lesion distribution and parasite dissemination, the underlying mechanisms and the 

accompanying role of host cells remain poorly understood. Previously published work has 

shown that Leishmania infection inhibits macrophage migration in a 2-dimensional (2D) 

environment by altering actin dynamics and impairing the expression of proteins involved in 

plasma membrane-extracellular matrix interactions. Although it was shown that L. 

infantum induces the 2D migration of dendritic cells, in vivo cell migration primarily occurs in 

3-dimensional (3D) environments. The present study aimed to investigate the migration of 

macrophages and dendritic cells infected by Leishmania using a 3-dimensional environment, 

as well as shed light on the mechanisms involved in this process.  Following the infection of 

murine bone marrow-derived macrophages (BMDM), human macrophages and human 

dendritic cells by L. amazonensis, L. braziliensis, or L. infantum, cellular migration, the 

formation of adhesion complexes and actin polymerization were evaluated.  Our results indicate 

that Leishmania infection inhibited 3D migration in both BMDM and human macrophages. 

Reduced expression of proteins involved in adhesion complex formation and alterations in actin 

dynamics were also observed in Leishmania-infected macrophages. By contrast, increased 

human dendritic cell migration in a 3D environment was found to be associated with enhanced 

adhesion complex formation and increased actin dynamics.  Taken together, our results show 

that Leishmania infection inhibits macrophage 3D migration, while enhancing dendritic 3D 

migration by altering actin dynamics and the expression of proteins involved in plasma 

membrane extracellular matrix interactions, suggesting a potential association between 

dendritic cells and disease visceralization. 

 

Keywords: Macrophage; Dendritic cell; migration; Leishmania sp.; dissemination, 3D 
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Anexo B - Manuscrito 2 : Cell migration and cell adhesion assays to investigate Leishmania- 

                  host cell interaction 

 

Abstract: Leishmania is an intracellular protozoan parasite that causes a broad spectrumof 

clinical manifestations, ranging from self-resolving localized cutaneous lesions to a highly fatal 

visceral form of the disease. An estimated 12 million people worldwide are currently infected, 

and another 350 million face risk of infection. It isknown that host cells infected by Leishmania 

parasites, such as macrophages or dendritic cells, can migrate to different host tissues, yet how 

migration contributes to parasite dissemination and homing remains poorly understood. 

Therefore, assessing 

these parasites' ability to modulate host cell response, adhesion, and migration will shed light 

on mechanisms involved in disease dissemination and visceralization. Cellular migration is a 

complex process in which cells undergo polarization and protrusion, allowing them to migrate. 

This process, regulated by actin and tubulin-based microtubule dynamics, involves different 

factors, including the modulation of cellular adhesion to the substrate. Cellular adhesion and 

migration processes have been investigated using several models. Here, we describe a method 

to characterize the migratory aspects of host cells during Leishmania infection. This detailed 

protocol presents the differentiation and infection of dendritic cells, the analysis of host cell 

motility and migration, and the formation of adhesion complexes and actin dynamics. This in 

vitro protocol aims to further elucidate mechanisms involved in Leishmania dissemination 

within vertebrate host tissues and can also be modified and applied to 

other cell migration studies. 

 

Keywords: Leishmania, migration, host cell 
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Abstract

Leishmania is an intracellular protozoan parasite that causes a broad spectrum

of clinical manifestations, ranging from self-resolving localized cutaneous lesions

to a highly fatal visceral form of the disease. An estimated 12 million people

worldwide are currently infected, and another 350 million face risk of infection. It is

known that host cells infected by Leishmania parasites, such as macrophages or

dendritic cells, can migrate to different host tissues, yet how migration contributes to

parasite dissemination and homing remains poorly understood. Therefore, assessing

these parasites' ability to modulate host cell response, adhesion, and migration will

shed light on mechanisms involved in disease dissemination and visceralization.

Cellular migration is a complex process in which cells undergo polarization and

protrusion, allowing them to migrate. This process, regulated by actin and tubulin-

based microtubule dynamics, involves different factors, including the modulation of

cellular adhesion to the substrate. Cellular adhesion and migration processes have

been investigated using several models. Here, we describe a method to characterize

the migratory aspects of host cells during Leishmania infection. This detailed protocol

presents the differentiation and infection of dendritic cells, the analysis of host cell

motility and migration, and the formation of adhesion complexes and actin dynamics.

This in vitro protocol aims to further elucidate mechanisms involved in Leishmania

dissemination within vertebrate host tissues and can also be modified and applied to

other cell migration studies.

Introduction

Leishmaniasis, a neglected tropical disease caused by

protozoan parasites belonging to the genus Leishmania,

results in a wide-ranging spectrum of clinical manifestations,

from self-healing localized cutaneous lesions to fatal visceral

forms of the disease. It has been estimated that up to

one million new leishmaniasis cases arise annually, with
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a reported 12 million people currently infected worldwide1 .

Visceral leishmaniasis (VL), which can be fatal in over 95%

of cases when left untreated, causes more than 50,000

deaths annually, affecting millions in South America, East

Africa, South Asia, and the Mediterranean region2 . The main

etiological agent of VL in the new world, Leishmania infantum,

is transmitted to humans by infected female sandflies

during blood-feeding3 . These parasites are recognized

and internalized by phagocytes, e.g., macrophages and

dendritic cells3,4 ,5 . Inside these cells, parasites differentiate

into their intracellular forms, known as amastigotes, which

will then multiply and be transported via the lymphatic

system and bloodstream to different host tissues6,7 .

However, the mechanisms by which Leishmania parasites

are disseminated in the vertebrate host, as well as the role

played by host cell migration in this process, remain unclear.

Cell migration is a complex process executed by all nucleated

cells, including leukocytes8 . According to the classic cycling

model of cell migration, this process involves several

integrated molecular events that can be divided into five

steps: leading-edge protrusion; adhesion of the leading edge

to matrix contacts; contraction of cellular cytoplasm; release

of the rear edge of the cell from contact sites; and the recycling

of membrane receptors from the rear to the front of the cell9 .

For cell migration to occur, protrusions must be formed

and then stabilized through attachment to the extracellular

matrix. Among the different receptor types involved in the

promotion of cell migration, integrins are notable. Integrin

activation results in migration-related signaling; intracellular

signaling then occurs via focal adhesion kinase (FAK)

and Src family kinases, in addition to talin, vinculin, and

paxillin molecues10,11 ,12 . The phosphorylation of paxillin by

activated kinases, including FAK, leads to the recruitment

of effector molecules, which transduces external signals that

prompt cell migration. It has been shown that paxillin is an

intracellular molecule that is crucial to cell adhesion, actin

polymerization, and cell migration processes13 ,14,15 .

The actin cytoskeleton plays a central role in the polarization

and migration of phagocytes16 . During cell migration process,

protrusions formed due to actin polymerization become

stabilized through cell adhesion to the extracellular matrix.

This process may be modulated by integrin receptors

associated with the actin cytoskeleton17,18,19 . Several actin-

binding proteins regulate the rate and organization of actin

polymerization in cellular protrusions20 . Studies have shown

that RhoA, Rac, and Cdc42 regulate actin reorganization after

the stimulation of adherent cells by extracellular factors21,22 .

During migration, Rac1 and Cdc42 are located at the leading

edge of the cell, controlling the extension of lamellipodia

and filopodia, respectively, while RhoA, located at the rear

of the cell, regulates the contraction of the actomyosin

cytoskeleton15,23,24,25 .

Studies have shown that Leishmania infection modulates host

cell functions, such as adhesion to the cellular substrate

and migration26,27,28 ,29,30,31 . Immature DCs reside in

peripheral tissues; upon interaction with PAMPS, these cells

become activated and migrate to the draining lymph nodes,

prompting antigen presentation to T cells. A previous study

using a mouse model showed that L. amazonensis infection

provokes a reduction in the migration of DCs to draining lymph

nodes29 . It was also demonstrated that the inhibition of the

adhesion process reduced DC migration after infection with L.

major30 . Nonetheless, the impact of DC migration on parasite

dissemination in the host, as well as the mechanisms involved

in this process, remain poorly understood.
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Here we present a compiled step-by-step protocol to perform

an in vitro adhesion and migration assay involving human

DCs infected by Leishmania. This method comprises not only

the differentiation and infection of DCs, but also permits the

analysis of host cell motility and migration, the formation

of adhesion complexes, as well as actin dynamics. The

presently described in vitro protocol allows researchers to

further investigate the mechanisms involved in Leishmania

dissemination within vertebrate host tissues and can also be

manipulated and applied to other cell migration studies.

Protocol

The procedures described herein were approved by the

Institutional Review Board of the Gonçalo Moniz Institute

(IGM-FIOCRUZ, protocol no. 2.751.345). Blood samples

were obtained from healthy volunteer donors. Animal

experimental procedures were conducted in accordance with

the Ethical Principles in Animal Research adopted by the

Brazilian law 11.784/2008 and were approved and licensed

by the Ethical Committee for Animal Research of the Gonçalo

Moniz Institute (IGM-FIOCRUZ, protocol no. 014/2019).

1. Isolation and differentiation of human dendritic

cells

1. Pipette 10 mL of the density gradient medium in 50 mL

centrifuge tubes.

2. Label the 50 mL tubes according to each donor's sample.

3. Collect ~ 50 mL of venous blood from healthy donors and

after collection, follow the procedures described below in

the flow cabinet.

4. Carefully transfer the collected blood into centrifuge

tubes and dilute in saline solution (0.9% sodium chloride)

in a ratio of 1:1 at room temperature.

5. Slowly overlay the diluted blood on the top of the density

gradient medium.

6. Centrifuge tubes containing the blood and density

gradient medium at 400 x g for 30 min at room

temperature.
 

NOTE: Switch off the brake before centrifuging to prevent

the mixing of gradient layers. After the 1st centrifugation,

lower the centrifuge temperature to 4 °C.

7. Carefully remove the tubes from the centrifuge.

8. Identify the ring of peripheral blood mononuclear cells

(PBMC) in the sample (buffy coat); gently remove the

residual plasma with a pipette.
 

NOTE: After centrifugation, the following gradient layers

will have formed: erythrocytes, density gradient medium,

PBMC ring, and plasma. The PBMC ring is located

between the density gradient medium and plasma layers.

9. Transfer the cloud-like PBMC layer to a new tube and

bring up the volume to 30 mL with saline solution.

10. Centrifuge the tubes containing cell suspension at 250

x g for 10 min at 4 °C. Discard the supernatant and

resuspend the pellet in 1 mL of saline solution.

11. Collect an aliquot for cell counting with the trypan blue

exclusion method. First, dilute at a ratio of 1:1,000. Then,

use 10 µL of the diluted cells for trypan blue staining and

count cells using a Neubauer chamber to determine cell

viability.

12. Centrifuge again at 200 x g for 10 min under 4 °C.

13. Resuspend the pellet in MACS buffer. Use 80 µL of the

buffer for every 1 x 107  cells.
 

NOTE: MACS buffer composition: Prepare a solution

containing phosphate-buffered saline (PBS), pH 7.2,

0.5% bovine serum albumin (BSA), and 2 mM EDTA.
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Dilute the buffer solution at a 1:20 ratio with the rinsing

solution. Keep the buffer cold and store at 2-8 °C.

14. Add CD14 microbeads to the cell suspension prepared

in step 1.13. Use 20 µL of CD14 microbeads for every 1

x 107  cells.
 

NOTE: CD14 microbeads are used for the positive

selection of human monocytes from PBMCs, as

beads bind to CD14-positive cells expressed on most

monocytes.

15. Homogenize the solution containing the pellet and

microbeads using a pipette. Keep on ice for 15 min.

16. Centrifuge the suspension at 300 x g for 10 min under

4 °C.

17. Resuspend cells in MACS buffer. Use 1-2 mL for 1 x 107

cells in the cell microbead mixture.

18. Centrifuge the suspension at 300 x g for 10 min under

4 °C.

19. Aspirate the supernatant and resuspend the pellet in 500

µL of MACS buffer.
 

NOTE: This is the maximum volume of the cell

suspension that can be processed through one column.

20. Assemble the magnetic column.

21. Wash the column once by adding 500 µL of MACS buffer.

Allow buffer to flow under gravity through the column.
 

NOTE: Do not allow the column to dry, as any air that

enters can obstruct the column.

22. Add 500 µL of the cell sample solution from step 1.19

per column. Allow the cell sample solution to flow under

gravity through the column.

23. Wash the column by adding 500 µL of MACS buffer (2x).

Only add the fresh buffer when the column reservoir is

empty. Avoid drying.

24. Pipette 1 mL of the MACS bufferonto the column and

place it in a new tube underneath. Immediately flush

out the magnetically labeled cells by firmly pushing the

plunger into the column.

25. Centrifuge the CD14 enriched cells at 300 x g for 10 min

under 4 °C.

26. Count cells using a Neubauer chamber.

27. Resuspend cells in 1 mL complete RPMI with

interleukin-4 (IL-4) (100 µL/mL) + granulocyte-

macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF) (50 ng/

mL).
 

NOTE: GM-CSF is a cytokine secreted by macrophages,

T cells, mast cells, natural killer cells, endothelial cells,

and fibroblasts that induces the differentiation and

proliferation of myeloid progenitors in the bone marrow.

GM-CSF and IL-4 are used to induce dendritic cell

differentiation32 .

28. Seed cells in a 24 well plate at a concentration of 2 ×

105  cells per well in 500 μL of complete RPMI medium

containing and incubate the cells for 7 days in the cell

culture incubator at 37 °C.

2. Leishmania infantum  cultivation

NOTE:  Leishmania infantum (MCAN/BR/89/BA262)

parasites are used in this assay. Hamsters were intravenously

infected with 20 µL of the solution containing 1 x 106  L.

infantum promastigotes in sterile saline. After 1 to 2

months, animals were euthanized and the amastigote forms

of Leishmania were recovered from their spleens and

differentiated into promastigotes33 .

1. Grow L. infantum promastigotes isolated from previously

infected hamster spleens in an inclined 25 cm2  cell



135 

 

 
 

Copyright © 2021  JoVE Journal of Visualized Experiments jove.com August 2021 • 174 •  e62461 • Page 5 of 17

culture flask containing 3 mL of Novy-Nicolle-MacNeal

medium (NNN) and 5 mL of supplemented Minimum

Essential Medium (MEM).
 

NOTE: In this assay, MEM medium was supplemented

with 10% fetal bovine serum (FBS) and 24.5 nM hemin

bovine.

2. Incubate at 24 °C for 7 days in BOD (Bio-Oxygen

Demand) incubator.

3. Pipette 100 µL of promastigote culture into a new 25 cm2

cell culture flask containing 5 mL of supplemented MEM

medium.

4. Incubate the promastigote culture at 24 °C in BOD

incubator until promastigotes reach the stationary phase.

Periodically count cultured promastigotes by transferring

an aliquot of parasite suspension diluted in saline to a

Neubauer chamber (i.e., hemocytometer) to determine

the stationary phase of growth.
 

NOTE: It is not recommended to use first-passage

parasites after cultivation in NNN medium to avoid

residual traces of rabbit blood.

5. Transfer 1 x 105  of stationary growth phase culture of L.

infantum promastigotes to a new 25 cm2  cell culture flask

and add 5 mL of MEM supplemented medium.

6. Monitor the growth of the culture periodically for

approximately 7 days using a Neubauer chamber until

the stationary phase is achieved. Parasites are now

ready for use in experimental infection procedures.
 

NOTE: Promastigote cultures are considered viable

for infection for up to 7 passages in vitro; additional

passages may induce loss of virulence.

3. Human dendritic cell infection

1. Inside a biological laminar flow cabinet, transfer all

the contents from the parasite culture flask to 50 mL

centrifuge tubes.

2. Add cold saline solution to a final volume of 40 mL.

3. Centrifuge at 1,600 xg for 10 min under 4 °C.

4. Discard the supernatant following centrifugation and

resuspend the pellet in 1 mL of cold saline solution

(Repeat steps 3.3-3.4 three times).

5. After washing the cells to remove any non-viable

parasites, resuspend the pellet in 1 mL of cold saline

solution.

6. Pass the contents slowly through a 1 mL syringe with a

16 G needle 5 times to separate the parasite clusters.

7. Remove an aliquot to determine the parasite

concentration in a hemocytometer (calculate the mean

number of parasites in 4 quadrants x dilution factor x

104 ).

8. Wash dendritic cells by adding 1 mL of saline solution

and centrifuging cells at 300 x g for 10 min at room

temperature (3 times).

9. Calculate the quantity of L. infantum required for the

experimental infection; ratio: 20 parasites per cell.

10. Place the required volume of L. infantum in each well of

cell culture plates.

11. Incubate dendritic cells with parasites for 4 h in an

incubator at 37 °C under 5% CO2.

12. After step 3.11, centrifuge plates at 300 x g for 10 min

under 4 °C.
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4. Migration assay using cell culture inserts

1. After infection, wash dendritic cells (infected or not) 3

times with 1 mL of saline solution at room temperature

to remove non-internalized parasites. After each wash,

centrifuge plates at 300 x g for 10 min under 4 °C.

2. Once non-internalized parasites are removed, detach

cells by adding 200 µL of the cell dissociation reagent in

each well and incubate for 15 min. Keep the cells in an

incubator at 37 °C under 5% CO2.

3. Homogenize cells using a 1,000 µL pipette tip to allow

cells to loosen.

4. Transfer the dissociated cells to a 50 mL centrifuge tube.

5. Centrifuge at 300 x g for 10 min under 4 °C.

6. Resuspend the pellet in 1 mL of RPMI medium

supplemented with 10% FBS.

7. Pass the contents of each tube slowly through a 1 mL

syringe with a 25 G needle 5 times to separate cells.

8. Remove an aliquot, dilute using trypan blue to determine

the cell concentration using a hemocytometer (mean of

viable cells in 4 quadrants × dilution factor × 104).

9. Preparation of cell culture microplate inserts:
 

NOTE: Cell culture inserts (5.0 µM pore polycarbonate

membrane) are recommended for migration assays

using dendritic cells, macrophages, and monocytes, as

these inserts allow phagocytes to pass through the

membranes.

1. Remove inserts with sterile tweezers and place in

empty wells.

2. Add 600 µL of RPMI medium supplemented with

10% FBS to each well; add chemoattractant

chemokine (C-C motif) ligand 3 (CCL3) (1 µL for

every 1 mL of medium).
 

NOTE: CCL3 is a chemokine that regulates DC

migration34 .

3. Using sterile tweezers, place inserts in wells

containing the medium.

10. Add 2 x 105  dendritic cells (infected or not) in 100 µL of

medium to each insert.

11. Incubate for 4 h to allow cells to migrate.

12. After 4 h, take the plate out and aspirate the medium. Add

100 µL of 4% paraformaldehyde and incubate for 15 min.

13. Remove paraformaldehyde and add 100 µL of saline

solution.
 

NOTE: Plates can be kept at 4 °C for later assembly.

14. Collect the supernatant from inserts or from wells to count

non-migrating cells or those that crossed the membrane,

respectively. Incubate with paraformaldehyde 4% for 15

min.

15. Concentrate cells using a cytocentrifugation

technique35 .

16. Add 10 µL of the mounting medium with DAPI to the

membranes and place coverslips over the wells.

17. Assembly of the insert membrane.
 

NOTE: This step can be performed outside the biosafety

cabinets.

1. Remove insert membranes from wells.

2. Scrape the surface of the insert with a swab to

remove any cells that have not migrated.

3. Using a scalpel, remove the membrane from the

insert.

4. Place the membrane on a slide, with cells facing up.
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5. Add 10 µL of mounting medium with DAPI to each

membrane and then place overlay coverslips.

6. Cover plates with aluminum foil.

7. Incubate plates at room temperature for 30 min, then

store at -20 °C

18. To analyze cell migration, count the number of cells

per field (no less than 10 fields) using a fluorescence

microscope at a laser excitation wavelength of 405 nm.

5. Adhesion assay and evaluation of actin

polymerization by immunofluorescence

NOTE: For this assay, use 24-well plates with coverslips.

1. After infecting cells for 4 h, wash each well 3 times with

sterile saline solution at room temperature to remove any

non-internalized parasites.

2. Centrifuge the plate at 300 x g for 10 min under 4°C. Add

500 µL of 4% paraformaldehyde to each well for 15 min.

3. Remove paraformaldehyde and add 1 mL of saline

solution.

4. Prepare solutions as described in Table 1.

Primary solutions Chemical compound Diluent

Ammonium chloride solution 0,134 g of NH4Cl 50 ml of PBS 1X

Saponin 15% 150 mg of saponin 1 mL de PBS 1X

Albumin from bovine

serum (ABS) 10%

1 g of ABS 10 mL of PBS 1X

Secondary solutions Component 1 Component 2 Component 3

Saponin 0,15% 1mL of saponin 15% 100 mL of PBS 1X -

PBS 1X / ABS 3% /

Saponin 0,15%

13,8 mL of PBS 1X 6 mL of ABS 10% 200 µL of Saponin 15%

PBS1X / ABS 0,3% /

Saponin 0,15%:

19,2 mL of PBS 1X 0,6 mL of ABS 10% 200 µL of Saponin 15%

PBS 1X / ABS 1% /

Saponin 0,15%

17,8 mL of PBS 1X 2 mL of ABS 10% 200 µL of Saponin 15%

Table 1: Buffer recipes.

5. Immunostaining
 

NOTE: The following steps must be performed under

agitation.

1. Wash coverslips 3 times with 1x PBS for 5 min.

2. Add 500 µL of ammonium chloride solution per well

for 10 min.
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3. Wash coverslips 3 times with 1x PBS for 5 min.

4. Permeabilize the membrane with Saponin 0.15% for

15 min.

5. Incubate cells with the blocking solution (PBS 1x /

ABS 3% / Saponin 0.15%) for 1 h.

6. Wash coverslips 3 times with PBS 1x/Saponin

0.15% for 5 min.

7. Dilute primary antibodies in PBS 1x /ABS 1% /

Saponin 0.15% as: Rabbit anti-FAK (pTyr397):

1:500 dilution, Rabbit anti-paxilin (pTyr118): 1:100

dilution. Mouse Anti-Rac1: 1:100 dilution. Rabbit

Anti-Cdc42: 1:200 dilution. Rabbit Anti-RhoA: 1:200

dilution.

8. Incubate cells with primary antibody diluted in PBS

1x/ABS 1% /Saponin 0.15% for 1 h.
 

NOTE: FAK and Paxillin are key molecules involved

in the formation of adhesion complexes13 ,14 ,15 .

The Rho GTPase family is responsible for the

organization of the actin cytoskeleton. RAC1 and

Cdc42, located at the front edge of the cell,

control the formation of lamellipodia and filopodia,

respectively; RhoA is located at the rear of the

cell and is involved in cytoskeleton contraction15,

23,24,25 .

9. Wash coverslips 3 times with 1x PBS/Saponin

0.15% for 5 min.

10. Dilute secondary antibody or phalloidin as follows:

Anti-rabbit IgG, Alexa Fluor 568: 1:500 dilution;

Anti-mouse IgG, Alexa Fluor 488: 1:500 dilution;

Anti-mouse IgG, Alexa Fluor 594: 1:500 dilution;

Phalloidin Alexa Fluor 488: 1:1200 dilution.

11. Incubate cells with secondary antibody or phalloidin

diluted in 1x PBS/ABS 0.3% Saponin 0.15% for 45

min.
 

NOTE: Incubation of the secondary antibody or

phalloidin should be performed in the absence of

light. Cover plates with aluminum foil to protect from

light during the following steps.

12. Wash coverslips 3 times with 1x PBS for 5 min.

13. Remove coverslips from wells.

14. In the absence of light, add 10 µL of mounting

medium with DAPI onto clean microscopic glass

slides.

15. Place coverslips with cells facing down to allow

contact between cells and DAPI solution.
 

NOTE: Cover slides with aluminum foil to protect

from light.

16. Incubate for 30 min at room temperature.

17. Store at -20 °C.

6. Confocal microscopy, image acquisition, and

quantification using FIJI

NOTE: To acquire/capture immunofluorescence images, use

a confocal laser scanning microscope. Oil-immersion 63x

objective lens is recommended for optimal resolution.

1. Allow coverslips to reach room temperature, protected

from light, for at least 30 min prior to image acquisition.

2. Clean the coverslips with absorbent tissue.

3. Add a drop of immersion oil to the objective and place

each slide under the microscope.

4. Move the objective until the oil touches the slide.
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5. Observe and adjust the microscope focus; select the 63x

objective with oil.

6. Turn on lasers at 488 nm, 552 nm, and 405 nm

wavelengths.

7. Select image resolution: 1024 x 1024.

8. Click on the Live button, set the Z stack, and press

Begin. Repeat the process and then press End.

9. After selecting the Maximum Projection option in the

Tool menu, wait for the image to be acquired.

10. Save the experiment.

11. Export images in .lif format on a computer. Use FIJI

open-source image analysis software to analyze images.

12. Select the images to be analyzed and select Duplicate

Image.

13. To have the image in grayscale, select Image | Adjust |

Color Threshold. Select 0 and 255 (saturation).

14. Select the threshold method: Default.

15. Select threshold color: B and W (black and white).

16. Do not select Dark background.

17. Select: Process | Binary | Options and then select the

relevant data to be measured: Area, Min, Max, gray

value, integrate density.

18. Select the free hands' tool in the Fiji toolbar and trace

each cell manually carefully.

19. From the Analyze menu, select Set measurements.

Make sure to have area integrated intensity and mean

grey value selected. Repeat this process for each cell.

20. Select all data in the Results window and copy and paste

into a spreadsheet file.

21. Calculate the corrected total cell fluorescence (CTCF):

CTCF (Integrate density = Area of selected cell x Mean

fluorescence of background readings).

22. Open the file containing data using statistical analysis

software to perform statistical analysis.

7. Statistical analysis

1. Open a New Project when a welcome dialog appears.

2. Choose the type of graph and medium with SD.

3. Apply the values obtained from the experimental results

to the table.

4. Select Descriptive Statistics and choose the option

column Statistics [all tests] to analyze data distribution.

5. If data follow a Gaussian distribution, choose the t-

test to analyze samples by comparing two pairs. If the

distribution is non-Gaussian, analyze data using the

Mann-Whitney test.

6. Choose the best graph option for optimal data

representation.

Representative Results

This protocol described herein enables the evaluation of

cell migration and its associated mechanisms, such as actin

dynamics and adhesion, thereby providing a tool to determine

the migration of Leishmania-infected host cells within the

vertebrate host. The results presented here demonstrate that

this in vitro assay provides rapid and consistent indications of

changes in cellular adhesion, migration, and actin dynamics

prior to in vivo experimentation.

First, cells were successfully cultured following aseptic

techniques and lab protocols. Data generated via migration
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analysis using cell culture membrane inserts allowed

us to evaluate the migration of L. infantum-infected or

uninfected human dendritic cells. DAPI staining permitted

the facile visualization of migratory cells, enabling us

to discriminate between infected and non-infected cells

as staining procedures incorporate both dendritic cell

and parasite nuclei. Infected cells can be identified by

visualizing the large macrophage nuclei and the number of

smaller amastigote nuclei clustered around each macrophage

nucleus. Next, infected cells (L. infantum infected group) and

uninfected cells (control group) were then counted for each

field of vision using a manual counter. Finally, the number

of migratory infected cells was compared to the number of

uninfected cells (control group) that migrated. Our results

indicate higher rates of cell migration following L. infantum

infection when compared to non-infected controls (Figure 1).

The evaluation of actin dynamics and the formation of

adhesion complexes, factors critical to cellular migration,

allows for an enhanced understanding of how infection may

modulate host cell migration. To assess these mechanisms,

we performed immunostaining for molecules involved in

actin dynamics (phalloidin, Rac1, Cdc42, and RhoA)

and adhesion complex formation (FAK and paxillin). The

expression of each protein was evaluated using confocal

microscopy. The differences in protein expression were

assessed by comparing the fluorescence intensity between

infected and uninfected cells for each protein analyzed.

Our results demonstrate actin polymerization in infected

and non-infected cells and the formation and localization of

adhesion complexes. DAPI staining enabled the identification

of infected cells through the staining of parasite nuclei.

Fluorescence analysis indicated increased FAK and paxillin

expression in DCs following L. infantum infection (Figure

2). To evaluate the organization of actin filaments in DCs,

actin was labeled with fluorescent phalloidin. The resulting

images revealed more areas with actin polymerization, yet

no differences in phalloidin staining comparing infected and

non-infected cells (Figure 3A). However, considering that the

structure of actin is highly dynamic, the evaluation of actin-

associated molecules may provide additional insight into the

organization of this structural protein. Thus, we evaluated

the expression of Rho GTPase proteins. Although phalloidin

staining yielded similar results in infected and non-infected

cells, increases were noted in Rac1, Cdc42 and RhoA

expression after L. infantum infection when compared to

uninfected controls (Figure 3B,C,D). These results reinforce

the need for further investigation of molecules involved

in actin polymerization to gain a more comprehensive

understanding of its associated dynamics.
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Figure 1: Evaluation of dendritic cell migration in L. infantum infection. Dendritic cells were infected by L. infantum at a

ratio of 20:1 for 4 h. At 6, 12, 24 or 48 h after infection, dendritic cells could migrate in the presence of CCL3 chemoattractant

through the cell culture insert system for an additional 4 h. Migrating cells were washed, fixed, and stained with DAPI. Bars

represent numbers of migratory cells after L. infantum infection from random counts in 10 fields using confocal microscopy.

Each dot represents one cell. *p<0.05 (Student's t-test). Please click here to view a larger version of this figure.



142 

 

 

Copyright © 2021  JoVE Journal of Visualized Experiments jove.com August 2021 • 174 •  e62461 • Page 12 of 17

 

Figure 2: Evaluation of adhesion complex formation in L. infantum-infected dendritic cells. Dendritic cells infected or

not with L. infantum were stained with anti-pFAK or anti-paxillin antibodies. (A) Fluorescence intensity of FAK expression. (B)

Fluorescence intensity of paxillin expression. For each group, 30 cells were analyzed using FIJI software. Red: anti-pFAK,

or anti-paxillin; Blue: DAPI; Grayscale: differential interference contrast (DIC). Scale bar = 0.18 inches. *p<0.05 (Student's t-

test). Please click here to view a larger version of this figure.
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Figure 3: Evaluation of actin dynamics in L. infantum-infected dendritic cells. Dendritic cells infected or not with L.

infantum were stained with anti-Rac1, anti-RhoA and anti-Cdc42 antibodies or fluorescent phalloidin. (A) Fluorescence

intensity of phalloidin expression (green). (B) Fluorescence intensity of Rac1 expression (red). (C) Fluorescence intensity of

Cdc42 expression (red) (D) Fluorescence intensity of RhoA expression (red). For each group, 30 cells were analyzed using

FIJI software. Red: anti-Rac1 or anti-Cdc42; Green: anti-RhoA or phalloidin; Blue: DAPI; Grayscale: differential interference

contrast (DIC). Scale bar = 0,18 inches. *, p<0,05 (Student's t-test). Please click here to view a larger version of this figure.

Discussion

The method described here for evaluating cell migration using

the cell culture membrane inserts system allows researchers

to study the migratory response of cells in a two-dimensional

environment. In this technique, some steps are considered

critical. Firstly, the differentiation of human DCs and infection

with Leishmania are determinative since the infection rate is

donor-dependent. Using more than one donor per experiment

and healthy Leishmania cultures will allow for more consistent

results. It is also crucial that parasites be maintained in

host animals, which favors the selection and maintenance of

virulent strains and the ability to readily colonize host cells.

Following DC differentiation, we recommend checking the

expression of surface markers CD80 and CD11c to verify

that the cells being used in experimentation are, in fact,

dendritic cells. Despite variability in infection rates, increased

DC migration following L. infantum infection was observed in

all experiments.

The cell culture membrane inserts system assay, employed

herein, entails cell migration through a porous polycarbonate

membrane from the upper to the lower compartment of the

cell culture membrane inserts system. A chemoattractant is

placed in the bottom of each well to direct cell migration

through the porous membrane during incubation36 . It is
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important to use an appropriate pore size for the cell type of

interest. For DCs, we used a cell culture membrane inserts

system with a 5μm pore size. Of note, after the fixation step,

the surfaces of the insert membranes were scraped with a

swab to remove cells that had not migrated. This step was

implemented to ensure that only those cells that successfully

migrated through the membrane were evaluated. Another

critical point that warrants consideration is the use of DAPI

staining, a rapid procedure that allows investigators to not

only identify host cells but also parasite nuclei, thus enabling

the convenient identification of infected cells.

Although the cell culture membrane inserts system

has been extensively used as an effective tool

for assessing migration28,36 ,37 ,38,39 , there are some

limitations associated with this technique. During cell washing

and fixation steps, less-adherent cells may be lost when

analyzing the membrane, resulting in an underestimation

of the number of cells that migrated. Another limitation is

time related. After long incubation periods, gradient loss may

occur due to diffusion through the porous membrane. Thus,

this system should be considered more efficient for shorter

incubation periods36 . On the other hand, the use of the cell

culture membrane inserts system is advantageous compared

to other methods such as the scratch assay or random

migration since it allows the study of directional migration in

the presence of a chemoattractant.

Another essential component of this protocol is the use

of immunofluorescence to investigate mechanisms involved

in cellular migration, such as adhesion complex formation

and actin dynamics. This technique allows investigators to

visualize specific targets in tissues or cells using specific

antibodies for proteins of interest. In this protocol, to

assess cellular adhesion, we evaluated the expression

of phosphorylated FAK and paxillin, both crucial proteins

involved in the formation of adhesion complexes in

different cell types, including leukocytes13 , and consequently

excellent tools for studying cell adhesion. Previous studies

have shown that increased FAK signaling promotes cellular

motility11 . Also, the use of this technique to evaluate cell

adhesion does not require the use of more labor-intensive

techniques, such as the use of inflamed connective tissue26 .

The phalloidin staining technique40,41  provides information

about the expression of polymerized actin, F-actin, and

the regions of cells with higher polymerization rates. To

gain further insight into actin dynamics in L. infantum-

infected cells, we also evaluated the expression of Rac1,

Cdc42, RhoA, and Rho GTPase, which participate in the

polymerization of actin filaments42 . The expression of these

molecules was also performed using immunofluorescence.

This technique is not only an alternative to the use of

transgenic mice expressing fluorescent actin28  but also

provides further information about molecules modulated

during the actin polymerization process.

Several factors can affect immunofluorescence quality and

efficacy. Antibody dilution, for example, when not carefully

determined, can impair the acquisition of images and lead

to non-specific staining due to elevated levels of background

signals. Samples must also always be protected from light to

avoid any loss of cell fluorescence or staining43 .

In summary, here we describe an in vitro protocol that allows

for the evaluation of cell adhesion and migration processes

in the context of Leishmania infection. Our primary focus was

on DCs, which are known to play a significant role in the

immunopathogenesis of leishmaniasis; however, how these

cells participate in parasite dissemination in the vertebrate

host remains poorly understood. This protocol can also be
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modified to investigate cellular migration in other types of

host cells for the investigation of other species of intracellular

parasites. Also, extracellular matrix, such as collagen I or

Matrigel, can be added to the cell culture membrane inserts

system to evaluate 3D migration and cellular invasion in

different fields of study.
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Anexo C - Manuscrito 3: In vitro differentiation of human dendritic cells and their  

                  markers in Leishmania infection 

 

Abstract: Leishmaniasis comprises a collection of clinical manifestations associated with the 

infection of obligate intracellular protozoans, Leishmania. The life cycle of Leishmania 

parasites consists of two alternating life stages (amastigotes and promastigotes), during which 

parasites reside within either arthropod vectors or vertebrate hosts, respectively. Notably, the 

complex interactions between Leishmania parasites and several cells of the immune system 

largely influence the outcome of infection. Importantly, although macrophages are known to 

be the main host niche for Leishmania replication, parasites are also phagocytosed by other 

innate immune cells, such as neutrophils and dendritic cells (DCs). DCs play a major role in 

bridging the innate and adaptive branches of immunity and thus orchestrate immune responses 

against a wide range of pathogens. The mechanisms by which Leishmania and DCs interact 

remain unclear and involve aspects of pathogen capture, the dynamics of DC maturation and 

activation, DC migration to draining lymph node (dLNs), and antigen presentation to T cells. 

Although a large body of studies support the notion that DCs play a dual role in modulating 

immune responses against Leishmania, the participation of these cells in susceptibility or 

resistance to Leishmania remains poorly understood. After infection, DCs undergo a maturation 

process associated with the upregulation of surface major histocompatibility complex (MHC) 

II, in addition to costimulatory molecules (namely, CD40, CD80, and CD86). Understanding 

the role of DCs in infection outcome is crucial to developing therapeutic and prophylactic 

strategies to modulate the immune response against Leishmania. This paper describes a method 

for the characterization of Leishmania-DC interaction. This detailed protocol provides guidance 

throughout the steps of DC differentiation, the characterization of cell surface molecules, and 

infection protocols, allowing scientists to investigate DC response to Leishmania infection and 

gain insight into the roles played by these cells in the course of infection. 

 

Keywords: Leishmania,dendritic cell, markers 
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Abstract

Leishmaniasis comprises a collection of clinical manifestations associated with the

infection of obligate intracellular protozoans, Leishmania. The life cycle of Leishmania

parasites consists of two alternating life stages (amastigotes and promastigotes),

during which parasites reside within either arthropod vectors or vertebrate hosts,

respectively. Notably, the complex interactions between Leishmania parasites and

several cells of the immune system largely influence the outcome of infection.

Importantly, although macrophages are known to be the main host niche for

Leishmania replication, parasites are also phagocytosed by other innate immune cells,

such as neutrophils and dendritic cells (DCs).

DCs play a major role in bridging the innate and adaptive branches of immunity

and thus orchestrate immune responses against a wide range of pathogens. The

mechanisms by which Leishmania and DCs interact remain unclear and involve

aspects of pathogen capture, the dynamics of DC maturation and activation, DC

migration to draining lymph node (dLNs), and antigen presentation to T cells.

Although a large body of studies support the notion that DCs play a dual role in

modulating immune responses against Leishmania, the participation of these cells in

susceptibility or resistance to Leishmania remains poorly understood. After infection,

DCs undergo a maturation process associated with the upregulation of surface major

histocompatibility complex (MHC) II, in addition to costimulatory molecules (namely,

CD40, CD80, and CD86).

Understanding the role of DCs in infection outcome is crucial to developing therapeutic

and prophylactic strategies to modulate the immune response against Leishmania.

This paper describes a method for the characterization of Leishmania-DC interaction.

This detailed protocol provides guidance throughout the steps of DC differentiation, the

characterization of cell surface molecules, and infection protocols, allowing scientists
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to investigate DC response to Leishmania infection and gain insight into the roles

played by these cells in the course of infection.

Introduction

Leishmaniasis constitutes a complex of neglected

diseases caused by different species of the Leishmania

genus1 . Leishmania is an intracellular protozoan of the

Trypanosomatidae family that infects humans and other

mammals, causing a spectrum of diseases ranging from skin

lesions to visceral forms2 . The main clinical manifestations of

this disease are tegumentary leishmaniasis (TL) and visceral

leishmaniasis (VL). The World Health Organization (WHO)

estimates that 700,000 to 1 million new cases occur annually,

causing 70,000 deaths each year2 . Worldwide, leishmaniasis

affects approximately 12 to 15 million people, and 350 million

are at risk of contracting the disease3 .

The genus Leishmania presents two evolutionary forms:

the promastigote and the amastigote4 . Leishmania

promastigotes are characterized by the presence of flagella

and high motility. These forms are found in the digestive

tract of the sand fly, where they undergo differentiation into

the infective form (metacyclic promastigotes)5 . By contrast,

amastigotes are found in the intracellular environment of

infected mammalian cells. This evolutionary form, in turn,

replicates in the phagolysosomes of phagocytic cells6 .

The transmission cycle of Leishmania spp. starts

during blood-feeding, when sandflies inoculate metacyclic

promastigotes into the host's skin1 . Shortly after Leishmania

inoculation, innate immune cells, including neutrophils and

tissue-resident macrophages, phagocytize the parasites.

Inside parasitophorous vacuoles, Leishmania differentiate

into amastigotes and replicate, culminating in the rupture

of the host cell membrane, which allows the infection

of neighboring cells and parasite spread4 . The cycle is

completed when phlebotomines ingest amastigote-containing

phagocytes, which differentiate into procyclic promastigotes

and later into metacyclic promastigotes in the insect's

intestinal tract7 .

Dendritic cells, professional antigen-presenting cells found in

tissues and lymph nodes, act as a sentinel for the immune

system8 . These cells are found in peripheral tissues at

immature stages, mainly involved in antigen capture and

processing. After contact with pathogens, DCs undergo a

maturation process that culminates in their migration to the

lymph nodes, subsequently presenting antigens to naïve

CD4+  T cells. These cells are also essential in orchestrating

the innate and adaptative immune responses that generate

tolerance or inflammation9 . The DC maturation process

involves several aspects, including increased expression

of MHC and costimulatory molecules, such as CD40 and

CD86, as well as enhanced cytokine secretion. DCs express

different markers, including CD11b and CD11c, and, in

humans, the DCs that originate from CD14+  monocytes

(moDCs) express CD1a10 . CCR7 is highly expressed on DCs

and indicates the complex migratory process of these cells12 .

CD209 and CD80 also play an important role in the initial

contact with DCs and lymphocytes13 .

In leishmaniasis, studies suggest that moDCs phagocytose

parasites and deliver them to the draining lymph nodes

(dLNs), where they present antigens to T cells13 . The

parasite capture mechanism is associated with cytoskeletal

reorganization by actin filaments during phagocytosis, which
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promotes the internalization of the parasite14 . Most studies

concerning the roles exercised by DCs in leishmaniasis have

focused on L. major, L. amazonensis, and L. braziliensis15 .

Interestingly, in vivo studies of Leishmania infection have

demonstrated that the impairment of DC function occurs in a

parasite strain-specific manner.

It has been demonstrated that during the early stages of L.

amazonensis infection, DCs exhibit a decreased ability to

constrain parasite infection. Conversely, in an experimental

model of L. braziliensis infection, DCs were shown to mount

appropriate immune responses that restricted Leishmania

survival16 . The chief aspects known to be associated with

differential responses to Leishmania spp. infection are the

degree of DC maturation and activation. This paper describes

a method to investigate the role human DCs play in

Leishmania infection to further understand how these cells

influence disease outcomes.

Protocol

NOTE: Cells were obtained from healthy donor volunteers.

The procedure described herein was approved by the

National Ethics Committee (number 2.751.345)-Fiocruz,

Bahia, Brazil).

1. Differentiation of human dendritic cells

1. Pipette 10 mL of polysucrose-sodium triazoate mixture in

50 mL conical tubes.

2. Label the 50 mL conical tubes respectively for each

donor.

3. Collect 30 mL of blood from healthy donors and perform

all subsequent steps in the laminar flow hood.

4. Carefully transfer the blood into the conical tubes and

dilute the blood in saline solution (0.9% sodium chloride)

at a ratio of 1:1 at room temperature.

5. Overlay the slowly diluted blood onto the polysucrose-

sodium triazoate mixture in the tubes (step 1.1).

Centrifuge the tubes once at 400 × g for 30 min at 25 °C.
 

NOTE: Turn off the brake before centrifugation to prevent

the mixing of gradient layers. After the first centrifugation,

decrease the temperature to 4 °C in the centrifuge.

6. Carefully take the tubes out from the centrifuge.

7. Look for the ring formed by peripheral blood mononuclear

cells (PBMCs) in the sample (buffy coat); aspirate the

residual plasma carefully with a pipette.
 

NOTE: Centrifugation leads to the formation of the

following gradient layers: erythrocytes, density gradient

medium, PBMC ring, and plasma. The PBMC ring is

between the density gradient medium and the plasma

layers.

8. Transfer the cloudy PBMC layer to another tube and add

saline to a final volume of 30 mL.

9. Centrifuge the tubes containing the cell suspensions at

250 × g for 10 min at 4 °C. Discard the supernatant and

add 1 mL of saline to resuspend the pellet.

10. Collect an aliquot for cell counting and dilute it 1:1,000.

Use 10 µL of the diluted cells for counting the cells by

trypan blue exclusion method using a Neubauer chamber

to determine cell viability.

11. Spin the suspension again at 200 × g for 10 min under

4 °C.

12. Resuspend the pellet in magnetic-activated cell sorting

(MACS) buffer. Use 80 µL of the buffer per 1 × 107  cells.
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NOTE: See Table 1 for the MACS buffer composition.

Keep the buffer cold and store it at 2-8 °C.

13. Add CD14 microbeads to the cell suspension prepared

in step 1.9. Use 20 µL of CD14 microbeads per 1 × 107

cells.
 

NOTE: CD14 microbeads are used to positively select

human monocytes from PBMCs, as beads containing

human anti-CD14 bind to CD14+  cells expressed on the

surfaces of most monocytes.

14. Pipette up and down to resuspend the pellets and

microbeads uniformly. Keep on ice for 15 min.

15. Centrifuge the suspension at 300 × g for 10 min at 4 °C.

16. Resuspend the cells in MACS buffer. Use 1-2 mL per 1

× 107  cells in the cell-microbead mixture.

17. Centrifuge the suspension at 300 × g for 10 min at 4 °C.

18. Remove the supernatant and resuspend the pellet in 500

µL of MACS buffer.
 

NOTE: This is the maximum volume of the cell

suspension to be processed in one column.

19. Assemble the magnetic column.

20. Wash the column once with 500 µL of MACS buffer and

allow the buffer to flow under gravity through the column.
 

NOTE: Take care not to allow the column to become dry,

as air can obstruct the column.

21. Add 500 µL of the cell-bead suspension (step 1.19) per

column. Allow the cell suspension to flow under gravity

through the column.

22. Wash the column with 500 µL of MACS buffer (2x). Add

fresh buffer only when the column reservoir is empty. Do

not let the column dry.

23. Place a new tube underneath the column, pipette 1 mL of

the MACS buffer onto the column, and immediately flush

the magnetically labeled cells out of the column by firmly

pushing the plunger.

24. Centrifuge the CD14 enriched cells at 300 × g for 10 min

at 4 °C.

25. Count the cells using a Neubauer chamber.

26. Resuspend the cells in 1 mL of complete RPMI with 100

µL/mL of interleukin-4 (IL-4) ( (50 ng/mL) + granulocyte-

macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF) (50 ng/

mL).

27. Seed cells on a 24-well plate at a concentration of 2 ×

105  cells per well in 500 µL of complete RPMI medium

containing the above cytokines and incubate for 7 days

at 37 °C.

2. Leishmania  culture

NOTE:  L. amazonensis (MHOM/BR88/Ba-125) parasites

were used in this assay.

1. Maintain promastigotes on Novy-Nicolle-MacNeal (NNN)

blood agar medium with 5 mL of Schneider's complete

medium or Minimum Essential Medium (MEM) in a 25

cm2  culture bottle in a Bio-Oxygen Demand (BOD)

incubator at 24 °C.
 

NOTE: To cultivate the promastigote form of the L.

amazonensis species, 5 mL of Schneider's complete

medium (Schneider ́s Insect Medium containing 10%

inactivated fetal bovine serum (FBS) and gentamicin at a

concentration of 50 µg/mL) was used.

2. Incubate for 7 days at 24 °C in the BOD incubator.

3. Pipette 100 µL of promastigote culture into a new 25 cm2

cell culture flask.
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4. Add 5 mL of the supplemented MEM.

5. Incubate at 24 °C in the BOD incubator and periodically

count the promastigotes by transferring an aliquot of

saline-diluted parasite cell suspension into a Neubauer

chamber (i.e., hemocytometer) until stationary phase has

been reached.
 

NOTE: Do not use the first passage post-NNN Medium

for experiments.

6. Transfer 1 × 105  of Leishmania stationary growth phase

promastigotes into a new 25 cm2  cell culture flask and

add 5 mL of the supplemented MEM.

7. Periodically monitor the growth of cultures using

a Neubauer chamber until the stationary phase is

achieved.
 

NOTE: Use promastigote cultures for up to 7 passages

in vitro to avoid loss of virulence.

3. Leishmania infection

1. After verifying stationary-phase growth of cultured

parasites, remove all contents from culture bottles and

place them in 50 mL conical tubes. Add cold saline

solution to achieve a final volume of 30 mL.

2. Centrifuge for 10 min at 4 °C at 1,600 × g three times.

Discard the supernatant following centrifugation and

resuspend the pellet in a cold saline solution.

3. Wash the cells to remove any non-viable parasites, and

resuspend the pellet in 1 mL of cold saline. Pass the

suspension 5 times slowly through a 1 mL syringe fitted

with a 16 G needle to separate parasite clusters.

4. Remove an aliquot from the sample to count parasite

concentration in a hemocytometer using Eq (1).
 

Parasite concentration = mean of parasites in 4

quadrants × dilution factor × 104  (1)

5. Calculate the amount of Leishmania sp. required for the

number of host cells to be plated to maintain a 10:1

parasite: host cell ratio (step 1.27).

6. Wash the DCs by adding 1 mL of saline solution and

centrifuging the cells three times at 300 × g for 10 min at

room temperature.

7. Place the required volume of Leishmania in each well of

the 24-well cell culture plate (see step 3.5).

8. Incubate the DCs with parasites for 4 h in an incubator at

37 °C in a 5% CO2 atmosphere.

4. Immunostaining for flow cytometry analysis

1. After infection, wash cells twice with 1 mL of saline

solution to remove any non-internalized parasites.
 

NOTE: The panel with antibody clones and

fluorochromes is listed in the Table of Materials.

2. Dilute antibodies (1:50) in fluorescence-activated cell

sorting (FACS) buffer (1x PBS with 1% BSA) at a final

volume of 50 µL per experimental condition.
 

NOTE: It is important to titrate antibodies

before experimentation to ensure optimal staining

concentrations. In this protocol, 1:50 was used after

titration experiments.

3. Prepare a master mix (1x PBS with 1% BSA + antibody

mix). Vortex and pipette 50 µL of the mix in wells

containing cells.

4. Briefly incubate the DCs with the antibody mix (anti-

human CD1a, anti-human CCR7, anti-human CD83,

anti-CD11c, anti-human CD209, anti-human HLA-DR)

on ice for 30 min, protected from light.
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5. Wash cells twice with 1 mL of cold staining buffer (1%

FBS in 1x PBS) and centrifuge at 300 × g for 5 min at

4 °C.

6. Aspirate the supernatant and resuspend the pellet in 200

µL of cold staining buffer.

7. Proceed with data acquisition on a flow cytometer.
 

NOTE: To ensure optimal conditions for FACS analysis,

data acquisition should be performed within 48 h after

sample staining. Data were analyzed using FlowJo

software.

1. Open the FlowJo software program and create a

new workspace. Add the flow cytometry files to

be analyzed by dragging them into the workspace

window.

2. Click on the tube name to select side scatter (SSC)

and forward scatter (FSC) parameters.
 

NOTE: Flow cytometric analysis of DC maturation

was based on the expression of CD1a, CD11c,

CD80, CCR7, CD209, and HLA-DR.

3. Using the polygon gating tool, draw a gate around

the DCs. Double-click on the selected gated cells to

display a new window. Perform doublet cleanup by

selecting the FSC-A and FSC-H parameters. Using

the polygon tool, draw a new plot around individual

cells.

4. Double-click on the gated cells and select SSC and

CD11c parameters to generate a gate containing

CD11c+  cells.

5. Export the cleaned CD11c+  cell gate by selecting

it. Right-click on the gate and select the Select

equivalent nodes option. Right-click and export

the gate along with all compensated parameters by

saving it to a recently created folder.

6. Create a new workspace by opening the recently

saved files. Click on Workspace and select plugins

| Downsample | 30,000 to 50,000 events; press

OK.
 

NOTE: As TSNE is both a time-consuming and

computationally demanding process, this step is

recommended to reduce the total number of

analyzed events.

7. Right-click on a downsampled file and select

equivalent nodes.

8. Right-click on a downsampled file and select Export/

concatenate.

9. Click on the concatenate window and select

all compensated parameters. Select the

concatenated files and click on workspace | plugin

| tSNE.

10. Select the desired parameters (CD1a, HLA-DR,

CCR7, CD80, CD209, and CD11c) to create

clusters. Press OK.

11. Click on the concatenated file to visualize the tSNE1

and tSNE2 parameters.

5. Actin immunostaining

1. Plate infected DCs on coverslips placed in 24-well plates.

Centrifuge the plates at 300 × g at 4 °C for 10 min.

Wash cells 3x with sterile saline after infection at room

temperature to remove any extracellular parasites.

2. Incubate the DCs with 500 µL of 4% paraformaldehyde

for 15 min at room temperature. Remove the

paraformaldehyde and add 1 mL of saline (see Table 1).
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6. Immunolabeling

NOTE: Perform the following steps under agitation.

1. Wash the coverslips with 1x PBS for 5 min; repeat 3x.

Add 500 µL of ammonium chloride solution per well;

incubate for 10 min at room temperature.

2. Wash the coverslips with 1x PBS for 5 min; repeat 3x.

3. Permeabilize the membrane with 0.15% Saponin for 15

min.

4. Block for 1 h with 1x PBS 1x/3% BSA/0.15% saponin.

Wash the coverslips with 1x PBS/0.15% saponin for 5

min; repeat 3x.

5. Incubate the cells for 1 h with phalloidin (1:1,200] diluted

in 1x PBS/1% BSA/0.15% saponin. Wash the coverslips

with 1x PBS/0.15% saponin for 5 min; repeat 3x.

6. Place the coverslips with cells facing down on

mounting medium with 4',6-diamidino-2-phenylindole

(DAPI). Cover the slides with aluminum foil to protect

them from light.

7. Acquire images using a confocal fluorescence

microscope with a 63x/1.4 objective.

7. Confocal microscopy acquisition and Fiji

quantification

1. Capture immunofluorescence images using a confocal

laser scanning microscope (see the Table of Materials).
 

NOTE: For best resolution, use a 63x objective oil

immersion lens.

2. Protect the coverslips from light and leave them at room

temperature for at least 30 min prior to acquisition.

3. Use absorbent tissue to clean the coverslips. Add a drop

of immersion oil to the objective and place the slide on the

microscope stage. Select the 63x objective with oil, raise

the platform until the oil touches the slide, and adjust the

focus on the microscope.

4. Open the program and activate the laser wavelengths of

488, 552, and 405 nm.

5. Set the image resolution to 1024 x 1024 pixels.

6. Click on live bottom, set the Z stack, and press Begin.

Repeat this process and then press the End button.

7. Wait for the image acquisition to complete, and then

select the option Maximum Projection in tools.

8. Save the experiment, and export the .lif format images to

a computer.

9. Open the FIJI program, open the experiment in FIJI, and

set the view stack to Hyperstack.

10. Select open image files individually | stitch tiles.

11. Select the free hand tool in the Fiji toolbar and trace

each cell carefully by hand. Press analyze | measure to

visualize fluorescence intensity. Repeat this process for

each cell type per group.

12. Save the measurements and export them to a

spreadsheet. Open the file containing data using

statistical analysis software (see the Table of Materials)

to perform statistical analysis.

8. Statistical analysis

1. Open a new project in the software.

2. For data with normal distribution, use Student's t-test; for

nonparametric data, use the Mann-Whitney U test.

3. Paste the values obtained from the experimental results

in the table.



156 

 

Copyright © 2022  JoVE Journal of Visualized Experiments jove.com April 2022 • 182 •  e62794 • Page 8 of 14

4. Select descriptive statistics and choose the option

column statistics [all tests] to analyze data distribution.
 

NOTE: If the data follow Gaussian distribution, choose

t-test to examine samples by comparing two pairs. If

the distribution is non-Gaussian, analyze data using the

Mann-Whitney U test with central tendency measures

(means or medians) and measures of variation.

5. Choose the best graph option for optimal data

representation.

Representative Results

This report investigates the role of DCs in Leishmania

infection using flow cytometry and confocal microscopy.

Initially, the phenotypic profile of the human monocyte-

derived DC was established. Notably, the obtained CD11c+

dendritic cell populations were positive for CCR7, CD209,

CD80, CD1a, and HLA-DR. The results indicate that

the expression of these markers in DC populations is

profoundly impacted by Leishmania infection. Infected DCs

exhibited augmented CD80, CD209, CCR7, and HLA-DR

expression. However, downregulation of CD1a was also

observed in L .amazonensis-infected DCs. Additionally,

principal component analysis revealed substantial differences

in the expression of these molecules (Figure 1B-D). The

T-Distributed Stochastic Neighbor Embedding (t (tSNE)

algorithm, a dimensionality reduction technique, was

employed to better visualize how Leishmania infection affects

the expression of maturation-related molecules.

Of note, the tSNE density plots show that infected DCs

present differential HLA-DR and CD80 expression, which

further suggests the upregulation of molecules involved

in antigen presentation (Figure 2). To visualize DCs, F-

actin immunostaining was performed by labeling the cells

with fluorescent phalloidin. To observe L. amazonensis

infection inside DCs, nuclear staining (DAPI) was used to

compare Leishmania-infected cells with non-infected cells

(Figure 3). The kinetic analysis of hDC infection involving L.

amazonensis promastigotes (10:1) indicates the percentage

of infected cells and the number of parasites per infected

cell at 4 h after infection. Cells were then washed and re-

incubated for 6, 12, or 24h. On average, 4-5 parasites were

observed per DC in ~55% of the infected cells.
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Figure 1: Marker-based human DC characterization after Leishmania amazonensis infection; gating strategy for

selection of CD11c+ . (A) Assessment of costimulatory molecule MFI. (B) Heatmap and (C) principal component analysis

of costimulatory molecule MFI values. (D) Representative histograms and scatter plots depicting MFI for each molecule.

Abbreviations: DC = dendritic cell; MFI = median fluorescence intensity; SSC-A = side scatter area; FSC-A = forward scatter

area; FSC-H = forward scatter height. Please click here to view a larger version of this figure.



158 

 

Copyright © 2022  JoVE Journal of Visualized Experiments jove.com April 2022 • 182 •  e62794 • Page 10 of 14

 

Figure 2: Leishmania-induced DC surface molecular expression. In-depth characterization of DC maturation landscape

induced by Leishmania infection. Briefly, monocyte-derived DCs were obtained after 7 days of differentiation with GM-CSF

and IL-4. Fully differentiated DCs were infected with L. amazonensis and then stained with a panel of maturation FACS

antibodies. TSNE, a dimensionality reduction technique, was employed to perform a high dimensional analysis of flow

cytometry data. Abbreviations: DC =dendritic cell; GM-CSF = granulocyte-macrophage colony-stimulating factor; FACS =

fluorescence-activated cell sorting; IL-4 = interleukin-4; TSNE = T-Distributed Stochastic Neighbor Embedding. Please click

here to view a larger version of this figure.
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human dendritic cell; DAPI = 4',6-diamidino-2-phenylindole; DIC = differential interference contrast. Please click here to view

a larger version of this figure.

MACS buffer

EDTA 2 mM

PBS 1x

BSA 0.5%

  Phosphate-buffered saline (PBS) 1x

Ammonium chloride solution: 0.134 g of NH4Cl

Saponin 15%

 150 mg of saponin in 1 mL of 1x PBS

1 mL of 15% saponin in 100 mL of 1x PBS

  10% Bovine serum albumin

100 mg – 1 mL → 10%

1 g – 100 mL → 1%

For 10% BSA - 1 g of BSA in 10 mL of 1x PBS

1x PBS/ 1% BSA / 0.15% Saponin: 20 mL of 1x PBS
 

2 mL of 10% BSA
 

200 µL of 15% Saponin

  1x PBS/ 3% BSA / 0.15% Saponin: 20 mL of 1x PBS ; 6 mL of 10% BSA ; 200 µL 15% Saponin

  1x PBS / 0.3% BSA / 0.15% Saponin: 20 mL PBS; 0.6 mL of 10% BSA; 200 µL of 15% Saponin

Table 1: Compositions of solutions used in this protocol.

Discussion

Leishmaniasis is a severe public health problem worldwide.

The pathogenesis of this disease is quite complex, and the

mechanisms favoring parasite survival in vertebrate hosts

remain elusive17 . DCs are professional antigen-presenting

cells found throughout the body, including filtering and

lymphoid organs. Following antigen capture and processing,

immature DCs undergo a complex maturation process

that culminates in their migration to lymph nodes, where

these cells are responsible for presenting antigens to T

lymphocytes18 . This maturation process is characterized

by increased MHC-class II molecular expression, notably

CD11c, CD86, CD80, and CD1a19 . In leishmaniasis,
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monocyte-derived DCs phagocytose parasites and deliver the

cargo to dLNs, inducing antigen presentation to T cells13 .

This paper describes a concise protocol that enables

the investigation of the impact of Leishmania on the

immunobiological functioning of DCs in an in vitro model

of infection. This protocol encompasses the use of state-

of-the-art immunological techniques, including the obtaining

and differentiation of human monocytes into DCs, as well

as DC characterization via flow cytometry and confocal

microscopy14 . Initially, monocytes were purified from the

PBMCs of healthy donors. The use of a positive selection

method, such as anti-human CD14 microbeads, ensures a

high degree of purity (>95%) of differentiated moDCs. These

cells are incubated with anti-human CD14 microbeads that

bind the antibody to CD14-positive cells in the sample, which

are then separated by a high-gradient magnetic field inside

the column of a magnetic cell separator20 .

Notably, the in vitro differentiation of human monocytes into

DCs requires the addition of GM-CSF and IL-4. GM-CSF

is a pleiotropic growth factor that not only downregulates

the expression of macrophage colony-stimulating factor (M-

CSF) but also inhibits M-CSF-induced differentiation into

macrophages. In addition, IL-4 acts by inhibiting macrophage

colony formation, considered a suitable method for culturing

moDCs in vitro21 . The present protocol proposes the use

of flow cytometry to assess DC differentiation by analyzing

the expression of maturation-related markers, such as CCR7,

CD209, CD80, CD1a, HLA-DR, and CD11c. Additionally,

high-dimensional flow cytometry techniques (e.g., t-SNE) are

used to precisely identify expression patterns influenced by

Leishmania infection22 . It is crucial to optimize the antibody

dilution during immunostaining.

Confocal microscopy constitutes an excellent tool to analyze

and quantify fluorescence intensity in human cells23 . It is

important to note that this assay requires careful manipulation

before the image acquisition such as washing the coverslips

gently and avoiding exposure to light. The main limitation of

this method is the acquisition of suitable image resolution

in confocal microscopy, which requires experience with

microscopy manipulation. However, this method can be

used to study the response of DCs to infection by different

pathogens. Alternatively, the steps described in this protocol

can also be extrapolated to other models of pathogen

infection.
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 Investigating the phagocytosis of Leishmania using confocal microscopy 

 

 

Abstract: Phagocytosis is an orchestrated process that involves distinct steps: recognition, 

binding, and internalization. Professional phagocytes take up Leishmania parasites by 

phagocytosis, consisting of recognizing ligands on parasite surfaces by multiple host cell 

receptors. Binding of Leishmania to macrophage membranes occurs through complement 

receptor type 1 (CR1) and complement receptor type 3 (CR3) and Pattern Recognition 

Receptors. Lipophosphoglycan (LPG) and 63 kDa glycoprotein (gp63) are the main ligands 

involved in macrophage-Leishmania interactions. Following the initial recognition of parasite 

ligands by host cell receptors, parasites become internalized, survive, and multiply within 

parasitophorous vacuoles. The maturation process of Leishmania-induced vacuoles involves 

the acquisition of molecules from intracellular vesicles, including monomeric G protein Rab 5 

and Rab 7, lysosomal associated membrane protein 1 (LAMP-1), lysosomal associated 

membrane protein 2 (LAMP-2), and microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3 (LC3). 

Here, we describe methods to evaluate the early events occurring during Leishmania interaction 

with the host cells using confocal microscopy, including (i) binding (ii) internalization, and (iii) 

phagosome maturation. By adding to the body of knowledge surrounding these determinants of 

infection outcome, we hope to improve the understanding of the pathogenesis of Leishmania 

infection and support the eventual search for novel chemotherapeutic targets. 
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Abstract

Phagocytosis is an orchestrated process that involves distinct steps: recognition,

binding, and internalization. Professional phagocytes take up Leishmania parasites

by phagocytosis, consisting of recognizing ligands on parasite surfaces by multiple

host cell receptors. Binding of Leishmania to macrophage membranes occurs through

complement receptor type 1 (CR1) and complement receptor type 3 (CR3) and Pattern

Recognition Receptors. Lipophosphoglycan (LPG) and 63 kDa glycoprotein (gp63) are

the main ligands involved in macrophage-Leishmania interactions. Following the initial

recognition of parasite ligands by host cell receptors, parasites become internalized,

survive, and multiply within parasitophorous vacuoles. The maturation process of

Leishmania-induced vacuoles involves the acquisition of molecules from intracellular

vesicles, including monomeric G protein Rab 5 and Rab 7, lysosomal associated

membrane protein 1 (LAMP-1), lysosomal associated membrane protein 2 (LAMP-2),

and microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3 (LC3).

Here, we describe methods to evaluate the early events occurring during Leishmania

interaction with the host cells using confocal microscopy, including (i) binding (ii)

internalization, and (iii) phagosome maturation. By adding to the body of knowledge

surrounding these determinants of infection outcome, we hope to improve the

understanding of the pathogenesis of Leishmania infection and support the eventual

search for novel chemotherapeutic targets.

Introduction

Leishmaniasis is a neglected tropical disease caused by

protozoan parasites of the genus Leishmania, resulting in a

broad spectrum of clinical manifestations in the vertebrate

host, including cutaneous leishmaniasis, mucocutaneous

leishmaniasis and visceral leishmaniasis1 . The World Health

Organization (WHO) estimates that over one billion people
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are at risk, with more than one million new cases reported per

year2 .

Leishmania spp. are obligate intracellular protozoans that

survive inside host cells, including monocytes, macrophages

and dendritic cells3 . Leishmania-macrophage interaction is

a complex process that involves multiple host cell receptors

and parasite ligands either through direct interaction

or by opsonization involving complement receptors4,5 .

Classical surface receptors, such as CR1, CR3, mannose-

fucose, fibronectin, toll-like and scavenger receptors,

mediate parasite attachment to macrophages6,7 ,8 . These

receptors recognize molecules on the surface of Leishmania,

including the 63 kDa glycoprotein (gp63) and glycolipid

lipophosphoglycan (LPG)9 . These are the most abundant

molecules on the surface of promastigotes and play

an essential role in the subversion of host immune

response, favoring the establishment of parasite infection

in mammalian cells10 . After parasite surface ligands

bind to macrophage receptors, F-actin accumulates on

mammalian cell surfaces, surrounding parasites as they are

phagocytosed. Subsequently, this leads to the formation

of a parasite-induced compartment termed parasitophorous

vacuole (PV), which presents phagolysosomal features11 .

Once inside these phagolysosomes, parasites undergo

several alterations essential to survival and multiplication3 .

The biogenesis of PVs is a highly regulated membrane

trafficking process critical to the intracellular survival of

this pathogen12 . The formation of this compartment results

from sequential fusion events between phagosomes and

compartments of the host endocytic pathway. Classical

cell biology studies have revealed that the maturation of

PVs involves the acquisition of monomeric G protein Rab

5 and Rab 7 proteins, which are mainly associated with

early and late endosome maturation, respectively13 . In

addition, these compartments acquire lysosome-associated

membrane proteins 1 and 2 (LAMP 1, LAMP 2), the

principal protein constituents of the lysosomal membrane and

microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3 (LC3), an

autophagosome marker14 . Despite apparent similarities, the

kinetics of PV formation15,16  and the morphology of these

compartments vary depending on Leishmania species. For

example, infection caused by L. mexicana or L. amazonensis

induces the formation of large compartments containing a

great number of parasites17 . By contrast, other species, such

as L. braziliensis and L. infantum, form smaller vacuoles that

normally contain only one or two parasites in each vacuole18 .

Despite this knowledge surrounding host cell-Leishmania

interaction, the initial events triggered by contact between

host receptors and parasite ligands have not been fully

elucidated. These events are known to be determinants of

the outcome of parasite infection and are dependent on

parasite species, the type of host cell receptors recruited

to recognize parasites and the activation of macrophage

signaling pathways19,20 . Therefore, it is essential to identify

the molecules involved in the biogenesis of Leishmania-

induced PVs and determine the role(s) played by these

molecules in infection establishment and outcome. Here,

we describe a method of monitoring early events occurring

during the phagocytosis of Leishmania, including binding,

internalization, phagosome formation and maturation. This

work could aid in clarifying the participation of PLC, Akt,

Rab5, Rab7 and LC3 in the formation of PVs induced by

different Leishmania species. Importantly, this protocol can

be used to investigate the participation of other proteins

involved in PV maturation. Future studies will expand the

knowledge surrounding mechanisms involved in Leishmania-
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host cell interaction and contribute to the design of novel

chemotherapeutic strategies.

Protocol

Cells were obtained from healthy donors following the

approval of procedures by the National Research Ethics

Committees (ID: 94648218.8.0000.0040).

1. Cell cultures

1. Human monocyte-derived macrophages
 

NOTE: To obtain human monocyte-derived

macrophages for in vitro differentiation into

macrophages, collect blood from healthy donors and

purify peripheral blood mononuclear cells (PBMC) as

described by D. English and B. R. Andersen21 .

1. After collecting peripheral blood (50 mL), pour it

into a heparinized tube and then dilute the blood

1:1 in a phosphate buffer solution (PBS) at room

temperature. Gently place diluted heparinized blood

on top of previously distributed density gradient

medium.

2. Centrifuge the tubes at 252 × g for 30 min at 24 °C

to avoid hemolysis.
 

NOTE: Set centrifuge break-off to avoid mixing of

gradient layers. After centrifugation, discontinuous

gradient layers are formed from the bottom to the

top: erythrocytes, density gradient medium, PBMC

ring and plasma.

3. Transfer the PBMC ring, located between the

density gradient medium and plasma layers, to a

new tube and fill with PBS to wash out excess

density gradient medium.

4. Wash cells once and centrifuge at 190 × g for 10 min

at 4 °C.

5. Discard the supernatant and resuspend pellet in 1

mL of complete RPMI medium.

6. Count the cells and plate 2 × 106  cells in 500

mL of Roswell Park Memorial Institute (RPMI)

supplemented with 25 mM N-[2-hydroxyethyl]

piperazine-N′-[2-ethane sulfonic acid] (HEPES), 2

g/L sodium bicarbonate, 2 mM glutamine, 20 g/

mL ciprofloxacin and 10% inactivated Fetal Bovine

Serum (FBS) (complete RPMI medium) for 7 days

at 37 °C under 5% CO2 in a 24-well plate to

allow monocytes to differentiate into macrophages

by adhesion.

2. THP-1 cultures

1. Grow THP-1 cell line at a concentration of 2 × 105

cells in 10 mL of complete RPMI medium in 75 cm2

culture flask.

2. Maintain cell cultures in an incubator at 37 °C under

5% CO2 for 7 days.

3. Centrifuge cells at 720 × g for 10 min at 4 °C and

resuspend the pellet in complete RPMI medium.

4. Count cells in a Neubauer chamber.

5. Plate cells on 13 mm glass coverslips at a

concentration of 2 × 105  cells per well in 500 μL of

complete RPMI medium containing 100 nM phorbol

myristate acetate (PMA) at 37 °C under 5% CO2 to

allow differentiation of THP1 cells into macrophages.

6. After three days, wash twice cells with 0.9% NaCl

solution to remove medium containing PMA.
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7. Incubate differentiated THP-1 cells in PMA-free

complete RPMI medium at 37 °C under 5% CO2 for

an additional 2 days before starting experimentation.

2. Parasite cultures and CellTracker Red staining

NOTE: To visualize parasites through fluorescence

microscopy, perform staining using CellTracker Red

fluorescent dye (CMTPX). Alternatively, other markers,

including carboxyfluorescein can be used in accordance

with manufacturer instructions or promastigotes constitutively

expressing GFP, RFP, or other fluorescent reporter genes.

Parasites used to infect cells are those at stationary phase

of growth obtained from a promastigote axenic culture of no

more than 7 passages.

1. Grow Leishmania spp. promastigotes at 1 x 105

parasites per 1,000 μL of medium in a cell culture flask

containing 5 mL of Schneider's medium supplemented

with 50 μg/mL gentamicin and 10% FBS.

2. After incubating parasite axenic cultures in a biochemical

oxygen demand (B.O.D.) at 24 °C, perform daily counting

in a Neubauer chamber. Check for parasite form (thin,

elongated) and mobility for 5 days. Parasites are

considered in stationary phase of growth when two

consecutive counts with 8 hours of interval display similar

amounts.

3. Upon reaching the stationary phase of growth, incubate

the parasites in 4 mL of 0.9% NaCl solution with 1 μM

CMTPX for 15 min at 37 °C under 5% CO2 avoiding

contact with light.

4. Add FBS at a 1:1 proportion and incubate parasite

suspension for an additional 1 min.

5. Wash parasites thrice with PBS, followed by

centrifugation at 1,781 × g for 10 min.

6. Ressuspend parasite pellet in 1,000 μL of RPMI

complete medium.

7. Count parasites in a Neubauer chamber.

3. Assessment of Leishmania binding to

macrophages

1. Seed 2 × 105  THP-1 cells or human monocyte-derived

macrophages in 500 μL of complete RPMI medium per

well on a 24-well plate with 13 mm glass coverslips.

2. Cultivate cells at 37 °C under 5% CO2 for 24 h.

3. Wash the cells twice with 0.9% NaCl solution and

incubate in complete RPMI medium at 4 °C for 10 min.

4. Add stationary phase promastigotes as described by A.

L. Petersen22  at a 10:1 ratio to well plates, and then

centrifuge at 720 × g for 5 min under 4 °C.

5. Incubate at 4 °C for 5 min.

6. Wash the cells twice with 0.9% NaCl solution to remove

any non-internalized promastigotes.

7. Fix the cells in 4% paraformaldehyde for 15 min at room

temperature.

8. Incubate the coverslips with 15 mM NH4Cl for 15 min at

room temperature.

9. Wash thrice with PBS 0.15% bovine serum albumin

(BSA). Incubate with blocking solution (3% BSA in PBS)

for 1 h at room temperature.

10. Wash thrice with PBS and then permeabilize with 0.15%

PBS-Saponin for 15 min at room temperature.

11. Add phalloidin (diluted 1:1,200) for 1 h at room

temperature and protect from light.
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12. Mount coverslips using mounting media.

13. Acquire images via a confocal fluorescence microscope

using a 63×/1.4 objective.

4. Assessment of Leishmania phagocytosis by

macrophages

1. Seed 2 × 105  THP-1 cells or human monocyte-derived

macrophages in 500 μL of complete RPMI medium per

well on a 24-well plate with 13 mm glass coverslips.

2. Cultivate cells for 24 h at 37 °C under 5% CO2.

3. Wash cells twice in 0.9% NaCl solution and incubate in

complete RPMI medium in 24-well plate at 4 °C for 10

min.

4. Add stationary phase Leishmania spp. as described by

A. L. Petersen22  at a 10:1 (parasite:host cell) ratio, and

then centrifuge at 720 × g for 10 min under 4 °C.

5. Incubate cells at 4 °C for 5 min.

6. Wash the cells twice with 0.9% NaCl solution to remove

any non-internalized promastigotes.

7. Incubate the cells in supplemented RPMI medium at 37

°C for 1 h.

8. Fix the cells with 4% paraformaldehyde for 15 min.

9. Mount coverslips using preferred mounting media.

10. Count no less than 400 cells in random fields under a

fluorescence microscope using a 100×/1.4 objective.

5. Evaluation of Leishmania -induced vacuole

maturation

NOTE: THP-1 cell transfection should be performed as

described by M. B. Maess, B. Wittig and S. Lorkowski

23 . Here we summarize this protocol, with minimal

modifications. Nucleofection is a specific transfection method

that requires a nucleofector. As an alternative method,

cells can be transfected using lipofectamine24  and lentivirus

transduction25 .

1. To investigate the biogenesis of Leishmania-induced

PV, transfect THP1 cells with PLC26,27 , Akt26,27 , Rab

528,29 ,30  or Rab 728,29,31  plasmids.
 

NOTE: This methodology can be used to transfect THP-1

cells with other genes than those listed above.

2. Seed THP-1 cells at 1.5 x 107  in 75 cm² tissue

culture flasks containing 10 mL complete RPMI medium

supplemented with 100 ng/mL PMA and 50 µM 2-

mercaptoethanol for 48 h.

3. Wash cells once in 0.9% NaCl solution.

4. Detach cells using a non-enzymatic cell dissociation

solution and centrifuge (250 × g) for 5 min at room

temperature.

5. Resuspend THP-1 cells in 1 mL of RPMI medium and

perform counts in a Neubauer chamber.

6. Centrifuge THP-1 cells again at 250 × g for 10 min at

room temperature. Discard the supernatant.

7. Resuspend 2 × 106  cells in 100 µL of Nucleofector

solution and incubate with 0.5 µg of the plasmid coding

for the protein of interest, tagged with a fluorescent

protein.

8. Transfer the suspension containing THP-1 cells and

nucleic acid to the Nucleofector cuvette.

9. Transfect THP1 cells using Nucleofector Program Y-001.

10. Recover the transfected cells (2x106) and seed in 500

μL RPMI medium on 24-well plates with 13 mm glass

coverslips (4 wells/transfection).
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11. Incubate THP-1 cells in complete RPMI medium at 37 °C

for 0.5, 2, 4, 6, 12 and 24 h.

12. Repeat steps 3.13 and 3.13.

6. Evaluation of the recruitment of LC3 to

Leishmania spp. PVs

NOTE: The autophagic membrane marker LC3 can be

used to investigate whether phagosomes present autophagic

features. LC3 recruitment to Leishmania-induced PVs can be

assessed during infection by immunolabelling cells with the

anti-LC3 antibody, as previously described by C. Matte32  and

B. R. S. Dias33 .

1. Seed 2 × 105  THP-1 cells or human monocyte-derived

macrophages in 500 μL complete RPMI medium on a 24-

well plate with 13 mm glass coverslips.

2. Cultivate cells for 24 h at 37 °C under 5% CO2.

3. Wash cells twice in 0.9% NaCl solution and incubate in

complete RPMI medium.

4. Add stationary phase Leishmania spp. promastigotes as

described by A. L. Petersen22  at a 10:1 (parasite: host

cells) ratio and centrifuge cells at 720 × g for 5 min under

4 °C.

5. Incubate at 37 °C for 30 min or 4 h. Then wash twice

and fix the cells to evaluate the LC3 recruitment to

Leishmania-induced PV membranes at the early stages

of infection.

1. Alternatively, to assess LC3 recruitment to PV

membranes at later stages of infection, wash twice

another macrophage group at 4 h of infection

to remove any non-internalized promastigotes.

Incubate infected cells in complete RPMI medium for

an additional 12 h and 24 h, to finally wash twice and

fix.
 

NOTE: Fixed cells can be kept in PBS or 0.9% NaCl

solution at 4 °C until labeling.

6. Simultaneously block and permeabilize the fixed cells in

0.1% Triton X-100, 1% BSA, 20% normal goat serum,

6% non-fat dry milk, and 50% FBS for 20 min at room

temperature.

7. Incubate the cells with anti-LC3 antibody (1: 200) diluted

in PBS for 2 h at room temperature.
 

NOTE: As a negative control of the immunostaining, a

group of cells should be incubated with immunoglobulin

G (IgG) from the animal of primary antibody origin in

a concentration equivalent to that used for the primary

antibody.

8. Wash the cells thrice with 0.9% NaCl solution at room

temperature.

9. Incubate the cells with AlexaFluor 488-conjugated goat

anti-rabbit IgG (1:500) or the preferred fluorescent-

dye conjugated secondary antibodies for 1 h at room

temperature.

10. Wash the cells thrice with 0.9% NaCl solution at room

temperature.

11. Mount coverslips using preferred mounting media.

12. Acquire images via confocal fluorescence microscope

using a 63x/1.4 objective.

7. Confocal microscopy acquisition and Fiji

quantification

NOTE: Acquiring immunofluorescence images should be

performed using a confocal laser scanning microscope. To

reach a better resolution, use an oil-immersion 63x objective

lens.
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1. Leave the 13 mm glass coverslips at room temperature

and protect them from the light at least 30 min before the

acquisition.

2. Clean the coverslips with an absorbent tissue.

3. Add a drop of immersion oil to the objective and add the

slide.

4. Move the objective up until the oil touches the slide.

5. Observe and adjust the focus on the microscope and

choose the option 63x objective with oil.

6. Open the Leica program and adjust the lasers in the 488,

552, and 405 wavelengths.

7. Select the image resolution 1,024 x 1,024.

8. Click on the Live button, set the Z stack, and press the

Begin option. Then, do it again and press the End button.

We recommend 20 μm for slice thickness to get confocal

images with good resolutions.

9. Wait for the image acquisition, and then select the option

"Maximum Projection" in the Leica tools.

10. Save the experiment.

11. Export the lif or tiff format images to a computer and open

the FIJI program.

12. Open the experiment and set the view stack with the

hyper stack. Then select open files individually and stitch

tiles.

13. Select the free hands tool in the Fiji toolbar and trace the

cell carefully by hand.

14. Press the Analyze button and measure to visualize the

fluorescence intensity.

15. Repeat this process to each cell per group.

16. Save the measurements and export them to a

spreadsheet editor.

17. Add this data to a statistical analysis program and do the

statistical analysis.

8. Statistical analysis

NOTE: For data analysis and graphics, use a statistical

analysis program.

1. Open the program.

2. Insert the obtained data and test the normality

parameters.

3. For data with normal distribution, use the Student t-test

and for nonparametric tests, Mann-Whitney test.

4. Consider data with a statistically significant difference

when the p-value is less than 0.05.

5. Prepare graphics representing the data, with central

tendency measures (mean or median) and variation

measures.

Representative Results

This report aims to evaluate the early events occurring

during the phagocytosis of L. braziliensis isolated from

patients presenting L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL

form of CL. Using confocal microscopy, we investigated

the main events associated with parasites' phagocytosis:

binding, internalization, and phagosome maturation. We

first evaluated the L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-

DL binding and phagocytosis by human monocyte-derived

macrophages. The data show that both L. braziliensis-

LCL and L. braziliensis-DL similarly bind to macrophages

(Figure 1). Also, no differences were observed regarding

L. braziliensis-LCL and L. braziliensis-DL phagocytosis by
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host cells (Figure 2). Finally, we compared the recruitment

of LC3 to the PVs induced by L. braziliensis-LCL or L.

braziliensis-DL in infected cells. After 30 min, 4 and 12

h of infection, we observed similar percentages of LC3

decorated PVs in L. braziliensis-LCL and L. braziliensis-

DL-infected macrophages (Figure 3). These representative

results showed that L. braziliensis-LCL and L. braziliensis-

DL similarly interact with macrophages during binding,

phagocytosis, and biogenesis of PVs, concerning the LC3

recruitment.

Microscopic images representing THP-1 cells efficiently

transfected with PLC-GFP, Rab5-GFP, Rab7-GFP plasmids

are shown in Figure 4.

 

Figure 1. Evaluation of L. braziliensis-LCL and L. braziliensis-DL binding to human macrophages. Human monocyte-

derived macrophages were infected with L. braziliensis-LCL- or L. braziliensis-DL. After 10 min at 4 °C, the binding was

assessed by confocal microscopy. (A) Confocal microscopy images of L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL (labeled with

CMTPX, red) binding to macrophages (labeled with phalloidin, green). For confocal microscopy, cell nuclei were labeled with

DAPI (blue). Arrows depict Leishmania-macrophage binding. (B) Percentage of Leishmania binding to the macrophages.

A total of 30 cells per group were analyzed. Data represent each replicate of one experiment performed in quintuplicate

(unpaired t test, p > 0.05). Please click here to view a larger version of this figure.
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Figure 2. Evaluation of L. braziliensis-LCL and L. braziliensis-DL phagocytosis by human macrophages. Human

monocyte-derived macrophages were incubated with L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL for 10 min at 4 °C followed by

additional 1 h at 37 °C. Cells were then analyzed by fluorescence microscopy by counting a total of 400 cells. (A) Confocal

microscopy images of human macrophages infected by L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL. For confocal microscopy,

cell nuclei were labeled with DAPI (blue). Arrows depict Leishmania parasites nuclei.(B) Percentage of Leishmania

phagocytosis. Circles represent data from each replicate of one experiment performed in triplicate (unpaired t test, p > 0.05).

Please click here to view a larger version of this figure.
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Figure 3. Assessment of LC3 recruitment to PVs induced by L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL in

macrophages. Human monocyte-derived macrophages were infected and then stained with anti-LC3 antibody for 30 min,

4 and 12 h. (A) Confocal microscopy images of L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL-infected macrophages labeled with

anti-LC3 followed by the secondary anti-rabbit IgG antibody conjugated to Alexa Fluor 488 (green). For confocal microscopy,

cell nuclei were labeled with DAPI (blue); (B) Percentage of L. braziliensis-LCL or L. braziliensis-DL-induced PVs decorated

with LC3-II. A total of 30 cells per group were analyzed. The circles correspond to each randomly selected field analyzed

(unpaired t test, p > 0.05). Please click here to view a larger version of this figure.
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Figure 4. THP-1 cells expressing PLC, Rab5 or Rab7. After differentiating into macrophages, THP-1 cells were subjected

to nucleofection with each gene of interest coupled to GFP fluorescent probes: PLC, Rab5 and Rab7. Subsequently, these

cells were fixed, had the nucleus stained with DAPI (blue) and were observed under a confocal microscope using a 63x/1.4

objective. Please click here to view a larger version of this figure.

Discussion

Leishmania-macrophage interaction is a complex process

and involves several steps that can influence disease

development5 . To better understand the mechanisms

involved in the interaction of unopsonized Leishmania

and host cells, we have described a protocol that

employs confocal fluorescence microscopy to assess

phagocytosis from early to late stages of Leishmania

infection. The use of fluorescence techniques involving two

or more fluorophores to investigate cell biology mechanisms,

including immunolabeling and the expression of fluorescent-

labeled proteins, allows us to analyze the location of

several proteins, as well as to simultaneously evaluate cell

morphology. The advantages offered by these methods

make them the best tools to monitor pathogen-host cell

interaction34 .

To better understand the phagocytic process involving

different particles, it is crucial to analyze this highly dynamic
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process at the molecular level35 . Confocal-fluorescence

microscopy has been used for decades to this end and

has been shown to be an excellent tool for quantifying

phagocytosis through the determination of numbers of

internalized particles, or the types of proteins known to be

involved in early stages of host-pathogen interaction34 . The

present study proposed the use of confocal microscopy

to analyze events occurring during the phagocytosis of

L. braziliensis isolated from patients with different clinical

forms (LCL and DL). This technique enables us to study

cells expressing specific fluorescent proteins, including

PLC, Akt, Rab 5, and Rab 7, and subsequently evaluate

the participation of these proteins in the phagocytosis of

Leishmania isolates to identify elements relevant to different

infection outcomes.

The present study employed primary macrophages and

THP1 cells to assess L. braziliensis phagocytosis at early

stages of infection. The presently described protocol can

also be used to study phagocytosis in Leishmania spp.

by other phagocytes, including dendritic cells, monocytes,

macrophage cell-lines, and neutrophils derived from human

peripheral blood. During the parasite internalization process,

a dynamic change in F-actin occurs at the cell membrane

surface11 . We then labeled proteins located in the cell

membrane using a specific marker of phagocytosis36 , such

as fluorescent PLC, which allowed us to observe the binding

stage of Leishmania to host cells, as shown in Figure 4.

Staining parasites with fluorescent markers, such as CMTPX

or CSFE, is also crucial to assess parasite binding to host

cells by immunofluorescence. It is worth noting that this assay

requires careful execution: i) wash coverslips gently using

washing solutions at room temperature (25 °C), otherwise,

samples can be damaged; ii) prepare reagent dilutions

precisely; and iii) protect the samples from light34 .

A confocal microscope configured to the optimal laser

excitement wavelength is capable of obtaining a high-quality

sample image. Labeled cells can be stored for weeks in the

dark at 4 °C or frozen until the time of analysis. The use of

confocal microscopy to evaluate phagocytosis is limited by

prolonged times of exposure and high intensity laser beams,

which can damage samples, and, in some cases, lead to high

levels of background detection in images35,37 .

In the present study, instead of using live imaging to follow

the phagocytosis of Leishmania spp., we performed a kinetic

study by fixing cells at several early times of infection (30

min, 4 h, and 12 h). It must be considered that live imaging

offers some advantages, such as the potential to analyze the

spatial and temporal dynamics of myriad cellular processes,

including phagocytosis, and capturing details that are not

observable in static images34 . However, live imaging requires

that cells be healthy throughout the entire experimentation

process, including controlling temperature, pH and oxygen

conditions in a microscopic chamber. It is important to note

that this cannot be reliably performed at several laboratories

around the world.

The nucleofection protocol described has demonstrated

efficacy in the transfection of THP-1 cells, as previously

reported by M. B. Maess, B. Wittig and S. Lorkowski 23 . In

this process, it is crucial to gently detach cells to avoid cell

damage or loss in cell viability. Based on our experience, we

recommend using a non-enzymatic cell dissociation solution

to detach cells from plates prior to performing transfection.

The authors of the original protocol23  state that the main

limitations of this procedure are the need for cells to be in

suspension during the nucleofection process, and the fact
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that inadequate detachment can cause stress. Despite these

limitations, the protocol does allow for reliable transfection,

reaching a 90% successful transfection rate without losing cell

viability.

The characterization of PVs using a set of endocytic

markers, including PLC, Akt, Rab5, and Rab7, is essential

to improving our understanding of Leishmania phagocytosis.

Identifying new proteins that participate in PV biogenesis

and comprehensively characterizing these compartments

can clarify differences in macrophage response during

Leishmania spp. infection. The contribution of our results

to the body of knowledge surrounding Leishmania infection

outcome will undoubtedly advance our understanding of

the pathogenesis of Leishmania infection and support the

eventual search for novel chemotherapeutic targets. It is

worth noting that this technique can also be extended to other

types of studies, including infection by bacteria, yeasts or

bead engulfment by many types of cells38,39 .
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