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RESUMO 

 

Em áreas endêmicas para malária, o diagnóstico molecular de infecções por 
Plasmodium tem identificado altas frequências de infecções de baixa densidade, 
abaixo do limite de detecção da microscopia convencional. Muitas são as 
implicações destes achados, já que os portadores de malária submicroscópica 
podem transmitir os parasitos, atuando como reservatórios da doença. 
Historicamente, a maioria dos protocolos de PCR para malária se baseia na 
amplificação das poucas cópias do gene 18S rRNA, que apresenta baixa 
sensibilidade e reprodutibilidade. Na última década, a mineração de dados 
genômicos dos parasitos do gênero Plasmodium permitiu a descoberta de novos 
alvos espécie-específicos múlticópias – tais como Pvr47 em P. vivax e Pfr364 em P. 
falciparum – promissores para o diagnóstico molecular da malária. Neste trabalho, 
nós desenvolvemos um protocolo de PCR em tempo real não ribossomal (NR-qPCR) 
para amplificar os alvos Pvr47/Pfr364. A NR-qPCR foi comparada a três protocolos 
de PCR bem estabelecidos, dois deles baseados no gene 18S rRNA (Nested-PCR e 
R-qPCR) e um terceiro, o ensaio de PCR original que possui como alvos 
Pvr47/Pfr364 (NR-cPCR). Curvas de titulação de infecções mistas artificiais por P. 
vivax e P. falciparum demonstraram um aumento de sensibilidade da NR-qPCR em 
comparação com os outros ensaios de PCR, mesmo quando o DNA de uma das 
espécies esteve presente em uma proporção cem vezes menor do que da outra 
espécie. A avaliação dos quatro ensaios de PCR em amostras de campo, incluindo 
indivíduos sintomáticos ou assintomáticos, confirmou que as infecções maláricas 
submicroscópicas não foram prevalentes entre os pacientes sintomáticos, mas 
representaram uma grande proporção (até 77%) entre os indivíduos assintomáticos, 
expostos à malária na Amazônia. De relevância, a amplificação de diferentes alvos 
plasmodiais (Pvr47/Pfr364 e gene 18S rRNA) não aumentou a chance de detecção 
de infecções maláricas submicroscópicas. Como a maioria das infecções subclínicas 
foi causada por P. vivax, a forma mais comum de malária na floresta amazônica, 
futuros estudos devem investigar o potencial de Pvr47/Pfr364 para detectar 
infecções de malária mista em campo. 
 
 
Palavras-chave: malária; Plasmodium; diagnóstico molecular; PCR; alvo 
ribossomal, não ribossomal. 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

In malaria endemic areas, the molecular diagnosis of Plasmodium infections has 
identified high frequencies of low-density infections, beneath the limit of detection of 
the conventional microscopy. Many are the implications of these findings as 
submicroscopic malaria carriers may be able to transmit the parasites, acting as 
reservoirs of the disease. Historically, most malaria PCR-based protocols rely on 
amplification of the few copies 18S rRNA gene, which presents low sensitivity and 
reproducibility. In the last decade, the genomic data mining of Plasmodium parasites 
allowed the discovery of new species-specific multi-copy targets – such as Pvr47 for 
P. vivax and Pfr364 for P. falciparum – which seem promising for malaria molecular 
diagnosis. Here, we developed a non-ribosomal real-time PCR protocol (NR-qPCR) 
to amplify the Pvr47/Pfr364 targets. The NR-qPCR was compared with three well-
established PCR protocols, two of them based on the 18S rRNA gene (Nested-PCR 
and R-qPCR) and the third one, the original PCR assay targeting Pvr47/Pfr364 (NR-
cPCR). End-point titration curves of artificial mixed P. vivax and P. falciparum 
infections demonstrated an increase sensitivity of NR-qPCR as compared with the 
other PCR assays, even when the DNA of one of the species was present in a ratio 
of hundred-times lower than of the other species. Evaluation of the four PCR assays 
in field samples, including from individuals symptomatic or asymptomatic, confirmed 
that submicroscopic malaria infections were not prevalent among symptomatic 
patients, but represented a large proportion (up to 77%) among asymptomatic 
Amazonian malaria-exposed individuals. Of relevance, the amplification of different 
plasmodial targets (Pvr47/Pfr364 and 18S rRNA gene) did not increase the chances 
of detecting submicroscopic malaria infections. As the majority of subclinical 
infections were caused by P. vivax, the commonest form of malaria in the Amazon 
rain forest, future studies should investigate the potential of Pvr47/Pfr364 to detect 
mixed-malaria infections in the field. 
 
 
Keywords: malaria; Plasmodium; molecular diagnosis; ribosomal, non-ribosomal 
PCR targets. 
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1  INTRODUÇÃO 

 

 

 

1.1 Malária no mundo e desafios para o controle  

 

A malária é uma doença parasitária causada por protozoários do gênero 

Plasmodium e transmitida por vetores da família Culicidae, gênero Anopheles, 

presente em cerca de 90 países e territórios do mundo, principalmente em regiões 

tropicais e subtropicais (Figura 1). Atualmente, cinco espécies podem ser 

encontradas infectando o homem: P. vivax, P. falciparum, P. malariae, P. ovale e P. 

knowlesi, sendo as duas primeiras mais importantes do ponto de vista de saúde 

pública. Enquanto o P. vivax é o parasito mais amplamente distribuído no mundo, o 

P. falciparum é responsável pelas formas mais graves da doença, com maior 

prevalência no continente africano (WHO, 2017a).  

 

 

 
 

FIGURA 1: Mapa de distribuição da malária no mundo em 2014. Fonte: World Malaria 
Report, 2014. 

 

 

Segundo a Organização Mundial da Saúde (OMS), aproximadamente 219 

milhões de casos de malária ocorreram em 2017 no mundo, com 435.000 mortes 

estimadas, compreendendo principalmente crianças menores de 5 anos de idade 
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(266.000, equivalente a 61% do total global) (WHO, 2018). Neste mesmo período, P. 

falciparum representou 99,7% dos casos no continente africano, 62,8% no Sudeste 

Asiático e 69% no Mediterrâneo Oriental. Já P. vivax, espécie predominante nas 

Américas, representou 74,1% dos casos na região (WHO, 2018).  

Apesar de ser responsável pelas fomas mais graves da doença, o número de 

casos de P. falciparum vem reduzindo em várias regiões do mundo. Contribuíram 

para isto as medidas de controle adotadas nos últimos anos, que se basearam no 

diagnóstico e tratamento oportuno dos pacientes (WHO, 2016). Segundo a OMS, no 

continente africano, o uso de mosquiteiros impregnados com inseticidas foi um dos 

principais responsáveis pela redução da mortalidade causada por P. falciparum 

(WHO, 2018). No entanto, um fator ainda preocupante no que diz respeito ao 

controle da malária é a expansão da resistência em muitos países, tanto por parte 

dos plasmódios aos antimaláricos disponíveis (Achan et al., 2018) quanto dos 

vetores em relação aos inseticidas utilizados (Clarkson et al., 2018).  

A resistência dos parasitos aos antimaláricos ainda constitui um grande 

obstáculo para o controle e a eliminação da malária em vários países (WHO, 2001; 

WHO, 2015a). No Brasil, o primeiro caso de resistência a drogas por P. falciparum 

foi relatado no século XIX, ao quinino, primeiro medicamento usado para o 

tratamento da malária (Neiva, 1910). Na década de 1960, um aumento de casos de 

resistência à cloroquina foi relatado, juntamente com outros países da América do 

Sul e Ásia (Hyde, 2005; Gama et al., 2011). Entre os anos 1980 e 2000, o Brasil 

utilizou vários esquemas terapêuticos e adotou, em 2007, a terapia combinada 

recomendada pela OMS à base de artemisinina (ACT) (Gama et al., 2011). 

Atualmente, a ACT constitui a primeira linha de tratamento para malária por P. 

falciparum em todos os países do mundo onde a doença é endêmica. Entretanto, o 

surgimento da resistência parcial à artemisinina e derivados em algumas regiões do 

mundo tem levado a falhas terapêuticas (revisto por Menard & Dondorp, 2017). No 

caso de P. vivax, o fator preocupante é o surgimento e expansão da resistência à 

cloroquina, composto de escolha para tratar na rotina os casos não complicados 

(Price et al., 2014; Commons et al., 2018). 

No que diz respeito aos vetores da malária, segundo a OMS, dos 76 países 

com malária endêmica que forneceram dados para análises entre 2010 e 2016, 61 

apresentaram pelo menos um vetor com resistência a pelo menos um inseticida 
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(WHO, 2017a). Em 50 países, foi relatada resistência a duas ou mais classes de 

inseticida. Já no ano de 2016, a resistência a um ou mais inseticidas foi observada 

em todas as regiões da OMS (WHO, 2017a). É necessário ressaltar, entretanto, que, 

em algumas partes do mundo, as ferramentas existentes para o controle de vetores 

não protegem efetivamente contra a doença, já que há uma grande diversidade de 

vetores da malária, que variam em aspectos biológicos e comportamentais (WHO, 

2015b; Molina-Cruz et al., 2016). 

Embora P. falciparum seja responsável pelo maior número de mortes, 

principalmente no continente africano, o predomínio de P. vivax em regiões 

densamente povoadas, juntamente com sua associação a casos graves e fatais, tem 

destacado a importância desta infecção. Variações na biologia de P. vivax, incluindo 

sua habilidade em causar recaídas pela ativação de formas latentes no fígado 

(hipnozoítos) (Krotoski, 1989), tornam esta espécie de difícil controle, constituindo 

um grande desafio para o controle e eliminação da malária em vários países. 

Particularmente, porque os hipnozoítos constituem um reservatório potencial de 

infecção para os mosquitos vetores e permitem o prolongamento da infecção mesmo 

nas estações do ano que são inóspitas para o mosquito vetor, ampliando assim a 

faixa geográfica natural de infecção por esta espécie (Gething et al., 2012; Howes et 

al., 2016). 

Diferenças na dinâmica dos estágios sanguíneos de P. vivax também 

parecem afetar a epidemiologia da doença, incluindo a capacidade deste parasito de 

produzir gametócitos precocemente, que são os estágios infectantes para os 

mosquitos vetores (Josling & Llinás, 2015; Howes et al., 2016). Além disso, estudos 

em áreas hiperendêmicas têm demonstrado que a imunidade naturalmente adquirida 

contra P. vivax ocorre mais precocemente do que para P. falciparum, tornando 

crianças pré-escolares o principal grupo de risco para a malária vivax grave (Baird, 

2013). Embora as razões para a aquisição mais rápida de imunidade seja 

desconhecida, a preferência do parasito por invadir reticulócitos muito jovens da 

medula óssea (CD71+) (Malleret et al., 2015) pode contribuir na imunidade, já que 

infecções “crônicas” com baixas  parasitemias parecem ser uma característica deste 

parasito (Adams & Mueller, 2017). De interesse, em regiões de baixa transmissão, 

como é o caso de áreas da América Latina, grande parte das infecções é 
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submicroscópica e assintomática, o que impõe grande obstáculo ao controle (Howes 

et al., 2016). 

Apesar dos desafios no controle da doença, nos últimos anos, a prevalência 

da malária diminuiu em vários países do mundo, o que resultou em uma redução na 

taxa de mortalidade pela doença entre 2010 e 2017, principalmente no Sudeste 

Asiático (54%), África (40%) e Mediterrâneo Oriental (10%). Como resultado do 

Plano de Ação Global contra a Malária (WHO, 2016b), as Américas também 

vivenciaram um declínio na morbidade (62%) e na mortalidade (61%) por malária 

durante os últimos 15 anos. No entanto, atualmente, a região das Américas tem 

registrado um aumento significativo no número de casos, decorrente do aumento da 

transmissão de malária no Brasil, Nicarágua e, particularmente, na República 

Bolivariana da Venezuela (Venezuela).  

A crise política e humanitária sem precedentes que atingiu a Venezuela nos 

últimos anos tem gerado graves consequências sociais, com reflexos na saúde da 

população (Oletta et al., 2014; Bello et al., 2017). A atual precariedade do sistema de 

saúde, associada a pouca disponibilidade de alimentos, medicamentos, testes 

diagnósticos e suprimentos de primeiros socorros, tem colocado milhares de 

pessoas em risco de contrair doenças evitáveis e morte. A Venezuela, primeiro país 

da OMS a erradicar a malária em 1961 (Hotez et al., 2017), apresentou um aumento 

de 365% no número de casos entre 2000 e 2015 (WHO, 2016). No ano de 2016, 

240.613 casos foram notificados (WHO, 2017a), com um aumento de 69% em 2017, 

alcançando mais de 400 mil casos confirmados (WHO, 2018). A doença se espalhou 

para áreas onde a malária havia sido erradicada e a grande quantidade de casos 

sobrecarregou também a infraestrutura médica na fronteira com Brasil e Colômbia, 

países onde 78% e 81%, respectivamente, dos casos importados de malária em 

2016 se originaram na Venezuela (Grillet et al., 2018). 

 Muitos desafios existem para o controle e eliminação da malária, já que 

aproximadamente 3,2 bilhões de pessoas ainda vivem em situação de risco no 

mundo. Para enfrentar os desafios existentes, a Assembleia Mundial da Saúde 

(World Health Assembly) adotou, no ano de 2015, a chamada Estratégia Técnica 

Global para a Malária 2016-2030 (Global Technical Strategy for Malaria, GTS), um 

projeto de 15 anos para o controle e eliminação da malária no mundo (WHO, 

2015b). Esta estratégia é liderada pela OMS e complementada pelo plano de Ação e 



20 

 

Investimento para Combater a Malária 2016-2030 (Action and Investment to Defeat 

Malaria, AIM), desenvolvido pela Roll Back Malaria Partnership. Entre os objetivos 

da GTS incluem-se: (I) redução em pelo menos 90% da incidência de malária e das 

taxas de mortalidade no mundo, em comparação aos dados de 2015; (II) eliminação 

da doença em pelo menos 35 países com transmissão em 2015; e (III) prevenção do 

restabelecimento da malária nos países que já estão livres da doença (WHO, 

2016b). 

 

 

1.2 Malária no Brasil 

 

 No Brasil, as principais espécies de Plasmodium humanos circulantes são o 

P. vivax, P. faciparum e P. malariae, concentradas, principalmente, na região da 

Amazônia Legal, considerada área endêmica. P. vivax é responsável pela maioria 

dos casos no país (aproximadamente 80%), enquanto P. falciparum, apesar de 

menos prevalente (cerca de 20%), tem aumentado em proporção entre 2016 e 2017 

(Ferreira & Castro, 2016; SVS/MS, 2018). 

Nos últimos anos, menos de 200 mil casos anuais de malária têm sido 

registrados no Brasil (Figura 2), grande parte destes (99%) na região da Amazônia 

Legal (Recht et al., 2017). Os casos notificados na Região Amazônica diminuíram de 

aproximadamente 142.000 em 2015 para 128.000 em 2016, o que significou uma 

redução de aproximadamente 10%. Entretanto, conforme dados do Ministério da 

Saúde, em 2017 o número de casos voltou a subir, tendo sido registrado 

aproximadamente 194.000 casos (SVS/MS, 2018). Os dados disponíveis de 2018 

confirmam esta tendência de aumento, já que, no período de Janeiro a Novembro de 

2018, cerca de 180.000 casos foram confirmados (SVS/MS, 2018). 
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FIGURA 2: Incidência de malária no Brasil no período 1960-2015. O gráfico ilustra o número 
total de casos (barras vermelhas) e casos devido ao P. vivax (barras azul-claro) 
correspondentes ao eixo Y à esquerda. A relação P. falciparum:P. vivax é mostrada na linha 
azul-escura (eixo Y à direita). Fonte: Siqueira et al., 2016. 

 

 

Na região extra-amazônica, mais de 80% dos casos notificados são 

importados de estados da área endêmica, bem como de outros países do continente 

africano, asiático e América do Sul (De Pina-Costa et al., 2014; Siqueira et al., 2016; 

Recht et al., 2017). No ano de 2017, 508 casos de malária foram diagnosticados na 

região extra-Amazônica e dados disponíveis de 2018 confirmam um aumento deste 

número, com 529 casos notificados até o mês de Agosto (SVS/MS, 2018). Nesta 

região, a malária é frequentemente diagnosticada tardiamente, o que leva a casos 

graves e mortalidade elevada quando comparada à região da Amazônia (De Pina-

Costa et al., 2014; Siqueira et al., 2016). 

De particular importância, um número significativo de casos autóctones tem 

sido relatado nas regiões Sul e Sudeste do Brasil, principalmente em áreas de Mata 

Atlântica. De 2007 a 2016, mais de mil casos de malária foram notificados nessas 

áreas, a maioria atribuída a P. vivax/P.simium (De Pina-Costa et al., 2014; Brasil et 

al., 2017). Uma vez que os vetores presentes nestas áreas (espécies do subgênero 

Kerteszia) podem se alimentar em seres humanos e primatas não humanos (PNHs) 

(Laporta et al., 2011), a transmissão zoonótica tem sido  reforçada, com PNHs 

atuando como reservatório de espécies de Plasmodium capazes de infectar o 

homem, tais como P. simium e P. brasilianum, parasitos geneticamente similares a  
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P. vivax e P. malariae, respectivamente (Deane et al., 1966; Brasil et al., 2017; De 

Alvarenga et al., 2018). 

Para o programa de controle da malária no Brasil, além do diagnóstico 

precoce de parasitemias patentes, seria necessário incluir o diagnóstico de 

infecções subpatentes, já que estas infecções são reservatórios potenciais da 

doença na região Amazônica (Siqueira et al., 2017; Bousema et al., 2014; Cheng et 

al., 2015). Nesse sentido, uma preocupação atual se concentra nos bancos de 

sangue, já que a malária pode ser transmitida por transfusões, particularmente, 

porque os doadores assintomáticos não são detectados pelos protocolos atuais de 

triagem (investigação apenas epidemiológica). No Brasil, apesar de ser 

desconhecida a frequência de malária transfusional, casos desta natureza já foram 

relatados (Kirchgatter et al., 2005; Scuracchio et al., 2011; Alho et al., 2017).  

Embora sejam recomendados testes para a detecção de Plasmodium em 

bancos de sangue no Brasil, não há indicação de qual teste deve ser utilizado. O 

diagnóstico microscópico é pouco sensível, principalmente em casos de baixas 

parasitemias, e os ensaios moleculares ainda não são empregados na rotina dos 

bancos de sangue (Lima et al., 2016). De qualquer forma, a triagem do sangue antes 

da doação é um importante esforço no controle da malária e precisa ser considerada 

para limitar a transmissão da doença através da doação de sangue.  

 

  

1.3 Ciclo biológico dos parasitos da malária humana 

 

Os plasmódios possuem ciclo de vida heteroxênico, com reprodução 

assexuada no homem (hospedeiro intermediário) e sexuada no vetor anofelino 

(hospedeiro definitivo) (Figura 3).  
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FIGURA 3: Representaçao esquemática do ciclo de vida do Plasmodium spp. Fonte: 
Adaptado de Josling & Llinás, 2015. 

 

 

A infecção do indivíduo ocorre através da picada de mosquitos fêmeas do 

gênero Anopheles, que inoculam as formas infectantes do parasito, denominadas 

esporozoítos, no momento do repasto sanguíneo. O fato dos esporozoítos poderem 

permanecer no tecido subcutâneo do indivíduo por um longo período de tempo após 

a picada (Amino et al., 2006; Yamauchi et al., 2007), pode levar a uma resposta 

imune inicial do hospedeiro, com destruição de grande parte dos parasitos (Sinnis & 

Zavala, 2012). Entretanto, alguns esporozoítos conseguem escapar e alcançam a 

corrente sanguínea, dando continuidade ao ciclo pré-eritrocítico.  

 Através da circulação, os esporozoítos chegam ao fígado e infectam os 

hepatócitos, se reproduzindo assexuadamente por esquizogonias teciduais. O 
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sucesso da invasão e desenvolvimento no fígado é dependente da motilidade do 

esporozoíto, que permite ao parasito migrar através de várias células e, finalmente, 

invadir e se desenvolver dentro de um vacúlo parasitóforo no hepatócito (Mota et al., 

2001; Ishino et al., 2004; Hopp et al., 2015). Os mecanismos pelos quais os 

esporozoítos passam dos capilares do fígado aos hepatócitos são complexos, 

envolvendo receptores específicos e diferentes rotas, incluindo trânsito através das 

células de Kupffer e/ou células endoteliais dos vasos sanguíneos (Pradel & Frevert, 

2001; Ménard et al., 2013). 

 O período de esquizogonia tecidual varia de 2 a 16 dias, dependendo da 

espécie de Plasmodium, sendo o desenvolvimento dos parasitos completamente 

dependente da presença do vacúolo parasitóforo (Sturm et al., 2006). Algumas 

formas de P. vivax e P. ovale, os hipnozoítos, podem ficar em latência nos 

hepatócitos por meses ou anos, sendo reativadas por mecanismo ainda 

desconhecido, caracterizando as recaídas sanguíneas da doença (Krotoski, 1989; 

Olliaro et al., 2016). 

 Após vários ciclos de multiplicação, os merozoítos são liberados dos 

esquizontes hepáticos através do brotamento de vesículas chamadas merossomos 

(Sturm et al., 2006). Os merozoítos liberados na corrente sanguínea invadem os 

eritrócitos e iniciam o segundo ciclo de reprodução assexuada, o ciclo eritrocítico. A 

invasão do merozoíto nos eritrócitos é complexa, envolvendo muitas etapas 

(reconhecimento, reorientação e invasão) e diferentes receptores eritrocíticos, 

dependendo da espécie do parasito (Cowman et al., 2017). Durante um período de 

48 a 72 horas, os parasitos se desenvolvem nos eritrócitos até seu rompimento, 

quando são liberados novos merozoítos que invadirão novos eritrócitos. O ciclo 

eritrocítico é responsável pelos principais sintomas clínicos da doença, incluindo 

febre intermitente, calafrios, dores de cabeça e vômito, entre outros (White et al., 

2014; Phillips et al., 2017). É nesta fase também que o diagnóstico de malária é 

realizado, já que parasitos ou seus produtos podem ser detectados na corrente 

sanguínea.  

 Em geral, após sucessivas replicações assexuadas nos eritrócitos, os 

parasitos se diferenciam em formas sexuadas infectantes para os vetores, 

denominadas gametócitos femininos (macrogametócitos) e masculinos 

(microgametócitos) (Josling & Llinás, 2015). Estes são ingeridos pelos anofelinos 
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durante o repasto sanguíneo e seguem para o intestino médio do inseto, onde 

realizam a reprodução sexuada. Após a fecundação dos gametas há formação do 

zigoto, que se transforma em uma forma móvel, o oocineto, que migra à parede do 

intestino médio do inseto gerando uma forma fixa, o oocisto, onde se desenvolvem 

os esporozoítos. Finalmente, o oocisto se rompe liberando esporozoítos na 

hemolinfa do anofelino e estes migram para suas glândulas salivares, sendo 

inoculados no sangue de um novo hospedeiro humano durante um novo repasto 

sanguíneo. É necessário ressaltar que, para serem transmitidos, os parasitos devem 

superar vários obstáculos no mosquito, tais como barreiras físicas e respostas 

imunes contra oocinetos e oocistos (Blandin et al., 2004; Gupta et al., 2009; Barillas-

Mury & Kumar, 2005; Smith et al., 2014). 

 

 

1.4 Diagnóstico Laboratorial da Malária Humana 

 

O diagnóstico rápido e eficiente das infecções por Plasmodium constitui um 

dos pilares dos programas de controle e eliminação da malária, já que a adoção de 

tratamento apropriado depende da identificação precoce do parasito em nível de 

espécie (SVS/MS, 2010). Nesse sentido, vários são os métodos utilizados 

atualmente para o diagnóstico das diferentes espécies de Plasmodium, incluindo 

principalmente técnicas imunocromatográficas, moleculares e microscópicas (Anexo 

I), sendo esta última considerada referência na rotina (Mathison & Pritt, 2017). 

 

1.4.1 Microscopia Óptica e Testes Rápidos 

Atualmente, o diagnóstico de rotina para malária é feito pela microscopia 

óptica, sendo utilizada a técnica de gota espessa corada por Giemsa. No Brasil, a 

estimativa da parasitemia é geralmente realizada pelo sistema tradicional 

semiquantiativo de “cruzes”, que varia de acordo com a quantidade de parasitos 

encontrados por campo microscópico (uma a quatro cruzes, correspondendo, 

respectivamente, a 1 a >200 parasitos por campo) (SVS/MS, 2009). Porém, outros 

métodos podem ser utilizados, incluindo o número de parasitos por microlitros de 
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sangue, estimado pelo volume de sangue aproximado depositado em lâmina ou 

relativo ao número de leucócitos (SVS/MS, 2009). 

O exame microscópico é uma técnica relativamente simples e de baixo custo 

que permite a detecção direta do parasito, a quantificação da densidade parasitária 

e o monitoramento da resposta do indivíduo ao tratamento. Porém, é um método 

que demanda preparo adequado do material a ser examinado (preparo e coloração 

das lâminas), microscópios ópticos apropriados e microscopistas bem treinados 

(Bailey et al., 2013). Além disso, a microscopia possui limite de detecção que pode 

variar, dependendo da experiência do profissional, entre 20 a 100 parasitos por 

microlitro de sangue (Greenwood & Armstrong, 1991; Erdman & Kain, 2008; Baird et 

al., 2016). 

Nos últimos anos, as limitações da microscopia de rotina têm se tornado cada 

vez mais evidentes, principalmente em situações de coinfecções e parasitemias 

subpatentes. Estudos realizados em áreas endêmicas revelaram que, em alguns 

locais, o número de indivíduos com parasitemia subpatente pode ser maior do que 

daqueles com infecções patentes (Tadesse et al., 2017). Nesse sentido, já foi 

demonstrado que indivíduos portadores de parasitemia submicroscópica, 

detectáveis apenas por métodos mais sensíveis, como os moleculares, podem ser 

capazes de transmitir malária, atuando como reservatórios da doença (Alves et al., 

2005; Bousema & Drakeley, 2011; Wampfler et al., 2013; Vallejo et al., 2016).  

Métodos complementares à microscopia de rotina são os ensaios 

imunocromatográficos em membrana de nitrocelulose, denominados testes rápidos 

(Rapid Diagnostics Tests – RDTs), que utilizam anticorpos monoclonais e policlonais 

para detectar, em geral, antígenos circulantes do parasito. Porém, apesar de serem 

de fácil manuseio e transporte, os RDTs atualmente disponíveis possuem 

sensibilidade inferior à do diagnóstico microscópico (>100 parasitos/µL de sangue) 

(Mouatcho & Goldring, 2013; Visser et al., 2015) e sua eficiência varia dependendo 

do tipo de antígeno utilizado, método de estocagem e qualidade do kit (WHO, 

2017b).  Apesar disso, os RDTs se tornaram uma boa ferramenta para auxiliar o 

diagnóstico de malária e são frequentemente utilizados em locais de difícil acesso ou 

em hospitais para triagens e confirmação de diagnósticos, principalmente para 

pacientes hospitalizados fora da área endêmica (WHO, 2016a). 
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Uma vez que as ferramentas utilizadas no diagnóstico de rotina para malária 

(diagnóstico individual) têm falhado muitas vezes na detecção de parasitemias muito 

baixas e coinfecções, e que os indivíduos podem atuar como reservatórios, 

contribuindo para a manutenção do ciclo de vida dos parasitos, se faz necessário o 

uso de ferramentas mais sensíveis e específicas para auxiliar na identificação de 

casos nessas situações. Nesse sentido, métodos alternativos, como o diagnóstico 

molecular, têm se mostrado mais adequados, particularmente em estudos 

epidemiológicos, onde se busca identificar casos submicroscópicos (Tadesse et al., 

2017). 

 

1.4.2 Detecção molecular dos parasitos da malária 

Os métodos baseados na Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase 

Chain Reaction, PCR) são considerados atualmente mais adequados para a 

identificação de indivíduos com infecção submicroscópica (Lucchi et al., 2013; Lima 

et al., 2016). É necessário ressaltar que esta técnica ainda tem uso restrito no 

diagnóstico individual de rotina, sendo utilizada, nesta situação, como auxiliar em 

casos de dúvida diagnóstica, ou seja, para confirmar ou descartar infecção malárica. 

Por outro lado, tem sido ferramenta importante em estudos epidemiológicos, 

quimioterápicos e de vacinas. 

Até o momento, a técnica de Nested-PCR tem sido considerada referência no 

diagnóstico molecular da malária humana, amplificando sequências gênero e 

espécie-específicas do gene 18S dos plasmódios (Snounou et al., 1993; Singh et al., 

1999). Esta metodologia é caracterizada por duas reações de amplificação, o que 

atribui maior sensibilidade em relação aos protocolos de PCR convencional. Por ser 

considerado um método sensível e específico para detectar os parasitos da malária, 

a Nested-PCR tem sido particularmente útil em estudos epidemiológicos. Contudo, o 

protocolo apresenta desvantagens, sendo demorado e laboroso, podendo levar até 

oito horas para obtenção dos resultados. Mais recentemente, diferentes protocolos 

de PCR em tempo real têm sido descritos (Rougemont et al., 2004; Mangold et al., 

2005; Murphy et al., 2012; Lefterova et al., 2015). A vantagem desta técnica em 

relação à Nested-PCR é sua maior precisão, por detectar o alvo na fase exponencial 

de amplificação, além de permitir a análise quantitativa, demonstrando, em geral, 

maior sensibilidade e dispensando a manipulação pós-amplificação.  
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Outra técnica molecular que parece promissora para o diagnóstico de malária 

é o chamado LAMP (Loop Mediated Isothermal Amplification) ou amplificação 

isotérmica mediada por loop, que se baseia na amplificação isotérmica do DNA 

através da utilização de conjuntos de iniciadores e uma DNA polimerase com 

atividade de desacoplamento de fitas (Wong et al., 2017). Após a reação de 

amplificação, os resultados podem ser visualizados por turbidez ou fluorescência, 

dispensando a manipulação pós-amplificação. O LAMP é uma técnica relativamente 

simples, rápida e de baixo custo que vem demonstrando sensibilidade variável na 

detecção de Plasmodium, com possibilidade de aplicação em campo e locais com 

escassez de recursos (Polley et al., 2010; Patel et al., 2013; Singh et al., 2013; 

Polley et al., 2013; Aydin-Schmidt et al., 2014; Ponce et al., 2017; Viana et al., 2018; 

Hashimoto et al., 2018). Entretanto, apesar de suas vantagens, alguns protocolos de 

LAMP descritos para o diagnóstico de malária têm apresentado resultados 

duvidosos, falso-positivos e baixa sensibilidade, o que tem impossibilitado seu uso 

como método de diagnóstico em amostras de campo (Singh et al., 2013; Ponce et 

al., 2017; De Koninck et al., 2017). Além disso, o tipo de extração do DNA pode 

influenciar diretamente no desempenho do ensaio, podendo interferir na sua 

sensibilidade (Aydin-Schmidt et al., 2014).  

Ensaios de PCR possuem, em geral, alta sensibilidade e especificidade em 

relação às outras opções disponíveis para o diagnóstico de malária, permitindo a 

amplificação de pequena quantidade de DNA ou RNA em uma amostra. Sequências 

conservadas no genoma dos parasitos podem ser utilizadas como alvo, evitando-se 

reações cruzadas com hospedeiros ou outras espécies e possibilitando ensaios 

cada vez mais sensíveis (Lucchi et al., 2013). Por outro lado, os protocolos 

atualmente disponíveis têm limitações, sendo dependentes de vários fatores, tais 

como o alvo a ser amplificado, a quantidade e qualidade da amostra obtida e o 

volume de material utilizado nas reações moleculares (Zimmerman e Howes, 2015). 

A maior parte dos protocolos de PCR e outros métodos para diagnóstico 

molecular de malária utilizam como material alvo o DNA do Plasmodium, que possui 

maior estabilidade em relação ao RNA, facilitando o trabalho de coleta, transporte, 

armazenamento e manipulação (Lucchi et al., 2013; Zimmerman e Howes, 2015). 

Apesar de conferir maior sensibilidade devido ao grande número de cópias idênticas 

decorrentes do processo de transcrição, a natureza lábil do RNA dificulta muito a 
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utilização deste ácido nucleico em amostras de campo, sendo muito mais 

susceptível à degradação por RNAses.  

Atualmente, um número significativo de protocolos de PCR tem sido descritos 

na literatura para o diagnóstico molecular de malária, apresentados como capazes 

de detectar infecções subclínicas e coinfecções por Plasmodium (Demas et al., 

2011; Cordray & Richards-Kortum, 2012; Hofmann et al., 2015; Hofmann et al., 

2018). Entretanto, para a maioria destes protocolos, os limites de detecção 

estabelecidos foram baseados, quase que exclusivamente, na titulação de DNA 

plasmidial ou de parasitos em cultura (no caso de P. falciparum). Como a 

amplificação molecular destas amostras é facilitada – quando comparadas a 

amostras de campo –, os limites de sensibilidade têm sido superestimados. Isto é 

relevante, já que vários fatores inibitórios podem dificultar a amplificação molecular 

em amostras de campo (Andrews et al., 2005; Harris et al., 2010).  

De qualquer forma, desde que as técnicas moleculares foram introduzidas, 

muitos estudos têm demonstrado grande discrepância entre os dados obtidos pelo 

exame microscópico e a prevalência real de malária em determinadas áreas (Proux 

et al., 2011; Hofmann et al., 2015; Tadesse et al., 2017). Estima-se, por exemplo, 

que as infecções submicroscópicas, detectáveis apenas por PCR, representem até 

70% das infecções maláricas em áreas de baixa endemicidade, podendo ser 

responsáveis por cerca de 40% da população de vetores infectados (Okell et al., 

2012). 

Embora muitas sequências genômicas dos plasmódios humanos, 

principalmente P. vivax e P. falciparum, estejam disponíveis, a maioria dos 

protocolos de PCR ainda utiliza como alvo o gene da subunidade menor do RNA 

ribossomal (18S rRNA) (Snounou et al., 1993; Rougemont et al., 2004; Mangold et 

al., 2005; Murphy et al., 2012; Kamau et al., 2013). Entretanto, apesar da ampla 

utilização, este gene está presente em pequeno número de cópias no genoma 

desses parasitos, entre 5-8 cópias divergentes (Mercereau-Puijalon et al., 2002). 

Consequentemente, a baixa sensibilidade e reprodutibilidade dos protocolos 

baseados no gene 18S rRNA tem sido descrita (Mixson-Hayden et al., 2010), 

incluindo dados obtidos pelo nosso grupo de pesquisa em malária (Camargos-Costa 

et al., 2014). Por este motivo, tem-se buscado por alvos mais adequados para 

detectar infecções subpatentes.  
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1.4.2.1 Alvos não ribossomais para o diagnóstico molecular de malária por P. 

vivax e P. falciparum  

Apesar de o gene 18S rRNA ser atualmente o alvo mais utilizado para a 

detecção molecular das infecções por Plasmodium, a disponibilidade de dados 

genômicos de algumas espécies, tais como P. vivax, P. falciparum e P. knowlesi, 

tem permitido a descoberta de novos alvos, regiões conservadas e espécie-

específicas, presentes no genoma desses parasitos em grande número de cópias 

(Lucchi et al., 2013). Estes alvos, tais como sequências mitocondriais (Polley et al., 

2010; Hopkins et al., 2013; Lloyd et al., 2018), o gene nuclear varATS (Hofmann et 

al., 2015; Lloyd et al., 2018) e o elemento repetitivo associado a telômero 2 (TARE-

2) (Hofmann et al., 2015), têm se mostrado promissores para uso no diagnóstico 

molecular de malária, resultando em protocolos cada vez mais sensíveis. 

No ano de 2011, a mineração de dados genômicos permitiu identificar duas 

sequências promissoras, Pvr47 e Pfr364, localizadas em regiões subteloméricas no 

genoma de P. vivax e P. falciparum, respectivamente (Demas et al., 2011). Ainda 

sem funções conhecidas, estes alvos parecem propícios para o diagnóstico 

molecular de malária, pois estão presentes no genoma destes parasitos em grande 

número de cópias conservadas, muito maior do que o comumente utilizado 18S 

rRNA.  

Pvr47 está presente em 14 cópias no genoma de P. vivax e a maioria dos 

seus membros mapeia contigs subteloméricos pequenos (<16 kb) que não puderam 

ser montados nos cromossomos devido à sua natureza repetitiva (Demas et al., 

2011). Dois membros dessa família estão localizados próximos aos genes vir, e um 

terceiro próximo à proteína transmembrana subtelomérica Pvstp1. Pfr364 se 

encontra em 41 cópias no genoma de P. falciparum, cada uma delas localizada na 

região de repetição subtelomérica SB2, encontradas principalmente nas 

extremidades dos cromossomos (Figura 4). O tamanho da região SB2 é variável (1 a 

3 kb, mas pode conter até 6 kb de sequência adicional) e composta por diferentes 

tipos de repetição. O alinhamento múltiplo dessas cópias revelou dois grupos 

relacionados, os quais foram denominados de subfamílias 1 e 2. Até o momento, 

Pvr47 e Pfr364 foram utilizados apenas em protocolo de PCR convencional (Demas 

et al., 2011), fazendo-se necessário validá-los através do desenvolvimento de  

protocolos de PCR mais sensíveis. 
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Figura 4: Distribuição dos membros da família Pfr364 nos 14 cromossomos de P. 
falciparum. Cada membro ocorre em duas cópias nas extremidades dos cromossomos. 
Linhas pretas indicam cópias mais periféricas (subfamília 1) e linhas cinzas indicam cópias 
mais internas (subfamília 2). O cromossomo 6 possui três cópias em sua extremidade 3’ 
(apenas duas são mostradas). Fonte: Demas et al., 2011. 
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2 JUSTIFICATIVA  

 

 

Muitas são as barreiras para a otimização das estratégias e recursos 

disponíveis para o controle e possível eliminação da malária de algumas regiões do 

mundo. Estudos recentes confirmam a discrepância entre os dados epidemiológicos 

e a real prevalência das infecções maláricas, muitas vezes subestimadas devido às 

baixas parasitemias, que não são detectadas pela microscopia de rotina (Proux et 

al., 2011; Golassa et al., 2013). No Brasil, a situação não é diferente, já que um 

grande número de infecções submicroscópicas tem sido descrito (Ferreira & Castro, 

2016; Recht et al., 2017; Almeida et al., 2018). Neste contexto, faz-se necessário 

conhecer a real prevalência da doença nas áreas endêmicas para que as medidas 

de controle possam ser otimizadas.   

Do ponto de vista do controle e vigilância epidemiológica, faz-se necessário 

ainda identificar as infecções causadas por mais de uma espécie de Plasmodium. 

Isto é particularmente relevante nas áreas com co-circulação de P. falciparum e P. 

vivax, já que o tratamento antimalárico é específico para cada uma destas espécies. 

As limitações de sensibilidade da microscopia de rotina fazem com que, na prática 

clínica, as infecções mistas sejam amplamente subnotificadas (Mayxay et al., 2001; 

Ginouves et al., 2015; Singh et al., 2017). Embora a real prevalência de infecção 

mista por diferentes espécies Plasmodium não seja conhecida, estudos utilizando a 

abordagem molecular têm mostrado que a proporção pode ser relativamente alta em 

algumas áreas endêmicas (Mayxay et al., 2004).  

Embora muitos protocolos moleculares já tenham sido descritos para a 

identificação de malária submicroscópica, a maior parte deles ainda se baseia na 

amplificação espécie-específica do gene 18S rRNA dos plasmódios, que apresenta 

baixo número de cópias no genoma destes parasitos (Sounou et al., 1993; Singh et 

al., 1999; Rougemont et al., 2004; Mangold et al., 2005; Kamau et al., 2013). 

Portanto, o desenvolvimento de protocolos moleculares não ribossomais é uma 

prioridade da pesquisa atual em malária.  

Considerando-se que infecções maláricas subclínicas estão, em geral, abaixo 

do limite de detecção da microscopia óptica (Santelli et al., 2016), e que protocolos 

moleculares pouco sensíveis podem negligenciar parasitemias subpatentes e 
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infecções mistas, procurou-se aqui utilizar abordagens moleculares mais sensíveis 

que possam contribuir na determinação da prevalência real de infecções por P. vivax 

e P. falciparum em uma área. 
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3 OBJETIVOS 

 

 

3.1 Objetivo Geral 

 

Desenvolver um protocolo baseado na Reação em Cadeia da Polimerase em 

Tempo Real (qPCR), tendo como alvo sequências não ribossomais (NR-qPCR) de 

Plasmodium vivax e Plasmodium falciparum, para diagnóstico molecular de malária 

subpatente e mista causada por estas espécies. 

 

 

3.2 Objetivos Específicos 

 

3.2.1 Padronizar um protocolo de NR-qPCR para os alvos multicópias não 

ribossomais de P. vivax (Pvr47) e P. falciparum (Pfr364); 

 

3.2.2 Determinar os limites de detecção da NR-qPCR para P. vivax e P. falciparum 

em amostras referência e amostras de campo com infecção única e mista; 

 

3.2.3 Comparar os limites de detecção da NR-qPCR em relação a outros protocolos 

de PCR previamente descritos para o diagnóstico de malária por P. vivax e P. 

falciparum; 

 

3.2.4 Avaliar o desempenho da NR-qPCR padronizada e outros protocolos de PCR 

bem estabelecidos na literatura em amostras de pacientes com infecção malárica 

clínica e subclínica.   
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4 METODOLOGIA 

 

 

4.1 Painel de amostras de referência  

 

 Amostras de DNA dos seguintes parasitos foram utilizadas como referência 

na padronização da NR-qPCR e demais ensaios moleculares: (I) DNA de P. 

falciparum (cepa 3D7), mantido em cultivo na rotina do laboratório, conforme 

protocolo previamente descrito (Trager & Jensen, 1976); (II) DNA de P. 

brasilianum/P.malariae (cepa Peruvian III) proveniente do Banco Internacional de 

Reagentes de Referência de Malária, MR4 (Biodefense and Emerging Infections 

Research Resources Repository, BEI Resources, NIAID/NIH, ATCC, USA) (n=1); (III) 

DNA de P. vivax (n=9), P. falciparum (n=9) e P. malariae (n=3) extraídos do sangue 

de indivíduos infectados (infecção única), com diagnóstico confirmado pela 

microscopia óptica e diferentes protocolos de PCR; (IV) DNAs provenientes de 

indivíduos saudáveis (n=30), não expostos à malária (sabidamente negativos para 

Plasmodium), foram utilizados como controles negativos nos ensaios de PCR. As 

amostras de DNA de pacientes ou indivíduos saúdaveis (itens III e IV) foram 

provenientes do biorrepositório de amostras biológicas do Grupo de Pesquisa em 

Biologia Molecular e Imunologia da Malária (BMIM, IRR, Fiocruz-Minas).  

 

 

4.2 População de estudo  

 

Todos os aspectos éticos e metodológicos deste estudo foram aprovados pelo 

Comitê de Ética em Pesquisa envolvendo seres humanos do IRR (pareceres CEP 

N° 24/2008 e N° 1.821.955/2016, anexos II e III), que permitiu o uso das amostras 

do biorrepositório do BMIM (IRR, Fiocruz-Minas) para fins de pesquisa em 

diagnóstico molecular da malária, conforme normas estabelecidas pela resolução N° 

CNS441 de 12 de Maio de 2011, Conselho Nacional de Saúde, Ministério da Saúde. 

(I) Indivíduos com suspeita clínica de malária: Este grupo foi caracterizado 

por indivíduos com sintomatologia de malária que procuraram os serviços de 

referência em malária localizados tanto na área endêmica (estados de Rondônia e 
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Mato Grosso) quanto não endêmica (Minas Gerais). Estes indivíduos, após viagens 

a áreas com transmissão de malária, apresentaram sintomas sugestivos de malária 

não complicada, tais como febre, mialgia, calafrios e dores de cabeça. Os critérios 

de não inclusão no estudo foram: (i) recusa ou incapacidade de assinar o termo de 

consentimento livre esclarecido (TCLE); (ii) idade inferior a 5 anos; (iii) mulheres 

grávidas; e (iv) qualquer outra comorbidade que pudesse ser rastreada. Um total de 

110 indivíduos foi incluído no estudo, dos quais a microscopia óptica confirmou 

malária aguda em 35 e descartou em 75 deles. A maior parte da população foi 

composta por adultos, com uma mediana de idade de 40 anos (IQR 31–48) e 

proporção mulheres:homens de 1:5. O sangue dos indivíduos foi coletado por 

punção venosa ou punção digital em diferentes períodos de tempo (2008 a 2017) e 

as amostras foram estocadas a -20°C no biorrepositório do BMIM, no IRR. Apesar 

de ter sido utilizada uma amostra de conveniência, assumindo-se 30% de 

prevalência pela microscopia óptica e uma estimativa de 50% de aumento pelos 

testes moleculares, a amostra utilizada fornece 90% de poder estatístico ao nível de 

significância de 5%.  

(II) Indivíduos com suspeita de malária subclínica: Este grupo foi 

caracterizado por indivíduos residentes em uma área de transmissão de malária no 

Brasil, a comunidade de Rio Pardo (1 ̊46’S—1 ̊54’S, 60 ̊ 22’W—60 ̊10’W), localizada 

no município de Presidente Figueiredo, estado do Amazonas, onde nosso grupo de 

pesquisa tem conduzido estudos soroepidemiológicos transversais desde 2008 

(Kano et al., 2012; Souza-Silva et al., 2014; Kano et al., 2016). Os critérios de não 

inclusão nos estudos foram: (i) recusa ou incapacidade de assinar o termo de 

consentimento livre e esclarecido; (ii) sinais e/ou sintomas relacionados à malária 

aguda; (ii) idade inferior a 5 anos; (iii) mulheres grávidas; e (iv) qualquer outra 

comorbidade que pudesse ser identificada. Foram incluídos no estudo 324 

indivíduos com suspeita de infecção assintomática, dos quais 21 tiveram o exame 

microscópico positivo para malária no momento da entrevista e coleta de sangue. 

Considerando-se 7% de prevalência pela microscopia óptica (Kano et al., 2012) e 

assumindo um aumento de duas vezes na prevalência de malária pelos ensaios 

moleculares (Moreira et al., 2015), o tamanho da amostra fornece mais de 90% de 

poder estatístico ao nível de significância de 5%. A mediana de idade dos indivíduos 

foi de 40 anos (IQR 24–56), com uma proporção mulheres:homens de 1:1,5; os 
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participantes possuíam uma mediana de 35 anos (IQR 21–52) residindo em áreas 

de transmissão de malária na Amazônia. O sangue foi coletado de Novembro de 

2008 a Junho de 2015 por punção venosa ou digital, e todos os espécimes 

biológicos foram estocados a -20°C no biorrepositório do BMIM.  

 

 

4.3 Diagnóstico Microscópico  

 

Durante a coleta de sangue, todos os indivíduos foram submetidos à punção 

digital para o diagnóstico de malária por microscopia óptica. As lâminas de gota-

espessa coradas com Giemsa foram preparadas e examinadas por microscopistas 

locais experientes, de acordo com as diretrizes de diagnóstico de malária do 

Ministério da Saúde do Brasil (SVS/MS, 2009). A densidade parasitária foi estimada 

como o número de parasitos por microlitro de sangue (parasitos/µL), e todos os 

casos positivos foram tratados imediatamente nos serviços de saúde locais, 

conforme protocolos de tratamento da malária recomendados pelo Ministério da 

Saúde (SVS/MS, 2010). 

 

 

4.4 Ensaios moleculares 

 

4.4.1 Extração de DNA 

 

O DNA genômico (gDNA) utilizado nos ensaios moleculares foi extraído das 

amostras de sangue total coletadas em EDTA ou sangue em papel de filtro usando 

os kits Gentra Puregene Blood Kit (Qiagen) e o QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen), 

respectivamente, de acordo com as instruções do fabricante.  

Brevemente, para cada 300 µL de sangue total foram acrescentados 900 µL 

de solução de lise para eritrócitos em tubos de 1,5 mL. Após incubação por 1 minuto 

à temperatura ambiente, o material foi centrifugado a 13,000-16,000 x g por 20 

segundos. O sobrenadante foi removido e o pellet foi ressuspendido em 300 µL de 

solução de lise celular, com agitação ao vórtex por 10 segundos. Posteriormente, 

foram adicionados 100 µL de solução de precipitação de proteína, sendo o material 
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agitado em vórtex por 20 segundos e centrifugado a 13,000-16,000 x g por 1 minuto. 

O sobrenadante contendo o DNA solúvel foi colocado em tubo de 1,5 mL com 300 

µL de isopropanol P.A. gelado (Merck) para precipitação. Os tubos foram 

homogeneizados por inversão e o DNA foi centrifugado a 13,000-16,000 x g por 1 

minuto, sendo o sobrenadante descartado. O DNA extraído foi lavado com 300 µL 

de etanol 70%, seguido por centrifugação a 13,000-16,000 x g por 1 minuto. O 

sobrenadante foi descartado e, após evaporação do etanol, o DNA foi hidratado com 

100 µL de solução de hidratação, sendo agitado ao vórtex e incubado por 5 minutos 

a 65ºC. Todas as centrifugações foram feitas à temperatura ambiente. As amostras 

foram mantidas a -20°C até o uso. 

Para o DNA extraído de sangue em papel de filtro, círculos de 

aproximadamente 30 µL de sangue foram colocados em microtubos de 1,5 mL, 

seguido por adição de 180 µL de tampão de lise celular e incubação a 85ºC por 10 

minutos. Foram acrescentados 20 µL da solução de proteinase K com 

homogeneização por 30 segundos em vórtex, sendo os tubos posteriormente 

incubados a 56ºC por uma hora. Após a incubação, foram adicionados 200 µL de 

tampão de lise, sendo os tubos homogeneizados por 30 segundos em vórtex e 

incubados a 70ºC por 10 minutos. Em seguida, foram adicionados 200 µL de etanol 

100% gelado, sendo as amostras homogeneizadas e colocadas em colunas QIAamp 

spin agregadas a tubos de coleta. As colunas foram centrifugadas a 800 x g por 1 

minuto, sendo posteriormente descartados os tubos contendo filtrados. Novos tubos 

de coleta foram acoplados às colunas, seguindo-se adição de 500 µL de tampão 

para lavagem do DNA, com centrifugação a 800 x g por 1 minuto. Novamente, as 

colunas foram colocadas em novos tubos de coleta, com descarte dos filtrados. 

Foram adicionados 500 µL de tampão para uma segunda lavagem do DNA, 

seguindo-se centrifugação a 1500 x g por 3 minutos. As colunas foram colocadas em 

novos tubos de 1,5 mL e, por fim, acrescentou-se 150 µL de água destilada para 

eluir o DNA, seguido de incubação à temperatura ambiente por 1 minuto e 

centrifugação a 800 x g por 1 minuto. As colunas foram descartadas e as amostras 

foram armazenadas a -20ºC até o uso. 

 

 



39 

 

4.4.2 PCR em Tempo Real para os alvos não ribossomais Pvr47 e Pfr364 (NR-

qPCR) 

 

 

4.4.2.1 Desenho de iniciadores e sondas para os alvos Pvr47 e Pfr364 

Os iniciadores e sondas para os alvos Pvr47 e Pfr364 foram desenhados 

através dos programas Primer-Blast (NCBI) e OLIGO (versão 4.0, 1999), com base 

nos alinhamentos disponibilizados por Demas et al. (2011). Foram observadas 

regiões conservadas entre as 14 cópias da família Pvr47 (P. vivax) e as 22 cópias da 

subfamília 1 de Pfr364 (P. falciparum), de forma a contemplar o maior número de 

cópias possível em cada espécie. Para o alvo Pvr47 foi obtido o conjunto 5'-

TCCGCAGCTCACAAATGTTC-3' (forward), 5'-ACATGGGGATTCTAAGCCAATTTA-

3' (reverse) e 5'-HEX-TCCGCGAGGGCTGCAA-3' (sonda), que se ligam, 

respectivamente, às posições 142-161, 245-222 e 189-204 da cópia AAKM01000578 

de P. vivax (Sal-I), resultando em um amplicon de 104 pb. Já para o alvo Pfr364 foi 

obtido o conjunto 5'-ACTCGCAATAACGCTGCAT-3' (forward), 5'-

TTCCCTGCCCAAAAACGG-3' (reverse) e 5'-FAM-GGTGCCGGGGGTTTCTACGC-

3' (sonda), que se ligam às posições 313-331, 400-383 e 335-354 da cópia 

Pf3D7_04_12625_14152 de P. falciparum (3D7), respectivamente, resultando em 

um amplicon de 88 pb. As figuras 5 e 6 ilustram as posições dos iniciadores e 

sondas para amplificação das sequências de P. vivax (Pvr47) e P. falciparum 

(Pfr364), respectivamente. 
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FIGURA 5: Alinhamento das 14 cópias de Pvr47 no genoma de P. vivax (Sal-1), com destaque em preto para as regiões onde foram 
desenhados os iniciadores e sonda. FONTE: Adaptado de Demas et al., 2011. 
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FIGURA 6: Alinhamento de 22 cópias de Pfr364 no genoma de P. falciparum (3D7, subfamília 1), com destaque em preto para as regiões onde 
foram desenhados os iniciadores e sonda. FONTE: Adaptado de Demas et al, 2011. 
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4.4.2.2 Padronização da NR-qPCR para amplificação dos alvos Pvr47 e Pfr364 

Para a padronização do protocolo NR-qPCR foi utilizado um painel de 

amostras de DNA previamente caracterizadas pela microscopia óptica e diferentes 

protocolos de PCR, conforme descrito no item 4.1. Nos ensaios iniciais fez-se 

necessário determinar a melhor concentração de iniciadores e sondas para as 

reações de PCR. Os iniciadores (forward e reverse) foram testados nas 

concentrações de 50 nM, 300 nM e 900 nM, e as sondas nas concentrações de 50 

nM, 100 nM, 150 nM, 200 nM e 250 nM. Diferentes temperaturas de anelamento dos 

iniciadores também foram avaliadas, sendo estas 60°C, 58°C, 55°C, 52°C e 50°C. 

Após o estabelecimento das melhores condições da NR-qPCR, as amostras de 

referência (positivas e negativas) foram utilizadas na validação inicial e 

determinação da especificidade analítica do protocolo. Todos os ensaios da NR-

qPCR foram realizados no equipamento ViiA™ 7 Real-Time PCR System (Applied 

Biosystems), da Plataforma de PCR em Tempo Real do IRR, e analisadas no 

QuantStudio™ Real-Time PCR Software. 

 

 

4.4.3 Limites de Detecção 

 

4.4.3.1 Construção dos plasmídeos e curvas-padrão para determinação do 

limite de detecção da NR-qPCR  

Visando avaliar os limites de detecção da NR-qPCR em relação ao número de 

cópias dos alvos de Pvr47 e Pfr364, foram construídas curvas-padrão de 

amplificação para cada alvo. Para isso, foi necessário realizar a clonagem dos 

segmentos específicos em plasmídeo com posterior diluição seriada e análise pela 

NR-qPCR. Inicialmente, uma PCR convencional foi feita utilizando os mesmos 

iniciadores da NR-qPCR, com duas reações separadas (P. vivax e P. falciparum). As 

concentrações dos reagentes foram iguais para as duas reações: 1,0 µM de cada 

iniciador (IDT), 0,6 µL de Taq DNA polimerase (Invitrogen), 125 µM de dNTP 

(Invitrogen), 2 µL de Tampão 10X (Invitrogen), 0,75 mM de MgCl2 (Invitrogen) e 2 µL 

de DNA, totalizando 20 µL de reação. 
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As condições da PCR consistiram em uma desnaturação inicial a 94°C por 3 

minutos, seguida por 35 ciclos de amplificação a 94°C por 20 segundos, 58°C por 30 

segundos e 72°C por 30 segundos. Uma extensão final de 72°C por 2 minutos foi 

realizada. As reações de PCR foram feitas em termociclador Veriti Thermal Cycler 

(Applied Biosystems) e os fragmentos foram visualizados por eletroforese em gel de 

agarose 2% (Agargen) preparada em tampão TAE 1X (40mM Tris-acetato,1mM 

EDTA) com solução de brometo de etídio 10 mg/ml (Invitrogen). As amostras foram 

diluídas em tampão de amostra Orange 5x (Alaranjado G VETEC e Ficoll SIGMA) e 

corridas em sistema horizontal (Bio-Rad) a 110 V por aproximadamente 30 minutos. 

O gel foi visualizado em fotodocumentador L-PIX TOUCH (Loccus Biotecnologia) e a 

imagem obtida foi arquivada em sistema digital.  

Os alvos amplificados foram dosados no NanoDrop 2000 spectrophotometer 

(Thermo Scientific) e clonados no vetor pGEM-T Easy (Promega), conforme 

protocolo do fabricante: foram misturados 5 µL de 2X Rapid Ligation Buffer 

(Promega), 1 µL de T4 DNA ligase (3 units/µL) e 1 µL de pGEM-T Easy Vector (50 

ng), com diferentes quantidades de DNA em cada reação: 9 ng do produto de Pvr47 

e 7 ng do produto de Pfr364, em proporção inserto:vetor de 5:1 (calculados com 

base na fórmula: quantidade de produto de PCR (inserto) = ng do vetor × tamanho 

do inserto / tamanho do vetor × proporção inserto:vetor). Água foi utilizada para 

completar as reações até 10 µL, sendo estas incubadas por 16 horas a 4°C.  

Os vetores com os insertos (Pvr47+pGEM-T Easy e Pfr364+pGEM-T Easy) 

foram inseridos em bactérias Escherichia coli TOP10 competentes por choque 

térmico, com incubação em gelo por 30 minutos, seguida por 30 segundos a 42°C, 

voltando para o gelo por 5 minutos. Foi adicionado 250 µL de meio LB líquido e as 

bactérias foram incubadas sob agitação por 1 hora a 37°C. Após incubação, a 

solução foi centrifugada a 13200 rpm por 1 minuto, com descarte do sobrenadante. 

Aproximadamente 80 µL de bactérias ressuspendidas foram plaqueadas em meio 

LB Agar contendo ampicilina (100 mg/ml), IPTG (100 mM) e X-gal (50 mg/ml) e 

incubadas a 37°C por 16 horas. Três colônias brancas foram cultivadas para cada 

alvo, em meio LB líquido sob agitação por 16 horas a 37°C e, então, submetidas à 

purificação com o kit QIAprep Miniprep (QIAGEN), conforme instruções do 

fabricante. 
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Os plasmídeos purificados foram primeiramente digeridos com a enzima de 

restrição EcoRI (Promega) para confirmação da presença dos insertos. As reações 

foram feitas conforme protocolo do fabricante, contendo 2 µL de Restriction Enzyme 

10X Buffer H, 0,2 µL de Acetylated BSA (10 µg/µL), 0,5 µL da enzima EcoRI (10 

u/µL) e 3 µL de DNA, completando com água para 20 µL. As reações foram 

incubadas a 37°C por 2 horas e os fragmentos foram visualizados por eletroforese 

em gel de agarose 2%. Após confirmada a presença dos insertos, foi realizada a 

linearização dos plasmídeos com a enzima de restrição ApaI (Promega), conforme 

protocolo do fabricante: 3 µL de Restriction Enzyme 10X Buffer A, 0,3 µL de 

Acetylated BSA (10 µg/µL), 2 µL de ApaI (10 u/µL) e 15 µL de DNA, em um total de 

30 µL. As reações foram incubadas a 37°C por 2 horas e o resultado foi visualizado 

por eletroforese em gel de agarose 2%, conforme já descrito anteriormente. 

Para montagem das curvas-padrão dos DNAs de P. vivax e P. falciparum, os 

plasmídeos linearizados foram quantificados no Qubit® 2.0 Fluorometer (Life 

Technologies) e os números de moléculas dos plasmídeos foram estimados, 

conforme a fórmula: número de cópias de plasmídeo = [(6.02 × 1023 cópias/mol) × 

quantidade de DNA (g)]/[comprimento do DNA (bp) ×  660 (g/mol/bp)] (De Souza et 

al., 2015). 

Diluições seriadas dos DNAs plasmidiais foram preparadas em nove pontos 

de diluição (5x), com concentrações variando de 2x104 a 5,12x10-2 cópias/µL de 

plasmídeo. Para os dois primeiros pontos (20000 e 4000 cópias/µL) foi realizado um 

ensaio em triplicata. Para os dois pontos seguintes (800 e 160 cópias/µL) foram 

feitos dois ensaios em triplicata. Já para os demais pontos (32, 6,4, 1,28, 0,25 e 0,05 

cópias/µL) foram feitos dois ensaios em cinco replicatas.  

 

4.4.3.2 Titulação de amostras de DNA de P. vivax e P. falciparum em 

monoinfecção 

Visando determinar o limite de detecção da NR-qPCR padronizada em 

amostras de campo, foram realizadas titulações de duas amostras de DNA 

provenientes de pacientes infectados por P. vivax ou P. falciparum, cujas 

parasitemias (parasitos/µL de sangue) foram previamente estabelecidas pela 

microscopia óptica (exame de gota espessa). Para a titulação, foram realizadas 
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diluições sucessivas de cada amostra de DNA, P. falciparum ou P. vivax, variando 

de uma parasitemia inicial de aproximadamente 2000 parasitos/µL de sangue até 0,3 

parasitos/µL de sangue (9 pontos com diluição seriada de 3x). As mesmas curvas de 

titulação foram também submetidas a outros três protocolos de PCR para 

diagnóstico de malária, conforme descrito nos itens 4.4.5.1, 4.4.5.2 e 4.4.5.3.  

 

4.4.3.3 Misturas artificiais de DNA de P. vivax e P. falciparum (coinfecção) 

Para avaliar a NR-qPCR em relação à capacidade de detecção simultânea de 

P. vivax e P. falciparum em uma mesma amostra, foram realizadas misturas 

artificiais de DNA desses dois parasitos (as amostras utilizadas foram as mesmas da 

titulação em monoinfecção). Diluições sucessivas destas misturas, contendo 

diferentes concentrações do DNA de cada parasito, foram preparadas. Para tal, foi 

fixada a concentração de uma das espécies (cerca de 1400 parasitos/µL de sangue) 

e titulada a concentração da outra espécie (1400 a 0,7 parasitos/µL de sangue). As 

misturas foram submetidas também a outros três protocolos de PCR (itens 4.4.5.1, 

4.4.5.2 e 4.4.5.3). 

 

4.4.4 Avaliação da NR-qPCR em amostras de campo provenientes de 

indivíduos com malária clínica e subclínica  

Visando avaliar o desempenho da NR-qPCR em amostras de campo com 

malária clínica (n=110) e subclínica (n=324), foi necessário realizar uma comparação 

deste protocolo com outros descritos na literatura. Nesse sentido, todas as amostras 

foram também submetidas aos outros três protocolos de PCR descritos nos itens 

4.4.5.1, 4.4.5.2 e 4.4.5.3. A NR-cPCR foi utilizada para avaliar os mesmos alvos com 

diferentes metodologias (PCR convencional versus PCR em tempo real), sendo este 

o único até o momento que utiliza os alvos Pvr47 e Pfr364. Por outro lado, como o 

gene 18S rRNA tem sido o mais utilizado para o diagnóstico molecular de malária, 

foram incluídos nos experimentos os protocolos de Nested-PCR e R-qPCR, 

previamente padronizados e frequentemente utilizados pelo grupo de pesquisa 

envolvido neste estudo. A abordagem experimental para o diagnóstico molecular de 

infecções maláricas clínicas e subclínicas está descrita na Figura 7. 
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FIGURA 7: Fluxograma para avaliação dos protocolos moleculares em amostras de campo. 
Um total de 434 amostras provenientes de indivíduos com suspeita de malária clínica 
(n=110) e subclínica (n=324) foi submetido a diferentes protocolos de PCR. Os protocolos 
utilizados foram adaptados de Snounou et al., 1993 (Nested-PCR), Rougemont et al., 2004 
(R-qPCR) e Demas et al., 2011 (NR-cPCR), além da NR-qPCR desenvolvida neste trabalho. 

 

 

4.4.5 Outros protocolos moleculares 

 

4.4.5.1 Amplificação dos alvos Pvr47 e Pfr364 por PCR convencional, NR-cPCR 

(adaptado de Demas et al., 2011) 

O protocolo de PCR convencional baseado nos alvos não ribossomais (NR-

cPCR) foi realizado em duas reações separadas para P. vivax e P. falciparum, 

conforme descrito por Demas et al. (2011). Foram utilizados os mesmos iniciadores 

descritos no artigo original. Para o alvo Pvr47 foram utilizadas os iniciadores 5'-

CTGATTTTCCGCGTAACAATG-3' (foward) e 5'-CAAATGTAGCATAAAAATCYAAG-

3' (reverse), resultando em um amplicon de 333 pb. Para o alvo Pfr364 foram 

utilizadas os iniciadores 5'-CCGGAAATTCGGGTTTTAGAC-3' (foward) e 5'-

GCTTTGAAGTGCATGTGAATTGTGCAC-3' (reverse), resultando em um amplicon 

de 220 pb. As concentrações dos reagentes e as condições de amplificação da PCR 

foram iguais para as duas reações (Pvr47 e Pfr364): 0,5 µM de cada iniciador (IDT), 
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0,3 µL de Taq DNA polimerase (Invitrogen), 125 µM de dNTP (Invitrogen), 1 µL de 

Tampão 10X (Invitrogen), 0,75 mM de MgCl2 (Invitrogen) e 1 µL de DNA, totalizando 

10 µL de reação. 

As condições da PCR consistiram em uma desnaturação inicial a 95°C por 2 

minutos, seguida por 35 ciclos de amplificação a 95°C por 30 segundos, 58°C por 30 

segundos e 72°C por 45 segundos. Uma extensão final de 72°C por 5 minutos foi 

realizada. As reações de PCR foram feitas em termociclador Veriti Thermal Cycler 

(Applied Biosystems) e os fragmentos obtidos foram visualizados por eletroforese 

em gel de agarose 2% (Agargen), sendo esta preparada em tampão TAE 1X (40mM 

Tris-acetato, 1mM EDTA) com solução de brometo de etídio a 10 mg/ml (Invitrogen). 

Para a eletroforese, as amostras foram diluídas em tampão de amostra Orange 5x 

(Alaranjado G VETEC e Ficoll SIGMA) e corridas em sistema horizontal (Bio-Rad) a 

110 V por aproximadamente 30 minutos. O gel foi visualizado em fotodocumentador 

L-PIX TOUCH (Loccus Biotecnologia) e a imagem obtida foi arquivada em sistema 

digital. Todas as reações de PCR foram feitas na presença de controles positivos e 

negativos. 

 

 

4.4.5.2 Amplificação do gene 18S rRNA por Nested-PCR (adaptado de Snounou 

et al., 1993)  

Para realização do diagnóstico por Nested-PCR para o alvo 18S rRNA, o 

protocolo utilizado foi adaptado de Snounou et al. (1993), sendo estabelecidas duas 

reações. Na primeira reação (gênero-específica), foram utilizados os iniciadores 

rPLU5 e rPLU6. Nas reações seguintes (espécie-específicas), foram utilizados os 

pares rVIV1-rVIV2 e rFAL1-rFAL2, que detectam P. vivax e P. falciparum, 

respectivamente (Tabela 1). Os volumes e concentrações dos reagentes utilizados 

em cada reação foram: 0,25 µM de cada iniciador (IDT), 10 µL de PCR Master Mix 

2x (Promega – Taq DNA Polimerase, dNTPs e MgCl2) e 0,8 µL de DNA, totalizando 

20 µL por reação.  

As condições da PCR na primeira reação consistiram em uma desnaturação e 

extensão inicial a 95°C por 5 minutos, 58°C por 2 minutos e 72°C por 2 minutos, 

seguidas por amplificação com 24 ciclos de 94°C por 1 minuto, 58°C por 2 minutos e 
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72°C por 2 minutos. Uma extensão final foi utilizada, com 58°C por 2 minutos e 72°C 

por 5 minutos. Na segunda reação, foram utilizadas as mesmas condições de 

amplificação da primeira, porém com 29 ciclos. Todas as amplificações foram feitas 

em termociclador PTC-100TM, versão 7.0 (MJ Research). 

Os fragmentos obtidos foram visualizados por eletroforese em gel de agarose 

2% (Agargen), sendo esta dissolvida em tampão TAE 1x (40mM Tris-acetato, 1mM 

EDTA) com solução de brometo de etídio a 10 mg/ml (Invitrogen). As amostras 

foram misturadas em tampão de amostra Orange 5x (Alaranjado G VETEC e Ficoll 

SIGMA) e a corrida foi feita em sistema horizontal (Bio-Rad) a 110 V por 

aproximadamente 30 minutos. O gel foi visualizado em fotodocumentador L-PIX 

TOUCH (Loccus Biotecnologia) e a imagem foi arquivada em sistema digital. Todas 

as reações de PCR foram realizadas na presença de controles positivos e negativos. 

 

 

TABELA 1: Iniciadores utilizados para as reações de Nested-PCR e seus respectivos 
amplicons 
 

Parasito Iniciador Sequência Amplicon 

Plasmodium sp. 
rPLU 05 5’-CCTGTTGTTGCCTTAAACTTC-3’ 

1,2 kb 
rPLU 06 5’-TTAAAATTGTTGCAGTTAAAACG-3’ 

P. vivax 
rVIV 1 5’-CGCTTCTAGCTTAATCCACATAACTGATA-3’ 

120 pb 
rVIV 2 5’-TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATATT-3’ 

P. falciparum 
rFAL 1 5’-TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATATT-3’ 

205 pb 
rFAL 2 5’-ACACAATGAACTTCAATCATGACTACCCGTC-3’ 

 

Fonte: Snounou et al., 1993. 

 

 

4.4.5.3 Amplificação do gene 18S rRNA por PCR em Tempo Real, R-qPCR 

(adaptado de Rougemont et al., 2004)  

Para a reação de qPCR que utiliza como alvo o gene ribossomal 18S rRNA 

(R-qPCR), adaptada do protocolo de Rougemont et al. (2004), foram utilizados os 

mesmos iniciadores e sondas descritos no artigo original para P. vivax e P. 

falciparum (Tabela 2). Os iniciadores foram desenhados para o gênero Plasmodium 

e contemplam as duas espécies, sendo utilizados em todas as reações: Plasmo1 5'-

GTTAAGGGAGTGAAGACGATCAGA-3' (foward) e Plasmo2 5'-

AACCCAAAGACTTTGATTTCTCATAA-3' (reverse). 
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TABELA 2: Sondas utilizadas na detecção do 18S rRNA de P. vivax e P. falciparum pela   
R-qPCR 

 

Parasito Sonda Sequência 

P. vivax Vivprobe 5'VIC-AGCAATCTAAGAATAAACTCCGAAGAGAAAATTCT-TAMRA-3' 

P. falciparum Falcprobe 5'-FAM-AGCAATCTAAAAGTCACCTCGAAAGATGACT-TAMRA-3’ 
 

Fonte: Rougemont et al., 2004. 

 

 

As seguintes condições de volume e concentração dos reagentes foram 

estabelecidas para as duas reações: 200 nM de cada iniciador (IDT), 80 nM de 

sonda (Applied Biosystems), 6,25 µL de Taqman Universal PCR Master Mix 2x 

(Applied Biosystems) e 2 µL de DNA, em um total de 12,5 µL por reação. O 

protocolo foi padronizado no equipamento 7500 Real-Time PCR System (Applied 

Biosystems) da Plataforma de PCR em Tempo Real do IRR e as reações foram 

feitas em placas de 96 poços vedadas com selos ópticos. 

As condições de amplificação consistiram em um passo inicial de 50°C por 2 

minutos e desnaturação a 95°C por 10 minutos, seguida de 45 ciclos de 95°C por 15 

segundos e 60°C por 1 minuto. Os resultados foram analisados no 7500 Software, 

versão 2.0.4, através do Amplification plot e Multicomponent plot. Todas as reações 

de PCR foram realizadas na presença de controles positivos e negativos.  

 

 

4.6 Análises Estatísticas 

 

A determinação do limite de detecção da NR-qPCR para os alvos Pvr47 e 

Pfr364 foi realizada através da análise de Regressão Probit (curva dose-resposta) 

na escala logarítmica utilizando todos os pontos das curvas de diluição (20.000 a 

0,05 cópias/µL) (programa MedCalc Statistical Software, Ostend, Bélgica).  

Diferenças entre proporções foram avaliadas através das estatísticas não 

paramétricas de Qui-Quadrado (χ2) ou Teste Exato de Fisher, conforme apropriado. 

Os heatmaps para representação da prevalência de malária por método diagnóstico 

foram construídos através da função heatmap.2 disponível no pacote gplots do 

programa R. 
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Para cada ensaio de PCR, a avaliação da sensibilidade e especificidade foi 

determinada como descrito por Hofmann et al. (2018), considerando como padrão 

de referência o resultado obtido pela combinação da detecção de qualquer ensaio 

de PCR, exceto o protocolo em avaliação. Estas análises foram realizadas através 

do programa GraphPad Prism 5.00.288 (GraphPad Software, San Diego, CA, USA) 

e o nível de significância de 5% (p<0,05) foi considerado para todas as análises. 
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5 RESULTADOS  

 

 

5.1 Padronização da NR-qPCR para os alvos Pvr47 e Pfr364 

 

Visando amplificar os alvos Pvr47 e Pfr364 pela NR-qPCR foram inicialmente 

avaliadas cinco diferentes temperaturas de anelamento dos iniciadores, variando de 

50°C a 60°C (Figura 8). A temperatura de 52°C foi estabelecida para o anelamento 

dos iniciadores nas duas reações da NR-qPCR, pois apresentou considerável 

emissão total da fluorescência e menores valores de quantification cycle (Cq) quando 

comparada às demais temperaturas testadas (Figura 8). Apesar de a temperatura de 

55°C ter apresentado as maiores variações de fluorescência nas duas reações, esta 

não foi utilizada devido ao aumento nos valores de Ct em relação às temperaturas 

mais baixas. Já a temperatura de 50°C, apesar de apresentar menores valores de Cq 

para a reação de P. falciparum (Figura 8B), não foi utilizada visando evitar a 

formação de dímeros entre os iniciadores e/ou produtos inespecíficos. 
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FIGURA 8: Curvas de amplificação da NR-qPCR para os alvos Pvr47 (P. vivax) (A) e Pfr364 
(P. falciparum) (B) nas temperaturas de 60°C (laranja); 58°C (vermelho); 55°C (verde); 52°C 
(roxo); e 50°C (azul). Para os ensaios foram utilizados DNAs controles positivos de P. vivax 
(amostra previamente caracterizada pela MO e protocolos de PCR) e de P. falciparum (cepa 
referência 3D7 mantida em cultivo contínuo no BMIM). As concentrações de reagentes 
utilizadas foram: 900 nM de cada iniciador, 250 nM de cada sonda, 5 µL de Taqman 
Universal PCR Master Mix 2x e 2 µL de DNA, em um total de 10 µL por reação. As curvas 
representam a fluorescência média das duplicatas de cada temperatura normalizada pelo 
baseline (ciclos nos quais a fluorescência está abaixo dos limites de detecção do 
equipamento) pelos ciclos da reação. Para os controles brancos, foram incluídos todos os 
reagentes da reação na ausência de DNA, sendo este substituído por água. 

 

 

As análises para escolha das concentrações dos iniciadores para Pvr47 

(Figura 9) e Pfr364 (Figura 10) foram realizadas com base nos valores de delta RN 

(∆Rn) obtidos para cada concentração. Foram estabelecidas na NR-qPCR as 

concentrações de iniciadores em que foram observadas as maiores variações nas 

fluorescências detectadas (maior ∆Rn). Sendo assim, para Pvr47 foi estabelecido 50 

nM do iniciador foward e 900 nM do reverse. Para a reação de Pfr364, as duplicatas 
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com desvio padrão de Cq>0,05 foram excluídas da primeira análise (Figura 10A) e 

repetidas em triplicata, juntamente com as duas melhores concentrações 

observadas no ensaio inicial (Figura 10B). Foi estabelecido para este alvo 900 nM 

do iniciador foward e 300 nM do reverse. 

 

 

 
 

FIGURA 9: Emissão de fluorescência obtida para cada concentração de iniciadores testada 
para o alvo Pvr47 (P. vivax). O resultado é apresentado como o valor do ∆Rn em função dos 
ciclos da reação. O valor de Rn se refere à fluorescência do fluoróforo repórter (VIC) dividido 
pela fluorescência do fluoróforo de referência passiva, o ROX. Dessa forma, o Rn (do inglês, 
normalized reporter signal) representa o sinal de fluorescência normalizado em função dos 
ciclos da reação. O valor de ∆Rn expressa a variação da fluorescência detectada pelo 
aparelho, ou seja, o valor de Rn menos o baseline (ciclos nos quais a fluorescência está 
abaixo dos limites de detecção do equipamento). Foram considerados os ciclos 24 a 28, em 
torno do Cq, na análise de Pvr47. 
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FIGURA 10: Emissão de fluorescência obtida para cada concentração de iniciadores 
testada para o alvo Pfr364 (P. falciparum). O resultado é apresentado pelo valor do ∆Rn em 
função dos ciclos da reação.O valor de Rn se refere à fluorescência do fluoróforo repórter 
(6-FAM) dividida pela fluorescência do fluoróforo de referência passiva, o ROX. Dessa 
forma, o Rn representa o sinal de fluorescência normalizado em função dos ciclos da 
reação. O valor de ∆Rn expressa a variação da fluorescência detectada pelo aparelho, ou 
seja, o valor de Rn menos o baseline (ciclos nos quais a fluorescência está abaixo dos 
limites de detecção do equipamento). Foram considerados os ciclos 25 a 29, em torno do 
Cq, na primeira análise (A) e 26 a 32 na segunda análise (B) de Pfr364.  

 

 

Para a escolha das concentrações das sondas, as análises foram feitas com 

base no Cq de cada reação, que é a interseção entre a curva de amplificação e o 

limiar de detecção de fluorescência (threshold). Dessa forma, o valor do Cq é 

inversamente proporcional à concentração do alvo na reação inicial, ou seja, quanto 

menor o Cq, maior a concentração do alvo e vice-versa. Assim sendo, foram 

estabelecidas as concentrações de sonda que apresentaram os menores valores de 

Cq para os alvos de P. vivax e P. falciparum (Figura 11). Essas concentrações foram: 

250 nM para Pvr47 e 150 nM para Pfr364.  
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FIGURA 11: Análise para determinação das concentrações de sonda ideais nas reações da 
NR-qPCR para os alvos Pvr47 (A) e Pfr364 (B). O resultado é apresentado como a média 
do valor de Cq das triplicatas de cada condição testada em função da concentração de 
sonda utilizada. 

 

 

Em suma, para o alvo Pvr47, foi estabelecido: 50 nM do iniciador foward e 

900 nM do iniciador reverse (IDT), 250 nM de sonda MGB marcada com HEX 

(Eurofins), 5 µL de Taqman Universal PCR Master Mix 2x (Applied Biosystems) e 2 

µL de DNA, em um total de 10 µL por reação. Já para o alvo Pfr364, foi estabelecido: 

900 nM do iniciador foward e 300 nM do iniciador reverse (IDT), 150 nM de sonda 

MGB marcada com FAM (Eurofins), 5 µL de Taqman Universal PCR Master Mix2x 

(Applied Biosystems) e 2 µL de DNA, em um total de 10 µL por reação (Anexo IV). 

As condições da NR-qPCR consistiram em um Hold Stage de 50°C por 2 

minutos e 95°C por 10 minutos, seguido por um PCR Stage composto por 40 ciclos 

de desnaturação a 95°C por 15 segundos, anelamento dos iniciadores a 52°C por 1 

minuto e extensão a 60°C por 1 minuto, com aquisição da fluorescência ao final de 

cada passo de extensão. Os resultados foram analisados no QuantStudio™ Real-

Time PCR Software, através dos dados de Amplification plot e Multicomponent plot. 

Para avaliar inicialmente o desempenho da NR-qPCR padronizada em 

amostras com infecção patente e subpatente por P. vivax ou P. falciparum foram 

utilizadas 18 amostras previamente caracterizadas do biorrepositório do BMIM, 

sendo nove positivas para P. vivax e nove para P. falciparum de acordo com 

diagnóstico parasitológico e molecular. Conforme mostrado na Tabela 3, todas as 

amostras foram amplificadas pela NR-qPCR, na reação específica para cada alvo. A 

Figura 12 ilustra as curvas de amplificação das amostras pela NR-qPCR. Por outro 

B A 
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lado, os controles negativos testados (n=30) não apresentaram amplificação (dados 

não mostrados).  

 

 

TABELA 3: Resultados iniciais da NR-qPCR em amostras de campo com infecção única 
patente e subpatente por P. vivax ou P. falciparum, cujas parasitemias foram determinadas 
previamente pela microscopia óptica e/ou outros protocolos de PCR 

 

Amostra 
Parasitemia 

(cruzes)* 

Positividade por PCR** Resultado da  

NR-qPCR Alvo 18S rRNA Alvos Pvr47/Pfr364 

Pv 1 2 Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax  

Pv 2 1 Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax 

Pv 3 <½  Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax 

Pv 4 <½  Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax 

Pv 5 <½  Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax 

Pv 6 NA Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. vivax  

Pv 7 NA qPCR  NR-cPCR P. vivax 

Pv 8 NA qPCR - P. vivax 

Pv 9 NA - NR-cPCR P. vivax 

Pf 1 3 Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 2 2 Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 3 ½ Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 4 ½ Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 5 <½  Nested-PCR e qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 6 NA qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 7 NA qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 8 NA qPCR NR-cPCR P. falciparum 

Pf 9 NA qPCR NR-cPCR P. falciparum 
 

*Parasitemias classificadas pela microscopia óptica (MO) conforme estabelecido pelos serviços de 
referência em malária do Ministério da Saúde, Brasil (SVS/MS, 2009). Foi considerado menor que 
meia cruz (<½), menos de 200 parasitos/µL de sangue; meia cruz (½), entre 200-300 parasitos/µL de 
sangue; uma cruz (1) entre 301-500 parasitos/µL; duas cruzes (2) entre 501-10.000 parasitos/µL; três 
cruzes (3) entre 10.001-100.000 parasitos/µL. Amostras Pv1 a Pv5 ou Pf1 a Pf5 = amostras com 
parasitemia patente por P. vivax ou P. falciparum, respectivamente; amostras Pv6 a Pv9 ou Pf6 a Pf9 
= amostras com parasitemia subpatente por P. vivax ou P. falciparum, respectivamente. NA = não se 
aplica (infecção não detectada pela MO). **Nested-PCR – protocolo adaptado de Snounou et al., 
1993 (alvo 18S rRNA); qPCR – protocolo adaptado de Rougemont et al., 2004 ou Mangold et al., 
2005 (alvo 18S rRNA); NR-cPCR – protocolo adaptado de Demas et al., 2011 (alvos Pvr47/Pfr364).  
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FIGURA 12: Curvas de amplificação da NR-qPCR para os alvos Pvr47 (A) e Pfr364 (B) em 
amostras de campo infectadas por P. vivax, em verde, e P. falciparum, em azul, com 
parasitemias patentes (n=10, sendo 5 amostras de P. vivax – verde escuro – e 5 amostras 
de P. falciparum – azul escuro) e subpatentes (n=8, sendo 4 amostras de P. vivax – verde 
claro – e 4 amostras de P. falciparum – azul claro). CPPv = controle positivo de P. vivax; 
CPPf = controle positivo de P. falciparum.  

 

 

5.1.1. Limites de detecção da NR-qPCR determinado por curva-padrão 

 

Para determinar os limites de detecção da NR-qPCR foram construídas 

curvas-padrão para cada plasmídeo de DNA contendo a sequência alvo, Pvr47 ou 

Pfr364, através de diluição seriada. As eficiências das reações de P. vivax e P. 

falciparum foram determinadas com base nas curvas-padrão construídas (slope=-

3,128, R2=0,995 e Eff%=108,762 para Pvr47 e slope=-3,303, R2=0,994 e 

CPPv 

CPPf 

A 

B 
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Eff%=100,809 para Pfr364). A tabela 4 resume os resultados obtidos por diluição 

(20.000 a 0,05 cópias/µL) e alvo testado (Pvr47 ou Pfr364), para cada um dos 

experimentos realizados (Exp1 e Exp 2), incluindo o número de replicatas positivas e 

os valores de Cq médio obtidos. Para P. vivax, todas as replicatas dos dois 

experimentos realizados amplificaram consistentemente até a concentração de 1,28 

cópias/µL de DNA. Já para P. falciparum, todas as replicatas dos dois experimentos 

amplificaram consistentemente até a concentração de 6,4 cópias/µL de DNA. 

 

  

Tabela 4: Diluição seriada dos plasmídeos de Pvr47 e Pfr364 e amplificação pela NR-qPCR 
 

 

*2µL de DNA foram adicionados por reação de PCR. Dois experimentos foram realizados (Exp 1 e 
Exp 2) por alvo a ser amplificado (Pvr47 ou Pfr364), sendo três ou cinco replicatas por concentração. 
NR = não realizado. NA = não se aplica. 

 

 

A análise de regressão probit dos dados obtidos com as curvas-padrão 

permitiu estimar o limite de detecção de cada um dos alvos avaliados pela NR-

qPCR. Assim, o ensaio aqui padronizado permitiu detectar até 0,66 cópias do DNA 

Plasmídeo P. vivax-Pvr47 

Cópias/µL DNA* 
Positivo/total Cq Médio (desvio padrão) 

Exp 1 Exp 2 Exp 1 Exp 2 

20000 3/3 NR 24,3 (0,04) NR 

4000 3/3 NR 26,7 (0,07) NR 

800 3/3 3/3 29,0 (0,03) 29,3 (0,12) 

160 3/3 3/3 31,2 (0,22) 30,9 (0,24) 

32 5/5 5/5 33,0 (1,40) 33,5 (0,26) 

6,4 5/5 5/5 34,9 (0,40) 34,4 (0,60) 

1,28 5/5 5/5 36,8 (1,20) 33,5 (1,28) 

0,25 3/5 5/5 38,0 (0,60) 32,8 (0,60) 

0,05 2/5 5/5 35,5 (1,05) 34,4 (1,13) 

Plasmídeo P. falciparum-Pfr364 

Cópias/µL DNA* 
Positivo/total Cq Médio (desvio padrão) 

Exp 1 Exp 2 Exp 1 Exp 2 

20000 3/3 NR 23,1 (0,05) NR 

4000 3/3 NR 25,4 (0,10) NR 

800 3/3 3/3 27,7 (0,10) 28,3 (0,12) 

160 3/3 3/3 29,9 (0,06) 30,7 (0,42) 

32 5/5 5/5 32,4 (0,40) 32,7 (0,40) 

6,4 5/5 5/5 34,5 (0,60) 34,7 (1,06) 

1,28 4/5 3/5 36,5 (1,00) 36,6 (0,55) 

0,25 4/5 2/5 37,1 (0,20) 36,2 (0,45) 

0,05 0/5 0/5 NA NA 
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alvo/µL de sangue para P. vivax (Figura 13A) e 3,27 cópias/µL para P. falciparum 

(Figura 13B). 

 

 

FIGURA 13: Limites de detecção para (A) Pvr47 e (B) Pfr364 amplificados pela NR-qPCR. 
Análise de regressão probit foi realizada considerando nove pontos de diluição (20.000 a 
0,05 cópias/µL) em escala logarítmica. As curvas de regressão calculadas (azul) indicam a 
probabilidade (eixo y) de se obter resultados positivos em qualquer concentração de DNA; 
as curvas pontilhadas (marrom) mostram os intervalos de 95% de confiança. As linhas 
pontilhadas (preto) correspondem à concentração de DNA na qual 95% das amostras são 
positivas para o alvo testado (0,66 cópias/µL de Pvr47 e 3,27 cópias/µL de Pfr364). 

 

 

5.1.2. Avaliação da especificidade analítica da NR-qPCR 

  

Durante o desenho dos iniciadores e sondas da NR-qPCR, foram feitas 

investigações in silico através do programa Primer-Blast (NCBI), que permitiu a 

análise de complementaridade das sequências desenhadas com outras da base de 

A 

B 
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dados selecionada (nucleotídeos). Isto foi feito para eliminar a possibilidade de 

reação cruzada ou formação de produtos inespecíficos com outras espécies de 

Plasmodium e sequências humanas (dados não mostrados). Porém, naquele 

momento, o genoma de P. malariae não estava disponível em bancos de dados 

públicos. Sendo assim, para esta espécie de plasmódio, a reatividade cruzada foi 

avaliada apenas por ensaios experimentais de qPCR, que incluiu amostras de P. 

malariae (n=3), P. brasilianum/P. malariae (n=1), P. vivax (n=3), e P. falciparum 

(n=3), todas com monoinfecção.  

Os resultados obtidos mostraram que não houve reação inespecífica dos 

iniciadores/sondas desenhados para os alvos Pvr47 e Pfr364 com os genomas de P. 

malariae e P. brasilianum, já que nenhuma curva de amplificação foi obtida para 

estas amostras (Figura 14, P. malariae e P. brasilianum em vermelho e laranja, 

respectivamente). Também não foram observadas reações cruzadas entre P. vivax e 

P. falciparum (Figura 14, em verde e azul, respectivamente). 
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FIGURA 14: Especificidade da amplificação dos alvos Pvr47 para P. vivax (A) e Pfr364 para 
P. falciparum (B). As curvas de amplificação da NR-qPCR para Pvr47 estão representadas 
em verde (n=3) e para Pfr364 em azul (n=3). Em cada ensaio foram incluídas amostras de 
P. malariae (n=3; vermelho) e P. brasilianum/P. malariae (n=1; laranja). Pf = P. falciparum; 
Pv = P. vivax, Pm = P. malariae; Pb/Pm = P. brasilianum; CPPv = controle positivo de P. 
vivax; CPPf = controle positivo de P. falciparum. 

  

 

5.2. Comparação dos limites de detecção da NR-qPCR e outros protocolos 

moleculares em amostras de campo previamente caracterizadas  

 

5.2.1 Detecção de monoinfecções por P. vivax e P. falciparum 

Visando comparar os limites de detecção da NR-qPCR frente a outros 

protocolos de PCR descritos na literatura, amostras de campo de P. vivax ou P. 

Pf 
Pm 
Pb/Pm 

CPPv 

Pv 
Pm 
Pb/Pm 

CPPf 
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falciparum foram tituladas (2.000 a 0,3 parasitos/µL de sangue) e classificadas pelos 

diferentes protocolos moleculares aqui avaliados (Figura 7, incluindo os protocolos 

adaptados de Snounou et al., 1993 (Nested-PCR), Rougemont et al., 2004 (R-qPCR) 

e Demas et al., 2011 (NR-cPCR)).  

No caso de monoinfecção por P. vivax, não foram observadas diferenças 

significativas de positividade entre os alvos amplificados pelas diferentes PCRs 

(Tabela 5). Apesar disso, a NR-qPCR foi o único protocolo capaz de detectar 

consistentemente os menores níveis de densidade parasitária (todas as replicatas 

foram positivas até 1 parasito/µL). Na comparação geral entre os alvos ribossomal e 

não ribossomal, uma maior variabilidade na positividade foi observada entre os 

ensaios de PCR que utilizam o alvo não ribossomal (67% vs. 96% para NR-cPCR e 

NR-qPCR, respectivamente).  

 

 

TABELA 5: Titulação de amostra de campo infectada por P. vivax em diferentes protocolos 
de PCR e seus respectivos alvos moleculares 
 

P. vivax (12900 parasitos/µL)* 

Densidade parasitária 
(p/µL)** 

18S rRNA  Pvr47 

Nested-PCR R-qPCR  NR-cPCR NR-qPCR 

2.000  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

670  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

220  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

74  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

25  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

8  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

3  3/3 (100%) 3/3 (100%)  0/3 (0%) 3/3 (100%) 

1  1/3 (33%) 2/3 (67%)  0/3 (0%) 3/3 (100%) 

0,3  0/3 (0%) 2/3 (67%)  0/3 (0%) 2/3 (67%) 

Positividade PCR 22/27 (81%)
a,b

 25/27 (93%)
b
  18/27 (67%)

a
 26/27 (96%)

b
 

Positividade alvo 47/54 (87%)
a’
  44/54 (81%)

a’
 

 

DNA de P. vivax foi diluído serialmente (2.000 a 0,3 parasitos/µL) e submetido a cada protocolo de 
PCR em triplicata. Os resultados foram expressos como número de amostras positivas em relação ao 
total de replicatas (porcentagem de positivos). Diferentes letras (a,b) indicam diferenças entre as 
proporções (p<0,05 pelo Teste Exato de Fisher). Os ensaios de PCR foram definidos como descrito 
na legenda da Figura 7. *Determinado pela microscopia óptica. **Densidade parasitária (µL de 
sangue) estimada conforme a diluição.  

 

 

Em relação à P. falciparum (Tabela 6), os resultados de titulação da amostra 

de campo mostraram que a amplificação de Pfr364 foi mais eficiente do que a 

amplificação do gene 18S rRNA, e esta diferença foi independente do protocolo de 
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PCR utilizado (80% vs. 59%, p=0,0359 pelo Teste Exato de Fisher). Enquanto a 

amplificação de Pfr364 pela NR-qPCR foi consistente até a densidade de 3 

parasitos/µL (100% das replicatas), a amplificação do gene 18S rRNA foi 

inconsistente a partir de 25 parasitos/µL (Nested-PCR ou R-qPCR). 

 

 

TABELA 6: Titulação de amostra de campo infectada por P. falciparum em diferentes 
protocolos de PCR e seus respectivos alvos moleculares  
 

P. falciparum (13400 parasitos/µL)* 

Densidade parasitária 
(p/µL)** 

18S rRNA  Pfr364 

Nested-PCR R-qPCR  NR-cPCR NR-qPCR 

2.000  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

670  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

220  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

74  3/3 (100%) 3/3 (100%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

25  2/3 (67%) 2/3 (67%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

8  1/3 (33%) 1/3 (33%)  3/3 (100%) 3/3 (100%) 

3  1/3 (33%) 1/3 (33%)  2/3 (67%) 3/3 (100%) 

1  0/3 (0%) 0/3 (0%)  1/3 (33%) 0/3 (0%) 

0,3  0/3 (0%) 0/3 (0%)  0/3 (0%) 1/3 (33%) 

Positividade PCR 16/27 (59%)
a
 16/27 (59%)

a
  21/27 (78%)

a
 22/27 (81%)

a
 

Positividade alvo 32/54 (59%)
a’
  43/54 (80%)

b’
 

 

DNA de P. falciparum foi diluído serialmente (2.000 a 0,3 parasitos/µL) e submetido a cada protocolo 
de PCR em triplicata. Os resultados foram expressos como número de amostras positivas em relação 
ao total de replicatas (porcentagem de positivos). Diferentes letras (a’,b’) indicam diferenças entre as 
proporções (p<0,05 pelo Teste Exato de Fisher). Os ensaios de PCR foram definidos como descrito 
na legenda da Figura 7. *Determinado pela microscopia óptica. **Densidade parasitária (µL de 
sangue) estimada conforme a diluição. 

 

 

 Os ensaios de titulação permitiram ainda estabelecer pontos de corte (cut-off) 

para a NR-qPCR. Estes pontos se referem a valores de Cq definidos com base nos 

pontos de maior repetibilidade para as reações da NR-qPCR. Sendo assim, as 

amostras com amplificação até o ciclo 37 (Cq=37) na reação de Pvr47 foram 

consideradas positivas para P. vivax e as amostras com amplificação até o ciclo 38 

(Cq=38) na reação de Pfr364 foram consideradas positivas para P. falciparum. O 

valor de cut-off estabelecido para cada alvo foi utilizado nos ensaios de avaliação do 

protocolo em amostras de campo com malária clínica e subclínica. 
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5.2.2 Detecção de coinfecções por P. vivax e P. falciparum 

Para avaliar a capacidade dos diferentes protocolos e alvos moleculares em 

detectar malária mista por P. vivax e P. falciparum, misturas artificiais foram 

preparadas a partir das amostras de P. vivax e P. falciparum utilizadas nos 

experimentos anteriores (item 5.2.1).  

Fixando-se a concentração de DNA de P. vivax (1.433 parasitos/µL) e 

variando-se a densidade de P. falciparum (1.489 a 0,7 parasitos/µL) na mistura, foi 

possível demonstrar que os protocolos baseados nos alvos não ribossomais (NR-

cPCR e NR-qPCR) foram muito mais eficientes na identificação das duas espécies, 

mesmo quando P. falciparum esteve presente em densidades muito baixas (Tabela 

7). Juntos, os protocolos não ribossomais identificaram 85% (41 de 48) das 

infecções mistas, enquanto os protocolos ribossomais (Nested-PCR e R-qPCR) 

detectaram apenas 31% (15 de 48). Ao comparar a variação intra-alvo, a 

amplificação do gene 18S rRNA pela R-qPCR demonstrou uma tendência a 

amplificar P. vivax em detrimento de P. falciparum, mesmo quando o DNA de P. 

falciparum estava presente na mistura em concentrações relativamente altas (Tabela 

7). 

Fixando-se a concentração de P. falciparum (1.489 parasitos/µL) e variando-

se a densidade de P. vivax (1.433 a 0,7 parasitos/µL), os alvos apresentaram 

desempenho semelhante na detecção da coinfecção até 6 parasitos/µL (Tabela 8). 

Embora não houve diferença estatisticamente significativa entre as positividades 

obtidas para os alvos ribossomais e não ribossomais (69% vs. 83%, p=0,1505), a 

NR-qPCR aqui desenvolvida parece ter apresentado melhor desempenho em 

relação aos protocolos que utilizam o 18S rRNA, já que amplificou ambas as 

espécies em quase todas as replicatas e pontos de diluição avaliados. De fato, o 

protocolo aqui descrito foi o único capaz de detectar consistentemente as infecções 

mistas quando uma das espécies estava presente em proporção cerca de 700 vezes 

inferior à da outra espécie (1.489 vs. 2 parasitos/µL) (Tabela 8). 

 

 



65 

 

TABELA 7: Titulação do DNA de P. falciparum presente em misturas artificiais de P. vivax e P. falciparum por protocolos moleculares 

ribossomais (Nested-PCR e R-qPCR) e não ribossomais (NR-cPCR e NR-qPCR) 
 

 

Densidade parasitária 

(p/µL) 

    Pv           Pf 

18S rRNA  Pvr47/Pfr364 (alvos NR) 

Nested-PCR  R-qPCR  NR-cPCR  NR-qPCR 

#1 #2 #3  #1 #2 #3  #1 #2 #3  #1 #2 #3 

1.433 

1.489 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

   496 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

   165 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

     55 Pv Pv+Pf Pv+Pf  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

     18 Pv+Pf Pv Pv+Pf  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

       6 Pv Pv Pv  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

       2 Pv Pv Pv  Pv Pv Pv  Pv Pv Pv  Pv Pv+Pf Pv+Pf 

       0,7 Pv Pv Pv  Pv Pv Pv  Pv+Pf Pv Pv  Pv+Pf Pv+Pf Pv 

Positividade PCR 13/24 (54%)
b
  2/24 (8%)

a
  19/24 (79%)

b,c
  22/24 (92%)

c
 

Positividade alvo 15/48 (31%)
a’
  41/48 (85%)

b’
 

 

Misturas artificiais contendo P. vivax (Pv) e P. falciparum (Pf) em diferentes proporções foram preparadas de amostras de campo previamente caracterizadas 
pela microscopia óptica. Os resultados são expressos como positivo para P. vivax e P. falciparum (Pv+Pf), positivo para P. vivax (Pv) ou positivo para P. 
falciparum (Pf). Para cada ensaio de PCR, os pontos de diluição foram feitos em triplicata (#1 a #3). Diferentes letras (a-c ou a’,b’) indicam diferenças entre 
as proporções (p<0,05 pelo Teste Exato de Fisher). 
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TABELA 8: Titulação do DNA de P. vivax presente em misturas artificiais de P. vivax e P. falciparum por protocolos moleculares ribossomais 

(Nested-PCR e R-qPCR) e não ribossomais (NR-cPCR e NR-qPCR) 
 

  

Densidade parasitária 

(p/µL) 

    Pf           Pv 

18S rRNA  Pvr47/Pfr364 (NR targets) 

Nested-PCR  R-qPCR  NR-cPCR  NR-qPCR 

#1 #2 #3  #1 #2 #3  #1 #2 #3  #1 #2 #3 

1.489 

1.433 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

   478 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

   159 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

     53 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

     18 Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

       6 Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf  Pv+Pf Pf Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

       2 Pf Pf Pf  Pf Pf Pf  Pf Pf Pf  Pv+Pf Pv+Pf Pv+Pf 

       0,7 Pv+Pf Pf Pf  Pf Pf Pf  Pf Pf Pf  Pv+Pf Pf Pv+Pf 

Positividade PCR 18/24 (75%)
a,b
  15/24 (63%)

a
  17/24 (71%)

a
  23/24 (96%)

b
 

Positividade alvo 33/48 (69%)
a’
  40/48 (83%)

a’
 

 

Misturas artificiais contendo P. vivax (Pv) e P. falciparum (Pf) em diferentes proporções foram preparadas de amostras de campo previamente caracterizadas 
pela microscopia óptica. Os resultados são expressos como positivo para P. vivax e P. falciparum (Pv+Pf), positivo para P. vivax (Pv) ou positivo para P. 
falciparum (Pf). Para cada ensaio de PCR, os pontos de diluição foram feitos em triplicata (#1 a #3). Diferentes letras (a-c ou a’,b’) indicam diferenças entre 
as proporções (p<0,05 pelo Teste Exato de Fisher). 
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5.3 Avaliação dos protocolos de PCR ribossomais e não ribossomais em 

amostras de indivíduos com malária clínica e subclínica 

 

Para comparar o desempenho da NR-qPCR ao de outros protocolos de PCR, 

avaliou-se inicialmente amostras de indivíduos com suspeita clínica de malária. O 

exame microscópico dessas amostras indicou uma positividade de 32% (35 em 110 

indivíduos) (Figura 15A).  

Em comparação aos resultados da microscopia, os ensaios moleculares, 

tanto baseados no 18S rRNA (Nested-PCR e/ou R-qPCR) quanto nos alvos não 

ribossomais (NR-cPCR e/ou NR-qPCR), identificaram uma proporção semelhante de 

infecções (n=39, 35%) (Figura 15A). Além disso, neste grupo de indivíduos a 

amplificação dos diferentes alvos não aumentou a positividade para malária (Figura 

15A, barra à direita; p=1,0 para alvo 18S rRNA vs. ambos os alvos e p=0,89 para 

alvos não ribossomais vs. ambos os alvos). Estes resultados estão de acordo com 

os valores de sensibilidade e especificidade encontrados para cada um dos ensaios 

moleculares, já que nenhuma diferença significativa foi observada (Tabela 9).  

A identificação espécie-específica das infecções detectadas (Figura 15B) 

mostrou o mesmo padrão de positividade, sem diferença significativa entre os 

métodos (MO vs. protocolos moleculares) ou alvos avaliados (ribossomal vs. não 

ribossomais). Com relação às espécies de Plasmodium identificadas, nos pacientes 

com malária sintomática, P. vivax e P. falciparum foram encontrados em proporções 

semelhantes. Apesar disso, cinco de seis infecções mistas identificadas pela 

microscopia óptica (Fig. 15B, em cor laranja) não foram confirmadas por nenhum 

protocolo molecular (todas positivas para P. vivax, em vermelho). 
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Figura 15: Positividade para malária entre indivíduos com suspeita clínica de malária 
(n=110) de acordo com a microscopia óptica (MO) ou protocolos moleculares baseados nos 
alvos ribossomal (18S rRNA) ou não ribossomal (NR). Os resultados foram expressos como 
(A) frequência de positivos de acordo com o alvo amplificado (18S rRNA e/ou Pvr47/Pfr364) 
ou protocolo de PCR (Nested-PCR, R-qPCR, NR-cPCR ou NR-qPCR); p>0,05 para todas as 
comparações realizadas pelo Teste Qui-quadrado; (B) heatmap da positividade por espécie 
para cada protocolo de PCR: azul - negativo; vermelho - P. vivax; amarelo - P. falciparum; e 
laranja - infecção mista por P. vivax e P. falciparum. Os ensaios são indicados nas colunas; 
cada linha corresponde a uma amostra testada (indivíduo) para os diferentes ensaios. 
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TABELA 9: Sensibilidade e especificidade dos diagnósticos moleculares em amostras de 
indivíduos com suspeita clínica de malária (n=110) 
 

Protocolo molecular 
Verdadeiro 
positivo 

Falso* 
positivo 

Verdadeiro 
negativo 

Falso 
negativo 

Sensibili-
dade 

Especifici-
dade 

Nested-PCR 36 0 70 4 90% 100% 

R-qPCR 37 1 70 2 95% 99% 

NR-cPCR  34 0 70 6 85% 100% 

NR-qPCR 36 1 70 3 92% 99% 

A sensibilidade e especificidade dos ensaios foram determinadas como previamente descrito por 
Hofmann et al. (2018). O padrão de referência (verdadeiro positivo) para cada protocolo foi calculado 
através da combinação das detecções de qualquer PCR, excluindo-se o protocolo em avaliação. 
*Falso positivo no sentido que nenhum outro protocolo molecular detectou estas infecções. 

  

 

Com relação ao grupo de indivíduos com provável infecção subclínica, a 

positividade pelo exame microscópico de rotina foi de apenas 7% (21 de 324) 

(Figura 16A). Contudo, nesta população, o diagnóstico molecular aumentou a 

detecção de malária subclínica de três a quatro vezes em relação ao diagnóstico 

parasitológico. Basicamente, enquanto os protocolos moleculares identificaram 92 

(28%) infecções subclínicas, apenas 21 (7%) foram identificadas pela microscopia 

óptica (p<0,0001, Figura 16), indicando que 71 das 92 (77%) infecções foram 

perdidas pelo exame de rotina. Foi possível observar, porém, que não houve 

diferença estatisticamente significativa entre a amplificação dos alvos ribossomais e 

não ribossomais; 72 (22%) infecções foram detectadas pelo gene 18S rRNA e 89 

(27%) pela amplificação dos alvos não ribossomais (Figura 16A). Apesar disso, a 

sensibilidade dos protocolos de PCR utilizados variou significativamente neste 

grupo, incluindo baixa sensibilidade para os protocolos de PCR convencional 

(Nested-PCR e NR-cPCR) (Tabela 10), o que refletiu em um número considerável de 

resultados discordantes (79 de 324, 24%) entre os protocolos (Anexo V). Uma 

quantidade significativa de infecções submicroscópicas foi identificada apenas pelos 

protocolos de PCR em tempo real, ou seja, a R-qPCR baseada no 18S rRNA e a 

NR-qPCR baseada nas sequências de Pvr47/Pfr364, sendo, portanto, a maioria das 

infecções identificada tanto pelo alvo ribossomal quanto pelos alvos não ribossomais 

(Figura 16A, barra à direita; p=0,09 para alvo 18S rRNA vs. ambos os alvos e p=0,86 

para alvos não ribossomais vs. ambos os alvos).  

Os resultados de identificação espécie-específica demonstraram uma alta 

proporção de P. vivax em comparação a P. falciparum, além de infecções mistas 

detectadas apenas pelos protocolos moleculares (Figura 16B). Embora, no geral, os 
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ensaios de PCR em tempo real (R-qPCR e NR-qPCR) tenham apresentado melhor 

desempenho em relação aos protocolos de PCR convencionais (NRc-PCR e 

Nested-PCR), os resultados confirmaram os ganhos obtidos com a NR-qPCR na 

detecção de infecções subclínicas por malária (Figura 16B).  
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Figura 16: Positividade para malária entre indivíduos com suspeita de malária subclínica 
(n=324) de acordo com a microscopia óptica (MO) ou protocolos moleculares baseados nos 
alvos ribossomal (18S rRNA) ou não ribossomal (NR). Os resultados foram expressos como 
(A) frequência de positivos de acordo com o alvo amplificado (18S rRNA e/ou Pvr47/Pfr364) 
ou protocolo de PCR (Nested-PCR, R-qPCR, NR-cPCR ou NR-qPCR); diferentes letras (a,b) 
indicam diferenças entre proporções (p<0,05 pelo Teste Exato de Fisher); (B) heatmap da 
positividade por espécie para cada protocolo de PCR: azul - negativo; vermelho - P. vivax; 
amarelo - P. falciparum; e laranja - infecção mista por P. vivax e P. falciparum. Os ensaios 
são indicados nas colunas; cada linha corresponde a uma amostra testada (indivíduo) para 
os diferentes ensaios. 
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TABELA 10: Sensibilidade e especificidade dos diagnósticos moleculares em amostras de 
indivíduos com suspeita de malária subclínica (n=324) 
 

Protocolo molecular 
Verdadeiro 
positivo 

Falso* 
positivo 

Verdadeiro 
negativo 

Falso 
negativo 

Sensibili-
dade 

Especifici-
dade 

Nested-PCR 16 1 232 75 18% 100% 

R-qPCR 67 2 232 23 74% 99% 

NR-cPCR  42 0 232 50 46% 100% 

NR-qPCR 72 17 232 3 96% 93% 

A sensibilidade e especificidade dos ensaios foram determinadas como previamente descrito por 
Hofmann et al. (2018). O padrão de referência (verdadeiro positivo) para cada protocolo foi calculado 
através da combinação das detecções de qualquer PCR, excluindo-se o protocolo em avaliação. 
*Falso positivo considerando que nenhum outro protocolo molecular detectou estas infecções.  

 

 

Considerando-se apenas as infecções submicroscópicas identificadas por 

qualquer protocolo de PCR (73 de 92), o diagrama de Venn demonstrou uma alta 

proporção de infecções (18%, 13 de 73) identificadas apenas pela NR-qPCR (Figura 

17). No que diz respeito aos alvos moleculares, 96% (70 de 73) das infecções 

submicroscópicas foram detectadas pelos protocolos que utilizam as sequências não 

ribossomais Pvr47/Pfr364, enquanto 78% (n=57) foram detectadas pelos protocolos 

baseados no 18S rRNA (p=0,0024). 

 

 

 

FIGURA 17: Diagrama de Venn de infecções submicroscópicas por malária (n=73), 
identificadas por cada protocolo molecular baseado nos alvos ribossomal (Nested-PCR e R-
qPCR) e não-ribossomais (NR-cPCR e NR-qPCR). Os resultados são mostrados em 
número de positivos (%). 
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6 DISCUSSÃO  

 

 

6.1 Protocolos moleculares ribossomais e não ribossomais em infecção única 

e mista por P. vivax e P. falciparum  

 

Atualmente, diferentes protocolos de amplificação têm sido descritos para o 

diagnóstico molecular da malária humana, a maioria apresentados como capazes de 

detectar baixas densidades parasitárias por diferentes espécies de Plasmodium. 

Contudo, os limites de detecção pré-estabelecidos por grande parte destes 

protocolos apresentam limitações. Em parte, porque os limites de detecção foram 

estabelecidos a partir da titulação de DNA plasmidial ou DNA de parasitos cultivados 

(no caso de P. falciparum), o que pode ter levado a uma superestimação, já que 

estas são amostras que aplificam com mais facilidade quando comparadas a 

amostras de campo (Camargos-Costa et al., 2014). Outro fator limitante é que 

muitos protocolos têm sido validados utilizando-se apenas amostras de pacientes 

com malária sintomática, que, em geral, apresentam elevadas parasitemias 

(Rougemount et al., 2004; Mangold et al., 2005; Polley et al., 2010; Patel et al., 2013; 

Lefterova et al., 2015; Hashimoto et al., 2018). Ressalta-se ainda que muitos destes 

estudos foram realizados em áreas endêmicas onde a transmissão de malária é 

relativamente estável, como a Papua Nova Guiné, Oceania (Hofmann et al., 2018). 

Assim, os dados encontrados para aquelas regiões podem não ser aplicados à 

Amazônia brasileira, onde a transmissão é instável. 

No presente estudo, foi possível estabelecer com sucesso um protocolo de 

PCR não ribossomal (NR-qPCR) baseado nas sequências multicópias Pvr47 e 

Pfr364 de P. vivax e P. falciparum, respectivamente. Os ensaios de titulação, tanto 

de DNA plasmidial quanto de amostras de campo, revelaram que a NR-qPCR foi 

capaz de detectar acuradamente as infecções únicas e mistas por P. vivax e P. 

falciparum, gerando resultados reprodutíveis mesmo em baixas densidades 

parasitárias (1-3 parasitos/µL sangue). Além disso, o protocolo se mostrou 

específico, uma vez que não apresentou reação cruzada com diferentes espécies de 

Plasmodium ou com DNA humano.  
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É importante ressaltar que, em situações de infecção única por P. falciparum, 

os experimentos de titulação demonstraram que o alvo Pfr364 foi mais adequado 

para a detecção das infecções do que o 18S rRNA. Isto se deve, provavelmente, ao 

grande número de cópias deste alvo no genoma de P. falciparum, o que resultou em 

maior sensibilidade dos protocolos não ribossomais em relação aos ribossomais. De 

relevância, os iniciadores aqui desenhados para Pfr364/NR-qPCR contemplaram 

praticamente toda a subfamília 1 do alvo, incluindo aproximadamente 22 cópias. 

Esta maior sensibilidade da sequência não ribossomal para detectar infecção por P. 

falciparum tem importância clínica, já que esta é a espécie mais patogênica e que 

pode levar à morte se não diagnosticada e tratada precocemente (WHO, 2018).   

No geral, os ensaios de titulação das amostras de campo demonstraram que 

a principal vantagem da NR-qPCR em relação aos outros protocolos avaliados 

(ribossomais e não ribossomal) foi a identificação de infecções mistas, sendo este o 

único protocolo capaz de detectar consistentemente as duas espécies mesmo com 

uma diferença de concentração de 240 a 700 vezes entre elas.  

Na prática clínica, as infecções por mais de uma espécie de plasmódio são 

frequentemente negligenciadas. No entanto, embora a detecção de infecções mistas 

seja baixa pela microscopia de rotina (<2%), os métodos de PCR têm mostrado que 

as frequências destas infecções podem ser bem mais elevadas, podendo chegar a 

55-65% das infecções em uma determinada área (Mayxay et al., 2004). Estudos 

longitudinais para estabelecimento de critério de cura em pacientes tratados e não 

re-expostos à transmissão demonstraram que o tratamento de uma infecção única 

por plasmódio pode resultar frequentemente no aparecimento tardio da outra 

espécie (Mayxay et al., 2001). Isto é relevante não só para as medidas de controle e 

vigilância de malária em uma área, mas também para a abordagem terapêutica, uma 

vez que o tratamento é espécie-específico. Assim, um diagnóstico incorreto pode 

favorecer a transmissão da espécie que foi neglicenciada, bem como resultar em 

doença clínica após tratamento específico (Okell et al., 2012; Wampfler et al., 2013; 

Nguyen et al., 2018). 

Considerando-se, portanto, a importância de se identificar casos de infecção 

mista oportunamente, um resultado relevante aqui obtido foi a incapacidade da R-

qPCR (alvo 18S rRNA) em detectar o DNA de P. falciparum em situação de 

coinfecção com P. vivax. O uso de apenas um par de iniciadores para ambas as 
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espécies pode ter sido um fator determinante para a falha de identificação das 

coinfecções, já que os iniciadores podem competir pelo DNA alvo na reação de 

PCR, favorecendo a amplificação de P. vivax. Nesse sentido, o estudo original da R-

qPCR (Rougemont et al., 2004) relatou uma situação de competição de iniciadores 

em misturas com plasmídeos de P. falciparum e P. malariae, favorecendo a 

amplificação de P. falciparum devido ao menor tamanho do seu amplicon (159 pb vs. 

165 pb). Esta parece ser uma limitação relevante para a aplicação deste protocolo 

em amostras de campo, especialmente em áreas com alta prevalência de duas ou 

mais espécies de Plasmodium. Em conjunto, os resultados apresentados sugerem 

que o protocolo NR-qPCR aqui desenvolvido é promissor para detectar infecções 

mistas.  

 

 

6.2 Alvos não ribossomais para o diagnóstico de malária em indivíduos com 

suspeita de malária clínica e subclínica 

 

Nos últimos anos, as análises moleculares têm evidenciado lacunas entre os 

dados epidemiológicos e a real prevalência das infecções por Plasmodium, muitas 

vezes subestimadas devido às baixas parasitemias no indivíduo infectado e 

consequente falha de diagnóstico pelos métodos de rotina (Proux et al., 2011; 

Golassa et al., 2013). Por outro lado, protocolos moleculares pouco sensíveis e 

reprodutíveis também podem ocultar parasitemias e coinfecções subpatentes, 

contribuindo para a manutenção da doença em muitas áreas (Camargos-Costa et 

al., 2014; Vincent et al., 2017). 

Os resultados obtidos nos ensaios de PCR com amostras provenientes de 

indivíduos com suspeita clínica de malária demonstraram que não houve diferença 

significativa entre os alvos ribossomal e não ribossomal, bem como entre os 

protocolos moleculares utilizados, para detecção das infecções por P. vivax e P. 

falciparum. De fato, neste grupo com malária clínica, os valores de sensibilidade e 

especificidade obtidos para cada protocolo molecular foram semelhantes. Estes 

resultados eram esperados uma vez que indivíduos sintomáticos apresentam, 

geralmente, maior concentração de parasitos no sangue periférico, sendo as 
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infecções maláricas mais facilmente detectadas, tanto por métodos moleculares 

quanto pela microscopia de rotina (Zimmerman & Howes, 2015).  

Embora não houve diferença entre a microscopia e os protocolos de PCR na 

identificação da malária clínica, os dados aqui apresentados mostram um grande 

número de infecções submicroscópicas circulando na população residente na área 

endêmica estudada (cerca de 70% das infecções). Este estudo mostrou ainda que a 

maior parte das infecções subclínicas foi causada por P. vivax, espécie mais 

comumente responsável pela malária na região amazônica (Oliveira-Ferreira et al., 

2010; Kano et al., 2012; Souza-Silva et al., 2014; Sampaio et al., 2015). Estes 

resultados confirmam os achados de estudos recentes que também demostraram 

altas taxas de infecções submicroscópicas por P. vivax em diferentes cenários de 

transmissão, particularmente em áreas consideradas de baixa transmissão (Cheng 

et al., 2015; Moreira et al., 2015; Almeida et al., 2018; Gruenberg et al., 2018). 

Embora a razão para essa alta taxa de infecções assintomáticas por P. vivax seja 

desconhecida, é provável que esteja associada à biologia deste parasito, que inclui 

uma rápida aquisição de imunidade em comparação com a infecção causada por P. 

falciparum, levando ao controle da parasitemia e manutenção da carga parasitária 

em nível submicroscópico (Adams e Mueller, 2017). 

Os resultados aqui apresentados permitiram demonstrar ainda que a 

detecção simultânea de alvos ribossomais e não ribossomais não aumentou as 

chances de se detectar infecções subclínicas. Apesar disso, a amplificação dos 

alvos Pvr47/Pfr364 foi mais eficiente que a amplificação do gene 18S rRNA na 

identificação de infecções submicroscópicas. A maior sensibilidade da NR-qPCR em 

identificar uma prevalência mais realística de infecção malárica na área de estudo é 

relevante, particularmente, para os programas de vigilância epidemiológica da 

doença na Amazônia. Isto porque a correta identificação dos indivíduos portadores 

de malária subclínica, que podem constituir fonte importante de infecção para o 

mosquito vetor, representa um dos grandes obstáculos para o controle e a 

eliminação da malária nas Américas (Recht et al., 2017; Ferreira & Castro, 2016). 

Além disso, há uma tendência atual para que os portadores de malária subclínica e 

submicroscópica sejam tratados, visando a interrupção completa do ciclo de 

transmissão da doença (Cheng et al., 2015). 
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 Embora os ensaios de titulação in vitro tenham demonstrado que a NR-qPCR 

é promissora para a detecção de infecção mista, estes resultados não puderam ser 

confirmados em amostras de campo com malária subclínica, já que a maioria das 

infecções submicroscópicas foi causada por P. vivax. Além de P. vivax ser o parasito 

predominante na área de estudo (Kano et al., 2012; Kano et al., 2016), o progresso 

alcançado na redução do número de casos de P. falciparum nos últimos anos fez 

com que este parasito seja, atualmente, encontrado em baixos índices (Siqueira et 

al., 2016). Apesar disso, a malária por P. falciparum tem ressurgido em áreas onde 

antes foi controlada e evidências recentes sugerem que a frequência destas 

infecções pode ser muito maior do que o esperado (Singh et al., 2017), inclusive na 

região amazônica (Camargo et al., 2018). Nesse sentido, faz-se necessário ampliar 

este estudo para áreas onde coexista a transmissão de P. vivax e P. falciparum, 

incluindo áreas onde há atualmente risco de re-emergência de P. falciparum, como é 

o caso das áreas de fronteiras da Amazônia com países vizinhos, como a 

Venezuela, onde a crise política e humanitária tem limitado as ações de controle e 

vigilância da doença (Hotez et al., 2017; Grillet et al., 2018).   

 Em conjunto, os resultados apresentados demonstram que a NR-qPCR aqui 

desenvolvida é promissora para o diagnóstico de malária clínica e subclínica, 

incluindo infecções subpatentes e mistas por P. vivax e P. falciparum. Entretanto, 

mais estudos fazem-se necessários para avaliar o desempenho do protocolo em 

áreas onde haja co-circulação destas espécies.   
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7 CONCLUSÕES  

 

 

Na população estudada, o presente estudo permitiu demonstrar que: 

 

1) O protocolo NR-qPCR aqui desenvolvido é eficaz para o diagnóstico espécie-

específico de malária por P. vivax e P. falciparum, sendo recomendado para 

áreas com alta prevalência de infecções assintomáticas, submicroscópicas e 

mistas; 

    

2) A utilização simultânea de alvos ribossomais (18S rRNA) e não ribossomais 

(Pvr47/Pfr364) para o diagnóstico molecular de malária por P. vivax e P. 

falciparum não aumenta as chances de se detectar infecções submicroscópicas;  

 

3) O alvo não ribossomal Pfr364 se mostrou mais adequado do que o gene 18S 

rRNA para detectar infecções por P. falciparum, incluindo aquelas onde existe 

coinfecção com P. vivax; 

 

4) O desempenho dos protocolos moleculares (ribossomal e não ribossomal) é 

semelhante ao da microscopia óptica nos casos de malária sintomática por P. 

vivax ou P. falciparum; entretanto, em casos de infecção mista, há discordância 

entre os métodos. 
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ANEXOS 

 

Anexo I  

Técnicas mais frequentemente utilizadas no diagnóstico da malária humana 
 Técnicas utilizadas no diagnóstico de malária 

 Microscopia 
Óptica 

Testes Rápidos 

(imunocromatográficos) 

Ensaio Molecular 

(PCR) 

Vantagens 

� Baixo custo 

� Permite estimar 

a densidade 

parasitária 

� Permite o 

monitoramento 

da resposta ao 

tratamento 

� Baixo custo 

� Fácil manuseio e 

transporte 

� Resultados rápidos 

� Alta sensibilidade e 

especificidade  

(<5 p/µl) 

� Permite a detecção 

de coinfecções 

� Permite análise 

quantitativa de 

DNA/RNA na 

amostra (carga 

parasitária) 

Desvantagens 

� Difícil leitura de 

lâminas (requer 

microscopistas 

experientes) 

� Baixa 

sensibilidade  

(20-100 p/µl) 

� Casos 

frequentes de 

erros em 

infecções mistas 

� A maioria distingue 

apenas infecção por  

P. falciparum 

� Não contempla 

coinfecções 

� Baixa sensibilidade  

(>100 p/µl) 

� Não determina a 

parasitemia 

� Há possibilidade de falso-

positivos e falso-negativos 

� Custo elevado 
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Anexo II 

Documento de aprovação do Comitê de Ética em Pesquisa com seres humanos do 

Instituto René Rachou, FIOCRUZ-Minas (protocolo N° 358.698/2013). 
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Anexo III 

Documento de prorrogação da pesquisa pelo Comitê de Ética em Pesquisa com 

seres humanos do Instituto René Rachou, FIOCRUZ-Minas (parecer N° 1.821.955). 
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Anexo IV 

Protocolo da NR-qPCR 

Protocolo da NR-qPCR 

Alvos Pvr47 Pfr364 

Condições da reação de PCR  

Volume final 10 µL 10 µL 

DNA template 2 µL 2 µL 

Iniciadores (forward / reverse) 50 nM / 900 nM 900 nM / 300 nM 

Sonda 250 nM 150 nM 

Taqman Universal PCR Master  
Mix 2X (Applied Biosystems) 5 µL 5 µL 

Condições de ciclagem da PCR  

Passo inicial 
50°C – 2 min 

95°C – 10 min 
   

 

Desnaturação, anelamento  
e extensão 

95°C – 15 seg 

52°C – 1 min 

60°C – 1 min 
   

 

Número de ciclos 40 

Plataforma 
ViiA 7 Real-Time PCR System  

(Applied Biosystems) 
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Anexo V 

 

Resultados discordantes entre os protocolos de diagnóstico molecular nas amostras 
de indivíduos com malária subclínica (n=79) 
 

Amostra 
 18S rRNA  Pvr47/Pfr364 Positividade e 

concordância espécie, 
n/total (%) 

 
Nested-PCR qPCR  NR-cPCR NR-qPCR 

RP0259  P. vivax P. vivax  P. vivax Pv+Pf 4/4 (100%)* 

   n=1        

RP0001  Neg P. falciparum  P. falciparum P. falciparum 3/4 (75%) 
RP0019  Neg P. falciparum  P. falciparum P. falciparum 3/4 (75%) 
RP0026  Neg Pv+Pf  P. falciparum Pv+Pf 3/4 (75%)* 
RP0281  Neg P. falciparum  Pv+Pf P. falciparum 3/4 (75%)* 
RP245C  Neg P. falciparum  P. falciparum P. falciparum 3/4 (75%) 
RP273C  Neg P. falciparum  P. falciparum P. falciparum 3/4 (75%) 
RP600C  Neg P. falciparum  P. falciparum P. falciparum 3/4 (75%) 
RP602C  Neg P. falciparum  Pv+Pf Pv+Pf 3/4 (75%)* 
RP0007  Neg Pv+Pf  Pv+Pf Pv+Pf 3/4 (75%) 
RP0008  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP0059  Neg P. vivax  P. vivax Pv+Pf 3/4 (75%)* 
RP0108  Neg Pv+Pf  P. vivax Pv+Pf 3/4 (75%)* 
RP0110  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP0120  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP0258  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP0279  Neg P. vivax  P. vivax Pv+Pf 3/4 (75%)* 
RP0324  P. vivax P. vivax  Neg P. vivax 3/4 (75%) 
RP0570  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP239B  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP553B  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP574B  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP333C  P. vivax P. vivax  Neg P. vivax 3/4 (75%) 
RP553C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP573C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP606C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP607C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP623C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP729C  Neg P. vivax  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 
RP283D  P. vivax Neg  P. vivax P. vivax 3/4 (75%) 

   n=29        

RP0009  Neg Neg  P. falciparum Pv+Pf 2/4 (50%)* 
RP0022  Neg P. falciparum  Neg P. falciparum 2/4 (50%) 
RP0077  Neg P. falciparum  Neg P. falciparum 2/4 (50%) 
RP0085  Neg Pv+Pf  Neg Pv+Pf 2/4 (50%) 
RP0116  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0155  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0270  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0290  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0317  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0318  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0319  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0321  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP0430  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP237B  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP285B  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP420B  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP545B  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP573B  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP598B   Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP251C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP284C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP308C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP420C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
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Continuação - Anexo V  

 

Neg=resultado negativo para Plasmodium; Pv+Pf=detecção de P. vivax e P. falciparum. Os 
resultados foram expressos como número de positives em relação ao total testado (porcentagem de 
positivos). Os asteriscos se referem a protocolos que concordaram em pelo menos uma espécie de 
Plasmodium. 

 

 

 

Amostra 
 18S rRNA  Pvr47/Pfr364 Positividade e 

concordância espécie, 
n/total (%) 

 
Nested-PCR qPCR  NR-cPCR NR-qPCR 

RP493C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP523C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP550C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP574C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP639C  Neg P. vivax  Neg P. vivax 2/4 (50%) 
RP581D  P. vivax Neg  Neg P. vivax 2/4 (50%) 

   n=29        

RP623E  P. falciparum Neg  Neg Neg 1/4 (25%) 
RP0322  Neg P. vivax  Neg Neg 1/4 (25%) 
RP241C  Neg P. vivax  Neg Neg 1/4 (25%) 
RP0016  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP0278  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP0309  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP0405  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP245B  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP550B  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP555B  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP218C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP253C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP277C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP285C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP555C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP571C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP598C  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP553D  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP506E  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 
RP582E  Neg Neg  Neg P. vivax 1/4 (25%) 

   n=20        


