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RESUMO 

 

A malária continua sendo um problema de saúde pública e dentre as formas graves da doença 

encontra-se a malária esplênica ocasionada, principalmente, pelo Plasmodium vivax. O diagnóstico 

padrão ouro é a gota espessa, porém apresenta limitações como necessidade de microscopistas 

treinados, leitura difícil e cansativa, etc., dificultando o controle efetivo da malária. O objetivo do 

estudo foi padronizar cortes histológicos de baço a serem usados como fonte de material biológico 

para o diagnóstico molecular da malária humana. Foi selecionado uma amostra de baço incluída em 

parafina sabidamente positiva para P.vivax, foi realizado a microtomia com diferentes quantidades e 

espessuras, sendo seis, oito, dez, quinze, vinte e vinte e cinco cortes histológico com espessura 10 µm 

e outros cinco e dez cortes  com espessura de 20 µm. Foi realizado a desparafinização com xilol e 

etanol e álcool 70% ,foi testado uma lavagem com xilol uma com etanol absoluto e uma com álcool 

a 70%. Uma lavagem de xilol e uma de etanol retirando o álcool 70% e posterior duas lavagens de 

xilol e etanol, após a desparafinização os tecidos foram secos em temperatura ambiente e pesados em 

balança analítica. A extração de DNA foi feita com kits comerciais sendo um especifico para sangue 

(DNA Blood Minikit) e o outro para tecido (QIAamp FAST DNA Tissue kit) . Foi realizada a qPCR 

para Plasmodium sp. com alvo no gene 18S e P. vivax em regiões conservadas do gene PvmtCOX1. 

Então, foram selecionadas amostras do anode 2021de um laboratório referência para exame 

histopatológico em Manaus, Amazonas para serem analisadas como teste, as amostras foram testadas 

para gênero especifico,e espécie especifico de Plasmodium sp. e também para DNA humano. 

Padronizou-se cortes histológicos, bem como a desparafinização e método de extração de DNA. A 

amostra com dez cortes e espessura de 20 µm desparafinada com duas lavagens de xilol e duas de 

etanol absoluto com peso de 40 mg, com o DNA extraído a partir de ambos os kits, com concentração 

de DNA de 50ng/µL para kit de sangue e55ng/µL para kit de tecido apresentou-se positiva na qPCR 

para gênero e espécie especifico. E a amostras analisadas como teste apresentaram-se negativa na 

qPCR para gênero e espécie espécifico e positiva para DNA humano. 

 

Palavras-chave: Esplênica. Malária. Plasmodium vivax. Extração DNA. Diagnóstico. 

  



 

 

ABSTRACT 

 

Malaria continues to be a public health problem and among the severe forms of the disease is splenic 

malaria caused mainly by Plasmodium vivax. The gold standard diagnosis is thick sputum, but it has 

limitations such as the need for trained microscopists, difficult and tiring reading, etc., making it 

difficult to effectively control malaria. The objective of the study was to standardize histological 

sections of the spleen to be used as a source of biological material for the molecular diagnosis of 

human malaria. A spleen sample embedded in paraffin known to be positive for P.vivax was selected, 

microtomy was performed with different amounts and thicknesses, with six, eight, ten, fifteen, twenty 

and twenty-five histological sections with a thickness of 10 µm and another five and ten slices with 

a thickness of 20 µm. Deparaffinization was performed with xylol and ethanol and 70% alcohol, a 

wash with xylol, one with absolute ethanol and one with 70% alcohol was tested. One xylol wash and 

one ethanol wash, removing the 70% alcohol and two xylol and ethanol washes. After 

deparaffinization, the tissues were dried at room temperature and weighed on an analytical balance. 

DNA extraction was performed with commercial kits, one specific for blood (DNA Blood Minikit) 

and the other for tissue (QIAamp FAST DNA Tissue kit). qPCR was performed for Plasmodium sp. 

targeting the 18S gene and P. vivax in conserved regions of the PvmtCOX1 gene. Then, samples from 

the year 2021 were selected from a reference laboratory for histopathological examination in Manaus, 

Amazonas to be analyzed as a test, the samples were tested for specific genus, and specific species of 

Plasmodium sp. and also for human DNA. Histological sections were standardized, as well as the 

deparaffinization and DNA extraction method. The sample with ten sections and 20 µm thickness, 

dewaxed with two washes of xylol and two washes of absolute ethanol weighing 40 mg, with DNA 

extracted from both kits, with a DNA concentration of 50ng/µL for a blood kit e55ng/µL for tissue 

kit was positive in qPCR for specific genus and species. And the samples analyzed as a test were 

negative in qPCR for specific genus and species and positive for human DNA. 

 

 

Keywords: Splenic. Malaria. Plasmodium vivax. DNA extraction. Diagnosis. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Epidemiologia da Malária no Mundo 

A malária é um problema de saúde pública em vários países da África, Ásia e América, sendo 

de grande impacto na saúde e no desenvolvimento econômico de pessoas residentes em regiões 

tropicais e subtropicais. A maioria dos casos de mortes ocorrem na África Subsaariana, porém outros 

continentes também são afetados(1). 

De acordo com a Organização Panamericana de Saúde (OPAS) 36,5% da população do 

continente americano encontram-se sob risco de adquirir malária, sendo o Brasil é o país com maior 

número de casos (2). Em 2020, foram notificados 241 milhões casos de malária em 85 países, e 2019 

oram registrados 227 milhões. Em 2020, ocorreram 627 mil óbitos, 12% a mais em relação a 2019(3). 

Nas Américas, ocorreram 500 mil casos de malária, sendo o Brasil responsável por 42% dos casos.  

 

1.2 Epidemiologia da malária no Brasil 

A malária é uma das principais doenças endêmicas parasitárias no Brasil, aproximadamente 

de 99,9% da transmissão da malária no Brasil ocorrem na região Amazônica, com 33 municípios 

concentrando 80,0% do total de casos autóctones de malária em 2020 (4). A maioria dos casos 

ocorrem em regiões de baixa a moderada endemicidade, e pode infectar repetidamente pessoas de 

todas as idades em áreas de maior risco (Figura 1) (5). 

A distribuição da malária manifesta-se em grande heterogeneidade espacial. Tornando ainda 

mais evidente nos inquéritos realizados em unidade menores como pequenas comunidades rurais e 

vilarejos(6). 

A ocupação desordenada da Região Amazônica, construção de usinas hidrelétricas,  exposição 

aos vetores como em áreas de mineração e garimpos, assentamentos agrícolas e desenvolvimento 

agropecuário, contribuem para o aumento da transmissão da malária (7). Além disso, outros fatores 

importantes são: as condições climáticas como temperatura, umidade e pluviosidade, o uso 

inapropriado de antimaláricos, e a ausência de infraestrutura social (8). 
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Figura 1 - Mapa de Risco da malária, 2021. 

Fonte: (9). 

 

1.2.1 Epidemiologia da Malária no Amazonas 

Aproximadamente 40% dos casos registrados na região Amazônica são provenientes do 

Estado do Amazonas (9). Isso ocorre por conta das condições que favorecem a transmissão: alta 

densidade de vetores da malária, desmatamento, extensão geográfica e as condições ambientais e 

populações residindo em condições inadequadas (6) 

Em 2021, foram notificados 60.380 casos de malária autóctone (Figura 2).  Sendo o P. vivax 

responsável pela maioria dos casos (10). A Fundação de Medicina Tropical Dr. Heitor Vieira Dourado 

(FMT-HVD) localizada em Manaus, é referência para pesquisa e assistência a doenças tropicais no 

Amazonas, no período de 2015 a 2019 foram atendidos 13.245 casos positivos, sendo o P. vivax a 

espécie prevalente, responsável por 98,1% dos casos (11). 
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Figura 2 - Distribuição da Malária no Estado do Amazonas em 2019 e 2020, a cor azul escuro mostra 

municípios com maior número de casos em 2019 e 2020, em azul claro apenas em 2019 e azul médio em 2020. 

Fonte. Fonte: (13). 

 

1.3 Malária 

A malária é uma doença infecciosa parasitária, causada por protozoários do gênero 

Plasmodium, disseminados pela picada dos mosquitos fêmeas infectadas do gênero Anopheles (12). 

Estas podem transmitir sete espécies de malária humana: P. vivax, P. falciparum, P. malariae, P. 

ovale, P. knowlesi, P. simium, P. cynomolgi (13). A fêmea anofelina ao realizar o repasto sanguíneo, 

inocula os esporozoítos na corrente sanguínea, através da saliva (Figura 3) (14). 

 Os esporozoítos migram para o fígado iniciando a fase pré-eritrocítica ou esquizogonia 

hepática, os esporozoítos invadem os hepatócitos, onde ocorre a divisão intracelular assexuada. Ao 

finalizar esta fase milhares de merozoítos exoeritrocíticos são liberados na circulação sanguínea.  O 
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tempo para encerrar esta fase varia de acordo com cada espécie , sendo em média uma a duas semanas 

(Figura 3) (15). 

Os merozoítos são liberados na corrente sanguínea através dos merossomos, são pequenas 

estruturas vesiculares formadas a partir da membrana plasmática do hepatócito. Esses merossomos 

infectam os eritrócitos na corrente sanguínea, iniciando o segundo estágio da reprodução assexuada 

a fase eritrocítica (16). Também chamada de esquizogonia sanguínea, os merozoítos desenvolvem-se 

no interior dos eritrócitos, e evoluem para trofozoítos jovens, logo em seguida passam a ser 

trofozoítos maduros, através da divisão nuclear tornam-se esquizontes, cada esquizonte libera de 8 a 

16 merozoítos na circulação sanguínea, os merozoítos invadem as hemácias, iniciando o ciclo 

mitótico e dando origem a novos esquizontes, e reiniciando o ciclo eritrocítico (Figura 3) (17). 

O ciclo eritrocítico ocorre em intervalos regulares entre 48 à 72 horas de acordo com a espécie, 

estas repetições ocasionam o aumento da carga parasitária, manifestações clínicas e redução no 

número de plaquetas(18). Quando acontece uma nova picada por mosquito Anopheles, após a ingestão 

de gametócitos, no intestino delgado do mosquito, rapidamente decorre a divisão celular dos 

gametócitos em microgametas e macrogametas, e estes se fertilizarão originando o oocineto, e na 

parte exterior do intestino formarão o oocisto, estes oocistos ao se romperem formam milhares de 

esporozoítos que migram para as glândulas salivares do mosquito, e tornam-se apto a infectar outro 

indivíduo (Figura 3) (19). 

Nas espécies P. vivax e P. ovale durante a esquizogonia hepática, ocorre a formação 

de estruturas que ficam dormentes no fígado, denominados hipnozoítos, que podem permanecer por 

meses ou anos nos hepatócitos e causar recaída da doença com ressurgimento dos sintomas após anos 

de transmissão (20). 
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Figura 3 - Ciclo biológico do Plasmodium.1) Transmissão do esporozoíto (forma infectante) para o homem 2) 

Ciclo pré-eritrócítico 3) Ciclo eritrocítico 4) Ciclo no vetor. 

Fonte: Adaptado de (23). 

 

1.4 Manifestações Cínicas da Malária 

As manifestações clínicas da malária iniciam-se após um período de incubação, que varia de 

acordo com a espécie causadora da infecção, em média de 7 a 21 dias para o P. vivax e de 7 a 12 dias 

para o P. falciparum. Sintomas como mal-estar, inquietação, sonolência, recusa alimentar, cefaleia e 

náuseas podem ocorrer antes do paroxismo febril (sudorese, calafrio e febre) (21). O paroxismo febril 

que pode ter um intervalo de 48 a 72 horas dependendo da espécie infectante (22) 

O P. falciparum é considerado o mais propenso a desenvolver formas graves, pois sua 

multiplicação ocorre rapidamente na circulação sanguínea, é capaz de destruir de 2% a 25% do total 

de hemácia e ocasionar anemia grave, possui capacidade de modificar sua estrutura possibilitando a 

adesão entre si e nas paredes dos vasos sanguíneos, podendo causar sérios problemas como trombose 
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ou embolias em órgãos (23). Em infecções por P. falciparum o tratamento deve ser imediato, ou seja, 

nas primeiras 24 horas do início da febre (24). 

O P. vivax é responsável pela malária não complicada, que na maioria das vezes não atinge 

1% das hemácias e, podendo ocorrer a diminuição no número de plaquetas, podendo confundir com 

outras doenças e causando um retardo no diagnóstico e tratamento (25) Além disso se não houver 

tratamento correto os hipnozoítos podem provocar recaídas, dificultando o controle da doença  (26). 

(27) 

Outros sinais e sintomas da malária encontra-se cefaleia, febre, náuseas, vômitos, dor 

abdominal, hepatoesplenomegalia, diarreia, tosse, icterícia, urina escura, taquicardia, colapso 

hemodinâmico, são sintomas característicos da forma grave da doença (28). Na prática clínica, alguns 

pacientes podem não apresentar paroxismo febril, sendo os casos assintomáticos, são indivíduos que 

podem contribuir com a transmissibilidade do Plasmodium por não haver diagnóstico e intervenção 

terapêutica (29). 

 

1.5 Diagnóstico da Malária 

A confirmação diagnóstica da malária ocorre por meio da gota espessa (30). O diagnóstico 

hemoscópio, é bastante específico, porém a sensibilidade desta técnica pode ser comprometida diante 

de baixas densidades parasitárias e infecções mistas, embora microscopistas experientes e bem 

treinados sejam capazes de detectar intervalos de 5-50 parasitos/microlitro(31).  

Nos últimos anos, o desafio em detectar a baixa parasitemia vem motivando a busca por 

métodos auxiliares, entre os métodos alternativos encontram-se os protocolos moleculares em PCR, 

que apresenta sensibilidade superior a microscopia padrão (32). 

1.5.1 Diagnóstico Microscópico 

O exame padrão ouro é a gota espessa corada por Giemsa analisada por microscopia óptica, é 

uma técnica de baixo custo e simples, podendo quantificar a densidade parasitária, e possibilita o 

monitoramento da resposta ao tratamento contra formas sanguíneas do parasito em casos de infecção 

positiva (33). 
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Mesmo sendo o método referência, apresenta leitura difícil de ser realizada pois é necessário 

tempo considerável para análise, além de equipamentos e insumos de boa qualidade e pessoas 

capacitadas, tanto para o preparo quanto para leitura das lâminas (34). 

Estudos relatam que o número de indivíduos com baixa parasitemia tem sido maior do que 

com alta parasitemia, podendo persistir por vários meses (35). As pessoas imunes ao Plasmodium 

permanecem em situação de infecção sub-patente, estes casos diminuem a sensibilidade de detecção 

através do método de gota espessa, o que torna difícil a identificação de espécies por conta de 

densidades parasitárias abaixo do limite de detecção pela Gota Espessa, e permite a manutenção do 

ciclo do parasito, pelo qual estes indivíduos atuam como reservatórios (36). 

Para complementar a microscopia óptica tem-se buscado novos métodos que que possam 

aprimorar no diagnóstico da malária. Dentre esses, são encontrados os métodos moleculares que são 

bastantes promissores, detectam o material genético dos parasitos e possibilitam a identificação e 

diferenciação das espécies e infecções, sendo altamente sensíveis e específicos (37). 

 

1.5.2 Diagnóstico Molecular 

A PCR tem como princípio o uso de um par de iniciadores que reconhecem uma sequência 

alvo do DNA ou RNA de uma determinada espécie que, juntamente com à enzima Taq polimerase, 

permite à amplificação do material genético em uma amostra (38). Por conta disso, o diagnóstico 

molecular da malária vem se destacando como uma das ferramentas mais promissoras, considerando  

as altas sensibilidade e especificidade podendo alcançar até mesmo as infecções subclínicas (39). 

A PCR para o diagnóstico de malária foi descrita em 1989 por Waters e McCutchan, baseados 

na região codificadora da subunidade menor do RNA ribossomal dos plasmódios, gene 18S 

(18rRNA). A partir daí, o diagnóstico molecular para malária tem se baseado principalmente nessa 

sequência, baseada por regiões polimórficas enfraquecidas por regiões conservadas (40). Como o 

estudo de Almeida et al., (2018) que utilizou a metodologia de qPCR com o alvo 18S e detectou 

plasmodium spp.  e  identificou a presença de gametócitos de P. vivax na maioria dos indivíduos 

estudados.(41).  

 Estudos com foco na detecção de P. vivax em órgãos também tem sido realizado como o de 

Lacerda et al. (2012), que realizaram um estudo retrospectivo e descritivo, em que autopsiou 19 óbitos 

de pacientes com diagnóstico de infecção por P. vivax. Na análise laboratorial, foram usadas 20 seções 
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de tecido de parafina de 10 μm do baço, do pulmão e cérebro para extração de DNA. Foi realizado 

Nested PCR usando concentração final de 200 ng de DNA para confirmar a infecção por P. vivax e 

descartar infecção por P. falciparum, nove pacientes foram classificados como portadores de P. 

vivax em que foi um dos principais contribuintes para levar estes pacientes a óbito. nos outros quatro, 

a espécie P. vivax mostrou ser um achado incidental e o restante não obtiveram P. vivax confirmado 

por PCR em amostras de tecido (42). 

Outros estudos têm buscado melhorar o diagnóstico da malária através de método molecular 

como o desenvolvido por Gama et al. (2006) que padronizou um protocolo de PCR convencional e 

em tempo real para detecção de parasitos da malária gênero-específicas em indivíduos 

pauciparasitados. Para extração de DNA, utilizaram a técnica de Fenol-Clorofórmio e a PCR 

de gênero demonstrou que os resultados apresentaram 100% de concordância em comparação com 

as PCR espécie-específicas e exame de microscopia realizado em laboratório próprio (43). 

Salwa et al. (2011) realizaram a validação da qPCR para caracterização de esplenomegalia 

maciça relacionada à infecção malárica, em que realizavam o exame de gota espessa e, 

posteriormente, a qPCR em sangue periférico e relacionavam a parasitemia com o tamanho do baço, 

e mostrou que o baço teve redução significativa após o tratamento de antimalárico. E que o uso de 

PCR apresentou taxa parasitária significativamente maior em infecções por P. vivax e mistas, em 

comparação com a microscopia (44). 

         Tem sido evidenciado que o DNA extraído a partir de tecidos emblocados em parafina 

pode ser utilizado para diagnóstico pela PCR, existindo inclusive estudos baseados em análises de 

sequências genômicas ou mitocondriais desse tipo de amostras (45). O avanço do diagnóstico 

molecular fez com que esse tipo de material que, anteriormente, era apenas utilizado em estudo 

histomorfológico, fosse também solicitado para estudos moleculares. A obtenção de macromoléculas 

a partir desse tipo de amostra possibilita estudos de genes terapêuticos e estudos retrospectivos para 

a avaliação de várias doenças (46). 

A PCR permite amplificação rápida e específica da sequência de ácidos nucléicos a partir de 

vários materiais como sangue, cabelo e tecidos frescos ou congelados, etc (47). A PCR, mesmo sendo 

bastante empregada, deve sempre passar por padronização para adequar às condições de 

amplificação. Para material parafinado deve haver atenção especial aos fatores endógenos e exógenos 

à reação, iniciando dos métodos de fixação até o tempo de vida útil do bloco de parafina (48). 
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Tecidos emblocados em parafina apresentam um valioso recurso que possibilita aplicar 

tecnologias modernas para verificar diversas patologias em várias populações, porém, existem poucos 

estudos que relatem sobre o controle de qualidade. Sendo assim, não se sabe se o armazenamento 

dessas amostras está em condições de temperatura adequada para impedir a degradação dos ácidos 

nucleicos (49). 

1.7 A Importância do Baço 

O baço é o maior órgão linfoide do organismo, localizado no hipocôndrio esquerdo, sob a 

proteção da arcada costal (Figura 4). Possui duas estruturas distintas, mas funcionalmente associadas. 

É constituído pela polpa branca, que tem como composição células do sistema imunológico, e pela 

polpa vermelha formada por filtrações e pela deposição de células do sangue (50). 

Possui função de remover da circulação sanguínea as hemácias em processo de 

envelhecimento, anormais, imunologicamente comprometidas e outros elementos particulados do 

sangue. Também é responsável pela destruição de parasitos, que acontece mediante a rede de filtração 

localizada na polpa vermelha (51). É um órgão elemento chave para remoção de hemácias durante a 

infecção por Plasmodium, devido a isso a malária em pacientes esplenectomizados pode evoluir para 

forma grave (52). 

As duas funções mais importante do baço são as imunológicas e fagocitárias. A filtração 

mecânica auxilia na fagocitose e destruição de patógenos dentro dos eritrócitos, na remoção de 

bactérias e/ou vírus que não foram ingeridos e opsonizados na circulação, na destruição de 

microrganismo para quais o hospedeiro não apresenta anticorpos específicos e na manutenção de 

hemácias (53). 

Outra função importante é a manutenção da função imunológica normal do hospedeiro contra 

agentes infecciosos. Os indivíduos com ausência do baço são mais suscetíveis a infecções graves, 

com risco elevado para evolução com quadros de bacteremia e septicemia (54). Em infecções por 

Plasmodium, o aumento da carga parasitária resulta na necessidade de uma grande e rápida ampliação 

desta rede para divergir a parasitemia para poder garantir a resolução da infecção (55). 

As indicações de esplenectomia pode ser de origem traumática ou não traumática. As 

indicações de causas traumáticas apresentam como principal causador os acidentes automobilísticos 

e os atropelamentos, e as indicações não traumáticas são ocasionadas por patologias que impedem a 

função normal do baço (53) . 
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O trauma abdominal é um dos mais frequente, por conta do seu potencial lesivo, está 

relacionado a múltiplas complicações, o que aumentam as taxas de morbidade e mortalidade, e por 

esse motivo, vem sendo cada vez mais estudado. Acredita-se quando acometido por algum patógeno 

como o Plasmodium, podendo ficar mais vulnerável a sofrer ruptura em caso de algum evento 

traumático(56).  

 

 

 

Figura 4 - Localização do Baço: espaço superior esquerdo da região abdominal, atrás do estômago e abaixo do 

diafragma, medindo aproximadamente 10 a 15 cm de diâmetro e com aspecto semelhante ao punho cerrado, estando 

protegido pelas costelas.Fonte: Health hype. Adaptado:(59). 

 

1.7.1 Baço e Malária 

A esplenomegalia é um indicador importante na endemicidade da malária, porém o 

conhecimento tem progredido lentamente, devido ao risco da punção esplênica. Mesmo assim, houve 

avanços em relação ao conhecimento sobre o papel do baço, principalmente, sobre controle inato da 

infecção (57) 

A esplenomegalia é uma característica comum da malária, porém a ruptura esplênica 

representa uma complicação grave da malária, e é ocasionada principalmente pelo P. vivax (58). Uma 

grande biomassa de parasitos intactos da malária em estágios assexuados pode se acumular em baços 

de humanos assintomáticos infectados com P. vivax. Os mecanismos relacionados a essa afinidade 

não são claros. Há hipótese de que os reticulócitos imaturos, em que P .vivax se desenvolve, podem 

manifestar altas densidades no baço, sendo um nicho para a sobrevivência do parasito (59). 
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A zona marginal e a polpa vermelha são locais potenciais para a remoção dos eritrócitos (60). 

O baço, além de remover as hemácias parasitadas da circulação, também retira os parasitos de seu 

interior e devolve-as a circulação intacta (61). Na infecção malárica, ocorrem disfunções 

hematopoiéticas, tornando o baço um sítio hematopoiético extramedular. Quando o sangue entra no 

baço, o fluxo é reduzido na zona marginal, os antígenos podem ser capturados pelos macrófagos. 

Durante a infecção, todas as estruturas do baço se rearranjam, ocorre uma interação nessas estruturas, 

e migram de uma região para outra capacitando o baço para combater a infecção. Durante esse 

processo, os limites entre as polpas branca e vermelha e zona marginal praticamente somem (62). 

O baço retém uma proporção de eritrócitos com trofozoítos e esquizontes, mas a retenção dos 

eritrócitos com esquizontes pode apresentar um leve impacto patogênico, uma vez que a maioria das 

formas maduras são sequestradas (citoaderência) em outros órgãos do corpo, o que impede a filtração 

pelo baço (63). 

Em um estudo realizado em Manaus, paciente de 19 anos do sexo masculino deu entrada em 

um hospital da capital do estado do Amazonas com fortes dores abdominais após cair de uma árvore, 

através da ultrassonografia identificou-se ruptura esplênica, devido a isso foi submetido a 

esplenectomia, realizou-se PCR de fragmentos do baço, em que apresentou positividade para P. vivax 

(64). 

Em outro estudo, com 55 casos de P. vivax, P. falciparum, P. malariae, P. ovale  foram 

analisados relatos de ruptura patológica do baço associada à malária publicados nos últimos 50 anos 

em cinco idiomas, A ruptura esplênica foi completa (n  =  50),  parcial ( n  =  5). A morte ocorreu em 

12 pacientes (22%), 8 dos quais por colapso irreversível precoce ( n  =  7) ou morte inesperada 

( n  =  1). A taxa de mortalidade foi maior entre os viajantes do que em outros pacientes, as 

características de ruptura em infecções por P.vivax e P. falciparum foram meramente semelhante. 

(28). Na Amazônia brasileira, um paciente com ruptura esplênica espontânea diagnosticada com 

aparelho de ultrassom portátil logo após o início do tratamento e com parasitemia recorrente após 

esplenectomia em paciente do sexo masculino de 45 anos. Teve a monoinfecção  confirmada por PCR 

do sangue periférico e  de seções baço (65) 

Na Indonésia, foi realizado uma coorte com exames microscópios e moleculares do baço e 

sangue periférico nos pacientes não tratados e submetidos a esplenectomia, infectados com P. vivax 

e P. falciparum, em comparação com o sangue periférico, eritrócitos não fagocitados se concentravam 

no baço (66). Esta observação traz informação importante para o papel da filtração do baço,  porém 
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também sugere que o baço pode torba-se um abrigo para para os parasitos(63) e devido isso podem  

permanecer assintomáticos dificultando o diagnóstico (67). Outro estudo na Índia, a PCR apresentou 

taxa de parasitemia maior para P. vivax e infecções mistas em comparação com a microscopia e 

RDTs, sendo sugerido seu uso para investigar casos assintomáticos (68).   

A incidência da malária esplênica ainda é, mais frequente em infecções primárias (69). Em 

infecções recorrentes, as alterações morfológicas no baço são graduais, resultando em tensão 

esplênica menos pronunciada. Para realizar o diagnóstico é necessário um elevado índice de suspeição 

clínica, o que pode ser associado a hipotensão, dor abdominal e diminuição nos valores de 

hematócritos, mas algumas pessoas podem permanecer quase assintomáticos, dificultando o 

diagnóstico, sendo necessário que indivíduos com infecção por Plasmodium sp. sempre realizem 

ultrassonografia para investigação de ruptura, em casos que o diagnóstico de ruptura seja confirmado 

e com indicação de esplenectomia, após a realização do procedimento é importante a realização da 

qPCR de seções do baço (67).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



23 

 

2 OBJETIVOS 

2.1 Objetivo geral 

Padronizar cortes histológicos de baço a serem usados como fonte de material biológico para 

o diagnóstico molecular da malária humana. 

2.2 Objetivos específicos 

• Estabelecer protocolo para extração de DNA de baço.  

• Estabelecer protocolo de qPCR para detecção de malária utilizando alvo gênero específico. 

• Estabelecer protocolo de qPCR para detecção de malária utilizando  PVMTOCX1 para P. vivax; 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Desenho do estudo 

 

3.2 Modelo de estudo 

 Trata-se de um estudo transversal desenvolvido no Instituto de Pesquisa Clínica Carlos 

Borborema (IPCCB) localizado na Fundação de Medicina Tropical (FMT-HVD) (Figura 5). 

 

Figura 5 – Local de realização do estudo. 

Fonte: Google imagens 
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3.3 Aspectos éticos 

O estudo foi aprovado pelo Comitê de Ética em Pesquisa com Humanos da Fundação de 

Medicina Tropical do Amazonas (CEP/FMT-HVD), sob o número de Certificado de Apresentação 

de Apreciação Ética (CAAE) 31739220.4.0000.0005.  

 

3.4 Amostra e coleta de dados 

3.3.1 Coleta das amostras 

Foi utilizado um controle de baço parafinizado, proveniente de indivíduo sabidamente 

positivo para P. vivax diagnosticado por gota espessa e microscopia do baço infectado (70). Como 

critério de seleção, o bloco deveria estar em condições viáveis para uso contendo material suficiente 

e parafina conservada, armazenamento adequado em temperatura de 2°C a 37°C e em caixa de 

papelão anti-impacto. 

 

3.4.2 Cortes Histológicos 

Foram realizados cinco, seis, oito, dez, quinze, vinte e vinte e cinco cortes histológico com 

espessura 10 µm e outros cinco e dez cortes  com espessura de 20 µm (71). O maior eixo do bloco 

foi colocado verticalmente ao fio da navalha para acertar o bloco, em seguida foi retirado o excesso 

da parafina até alcançar o material, aparado o bloco e resfriado em gelo para endurecer a parafina e 

umedecer o tecido. Em seguida ao resfriamento, foi realizado a microtomia propriamente dita, 

obtendo os cortes com o auxílio da pinça. Posteriormente, foram adicionados em microtubos 

identificados como controle positivo, em seguida foi realizada a desparafinação.  

3.4.3 Desparafinização 

Para cinco, dez, quinze, vinte cortes foram feitas lavagens com xilol com o volume de 1 mL 

em cada, foi centrifugado por 5 minutos a 14.000 rpm, sempre desprezando o sobrenadante 

cuidadosamente, posteriormente foi realizado uma lavagem com 1 mL de álcool absoluto e 

centrifugado por 5 minutos a 14.000 rpm e desprezado o sobrenadante, e mais uma lavagem com 

álcool 70%, logo após deixou-se o tecido secar. Para vinte e cinco cortes foi feito uma lavagem com 

1 mL de xilol centrifugado por 5 minutos a 14.000 rpm, e posteriormente com uma de álcool absoluto, 

sendo secos em temperatura ambiente. O restante dos cortes realizados foram desparafinizados com 

duas lavagens de xilol e duas de álcool absoluto a cada lavagem, sendo centrifugado por 5 minutos a 
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14.000 rpm e desprezando o sobrenadante (Anexo 1). Após estarem secos foram pesados, da seguinte 

forma: foi zerado o peso da balança com microtubo equivalente ao que continha o tecido, após fazer 

isso foi adicionado o microtubo contendo o tecido na balança, o peso do tecido foi dado em miligrama. 

 

3.4.4 Extração de DNA 

Após secagem das amostras, realizou-se a extração com dois kits de extração da QIAGEN, 

com Kit QIAamp FAST DNA Tissue kit Qiagen adicionou- se os tampões disponibilizados no kit 

que foram 200µL de Buffer AVE, 40µL de Buffer VXL, e 1µL de Buffer DX, com estes tampões 

colocou-se para incubar em banho-maria por 6 a 8 horas, posteriormente podendo ser incubado em 

thermomixer ou estufa por mais 12 horas. Após o período de incubação, adicionou-se 20µL de 

Proteinase K e 4µL de RNAase e homogeneizando em vórtex. Em seguida, deixou-se em temperatura 

ambiente por 72 horas. Após foi transferido cuidadosamente para o tubo filtro disponibilizado pelo 

fabricante, daí em diante foi seguido as instruções do fabricante.  

Com o QIAamp DNA Blood Minikit adicionou-se 20 µL de proteinase K sobre a amostra e 

homogeneizou-se em vórtex. Incubou-se por 6 a 8 horas em banho-Maria. Após a incubação adicionar 

200 µL do Tampão AL e deixou-se em temperatura ambiente por 72 horas. Posteriormente foi 

adicionado 200 µL de etanol (95% a 100%) e agitado no vórtex imediatamente. Removeu-se as bolhas 

por centrifugação. Cuidadosamente foi transferido o conteúdo do tubo para o tubo filtro. A partir daí 

seguiu-se as instruções do fabricante (ANEXO 2).  Em seguida, foi realizado a quantificação do DNA 

através de espectrofotometria (NANODROP) na unidade de g/µL sendo este limpo com um lenço 

adequado, adicionado 1 µL de água destilada no local de leitura, e depois limpo novamente com 

lenço, em seguida adicionou-se 1 µL da eluição contendo material genético, a quantificação 

fotométrica por medidas de absorbância foi A250/A280 e A250/A230, os valores considerados 

aceitáveis foram a partir de 10 ng/ µL, não foi necessário fazer a diluição do DNA. 

3.4.5 PCR em Tempo Real 

Primers e sondas para detecção de Plasmodium spp. e detecção de espécies específicas, 

PvmtCOX1 (Tabela 1) (44,71). Todas as amostras foram testadas em triplicata o volume foi de 24 

µL incluindo o mix de reagente e o material genético, com concentração de primers e sondas de 10 

µM. Também foi adicionado na reação e plasmídeos contendo o fragmento do gene que será 

amplificado. Três diluições foram usadas em triplicata: 102, 104 e 106 cópias/ µL, e também foi 

utilizado controle negativo testado em triplicata. As medidas de amplificação e qPCR foram 
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realizadas utilizando o Applied Biosystems 7500 Fast Real-Time PCR System, com versão 2.3 Todas 

as análises, incluindo a definição dos valores do limiar e do ciclo de quantificação (Cq), foram 

estabelecidas automaticamente usando as configurações padrão (ANEXO 3). Os procedimentos 

foram realizados em placas de 96 poços. Para o formato de sonda TaqMan, os ensaios foram 

realizados no fundo do QuantiFast Probe. Os seguintes perfis térmicos descritos abaixo são para cada 

master mix usado: 

 

Plasmodium sp. Taqman 

Stage 1(Holding Stage): 95°C for 5 min  

Stage 2 (Cycling Stage): 95°C for 10 sec, 60°C for 30 sec} 45 Cycles 

 

P. vivax PvmtCOX1 TaqMan:  

Stage 1(Holding Stage): 95°C for 5 min  

Stage 2 (Cycling Stage): 95°C for 10 sec, 60°C for 30 sec} 45 Cycles 

 

Tabela 1: Iniciadores e sondas usados para amplificação de genes 18S rRNA. 

Assay Primers Sequence 5’- 3’ 

 

QMAL 

For  TTA GAT TGC TTC CTT CAG TRC CTT ATG 

Rev TGT TGA GTC AAA TTA AGC CGC AA 

Probe 6FAM – TCA ATT CTT TTA ACT TTC TCG CTT 

GCG CGA – BHQ1 

 

 

 

Pv Mt 

PvMt_cox1_Fw TTATATCCACCATTAAGTACATCACTT 

PvMt_cox1_Rev AACCTTTAGATCTTAGATGCATTACA 

PvMt_cox1_Probe FAM-CCTGTTGCAGTAGATGTTATCATTG-

BHQ1 

Fonte:(41)(72). 

 

  

3.4.6 Amostras de baço 

Foram selecionadas amostras de baço em bloco de parafina do ano de 2021 de um laboratório 

referência para exame histopatológico em Manaus, Amazonas. As amostras selecionadas foram de 
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indivíduos vítimas de trauma submetido a esplenectomia de qualquer idade e ambos os sexos, foram 

incluidas amostras com armazenamento adequado em caixa anti-impacto e em temperatura 

ambiente,com material suficiente para obtenção dos cortes.  Não foi possível obter história clínica 

dos individuos que tiveram a amostra selecionada. 

3.4.7 Histórico da inclusão em parafina das amostras selecionadas. 

A inclusão em parafina foi precedida com o xilol, posteriormente miscível em álcool. após a 

remoção do álcool, o tecido passou por uma infiltração em parafina líquida, mantida em estufa a 56°C 

(ponto de fusão) e posteriormente o mesmo foi transferido para o molde contendo parafina líquida. 

Em poucos minutos a parafina passou a ser solido, obtendo-se o bloco de parafina contento o 

fragmento do tecido em seu interior.  

3.4.8 Microtomia, desparafinação, extração e qPCR. 

Foram feitos dez cortes com espessura de 20µM, foi desparafinado com duas lavagens de xilol 

e duas de etanol a cada lavagem foi realizado a centrifugação por 5 minutos a 14.000 rpm e 

desprezado o sobrenadante. a Extração foi realizada com o kit QIAamp FAST DNA Tissue kit e 

QIAamp DNA blood minikit conforme a adaptação realizada. Na qPCR foram testadas para gênero 

e espécie especifico de Plasmodium. E também foi realizada a qPCR para DNA humano. 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

  Mediante os resultados obtidos foi gerado 01 artigo, disposto a seguir, de acordo com 

as normas de publicação da revista Malaria Journal para artigos de métodos. 
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ABSTRACT 

Introduction: Plasmodium vivax is the main specie responsible for human 

malaria, and one of its manifestations is splenic malaria, but there are still challenges in 

diagnosis. The present study aimed to standardize DNA extraction from Plasmodium sp. 

in spleens for diagnosis by qPCR. Methods: We performed a microtomy of a paraffin-

embedded spleen as a positive control for P. vivax. It was deparaffinized with xylol and 

ethanol. Then, DNA extraction was performed with two commercial kits. qPCR was 

performed with the Taqman system for detection of Plasmodium sp. (Qmal) and species-

specific focusing on conserved regions of the PvmtCOX1 gene. Then, 200 samples of 

spleen from traumatic patients for splenectomy in Manaus, Amazonas, were selected 

from 2015 to 2019 from a reference laboratory. Results: The deparaffinization and DNA 

extraction method of Plasmodium vivax was successfully standardized. An extracted 

DNA sample using this qPCR protocol was positive for P. vivax. Of the 200s, all qPCRs 

were negative. Conclusion: Paraffinization is practical and efficient for the preservation 

of samples, but the formation of bonds between proteins and DNA makes extraction 

difficult. Despite this, in this study it was possible to identify a possible method of 

identifying and identifying the species of Plasmodium vivax. 

 

Background 

Malaria is one of the main public health problems in the world, due to the high 

rate of morbidity and mortality, it is an infectious parasitic disease, caused by protozoa 
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of the genus Plasmodium by the bite of female mosquitoes of the genus Anopheles (73). 

Currently, seven species that cause malaria have been reported: P. falciparum, P.vivax, 

P.malariae, P.ovale, P.knowlesi, P.simium and P.cynomolgi (13). 

Between 200 and 400 million cases of malaria are reported annually in the world, 

and, approximately 500.00 deaths. (2). In Brazil, most cases of malaria occur in the 

Amazon region  and approximately 82% are P.vivax (5).   

Asymptomatic cases are worrisome because they can maintain transmission (31). 

These asymptomatic individuals may not be diagnosed by the thick smear (45), because 

this method does not have a sufficient sensitivity to detect low parasitemia (34).  Then, 

molecular methods, for being extremely specific, are very promising to detect the genetic 

material of the parasites and allow the identification and differentiation of species. (39).  

Studies report that the enlarged spleen is related to the accumulation of immature 

reticulocytes, in which P. vivax develops, but it is still unclear. Thereby providing a niche 

for the survival of the parasite (9).  

Amazonas state is an endemic area for malaria and may have a large number of 

individuals with low parasitemia and there is a probability that these individuals are not 

being diagnosed, becoming carriers of Plasmodium sp. in the spleen. The present study 

aimed to standardize a technique for extracting DNA from spleens for detection of 

Plasmodium sp. by qPCR. 

 

Results  

Table 1 shows differences in the number of tissue slices and thickness. In addition, 

1-2 washes with xylol and ethanol were adapted for deparaffinization. It was observed in 

the standardization that the best result was with 10 cuts of 20 µm, 2 washes of xylol and 

2 of absolute alcohol, weighing 40 mg and DNA concentration of 50 ng/µLµL for the 

QIAamp DNA Blood Minikit kit and 55 ng/ µLµL for QIAamp FAST DNA Tissue Kit, 

with positive qPCR result for specific genus and species. 

In figure 1A, it is shown qPCR result for gender-specific QMAL. The DNA 

samples extracted with both kits amplified in triplicate, the sample extracted with the 
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blood kit had a copy number of 75.01 [CI: 73.8-76.4] and for the tissue kit 86.03 [CI: 

84.2-87.9]. In figure 1B, qPCR result for specific mitochondrial target species 

PvMTCoX1.  The sample extracted with the blood kit had a copy number of 89.2 [CI: 

87.4-91.1] and tissue kit 106.06 [CI: 105.2-108] for P. vivax. It was observed that the 

sample extracted with the tissue kit showed better results in qPCR for specific genus and 

specific species. 

Of the twosamples selected and analyzed as a test, all were negative positive in 

the qPCR. 

 

Discussion 

The spleen may play an important role in malaria with hematoma, splenic 

infarctions, ruptures and abscess formation (74). According Mohamed et al. (2012), most 

cases of splenic rupture were caused by P.vivax and P.falciparum (11,13). The spleen's 

participation in parasite loads is reinforced by high parasitemias and clinical severity in 

splenectomy patients (63). 

This study provides information on the diagnosis of splenic malaria by P. vivax 

on real time PCR. The molecular diagnosis of malaria has been one of the most promising 

tools in the detection with high sensitivity and specificity (39). Siqueira et al. 2012,  

showed a patient with P. vivax detected in blood and spleen which was the splenectomy 

due to spleen rupture (64).   

Saraiva et al. (2019), standardized a technique for extracting DNA from 

Plasmodium sp. on filter paper, In the study, the IBMP (Institute of Molecular Biology of 

Paraná) treatment kit, used in the diagnosis of treatment, was adapted to obtain 

Plasmodium DNA (77). Lacerda et al (2012) conducted a study in which 19 deceased 

patients diagnosed with P.vivax infection were autopsied. Laboratory analysis of twenty 

10 μm paraffin tissue sections from the spleen, brain and lung were used for DNA 

analysis. Nested PCR was performed using 200 µLof DNA to confirm P. vivax infection. 

(42). 
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Kho et al., (2021) worked with DNA from frozen spleen biopsies (59). In this 

study, the methodology wasn’t able to be reproduced because the spleen samples were in 

a paraffin block. Some factors can influence the quality of the DNA in paraffin blocks, 

such as: time of prefixation, fixation and decalcification (78). PCR performed from 

genetic material extracted from a paraffin-embedded sample is widely used, however, 

standardization must always be carried out to suit the amplification conditions. For this 

type of material, special attention must be paid to endogenous and exogenous factors to 

the reaction, starting from the fixation methods until the useful life of the paraffin block. 

(79). 

Salwa et al. (2011) performed a qPCR validation study for splenomegaly related 

to malarial infection which were performed the thick blood smear and qPCR in peripheral 

blood and related it to the size of the spleen (44). In this study, the same methodology 

was not performed because qPCR was performed directly on spleen samples, showing 

that in fact the parasite can be present in the spleen and be diagnosed by a highly sensitive 

method.  

Aleix et al. (2018 )shows a splenic rupture by P. vivax,  identified by ultrasound, 

electron microscopy and conventional PCR (65). In the present study, a conventional PCR 

was not performed because it is a more time-consuming method compared to real time 

PCR. We show an optimized methodology in deparaffinization with xylol and ethanol, 

and that it is necessary to obtain DNA and that qPCR is possible without previous DNA 

purification. There are still few studies focused on methodologies for diagnosing malaria 

in the paraffinized spleen, most of which are focused on frozen samples and PCR of 

peripheral blood.  

The present study was limited by the number of positive controls, no fresh spleen, 

we can't have steel preserved in other ways to compare, more samples to help shape. 

 

Conclusion 

There was the standardization of the qPCR protocol for detection of Plasmodium 

and P. vivax DNA. The contribution of this study was to broaden the understanding of 

the influence of prefixation, fixation and post-fixation steps and to reduce the variability 
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of the processes involved in each step. As well as contributing to the proper interpretations 

of these findings and alternatives to solve or minimize the problem. 

Methods 

Samples 

This study was developed at Fundação de Medicina Tropical Dr. Heitor Vieira 

Dourado (FMT-HVD) in Manaus, Amazonas. A spleen paraffinized from an individual 

known to be positive for Plasmodium vivax infected by thick blood smear and spleen 

microscopy was used as control (64). As an inclusion criterion, the block should be in a 

viable condition for use, adequate storage, and there should be enough material to carry 

out the analyses. 

 

Histological sections and dewaxing. 

There were five, six, eight, ten, fifteen, twenty and twenty-five cuts with a 

thickness of 10 µm and another five and ten cuts with a thickness of 20 µm. (71). The 

largest axis of the block was placed vertically to the knife edge to hit the block, then the 

block was removed from the paraffin to the material, the block was trimmed and cooled 

on ice to support the paraffin and moisten the tissue. After the cooling, it was performed, 

making the cuts with the aid of the forceps. Where they were added in microtubes 

identified as a positive control, dewaxing was later performed (80). 

 

Deparaffinization 

For five, ten, fifteen, twenty cuts, only washes with xylol were performed with a 

volume of 1 mL each, centrifuged for 5 minutes at 14,000 rpm, then a wash with 1 mL of 

absolute alcohol and centrifuged for 5 minutes at 14,000 rpm and discarded the 

supernatant, and another wash with 70% alcohol, after which the tissue was left to dry. 

Twenty-five samples were washed with 1 ML sections of xylol, centrifuged for 5 minutes 

at 14,000 rpm, and then with absolute alcohol, being dried at room temperature. The rest 

of the cuts were deparaffinized with two washes of xylol and two of absolute alcohol at 
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each wash, being centrifuged for 5 minutes at 14,000 rpm and discarding the supernatant. 

They were dried, and afterwards weighed, as follows: the weight of the scale was zeroed 

with a microtube equivalent to that containing the tissue, after doing this, the microtube 

with the tissue was added to the scale, the weight of the tissue was given in milligrams 

(24).  

 

Selection of samples for testing 

    Spleen samples from 2015 to 2019 were selected from a reference laboratory 

for   histopathological examinations to be used as a test. As per selection, for all subjects 

of any sex, all samples were all samples were in appropriate time for use, as well as with 

enought material and with enough material. Those that didn't fit were discarded 
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Table 1 - Results of the steps of tissue sections, deparaffinization, weight, DNA concentration and qPCR with copy number. 

DNA concentration obtained per ng/µL (DNA) number of samples selected in qPCR for samples taken with the sample collection kit (copy number 

plasmodium 1) number of copies collected in qPCR for use sampled using tissue kit (copy number plasmodium 2) number of samples collected in 

qPCR for samples selected using blood kit (copy number p.vivax 1). number of copies collected in qPCR for samples selected using tissue kit (copy 

number p.vivax ). confidence interval (CI).

Slices/ 

thickness 

Wash 

xylol 

Wash 

alcohol 

absolute 

Wash 

álcool 

70% 

Dry 

weight 

(mg) 

DNA          

(Blood 

Kit) 

ng/µL 

DNA 

(Tissue 

Kit) 

ng/µL 

PCR 

Plasmodium 

sp 

PCR 

Plasmodium 

vivax 

Copy 

number 

Plasmodium 

1 

Copy 

number 

Plasmodium 

2 

Copy 

number P. 

vivax 

1 

Copy 

number P. 

vivax 

2 

5/10 µm One  1’ One 1’ One 1’ 70  5 8  Negative Negative 0 0 0 0 

10/10 µm One  1’ One 1’ One 1’ 84.8  9 7 Negative Negative 0 0 0 0 

15/10 µm One 1’ One 1’ One 1’ 125  2 15 Negative Negative 0 0 0 0 

20/10 µm One 1’ One 1’ One 1’ 122.3 15 20  Negative Negative 0 0 0 0 

25/10 µm One 1’ One 1’ - 177 47 32 Negative Negative 0 0 0 0 

6/10 µm Two 1’ Two 1’ - 62 61.8 70 Negative Negative 0 0 0 0 

8/10 µm Two 1’ Two 1’ - 41 35 41 Negative Negative 0 0 0 0 

5/20 µm Two  1’ Two 1’ - 23  40 32 Negative Negative 0 0 0 0 

10/20 µm Two 1’ Two 1’ - 40  50 55 Positive Positive 75.01 

[73.8-76.4] 

 

86.03 

[84.2-87.9] 

89.2  

[87.4-91.1] 

 

 

106.06 

[105.2-108] 
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Table 2 - Primers and probes used for amplification of 18S rRNA genes.  

Assay Primers Sequence 5’- 3’ 

 

QMAL 

For  TTA GAT TGC TTC CTT CAG TRC CTT ATG 

Rev TGT TGA GTC AAA TTA AGC CGC AA 

Probe 6FAM – TCA ATT CTT TTA ACT TTC TCG CTT GCG CGA 

– BHQ1 

 

 

 

Pv Mt 

PvMt_cox1_Fw TTATATCCACCATTAAGTACATCACTT 

PvMt_cox1_Rev AACCTTTAGATCTTAGATGCATTACA 

PvMt_cox1_Probe FAM-CCTGTTGCAGTAGATGTTATCATTG-BHQ1 

Fonte: (41)(72). 
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Figure 1- Result da qPCR for gender specific target 18S and specie specific target 

PVMTCOX1. A- Shows the qPCR result for a specific gender. On the X) it is observed amplification 

of plasmids Y) of DNA samples extracted with the tissue specific kit W) Samples extracted with the 

blood specific kit and in Z) Negative controls. B- Shows the qPCR result for specific species. On the 

X) it is observed of DNA samples extracted with the tissue specific kit Amplification of plasmids Y) 

Amplification of plasmids W) Samples extracted with the blood specific kit and in Z) Negative 

controls. 

 

 

 

 

 

 

 

 



  4.  CONCLUSÃO 

• Houve a padronização de protocolo de qPCR para detecção de DNA de Plasmodium e P. vivax. 

• Contribuição desse estudo foi ampliar a compreensão da influência das etapas de prefixação, fixação 

e pós-fixação e a redução da variabilidade dos processos envolvidos em cada etapa. 

• Bem como contribuir para as devidas interpretações sobre esses achados e alternativas para 

solucionar ou minimizar o problema. 
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PROCEDIMENTO OPERACIONAL PADRÃO 

INSTITUTO DE PESQUISA CLÍNICA CARLOS BORBOREMA 

FUNDAÇÃO DE MEDICINA TROPICAL DOUTOR HEITOR VIEIRA DOURADO 

 

Código POP  

Título Desparafinação de tecidos para extração de DNA 

Idioma da versão original PT 

Elaborado por: 

Raimunda Sandra 

Pacheco de Souza 

 

Revisado por: 

 

Aprovado por: 

 

Data de aplicação: 

Data e assinatura Data e assinatura Data e assinatura 

 

 

 

 

 

Data da próxima 

revisão: 

 



56 

 

 

Histórico de revisões 

Nome Assinatura Data 

(DD/MMM/

AA) 

Alterações realizadas 

    

    

    

 

 

 

1. OBJETIVO 

Determinar os procedimentos a serem seguidos no processo desparafinização de tecidos conduzido no 

Instituto de Pesquisa Clínica Carlos Borborema (IPCCB) da Fundação de Medicina Tropical Dr. Heitor 

Vieira Dourado (FMT-HVD).  

 

2. CAMPO DE APLICAÇÃO 

Pesquisador responsável, co-pesquisadores, farmacêutico-bioquímico, biomédicos ou qualquer outro 

membro da equipe apto e treinado para manejo e processamento de amostras biológicas. 

 

3. DEFINIÇÕES 

- A parafina tem por finalidade conservar e fornecer maior resistência aos tecidos possibilitando 

analises futuras. 

 

4. RESPONSABILIDADES 

As pessoas responsáveis pela implantação e pelo treinamento nos procedimentos presentes deste POP são 

o PI, farmacêuticos-bioquímicos, biomédicos e os demais profissionais por ele designados. 
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5. MÉTODO 

Desparafinização de tecidos para extração de DNA. 

  

6. PRINCÍPIO DO MÉTODO 

Desparafinização tem como princípio remover a parafina do tecido após a microtomia, utilizando 

dois banhos de xilol e dois de álcool absoluto. 

 

7. AMOSTRA 

Tipo de amostra: Tecido parafinizado 

Volume da amostra: 8 a 15 cortes de tecidos 

Estabilidade da amostra: A amostra deve ser processada o mais rapidamente possível após a 

desparafinização. 

Amostras inaceitáveis: Amostras com material insuficiente, amostras sem condições de uso. 

8. MATERIAIS 

a) Pipetas e ponteiras com capacidade para 100OµL  

b) Tubos de Falcon 

c) Xilol  

d) Álcool absoluto 

 

9. REAGENTES 

Xilol Remove a Parafina 

Álcool absoluto Remove o Xilol 
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Preparação dos reagentes 

Os reagentes já vêm pronto para uso. 

 

Armazenamento e Estabilidade 

Quando fechado o álcool deve ser armazenado em temperatura ambiente. Eles são estáveis até a data de 

validade. Após abertos devem ser armazenados sob refrigeração (2-8°C) são estáveis até a data da validade. 

O Xilol deve ser armazenado em temperatura ambiente quando fechado e aberto. 

 

Observações sobre os reagentes 

Sobre o Xilol evite a ingestão ou contato com a pele ou mucosas. Em caso de contato com a pele, 

lavar a área afetada com grandes quantidades de água. Em caso de contato com os olhos ou se ingerido, 

procurar atendimento médico imediato. Ao descartar esse reagente, descartar com grandes volumes de água 

para evitar a acumulação. 

 

10. EQUIPAMENTOS 

a) Capela de exaustão 

b) Centrifuga 

 

 

11. CONTROLE DE QUALIDADE 

Limpar a Capela com álcool 70% e deixar na UV por 15 minutos, limpar a bancada da sala de extração para 

evitar contaminação. 

12. PROCEDIMENTOS 

Inicialização dos equipamentos 

a) Ligar a capela e exaustor 
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b) Inicializar a Centrifuga, ajustar a temperatura a 37°C, colocar a 14.000 rpm em 5 minutos 

 

Desparafinização 

a) Transferir o volume desejável de xilol e álcool para o tubo Falcon. 

b) Adicionar 1 ML de Xilol no tubo de 2 ML contendo a amostra;  

c) Centrifugar durante 5 min a 14.000 rpm; 

d) Descartar sobrenadante de forma cuidadosa, para que não se perca material no fundo do tubo;  

e) Repetir por 3 vezes os passos a, b e c; 

f) Após a última lavagem com Xilol, retirar o sobrenadante com a pipeta utilizando ponteira de 

1000µL 

g) Adicionar 1 ML de álcool absoluto; 

h) Centrifugar durante 5 min a 14.000 rpm; 

i) Descartar sobrenadante de forma cuidadosa, para que não se perca material no fundo do tubo;  

j) Repetir por 3 vezes os passos f, g e h; 

k) Deixar a os tubos com tampa aberta em temperatura ambiente para que ocorra a evaporação do 

álcool. 

 

13. LIMITAÇÕES DO PROCEDIMENTO 

a) Excesso de parafina pode dificultar a realização do procedimento. 

b) Se o sobrenadante não for removido imediatamente pode voltar a fase sólida. 

 

14. Anexos 

Título Mudanças ou traduções realizadas 
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Nome Assinatura Data 

(DD/MMM/

AA) 

Alterações realizadas 

    

    

    

 

1.OBJETIVO 

 Determinar os procedimentos a serem seguidos no processo extração de DNA de tecidos 

conduzido no Instituto de Pesquisa Clínica Carlos Borborema (IPCCB) da Fundação de Medicina Tropical 

Dr. Heitor Vieira Dourado (FMT-HVD).  

2.CAMPO DE APLICAÇÃO 

Pesquisador responsável, co-pesquisadores, farmacêutico-bioquímico, biomédicos ou qualquer 

outro membro da equipe apto e treinado para manejo e processamento de amostras biológicas. 

 

3.DEFINIÇÕES 

- Extração de DNA- A partir da extração do DNA que é possível realizar análises que permitem a 

detecção de doenças, distúrbios e anomalias genéticas, além da identificação da identificação de patógenos. 

 

4.RESPONSABILIDADES 

As pessoas responsáveis pela implantação e pelo treinamento nos procedimentos presentes deste 

POP são o PI, farmacêuticos-bioquímicos, biomédicos e os demais profissionais por ele designados. 

  

5. MÉTODO 

Extração de DNA de tecidos parafinizados 
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6. PRINCÍPIO DO MÉTODO 

O método de extração de DNA é o processo inicial para muitas aplicações de biologia molecular, o 

DNA de tecidos pode ser obtido tanto para identificação de DNA humano quanto de patógenos. 

7.AMOSTRA 

Tipo de amostra: Tecido  

Volume da amostra: 8 a 15 cortes 

Estabilidade da amostra: Realizar a extração somente quando as amostras estiverem secas depois 

do processo de desparafinização 

Amostras inaceitáveis: Amostras úmidas. 

 

8.MATERIAIS 

a) Pipetas e ponteiras com capacidade para 200 µL e 1000µL 

b) Tubo de microcentrífuga de 1.5mL  

c) Tubo coletor 

d) Tubo filtro 

9.REAGENTES 

 

Reagentes Kit QIAamp FAST DNA Tissue kit 

Qiagen 

 

AVE 

VXL 

DX 

PROTEINASE K 
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RNAase 

MVL 

AW1 

AW2 

ATE 

 

Reagentes Kit (DNA blood minikit Qiagen) 

Proteinase K 

Tampão AL 

Etanol 

AW1 

AW2 

AE 

 

 

Preparação dos reagentes 

Os reagentes são diluídos de acordo com as instruções do fabricante dos kits. 

 

Armazenamento e Estabilidade 

Para o armazenamento deve ser como indicado em cada frasco dos reagentes. 

Observações sobre os reagentes 

a) . Evite a ingestão ou contato com a pele ou mucosas. Em caso de contato com a pele, lavar a área 

afetada com grandes quantidades de água. Em caso de contato com os olhos ou se ingerido, procurar 

atendimento médico imediato.  
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Equipamentos 

a) Microcentrífuga  

 

10.CONTROLE DE QUALIDADE 

Limpar a bancada da sala de extração e microcentrífuga com álccol a 70% para evitar contaminação. 

 

11.PROCEDIMENTOS 

Kit QIAamp FAST DNA Tissue kit Qiagen 

a) Após as amostras estarem secas da desparafinização adiciona-se 200µL de AVE, 40µL de VXL, e 

1µL de DX e levar ao vótex. 

b) Colocar para incubar em banho-maria por 6 a 8 horas  

c) Retirar do banho-maria e incubar em thermomixer ou estufa por mais 12 horas. 

d) Após o período de incubação adicionar 20µL de Proteinase K e 4µL de RNAase e vórtexar. 

e) Deixar em temperatura ambiente por 72 horas. 

f) Após as 72 horas, adiciona-se 265µL de MVL e vórtexar 

g) Transferir cuidadosamente o conteúdo para o tubo filtro, tampar e centrifugar a 14.000 rpm por 2 

minutos. Descartar o filtrado, e transferir o tubo filtro para um novo tubo coletor. 

h) Cuidadosamente adicionar 500µL do Tampão AW1 e centrifugar a 14.000 rpm por 2 minutos. 

Colocar o tubo filtro em novo tubo coletor. 

i) Cuidadosamente adiciona-se 500µL do tampão AW2 e centrifugar a 14.000 rpm por 3 minutos. 

Descartar o filtrado. 

j) Recomendado: Colocar o tubo filtro em um tubo coletor e centrifugar a 14.000 rpm por 2 minutos. 

Transferir o tubo filtro para um microtubo de 1.5ml (Eppendorf). 

k) Cuidadosamente adiciona-se 25µL do Tampão ATE e centrifuga por 1 minuto a 14.000 rpm (Repetir 

esse passo) para aumentar o rendimento e ter como volume final 50µL. 

l) Descartar o tubo filtro, tampar o microtubo (Eppendorf). 

m) Armazenar -20°C. 

 

Kit QIAamp DNA blood Minikit Qiagen 

a) Adicionar 20 µL de proteinase K sobre a amostra e Vórtexar. 
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b) Incubar por 6 a 8 horas em banho-Maria. 

c) Após a incubação adicionar 200 µL do Tampão AL e deixar em temperatura ambiente por 72 horas. 

d) Adicionar 200 µL de etanol (95% a 100%) e agitar no vórtex imediatamente. Remover as bolhas 

por centrifugação. 

e) Cuidadosamente transferir o conteúdo do tubo para o tubo filtro, tampar e centrifugar a 14.000 rpm 

por 2 minutos. Colocar o tubo filtro em um novo tubo coletor. 

f) Cuidadosamente adicionar 500 µL de tampão AW1 e centrifugar a 14.000 rpm por 2 

minutos.colocar o tubo filtro em um novo tubo coletor. 

g) Cuidadosamente adicionar 500 µL de tampão AW2 e centrifugar a 14.000 rpm por 3 minutos. 

h) Recomendado: Coloque o tubo filtro em um novo tubo coletor e centrifugue a 14.000 rpm por 2 

minutos. 

i) Colocar o tubo filtro em um tubo eppendorf e descartar o tubo coletor contendo o filtrado. 

j) Cuidadosamente adicionar 25 µL do tampão AE e centrifugar por 1 minuto a 14.000 rpm (repetir 

esse passo) para obter o volume final de 50 µL e aumentar o rendimento. 

k) Descartar o tubo filtro, tampar o eppendorf e armazenar -20. 

 

12.Anexos 

 

Título Mudanças ou traduções realizadas 

  

  

 

 

13.Declaração 

 

Este documento se refere à versão final deste POP e encontra-se em vigor a partir da data estipulada no 

cabeçalho.  
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Nome Assinatura Data 

(DD/MMM/

AA) 

Alterações realizadas 

    

    

    

 

1. OBJETIVOS 

Descrever o procedimento de realização de PCR em tempo real para detecção de DNA de plasmódio 

(qPCR) em amostra de baço. 

2. Definições  

PCR: a reação em cadeia da polimerase é definida como uma técnica molecular que permite a 

amplificação de pequenas quantidades de um DNA específico a partir de um molde do DNA, usando uma 

reação enzimática simples, sem um organismo vivo. O limiar de detecção da técnica é muito superior ao da 

gota espessa (técnica padrão utilizada no diagnóstico rotineiro da malária): cerca de 0,004 parasitos/mL. 

 

PCR Tempo Real (qPCR): Variação da técnica de PCR para detecção de sinal fluorescente 

permitindo a quantificação de ácidos nucléicos em tempo real, assim como a detecção qualitativa de 

seqüências de ácidos nucléicos utilizando análises de curvas de dissociação ou por meio de sondas 

marcadas. Não requer tratamento pós-PCR para visualização do resultado. 

 

Iniciador (primer): uma pequena sequência de DNA ou RNA a partir da qual pode começar a 

replicação do DNA. 

3. ApLICÁVEL A 

Análise no laboratório de biologia molecular de amostras relacionadas à pesquisa clínica; 

Todos os laboratórios e ou grupos de pesquisa que constituem REDIMA (Rede Amazônica da 

Dinâmica de Infecção Experimental com Malária). 
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4. RESPONSABILIDADES 

Equipe do laboratório de biologia molecular envolvida na realização da PCR em tempo real. 

5. POP'S RELACIONADOS  

Procedimento para extração de DNA de Plasmodium spp. a partir da cabeça e/ou tórax dos 

mosquitos. (versão atual de POP_MAL_LB_004); 

Procedimento para o Seguimento dos participantes no estudo “Epidemiologia comparativa da 

transmissão de Plasmodium falciparum e P. vivax no Brasil, Tailândia e Papua Nova Guiné”, nas 

comunidades do Brasileirinho e Ipiranga, Manaus/AM (versão atual do POP_MAL_TC_004); 

Procedimento para Extração de DNA em placa utilizando Favor prep 96-well genomic DNA kit 

(FAVORGEN) (versão atual do POP_MAL_LB_018); 

Procedimento para extração de DNA de Plasmodium spp. a partir de sangue total, utilizando o 

QIAmp DNA kit (Qiagen®) (versão atual do POP_MAL_LB_003). 

6. ProcedIMENTOS  

6.1 Recursos necessários 

6.1.1 Amostra 

DNA obtido por extração de amostras de tecido de baço parafinizado 

6.1.2 Materiais 

Pipetas automáticas de 10 µL, 100 µL e 1000 µL 

Ponteiras com filtro para pipetas automáticas 

Pipeta multicanal 0,5 – 10 µL 

Multipipetador 

Ponteiras para multipipetador (0,5 ml) 

Tubos de 1,5 e 2,0 mL 

Microplacas de 0,1mL, com 96 poços, para sistema de PCR em Tempo Real (MicroAmp Fast 

Optical 96-Well Reaction Plate, Applied Biosystems, n° de referência: 4346907) 



69 

 

 

Adesivo óptico para vedar as microplacas (MicroAmp Optical Adhesive Film, Applied Biosystems, 

n° de referência 4311971) 

6.1.3 Equipamentos 

Vortex 

Centrífuga 

Sistema de PCR em Tempo Real 7500 Fast Applied Biosystems 

6.1.4 Reagentes 

Reagente Fabricante n° 

referência 

Armazenamento 

TaqMan 

GeneExpression MasterMix 

Applied 

Biosystems 

4369510 2-8°C 

TaqMan Universal 

PCR Master Mix 

Applied 

Biosystems 

4304437 2-8°C 

Sondas (Taqman® 

Probe) para P. vivax e P. 

falciparum  

Life 

Technologies 

 

4316033 alíquota usada: 2-8°C; 

estoque: -20°C 

Sondas (Taqman® 

Probe) para QMAL 

IDT - alíquota usada: 2-8°C, 

estoque : -20°C 

Iniciadores (primers) 

da reação 

IDT – 

Integrated DNA 

Technologies 

- alíquota usada: 2-8°C; 

estoques (100 µM): -20°C 

Água MiliQ - - Temperatura ambiente 

Tampão TE (diluição 

de iniciadores) 

Ambion AM9849 

 

Temperatura ambiente 
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Tween 20 (diluição de 

iniciadores) 

Sigma-

Aldrich 

P1379 Temperatura ambiente 

Iniciadores (5’ – 3’): 

Plasmodium spec. (“QMAL”) 

QMAL-for: TTA GAT TGC TTC CTT CAG TRC CTT ATG* 

QMAL-rev: TGT TGA GTC AAA TTA AGC CGC AA 

* Oligonucleotídeo contendo oscilação (R=A/G) 

 

Plasmodium vivax- mitocondrial 

PvMt_cox1_Fw: TTA TAT CCA CCA TTA AGT ACA TCA CTT 

PvMt_cox1_Rv: AAC CTT TAG ATC TTA GAT GCA TTA CA 

 

Sondas (5’ – 3’): 

QMAL-probe:  6FAM – TCA ATT CTT TTA ACT TTC TCG CTT GCG CGA – BHQ1 

VIVAX-probeMGB: VIC – AGC AAC GCT TCT AGC TTA – MGB – NFQ 

FALC-probeMGB:  6FAM – ACG GGT AGT CAT GAT TGA GTT – MGB – NFQ 

PvMt_cox1_Probe: 5'FAM-CCTGTTGCAGTAGATGTTATCATTG-3'BHQ1 

 

As diluições de iniciadores e das sondas de QMAL são preparadas com tampão TE 

(comprado); após a adição do TE, deixar incubar a solução por 5 min, em seguida vortexar e 

centrifugar. Preparar alíquotas de estoque (100 µM) e de uso (10 µM). A diluição de uso é feito com 

água de injeção ou melhor com água para PCR (comprado). Preparar alíquotas de volume menor, 

suficiente para uma placa (utilizando água de injeção). 

 

Plasmídeos: 
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Os plasmídeos contêm o fragmento do gene que será amplificado. Três diluições são usadas: 102, 

104 e 106 cópias/ µL. 

As diluições de plasmídeos são preparadas com tampão TE mais Tween (concentração final de 

Tween 0,01%) com um volume final de plasmídeo é de 1 mL. A partir destes diluções, devem ser 

preparadas alíquotas menores para uso (armazenadas a 2-8°C) e para estoque (armazenadas a -20°C). 

6.2 PCR em Tempo Real 

Para a detecção dos principais parasitos da malária que infectam humanos, foi padronizada uma 

reação de PCR em Tempo Real baseada no gene 18S rRNA (1,3,4). Os plasmídeos servem como controle 

positivo e como padrão para quantificação de DNA das amostras. Usando os plasmídeos é possível 

comparar a quantidade de DNA das amostras de várias placas. 

6.2.1 Reação de PCR em Tempo Real (qPCR) 

 

Mastermix QMAL (para 96 poços) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  
Concentração 1x 110x 

GeneEx Mix  2x 12 µL 1320 µL 

Primer for + 

rev 

10 µM 2 µL 220 µL 

Probe  10 µM 1 µL 110 µL 

Aqua MiliQ  - 1 µL 110 µL 

Subtotal 
 

16 µL 1760 µL  

     

DNA /plasmidos 8 µL 
 

TOTAL 
  

24 µL 
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Etapa Temp. Tempo 

(Min) 

Ciclos 

    

1 50 °C 2:00 1 

2 95 °C 10:00 1 

3 95 °C 0:15 45 

58 °C 1:00 

Condições de amplificação Mastermix QMAL 

 

 

Mastermix P. vivax Pv-Mt cox 1 (para 96 poços) 

 
Final 

[ ] 

1x 100x 

TaqMan Genexpression 

MasterMix (2x) 

1x 12µL 1200 µL 

Primer (fw/rv) (10 µM) 800 nM 1,92 µL 192 µL 

Probe  (10 µM) 400 nM 0,96 µL 96 µL 

Aqua MiliQ  - 1,12 µL 112 µL 

Subtotal  16 µL 1600 µL 

DNA   8 µL  

Total   24 µL  
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Condições de amplificação- P. vivax Pv-Mt cox 1 

 

Etapa Temp. 
Tempo 

(min) 
Ciclos 

1 50°C 02:00 1 

2 95°C 10:00 1 

3 

95°C 00:15 

45 

60°C 01:00 

     Modo de corrida: Standard 7500 

 

 

O mastermix é preparado e distribuído na placa na área apropriada (template-free). Antes de 

abrir algum tubo, deve-se vortexar e centrifugar. Pipetar na placa o DNA genômico e o DNA do 

plasmídeo em área apropriada (sala de PCR em Tempo Real, área livre de amplicon). Depois de 

adicionar todos os reagentes, vedar a placa sem tocar o adesivo ótico, centrifugar e limpar a placa e 

o adesivo óptico com cuidado. Não usar luvas com talco! 

 

Em cada placa, são pipetados três controles negativos (mastermix com mQH2O em lugar de 

DNA) e três vezes cada diluição de plasmídeos padrão. 

 

 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 
1

0 

1

1 

1

2 
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A               

B               

C               

D               

E               

F             

G             

H 
1

02 

1

02 

1

02 
N 

1

04 

1

04 

1

04 
N 

1

06 

1

06 

1

06 
N 

         

 

 Amostras 

      

  

Controle    

 Plasmidial 

      

 

N Controle negativo 

    
 

 

As análises são realizadas pelo software distribuído pelo fabricante – Applied Biosystems 

“7500 Fast System SDS Software” (ver “Manual 7500 Fast Real-Time (TransEPI)”). 

Os valores de CT dos plasmídeos padrão são usados para construir uma curva padrão com que 

podem ser determinados os números de cópias dos genes para cada amostra. 

Para validar a sensibilidade de detecção dos genes 18S rRNA (gênero específicos e espécie-

específicos) com plasmídeo padrão, um qPCR é realizado para cada par de iniciadores.  As diluições 

dos plasmídeos são: 10-2, 10-1, 0,5x10-1, 100, 0,5x101, 101, 102, 103,104, 105, 106 e 107 cópias/µL são 

usadas como template. As diluições 103 – 107 copias/µL são testadas em triplicatas, e diluições de 10-
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2 – 102 copias/µL são testadas em quintuplicatas. A última diluição com três reações positivas é 

considerada como limite de detecção. 

6.3 Restrições e limitações do procedimento 

Como se faz a amplificação de DNA, a técnica não permite distinguir as diferentes formas 

biológicas do parasito (trofozoíto, esquizonte, merozoíto ou gametócito). Existe a possibilidade de 

contaminação da reação no momento da extração do DNA e no momento do preparo da reação do 

PCR, devido à sensibilidade de amplificação da técnica. 

6.4 Biossegurança e descarte de resíduos 

Todo o procedimento deve se realizar sob condições de biossegurança (3). Os resíduos serão 

descartados de acordo com as normas da Gerência de Malária: ponteiras usadas para pipetar DNA ou 

plasmídeos, alíquotas de plasmídeos e placas contendo plasmídeos devem ser descartadas em 

recipiente plástico e posteriormente autoclavadas; restos de reagentes e ponteiras usadas para 

reagentes são desprezadas em Descartech da área apropriada. 

6.5 Registro de dados cru e análise de dados 

O arquivo gerado pelo sistema de PCR em tempo real e o arquivo de Excel exportado deste 

arquivo são salvos com data do experimento e com referência às amostras usadas. O resultado da 

PCR será preenchido pelo responsável do procedimento em uma planilha específica, num arquivo 

separado.  
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