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RESUMEN

La toxocariosis canina es una de las enfermedades parasitarias más

difundidas en México y en otras partes del mundo. En las perras, las larvas se

encuentran enquistadas en diferentes órganos. Durante la gestación estas larvas

se reactivan y migran al feto, glándula mamaria e intestino. Webster et al. (1958),

propuso con base a observaciones indirectas que el fenómeno de reactivación

larvaria es debido a cambios hormonales en las perras y que las larvas llegan al

feto entre los 40 y 42 días de la gestación. Estas observaciones han sido

ampliamente aceptadas, pero existen pocos estudios al respecto. Tampoco

existen estudios que evalúen el efecto directo de las diferentes hormonas de la

gestación sobre el parásito. Por lo anterior, el objetivo de este estudio fue evaluar

el efecto in vitro de la prolactina, progesterona y 17β-estradiol sobre larvas de T.

canis.

10000 larvas de T. canis se cultivaron por triplicado en medio RPMI-1640 con

diferentes concentraciones de progesterona, prolactina y 17β-estradiol, en placas

de 6 pozos. Los días 5, 10, 15 y 20 de cultivo, se midió la longitud y grosor de 30

larvas de cada pozo (90 larvas por concentración/día). Noventa larvas obtenidas el

día cero se procesaron de la misma forma.

Las larvas estimuladas durante 5 días presentaron un aumento de

tamaño dosis dependiente, las larvas estimuladas con 20 o más ng de prolactina

por mL de medio tuvieron un mayor aumento de tamaño (p<0.05) que las no

estimuladas. El mayor aumento de tamaño se observó a 400 ng de prolactina por

mL de medio. Las larvas estimuladas durante los 10 y 15 días con todas las

concentraciones de prolactina utilizadas, presentaron mayor aumento de tamaño

(p<0.05) que las no estimuladas. Las larvas estimuladas durante todos los días del

experimento y con todas las concentraciones de progesterona utilizadas,

presentaron mayor aumento de tamaño (p<0.05) que las no estimuladas. En

general, las larvas estimuladas durante todos los días del experimento y con la

mayoría de las concentraciones de 17β-estradiol utilizadas, presentaron mayor
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aumento de tamaño (p<0.05) que las no estimuladas. No se observaron

diferencias (p>0.05) en el diámetro de larvas de T. canis cultivadas en presencia

de diferentes concentraciones de prolactina, progesterona y 17β estradiol.

En este trabajo, se demostró que la estimulación in vitro de larvas de T.

canis con prolactina, progesterona y 17β-estradiol acelera su crecimiento. Lo

anterior, muestra que las larvas de T. canis son sensibles a algunas hormonas de

su hospedero y utilizarlas en su beneficio.
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1. INTRODUCCIÓN

1.1. GENERALIDADES DE T. canis

Toxocara canis es uno de los helmintos intestinales más importantes en

perros de todo el mundo (Schnieder et al., 2011), produce una enfermedad

llamada toxocariosis, un serio problema de salud pública en muchos países

(Barriga, 1987).

La enfermedad en los humanos es adquirida por la ingestión de huevos

larvados (L2p) de T. canis a través de la geofagia, un tipo específico de pica que

incrementa el riesgo de infección, especialmente en niños que viven en casas con

cachorros que no han sido desparasitados. La deficiente higiene personal así

como la ingesta de vegetales crudos que provienen de cultivos contaminados con

huevos larvados puede resultar en una infección crónica de baja dosis. Con

menos ocurrencia, la enfermedad se asocia con el consumo de carne cruda

proveniente de hospederos paraténicos potenciales, como pollos (Nagakura et al.,

1989), ovejas (Salem and Schantz, 1992) o conejos (Sturchler et al., 1990) los

cuales tienen larvas de segundo estadio enquistadas en sus tejidos, esto indica

que la larva infectante puede ser liberada durante la digestión.

1.1.1 Morfología

Este parásito (Figura 1) es de color blanco, los machos adultos miden de 4

a 10 cm de longitud y las hembras hasta 18 cm. En la parte anterior presentan tres

labios que no sobresalen del cuerpo. La superficie interna de cada labio puede

llevar un borde dentígero o pequeños dientes. Posee aletas cervicales que le dan

aspecto de punta de flecha. El extremo posterior del macho termina curvado hacia

su parte ventral, presenta dos pequeñas espículas iguales de 0.75 a 0.95 mm y un

estrechamiento terminal en forma de apéndice. En las hembras la vulva se abre en

la región media del cuerpo y terminan en forma recta (Muñoz-Guzmán y Alba-

Hurtado, 2011).
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Figura 1. Macho y hembra de T. canis

Los huevos son subesféricos y miden de 90 por 75 µm y de color café,

presentan tres capas de las cuales la más externa es muy fina con hendiduras

parecidas a perforaciones a las que se denomina fosetas (Alba-Hurtado, 2007).

1.1.2. Ciclo Biológico

El ciclo biológico (Figura 2) de T. canis inicia con la eliminación de huevos

no embrionados en el excremento de los perros parasitados (principalmente

cachorros), estos huevos son resistentes y duraderos en el ambiente.

La infección ocurre cuando los perros, los humanos y otros hospederos

susceptibles ingieren L2 pasiva, la eclosión ocurre en el duodeno dentro de las

primeras 2-4 horas y el segundo estadio larvario atraviesa la pared intestinal; las

larvas pasan a los vasos linfáticos y migran hacia los linfonodos mesentéricos

(Webster, 1958b) o a capilares sanguíneos y por la vena porta llegan al hígado
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dos días después (Webster 1958a). Al cuarto día llegan al pulmón viajando por la

vena cava, corazón derecho y arteria pulmonar (Schneider et al., 2011). A partir de

ese punto, la ruta de migración y desarrollo de las larvas depende si el hospedero

sea un perro joven o adulto, una perra gestante o un hospedero paraténicos como

roedores, aves, humanos, etc. (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011). Durante

esta migración a través de los tejidos del hospedero, la larva induce una respuesta

inmune de tipo humoral caracterizada por altos niveles de inmunoglobulinas del

tipo IgG, IgM, IgA e IgE (Matsumura et al., 1984; Elefant et al., 2006).

En perros adultos y hospederos paraténicos, las larvas de segundo estadio

que llegan al pulmón, regresan al corazón y se distribuyen a través de la

circulación sanguínea (migración somática), llegando principalmente al músculo

estriado, hígado, pulmón, riñones y cerebro donde permanecen en estado de

latencia como larvas somáticas infectantes por años, hasta que mueren y se

calcifican (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011).

Las larvas somáticas infectantes en los hospederos paraténicos pueden

reactivarse cuando estos son depredados y pueden realizar una nueva migración

somática en un nuevo hospedero paraténico (Okoshi and Usui, 1968; Sasmal et

al., 2008; Saeed and Kapel, 2006). Después de la infección con hospederos

paraténicos se observa que en algunos casos las infecciones intestinales se

desarrollan directamente sin migración (Sprent, 1958). La razón más probable de

esto es que la larva ya había migrado en los tejidos del hospedero previo, por

tanto, ya había alcanzado una fase suficientemente madura para un desarrollo

directo (Overgaauw, 1997). Estos adultos permanecen eliminando huevos por un

tiempo breve en el intestino del perro adulto y posteriormente son eliminados en

forma espontánea (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011).

En la perra gestante, las larvas somáticas infectantes también pueden llegar

a intestino y desarrollarse a fases adultas pudiendo permanecer hasta por 60 días

con eliminación de huevos en la materia fecal, o bien las larvas pueden llegar a la

glándula mamaria y eliminarse en el calostro y la leche, constituyendo otra fuente

de infección muy importante para la camada (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado,
3



2011). En los cachorros (menores de 12 semanas), la infección puede ocurrir

antes o después del nacimiento.

Los cachorros son infectados pre-natalmente, debido a la migración de

larvas de T. canis al útero posiblemente bajo la influencia de hormonas de la

gestación (prolactina y progesterona). Las larvas somáticas infectantes en los

tejidos de la perra gestante se reactivan, atraviesan la placenta y penetran a los

fetos entre los días 42 y 43 de la gestación, en el hígado fetal tiene lugar una

muda, transformándose en larvas de tercer estadio, las cuales, al nacer los

cachorros, migran al pulmón en donde permanecen durante la primera semana de

vida, la muda al cuarto estadio se da durante esta etapa o posteriormente cuando

la larva llega al estómago por migración traqueal (Koutz et al., 1966). Hacia el fin

de la segunda semana, las larvas mudan al quinto estadio y se desarrollan

rápidamente en adultos, por lo que la eliminación de huevos puede empezar en

los cachorros a los 15 días de edad. Por otro lado, en la perra gestante, las larvas

somáticas infectantes también pueden llegar a intestino y desarrollarse a fases

adultas pudiendo permanecer hasta por 60 días con eliminación de huevos en la

materia fecal, o bien las larvas pueden llegar a la glándula mamaria y eliminarse

en el calostro y la leche, constituyendo otra fuente de infección muy importante

para la camada (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011).

En el caso de la infección pos-natal por la ingestión de huevos larvados, las

larvas de segundo estadio abandonan los capilares pulmonares, penetran en los

alveolos y migran por las vía respiratoria hasta la faringe en donde son deglutidas.

Después de 7-9 días la larva puede ser detectada en la tráquea y en el esófago

(Sprent, 1958) y es durante su paso por los pulmones, tráquea y esófago que se

da la muda al tercer estadio. Las larvas permanecen un tiempo en el estómago

(hasta el día 10 pos-infección). Posteriormente pasan al duodeno en donde tras la

muda al cuarto y quinto estadios, se convierten en adultos sexualmente maduros

entre los días 19 y 27 pos-infección (Webster, 1958b), tras la cópula, la

eliminación de huevos en la materia fecal comienza entre la cuarta y quinta

semana pos-infección (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011). En resumen, la
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fuente de infección, la edad del animal y el número de huevos ingeridos

determinan la ruta de migración del parásito en el perro (Lloyd, 1998).

Figura 2. Ciclo biológico de T. canis (Dumenigo et al., 1994)
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1.2. EPIDEMIOLOGÍA DE LA TOXOCARIOSIS

Las hembras de T. canis tienen una extraordinaria capacidad reproductiva,

pueden producir hasta 200,000 huevos al día. Salen con la materia fecal y en unas

semanas, dependiendo de la temperatura y humedad, de 9 a 11 días a 24 oC y de

tres a cinco días a 30 oC en presencia de oxígeno y humedad relativa del 75%

(Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011), en el interior del huevo se desarrolla la

fase infectante (L2 pasiva). Los huevos son altamente resistentes a las

condiciones medio-ambientales. Los rayos directos del sol y la desecación son

letales para los huevos. En suelos húmedos, con abundante vegetación y

sombríos, los huevos permanecen viables por lo menos un año (Overgaauw,

1997), mientras que en suelos secos y arenosos donde inciden directamente los

rayos solares, se destruyen en pocas horas. La falta de oxígeno, la fermentación y

la putrefacción matan a los huevos, por lo que aquellos que permanecen

atrapados en la materia fecal fermentada son destruidos. La capa externa de los

huevos los hace fácilmente adheribles a las superficies de las instalaciones, lo que

facilita su permanencia en estas (Muñoz-Guzmán y Alba-Hurtado, 2011). Sin

embargo, la exposición a la luz solar directa los mata.

1.2.1. PREVALENCIA DE T. canis

La prevalencia de T. canis en perros es muy alta debido, a la eficiencia de

la transmisión prenatal, por lo que la mayoría de los cachorros recién nacidos

están infectados con este parásito. Numerosos estudios arrojan frecuencias de

toxocariosis en perros desde el 2.8% hasta más del 80% en las prevalencias

(Cuadro 1), las cuales dependen de la procedencia de los animales y de los

procedimientos de diagnóstico (Cordero et al., 1999; Quiroz, 1984).
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PAIS TIPO DE
MUESTRA

PREVALENCIA (%) REFERENCIA

Egipto Heces 80.6 Khalil, 1977.

Nigeria Heces 18.5 Fashuyi, 1981.

Canadá Heces 34 Ghadirian, 1986.

EUA Heces 49.5 Marron and Schroeder, 1986.

Brasil Heces y

Necropsia

44.3 Chieffi and Muller, 1976.

Japón Heces 86.6 Matsumura and Endo, 1982.

Pakistán Heces 48.6 Umar et al., 1986.

Armenia Heces 42.8 Davidyants and Chobanyan,

1981.

Bélgica Necropsia 38.9 Vanparijis et al., 1991.

España Heces 31 Simón and Conde, 1987.

Portugal Heces 36.3 Aranda-Rego, 1980.

Nueva

Zelanda

Heces 2.8 Dodge, 1980.

México D.F. Necropsia 19.8 Eguia-Aguilar 1998.

México D.F. Heces 15 Martínez-Barbosa y col., 1998.

Cuadro 1. Prevalencia de T. canis adultos en perros.

1.2.2 SEROPREVALENCIA DE T. canis EN HUMANOS

La seroprevalencia en humanos en diferentes lugares del mundo varía de

un 1.6 a un 92.8% (Cuadro 2). Esto indica el alto grado de infección por esta

parasitosis, sin embargo, la mayoría no presenta manifestaciones clínicas y estos

solo aparecen cuando se ingieren grandes cantidades de huevos o cuando las

larvas se localizan en lugares críticos como cerebro u ojos (Alba-Hurtado, 1999;

Muñoz-Guzmán et al., 2010; Smith et al., 2006).
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REGIÓN SEROPREVALENCIA % REFERENCIA

Marche, Italia 1.6 Habluetzel et al., 2003.

Francia 2.0 Magnaval et al., 2001.

Saitama, Japón 12.5 Yamamoto et al., 2009.

Portugal 8 Cardoso et al., 2013.

Durango 13 Alvarado-Esquivel, 2013.

Japón 14 Yoshida et al., 1999.

Malasia 19.6 Hakim et al., 1993.

Campinas, Sao

Pablo, Brasil

17.9 Anaruma et al., 2003.

República

Eslovaca

27.4 Havasiova et al., 1993.

Provincia de

Cordillera, Bolivia

34 Cancrini et al., 1998.

La Plata, Buenos

Aires Argentina

39 Radman et al., 2000.

Hawai 45 Desowitz et al., 1981.

Moldova,

Rumania

51.7 Cojocariu et al., 2012.

Bali, Indonesia 63.2 Chomel et al., 1993.

Kathmandu,

Nepal

81 Rai et al., 1996.

La Reunión,

India

92.8 Magnaval et al., 1994.

Cuadro 2. Seroprevalencia de T. canis en humanos.
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1.3. HORMONAS DE LA GESTACIÓN EN PERRAS

Las hormonas sexuales esteroidales actúan sobre el sistema reproductivo

de los mamíferos a partir de la vinculación de un receptor específico, el cual

determina cambios en su fisiología reproductiva y comportamiento (Olster and

Blaustein, 1989). Información reciente revela que los esteroides sexuales

participan no solamente en la fisiología reproductiva, sino también en diferentes

funciones, los cuales incluyen la modulación de la inmunidad, actividad cerebral,

diferentes procesos metabólicos, y en el funcionamiento del pulmón y corazón.

Además, tienen efectos directos sobre la modulación de diferentes funciones

parasitarias (Cabrera-Muñoz et al., 2009), como el curso de la infección que este

produce (Escobedo-González et al., 2009), así como también la respuesta inmune

contra parásitos (Olster and Blaustein, 1989).

Algunas hormonas pueden regular parcialmente la respuesta inmune

dirigida contra algunos agentes patógenos, esto es evidente en algunas

infecciones parasitarias como la malaria, esquistosomiosis, toxoplasmosis,

cisticercosis, tripanosomiosis y leishmaniosis (Escobedo-González et al., 2009).

Se ha demostrado in vivo que los esteroides sexuales (básicamente 17β-estradiol,

progesterona y testosterona) pueden tener efecto sobre algunas infecciones

parasitarias, los cuales confieren un dimorfismo sexual a la susceptibilidad y/o

resistencia de las mismas (Lockshin, 2001). Por ejemplo, las infecciones

provocadas por Toxoplasma gondii, Tritrichomonas foetus, y Taenia crassiceps,

ostentan una mayor prevalencia e intensidad en hembras, en machos, por el

contrario, las infecciones provocadas por Leishmania sp., Schistosoma sp.,

Trichinella spiralis y Haemonchus contortus son más severas (Escobedo-González

et al., 2004; Figallová and Prokopic, 1987; Hernández-Bello et al., 2012). Otros

estudios han mostrado que la mayor susceptibilidad de los ratones machos a

infecciones por Plasmodium berghei, Trypanosoma cruzi y Strongyloides

venezuelensis se revierte cuando se administran fuertes componentes

estrogénicos como el estradiol (de Souza et al., 2001; Libonati et al., 2006; Rivero

et al., 2002). Por otro lado, la progesterona (que es antagónica de los estrógenos)
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protege a los ratones de infecciones por Taenia crassiceps (Vargas-Villavicencio

et al., 2006). En este contexto, se ha reportado la asociación entre el estado

reproductivo del hospedador y el comportamiento de T. canis (Quiroz, 1984).

1.3.1. Estrógenos

Los estrógenos, son hormonas esteroidales que se producen principalmente en

los ovarios, y en pequeñas cantidades en testículo, glándulas adrenales y cerebro

de los mamíferos. En hembras jóvenes los estrógenos promueven el desarrollo del

tracto reproductivo y de los genitales externos, en la gestación aumentan el

tamaño del útero, promueven el desarrollo mamario y colaboran con la relajación

del cérvix. Los estrógenos también provocan el depósito de grasa en  tejido

subcutáneo, aumentan la vascularización de la piel y provocan retención de sodio

y agua. En la pubertad, tanto en machos como en hembras el estradiol regula la

hormona del crecimiento lo que determina la talla final de un individuo.

En el cerebro de los mamíferos, los estrógenos juegan un papel importante

en funciones no reproductivas, tales como en la modulación de la excitabilidad

neuronal, plasticidad sináptica, inducción de la sobrevivencia neuronal, expresión

de respuestas regenerativas, neurogénesis regional en el adulto, regulación en la

diferenciación y desarrollo neuronal. Además, se ha demostrado que tiene otras

funciones en el sistema nervioso central, como el control de la actividad neuronal

relacionada con los procesos de cognición, la modulación del estado de ánimo y

otros estados mentales, así como el mejoramiento del aprendizaje y la memoria

(Cyr et al., 2002; Tripanichkul et al., 2006).

En cuanto a la fisiología reproductiva, esta hormona, junto a la

progesterona, juegan un papel importante en el mantenimiento de la gestación y el

comienzo de la labor de parto, así como la constante modulación de la

excitabilidad y contracciones del miometrio (Mesiano et al., 2002). La acción

estrogénica es opuesta a la estimulación progestacional y contribuye al

crecimiento del útero, lo cual es de suma importancia para el desarrollo
10



embrionario y fetal (Dobson et al., 1993; Wood, 1999; Kindahl, 2002). Además

esta hormona afecta el patrón de respuesta inmune contra diferentes agentes

patógenos incluyendo parásitos (Olster et al., 1989).

1.3.2. Progesterona

La progesterona es una hormona esteroide que se produce en las gónadas,

glándulas adrenales y cerebro. Se considera además de una hormona un

neuroesteroide debido a que se produce y tiene efectos directos en el cerebro

(Graham and Clarke, 1997). Esta hormona tiene diversas funciones fisiológicas en

el sistema nervioso central, en el sistema nervioso periférico y en diversos órganos

blanco, relacionados con el metabolismo, desarrollo y reproducción de la hembra

(Pluchino et al., 2006). En el Cuadro 3 se describen algunas de las funciones de

esta hormona.

Tejidos Funciones

Útero/Ovarios Liberación de ovocitos maduros

Facilita la implantación

Establecimiento y mantenimiento de la gestación

Embriogénesis

Ciclo estral/ciclo menstrual

Glándulas

mamarias

Desarrollo y crecimiento

Desarrollo lóbulo-alveolar de los conductos mamarios.

Secreción de leche materna

Cerebro Regulación de la liberación de la hormona luteinizante.

Regulación de la ansiedad

Regulación de la depresión

Conducta sexual

Regula la expresión de receptores serotoninérgicos

Interviene en la regulación de la secreción de la

prolactina.
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Promueve la formación de mielina en las células gliales.

Hueso Regulación de la masa ósea

Previene la pérdida de la masa ósea.

Cuadro 3. Funciones fisiológicas de la progesterona (Tabla adaptada y modificada por Graham
and Clarke 1997).

En el sistema inmune la progesterona parece que reduce la respuesta

inmune, tanto para proteger al feto, como para disminuir la respuesta a infecciones

durante el embarazo (Barrera et al., 2007). En perras tiene su mayor

concentración en suero alrededor de la tercera semana de gestación (Romagnoli,

2013).

1.3.3. Prolactina

La prolactina (PRL) es una hormona de naturaleza peptídica, sintetizada por

la glándula pituitaria anterior y tiene múltiples funciones biológicas (Freeman et al.,

2002). Su primera acción reportada fue la lactogénica (Riddle et al., 1933).

Durante la última década, algunos estudios han demostrado que la prolactina

puede también actuar como factor de crecimiento, neurotransmisor e

inmunoregulador en tejidos extrapituitarios como en: cerebro, hueso, linfocitos,

células de la decidua placentaria.  Además de en glándula hipofisiaria, la PRL es

sintetizada en el miometrio uterino, la decidua placentaria y diversas células del

sistema inmunológico (Ben-Jonathan et al., 1996). En el sistema inmunológico la

PRL ha sido relacionada con algunos procesos de inmunidad, por lo que

actualmente es considerada no sólo como una hormona sino también como una

citocina. En el cuadro 4 se muestran los efectos reportados por la PRL en los

diferentes órganos blanco.
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Órganos blanco Efectos

Glándula mamaria Regula el desarrollo y crecimiento celular, aumenta

la síntesis de proteínas y carbohidratos de la leche,

estimula la lactogénesis, regula el tránsito de IgA a

través del epitelio celular.

Hígado, riñón, piel,

páncreas, hipófisis,

sistema inmunológico.

Desarrollo y crecimiento celular.

Gónadas Acciones luteotrópicas y luteoliticas, inhibe la

esterioidogenesis, estimula la síntesis de receptores

para gonadotropinas.

Hipotálamo Estimula el recambio de dopamina, disminuye la

secreción de GnRH

Páncreas Estimula la proliferación y aumenta la actividad de

las células β por la secreción de insulina

Próstata Estimula la proliferación, aumenta IGF-1 y sus

receptores y los receptores para andrógenos

Riñón, intestino, placenta Regula el equilibrio de agua y electrolitos

Células NK Contribuye a la proliferación, la diferenciación y la

respuesta LAK, estimula la síntesis de IFN-γ

Granulocitos Estimula la expresión del gen de IRF-1 y la síntesis

de iNOs

Linfocitos Estimula la inmunidad celular, la proliferación, la

síntesis de IFN- γ de IL-2 y de sus receptores inhibe

apoptosis, regula la síntesis de iNOs, estimula la

expresión del gen de IRF-1.

Monocitos Induce la diferenciación y estimula la efectividad de

presentación del antígeno.

Cuadro 4. Efectos de la prolactina en diferentes órganos blanco (Cariño et. al., 2005).
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La función reproductiva de la prolactina consiste en estimular y mantener la

lactancia, esta hormona en perras incrementa sus niveles a partir del día 40 de la

gestación, teniendo un pico durante la última semana de la misma. (Romagnoli,

2013)

Jin et al. (2010), demostraron que esta hormona promueve la migración de

T. canis hacia la glándula mamaria en ratones (Dunsmore et al., 1983). Sin

embargo, se desconoce si las larvas son reactivadas por estimulación directa de la

hormona sobre ellas (receptores) o si son reactivadas por cambios fisiológicos o

tisulares inducidos por la hormona en los tejidos.  En otros casos, las hormonas

del hospedero regulan funciones vitales del parásito, este fenómeno ha sido

llamado transregulación (Escobedo-González y Morales-Montor, 2004).
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2. JUSTIFICACIÓN

La toxocariosis canina es una de las enfermedades parasitarias de los

perros más difundidas en México y en otras partes del mundo. En las perras, las

larvas se encuentran enquistadas en diferentes órganos. Durante la gestación

estas larvas se reactivan y migran al feto, glándula mamaria e intestino. Webster

et al. (1958), propuso con base a observaciones indirectas que el fenómeno de

reactivación larvaria es debido a cambios hormonales en las perras y que las

larvas llegan al feto entre los 40 y 42 días de la gestación. Aunque estas

observaciones han sido ampliamente aceptadas, existen pocos estudios que

comprueben esta hipótesis. Estudios como el de Jin et al. (2008) han mostrado el

efecto indirecto de la prolactina sobre larvas de T. canis en ratones, sin embargo,

no existen estudios que evalúen el efecto directo de las diferentes hormonas de la

gestación sobre el parásito. Por lo anterior, en este estudio se pretendió demostrar

que la estimulación directa in vitro de larvas de T. canis con diferentes

concentraciones de prolactina, progesterona y 17β-estradiol, puede inducir

cambios morfológicos que demuestren la acción directa de las hormonas sobre las

larvas de T. canis. Lo anterior, es relevante para entender a un nivel más profundo

las interacciones hospedero-parásito en esta infección.
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3. OBJETIVO GENERAL

Evaluar los efectos de la estimulación in vitro con diferentes dosis de

prolactina, progesterona y 17β-estradiol sobre la longitud y el diámetro en larvas 2

de Toxocara canis.

4. HIPÓTESIS

La adición de prolactina, progesterona y estrógenos en cultivos de larvas de

Toxocara canis afectan su tamaño y diámetro.
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5. MATERIAL Y MÉTODOS

5.1. LUGAR DE REALIZACIÓN

La investigación se desarrolló en el laboratorio de Inmunología y Biología

Molecular de Parásitos de la Unidad de Investigación Multidisciplinaria de la FES-

Cuautitlán, UNAM, campo 4, en el Municipio de Cuautitlán Izcalli, Estado de

México.

5.2. OBTENCIÓN Y CULTIVO DE HUEVOS DE T. canis

Se realizaron necropsias a 30 cachorros sacrificados en el antirrábico de

Cuautitlán, Edo. de México. El intestino delgado se incidió y se recolectaron

gusanos adultos de T. canis. Los gusanos obtenidos se depositaron en un

recipiente limpio y se lavaron varias veces con agua. La obtención y cultivo de los

huevos de T.canis se realizó modificando el método de Oshima (1961). Se realizó

una incisión en el tercio anterior de las hembras para obtener los úteros y

posteriormente estos fueron incididos para obtener los huevos (figura 3). Los

restos del parásito fueron eliminados con un colador fino, los huevos fueron

lavados con SSF y resuspendidos en una solución de formol al 2% e incubados a

temperatura de 27% durante 15 días. La embrionación de los huevos fue

monitoreada a partir de los 7 días.

5.3. OBTENCION DE LARVAS DE T. canis.

Se realizó siguiendo el método desarrollado por De Savigny (1975) y

modificado por Muñoz-Guzmán (2010). Los huevos larvados previa verificación de

su viabilidad, fueron lavados tres veces en solución salina fisiológica por medio de

ciclos de centrifugación. Posteriormente se resuspendieron en una solución de
17



hipoclorito de sodio al 1% por 10 minutos y se lavaron 5 veces con medio de

cultivo (RPMI-1640 buferado con HEPES a pH de 7.2 con 1% de Glucosa, de L-

Glutamina, Penicilina-Estreptomicina 100U/µg/mL y Anfotericina 2.5 µg/mL). Para

producir la eclosión de las larvas, los huevos larvados fueron agitados con una

barra magnética durante 25 minutos. La suspensión de larvas resultante se colocó

en aparatos de Baermann estériles y se mantuvieron en una estufa con CO2 al 5%

a 37oC por 24 horas.

5.4. ESTIMULACIÓN DE LAS LARVAS

Las larvas recolectadas de los aparatos de Baermann se lavaron y

colocaron 10000 larvas en 5 mL de medio (RPMI-1640 con las hormonas a

evaluar) en cada pozo de placas de cultivo celular de seis pozos (Nunclon Delta SI

Multidish 6 wells,Nunc). Desde el día 0 se adicionaron hormonas a las larvas

estimuladas. Cada 48 horas se cambió el medio de cultivo que contenía hormonas

recién diluidas. Las placas se incubaron a 37°C con 5% de CO2 durante 20 días.

El procedimiento se realizó por triplicado (3 pozos) con cada una de las

concentraciones de cada hormona. Las concentraciones de progesterona (Sigma,

No. Catalogo P7556) fueron 0 (testigo negativo), 20, 40, 80, 400 y 800 ng/mL de

medio; las de 17 β-estradiol (Sigma, No. Catalogo E4389) fueron 0 (testigo

negativo), 2, 10, 45, 120 y 1200 pg/mL de medio y de prolactina (Sigma, No.

Catalogo SRP4688)  de 0 (testigo negativo), 2, 20, 40 y 400 ng/mL de medio.

5.5. MEDICIÓN DE LARVAS

Los días 5, 10, 15 y 20 de cultivo, se obtuvieron 100 µl de medio con larvas

de cada pozo y se mezclaron con 100 μl de lugol (Hycel) durante 20 minutos. El

día 0, realizó el mismo procedimiento mencionado anteriormente, para realizar la

medición de las larvas al inicio del experimento. Posteriormente, se midió la
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longitud (figura 3) de 30 larvas de cada pozo (90 larvas por concentración/día).

Noventa larvas obtenidas el día cero se procesaron de la misma forma y se

midieron. Del día 0 se realizó también la medición de 90 larvas.

Figura 3. Medición de longitud de una larva 2 de T. canis teñida con lugol

Para medir el diámetro de las larvas estimuladas se obtuvieron 100 µl de

medio con larvas de cada pozo los días 5, 10, 15 y 20 de cultivo, se centrifugaron

a 280 g, se eliminó el sobrenadante y las larvas sedimentadas se mezclaron con
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100 μl de alcohol acido 96º (acido clorhídrico al 38%). Transcurridas 24 horas, se

centrifugaron a 280 g y se eliminó el sobrenadante, se adicionaron 100 μl de

colorante hemalumbre de Mayer (De la Torre, 1975) durante 48 horas.

Posteriormente, se midió a la altura del anillo nervioso el diámetro (Figura 4) de

20 larvas por concentración/día). Veinte larvas obtenidas el día cero se procesaron

de la misma forma y se midieron los diámetros.

Figura 4. Medición del diámetro de una larva 2 de T. canis teñida con hemalumbre de Mayer

La medición de largo y ancho de las larvas se realizó con un microscopio

óptico Olimpus BX43, utilizando un software para procesamiento de imágenes

(Image-Pro Plus). A la longitud o el diámetro de cada día experimental de

medición le fue sustraído la longitud o el diámetro inicial correspondiente (día 0),
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los resultados de esta diferencia fueron expresados como el aumento de tamaño y

el aumento del diámetro en micrómetros.

5.6. ANÁLISIS ESTADÍSTICO

El análisis de los resultados del aumento de la longitud se realizó con un

Análisis de Varianza (ANDEVA) de una sola vía y las diferencias entre medias

fueron determinadas por la prueba de Fisher. Para la variable del diámetro el

análisis de los resultados se realizó con un ANDEVA Factorial, para las dos

variables se utilizó el software STATISTICA para Windows.
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6. RESULTADOS

La longitud promedio de las larvas el día 0 fue de 390µm. El aumento de

longitud de larvas de T. canis estimuladas con prolactina durante diferentes

periodos se presenta en la figura 5. Las larvas estimuladas durante 5 días

presentaron un aumento de longitud dosis dependiente, las larvas estimuladas con

20 o más ng de PRL por mL de medio tuvieron un mayor aumento de longitud

(p<0.05) que las no estimuladas. El mayor aumento de longitud se observó a 400

ng de PRL por mL de medio (figura 5A). Las larvas estimuladas durante los 10 y

15 días con todas las concentraciones de PRL utilizadas, presentaron mayor

aumento de longitud (p<0.05) que las no estimuladas. No se observaron

diferencias entre los grupos tratados los días 10 y 15 (figura 5B y 5C). El día 20 no

se observaron diferencias (p>0.05) entre ninguno de los grupos cultivados en

presencia o ausencia de PRL (figura 5D).

ab

cd
b

a

b
a

Figura 5. Aumento de longitud de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640 en presencia

de diferentes concentraciones de prolactina. A) Estimuladas durante 5 días, B) Estimuladas durante

10 días C)Estimuladas durante 15 días, D)Estimuladas durante 20 días. Letras diferentes indican

diferencias estadísticas (p<0.05). 22
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Días de
estimulación

Concentración ng/mL

0 2 20 40 400

DIA 5 -0.43±1.89 4.28±2.13 4.88±2.48 14.18±2.11 18.73±2.17

DIA 10 0.64±1.76 12.18±2.08 16.93±2.07 15.50±2.22 19.24±2-06

DIA 15 2.28±1.79 13.70±1.85 13.40±1.92 14.59±2.15 11.92±1.63

DIA 20 11.30±2.50 12.86±2.12 14.29±2.01 15.36±2.13 10.29±1.98

Los valores obtenidos del aumento de longitud de larvas de T. canis estimuladas

con progesterona durante diferentes periodos se presenta en la figura 6. Las

larvas estimuladas durante todos los días del experimento y con todas las

concentraciones de P4 utilizadas, presentaron mayor aumento de longitud

(p<0.05) que las no estimuladas. No se observaron diferencias (p>0.05) entre los

grupos de larvas tratadas durante 5 días con las diferentes dosis de P4 (figura 6A).

Las larvas cultivadas en presencia de 40 y 80 ng de P4 por mL de medio durante

10 días presentaron mayor longitud que las cultivadas con otras dosis de P4

(figura 6B). Las larvas cultivadas en presencia de 20, 40, 80 y 400 ng de P4 por

mL de medio durante 15 días presentaron mayor longitud que las cultivadas con

800 ng/mL de P4 (figura 6C). Las larvas cultivadas en presencia de 40 y 80 ng de

P4 por mL de medio durante 20 días presentaron mayor longitud que las

cultivadas con otras dosis de P4 (figura 6D).

A
c c

c b

a

a

Cuadro 5. Aumento de longitud (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en
RPMI-1640 durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de PRL.
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Figura 6. Aumento de longitud de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640 en presencia

de diferentes concentraciones de P4. A) Estimuladas durante 5 días, B) Estimuladas durante 10

días C) Estimuladas durante 15 días, D) Estimuladas durante 20 días. Letras diferentes indican

diferencias estadísticas (p<0.05).

Días de
estimulación

Concentración ng/mL

0 2 20 40 400 800

5 4.48±2.56 17.84±2.92 21.24±2.92 21.23±2.60 19.36±2.92 18.57±2.92

10 6.74±1.41 22.40±1.90 29.75±2.01 28.34±2.53 25.48±2.40 23.10±3.96

15 16.13±1.95 30.69±2.15 32.52±1.96 33.45±2.18 28.20±2.09 26.86±2.24

20 17.50±1.93 31.46±2.15 35.71±1.96 40.02±2.18 30.07±2.09 30.08±2.24

bc

Cuadro 6. Aumento de longitud (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en
RPMI-1640 durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de P4.
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El aumento de longitud de larvas de T. canis estimuladas con 17β estradiol

durante diferentes periodos se presenta en la figura 7. En general, las larvas

estimuladas durante todos los días del experimento y con la mayoría de las

concentraciones de 17β-estradiol utilizadas, presentaron mayor aumento de

longitud (p<0.05) que las no estimuladas. No se observaron diferencias (p>0.05)

entre los grupos de larvas tratadas durante 5 y 20 días con las diferentes dosis de

17β-estradiol (figuras 7A y 7D). Las larvas cultivadas en presencia de 1200 pg de

17β-estradiol por mL de medio durante 10 días presentaron mayor longitud

(p<0.05) que las cultivadas con otras dosis de 17β-estradiol (figura 7B). Las larvas

cultivadas en presencia de 45 y 1200 pg de 17β-estradiol por mL de medio durante

15 días presentaron mayor longitud (p<0.05) que las cultivadas con otras dosis de

17β-estradiol (figura 7C).

Figura 7. Aumento de longitud de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640 en presencia

de diferentes concentraciones de 17-β estradiol. A) Estimuladas durante 5 días, B) Estimuladas

durante 10 días C) Estimuladas durante 15 días, D) Estimuladas durante 20 días. Letras diferentes

indican diferencias estadísticas (p<0.05).

C

a
ab ab

aa a
b b b b

b
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Días de
estimulación

Concentración pg/mL

0 2 10 45 120 1200

5 0.59±2.63 8.61±2.46 11.87±2.18 12.01±2.58 11.98±2.55 6.47±2.59

10 12.85±2.51 17.93±2.97 19.25±2.87 22.55±2.48 16.29±2.52 26.63±2.78

15 16.98±2.86 9.76±2.23 18.10±2.32 27.07±2.67 21.01±2.44 27.46±2.37

20 17.43±2.81 19.07±2.82 22.79±2.56 19.10±2.81 20.18±2.87 17.85±2.86

En las figuras 8, 9 y 10, así como en los cuadros 5, 6, 7, se presenta el

diámetro de larvas de T. canis cultivadas en presencia de diferentes

concentraciones de prolactina, progesterona y 17β-estradiol respectivamente. No

se observaron diferencias (p>0.05) en el diámetro de las larvas de los diferentes

grupos.

Figura 8. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640
durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de PRL.

Cuadro 7. Aumento de longitud (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en
RPMI-1640 durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de 17-β

Estradiol.

26



Días de
estimulación

Concentración ng/mL

0 2 20 40 400

DIA 0 17.53±0.25 17.53±0.25 17.53±0.25 17.53±0.25 17.53±0.25

DIA 5 17.19±0.32 17.26±0.50 17.04±0.34 15.92±0.39 16.65±0.31

DIA 10 16.18±0.30 17.95±0.34 17.76±0.19 17.30±0.27 17.26±0.23

DIA 15 16.29±0.31 15.70±0.12 15.39±14 16.12±35 16.38±0.29

DIA 20 16.43±0.18 16.05±0.27 15.63±0.27 16.27±0.21 16.36±0.08

Cuadro 8. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640
durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de PRL.

Figura 9. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640
durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de progesterona.
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Días de
estimulación

Concentración ng/mL

0 2 20 40 400 800

0 15.04±0.19 15.04±0.19 15.04±0.19 15.04±0.19 15.04±0.19 15.04±0.19

5 14.87±0.16 15.26±0.19 15.20±0.21 15.50±0.36 16.83±0.30 15.37±0.17

10 17.16±0.38 17.35±0.44 15.98±0.13 16.58±0.27 17.97±0.40 17.09±0.35

15 17.24±0.18 17.30±0.29 17.39±0.19 17.28±0.28 17.51±0.29 17.15±0.26

20 16.98±0.28 17.22±0.26 16.74±0.17 17.34±0.15 16.72±0.23 16.90±0.33

Cuadro 9. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640
durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de P4.

Figura 10. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-1640
durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de 17-β Estradiol.
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Días de
estimulación

Concentración pg/mL

0 2 10 45 120 1200

0 15.24±0.29 15.24±0.29 15.24±0.29 15.24±0.29 15.24±0.29 15.24±0.29

5 16.55±0.19 15.79±0.30 18.24±0.48 17.23±0.48 18.35±0.50 18.25±0.46

10 16.56±0.19 18.59±0.48 16.65±0.36 16.01±0.21 18.02±0.35 16.40±0.22

15 18.69±0.23 18.17±0.42 18.23±0.50 19.18±0.38 18.13±0.31 15.76±0.22

20 16.80±0.36 17.23±0.44 18.31±0.48 15.99±0.15 18.10±0.47 16.98±0.36

Cuadro 10. Diámetro (± Error estándar) de larvas de Toxocara canis cultivadas en RPMI-
1640 durante diferentes periodos en presencia de diferentes concentraciones de 17-β

Estradiol.
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7. DISCUSIÓN

En perras gestantes hay muchos cambios fisiológicos encaminados a

mantener ese estado fisiológico, algunos de los más importantes son las

variaciones hormonales principalmente de progesterona, prolactina y estrógenos.

En este periodo, las larvas de T. canis que se encuentran en estado de latencia en

diferentes órganos de las perras se reactivan y se transmiten a los cachorros a

través de la placenta o del calostro/leche. Por lo anterior, se ha asociado

indirectamente las variaciones hormonales a la reactivación larvaria. En este

trabajo, demostramos que la estimulación in vitro de larvas de T. canis con

prolactina, progesterona y estrógenos acelera su crecimiento. Lo anterior, muestra

que las larvas de T. canis son capaces de reconocer hormonas de su hospedero y

utilizarlas en su beneficio, este fenómeno ha sido llamado transregulación.

La progesterona es una hormona esteroidal que juega un papel central en

aspectos reproductivos asociados al establecimiento y mantenimiento de la

gestación. Esta hormona en perras es principalmente producida por los cuerpos

lúteos en el ovario, por lo que son esenciales durante la preñez. La progesterona

promueve la diferenciación del endometrio y la secreción glandular endometrial,

mantiene la integridad del endometrio y su unión con la placenta. También inhibe

las contracciones uterinas (Salehnia and Zavareh, 2013). En perras tiene su mayor

concentración en suero alrededor de la tercera semana de gestación (Romagnoli,

2013). Se han reportado efectos directos de la progesterona sobre algunos

parásitos. Hernández-Bello et al. (2011), demostraron que la progesterona inhibe

in vitro la muda de Trichinella spiralis. Vargas-Villavicencio et al., (2006),

demostraron que la progesterona protege a los ratones de infecciones por Taenia

crassiceps. Nuestros resultados muestran que la adición de progesterona a

cultivos de larvas de T. canis induce su crecimiento, con lo que demostramos que

la larva es capaz de reconocer la hormona y esta tiene un efecto directo sobre su

desarrollo, por lo que probablemente interviene en la reactivación observada en

perras gestantes.
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La prolactina es una hormona polipeptídica (23 kDa) sintetizada y secretada

principalmente por células especializadas de la hipófisis denominadas lactotropos.

Durante la gestación tiene efecto mamotrópico (crecimiento y desarrollo de la

glándula mamaria), en el posparto tiene un efecto lactogénico (síntesis láctea) y

galactopoyético (secreción láctea). En las perras, su mayor concentración se

encuentra en la parte final de la gestación. El aumento de tamaño observado en

larvas cultivadas en presencia de prolactina a los 5 y 10 días fue dosis

dependiente, siendo la de 400 ng/mL en la que se observó un mayor aumento. Sin

embargo, en días posteriores de cultivo (15 y 20 días) las larvas estimuladas con

400 ng/mL disminuyeron su tamaño y las larvas estimuladas con menores

concentraciones de la hormona que permanecieron 15 y 20 días en presencia de

la prolactina, alcanzaron un aumento similar al observado con la concentración

mayor los días 5 y 10. Lo anterior sugiere que la prolactina no solo aumenta el

crecimiento de las larvas, sino que la velocidad de este aumento es también dosis

dependiente.

Los estrógenos son hormonas sexuales esteroidales producidas por

ovarios, placenta y en menor cantidad por glándulas adrenales y testículo. Los

efectos del estradiol inducen proliferación celular, principalmente en endometrio,

mama y ovario (Concanonn and Verstegen, 2005). Los resultados obtenidos

muestran, que si bien el β-estradiol induce un aumento de tamaño en comparación

a las larvas no estimuladas, esto fue independiente de la dosis.

El mecanismo por el cual las larvas se reactivan en los tejidos somáticos de

las perras está todavía en debate. Douglas y Beker (1959) observaron la

presencia de larvas en cordón umbilical y placenta en fetos entre los 40 y 42 días

de la gestación, por lo que propusieron que las larvas de T. canis en las perras se

reactivaban en ese momento, ante la evidencia de que los cachorros nacen

parasitados se aceptó en general esta hipótesis (Soulsby, 1982; Schnieder et al.,

2011). En este periodo, la hormona de la gestación que aumenta es la prolactina,

por lo que se sugirió que esta hormona es la responsable de la reactivación

larvaria. Sin embargo, existe evidencia de que la reactivación larvaria es previa a
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la migración a los fetos. Overgaauw et al., (1998), demostraron que los niveles de

anticuerpos anti-Toxocara y de eosinófilos en sangre aumentan alrededor del día

20 de la gestación, lo que se ha asociado a una reactivación de las larvas en las

perras. La hormona de la gestación con mayores niveles en sangre el día 20 es la

progesterona, por lo que probablemente esta sea la responsable de la

reactivación. Los resultados obtenidos muestran que la presencia de las tres

hormonas evaluadas en este trabajo estimulan un aumento de tamaño de las

larvas de T. canis, por lo que la reactivación de las larvas es el producto del efecto

de la combinación de estas hormonas.

Las hormonas de la gestación tienen un efecto indirecto sobre el entorno de

las larvas al modificar la respuesta inmune del hospedador, lo que podría

participar en la infección transplacentaria y lactogénica a los cachorros. Se

requieren realizar estudios donde se evalúen receptores hormonales en las larvas,

mecanismos de activación celular y la respuesta inmune de las perras durante la

reactivación larvaria para aclarar completamente el fenómeno.
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8. CONCLUSIONES

Las hormonas prolactina, progesterona y β-estradiol inducen in vitro un aumento

de tamaño de larvas de T. canis.

Las larvas de T. canis son capaces de reconocer la prolactina, progesterona y β-

estradiol, por lo que probablemente estas hormonas intervienen en la reactivación

observada en perras gestantes.
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