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RESUMO 

A malária é uma doença febril aguda causada por protozoários do gênero 

Plasmodium. O diagnóstico padrão-ouro é a microscopia óptica (MO), sendo também 

utilizados os testes rápidos de diagnóstico (RDT). Porém, tais métodos possuem baixo 

limite de detecção, cerca de 50 parasitos/μL na MO e 100 parasitos/μL no RDT. O 

diagnóstico com alvos moleculares e metodologias mais sensíveis é capaz de 

identificar as infecções com baixa densidade parasitária, mesmo em amostras não 

convencionais como a saliva. Outro fator crítico no diagnóstico de malária é a 

presença de isolados com deleção do gene que codifica a PfHRP2, proteína presente 

na maioria dos RDTs. Para suplementar essas limitações do diagnóstico da malária, 

este estudo teve como objetivo identificar o perfil de deleção e variabilidade do gene 

pfhrp2, assim como avaliar a performance de dois métodos moleculares, a PCR em 

tempo real (qPCR) e Droplet Digital PCR (ddPCR), na detecção de DNA do parasito 

obtido de amostras de sangue, saliva e swab de indivíduos expostos à malária. Uma 

proporção de 0% a 14,6% de amostras pfhrp2 negativas foi observada nas regiões 

analisadas, sendo que apenas 1 amostra com deleção de pfhrp2 foi negativa no teste 

com o RDT. Foram identificados 10 padrões da sequência de PfHRP2, exclusivos de 

cada região. As taxas de detecção da qPCR e ddPCR foram similares para amostras 

de sangue, 96 e 98,7%, e saliva, 72,4 e 75%, respectivamente. Porém, a ddPCR foi 

capaz de detectar 16% a mais de infecções no swab. Ainda assim, a concordância 

entre as duas técnicas em relação às amostras de swab foi baixa. Uma alta proporção 

de infecções mistas foi detectada no sangue e saliva. Este projeto se torna relevante 

na padronização de protocolos moleculares sensíveis a baixas parasitemias, 

utilizando fontes alternativas para obtenção de DNA, assim como no monitoramento 

das taxas de deleção e variabilidade do gene pfhrp2, fator importante na sensibilidade 

dos RDT utilizados no sistema de saúde. 

 

PALAVRAS-CHAVE: malária; diagnóstico molecular; droplet digital PCR; saliva; 

variabilidade gênica; RDT 
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ABSTRACT 

Malaria is an acute febrile disease caused by the protozoan of the genus Plasmodium. 

The gold standard malaria diagnosis is the light microscopy (LM), also being used the 

rapid diagnostic tests (RDT). However, such methods have a low limit of detection, 

around 50 parasites/μL in LM and 100 parasites/μL in RDT. The diagnosis using 

molecular targets and more sensitive methodologies is capable of identification of low 

parasite density infections, even in non-conventional samples, as saliva. Another 

critical factor in malaria diagnosis is the presence of isolates harboring the deletion of 

the gene that encodes the PfHRP2, protein present in most of RDTs. To supplement 

the limitations of malaria diagnosis, this study had as objective identify the deletion and 

variability profile of pfhrp2 gene, as well as evaluate the performance of two molecular 

methods, Real-time PCR (qPCR) and Droplet Digital PCR (ddPCR), in detection of 

parasite DNA obtained from blood, saliva and buccal swab samples of individuals 

exposed to malaria. A proportion of 0% to 14,6% of pfhrp2 negatives samples was 

observed in all regions analyzed, where only 1 sample with pfhrp2 deletion was RDT 

negative. Ten PfHRP2 patterns were identified, exclusive in each region. The qPCR 

and ddPCR detection rates were similar to blood samples, 96 and 98,7%, and saliva, 

72,4 and 75%, respectively. However, the ddPCR was capable of detection of 16% 

more infections in buccal swab samples. Nevertheless, the concordance between the 

two methods and the buccal swab samples was low. A high proportion of mixed 

infections was detected in blood and saliva. This study becomes relevant in the 

standardization of sensitive molecular protocols to low parasitemias, using alternative 

sources to obtain DNA, as well as in surveillance of pfhrp2 deletion and variability rates, 

crucial factor in RDT sensibility. 

Keywords: malaria; molecular diagnosis; droplet digital PCR; saliva; genetic 

variability; RDT 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Características gerais da malária  

A malária é a doença parasitária de maior letalidade, prevalente em diversas 

regiões tropicais e subtropicais do mundo. Segundo dados da Organização Mundial 

da Saúde (OMS), em 2019 foram estimados cerca de 229 milhões de casos ao redor 

do mundo, resultando em 409.000 mortes (WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2020). 

A malária é causada por parasitos do gênero Plasmodium, sendo cinco espécies 

causadoras da doença no humano: Plasmodium falciparum, Plasmodium vivax, 

Plasmodium malariae, Plasmodium ovale e Plasmodium knowlesi, transmitidos pela 

picada da fêmea do mosquito vetor do gênero Anopheles spp. (WORLD HEALTH 

ORGANIZATION, 2015). 

Plasmodium falciparum e P. vivax são responsáveis por mais de 95% dos casos 

de malária humana. Plasmodium falciparum é a espécie mais prevalente no continente 

Africano, além de ser responsável pelo maior número de casos e por grande parte dos 

casos graves da doença e óbitos de malária, enquanto P. vivax é a espécie mais 

prevalente fora deste continente (Figura 1). Nas Américas e na Ásia, as infecções por 

P. vivax correspondem a 74,1% dos casos reportados (BATTLE et al., 2019; WEISS 

et al., 2019; WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2018). Ainda assim, o número de 

casos de malária vem diminuindo em diferentes regiões do mundo, resultado da 

adoção de métodos de diagnóstico eficazes, tratamento eficiente dos pacientes e o 

uso de mosquiteiros (WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2020). Entretanto, existem 

desafios no combate à malária como a diminuição dos financiamentos para o combate 

à doença em países endêmicos, a contínua emergência de parasitos resistentes aos 

antimaláricos e a resistência dos mosquitos vetores aos inseticidas (WORLD HEALTH 

ORGANIZATION, 2018). 
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Figura 1. Incidência das espécies de Plasmodium no mundo. Incidência de casos de (A) P. falciparum e abaixo, os casos de (B) P. vivax, ambos em uma 
escala de 1.000 pessoas por ano. The Malaria Atlas Project, 2021. 

 

 

Disponível em: https://malariaatlas.org. Acesso em 19/07/2021.

A 

B 

https://malariaatlas.org/
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Atualmente não existe uma vacina para prevenção da malária, 

consequentemente, seu tratamento e profilaxia são feitos por meio das drogas 

antimaláricas. Entretanto, um dos maiores desafios no controle da doença é o 

desenvolvimento da resistência aos antimaláricos pelo Plasmodium, sendo presente 

em praticamente todas as áreas endêmica. No Brasil, a resistência em P. falciparum 

já foi descrita para diversos antimaláricos já utilizados em esquemas de tratamento 

recomendados pelo Ministério da Saúde (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020a). 

A utilização da terapia baseada nos derivados da artemisinina é o tratamento 

preconizado atualmente pela OMS, consistindo na primeira linha terapêutica para 

malária por P. falciparum em todas as áreas endêmicas do mundo (GAMA et al., 

2011). Entretanto, indícios de resistência a este tratamento já foram relatados em 

diferentes países asiáticos (DONDORP et al., 2017; MENARD; DONDORP, 2017). 

Para P. vivax, o tratamento com cloroquina juntamente com primaquina ainda é eficaz. 

Nos últimos anos, relatos de resistência à cloroquina por P. vivax aumentaram, mas a 

compreensão de seus mecanismos é dificultada devido à falta de marcadores de 

resistência robustos, dificuldade do estudo molecular desta espécie, devido à 

dificuldade da manutenção de um cultivo contínuo,  e a possibilidade de recidiva da 

doença devido a formas latentes do parasito no fígado, os hipnozoítos (CHEHUAN et 

al., 2013; DE SANTANA FILHO et al., 2007; MARQUES et al., 2014). 

Além da resistência aos antimaláricos, a presença dos hipnozoítos nas infecções 

de P. vivax também torna seu controle um desafio. Isso porque essas formas do 

parasito tornam os indivíduos infectados potenciais reservatórios da doença para os 

mosquitos vetores e contribuem para um maior tempo de infecção, mesmo com a 

administração dos medicamentos específicos (GETHING et al., 2012). O mesmo se 

dá pela sua capacidade de produzir gametócitos (forma infectante do parasito para o 

mosquito) precocemente, mesmo antes do tratamento ser iniciado, possibilitando a 

infecção de mosquitos vetores (HOWES et al., 2016).  

Um grande desafio no diagnóstico da malária é a presença de infecções 

assintomáticas subpatentes, caracterizadas pela presença de formas sexuais e 

assexuais em baixas parasitemias, e a ausência dos sintomas clínicos da doença. 

Estas infecções podem ocorrer pela aquisição de imunidade ao Plasmodium, 

geralmente em residentes de áreas endêmicas, com níveis diferentes entre crianças 
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e adultos ou como parasitemia residual ou recrudescente após um tratamento mal 

sucedido (BOUSEMA et al., 2014; LINDBLADE et al., 2013; OKELL et al., 2012).  

De forma geral, as infecções por P. vivax são mais frequentemente caracterizadas 

como assintomáticas. Estudos realizados nas Ilhas Salomão e no Brasil evidenciaram 

uma frequência de assintomáticos igual a 97% e 93%, respectivamente, em infecções 

por P. vivax (ALVES et al., 2002; HARRIS et al., 2010). Porém, P. falciparum também 

pode apresentar uma frequência elevada de casos assintomáticos com parasitemias 

subpatentes, como demonstrado no estudo de Hoyer e colaboradores (2012), onde 

92% dos casos eram assintomáticos quando comparado com P. vivax (83%) (HOYER 

et al., 2012). 

Eventualmente, infecções assintomáticas podem se tornar sintomáticas. Porém, 

os pacientes assintomáticos podem persistir por um longo período de tempo, tendo 

sido relatada persistência por décadas da infecção assintomática por P. malariae em 

imigrantes fora de área endêmica (BERECZKY et al., 2004; FRADEJAS et al., 2019; 

MAGESA et al., 2002; VINETZ et al., 1998). Identificar estes indivíduos é de suma 

importância para o controle da malária, uma vez que servem como reservatórios do 

Plasmodium, permitindo a manutenção da doença. A densidade dos gametócitos têm 

papel importante na determinação da infectividade do mosquito transmissor durante 

seu repasto sanguíneo e diferentes estudos já demonstraram que mesmo densidades 

baixas como 5 gametócitos/µL são capazes de infectar os vetores (ALVAR et al., 2020; 

ALVES et al., 2006; BOUSEMA et al., 2012; SCHNEIDER et al., 2007; WHITE, 2008). 

Em uma infecção subpatente, espera-se uma densidade similar a esta, cuja 

microscopia óptica (MO) e os testes rápidos de diagnóstico (Rapid Diagnostics Tests 

– RDTs) não são capazes de detectar (KAVANAUGH; AZZAM; ROCKABRAND, 

2021).  

O diagnóstico realizado em áreas endêmicas ou em estudos de campo é feito 

através da MO e RDT, técnicas que possuem baixo limite de detecção. Uma revisão 

da literatura publicada por Okell e colaboradores reportou uma falha de 50,8% na 

detecção de infecção por Plasmodium pela microscopia, quando comparado aos 

métodos moleculares, sendo essa diferença ainda maior em regiões de baixa 

transmissão (OKELL et al., 2009). Esta falha na detecção de pacientes assintomáticos 

é também esperada para os RDTs. Uma vez que é importante a identificação destes 
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casos, uma ferramenta sensível capaz de diagnosticar e quantificar o parasito é 

necessária.  

1.2 Malária no Brasil 

No Brasil, as principais espécies de Plasmodium que causam a doença no homem 

são P. vivax, P. falciparum e P. malariae. Em 2020, 140.974 casos foram registrados 

no Brasil, sendo 22.182 (15,8% do total de casos) de casos de P. falciparum, 

representando um aumento de 32,6% em relação a 2019, e 118.651 (84,2% do total 

de casos) casos de P. vivax, uma redução de 13,2% em relação ao ano anterior 

(BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021). 

No início dos anos 2000, o país contava com aproximadamente 637 mil casos de 

malária, sendo o maior registro de casos no Brasil desde os anos 60, número que foi 

reduzido para cerca de 142 mil casos em 2015, graças ao programa Roll Back Malaria 

Initiative junto a esforços do governo federal brasileiro e iniciativas locais (Figura 2) 

(SIQUEIRA et al., 2016). Porém, mesmo com a diminuição dos casos, ainda há 

constante transmissão da malária na região da Amazônia devido à falta de condições 

sanitárias apropriadas e uma situação socioeconômica e política instável.  

Figura 2. Número de casos de malária no Brasil no período de 1960-2015. As barras vermelhas se 

referem ao número total de casos e as barras em azul aos casos de P. vivax, correspondente ao eixo 

Y à esquerda do gráfico. A linha de tendência azul escura se refere à razão P. falciparum:P. vivax, eixo 

Y à direita do gráfico. 

 

Fonte: Siqueira et al., 2016. 

Aproximadamente 0,5% dos casos de malária registrados no Brasil são oriundos 

da região extra-amazônica. Destes, 80% são importados de estados da área 
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endêmica (376 casos, 50,9% dos casos importados), ou importados de outros países 

da África, países asiáticos e sul-americanos (363 casos, 49,1%) (PINA-COSTA et al., 

2014; SIQUEIRA et al., 2016). Tais números são consequência da baixa incidência de 

malária nessas regiões, o que dificulta o diagnóstico da doença devido à falta de 

profissionais treinados e estrutura adequada para a detecção de malária. É importante 

salientar que, em 2019, 4.117 casos de malária importados de outros países foram 

registrados, principalmente de países da América do Sul, como a Venezuela com 

2.658 casos (64,6%), Guiana Inglesa com 655 casos (15,9%) e Guiana Francesa com 

236 casos (5,7%). De janeiro a junho de 2020, 1.049 casos importados de outros 

países já haviam sido reportados, com maior ocorrência nos estados de Roraima e 

Amazonas com 60,7% e 14,3% do total de casos, respectivamente (BRASIL. 

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020b).  

Os estados de São Paulo, Rio de Janeiro, Espírito Santo e Minas Gerais foram 

responsáveis por 57% dos casos autóctones no Brasil (932 casos) em 2014, sendo 

que o Espírito Santo teve a maior taxa (321 casos) e Minas Gerais, a menor (6 casos) 

(BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2018; PINA-COSTA et al., 2014). Em 2020, o 

número de casos reduziu para 30 (96,8% menor, quando comparado à 2014). No 

mesmo período, o número de casos diminuiu para 0 no Espírito Santo e o estado na 

região extra-amazônica com maior número de casos foi São Paulo (10 casos), seguido 

do Mato Grosso do Sul com 6 casos (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2021).  

Nos últimos anos a importância da malária em áreas de Mata Atlântica vem 

aumentando. Suas características ecológicas são ideais para a reprodução de 

algumas espécies do mosquito vetor, como, por exemplo, os vetores do subgênero 

Kerteszia, capazes de realizar o repasto sanguíneo em humanos e primatas não 

humanos (F.  DOMINGOS; TUBAKI; DI SANTI, 2006; GUIMARÃES et al., 2003). Mais 

de 1.000 casos foram notificados, entre 2007 a 2016, atribuídos a P. vivax e P. simium 

(PINA-COSTA et al., 2014). Nos últimos anos, vêm aumentando os relatos de 

transmissão zoonótica, sendo os primatas não humanos reservatórios de espécies de 

Plasmodium e capazes de infectar o humano, como P. simium e P. brasilianum (DE 

ALVARENGA et al., 2015, 2018). 

1.3 Ciclo Biológico dos parasitos da malária humana 
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O ciclo biológico do Plasmodium inicia-se pela inoculação de esporozoítos na pele 

durante a picada do mosquito vetor do gênero Anopheles spp. durante seu repasto 

sanguíneo (Figura 3). Aproximadamente 50% destes esporozoítos podem 

permanecer na pele do hospedeiro e cerca de 10%,desenvolver-se na epiderme, 

derme e folículos pilosos, sobrevivendo durante semanas nestes locais (GUEIRARD 

et al., 2010; MENARD et al., 2013). Atingindo a corrente sanguínea e migrando para 

o fígado, o parasito invade vários hepatócitos antes de estabelecer infecção em um 

deles, sendo esse processo importante para seu ciclo de vida, uma vez que o torna 

mais apto à invasão. Dentro do hepatócito é formado o vacúolo parasitóforo, local 

onde o parasito se desenvolve e se multiplica (MOTA et al., 2001). Após se 

desenvolverem nos hepatócitos por esquizogonia, os merozoítos liberados são 

capazes de infectar eritrócitos maduros ou os reticulócitos, a forma mais jovem desta 

célula. Esses merozoítos são liberados diretamente na corrente sanguínea no interior 

de vesículas denominadas merossomos (STURM; MENARD; HEUSSLER, 2006). 

Os eritrócitos são invadidos a partir do reconhecimento e ligação dos merozoítos 

a estas células. No vacúolo parasitóforo, o parasito passa por diferentes fases: anel, 

trofozoíto e esquizonte. A partir dos esquizontes, novos merozoítos são formados e 

liberados com o rompimento dos eritrócitos, e em seguida infectam novas células 

(BANNISTER; MITCHELL, 2003). Alguns destes merozoítos se diferenciam em 

gametócitos masculino e feminino, que, ao serem ingeridos pelo mosquito vetor, se 

diferenciam nos gametas masculino e feminino. Uma vez no mosquito, o parasito 

passa por uma série de transformações, desenvolvendo-se em esporozoítos, que 

podem ser inoculados em outro hospedeiro após invadirem as glândulas salivares 

durante um novo repasto sanguíneo (MUELLER et al., 2009). 

Diferente das demais espécies de Plasmodium, P. vivax possui características 

particulares em seu ciclo de vida: (1) o gametócito surge precocemente na circulação 

sanguínea, tornando a transmissão possível antes mesmo do aparecimento dos 

sintomas clínicos; (2) baixas parasitemias e infecções assintomáticas tornando os 

indivíduos portadores reservatórios do parasito; (3) desenvolvimento dos hipnozoítos 

no fígado, podendo permanecer latentes neste órgão por intervalo de tempo variável 

e podem levar a recaídas da doença e (4) os merozoítos tem preferência pela invasão 
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dos reticulócitos (GALINSKI et al., 1992; IMWONG et al., 2016; MUELLER et al., 2009; 

WHITE, 2017). 

Figura 3. Ciclo de vida do Plasmodium spp. Durante o repasto sanguíneo da fêmea do mosquito do 

gênero Anopheles spp., é realizada a inoculação do Plasmodium spp. na forma de esporozoítos. Após 

a inoculação, uma porcentagem dessa forma fica retida na pele do hospedeiro, e outra segue em 

direção ao fígado. Os esporozoítos infectam os hepatócitos, onde se desenvolvem em merozoítos, que 

rompem estas células e caem na corrente sanguínea, podendo infectar novamente os eritrócitos e 

reticulócitos.  

 

Fonte: Adaptado de Mueller et al., 2009. 

1.4 Diagnóstico Laboratorial da malária humana 

O diagnóstico e tratamento da malária são componentes fundamentais na sua 

estratégia de controle e eliminação. Medidas efetivas de diagnóstico são cruciais na 

prevenção do agravamento da doença no paciente, assim como na redução da 

possibilidade deste em contribuir para a manutenção da transmissão da malária 

(WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2018). A identificação do parasito antes da 

administração de antimaláricos é necessária, pois o diagnóstico clínico por si só é 

duvidoso, podendo acarretar em tratamento errôneo, levar à resistência do parasito 
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aos antimaláricos e a complicações da doença (WORLD HEALTH ORGANIZATION, 

2016). 

1.4.1 Microscopia Óptica e Testes Rápidos de Diagnóstico 

O diagnóstico da malária é realizado, majoritariamente, utilizando a técnica de 

gota espessa de sangue, corada por Giemsa, sendo preconizada pelo Ministério da 

Saúde. Do mesmo modo, o diagnóstico pode ser realizado por esfregaço sanguíneo, 

e a utilização de cada metodologia depende do objetivo do microscopista, tendo cada 

uma suas vantagens e desvantagens (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020a). A 

estimativa da parasitemia utilizando a MO se baseia na definição semiquantitativa de 

“cruzes”, definido de acordo com a contagem de parasitos por campo observado no 

microscópio. Esta estimativa parte da visualização de 1 parasito por campo (uma cruz) 

a mais de 200 parasitos (quatro cruzes), sendo que a sensibilidade da microscopia 

pode chegar de 20 a 100 parasitos/µL de sangue (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 

2009; GREENWOOD; ARMSTRONG, 1991; SÁ et al., 2005). 

Mesmo considerada como padrão ouro de diagnóstico, a MO possui limitações, 

como a dependência de energia elétrica e necessidade de um treinamento intensivo 

dos microscopistas (WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2016). Tais limitações 

reforçam a necessidade da busca por metodologias mais sensíveis e confiáveis. Não 

raro, infecções mistas são diagnosticadas incorretamente, principalmente quando em 

concomitância com P. falciparum, que normalmente possui uma alta densidade 

parasitária (KILIAN et al., 2000). Além disso, indivíduos com parasitemias subpatentes 

podem continuar atuando como reservatórios da doença, uma vez que são detectados 

somente por metodologias mais sensíveis (VALLEJO et al., 2016; WAMPFLER et al., 

2013). 

Em adição à MO, os ensaios imunocromatográficos são utilizados devido sua 

facilidade de uso (resultados rápidos, entre 15 e 20 minutos) quando o diagnóstico 

pela microscopia não é acessível, como por exemplo em áreas remotas ou na falta de 

um profissional treinado. Os RDTs apresentam a vantagem de não requerer fonte de 

eletricidade, sendo ideal para estudos de campo. Estes testes são capazes de 

detectar antígenos específicos de Plasmodium presentes na corrente sanguínea da 

pessoa infectada, sendo que alguns deles são capazes de diagnosticar apenas uma 
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espécie (P. falciparum), através da detecção de HRP2 ou da proteína gênero 

específica lactato desidrogenase de Plasmodium (pLDH) (WORLD HEALTH 

ORGANIZATION, 2006). Um limite de detecção de 62 parasitos/µL, similar à MO, para 

os RDTs já foi reportado no trabalho de Lee e colaboradores (2006) (LEE et al., 

2006a). Porém, esta sensibilidade pode variar de acordo com a marca do produto e 

ainda assim, para a maioria dos RDTs disponíveis ainda há a limitação do baixo limite 

de detecção (>100 parasitos/µL), quando comparado à microscopia (>20-100 

parasitos/µL) ou aos métodos moleculares, como a PCR (>0,5 a 5 parasitos/µL) 

(CORDRAY; RICHARDS-KORTUM, 2012; WORLD HEALTH ORGANIZATION, 

2000).  

1.4.1.1 Deleção dos genes pfhrp2 e pfhrp3 em Plasmodium falciparum 

A presença das proteínas da família HRP em P. falciparum foi descrita nos anos 

80 e desde o desenvolvimento dos RDTs nos anos 90, a proteína HRP2 tem sido 

utilizada como alvo de diagnóstico (HOWARD et al., 1986; ROCK et al., 1987; WORLD 

HEALTH ORGANIZATION, 2006). Composta principalmente por repetições de 

histidina e alanina, ela é produzida durante todos os estágios do ciclo de vida do 

parasito, e diferentes estudos já demonstraram sua persistência na corrente 

sanguínea após a resolução da parasitemia e desaparecimento dos sintomas clínicos 

da malária (KAIN et al., 1997; LAFERI; KANDEL; PICHLER, 1997; MILLER et al., 

1994).  

A sensibilidade dos RDTs depende diretamente da detecção da proteína na 

corrente sanguínea do indivíduo infectado. Entretanto, no início dos anos 2000, 

isolados com deleção dos genes pfhrp2 e pfhrp3 começaram a ser reportados na 

África e América do Sul (BAKER et al., 2005, 2010; GAMBOA et al., 2010; HOUZÉ et 

al., 2011). No Brasil, dois estudos avaliaram até o momento o perfil de deleção destes 

genes, evidenciando a deleção de pfhrp2 em isolados dos estados do Acre (31,2%) e 

Rondônia (3,3%) de acordo com o trabalho de Viana e colaboradores (2017), e 71,7% 

no estado do Acre e 100% no Amazonas, de acordo com o trabalho de Góes e 

colaboradores (2021) (GÓES et al., 2021; RACHID VIANA et al., 2017). Em outros 

estudos realizados na América do Sul, taxas similares foram encontradas no Peru por 

Gamboa e colaboradores (2010) (41%) e Matlha e colaboradores (2012) (25,7%) 

(GAMBOA et al., 2010; MALTHA et al., 2012). Entretanto, menores taxas de deleção 
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foram reportadas na Colômbia por Solano e colaboradores (2015) (18%) e Dorado e 

colaboradores (2012) (5,5%) (DORADO; MURILLO; MONTENEGRO, 2012; 

MURILLO SOLANO et al., 2015; OKOTH et al., 2015; TROUVAY et al., 2013). A 

deleção de pfhrp2 não foi reportada na Guiana Francesa, como observado nos 

estudos de Trouvay e colaboradores (2013) e Okoth e colaboradores (2015) (OKOTH 

et al., 2015; TROUVAY et al., 2013). 

O conteúdo de histidina das proteínas HRP2 e HRP3 é bastante similar (34% e 

28%, respectivamente), contando com diferentes tipos de repetição de histidina e 

alanina em sua composição (ROCK et al., 1987). O gene pfhrp2 está localizado no 

cromossomo 8 e o gene pfhrp3, no cromossomo 13, ambos em regiões 

subteloméricas de seus respectivos cromossomos. O conteúdo similar destes 

aminoácidos contribui para que anticorpos anti-HRP2 também detectem a proteína 

HRP3 (SHARMA, 1988; WELLEMS; HOWARD, 1986), de maneira que a HRP3 

também contribui para o diagnóstico de P. falciparum pelo RDT, entretanto, somente 

em altas parasitemias. Após um estudo extensivo do Programa de Garantia da 

Qualidade dos RDTs de Malária, foi descoberta uma grande variação na sequência 

dos genes pfhrp2 e pfhrp3 em isolados de países asiáticos e do sudoeste do Pacífico 

(AKBULUT; CELIK; TURGUT BALIK, 2005; BAKER et al., 2005; LEE et al., 2006b; 

TURGUT-BALIK et al., 2004). Entretanto, ainda não está claro qual a influência dessa 

variabilidade gênica nos resultados dos RDTs (ATROOSH et al., 2015; BAKER et al., 

2010; KUMAR et al., 2012; WILLIE et al., 2018). 

1.4.2 Detecção Molecular dos parasitos da malária 

A necessidade de diagnósticos mais sensíveis levou ao desenvolvimento de 

diferentes métodos moleculares visando, principalmente, a detecção de baixas 

parasitemias, identificação de pacientes assintomáticos e quantificações mais 

precisas da carga parasitária (KAMAU et al., 2013; ROSANAS-URGELL et al., 2010; 

TRAN et al., 2014). Entre esses métodos se encontram a PCR convencional. 

Atualmente, o protocolo molecular comumente utilizado para a malária humana é a 

nested PCR, consistindo em duas rodadas de amplificação do gene ribossomal 18S, 

sendo a primeira gênero-específica e a segunda, espécie-específica (SNOUNOU et 

al., 1993). Estas duas rodadas de amplificação garantem uma maior sensibilidade a 

este protocolo, porém, o torna ao mesmo tempo um processo demorado, além de 
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aumentar a possibilidade de contaminação devido à manipulação do material genético 

amplificado na primeira rodada.  

Outra técnica utilizada é a PCR em tempo real (Quantitative Polymerase Chain 

Reaction - qPCR), capaz de quantificar a carga parasitária utilizando uma curva-

padrão de amostras com parasitemia previamente definida pela microscopia ou DNA 

plasmidial contendo o alvo desejado. A qPCR é mais precisa que a PCR convencional, 

permitindo a possibilidade de quantificação precisa da carga parasitária, alta 

sensibilidade, especificidade e reprodutibilidade (KAMAU et al., 2013). Esta técnica foi 

usada para o diagnóstico de malária pela primeira vez em 1990, mas somente nos 

anos 2000 seu uso se tornou mais constante (HERMSEN et al., 2001; 

JAUREGUIBERRY et al., 1990; LEE et al., 2002; MANGOLD et al., 2005; MURPHY 

et al., 2012; ROUGEMONT et al., 2004b). Entretanto, alguns estudos mostram que a 

sensibilidade da técnica depende de vários fatores, tais como a quantidade do DNA 

alvo, contaminantes do processo de extração e quantidade de DNA humano (PROUX 

et al., 2011).  

1.4.2.1 Uso da PCR digital 

Nos anos 1990, foi desenvolvido o conceito da PCR digital, mas somente nos 

últimos anos essa tecnologia vem sendo aprimorada, sendo altamente sensível para 

detecção e quantificação absoluta de patógenos (BAKER, 2012; WILSON et al., 

2015). Ela consiste na amplificação do DNA particionado milhares de vezes contendo 

pelo menos uma cópia do alvo e oferece vantagens como: (1) quantificação absoluta 

na ausência de uma curva-padrão; (2) maior sensibilidade devido à micropartição da 

amostra; (3) poder ser realizada com baixas concentrações de DNA e; (4) ser menos 

sensível a inibidores frequentemente presentes em amostras de DNA extraídas de 

sangue total (HUGGETT et al., 2013; HUGGETT; COWEN; FOY, 2015).  

Atualmente existem dois sistemas distintos de PCR digital: a primeira consiste em 

um microchip que possui milhares de câmaras microfluídicas onde a amostra é 

disposta; a segunda é baseada em emulsificação, onde os alvos são amplificados em 

microgotas, separadamente (HINDSON et al., 2011; MORRISON et al., 2006; 

WARREN et al., 2006). Esta última, conhecida como droplet digital PCR (ddPCR), se 

baseia na tecnologia microfluídica, onde a solução é particionada em milhares de 



27 
 

 
 

gotas compostas por uma superfície oleosa e um núcleo aquoso, onde se encontram 

os reagentes da PCR e o material genético a ser amplificado. Diferentemente das 

demais técnicas de PCR que se baseiam na análise final a partir de microlitros de 

reação, a análise da ddPCR é realizada através da leitura de cerca de 20.000 

microgotas de aproximadamente 1 nanolitro (MAZAIKA; HOMSY, 2014).  

A ddPCR possui vantagens em relação à qPCR como a possibilidade de 

quantificação absoluta sem necessidade de construção de uma curva-padrão, maior 

precisão e reprodutibilidade, além de ser mais resistente à inibidores comuns da PCR 

(MAZAIKA; HOMSY, 2014). Hindson e colaboradores (2013) avaliaram o desempenho 

da ddPCR digital e qPCR em quantificar pequenos oligonucleotídeos usados para 

simular microRNAs humanos em diferentes matrizes: água e plasma. Foi observada 

uma maior precisão na quantificação destes alvos pela ddPCR, em ambas matrizes 

(HINDSON et al., 2013). Estes dados se unem a outros estudos que também 

observaram maior sensibilidade desta técnica (SILLENCE et al., 2015; ZHAO et al., 

2015). Porém, outros dados sugerem que as duas técnicas possuem sensibilidades 

similares (HAYDEN et al., 2013; TE; CHEN; GIN, 2015). 

A ddPCR já é amplamente usada para quantificação absoluta em diferentes áreas 

de estudo como câncer, doenças virais humanas e animais, bactérias e protozoários, 

mostrando alta sensibilidade e precisão (HAYDEN et al., 2013; MU et al., 2015; 

ROBERTS et al., 2013; TAKESHITA et al., 2015; WANG et al., 2015; WILSON et al., 

2015). Entretanto seu uso na malária está limitado a poucos trabalhos. 

O número de trabalhos que faz uso da ddPCR para a detecção do Plasmodium 

vem aumentando nos últimos anos, como os trabalhos de Koepfli e colaboradores 

(2016) e Srisutham e colaboradores (2017), ambos baseados na amplificação do gene 

18S rRNA (KOEPFLI et al., 2016; MAHENDRAN et al., 2020; SRISUTHAM et al., 

2017). Outros trabalhos, como o de Mahendran e colaboradores (2020), utilizou o 

Antígeno 1 de Membrana Apical (AMA-1) e o gene da plasmepsina para quantificação 

de P. vivax e P. knowlesi por ddPCR (KOEPFLI et al., 2016; MAHENDRAN et al., 

2020; SRISUTHAM et al., 2017). Estes trabalhos evidenciaram uma maior 

sensibilidade e reprodutibilidade na quantificação de amostras clínicas, mesmo 

utilizando um ensaio dúplex, onde os protoclos padronizados por Koepfli e 

colaboradores (2016) e Srisutham e colaboradores (2017) também eram capazes de 
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detectar infeções por P. malariae e P. ovale. Nestes estudos, a ddPCR foi capaz de 

detectar infecções em baixas parasitemias, podendo ser mais sensível quando 

comparada à qPCR. Esta característica é importante principalmente em estudos  

epidemiológicos, em que infecções subpatentes são frequentes (CHENG; 

CUNNINGHAM; GATTON, 2015; OKELL et al., 2012).  

1.4.2.2 Alvos não ribossomais para o diagnóstico molecular da malária por P. 

vivax e P. falciparum 

Atualmente, o gene RNA ribossomal 18S é o alvo mais utilizado nos protocolos 

de diagnóstico molecular da malária, porém se limita a 4-8 cópias no genoma de 

Plasmodium spp. (MERCEREAU-PUIJALON; BARALE; BISCHOFF, 2002). A 

constante necessidade de protocolos mais sensíveis leva à busca por novos alvos, 

sendo tais alvos espécie-específicos, localizados em regiões conservadas e tendo 

múltiplas cópias no genoma (HOFMANN et al., 2015; LLOYD et al., 2018; LUCCHI et 

al., 2013).  

Demas e colaboradores (2011) identificaram dois potenciais alvos para 

diagnóstico, Pvr47 e Pfr364, localizados em regiões subteloméricas dos genomas de 

P. vivax e P. falciparum, respectivamente (DEMAS et al., 2011). O alvo Pvr47 está 

presente em 14 cópias no genoma de P. vivax e o alvo Pfr364 apresenta 41 cópias no 

genoma de P. falciparum (Figura 4). O protocolo até então publicado se baseava na 

amplificação utilizando PCR convencional, que foi recentemente adaptado para qPCR 

pelo nosso grupo de pesquisa (AMARAL et al., 2019). 
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Figura 4. (A) Alinhamento da sequência dos alvos Pvr47 e Pfr364. Na parte superior está representada, 

em parte, o alinhamento para o alvo Pfr364, de 1.538 pb. É possível observar sequências da subfamília 

1 (1) e da subfamília 2 (2). O alinhamento do alvo Pvr47 está representado na parte inferior, de 1.070 

pb. (B) Distribuição dos membros, presentes em duas cópias, da família do gene Pfr364 nas 

extremidades dos 14 cromossomos de P. falciparum. As linhas pretas indicam os membros da 

subfamília 1 e as linhas cinza, membros da subfamília 2. 

 

 

Fonte: Adaptado de Demas e colaboradores (2011). 
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1.4.2.3 DNA obtido de saliva como alternativa para o diagnóstico molecular da 

malária humana 

Mesmo a coleta de sangue sendo necessária para os métodos diagnósticos 

atualmente utilizados (parasitológico e molecular), o diagnóstico da malária 

negligencia fatores importantes inerentes ao paciente: seu conforto físico e 

psicológico. Nos anos 90 já era relatada uma condição médica chamada “fobia de 

agulha”, presente em pelo menos 10% da população (BIENVENU; EATON, 1998; 

HAMILTON, 1995; WRIGHT et al., 2009). Esta condição afeta crianças e adultos e 

representa uma barreira em termos de imunização, coleta de sangue e cuidados com 

saúde bucal (DOMOTO et al., 1988; NIR et al., 2003; RAO; SEQUEIRE; PETER, 

1997). Uma fonte alternativa menos invasiva de material para diagnóstico é a saliva, 

ainda relativamente pouco utilizada em protocolos moleculares e sorológicos.  

A saliva é secretada pelas glândulas salivares e sua base é o líquido intersticial 

dos capilares sanguíneos, que entra pelos ductos da glândula salivar (TURNER, 

1993). É composta por 98% de água e os 2% restantes se constituem de eletrólitos, 

mucopolissacarídeos e glicoproteínas (composição do muco) e várias enzimas. É uma 

amostra de fácil obtenção e armazenamento, sendo rica em biomarcadores que 

podem ser utilizados em dispositivos point-of-care e testes rápidos, sendo já 

reconhecida como uma importante ferramenta para o diagnóstico molecular 

(MALAMUD, 2011). Além disso, sua coleta oferece um risco mínimo de infecção e é 

ideal em situações desafiadoras na prática clínica como coleta em recém-nascidos, 

crianças, pacientes com fobias e populações indígenas (PFAFFE et al., 2011).  

A coleta da saliva coleta pode ser realizada em swab, tendo atualmente diversos 

kits comercialmente disponíveis, bastante utilizados em estudos forenses e na análise 

de polimorfismos de base única associados com doenças específicas. Uma alternativa 

é a coleta de saliva total, frequentemente utilizada para diagnóstico de doenças 

sistêmicas (KÖHNEMANN; PFEIFFER, 2011; PFAFFE et al., 2011; VIRKLER; 

LEDNEV, 2009).  

Alguns estudos em malária já avaliaram o diagnóstico molecular e 

imunocromatográfico usando saliva para detecção da proteína HRP2, lactato 

desidrogenase, DNA do parasito e biomarcadores (BUPPAN et al., 2010; GBOTOSHO 
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et al., 2010; GHAYOUR NAJAFABADI et al., 2014; HEDE et al., 2018; TAO et al., 

2019). No estudo de Mfuh e colaboradores (2017), foi observada uma prevalência de 

28% (de um total de 222 amostras) de P. falciparum na saliva por nested PCR, 

prevalência similar (35%) ao que foi detectado pelo mesmo método no sangue (MFUH 

et al., 2017). Por meio da nested PCR, Buppan e colaboradores (2010) obtiveram uma 

positividade de 43 entre 120 (36%) amostras de saliva congeladas, contudo este 

número aumentou para 76 (63%) em saliva conservada em álcool (BUPPAN et al., 

2010). É importante ressaltar diferentes fatores que podem ter influenciado a 

sensibilidade do método diagnóstico empregado nesses estudos: (1) número reduzido 

de cópias no genoma do alvo (18S rRNA) da nested PCR e; (2) a adição de álcool, 

podendo proporcionar a presença de potenciais inibidores da PCR. Um único estudo 

utilizou como alvo o DNA mitocondrial do parasito extraído da saliva, sendo este um 

alvo com múltiplas cópias (20 a 150 cópias no genoma). Nesse estudo, foi observada 

uma taxa de 77% de positividade a partir da amplificação do gene cox3 por PCR 

convencional, quando comparado a uma positividade de 62% utilizando o gene 18S 

rRNA  (LLOYD et al., 2018). Entretanto, mesmo sendo um alvo mais sensível devido 

ao grande número de cópias, o genoma mitocondrial possui uma taxa de 90% de 

conservação entre P. falciparum e P. vivax, o que dificulta o desenho de iniciadores e 

sondas específicas para cada espécie (MCINTOSH; SRIVASTAVA; VAIDYA, 1998). 
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2 JUSTIFICATIVA 

Em 2015, o Ministério da Saúde lançou o Plano de Eliminação da Malária, 

adotando a proposta de redução em até 90% das taxas de mortalidade e incidência 

de casos da Estratégia Mundial para o Paludismo 2016-2030, redigido pela OMS 

(SAÚDE, 2015). Apesar da redução dos casos de malária no Brasil entre 2007 e 2020, 

Brasil, Colômbia e Venezuela ainda são responsáveis por 80% dos casos de malária 

em todo continente americano (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020b). No 

primeiro semestre de 2020, os únicos estados que registraram aumento no número 

de casos foram Mato Grosso (64,5%), Rondônia (27,7%) e Roraima (18,8%) (BRASIL. 

MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020b). A maior frequência de transmissão de malária 

ocorre em áreas de maior vulnerabilidade sociodemográfica e epidemiológica, como 

os garimpos, assentamentos, áreas indígenas e áreas rurais. Em 2020, até o primeiro 

semestre, cerca de 90,1% dos casos ocorreram nessas áreas (BRASIL. MINISTÉRIO 

DA SAÚDE, 2020b).  

Como muitos casos de malária ocorrem em áreas remotas ou não endêmicas no 

país, o uso de RDT se faz importante em regiões sem a devida infraestrutura ou 

microscopistas experientes. Portanto, para garantir o uso seguro dos RDTs é 

necessário o estudo dos antígenos nos quais eles se baseiam, uma vez que a 

variabilidade genética desses antígenos pode ter influência na sensibilidade e eficácia 

do teste (LEE et al., 2006a). Com a constante presença de casos na região extra-

amazônica, o diagnóstico se torna um grande desafio devido à necessidade de 

profissionais treinados e estrutura adequada para o diagnóstico. Entretanto, manter 

uma estrutura dedicada ao diagnóstico da malária não é viável em regiões onde a 

doença não faz parte da rotina laboratorial. Além disso, conforme a prevalência da 

malária diminui na região amazônica, observa-se uma grande proporção de infecções 

submicroscópicas (50 a 75%) que são diagnosticadas somente por protocolos 

moleculares (ALVES et al., 2002; BARBOSA et al., 2014; LADEIA-ANDRADE et al., 

2009). Os estudos já publicados mostram que a ddPCR é uma técnica com maior 

sensibilidade e precisão na detecção e quantificação do Plasmodium, permitindo que 

amostras menos invasivas e com menor quantidade de material genético sejam uma 

opção para o diagnóstico da malária.  
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Sendo assim, dentro do plano atual de eliminação da malária, tais métodos mais 

sensíveis de diagnóstico são essenciais para detecção de casos caracterizados por 

baixas parasitemias e infecções mistas, que são dificilmente detectadas pelas 

metodologias convencionais.  
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3 OBJETIVOS 

3.1 Objetivo Geral 

Avaliar o impacto da variabilidade genética de HRP2 de P. falciparum nos testes 

rápidos de diagnóstico de malária e desenvolver um protocolo de diagnóstico 

molecular para detecção de malária em amostras de saliva. 

3.2 Objetivos Específicos  

3.2.1 Avaliar a taxa de deleção e caracterizar a variabilidade genética de pfhrp2 em 

isolados de P. falciparum de diferentes regiões da Amazônia Brasileira; 

3.2.2 Analisar a diversidade genética de pfhrp2 em amostras de P. falciparum;  

3.2.3 Avaliar a sensibilidade da qPCR utilizando alvos multicópias (mitocondriais e 

não ribossomais) e diferentes fontes de DNA (sangue, saliva e swab bucal) do 

parasito para o diagnóstico da malária; 

3.2.4 Padronizar um protocolo de ddPCR baseado em alvos multicópias e avaliar sua 

acurácia no diagnóstico da malária utilizando DNA extraído de diferentes 

amostras biológicas. 
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4 METODOLOGIA  

4.1 Área e População de estudo 

O estudo foi realizado com indivíduos expostos à malária em diferentes municípios 

da Amazônia Brasileira (Macapá/Amapá, Cuiabá/Mato Grosso, Porto Velho/Rondônia 

e Boa Vista/Roraima). Segundo o Boletim Epidemiológico de 2021, os municípios de 

Boa Vista e Porto Velho apresentaram Incidência Parasitária Anual (IPA) de médio 

risco (IPA entre 10 e <50/1.000 habitantes) e os municípios de Macapá e Cuiabá tendo 

IPA de muito baixo risco (IPA <1 caso/1.000 habitantes) (BRASIL. MINISTÉRIO DA 

SAÚDE, 2021). As amostras utilizadas neste projeto foram gentilmente cedidas por 

colaboradores da área endêmica e estão localizadas no Biorrepositório do Laboratório 

de Biologia Molecular e Imunologia da Malária, e datam de 2002 a 2012. No total, 

foram utilizadas 597 amostras, sendo 249 amostras de P. falciparum, 321 de P. vivax 

e 27 de pacientes negativos na MO. A maioria era caracterizada como amostras 

pareadas de sangue, saliva e swab. A tabela 1 resume os dados de gênero e idade 

dos indivíduos incluídos neste estudo. 

Tabela 1. Resumo dos dados dos indivíduos incluídos neste estudo. 

Diagnóstico por MO Gênero masculino (%) Idade, média (SD) 

P. vivax 79,8 38 (13) 

P. falciparum 76,4 36 (12) 

Negativos 64,3 37 (12) 

 

4.2 Diagnóstico Microscópico 

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

digital para o diagnóstico de malária por MO. As lâminas de gota-espessa coradas 

com Giemsa foram preparadas e examinadas inicialmente por um microscopista local 

experiente. Todos os casos positivos foram tratados imediatamente nos serviços de 

saúde locais, conforme protocolos de tratamento da malária recomendados pelo 

Ministério da Saúde (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020a). Um segundo 

microscopista treinado fez a revisão das lâminas e a contagem da densidade 

parasitária em número de parasitos por microlitro de sangue (parasitos/µL). 
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4.3 Diagnóstico Molecular 

A padronização de um protocolo de qPCR e ddPCR para detecção e quantificação 

de DNA de P. falciparum e P. vivax obtido de saliva de pacientes com malária envolveu 

o desenho de iniciadores específicos baseado no genoma mitocondrial e genes 

nucleares multicópias de Plasmodium. Foi realizada a comparação da sensibilidade e 

especificidade das duas técnicas utilizando amostras de sangue, saliva (total e swab 

bucal) de indivíduos expostos à malária. O limite de detecção (LOD) foi avaliado a 

partir da construção de curvas padrão com plasmídeo e amostras clínicas. Os 

métodos de coleta sangue, saliva total e swab bucal também foram comparados 

quanto as medidas de acurácia dos métodos de diagnóstico molecular de malária. 

4.3.1 Extração de DNA de sangue total, saliva total e swab bucal 

O DNA genômico utilizado nos ensaios moleculares foi extraído das amostras de 

sangue total coletadas em tubos contendo EDTA usando o kit Gentra Puregene Blood 

Kit (Qiagen), de acordo com as instruções do fabricante – com alteração do volume 

da solução de hidratação de DNA no final do protocolo. Em resumo, 900 μL de solução 

de lise de células vermelhas foram adicionados a 300 μL de sangue total em um tubo 

de 1,5 mL e invertida 10 vezes e então incubada por 1 minuto em temperatura 

ambiente. Em seguida, o material foi centrifugado a 16.000 x g por 20 segundos. O 

pellet obtido na centrifugação foi ressuspendido com 10 μL do líquido sobrenadante e 

então foram adicionados 300 μL de solução de lise celular, seguida da adição de 100 

μL de solução de precipitação de proteínas, agitado em vórtex por 20 segundos e 

então centrifugado a 16.000 x g por 1 minuto. A este sobrenadante foram adicionados 

300 μL de isopropanol em um tubo de 1,5 mL e invertido por cerca de 50 vezes. Esta 

solução foi centrifugada por 16.000 x g por 1 minuto e o sobrenadante descartado e o 

tubo invertido em um papel absorvente. Logo após, 300 μL de etanol 70% foi 

adicionado ao tubo e novamente invertido, seguido de centrifugação a 16.000 x g por 

1 minuto. O sobrenadante foi descartado, o tubo invertido em um papel absorvente e 

em seguida o tubo foi deixado por 5 minutos para evaporação do etanol. Foram 

adicionados 50 μL de solução de hidratação de DNA e incubado à 65ºC por 5 minutos. 

Posteriormente, a amostra foi deixada overnight em temperatura ambiente e após 

esse período até o momento do uso, as amostras foram mantidas à -20ºC. 
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Para a extração do DNA de saliva total, foi utilizado o protocolo de fluídos 

corporais do kit Gentra Puregene Blood Kit (Qiagen), de acordo com as instruções do 

fabricante – com alteração do volume da solução de hidratação de DNA no final do 

protocolo. O protocolo consistiu na adição de 5 mL de solução de lise de células e 1 

mL de saliva em um tubo de 15 mL, seguida da adição de 30 μL de proteinase K. A 

solução foi homogeneizada por inversão do tubo (25 vezes), seguido pela incubação 

à 65ºC overnight (cerca de 16 horas). Após esse período, foram adicionados 2 mL de 

solução de precipitação de proteína, agitado em vórtex por 20 segundos, incubado em 

gelo por 5 minutos e centrifugado a 2.000 x g por 10 minutos. Foram adicionados 6 

mL de isopropanol a este sobrenadante e 10 μL de solução de glicogênio, invertido 50 

vezes e incubado a temperatura ambiente por 5 minutos. O material foi centrifugado 

a 2.000 x g por 5 minutos e o sobrenadante descartado e o tubo invertido em papel 

absorvente. Foram adicionados 300 μL de etanol 70% e, após inversão do tubo para 

lavagem do pellet de DNA, centrifugado a 2.000 x g por 1 minuto. O sobrenadante foi 

descartado e o tubo invertido em papel absorvente, seguido de evaporação do etanol 

por 10 minutos. Foram adicionados 50 μL de solução de hidratação de DNA e 

incubado a 65ºC por 1 hora. As amostras foram mantidas à -20ºC até o momento do 

uso. 

Para a extração de DNA de swab bucal, foi utilizado o kit PureLink Genomic DNA 

Mini Kit (Invitrogen), com modificações em diferentes etapas (Agnes Antônia Sampaio 

Pereira, Comunicação pessoal). Ao swab bucal, contido em um tubo de 2 mL, foi 

adicionado 200 μL de PBS 1x, 20 μL de proteinase K e 200 μL da solução Genomic 

Lysis/Binding Buffer, e após homogeneizar a solução, incubado a 55ºC por 30 

minutos. Após esse período, o material foi centrifugado e então adicionado 200 μL de 

etanol 100%, submetendo ao vórtex durante 5 segundos. Essa solução foi transferida 

para uma coluna de sílica e centrifugada a 10.000 x g por 1 minuto a temperatura 

ambiente. O tubo coletor foi descartado e a coluna transferida para um novo tubo. Em 

seguida, adicionou-se 500 μL da solução Wash Buffer 1 e a solução foi centrifugada 

a 10.000 x g por 1 minuto. Novamente o tubo coletor foi descartado e transferido para 

um novo, onde foi adicionado 500 μL da solução Wash Buffer 2. A solução foi 

centrifugada a 15.000 x g por 3 minutos. A coluna foi então colocada em um tubo de 

1,5 mL e adicionado 30 μL da solução Purelink Genomic Elution Buffer e incubado por 

1 minuto a temperatura ambiente. Após esse período, foi centrifugada 15.000 x g por 
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1 minuto a temperatura ambiente. As amostras foram mantidas à -20ºC até o momento 

do uso. 

4.3.2 Desenho de iniciadores e sondas para o alvo mitocondrial 

Os iniciadores e sondas para o alvo mitocondrial foram desenhados através dos 

programas OLIGO (versão 4.0, 1999) e OligoAnalyzer (Integrated DNA Technologies), 

com base nos alinhamentos das sequências de DNA de Plasmodium spp. realizados 

pelo grupo. A Tabela 2 resume as sequências obtidas dos iniciadores e sondas para 

P. falciparum e P. vivax.  

Tabela 2. Ensaios obtidos para os alvos mitocondriais para P. vivax e P. falciparum. 

Ensaio Sequência dos iniciadores e sonda 

PV_COX3 

Senso 5'-GGAGATTACCCGACAAGGAA-3' 

Anti-senso 5'-TCCGATGAATAGTTCAAGTTAC-3' 

Sonda 5'-FAM-ACCGTTTAC-ZEN-GATACAGCCGCC-BHQ-3' 
   

PV_NC_1 

Senso 5'-ATCATGGATATCAGGATTAATCA-3' 

Anti-senso 5'-ACATAACCAAATTACTAATACTG-3' 

Sonda 5'-HEX-AGTTACAGC-ZEN-TTTTATAGGTTACGTTTT-BHQ-3' 
 

PF_NC_1 

Senso 5'-GGAGATTACCCGACAAGGAA-3' 

Anti-senso 5'-AAGTTACTGACATCTGCCCG-3' 

Sonda 5'-HEX-ACCGTTTAA-ZEN-AATACAGCCGCCG-BHQ-3' 
 

PF_NC_2 

Senso 5'-AGATGCCAGGCCAATAACTC-3' 

Anti-senso 5'-TCTTGAGGCAGTTTGTTCCC-3' 

Sonda 5'-FAM-TGACGCTAT-ZEN-CAATTTTTAGCAAGACGG-BHQ-3' 
 

PF_CYTB 

Senso 5'-ATCATGGATATCTGGATTGATTT-3' 

Anti-senso 5'-ACATATCCAAATTACTGCTACTG-3' 

Sonda 5'-FAM-TTTATGATA-ZEN-TTTATTGTAACTGCTTTCG-BHQ 3' 

 

O alinhamento de diferentes sequências do genoma mitocondrial de Plasmodium 

spp. recuperadas do banco de dados do National Center for Biotechnology Information 

(NCBI) foi realizado utilizando o programa BioEdit (versão 7.0.5, 2005, Ibis 

Therapeutics) para averiguar a especificidade de cada set desenhado.  

  



39 
 

 
 

4.3.3 Utilização dos iniciadores e sondas para os alvos Pvr47 e Pfr364 

Os iniciadores e sondas desenhados por Amaral e colaboradores (2019) para os 

alvos Pvr47 e Pfr364 foram utilizados nos protocolos de qPCR e ddPCR (AMARAL et 

al., 2019). Para aumentar a intensidade de fluorescência e sensibilidade do ensaio de 

P. falciparum, modificações foram realizadas na sonda e no iniciador anti-senso 

(Tabela 3).  

Tabela 3. Sequência dos alvos Pvr47 e Pfr364. 

 Pfr364 

Iniciador senso  5'-CTCGCAATAACGCTGCAT-3' 

Iniciador anti-senso  5'-TTCCCTGCCCAAAAACG- 3' 

Sonda  5'-FAM-TGGTGCCGGGGG-ZEN-TTTCTACGC-IowaBlackFQ-3' 

 Pvr47 

Iniciador senso  5′-TCCGCAGCTCACAAATGTTC-3′ 

Iniciador anti-senso  5′-ACATGGGGATTCTAAGCCAATTTA-3′ 

Sonda  5'-FAM-TCCGCGAGG-ZEN-GCTGCAA-IowaBlackFQ-3' 

 

4.3.4 Padronização da qPCR e ddPCR para os alvos mitocondriais e não 

ribossomais 

Na padronização da qPCR, foram testados os iniciadores nas concentrações de 

300, 600 e 900 nM e as sondas em 150, 200 e 250 nM, na temperatura de anelamento 

de 60ºC. Após a escolha das melhores condições, amostras de DNA de indivíduos 

sabidamente negativos e que não estiveram em área endêmica, além de amostras 

positivas para P. vivax e P. falciparum foram utilizadas para a análise da 

especificidade dos iniciadores e sondas. O DNA de P. falciparum e P. vivax isolados 

de sangue de pacientes previamente diagnosticados por microscopistas bem 

treinados como mono infecções foi utilizado na padronização da qPCR. Todos os 

ensaios de qPCR foram realizados no equipamento ViiA™ 7 Real-Time PCR System 

(Thermo Fisher Scientific), da Plataforma de PCR em Tempo Real do Instituto René 

Rachou, e analisadas no QuantStudio™ Real-Time PCR Software (Thermo Fisher 

Scientific). 

Para a padronização da ddPCR foram testadas diferentes temperaturas de 

anelamento, de 58°C a 64°C, nas concentrações de 900 nM para os iniciadores e 250 
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nM para a sonda (condição recomendada pelo fabricante). Do mesmo modo, a 

especificidade dos ensaios foi avaliada utilizando amostras negativas para malária e 

realizado teste cruzado com amostras positivas para as duas espécies após a 

definição das condições ideais para a ddPCR. Os ensaios foram realizados 

inicialmente utilizando o QX200™Droplet Generator (Bio-Rad), um sistema de 

geração de gotas operado manualmente, e a leitura final realizado no equipamento 

QX200™Droplet Digital™ PCR System (Bio-Rad), localizado nos Laboratórios 

Federais de Defesa Agropecuária, em Pedro Leopoldo/MG. 

Posteriormente, o mesmo protocolo padronizado para a ddPCR foi executado em 

um novo equipamento de geração de gotas, QX200 AutoDG Droplet Digital PCR 

System (Bio-Rad), sistema automatizado que elimina as variações adicionadas pelo 

usuário. A leitura final foi realizada no mesmo equipamento QX200™Droplet Digital™ 

PCR System (Bio-Rad), localizado no Instituto René Rachou. A análise dos resultados 

foi realizada no QuantaSoftTM Software (Bio-Rad), que mensura o número de gotas 

positivas e negativas, e utiliza as gotas positivas na distribuição de Poisson para 

determinar a concentração do alvo em cópias/µL. Para este cálculo, é necessário que 

o experimento atinja o mínimo de 10.000 gotas totais. 

4.3.4.1 Definição do Limite de Branco para os ensaios de ddPCR 

Na ddPCR, eventos falso-positivos podem ocorrer a partir de diferentes fontes e, 

portanto, determinar um limiar nos ensaios de quantificação se torna crítico, 

particularmente quando um alvo é esperado em baixas concentrações 

(ARMBRUSTER; PRY, 2008). O Limite do Branco (LoB) é caracterizado como a 

menor concentração de um analito que pode ser mensurado com segurança em um 

procedimento analítico, ou a maior concentração aparente de um analito que pode ser 

detectada quando replicatas de uma amostra sem analito são testadas 

(ARMBRUSTER; PRY, 2008; CLSI/NCCLS, 2004). Desse modo, para os ensaios 

Pfr364 e Pvr47 o LoB foi definido utilizando a fórmula (ARMBRUSTER; PRY, 2008): 

LoB = média branco + 1.645 (Desvio Padrão branco)  

onde o “branco” se refere às replicatas que não continham nenhum analito. Para o 

cálculo do LoB foi considerado o branco dos ensaios de P. vivax e P. falciparum em 

conjunto. 
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4.3.5 Determinação do Limite de detecção (LOD) e ensaio de quantificação de 

P. vivax e P. falciparum 

Para a avaliação do limite de detecção das técnicas de qPCR e ddPCR, foi 

realizada a construção de plasmídeos contendo as sequências específicas de cada 

alvo para a realização de curvas-padrão para P. falciparum e P. vivax. Brevemente, 

os alvos amplificados por PCR convencional foram dosados no NanoDrop 2000 

spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific) e clonados no vetor pGEM-T Easy 

Vector (Promega), conforme protocolo do fabricante. Posteriormente, foi realizada a 

transformação em bactéria Escherichia coli TOP10 e após esse processo, 

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. No final do processo, as colônias selecionadas foram 

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

do fabricante e digestão do plasmídeo com a enzima EcoRI (Promega) para 

confirmação da presença do inserto. Confirmada a presença dos insertos, foi realizada 

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

quantificados no Qubit® 2.0 Fluorometer (Life Technologies). Para o cálculo do número 

de moléculas dos plasmídeos foi utilizada a fórmula (DE SOUZA et al., 2015):  

[(6,02 × 1023 cópias/mol) × quantidade de DNA (g)] 

[comprimento do DNA (pb) × 660 (g/mol/pb)]  

Após realizada esta estimativa, o DNA plasmidial de cada espécie foi diluído em 

oito pontos de diluição, com um fator de 5, tendo como ponto inicial a concentração 

de 2x104 cópias/µL de plasmídeo. Os pontos mais concentrados foram realizados em 

triplicata, e para os mais diluídos, até 8 replicatas.   

Amostras clínicas também foram utilizadas na determinação do limite de detecção 

na qPCR e ddPCR. Para tal, duas amostras foram utilizadas para P. vivax e P. 

falciparum, com parasitemia determinada por microscopistas experientes. Diluições 

seriadas, com um fator de 3, foram realizadas de 220 parasitos/μL a 0,3 parasitos/μL 

na qPCR e 0,1 parasitos/μL na ddPCR. Na ddPCR todos os pontos foram realizados 

em triplicata, assim como na qPCR, exceto pelos pontos mais diluídos, que foram 

realizados em quintuplicata nesta técnica. 
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Os ensaios de quantificação foram realizados na qPCR usando os plasmídeos 

(quantificação absoluta) e amostras clínicas (quantificação relativa). Para a 

quantificação absoluta, foi realizada uma diluição seriada de 5 vezes entre cada ponto 

com os plasmídeos (de 2x104 a 0,128x101 cópias/μL) em triplicata. As curvas de 

quantificação relativa foram realizadas com 3 amostras clínicas de P. vivax e P. 

falciparum com parasitemias determinadas por microscopistas experientes. Essas 

amostras foram diluídas em série com fator de 5 vezes entre cada ponto e a 

quantificação realizada em triplicata. Para a estimativa do número de cópias 

equivalentes a parasitemia/μL dos ensaios de quantificação relativa, os valores de Cq 

obtidos foram interpolados na reta de regressão obtida a partir da curva-padrão 

realizada na qPCR, utilizando o programa GraphPad Prism versão 7 para Windows 

(GraphPad Software, San Diego, California USA, www.graphpad.com). Para a 

validação desse modelo foram utilizadas 19 amostras clínicas de P. vivax e 13 

amostras para P. falciparum. 

Para os ensaios de limite de detecção e quantificação, a parasitemia foi ajustada 

para o equivalente do volume de sangue usado no diagnóstico molecular, como 

mostrado na Tabela 4. O fator de concentração do sangue durante a extração do DNA, 

mais o volume de solução de hidratação utilizado na eluição do DNA foi de 1,2 vezes. 

Tabela 4: Equivalente do volume de sangue utilizado no diagnóstico molecular.  
 

Amostra  Volume de 
sangue extraído  

Volume de DNA 
eluído 

Volume de DNA 
adicionado à PCR 
(10μl) 

Fator de 
concentração1  

Sangue  300 μL  50 μL 2 μL 1,2 vezes  

1 Fator de concentração do template do material durante a extração do DNA, mais a solução de 

hidratação para a eluição do DNA 

 

4.4 Análise da variabilidade genética de pfhrp2  

A deleção do gene foi inicialmente determinada por PCR convencional por meio 

da amplificação dos genes pfhrp2, MAL7P1_228 e MAL7P1_230 (downstream e 

upstream a pfhrp2, respectivamente), de acordo com o protocolo de Gamboa e 

colaboradores (2010) (GAMBOA et al., 2010) (Apêndice 1). Para confirmação dos 

resultados obtidos, um segundo protocolo foi utilizado baseado na Nested PCR 

(ABDALLAH et al., 2015) (Apêndice 1).  
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A análise da variabilidade genética de pfhrp2 foi realizada a partir do 

sequenciamento do gene de acordo com o protocolo de Baker e colaboradores (2010) 

(BAKER et al., 2010). As reações de sequenciamento foram realizadas utilizando o 

sistema BigDye®Terminator v3.1 (Thermo Fisher Scientific), que se baseia no método 

de terminação de cadeia com ddNTPs descrito por Sanger e colaboradores (1977) 

(SANGER; NICKLEN; COULSON, 1977). Os produtos obtidos pela reação de sequenciamento 

foram analisados por eletroforese capilar no sequenciador 3730xl DNA Analyzer 

(Thermo Fisher Scientific). Para identificar os polimorfismos, as sequências foram 

alinhadas utilizando os programas ClustalW  (THOMPSON; HIGGINS; GIBSON, 1994) e Contig 

Assembly Program (CAP) (HUANG, 1992), dentro do pacote BioEdit Sequence Alignment 

Editor (HALL, 1999). A confirmação da qualidade das bases foi realizada no programa 

Phred (EWING et al., 1998) e o alinhamento das sequências de nucleotídeos e sua 

tradução em aminoácidos foi realizada com o programa Mega X (KUMAR et al., 2018). 

4.5 Diversidade genética das populações de P. falciparum 

As populações de P. falciparum foram genotipadas para caracterização da 

multiplicidade de infecção. Para isso, foram analisados três microssatélites 

polimórficos: Polyα, PfPK2 e TA87 (SU; WELLEMS, 1996) (Apêndice 1). As reações 

de genotipagem foram analisadas por eletroforese capilar utilizando o sistema ABI 

3730xL DNA Analyzer (Thermo Fisher Scientific).  

Os produtos da eletroforese foram analisados no programa GeneMapperTM versão 

4.1 (Thermo Fisher Scientific). Os picos deveriam ter no mínimo um pico de 200 

unidades arbitrárias de fluorescência (rFU) para serem consideradas nas análises. 

Além disso, um limiar de um terço da altura do pico predominante (o pico com maior 

fluorescência) foi estabelecido para exclusão de artefatos. Para as análises de 

genética de populações foi considerado apenas o alelo predominante de cada locus. 

A heterozigosidade esperada (HE), o número médio de alelos por locus e as 

frequências alélicas foram calculadas no programa Arlequin v.3.5 (EXCOFFIER; LAVAL; 

SCHNEIDER, 2007). A multiplicidade de infecção (MOI) foi calculada dividindo-se o 

número total de alelos pelo número de amostras para cada microssatélite.  
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4.6 Análises Estatísticas 

Os resultados da ddPCR e qPCR foram avaliados em termos de sensibilidade, 

especificidade e limite de detecção. A concordância entre os diferentes protocolos de 

PCR foi avaliada por índices estatísticos específicos, tais como kappa. Testes 

estatísticos paramétricos e não paramétricos apropriados foram utilizados nas 

análises de comparação de médias e comparação de proporções entre os grupos 

definidos no estudo, tais como: teste t, análise de variância, teste de Qui-Quadrado 

(χ2) e Teste Exato de Fisher, conforme apropriado. As análises estatísticas foram 

realizadas utilizando o pacote estatístico R (The R Project for Statistical Computing) e 

GraphPad Prism versão 8.0.2 para Windows (GraphPad Software, San Diego, California 

USA, www.graphpad.com). As diferenças encontradas foram consideradas 

estatisticamente significativas com nível de significância de 5% (p<0,05).  
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5 RESULTADOS 

5.1 Determinação do perfil de deleção de pfhrp2  

Para essa parte do estudo, foram avaliadas 129 amostras de pacientes infectados 

por P. falciparum do Amapá, Mato Grosso, Rondônia e Roraima. Para determinar o 

perfil de deleção foi utilizado inicialmente o protocolo descrito por Baker e 

colaboradores (2005) e Gamboa e colaboradores (2010), baseado na PCR 

convencional, que amplifica o gene pfhrp2 e genes que o flanqueia downstream e 

upstream. Utilizando este protocolo, a taxa de deleção de pfhrp2 para todas as regiões 

estudadas foi de 47% (Figura 5).  

Figura 5. Frequência do perfil genético de pfhrp2 segundo os protocolos de Baker e colaboradores 

(2005) e Gamboa e colaboradores (2010). 

 

Para confirmar estes resultados, o protocolo descrito por Abdallah e 

colaboradores (2015) foi aplicado às mesmas amostras. A Tabela 5 e a Figura 5 

resumem os resultados obtidos para a amplificação do gene pfhrp2 utilizando este 

protocolo. 
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Tabela 5. Análise do perfil de deleção do gene pfhrp2 utilizando o protocolo de Abdallah e 

colaboradores (2015). 

 Rondônia, % 
(n=33) 

Mato Grosso, % 
(n=40) 

Amapá, % 
(n=11) 

Roraima, % 
(n=48) 

pfhrp2 + 31 (93,9) 36 (90) 11 (100) 41 (85,4) 

pfhrp2 - 2 (6,1) 4 (10) 0 7 (14,6) 

Para as 33 amostras analisadas de Rondônia, 2 amostras foram pfrhp2 negativas 

(6,1%). Maiores frequências de deleção foram observadas nos estados de Mato 

Grosso, onde das 40 amostras analisadas, 4 (10%) foram negativas e 7 (14,6%) das 

48 amostras do estado de Roraima. No estado do Amapá, as 11 amostras testadas 

foram positivas para pfhrp2. Quando analisadas em conjunto, as taxas de amostras 

pfhrp2 negativas em todas as regiões foi de 10%. Diversos perfis de deleção foram 

encontrados quando foi analisado o pfhrp2 e seus genes flanqueadores (Tabela 6). A 

deleção do gene upstream MAL7P1.230 foi observada com mais frequência.  

Tabela 6. Diferentes perfis de deleção de pfhrp2 encontrados nas amostras analisadas. 

MAL7P1_230 pfhrp2 MALP1_228 N (%)a 

Presente Presente Presente 69 (51,5%) 

Ausente Presente Presente 45 (33,6%) 

Ausente Presente Ausente 3 (2,2%) 

Presente Presente Ausente 2 (1,5%) 

Ausente Ausente Ausente 8 (6,0%) 

Ausente Ausente Presente 5 (3,7%) 

Presente Ausente Ausente 2 (1,5%) 

                              a Os perfis de deleção de pfhrp2 estão em negrito 

Ao comparar os dois protocolos utilizados, é possível observar uma diferença 

significativa na taxa de amostras pfhrp2 negativas (46% para o primeiro protocolo vs. 

10% para o segundo) (Figura 5). Em geral, não houve reprodutibilidade entre os 

protocolos para as amostras com baixa parasitemia (Média geométrica = 1.795 

parasitos/μL, 95% IC = 1.131 – 2.847 para amostras com resultados concordantes vs. 

Média geométrica = 1.304, 95% IC = 776 – 2.190 para amostras com resultados 

discordantes, P = 0,166 pelo teste Mann-Whitney). 

Noventa e quatro amostras (71%) foram testadas com RDTs e somente 4 (4,3%) 

foram negativas para P. falciparum. Uma amostra testada de 94 (1,1%) foi negativa 

no RDT e apresentou deleção de pfhrp2. No entanto, esta era uma amostra com baixa 

parasitemia (20 parasitos/μL) (Figura 6). 
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Figura 6. Associação entre o resultado dos RDTs e parasitemia das amostras testadas. Amostras 

de Rondônia e Roraima foram avaliadas com o teste SD Bioline Malaria Ag P.f/Pan test (Aboot) no 

momento da coleta de sangue; amostras de papel de filtro de Mato Grosso foram avaliadas com o teste 

SD Bioline Malaria Ag P.f (Standard Diagnostics). Amostras pfhrp2 negativas estão em negrito. RDT -, 

resultado negativo no RDT; RDT +, resultado positivo.  

 

 Para 84 amostras com parasitemia definida por MO, a maioria das amostras 

com resultado negativo no RDT apresentava baixa parasitemia (de 20 a 1.500 

parasitos/μL) (Figura 6). Oito amostras pfhrp2 negativas tiveram resultado positivo no 

RDT. Análises preliminares por PCR convencional mostraram que essas amostras 

também foram negativas para pfhrp3. Os dados de RDT para as demais amostras 

pfhrp2 negativas não estavam disponíveis.  

5.2 Diversidade genética das populações de P. falciparum  

Para a caracterização genética, as amostras foram genotipadas utilizando três 

microssatélites: TA87, Polyα e PfPK2. No total, 99/132 (75%) amostras foram 

genotipadas com sucesso. A maioria das amostras foi definida como policlonal 

(62/99), tendo o valor de MOI variando de 1,06 a 1,66 (Tabela 7). De forma geral, as 

populações de P. falciparum aqui analisadas mostraram alta diversidade genética, 

sendo ela maior em Rondônia e Roraima, enquanto Mato Grosso apresentou a menor 

diversidade.   
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Tabela 7. Multiplicidade de infecção e diversidade genética das populações de P. falciparum de 4 

estados da Amazônia Brasileira. 

População N MOI No. de alelos por locus, 

média ± SD 

Diversidade genética (HE), 

média ± SD 

Amapá 11 1,06 2,6 ± 1,1 0,527 ± 0,191 

Mato Grosso 9 1,66 2,0 ± 1,7 0,250 ± 0,433 

Rondônia 33 1,20 6,0 ± 2,0 0,636 ± 0,192 

Roraima 46 1,27 5,3 ± 2,5 0,595 ± 0,111 

 

Das amostras pfhrp2 negativas, 10/13 amostras puderam ser genotipadas. 

Destas, 9 amostras eram infecções policlonais (Tabela 8). Além disso, destas 10 

amostras genotipadas, 9 foram testadas com RDT e apenas uma, com baixa 

parasitemia (20 parasitos/μL), foi negativa no RDT (Figura 6).  
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Tabela 8. Frequência alélica dos 3 microssatélites de P. falciparum genotipados nesse estudo. 

Locus, alelo Amapá (N = 11) Mato Grosso (N = 9) Rondônia (N = 33) Roraima (N = 46) 

TA87         

90 0,090 0,111 0,121 0,065 

93 0,454 0,444 0,303 0,087 

96 0,363 - 0,151 0,109 

99 - - 0,060 - 

102 - - 0,060 0,022 

108 0,090 0,333 0,090 0,522 

111 - 0,111 0,181 0,022 

114 - - - 0,109 

Polyα         

162 - - 0,030 - 

165 0,545 - 0,242 0,130 

174 0,454 1,000 0,696 0,173 

180 - - - 0,695 

PfPK2         

163 - - 0,030 - 

166 - - 0,030 - 

169 - - 0,090 0,391 

172 - 1,000 0,212 0,021 

175 0,182 - 0,030 - 

178 0,818 - 0,606 0,500 

184 - - - 0,065 

 

5.3 Variabilidade das sequências de pfhrp2 

Para a análise de variabilidade de HRP2, 34 amostras foram sequenciadas e a 

composição de aminoácidos dessas sequências foi agrupada em diferentes tipos de 

repetições, de acordo com Baker e colaboradores (2005; 2010). A composição das 

repetições de aminoácidos das amostras foi similar para todas as regiões (Tabela 9). 

Todas as amostras começaram com a repetição do tipo 1 (AHHAHHVAD) e 

terminaram com o tipo 12 (AHHAAAHHEAATH). As repetições com maior número de 

unidades repetitivas por amostra foram os tipos 2 (AHHAHHAAD) e 7 (AHHAAD). 

Algumas repetições foram mais raras, como o tipo 4 (AHH), presente somente no 
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estado de Mato Grosso, assim como os tipos 9 (AAY), 11 (AHN), 13 (AHHASD) e tipo 

14 (AHHAHHATD), ausentes em todos os estados. 

Tabela 9. Tipos e quantidade de repetições no gene pfhrp2 nas 34 amostras de P. falciparum 

analisadas. 

Região 

Número mínimo e máximo de repetições a 

1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 

Amapá (N = 9) 4-6 9 1-2 0 2 3-4 6-10 1 0 2-3 0 1 0 0 

Mato Grosso (N = 6) 2-4 9-12 2 0-1 0-2 3-6 8-11 0-1 0 0-3 0 1 0 0 

Rondônia (N = 10) 2-4 9-12 1-2 0 1-2 2-4 9-8 1 0 0-2 0 1 0 0 

Roraima (N = 9) 2-4 9-12 2 0 0-2 3-5 8-11 0-1 0 0-3 0 1 0 0 

a As repetições de aminoácidos foram identificadas como descrito por Baker e colaboradores (2005; 

2010). 

Tendo como base as repetições encontradas, foram definidos 10 padrões de 

sequências para as amostras analisadas neste trabalho (Figura 7). Cada estado 

apresentou um perfil distinto dos padrões identificados de PfHRP2 (Figura 8). 

Somente em Rondônia e Mato Grosso o padrão III foi observado em alta frequência.  

Figura 7. Distribuição de frequência dos padrões de sequências de PfHRP2 para os isolados de P. 

falciparum da Amazônia Brasileira. 
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Figura 8. Diferentes padrões encontrados nos estados analisados neste estudo. 

 

 

Em uma análise de variabilidade genética de pfhrp2 de amostras da América do 

Sul, onde foi possível encontrar 8 diferentes padrões não observados nas amostras 

analisadas neste estudo, observamos que o padrão I é o mais prevalente no Brasil e 

Guiana Francesa (Tabela 10). Os resultados obtidos neste estudo para o perfil de 

deleção e variabilidade de pfhrp2 foram compilados no artigo “A comprehensive 

analysis of genetic diversity of Plasmodium falciparum histidine-rich protein 2 

(PfHRP2) in the Brazilian Amazon” (Apêndice 2). 
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Tabela 10. Frequência dos padrões das sequências de PfHRP2 das amostras da América do Sul. 

Padrões 
Brasil,  
N (%) 

Guiana Francesa,  
N (%) 

Colômbia,  
N (%) 

Peru,  
N (%) 

Suriname,  
N (%) 

I 11 (26,2) 16 (55,2) 0 0 0 

II 3 (7,1) 0 0 0 0 

III 8 (19,0) 0 0 1 (25,0) 0 

IV 6 (14,3) 0 0 0 0 

V 6 (14,3) 4 (13,8) 0 0 0 

VI 2 (4,8) 3 (10,3) 0 0 0 

VII 1 (2,4) 0 0 0 0 

VIII 1 (2,4) 1 (3,5) 0 0 0 

IX 1 (2,4) 0 0 0 0 

X 1 (2,4) 0 0 0 0 

XI 1 (2,4) 1 (3,5) 0 0 0 

XII 1 (2,4) 0 0 0 1 (100,0) 

XIII 0 0 0 2 (50,0) 0 

XIV 0 0 0 1 (25,0) 0 

XV 0 0 1 (50,0) 0 0 

XVI 0 0 1 (50,0) 0 0 

XVII 0 3 (10,3) 0 0 0 

XVIII 0 1 (3,5) 0 0 0 

Total, N  42 29 2 4 1 

 

5.4 Padronização dos protocolos moleculares para amplificação dos alvos 

mitocondriais 

 

5.4.1 Padronização da qPCR para os alvos mitocondriais 

Cinco diferentes ensaios foram desenhados para a detecção de P. falciparum e 

P. vivax, tendo como alvo diferentes regiões no genoma mitocondrial (Tabela 2). 

Embora o genoma mitocondrial ser altamente conservado entre as espécies de 

Plasmodium, o alinhamento dos iniciadores e sondas de cada ensaio com as 

sequências do genoma de diferentes espécies de Plasmodium mostra a presença de 

alguns polimorfismos utilizados para a sua diferenciação (Figura 9).  

Um amplo screening foi realizado com todos os ensaios para avaliar a reação 

cruzada entre P. falciparum e P. vivax, além de amostras de humanos não infectados 

por Plasmodium. No total, 60 amostras clínicas e 26 amostras de humanos não 

infectados foram utilizadas nos testes. A Tabela 11 resume os dados de parasitemia 

das amostras utilizadas. 
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Figura 9. Alinhamento de diferentes sequências do genoma mitocondrial de P. falciparum e P. vivax. As regiões de diferenciação de cada espécie estão 

destacados em preto; em (A) está o conjunto obtido para P. falciparum e em (B), para P. vivax. 
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Para o ensaio que tem como alvo o citocromo oxidase 3, PV_COX3, uma taxa de 

23,4% de amplificação não específica com P. falciparum foi observada, com valores 

de Cq de 35,1 a 39,9, e uma sobreposição de Cq com as amostras específicas de 

3,8%. A amplificação não específica foi observada para 1 de 67 (1,5%) reações com 

as amostras de humanos não infectados por Plasmodium (Tabela 11). 

Para o ensaio PV_NC_1, três de 6 amostras de outras espécies de Plasmodium 

(50%) tiveram amplificação inespecífica com Cq médio de 34,8 (intervalo = 32,7 – 

38,8) e 11% (8 de 68) das reações utilizando amostras de humanos não infectados 

por Plasmodium amplificaram para este ensaio (Cq médio = 36,5; intervalo = 31,3 – 

38,6) (Tabela 11). Para a amplificação específica de P. vivax, este ensaio teve uma 

taxa de 95,7%, com Cq médio de 30,6 (27,0 – 37,4). Todas as amplificações 

inespecíficas tiveram valores de Cq acima da média das específicas. Uma 

sobreposição entre o Cq das amplificações inespecíficas e específicas foi observada 

em 31,8% das amostras analisadas. 

Dois ensaios tiveram como alvo regiões não codificantes do genoma mitocondrial 

de P. falciparum. Para o ensaio PF_NC_1, o Cq médio das amostras específicas foi 

de 22,0 (12,7 – 34,6), e para o ensaio PF_NC_2, o Cq médio foi de 25,9 (19,3 – 29,8). 

Para o ensaio PF_NC_1, quatro de 15 amostras de P. falciparum não amplificaram, 

sendo que este resultado não está associado com baixa parasitemia (média 

geométrica = 1.224 parasitos/μL) (Tabela 11). Este ensaio apresentou amplificação 

inespecífica em 14,6% (11 de 75) das reações, sendo 11,8% (2 de 17) delas de 

amostras de P. vivax. Para o ensaio PF_NC_2, 27,8% (27 de 97) de amplificação 

inespecífica foi observada, sendo 38,9% (7 de 18) delas de P. vivax. Para as amostras 

de humanos não infectados por Plasmodium, observou-se uma taxa de 20,9% (9 de 

43) e 33,3% (20 de 60) de amplificação, para os ensaios PF_NC_1 e PF_NC_2, 

respectivamente (Tabela 11). Houve uma sobreposição de 18,1% e 8,9% entre o Cq 

das amplificações inespecíficas e específicas para os ensaios PF_NC_1 e PF_NC_2, 

respectivamente. 
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Tabela 11. Resumo dos dados para cada ensaio dos alvos mitocondriais. 

Ensaio 

Parasitemia por 

MO 

 Amplificação específica de 
Plasmodium * 

Amplificação não específica* Total* Cutoff 

Média geométrica 
(parasitos/μL) 

Outras espécies de 
Plasmodium** 

Humano não infectado por 
Plasmodium 

Amplificação 
não 

específica (%) 

 

Positividade 
(%) 

Cq médio 
(intervalo) 

Positividade 
(%) 

Cq médio 
(intervalo) 

Positividade 
(%) 

Cq médio 
(intervalo) 

  

PV_COX3 
3.802 

(CI95 2.745-5.265)  
41/43 (95,3) 

26,5 
(18,0 - 35,4) 

11/47 (23,4) 
37,7 

(35,1 – 39,9) 
1/67 (1,5) - 12/157 (7,6) 34,1 

PV_NC_1 
1.159 

(CI95 343,7-3.911)  
22/23 (95,7) 

30,6 
(27,0 - 37,4) 

3/6 (50) 
34,8 

(32,7 - 38,8) 
8/68 (11,8) 

36,5  
(31,3 - 38,6) 

11/97 (11,3) 34,3 

PF_NC_1 
1.587 

(CI95 380,9-6.614)  
11/15 (73,3) 

22,0 
(12,7 - 34,6) 

2/17 (11,8) 
34,7 

(33,4 – 36,0) 
9/43 (20,9) 

36,3  
(33,0 - 39,7) 

11/75 (14,6) 32,9 

PF_NC_2 
1.255 

(CI95 415,0-3.795)  
18/19 (94,7) 

25,9 
(19,3 - 29,8) 

7/18 (38,9) 
34,6 

(29,2 - 37,4) 
20/60 (33,3) 

36,6  
(32,7 - 38,8) 

27/97 (27,8) 31,2 

PF_CYTB 
1.337 

(CI95 325,6-5.489)  
36/66 (54,5)# 

23,2 
(13,0 - 33,3) 

5/8 (62,5)  
38,3 

(38,0 - 38,4) 
33/171 (19,3) 

37,1 
(34,8 - 39,8) 

38/245 (15,5) 34,9 

* Nesta tabela foram incluídas a soma de todas as reações testadas. ** Outras espécies de Plasmodium testadas: no ensaio PV_COX3 foram testadas 47 

amostras de P. falciparum; no ensaio PV_NC_1 foram testadas 6 amostras de Plasmodium: Plasmodium simium (n=2), P. malariae/P. brasilianum (n=2) e P. 

falciparum (n=2); para PF_NC_1 foram testadas 17 amostras de P. vivax; para PF_NC_2 foram testas 18 amostras de P. vivax; para o ensaio PF_CYTB, foram 

testadas 8 amostras de Plasmodium: : P. simium (n=2), P. malariae/P. brasilianum (n=2) e P. vivax (n=2). #PF_CYTB: 21 amostras não amplificaram devido ao 

uso de DMSO. 
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A amplificação inespecífica para o ensaio que teve como alvo  o citocromo b de 

P. falciparum, PF_CYTB, foi identificada em 15,5% (38 de 245) das reações, incluindo 

62,5% (5 de 8) amostras de P. vivax e 19,3% (33 de 171) das reações utilizando 

amostra de humanos não infectados por Plasmodium (Tabela 11). Neste ensaio, 

diferentes concentrações de DMSO (1% a 5%) foram utilizadas para reduzir a 

amplificação não específica, assim como avaliar seu efeito em relação às 

amplificações específicas. De 52 amostras testadas com DMSO (amostras de 

humanos não infectados por Plasmodium e P. vivax), quatro tiveram amplificação não 

específica (7,7%), e 21 de 66 (31,8%) amostras específicas de Plasmodium não 

amplificaram devido à inibição do DMSO, diminuindo a sensibilidade do ensaio 

PF_CYTB (Tabela 11). Seis de 66 amostras específicas testadas sem DMSO não 

amplificaram e esse resultado não foi associado com baixa parasitemia (média 

geométrica = 1.240 parasitos/μL). O maior valor de Cq para as amplificações 

específicas foi de 33,3, quase um ciclo menor que o Cq mínimo das amplificações não 

específicas (intervalo = 34,8 – 39,8). Não houve sobreposição entre as amplificações 

específicas e não específicas para este ensaio. 

Inicialmente, para minimizar a amplificação inespecífica, diferentes parâmetros 

foram modificados, como a concentração dos iniciadores e sondas de cada ensaio, as 

condições de desnaturação e anelamento dos iniciadores e o número de ciclos da 

reação. A concentração dos iniciadores variou de 0,3 µM a 0,9 µM e das sondas de 

0,15 µM a 0,25 µM. A temperatura de anelamento variou de 52° C à 63° C. Essas 

modificações diminuíram o número de amplificações inespecíficas em alguns casos, 

entretanto, não as eliminou na sua totalidade. Além disso, o valor de Cq para as 

amostras específicas aumentou, mostrando que as alterações na temperatura de 

anelamento e na concentração dos iniciadores e sondas interferiram na sensibilidade 

dos ensaios.  

Um limiar de detecção (cutoff) foi estabelecido para cada ensaio usando os 

valores de Cq das amplificações específicas e inespecíficas, baseado na sensibilidade 

e especificidade dados pela curva ROC. O valor ótimo do cutoff foi determinado como 

>90% de especificidade (Tabela 11). Mesmo com a utilização do cutoff, não foi 

possível separar as amplificações específicas das inespecíficas (Figura 10). Os 

resultados observados do processo de padronização dos ensaios baseados no 
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genoma mitocondrial de Plasmodium foram compilados no artigo “Malaria diagnosis 

based on mitochondrial targets: Challenges and Pitfalls” e será submetido em breve 

na revista Malaria Journal (Apêndice 3). 

Figura 10. Distribuição dos valores de Cq para as amplificações específicas e inespecíficas por 

ensaio na qPCR. (A) P. vivax citocromo oxidase 3. (B) P. vivax região não codificante 1. (C) P. 

falciparum região não codificante 1. (D) P. falciparum região não codificante 2. (E) P. falciparum 

citocromo oxidase b. P. vivax + e P. falciparum +, amostras positivas para P. vivax e P. falciparum, 

respectivamente, previamente testadas usando diferentes protocolos moleculares; Human -, amostras 

de voluntários saudáveis de uma área não endêmica para malária (testadas com protocolos diferentes 

de PCR). As barras de erros representam o Cq médio e desvio padrão. A linha tracejada representa o 

cutoff definido para cada ensaio pela curva ROC. 

 

5.4.2 Padronização da ddPCR para os alvos mitocondriais 

Para a padronização da ddPCR, os mesmos alvos mitocondriais desenhados para 

P. vivax e P. falciparum na qPCR foram utilizados, simultaneamente. De forma similar, 

para sua padronização, foi realizado um gradiente de temperatura (58°C a 62°C), na 

concentração de iniciadores de 900 nM e sonda, 250 nM, como recomendado pelo 
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manual da ddPCR (Bio-Rad). Mesmo com a amplificação eficiente para as amostras 

específicas de cada espécie, amplificações inespecíficas também foram observadas 

neste método realizando o teste cruzado entre P. vivax e P. falciparum e amostras de 

humanos não infectados por Plasmodium (Figura 11).  

Figura 11. Teste de especificidade para P. falciparum e P. vivax. Cada ponto (azul e preto) 

representa uma gota gerada pelo QX200 Droplet Generator (Bio-Rad). Cada gota pode apresentar 

nenhuma, uma ou mais moléculas de DNA. Quando não existe material genético a ser amplificado, 

essa gota é considerada negativa quando lida no QX200 Droplet Reader (Bio-Rad) (pontos pretos); os 

pontos azuis são as gotas positivas. (A) Teste de especificidade de um ensaio de P. falciparum 

utilizando amostras de P. vivax e de humanos não infectados por Plasmodium. (B) Teste de 

especificidade de um ensaio de P. vivax utilizando amostras de P. falciparum e de humanos não 

infectados por Plasmodium. 

 

 

A 

B 

amplificações 
inespecíficas 

amplificações 
inespecíficas 
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Ajustes nas concentrações para os ensaios de P. vivax e P. falciparum foram 

realizados, assim como na temperatura, na tentativa de diminuir as amplificações 

inespecíficas, embora sem sucesso. Diante da impossibilidade de obter ensaios 

específicos, tanto na ddPCR, quanto na qPCR, os ensaios com alvos mitocondriais 

não foram mais utilizados.  

5.5 Padronização dos protocolos moleculares para amplificação dos alvos 

nucleares não ribossomais 

5.5.1 Padronização da ddPCR  

Para o ensaio de P. falciparum (Pfr364), foi realizado um teste com as 

temperaturas de 58°C, 61°C e 62°C. É importante ressaltar que para esta espécie 

duas populações bem definidas de gotas positivas são visíveis, sendo essas 

populações de amplicons com tamanhos distintos devido às cópias não idênticas do 

alvo Pfr364 no genoma de P. falciparum. Adicionalmente, um threshold de 4.000 

unidades de fluorescência relativa (RFU) foi definido, auxiliando assim na eliminação 

das populações de menor amplitude (Figura 12). O ensaio permaneceu sem 

amplificação inespecífica quando testado com amostras de controle negativo e de P. 

vivax (Figura 12B). A temperatura de 58°C foi definida como a temperatura ótima. 

Figura 12. (A) Padronização da temperatura de anelamento dos primers utilizados na ddPCR para o 

alvo Pfr364. (B) Teste de especificidade com amostras de P. vivax e controles negativos de humanos 

não infectados por Plasmodium. A primeira coluna se refere a um controle positivo para P. falciparum.  

 

A 
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Para o ensaio de P. vivax (Pvr47) foi possível obter uma boa amplitude em todas 

as temperaturas testadas (57 a 59°C) com uma queda discreta na amplitude na 

temperatura de 59°C (Figura 13). O ensaio não apresentou amplificação inespecífica 

quando testado com amostras de P. falciparum ou controles negativos (Figura 13B). 

A temperatura de 58°C foi definida como a ótima e o threshold de 3.000 RFU foi 

estabelecido. 

Figura 13. (A) Padronização do ensaio Pvr47. (B) Teste de especificidade com amostras de P. 

falciparum e controles negativos de humanos não infectados por Plasmodium. A primeira coluna se 

refere a um controle positivo para P. vivax. 

 

B 

A 
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Adicionalmente ao threshold estabelecido para ambos os ensaios, o LoB também 

foi aplicado. O número de gotas positivas de quatorze amostras sem analito de sete 

experimentos independentes foram selecionados para o cálculo do LoB (dados não 

mostrados). O valor obtido foi de 2 gotas e aplicado aos resultados das quantificações. 

Ou seja, as amostras foram consideradas positivas somente acima deste valor de 

gotas positivas.  

5.6 Limite de detecção dos alvos Pvr47 e Pfr364 

 

5.6.1 Limite de detecção na qPCR 

Para realizar os ensaios com os alvos de P. vivax (Pvr47) e P. falciparum (Pfr364) 

na qPCR, foram utilizadas as condições padronizadas previamente por Amaral e 

colaboradores (2019). Inicialmente, utilizando um plasmídeo contendo o fragmento do 

alvo Pvr47 de P. vivax foi realizada uma diluição seriada, de 2x104 a 2,56x10-1 

cópias/μL. Nos dois experimentos realizados em triplicata, é possível observar a 

amplificação do alvo até a concentração de 1,28 cópias/μL (Tabela 12).  

 

 

 

 

B 
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Tabela 12. Determinação do limite de detecção para o alvo Pvr47 de P. vivax na qPCR utilizando 

plasmídeo. 

Plasmídeo 
(cópias/μL) 

Nº replicatas 
positivas/total (%) 

Cq médio (Cq SD) 
Total 

Exp1 Exp2 Exp1 Exp2 

2,00E+04 3/3 (100%) 3/3 (100%) 24,8 (0,2) 24,9 (0,1) 6/6 

4,00E+03 3/3 (100%) 3/3 (100%) 27,1 (0,2) 27,2 (0,1) 6/6 

8,00E+02 3/3 (100%) 3/3 (100%) 29,2 (1,3) 29,7 (0,1) 6/6 

1,60E+02 3/3 (100%) 3/3 (100%) 32,1 (0,5) 32,2 (0,1) 6/6 

3,20E+01 3/3 (100%) 3/3 (100%) 34,8 (0,1) 34,8 (0,2) 6/6 

6,40E+00 3/3 (100%) 3/3 (100%) 36,7 (0,3) 37,3 (0,3) 6/6 

1,28E+00 2/3 (66,6%) 3/3 (100%) 38,5 (0,5) 39,5 (0,4) 5/6 

2,56E-01 0/3 (0%) 0/3 (0%) - - - - 0/6 

 

Para definir o limite de detecção utilizando amostras clínicas, duas amostras 

diferentes foram utilizadas com parasitemias determinadas por microscopia (Tabela 

13). Na concentração de 0,9 parasitos/μL, todas as amostras foram amplificadas com 

sucesso. Além disso, o alvo foi amplificado com sucesso (> 80%) na concentração de 

0,3 parasitos/μL nas duas amostras testadas.  

Tabela 13. Determinação do limite de detecção utilizando amostras clínicas de P. vivax. 

Parasitemia 
(parasitos/μL) 

Nº replicatas 
positivas/total (%) 

Cq médio (Cq SD) 
Total 

Exp1 Exp2 Exp1 Exp2 

220 3/3 (100%) 3/3 (100%) 25,7 (0,28) 27,1 (0,01) 6/6 

73 3/3 (100%) 3/3 (100%) 28,1 (0,36) 29,2 (0,1) 6/6 

24 3/3 (100%) 3/3 (100%) 29,8 (0,38) 30,9 (0,18) 6/6 

8 5/5 (100%) 5/5 (100%) 31,5 (0,87) 32,6 (0,39) 10/10 

2,7 5/5 (100%) 5/5 (100%) 34,0 (0,92) 34,5 (0,47) 10/10 

0,9 5/5 (100%) 5/5 (100%) 35,2 (1,59) 36,1 (0,83) 10/10 

0,3 4/5 (80%) 4/5 (80%) 37,2 (0,93) 37,5 (1,22) 8/10 

 

Já para P. falciparum, as concentrações de 2x104 até 2,56x10-1 cópias/μL também 

foram utilizadas na construção das curvas para o limite de detecção. Para o alvo 

Pfr364, a concentração mínima detectada nos dois experimentos foi de 6,4 cópias/μL 

(Tabela 14). 

 

 

Tabela 14. Determinação do limite de detecção do ensaio Pfr364 de P. falciparum utilizando plasmídeo. 
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Plasmídeo 
(cópias/μL) 

Nº replicatas positivas/total 
(%) 

Cq médio (Cq SD) 
Total 

Exp1 Exp2 Exp1 Exp2 

2,00E+04 3/3 (100%) 4/4 (100%) 25,5 (0,08) 25,6 (0,09) 7/7 

4,00E+03 3/3 (100%) 4/4 (100%) 28,0 (0,25) 28,1 (0,18) 7/7 

8,00E+02 3/3 (100%) 4/4 (100%) 30,5 (0,37) 30,5 (0,14) 7/7 

1,60E+02 3/3 (100%) 4/4 (100%) 31,9 (0,42) 32,6 (0,86) 7/7 

3,20E+01 8/8 (100%) 4/4 (100%) 35,9 (0,85) 35,2 (0,64) 12/12 

6,40E+00 7/8 (87,5%) 3/4 (75%) 37,0 (0,48) 37,01 (0,53) 10/12 

1,28E+00 0/8 (0%) 1/4 (25%) - - 36,4 - 1/12 

2,56E-01 1/8 (12,5%) 0/4 (0%) 37,3 - 25,6 - 1/12 

 

Para as amostras clínicas, houve uma boa concordância de detecção até o valor 

de 2,7 parasitos/μL, onde acima de 80% das amostras amplificaram (Tabela 15). 

Tabela 15. Determinação do limite de detecção utilizando amostras clínicas de P. falciparum. 

Amostra 
(cópias/μL) 

Nº replicatas 
positivas/total (%) 

Cq médio (Cq SD) 

Total 

Exp1 Exp2 Exp1 Exp2 

220 3/3 (100%) 3/3 (100%) 30,5 (0,19) 25,1 (0,84) 6/6 

73 3/3 (100%) 3/3 (100%) 32,3 (0,54) 27,1 (0,64) 6/6 

24 3/3 (100%) 3/3 (100%) 34,1 (0,59) 28,8 (1,64) 6/6 

8 5/5 (100%) 5/5 (100%) 36,1 (1,13) 30,8 (1,29) 10/10 

2,7 3/5 (60%) 5/5 (100%) 37,4 (0,94) 33,5 (0,87) 8/10 

0,9 1/5 (20%) 5/5 (100%) 37,8 - 35,7 (0,51) 6/10 

0,3 0/5 (0) 5/5 (100%) - - 37,2 (0,56) 5/10 

 

5.6.2 Limite de detecção na ddPCR 

Para definir o limite de detecção na ddPCR, amostras clínicas com parasitemia 

conhecida foram utilizadas. Diluições seriadas foram realizadas de 24 parasitos/μL a 

0,1 parasitos/μL. Para o ensaio Pvr47 de P. vivax, o alvo foi detectado em todas as 

concentrações em pelo menos 2 replicatas para a amostra testada (Tabela 16). O 

ensaio foi capaz de detectar e quantificar até o limite de 0,1 parasitos/μL. 

Para o ensaio Pfr364 de P. falciparum, a amplificação e quantificação foi realizada 

com sucesso (>66%) em todas as concentrações avaliadas (Tabela 17). Apesar da 

diferença de gotas positivas e quantificação entre as amostras testadas, pode-se 

observar que para a amostra 1 houve 100% de detecção em todos os pontos da curva.  
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Tabela 16. Determinação do limite de detecção do ensaio Pvr47 de P. vivax na ddPCR. 

Parasitemia 
(parasitos/μL) 

Amostra 1 (%) 
Nº médio gotas 

positivas  
Concentração média 

(cópias/μL) ± SD 
Amostra 2 (%) 

Nº médio gotas 
positivas  

Concentração média 
(cópias/μL) ± SD 

Total 

24 3/3 (100%) 359 20,6 ± 0,5 3/3 (100%) 36 2 ± 0,2 6/6 

8 3/3 (100%) 127 7,2 ± 0,7 3/3 (100%) 10 1 ± 0,2 6/6 

2,7 3/3 (100%) 46 2,6 ± 0,6 3/3 (100%) 3 0,2 ± 0,04 6/6 

0,9 3/3 (100%) 16 0,9 ± 0,5 0/3 (0) 1 0,04 ± 0,03 3/6 

0,3 2/3 (66,6%) 4 0,3 ± 0,2 0/3 (0) 0 0  2/6 

0,1 2/3 (66,6%) 2 0,1 ± 0,1 0/3 (0) 0 0  2/6 

 

Tabela 17. Limite de detecção para cada amostra clínica testada com o ensaio Pfr364. 

Parasitemia 
(parasitos/μL) 

Amostra 1 (%) 
Nº médio gotas 

positivas 
Concentração média 

(cópias/μL) ± SD 
Amostra 2 (%) 

Nº médio gotas 
positivas 

Concentração média 
(cópias/μL) ± SD 

Total 

24 3/3 (100%) 534 30,1 ± 0,5 3/3 (100%) 100 5,1 ± 0,9 6/6 

8 3/3 (100%) 202 11,8 ± 0,8 3/3 (100%) 30 1,6 ± 0,1 6/6 

2,7 3/3 (100%) 69 4,1 ± 0,3 2/3 (66,6%) 9 0,5 ± 0,4 5/6 

0,9 3/3 (100%) 24 1,4 ± 0,2  3/3 (100%) 6 0,3 ± 0,2  6/6 

0,3 3/3 (100%) 4 0,3 ± 0,1 1/3 (33,3%) 2 0,1 ± 0,03 4/6 

0,1 3/3 (100%) 3 0,2 ± 0,1 1/3 (33,3%) 1 0,1 ± 0,1 4/6 
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5.7 Detecção de Plasmodium através de DNA obtido de sangue, saliva e swab 

pela qPCR  

Nessa parte do estudo, foram incluídas 234 amostras, sendo 229 delas avaliadas 

com sucesso na qPCR para o DNA obtido de sangue. No sangue, a qPCR detectou 

91% das amostras de P. vivax positivas na MO e 77% de P. falciparum (Tabela 18).  

Tabela 18. Resumo dos resultados da MO e qPCR para as amostras de sangue. 

 qPCR no sangue, n (%) 

MO P. vivax P. falciparum Mistaa Negativo 

P. vivax 93 (91,2) 0 7 (6,9) 2 (2,0) 

P. falciparum 1 (1,3) 59 (76,6) 16 (20,8) 1 (1,3) 

Mista 0 2 (28,6) 5 (71,4) 0 

Negativo 4 (9,3) 4 (9,3) 9 (20,9) 26 (60,5) 
a Infecção mista (P. falciparum/P. vivax) 

Houve uma discordância entre 32 amostras diagnosticadas como monoinfecção 

ou negativa na MO e infecção mista na qPCR. De forma geral, a qPCR foi capaz de 

detectar 17 amostras a mais que a MO. Três amostras positivas na MO que não 

amplificaram na qPCR tiveram amplificação quando utilizado um gene de controle 

humano, ABO, excluindo a possibilidade de presença de inibidores da PCR. Uma 

ampla variação nos valores de Cq foi observada, refletindo diferenças na parasitemia 

das amostras clínicas (Figura 14A). Em geral, os resultados discordantes entre MO e 

qPCR estavam associados a altos valores de Cq. A maioria das infecções mistas 

detectadas pela qPCR tiveram valores de Cq acima de 30 ciclos, principalmente para 

P. vivax. 
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Figura 14. Gráfico de dispersão para os valores de Cq obtidos na qPCR. (A) qPCR das amostras 

de sangue. As diferentes cores indicam os resultados do diagnóstico pela MO para cada amostra 

(círculos menores). (B) qPCR para as amostras de sangue e saliva para cada amostra (círculos 

menores). As regiões delimitadas no gráfico indicam onde as amostras de P. falciparum (vermelho), P. 

vivax (verde), infecções mistas (laranja) e amostras negativas (azul) devem ser localizadas.  

 

Foram avaliadas 193 amostras pareadas de sangue e saliva na qPCR. A qPCR 

da saliva foi capaz de amplificar 72% das amostras de P. vivax e 79% das amostras 

de P. falciparum que foram positivas nas amostras de sangue (Tabela 19). Foram 

observados resultados discordantes para as infecções mistas, com uma concordância 

de apenas 24% entre as amostras de sangue e saliva. De forma surpreendente, a 

qPCR foi capaz de detectar infecções mistas nas amostras de saliva que não foram 

detectadas pela MO ou na qPCR para as amostras de sangue. Para estas amostras 

o Cq médio foi de 33,5 (SD = 1,34) para o ensaio de P. vivax e 33,2 (SD = 1,0) para o 

ensaio de P. falciparum. Dessas amostras, quando o DNA obtido de sangue foi testado 

com o controle humano ABO, todas amplificaram. Como esperado, as amostras de 

saliva positivas na qPCR apresentaram valores de Cq maiores quando comparados 

às amostras de sangue (Figura 14B). 
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Tabela 19. Resultado para 193 amostras pareadas de sangue e saliva na qPCR. 

 Saliva, n (%) 

Sangue P. vivax P. falciparum Mistaa Negativo 

P. vivax 64 (71,9) 2 (2,2) 0 23 (25,8) 

P. falciparum 1 (1,8) 44 (78,6) 1 (1,8) 10 (17,9) 

Mista 5 (15,2) 9 (27,3) 8 (24,2) 11 (33,3) 

Negativo 2 (13,3) 1 (6,7) 5 (33,3) 7 (46,7) 

a Infecção mista (P. falciparum/P. vivax) 

Para avaliar o desempenho da qPCR na detecção do Plasmodium em diferentes 

fontes de DNA, 146 amostras pareadas de sangue, saliva e swab foram analisadas. 

De forma geral houve uma concordância para 53 (36%) amostras (Figura 15A). 

Resultados similares foram observados para 93 (64%) amostras de sangue e saliva, 

62 (42%) de sangue e swab, e 78 (53%) de saliva e swab. A maioria das amostras de 

swab não amplificou na qPCR, apesar de todas serem positivas quando testadas para 

o controle humano ABO (Figura 15B). As amostras de sangue e saliva detectaram as 

mesmas espécies de Plasmodium para a maioria das amostras positivas na qPCR (87 

de 140). Algumas das infecções mistas foram detectadas apenas no sangue pela 

qPCR. 

Figura 15. Comparação dos resultados obtidos para a qPCR das 146 amostras pareadas de 

sangue, saliva e swab. (A) Diagrama de Venn demonstrando o número absoluto das concordâncias 

e diferenças relativas à positividade entre as amostras de sangue, saliva e swab. (B) Heatmap dos 

resultados da MO e qPCR das amostras de sangue, saliva e swab: P. vivax, em verde; P. falciparum, 

em vermelho; infecções mistas, em laranja; amostras negativas, em azul. 

 

. 
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Posteriormente, a acurácia da qPCR foi estimada para este conjunto de amostras. 

Para isto, todos os resultados da qPCR foram combinados e definidos como método 

de referência, ou seja, todas as amostras que amplificaram em qualquer momento na 

qPCR (para o sangue, saliva ou swab) foram consideradas como positivas para 

Plasmodium. Assim, a sensibilidade da qPCR para o sangue foi 94,3% (isto é, a 

porcentagem das amostras positivas na MO corretamente identificadas pela qPCR no 

sangue), seguido por 77,9% na saliva e 47,1% no swab (Tabela 20). A especificidade 

foi de 100% (ou seja, a porcentagem das amostras positivas na MO corretamente 

identificadas na qPCR) para sangue, saliva e swab, apesar do baixo número de 

verdadeiros negativos para este conjunto de amostras. A concordância entre os testes 

foi avaliada pelo coeficiente Kappa utilizando os resultados da qPCR para os três 

conjuntos de amostras como método de referência. Todos os testes, com exceção os 

realizados com a saliva, demonstraram concordância moderada. 

Observou-se que a detecção de Plasmodium foi eficiente em uma densidade 

parasitária de >1.500 parasitos/µL (Log10 = 3,18) no sangue, saliva e swab (69%, 188 

de 272) (Figura 16). Por outro lado, as amostras de saliva e swab falharam em 

amplificar o DNA parasitário para 55% (45 de 82) amostras com baixa parasitemia 

(<1.500 parasitos/µL). 

Figura 16. Gráfico de densidade por amostra analisada por qPCR de acordo com sua 

parasitemia. A distribuição em log10 da densidade parasitária estimada por MO está representada 

pelas amostras que amplificaram (PCR +) e que não amplificaram (PCR -) pela qPCR das amostras de 

sangue (curvas roxas), saliva (curvas azuis) e swab (curvas amarelas). As linhas pontilhadas indicam 

a densidade parasitária de 1.500 parasitos/µL (Log10 = 3,18). 
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Tabela 20. Determinação da sensibilidade e especificidade dos ensaios de P. vivax e P. falciparum para as 146 amostras pareadas. 

Protocolo Verdadeiro 

positivo 

Falso 

positivo 

Falso 

negativo 

Verdadeiro 

negativo 

Sensibilidadea  

(95% CI) 

Especificidade  

(95% CI) 

Kappa  

(95% CI) 

MO 120 1 20 5 85,7% (78,8-91,1) 83,3% (35,9-99,6) 0,27 (0,07-0,48) 

Sangue 132 0 8 6 94,3% (89,1-97,5) 100% (54,1-100) 0,57 (0,32-0,83) 

Saliva 109 0 31 6 77,9% (70,1-84,4) 100% (54,1-100) 0,22 (0,07-0,38) 

Swab 66 0 74 6 47,1% (38,7-55,7) 100% (54,1-100) 0,07 (0,01-0,12) 
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5.8 Comparação do diagnóstico molecular pela qPCR e ddPCR 

Com os resultados do diagnóstico molecular pela qPCR, o desempenho da ddPCR 

na detecção do Plasmodium foi avaliada para 86 amostras pareadas de sangue, saliva 

e swab. Para este conjunto de amostras, observou-se uma concordância geral de 45% 

(39 de 86) e 72% (62 de 89) entre as amostras de sangue e saliva. Resultados 

concordantes foram obtidos para 59% (51 de 86) das amostras de sangue e swab e 

do mesmo modo, para saliva e swab (Figura 17A). 

Figura 17. Comparação dos resultados da qPCR e ddPCR para as amostras pareadas de sangue, 

saliva e swab. (A) Diagrama de Venn contendo o número absoluto das concordâncias e diferenças 

referentes à positividade/negatividade pela ddPCR para 86 amostras pareadas de sangue, saliva e 

swab. (B) Heatmap para os resultados da qPCR e ddPCR das amostras de sangue, saliva e swab: P. 

vivax, em verde; P. falciparum, em vermelho; infecções mistas, em laranja; amostras negativas; em 

azul. Os dados foram agrupados de acordo com os resultados da MO (37 infecções por P. vivax, 28 

infecções por P. falciparum e 11 infecções mistas ou negativas). (C) Proporção de infecções por P. 

falciparum (mono ou infecção mista) detectadas pela qPCR (vermelho claro) e ddPCR (vermelho 

escuro). As diferenças nas proporções estão indicadas acima das barras. 

 

Um subconjunto de 76 amostras foi avaliado pelas duas técnicas usando 

diferentes fontes de DNA. De forma geral, uma proporção similar de infecção por 
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Plasmodium foi detectada pela qPCR e ddPCR no sangue (73 e 75, respectivamente) 

e saliva (55 pela qPCR e 57 pela ddPCR). Entretanto, a ddPCR detectou 16% a mais 

das infecções no swab (n = 46) comparado à qPCR (n = 34) (Figura 17B). Além disso, 

um maior número de infecções mistas foi detectado pela ddPCR no sangue (22 e 11 

pela ddPCR e qPCR, respectivamente), saliva (9 pela ddPCR e 2 pela qPCR) e swab 

(14 pela ddPCR e 0 pela qPCR). As diferenças entre esses dois protocolos 

moleculares foram devido ao maior número de detecção de P. falciparum pela ddPCR 

(Figura 17C). 

5.9 Determinação da densidade parasitária por qPCR 

Foi avaliado o nível de concordância das estimativas da densidade parasitária 

entre os diferentes métodos no sangue. Inicialmente, o Cq obtido pela qPCR foi 

comparado com a estimativa de densidade parasitária obtida pela MO (parasitos/μL) 

e ddPCR (cópias/μL). De forma geral, houve uma correlação moderada entre as 

estimativas obtidas pelos diferentes métodos no sangue. Para P. vivax, uma 

correlação significativa foi observada para as três análises realizadas (Figura 18A-C). 

Para P. falciparum, não houve correlação entre a densidade estimada obtida pela 

ddPCR e MO (Figura 18B). A média geométrica da densidade estimada pela ddPCR 

foi 11,5 cópias/μL (95% IC, 6,1 – 21,8 cópias/μL) e 4,1 cópias/μL (95% IC, 1,8 – 9,4 

cópias/μL), para P. vivax e P. falciparum, respectivamente.  
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Figura 18. Análise de correlação entre as faixas de parasitemia estimada por MO e os métodos 

de diagnóstico molecular. (A) Faixa de parasitemia por MO (parasitos/µL) versus Cq. (B) Faixa de 

parasitemia por MO e ddPCR (cópias/µL). (C) Valor de Cq da qPCR versus faixa de parasitemia pela 

ddPCR. A correlação de Spearman foi calculada independentemente para as amostras positivas para 

P. vivax (verde) e P. falciparum (vermelho). Os valores p de <0,05 são mostrados em negrito. As faixas 

estimadas de parasitemia por MO e ddPCR estão representadas como log base 10. 

 

Considerando que houve uma correlação significativa entre a qPCR e MO para 

ambas as espécies, a densidade parasitária por qPCR foi estimada como na MO 

(parasitos/µL). Para isso, inicialmente foi determinada a quantidade de número de 

cópias de plasmídeo que é equivalente à contagem de parasitos no sangue. Assim, 

os valores de Cq obtidos da curva plasmidial foram associadas aos valores de Cq 

obtidos das curvas construídas com amostras clínicas com parasitemia determinada 

por MO. As análises pela regressão linear indicam que 0,5 cópias de plasmídeo 

correspondem a 1 parasito/µL para P. vivax (Log10 parasitos/µL = 0,744 Log10 cópias 

de Pvr47 - 0,327) (Figura 19A). Para P. falciparum, 1,7 cópias de plasmídeo é 

equivalente a 1 parasito/µL (Log10 parasitos/µL = 0,758 Log10 cópias de Pfr364 - 0,227) 

(figura 19B). 
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Figura 19. Concordância entre a densidade parasitária estimada pela MO e qPCR. (A-B) Análise 

por regressão linear entre os níveis de parasitemia estimada pela MO e qPCR (Log10 parasitos/µL) para 

as amostras de P. vivax (A) e P. falciparum (B). A área sombreada representa o intervalo de confiança 

de 95% para a linha de regressão. (C-D) Gráficos Bland-Altman de concordância entre as densidades 

parasitárias estimadas por MO e qPCR em sangue para as amostras de P. vivax (C) e P. falciparum 

(D). A linha pontilhada central e as linhas adjacentes representam a região de 95% de concordância.   

 

As densidades parasitárias (parasitos/µL) foram determinadas para 44 amostras 

clínicas de P. vivax e 52 amostras de P. falciparum, utilizando a equação da regressão 

linear. Para estas amostras, a média geométrica da densidade parasitária detectada 

pela MO foi de 1.326 parasitos/µL (95% IC, 771 – 2.280 parasitos/µL) para P. 

falciparum e 2.137 parasitos/µL (95% IC, 1.328 – 3.437 parasitos/µL) para P. vivax. 

Houve uma correlação moderada entre a densidade parasitária estimada pela qPCR 

no sangue e MO ( = 0,487, p = 0,0008 para P. vivax;  = 0,412, p = 0,006 pelo teste 

Spearman para P. falciparum). As estimativas da densidade parasitária pela qPCR 

foram aproximadamente 5 a 10 vezes menores que a parasitemia estimada pela MO. 

A média geométrica da densidade parasitária estimada pela qPCR foi de 222 
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parasitos/µL (95% IC, 119 – 412 parasitos/µL) e 256 parasitos/µL (95% IC, 145 – 452 

parasitos/µL), para P. vivax e P. falciparum, respectivamente.  

Uma análise de concordância foi realizada para avaliar o grau de concordância 

entre a densidade parasitária estimada entre a MO e qPCR no sangue. As diferenças 

entre as estimativas obtida entre as duas técnicas foram uniformemente dispersas, 

demonstrando uma concordância similar para todo intervalo de parasitemia avaliado 

(Figura 19C-D). A diferença média é positiva e estatisticamente significativa para 

ambas as espécies, 0,99 unidades de log (95% IC, 0,70 – 1,29, P < 0,001 pelo teste t 

pareado) para P. vivax e 0,78 unidades de log (95% IC, 0,46 – 1,09, P < 0,001 pelo 

teste t pareado) para P. falciparum, implicando que as estimativas da densidade 

parasitária pela MO são maiores que as da qPCR. Assim, esses valores podem ser 

usados para ajustar a estimativa da parasitemia no sangue avaliada pela qPCR. O 

gráfico Bland-Altman para P. falciparum demonstra uma maior dispersão na estimativa 

obtida pela MO e qPCR, como observado pela distância entre os dois limites de 

concordância (2,98 – 1,39), indicando uma menor concordância com a contagem da 

MO para essa espécie.  
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6 DISCUSSÃO 

6.1 Estudo da variabilidade genética das proteínas utilizadas nos RDT  

Um fator importante no estudo dos métodos diagnósticos da malária é a 

determinação do perfil de deleção do gene pfhrp2 e sua variabilidade genética, fatores 

que podem estar relacionados com a sensibilidade dos RDTs. Os RDTs são 

largamente utilizados em regiões de difícil acesso a outras técnicas de diagnóstico, tal 

como a microscopia e a PCR. A acurácia do teste é essencial para o direcionamento 

do tratamento correto do paciente. Nos últimos anos, estudos vêm relatando a 

presença de isolados com deleção do gene pfhrp2, levando a resultados falso-

negativos. Grande parte destes isolados foi identificado em países que fazem fronteira 

com o Brasil, como o Peru e Venezuela (BAKER et al., 2010; CUNNINGHAM, 2017; 

GAMBOA et al., 2010; MURILLO SOLANO et al., 2015), além da observação de 

isolados com deleção no Brasil (GÓES et al., 2021; RACHID VIANA et al., 2017). Por 

outro lado, o fluxo migratório entre o Brasil e essas regiões é intenso devido a 

atividades de mineração e extrativismo rural (BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 

2015).  

Neste trabalho foi avaliado o perfil de deleção do gene pfhrp2 de 132 amostras de 

4 diferentes estados da Amazônia Brasileira. Observou-se que a deleção de pfhrp2 é 

presente nestas regiões, no entanto, a proporção de RDTs negativos devido a essas 

deleções foi muito baixa (1%). De forma geral, 10% das amostras de P. falciparum 

apresentavam deleção no gene pfhrp2. Esse resultado foi confirmado pela presença 

de deleção nas regiões que flanqueiam pfhrp2. O estado de Roraima apresentou a 

maior taxa de deleção (15%), seguido de Mato Grosso (10%) e Rondônia (6%). Estes 

dados contrastam com o que já foi relatado na Amazônia Brasileira, onde taxas de 

32% a 72% foram reportadas no estado do Acre, e 54% a 100% no Amazonas 

(DORADO; MURILLO; MONTENEGRO, 2012; GÓES et al., 2021; RACHID VIANA et 

al., 2017). Similar aos nossos resultados, Rachid Viana e colaboradores (2017) 

reportaram uma baixa proporção de deleção de pfhrp2 (3%) em Rondônia, no 

município de Monte Negro. 

Este trabalho foi o primeiro a avaliar o perfil de deleção do estado do Amapá, e, 

embora sendo um número limitado de amostras, nenhuma delas apresentou deleção 

para o gene pfhrp2. O Amapá faz fronteira principalmente com o estado do Pará e a 
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Guiana Francesa, e estudos anteriores já haviam reportado a ausência de amostras 

pfhrp2 negativas nestas duas áreas (RACHID VIANA et al., 2017; TROUVAY et al., 

2013). Por outro lado, uma alta proporção de isolados com deleção de pfhrp2 (15%) 

foi reportada em Roraima, estado que faz fronteira com a Venezuela e Guiana. As 

amostras de P. falciparum coletadas em Roraima foram principalmente originárias de 

viajantes ou trabalhadores vindos da Venezuela, um país que tem contribuído de 

forma significativa para o aumento dos casos de malária nessa região (ARISCO; 

PETERKA; CASTRO, 2021; BRASIL. MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020b). Os 

resultados aqui obtidos enfatizam a necessidade de um sistema de vigilância, 

particularmente nestas áreas fronteiriças que possuem um maior número de casos de 

malária. 

Apesar da importância do monitoramento da presença de parasitos com deleção 

de pfhrp2, essas análises devem ser realizadas com cautela. Aplicando dois diferentes 

protocolos de PCR, foi possível observar resultados discordantes na proporção de 

deleção para as mesmas amostras. Enquanto o protocolo de PCR convencional 

mostrou uma taxa de 46% de amostras pfhrp2 negativas, o protocolo baseado na 

Nested PCR teve apenas uma taxa de 10%. Recentemente, o trabalho de Parr e 

colaboradores (2018) apontou questões relacionados à sensibilidade e especificidade 

dos ensaios de PCR para pfhrp2. Os autores mostraram um aumento de 10 vezes no 

limite de detecção quando a temperatura de alongamento da PCR foi diminuída de 

72°C para 60°C (PARR et al., 2018). Por outro lado, por meio da análise de três 

microssatélites demonstramos que a maioria das infecções eram caracterizadas como 

infecções policlonais, ou seja, apresentavam clones geneticamente distintos do 

parasito. Desse modo, em tese, as infecções policlonais podem prejudicar as análises 

feitas por PCR uma vez que diferentes populações do parasito, com e sem deleção 

de pfhrp2, podem estar presentes na mesma infecção. Adicionalmente, os resultados 

dos RDTs podem ser influenciados pela presença de parasitos geneticamente 

distintos com expressão diferencial de PfHRP2 na mesma infecção. Neste trabalho 

foram encontradas 8 amostras pfhrp2 negativas, mas positivas no RDT. Entre elas, 

todas com exceção de uma, continha infecção policlonal. Muito embora esse resultado 

possa ser explicado pela presença do gene pfhrp3, a diversidade das populações de 

P. falciparum também pode resultar na detecção da infecção pelos RDTs. 
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As amostras analisadas neste estudo cobrem um intervalo de 18 anos (2002 – 

2020), o que nos mostra como o perfil de deleção de pfhrp2 evoluiu com o passar do 

tempo na Amazônia Brasileira. Aqui foi demonstrado uma proporção moderada (10%) 

de deleção de pfhrp2 através dos anos. Em contrapartida, taxas distintas de amostras 

pfhrp2 negativas foram reportadas no Peru e Colômbia. Dorado e colaboradores 

(2016) reportaram uma taxa de 6% em amostras da Colômbia coletadas em diferentes 

regiões do país entre 2003 e 2010, enquanto que no estudo de Solano e 

colaboradores (2015) a taxa encontrada foi de 18%, em amostras coletadas de 1999 

a 2009 (DORADO et al., 2016; DORADO; MURILLO; MONTENEGRO, 2012; 

MURILLO SOLANO et al., 2015). De forma similar, dois estudos no Peru reportaram 

taxas de deleção distintas para amostras coletadas em diferentes regiões do país com 

uma diferença de 5 anos (GAMBOA et al., 2010; MALTHA et al., 2012). Gamboa e 

colaboradores (2010) reportaram uma taxa de 41% de deleção (amostras coletadas 

entre 2003 e 2007), enquanto que Maltha e colaboradores (2012) encontraram uma 

taxa de 26% de amostras pfhrp2 negativas. Um sistema de vigilância contínuo poderá 

oferecer um melhor panorama de como essas taxas de deleção podem se comportar 

com o passar do tempo em diferentes regiões. 

Apesar das sequências de pfhrp2 apresentarem uma extensa diversidade ao 

redor do mundo, parece que essa diversidade não tem um papel crucial na 

performance dos RDTs (ATROOSH et al., 2015; BAKER et al., 2010; KUMAR et al., 

2012; WILLIE et al., 2018). Existem evidências que polimorfismos na sequência dos 

aminoácidos da PfHRP2 podem afetar a sensibilidade dos RDTs apenas em baixas 

parasitemias (<200 parasitos/µL) (BAKER et al., 2010). Para melhor caracterizar a 

variabilidade de PfHRP2 foi realizado o sequenciamento do gene para amostras de P. 

falciparum de 4 regiões. Assim como já foi reportado previamente em outros países 

(BAKER et al., 2005, 2010), aqui todas as sequências começaram com a repetição do 

tipo 1, terminaram com a repetição do tipo 12 e apresentaram principalmente a 

repetição do tipo 2, 6 e 7. De forma interessante, uma relação significativa já foi 

descrita entre os tipos de repetição 2 e 7 a uma maior sensibilidade dos RDTs em 

baixas parasitemias (BAKER et al., 2005; KUMAR et al., 2012).  

Neste estudo foram identificados 10 padrões da sequência de PfHRP2 baseados 

no tipo de repetição e quantidade presentes em cada sequência, onde foi possível 
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observar que cada um destes padrões foi exclusivo para cada região. A única exceção 

foi o padrão III encontrado com alta frequência nas amostras de Rondônia e Mato 

Grosso, coletadas no mesmo período. Cabe salientar que muitas amostras de Mato 

Grosso eram de indivíduos que possivelmente haviam se infectado em Rondônia. As 

análises realizadas aqui, que incluíram sequências de PfHRP2 da América do Sul, 

revelaram que o Brasil e a Guiana Francesa compartilham um perfil similar de 

variabilidade em PfHRP2, particularmente três padrões (I, V e VI) encontrados 

predominantemente em Roraima e Amapá. As fronteiras do nordeste do Brasil que 

incluem estes estados fazem parte do Planalto das Guianas, que inclui o Suriname, 

Guiana, Guiana Francesa e partes da Colômbia e Venezuela. Essa região é 

caracterizada por um intenso movimento de trabalhadores em atividades mineradoras 

ilegais e casos de malária entre as fronteiras (ARISCO; PETERKA; CASTRO, 2021; 

FERREIRA; CASTRO, 2019). Desse modo, pode se esperar encontrar um intenso 

fluxo genético e compartilhamento dos padrões de sequências de PfHRP2. 

Neste trabalho foram encontrados níveis moderados de deleção de pfhrp2 em 

diferentes regiões da Amazônia Brasileira. De forma importante, a presença de 

isolados pfhrp2 negativos não resultou na ineficácia dos RDTs. A multiplicidade de 

infecção pode em parte explicar estes resultados; entretanto, não se pode excluir a 

possibilidade da reação cruzada com a proteína PfHRP3. O estudo teve como foco o 

estudo da variabilidade do gene pfhrp2 uma vez que a proteína PfHRP2 é o principal 

antígeno reconhecido pelos RDTs. Porém, há evidência de reação cruzada entre 

PfHRP2 e PfHRP3, demonstrada por alguns anticorpos monoclonais encontrados em 

RDTs (LEE et al., 2006a). No Brasil, de forma similar ao que tem sido descrito em 

outros países da América do Sul (40 a 70% de deleção de pfhrp3), a proporção de 

deleção de pfhrp3 é usualmente alta (35 a 98%) (DORADO et al., 2016; GAMBOA et 

al., 2010; GÓES et al., 2021; MURILLO SOLANO et al., 2015; RACHID VIANA et al., 

2017).  

Uma limitação desta parte do trabalho foi a não possibilidade de averiguar os 

níveis de PfHRP2 por testes sorológicos ou testar uma segunda marca de RDT para 

confirmar a ausência da proteína. Um achado importante foi a discrepância na 

proporção da deleção de pfhrp2 entre os protocolos utilizados, o que reforça a 

necessidade de se realizar um processo cuidadoso no estudo da deleção gênica. De 
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forma geral, os resultados aqui encontrados ressaltam a importância do 

monitoramento contínuo da presença e disseminação de parasitos com deleção de 

pfhrp2 na região Amazônica Brasileira para assegurar um melhor desempenho dos 

RDTs. 

6.2 Desenvolvimento de métodos moleculares de diagnóstico de malária 

Para o desenvolvimento de um diagnóstico molecular mais sensível é necessário 

o uso de um ensaio capaz de amplificar alvos multicópias, tais como regiões 

subteloméricas do genoma e o DNA mitocondrial de Plasmodium. Além disso, este 

ensaio deve ser idealmente espécie-específico, uma vez que o tratamento da malária 

é definido pela espécie do parasito responsável por causar a infecção. Para um melhor 

desempenho do teste, é importante unir um alvo com múltiplas cópias a uma técnica 

que ofereça uma boa acurácia diagnóstica. Assim, neste estudo foram desenhados 

diferentes iniciadores e sondas tendo como alvo o genoma mitocondrial de 

Plasmodium, assim como o uso de alvos nucleares não ribossomais já descritos na 

literatura para detecção e quantificação do DNA obtido a partir de amostras de sangue, 

saliva e swab. Duas diferentes metodologias moleculares foram utilizadas: a qPCR e 

a ddPCR. 

Neste trabalho foi avaliada a especificidade de 5 diferentes ensaios tendo como 

alvo o genoma mitocondrial de P. vivax e P. falciparum. O ajuste de diferentes 

parâmetros da qPCR foi realizado no intuito de reduzir as amplificações não 

específicas. Todos os experimentos foram realizados de acordo com o que é 

estipulado pelo guia “Informação Mínima para Publicação de Experimentos de qPCR” 

(Minimum Information for Publication of Quantitative Real-Time PCR Experiments – 

MIQE), documento que dá as diretrizes para obtenção das informações essenciais e 

desejáveis que devem ser reportadas para permitir ao revisor avaliar a validade do 

trabalho, e ao leitor, reproduzir o protocolo e os resultados (HUGGETT et al., 2013). 

Um amplo painel de amostras clínicas de Plasmodium foi utilizado para os ensaios 

de especificidade. Uma vez que a qPCR, tendo como alvo o genoma mitocondrial, 

pode ser mais sensível e tem potencial para detectar infecções submicroscópicas, é 

esperado que também seja capaz de detectar infecções mistas. Desse modo, a 

exclusão desse tipo de infecção foi essencial para avaliar a especificidade dos 
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ensaios. Então, amostras de monoinfecção bem caracterizadas com parasitemia 

conhecida e confirmadas por outros protocolos de PCR foram utilizadas. Apesar de 

uma extensa avaliação de diferentes parâmetros, todos os ensaios de qPCR para o 

genoma mitocondrial apresentaram um grau de amplificações inespecíficas para outra 

espécie de Plasmodium ou DNA humano.  

Diferentes trabalhos já demonstraram o uso do genoma mitocondrial de 

Plasmodium como sendo um alvo eficiente para o diagnóstico da malária utilizando 

PCR convencional (ISOZUMI et al., 2015), nested PCR (STEENKESTE et al., 2009) 

e qPCR (HAANSHUUS et al., 2019). Entretanto, apenas alguns estudos 

demonstraram um diagnóstico espécie-específico para malária, sendo elas baseado 

na amplificação isotérmica mediada por loop (loop-mediated isothermal amplification 

– LAMP) (BRITTON et al., 2016), PCR (CUNHA et al., 2009) e qPCR (DOS SANTOS 

et al., 2020; GRUENBERG et al., 2018; SOUZA et al., 2012). Nestes trabalhos, não 

fica claro se a reatividade cruzada entre as espécies de Plasmodium ou humanos não 

infectados por Plasmodium foi avaliada. Apesar de a maioria dos estudos terem 

avaliado um grande painel de amostras, não havia informação sobre a especificidade 

desses ensaios, como os testes de reação cruzada ou curva de dissociação nos 

ensaios que utilizaram intercalantes de DNA.  

Para diferenciar as amplificações específicas das inespecíficas baseado nos 

valores de Cq, um cutoff foi estabelecido para cada ensaio aplicando uma análise 

obtida da curva ROC. Os valores de Cq foram associados a >90% da especificidade 

para identificar corretamente os indivíduos que não possuíam malária, e ao mesmo 

tempo, assegurar um valor de sensibilidade confiável. Entretanto, mesmo a 

determinação do cutoff não foi capaz de excluir por completo os resultados não 

específicos para a maioria dos ensaios. Isso porque os valores para a sensibilidade e 

especificidade foram praticamente inversamente proporcionais. A identificação correta 

das espécies de Plasmodium é de grande importância e um dos maiores desafios no 

diagnóstico da malária, podendo ter um impacto negativo na eficácia do tratamento e 

prognóstico da doença.  

Mesmo os ensaios sendo elaborados em regiões polimórficas do genoma 

mitocondrial de Plasmodium, a amplificação inespecífica com outras espécies de 

Plasmodium e humanos não infectados foram observadas. Neste trabalho, apesar da 
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série de modificações implementadas em cada ensaio com objetivo de diminuir as 

amplificações inespecíficas, nenhuma foi capaz de as eliminar. Para alguns ensaios, 

essas modificações causaram um aumento nos valores de Cq para as amplificações 

específicas, diminuindo sua sensibilidade. Essa redução pode ter um impacto 

significativo particularmente na detecção de infecções por P. vivax que são 

frequentemente caracterizadas por baixas parasitemias. Na tentativa de aumentar a 

especificidade, o aditivo DMSO foi utilizado. Já foi demonstrado que o uso deste 

aditivo aumenta consideravelmente a sensibilidade e eficiência da polimerização do 

DNA (SIMONOVIĆ et al., 2012). O DMSO, dentre outros, interfere nas ligações de 

hidrogênio, facilitando a separação das fitas de DNA, diminuindo sua temperatura de 

dissociação e, consequentemente, aumentando a especificidade da hibridização dos 

iniciadores. Porém, mesmo o DMSO reduzindo as amplificações inespecíficas, ele não 

foi capaz de as eliminar; além disso, seu uso prejudicou a eficiência das amplificações 

específicas. 

O uso do genoma mitocondrial de Plasmodium é um atrativo para os protocolos 

moleculares. Entretanto, como P. vivax e P. falciparum têm pelo menos 90% de 

conservação deste genoma, o desenho de iniciadores e sondas espécie-específico é 

um desafio (MCINTOSH; SRIVASTAVA; VAIDYA, 1998). Este alto grau de 

conservação pode ser devido a restrições estruturais. Portanto, um teste rigoroso 

incluindo uma triagem utilizando um painel de amostras bem caracterizadas deve ser 

realizado para averiguar a existência das amplificações não específicas em todos os 

ensaios de Plasmodium baseados no genoma mitocondrial.  

Utilizando o protocolo de qPCR para os alvos Pvr47 e Pfr364, respectivamente, 

de P. vivax e P. falciparum, já padronizado por nosso grupo de pesquisa, foi possível 

observar que a concordância entre a MO e qPCR no sangue foi alta, exceto pelas 

infecções mistas que foram detectadas preferencialmente na qPCR. Esse resultado 

reforça os resultados obtidos previamente por nosso grupo de pesquisa, onde os 

ensaios de qPCR Pvr47 e Pfr364 são mais sensíveis na detecção de infecções mistas 

de P. vivax e P. falciparum em baixas parasitemias (AMARAL et al., 2019). Entretanto, 

a qPCR não foi capaz de amplificar cinco amostras positivas na MO e, de forma 

interessante, três amostras com uma baixa parasitemia (<50 parasitos/µL) foram 

detectadas somente pela MO. Devido ao fato da discordância entre a MO e qPCR 
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estar associado a altos valores de Cq, assume-se que, de forma geral, infecções com 

baixas parasitemias foi um dos fatores responsáveis por estas discrepâncias entre os 

dois métodos de detecção. De fato, 58% das amostras discordantes entre a MO e 

qPCR no sangue tinham parasitemia abaixo de 1.000 parasitos/µL. Além disso, foi 

observado com frequência amplificações tardias com o alvo de P. vivax (Pvr47) nas 

infecções mistas na qPCR. Esse resultado, junto com os dados de que a maioria das 

discrepâncias foram de mono infecções de P. falciparum na MO e infecções mistas 

na qPCR, sugere uma menor densidade parasitária de P. vivax nas infecções mistas 

aqui analisadas.  

A qPCR pode ser facilmente empregada na estimativa de cargas parasitárias; 

desse modo, este trabalho comparou as estimativas obtidas por MO e qPCR no 

sangue. De forma consistente com trabalhos já publicados, houve uma discrepância 

na estimativa entre MO e qPCR, onde a MO apresentou uma maior estimativa da 

contagem parasitária (ROUGEMONT et al., 2004a; SUTHERLAND; HALLETT, 2009). 

Foi possível observar que as estimativas pela MO foram em média 6 vezes maiores 

para P. falciparum e 10 vezes maior para P. vivax, quando comparada às estimativas 

da qPCR. Contudo, é importante salientar que houve uma correlação positiva 

significativa entre as estimativas de densidades parasitárias obtidas pelos dois 

métodos. 

Neste trabalho foi avaliada a detecção de Plasmodium utilizando os alvos não 

ribossomais em amostras de saliva e swab, fontes de DNA que podem ser coletadas 

de forma não invasiva, tendo diversas vantagens para os pacientes que possuem 

restrições em relação à coleta de sangue ou que requerem múltiplas coletas para 

testagem para infecções por Plasmodium (DOMOTO et al., 1988; NIR et al., 2003; 

RAO; SEQUEIRE; PETER, 1997). De forma geral, houve uma boa concordância entre 

a qPCR da saliva e sangue. Para a saliva, a qPCR amplificou 73% no ensaio de P. 

vivax e 79% para P. falciparum, das amostras que foram positivas no sangue. Uma 

vez que o ensaio de P. falciparum amplifica um maior número de cópias no genoma 

do parasito (DEMAS et al., 2011), isso pode explicar a maior sensibilidade deste alvo 

na detecção de mono e infecções mistas na qPCR para a saliva. 

De forma contrária à saliva, a concordância entre a qPCR das amostras de swab 

e sangue foi baixa. Como demonstrado anteriormente, a sensibilidade na detecção de 
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Plasmodium depende do volume de amostra utilizada (HOFMANN et al., 2018). Nosso 

protocolo incluiu a análise de 1 mL de saliva, o que pode aumentar significativamente 

a sensibilidade do método quando comparado ao swab. Dos resultados obtidos, ficou 

claro que a saliva e swab não foram capazes de detectar o DNA parasitário 

principalmente em baixas parasitemias (<1.500 parasitos/µL). As amostras aqui 

analisadas permaneceram congeladas (-20°C e -80°C) por diferentes períodos de 

tempo (2-12 meses), até o momento da extração de DNA. Alguns estudos mostram 

que a qualidade do DNA obtido de saliva pode ser afetado pelo modo da coleta, 

condições de armazenagem e o protocolo de extração do DNA (GARBIERI et al., 

2017). Aqui, não foi realizada uma avaliação sistemática da integridade ou 

estabilidade da saliva ou swab, em termos de tempo e armazenamento. Entretanto, 

as análises realizadas sugerem que estes parâmetros não interferiram na 

sensibilidade do método. Modificações nos procedimentos de coleta e 

armazenamento das amostras ou no protocolo de extração do DNA, como o uso de 

kits comercialmente disponíveis com reagentes que estabilizam a saliva antes de sua 

extração, podem aumentar a sensibilidade do método (GARBIERI et al., 2017). 

Observando o limite de detecção utilizando amostras clínicas, a ddPCR foi capaz 

de detectar menores parasitemias (0,1 parasitos/µL) quando comparada à qPCR. A 

ddPCR também mostrou uma boa consistência de detecção em todos os pontos de 

diluição testados. Outros trabalhos já avaliaram a robustez e sensibilidade da ddPCR 

(KOEPFLI et al., 2016). No estudo de Koepfli e colaboradores (2016), menos de 1 

cópia/µL de DNA plasmodial foi detectado na ddPCR cujo alvo era o 18S rRNA. É 

importante ressaltar que para amostras de campo, assim como para amostras de 

cultivo de P. falciparum, o limite de detecção não ultrapassou o valor de 10-1 cópias/µL. 

Outra observação deste grupo foi uma concordância dos limites de detecção para 

ddPCR e qPCR, quando realizada a quantificação absoluta utilizando plasmídeo. 

Além disso, foi observada uma concordância moderada entre a ddPCR e MO, como 

observado no presente estudo. De forma geral, eles observaram uma detecção média 

de 1,41 cópias/parasito para P. falciparum, e 1,05 cópias/µL para P. vivax. No trabalho 

de Srisutham e colaboradores (2017), utilizando um ensaio ultrassensível com 1 mL 

de sangue, a menor taxa de detecção foi de 0,01 parasitos/µL para P. falciparum 

(SRISUTHAM et al., 2017). Nesse estudo, os autores não observaram diferença na 

quantificação pela ddPCR quando realizadas em simplex ou dúplex, muito embora o 
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limite de detecção pela dúplex foi de 0,16 parasitos/mL e 0,84 parasitos/mL para P. 

falciparum e P. vivax, respectivamente.  

Aqui, a concordância na detecção de Plasmodium foi moderada entre a ddPCR e 

qPCR para o conjunto de amostras analisadas. Além disso, a ddPCR foi capaz de 

detectar um maior número de infecções no swab (16% a mais que a qPCR). É 

importante notar que na ddPCR um maior número de infecções mistas foi detectado 

no sangue. Curiosamente, no trabalho de Koepfli e colaboradores (2016) uma maior 

detecção de coinfecções também foi reportada (9% na ddPCR e 4% na qPCR) em 

amostras de sangue. Este resultado deixa claro que a ddPCR é capaz de detectar um 

maior número de infecções mistas. A ddPCR ainda tem outras vantagens sobre a 

qPCR, como a maior resistência a inibidores da PCR. O trabalho de Taylor e 

colaboradores (2017) demonstrou que as quantificações da ddPCR são menos 

susceptíveis à inibidores da PCR (TAYLOR; LAPERRIERE; GERMAIN, 2017), assim 

como no trabalho de Dingle e colaboradores (2013) onde foi observado essa mesma 

característica utilizando SDS, EDTA e heparina (DINGLE et al., 2013). Desse modo, 

o uso de amostra com um maior teor de proteínas e compostos orgânicos, como a 

saliva, não deve ser um empecilho no diagnóstico utilizando a ddPCR. 

Outra diferença importante observada foi a maior proporção de infecções por P. 

falciparum detectadas pela ddPCR comparada à qPCR, independente da fonte de 

DNA. Observou-se uma diferença de detecção de 22, 16 e 26% para o sangue, saliva 

e swab, respectivamente, entre as duas técnicas. Primeiramente, esse resultado pode 

ser explicado pelo maior número de cópias que o alvo de P. falciparum (Pfr364) é 

capaz de amplificar no genoma do parasito. Do mesmo modo, uma maior proporção 

de infecções por P. falciparum também foi detectada por Koepfli e colaboradores 

(2016). No presente estudo foi possível observar que a ddPCR tem uma maior 

eficiência na detecção do DNA plasmodial em amostras de sangue, saliva e swab, 

principalmente para infecções mistas e de P. falciparum. Outros estudos mostram uma 

boa concordância entre as duas técnicas, mas é importante ressaltar que estes 

trabalhos tiveram como alvo o gene ribossomal 18S, que possui um menor número de 

cópias que os alvos aqui utilizados.  

Em suma, o presente estudo traz importantes contribuições para o aprimoramento 

do diagnóstico da malária no Brasil. Proporções moderadas a reduzidas de deleção 
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de pfhrp2 foram observadas nas diferentes regiões da Amazônia Brasileira. Mesmo 

não refletindo em uma alta porção de RDTs negativos em nosso estudo, esses 

achados indicam a necessidade de um monitoramento contínuo da performance dos 

testes baseados na detecção da HRP2, principalmente nas regiões de fronteira. Em 

relação ao diagnóstico molecular, não foi possível desenvolver um ensaio específico 

utilizando o genoma mitocondrial de Plasmodium spp. A alta conservação da 

sequência de P. vivax e P. falciparum deve ser levada em consideração no desenho 

de ensaios baseados neste genoma. Em contrapartida, o uso dos alvos nucleares 

multicópias (Pvr47 e Pfr364) na ddPCR e qPCR provou ser eficiente no diagnóstico 

da malária em amostras de sangue, mesmo em baixas parasitemias. Um resultado 

importante foi a detecção de uma maior taxa de infecções mistas e infecções por P. 

falciparum na ddPCR, incluindo na saliva e swab. A possibilidade de amplificação do 

DNA de Plasmodium na saliva e swab abre uma nova possibilidade de diagnóstico da 

malária em amostras não invasivas.
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8 APÊNDICES 

Apêndice 1. Descrição dos protocolos utilizados na avaliação do perfil de deleção, variabilidade e genotipagem de microssatélites. 

Gene Sequência dos iniciadores Condições da PCR  

Tamanho do 
amplicon 

(pb) 
Referência 

pfhr2 

5' CAA AAG GAC TTA ATT TAA ATA AGA G 3' 

0,75 mM de Mg2Cl, 10X de tampão de PCR, 1,25 mM de solução 
de dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 2 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 20 μL, 
consistindo de 34 rodadas de acordo com as seguintes 
condições: 94°C por 10 min, seguido de 94°C por 50 s, 53°C por 
50 s, 72°C por 1 min e uma etapa final à 72°C por 5 min.   

809 
Baker et al. 

(2005) 

5' AAT AAA TTT AAT GGC GTA GGC A 3' 

MAL7P1.228 

5' AGA CAA GCT ACC AAA GAT GCA GGT G 3' 
2,5 mM de Mg2Cl, 5X de tampão de PCR, 2 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 1 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 10  μL, 
consistindo de 34 rodadas de acordo com as seguintes 
condições: 94°C por 3 min, seguido de 94°C por 40 s, 60°C por 
40 s, 72°C por 1 min e uma etapa final à 72°C por 5 min. 

227 

Gamboa et 
al. (2010) 

5' TAA ATG TGT ATC TCC TGA GGT AGC 3' 

MAL7P1.230 

5' TAT GAA CGC AAT TTA AGT GAG GCA G 3' 
2,5 mM de Mg2Cl, 5X de tampão de PCR, 2 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 1 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 10  μL, 
consistindo de 34 rodadas de acordo com as seguintes 
condições: 94°C por 3 min, seguido de 94°C por 40 s, 60°C por 

40 s, 72°C por 1 min e uma etapa final à 72°C por 5 min. 

346 

5' TAT CCA ATC CTT CCT TTG CAA CAC C 3' 

pfhr2 Primário 

5′ GGT TTC CTT CTC AAA AAA TAA AG 3′ 
2 mM de Mg2Cl, 10X de tampão de PCR, 1,25 mM de solução 
de dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 2 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 20 μL, 
consistindo de: 94°C por 5 min, seguido de 95°C por 30 s, 55°C 
por 30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma etapa final à 
68°C por 5 min. 

228 
Abdallah et 
al. (2015)  

5′ TCT ACA TGT GCT TGA GTT TCG 3′ 
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Nested 

5′ GTA TTA TCC GCT GCC GTT TTT GCC 3′ 

2 mM de Mg2Cl, 10X de tampão de PCR, 1,25 mM de dNTP 
(Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 2 μL 
de DNA em uma reação de 20 μL, de acordo com as seguintes 
condições: 94°C por 5 min, seguido por 95°C por 30 s, 62°C por 
30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma etapa final à 68°C 
por 5 min. 

5′ CTA CAC AAG TTA TTA TTA AAT GCG GAA 3′ 

MAL7P1.228 

Primário 

5′ AGA CAA GCT ACC AAA GAT GCA GGT G 3′ 
2 mM de Mg2Cl, 5X de tampão de PCR, 2 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 1 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 10 μL, de acordo 
com as seguintes condições: 94°C por 5 min, seguido por 95°C 
por 30 s, 60°C por 30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma 
etapa final à 68°C por 5 min.  

198 

5′ TAA ATG TGT ATC TCC TGA GGT AGC 3′ 

Nested 

5′ CCA TTG CTG GTT TAA ATG TTT TAA G 3′ 
2 mM de Mg2Cl, 5X de tampão de PCR, 2 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 1 μL 
de DNA em uma reação de volume de 10 μL, de acordo com as 
seguintes condições: 94°C por 5 min, seguido por 95°C por 30 
s, 63°C por 30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma etapa 

final à 68°C por 5 min.  

5′ TAA ATG TGT ATC TCC TGA GGT AGC 3′ 

MAL7P1.230 

Primário 

5′ GAT ATC ATT AGA AAA CAA GAG CTT AG 3′ 
1 mM de Mg2Cl, 5X de tampão PCR, 2 mM de solução de dNTP 
(Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 2 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 10 μL, de acordo 
com as seguintes condições: 94°C por 5 min, seguido por 95°C 
por 30 s, 63°C por 30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma 
etapa final à 68°C por 5 min.  

301 

5′ TAT CCA ATC CTT CCT TTG CAA CAC C 3′ 

Nested 

5′ TAT GAA CGC AAT TTA AGT GAG GCA G 3′ 
1 mM de Mg2Cl, 5X de tampão de PCR, 2 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 1,5 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) 2 2 μL 
de DNA em uma reação de volume de 10 μL, de acordo com as 
sequintes condições: 94°C por 5 min, seguido por 95°C por 30 
s, 65°C por 30 s, 68°C por 30 seg por 30 rodadas e uma etapa 
final à 68°C por 5 min.  

5′ TAT CCA ATC CTT CCT TTG CAA CAC C 3′ 
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Polyα 
5' AAA ATA TAG ACG AAC AGA 3' 

1,5 mM de Mg2Cl, 10X de tampão PCR, 1,25 mM de solução de 
dNTP (Promega), 0,5 μM de cada iniciador, 0,1 U de Taq DNA 
polimerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) e 2 μL 
de DNA (~10 ng) em uma reação de volume de 15 μL, 
consistindo de 40 rodadas de acordo com as seguintes 
condições: 94°C por 2 min, seguido por 94°C por 30 s, 47°C por 
30 s, 72°C por 40 s e uma etapa final à 72°C por 3 min.   

223 

Su and 
Wellems 
(1996) 

5' ATC AGA TAA TTG TTG GTA 3' 

PfPK2 
5' CTT TCA TCG ATA CTA CGA 3' 

167 
5' AAA GAA GGA ACA AGC AGA 3' 

TA87 
5' AAT GGC AAC ACC ATT CAA C 3' 

111 
5'ACA TGT TCA TAT TAC TCA C 3' 

Gene Sequência dos iniciadores Condições da PCR 
Tamanho do 

amplicon 
(pb) 

Referência 

pfhr2 

5' CAA AAG GAC TTA ATT TAA ATA AGA G 3' 
0,5 μL de BigDye Terminator, 1 μL de tampão de BigDye 
Terminator 5X, 0,5 μM de cada iniciador e DNA de acordo com 
seu tamanho, em uma reação de volume de 10 μL, consistindo 
de 35 rodadas de acordo com as seguintes condições: 96°C por 
1 min, seguido por 96°C por 15 s, 58°C por 15 s e 60°C por 4 
min. 

809 
Baker et al. 

(2005) 
5' AAT AAA TTT AAT GGC GTA GGC A 3' 
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Apêndice 2. Artigo publicado na revista Frontiers in Cellular and Infection Microbiology.
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Apêndice 3. Artigo redigido a partir dos resultados da padronização dos alvos mitocondriais e 

submetido na revista Malaria Journal. 

Malaria diagnosis based on mitochondrial targets: Challenges and Pitfalls 
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Abstract 

High-copy genomic sequences could be used as PCR targets for the detection of 

malaria infections, providing increased sensitivity over single- or low-copy genes. 

Mitochondrial genome of malaria parasites has multiple copies in a single 

mitochondrion, and many mitochondria per cell. Here, we describe the 

development of eight specie-specific qPCR assays for diagnosis of Plasmodium 

vivax, Plasmodium falciparum, and the zoonotic specie Plasmodium simium, 

targeting coding and noncoding mitochondrial genome regions. The optimization 

of the qPCR protocols involved a gradient of annealing temperatures, optimum 

concentrations of the primers and probes, as well as the application of PCR 

additives/enhancers (DMSO, glycerol, BSA), to improve the specificity of qPCR 

amplification. Nonspecific amplification of other Plasmodium species and of 

human targets was observed in different levels for all assays. Regardless of late 

Cq values for most nonspecific amplifications, applying a cutoff did not exclude 

many false-positive results and has compromised the detection of low 

parasitemia. Therefore, although mitochondrial targets have higher sensitivity, 

they frequently lose specificity due to its high sequence conservation. A wide 

screening to evaluate cross-reaction between the Plasmodium species or 

nonspecific amplification of human malaria-free samples should be performed for 

all Plasmodium mitochondrial assays.  
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Introduction 

Despite the efforts that are currently being undertaken towards control of malaria 

around the world, the disease remains an important public health problem in 

many tropical and sub-tropical countries. In 2019, 229 million human malaria 

cases and 409 000 deaths were reported in the world (WORLD HEALTH 

ORGANIZATION, 2020). An early and accurate malaria diagnosis is crucial for 

the effectiveness of the disease control. Microscopy of Giemsa-stained blood 

smears are the most widely used approach for malaria diagnosis due to its low 

cost and relatively simple procedure, despite of its poor sensitivity (CHENG; 

CUNNINGHAM; GATTON, 2015). Molecular approaches such as polymerase 

chain reaction (PCR) are more specific, sensitive, and reliable for malaria 

diagnosis. The Nested PCR based on 18S rRNA gene has been largely used for 

molecular-based malaria diagnosis (SNOUNOU et al., 1993). Real time PCR 

(qPCR) has been increasingly implemented since it provides fast results in high-

throughput screening. It is highly sensitive, specific, and allows parasite 

quantification (ALEMAYEHU et al., 2013; DIVIS et al., 2010; KAMAU et al., 2013).   

PCR sensitivity is greatly influenced by the copy number of target molecule, 

because of that, a target with low copy number limits the detection capability of 

these assays, particularly for low parasitemias. Thus, Plasmodium mitochondrial 

(mt) genome is an ideal target for PCR, as it has higher copy number per parasite 

(20–150 copies) compared to the 18S rRNA gene (4–8 copies), allowing a greater 

sensitivity (ISOZUMI et al., 2015). The genus Plasmodium has the smallest mt 

genome as a tandemly repeated linear element of 6 kb (HIKOSAKA et al., 2011). 

This genome encodes only three genes, cox1, cox3 and cytb.  

Despite the high sensitivity of mtDNA-based assays, here we describe the pitfalls 

related to the development of malaria diagnosis assays by qPCR targeting the mt 

genome for P. vivax, P. falciparum and the zoonotic species P. simium. Eight 

species-specific assays were designed to amplify Plasmodium mt genome 

(coding and noncoding regions) by qPCR. Because all our assays showed some 

level of nonspecificity, we strongly recommend that the mitochondrial assays for 

Plasmodium species diagnosis undergo a wide screening of different 

Plasmodium species samples to access this potential issue.  
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Materials and Methods  

Human clinical samples  

DNA of three Plasmodium species (P. falciparum, P. vivax and P. simium) 

isolated from blood samples of patients previously diagnosed by well-trained 

microscopists and Nested PCR (SNOUNOU et al., 1993) as single infections  were 

used to test the specificity of assays. One hundred and eleven blood positive 

samples of patients from different parts of Brazilian Amazon infected with P. vivax 

and P. falciparum and stored at the biorepository of Laboratory of Malaria at René 

Rachou Institute were used. These samples were also previously assayed with 

ribosomal and non-ribosomal (NR-qPCR) targets (AMARAL et al., 2019). The 

geometric mean of parasitemia was 2,528 parasites/μL (CI95 1,914-3,338) for P. 

vivax samples and 1697 parasites/μL (CI95 1,009-2,854) for P. falciparum 

samples used in the assays.  Seventeen blood samples of patients from Atlantic 

Forest area diagnosed as positive for P. simium by PCR were also included 

(BRASIL et al., 2017; DE ALVARENGA et al., 2018). Samples from 26 healthy volunteers 

(human negative controls tested with distinct malaria PCR protocols) from a 

malaria-free area (Belo Horizonte, Minas Gerais, Brazil) were included as 

negative controls in the assays.  

The human blood collection was performed according to relevant guidelines and 

regulations. All participants and/or their legal guardians provided written informed 

consent. Ethical and methodological aspects of this study were approved by the 

Ethical Committee of Research on Human Beings from the IRR (Nº 2.243.058), 

according to the Brazilian National Council of Health (Resolutions 196/96 and 

466/12). The INI-Fiocruz Ethical Board approved the study concerning the 

patients from Atlantic Forest (number 0062.0.009.000-11).  

DNA extraction from blood samples was performed using QIAamp DNA Blood 

Mini Kit (Qiagen, Hilden, Germany) or Gentra Puregene Blood Kit (QIAGEN, 

Chatsworth, CA, USA), using 300 µL of blood and final volume of 50 µL. Both 

blood and extracted DNA samples were stored at -20 °C. 

Non-human primate samples 



121 
 

 
 

Twenty P. simium and 5 P. brasilianum DNA samples obtained from non-human 

primates (NHPs) from the Brazilian Atlantic Forest, stored at the biorepository of 

Laboratory of Malaria, were included (ALVARENGA et al., 2017; DE 

ALVARENGA et al., 2015, 2018). Samples from 12 NHPs from areas without 

malaria transmission, also tested with distinct PCR protocols (Snounou et al., 

1993; Alvarenga et al., 2018), were included as NHP negative controls in the 

assays. The Brazilian government (Ministry of Environment) authorized capture, 

handling, and collection and transport of biological samples from non-human 

primates (SISBIO numbers. 43375-4/2015, 54707-137362-2 and 52472-1, and 

INEA license 012/2016012/2016).  This study was approved by Institutional 

Ethics Committee of animal use (CEUA license L037/2016).  

Primer design and qPCR assay optimization  

Eight qPCR assays for diagnosis of Plasmodium vivax, P. falciparum, and P. 

simium, targeting coding and noncoding mt genome regions were designed. 

Whole mt sequences of P. falciparum (GenBank accession numbers 

AY282930.1); P. malariae (AB354570.1); P. simium (NC_007233.1) and P. vivax 

(PvP01, GCA_900093555.1) were aligned using Clustal W software in Bioedit 

package. For primer design, regions of mt genome that contained 

polymorphisms, preferentially in the 3′ ends, between Plasmodium species were 

used to assure assay specificity. Primers/probes with the highest stringency in 

the parameters of Primer Express software (Applied Biosystems™) and Oligo 

(Molecular Biology Insights, Inc) were chosen. Probes for cox1 gene assays 

contained minor groove binder (MGB) and for the cox3, cytb genes and 

noncoding regions assays, two different quenchers were used: an internal 

quencher, ZEN, and Black Hole quencher at the 5’ end.  

For qPCR assays, the optimum concentrations of the primers and probes were 

defined using a concentration gradient (0.3 – 0.9 µM of each primer, 0.15 – 0.25 

µM of probe). A gradient of annealing temperatures (52°C – 63°C) was also 

tested. For cox1 gene assays, the optimum concentrations were 0.9 µM of each 

primer and 0.15 µM of probe in a reaction with a final volume of 10 µL.  The 

QuantStudio device (Applied Biosystems ™) was used with the following cycling 

parameters: a step of 60ºC for 30 seconds and an initial denaturation of 95ºC for 
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10 min, followed by 45 cycles of denaturation at 95ºC for 15 sec, annealing at 

52ºC for 30 sec and extension at 60ºC for 45 sec followed by a final extension 

incubation at 60ºC for 30 sec. For PV_NC_1 assay, the best concentrations of 

primers were 0.9 μM and 0.25 μM of the probe at 55o C, with different number of 

cycles: 38 and 40. For the PV_COX3 assay, the best results were obtained using 

0.6 and 0.9 μM of the primers and 0.25 μM of the probe at 60 to 64 o C with 40 

cycles. For the PF_CYTB assay, the best results were using primers at 0.9 μM 

and 0.25 μM of the probe at 58 o C and 60o C, with 38 and 40 cycles. The 

PF_NC_1 assay was optimum results with 0.9 μM of primer and 0.15 μM of the 

probe and 40 cycles, at 60o C and 62o C. For the PF_NC_2 assay, the best 

protocol was using 0.5 to 0.9 of the primers μM and 0.15 to 0.25 μM of the probe 

with 40 cycles, at 60o C and 62o C. All reactions had final volume of 10 μL and 

followed the standard cycling protocol of Viia7 Real-Time PCR System (Applied 

Biosystems).   

To improve the specificity of qPCR amplification, PCR additives/enhancers 

(DMSO, glycerol, BSA) were also used in different concentrations (1% to 5%) 

(SIMONOVIC et al., 2012). All assays used TaqManTM Universal PCR Master Mix 

(Applied Biosystems), and the reactions were standardized on 384-well plates 

using QuantStudio 12K Flex Real-Time PCR System (Applied Biosystems) for 

cox1 gene assays or ViiA 7 Real-Time PCR System (Applied Biosystems) for 

cox3, cytb and noncoding regions assays (Applied Biosystems). All results were 

analyzed using QuantStudio or QuantStudio 12K Flex Real-Time PCR Software 

(Applied Biosystems).  

Positive and negative (no DNA) controls were used in each round of amplification. 

The positive controls in qPCR assays were DNA Plasmodium species previously 

diagnosed by well-trained microscopy and/or other molecular tests (Nested-PCR 

and NR-qPCR) (AMARAL et al., 2019; SNOUNOU et al., 1993): (i) P. falciparum 

DNA strain 3D7 maintained in Laboratory of Malaria at IRR; (ii) DNA extracted 

from the blood of patients with high parasitemia for P. vivax; (iii) DNA of P. simium 

from a non-human primate; and (iv) DNA of P. brasilianum from the MR4 (ATCC, 

USA). In addition, the specificity of the COX1 assays was also tested on non-

Plasmodium organisms, i.e., Leishmania infantum, Leishmania braziliensis, 

Trypanosoma cruzi and Leptomonas sp. 
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To prevent cross-contamination, the DNA extraction and mix preparation were 

performed in “parasite DNA-free rooms” distinct from each other. DNA extraction 

was performed twice on different days. Analysis of amplified DNA was performed 

in a distinct area. Furthermore, each of these separate areas has different sets 

of pipettes and all procedures were performed using plugged pipette tips.  

Statistical analysis 

The cutoff for each assay was established based on receiver operating 

characteristic (ROC) curve by combining both sensibility and specificity. The Cq 

values from positive samples were considered as “true positives”, while for the 

negative samples confirmed by molecular tests (negative for the species to be 

tested) were determined as “true negatives”. The ROC curve was calculated 

using GrahPad Prism version 8.0 (GraphPad software).  

The overlap in the Cq values between specific and nonspecific amplifications was 

established dividing the overlapping data points (Cq min. nonspecific < x < Cq 

max. specific) by all the data points to calculate the percentage of overlapping 

data points.  

 Results 

Design and analysis of Plasmodium mitochondrial qPCR assays 

Eight TaqMan-based qPCR assays were designed for detection of P. falciparum, 

P. vivax and P. simium. All coding genes and also noncoding regions of 

Plasmodium mt genome were targeted in the assays: cox1 gene (PS_COX1; 

PV_COX1_1; PV_COX1_2), cox3 gene (PV_COX3), cytb gene (PF_CYTB), and 

noncoding regions (PF_NC_1; PF_NC_2; PV_NC_1) (Figure 1).   
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Figure 1:  Primers/probes sequences and schematic position of amplicons in Plasmodium 

mitochondrial genome. Eight assays were developed targeting: cox1 gene (PS_COX1; 

PV_COX1_1; PV_COX1_2), cox3 gene (PV_COX3), cytb gene (PF_CYTB), and the noncoding 

regions (PF_NC_1; PF_NC_2; PV_NC_1). Each assay is represented by colored boxes, and the 

positions are based on the Plasmodium mitochondrial genome sequence (≅6000pb). Primers (F: 

forward; R: reverse) and probes (P) sequences of each assay are shown in the boxes with the 

same shade of color. PF, PV, and PS correspond to P. falciparum, P. vivax and P. simium, 

respectively.  

Although mt genome is very conserved among Plasmodium species, the 

sequence alignments of the amplicon, primers and probes of each assay show 

the presence of some single nucleotide polymorphisms (SNP) used to distinguish 

the different Plasmodium species (particularly at 3′ ends of the primers) (Figure 

2 and Supplementary figure 1). 
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Figure 2: Alignment of mitochondrial amplicon sequences of Plasmodium from 

PV/PS_COX1 and PF_CYTB assays. The assays exemplified here are targeting Cox1 gene 

(PS_COX1; PV_COX1_1; PV_COX1_2) and CYTB gene (PF_CYTB). Primers and probes of 

each assay are shown. Genbank sequences accession number: P. falciparum (AY282930.1); P. 

malariae (AB354570.1); P. simium (NC_007233.1) and P. vivax (PvP01). PF, PV, and PS 

correspond to P. falciparum, P. vivax and P. simium, respectively. The boxes highlight 

polymorphic regions in primers/probes. 
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Nonspecific amplification for mt Plasmodium assays 

A wide screening to verify the cross-reaction between the Plasmodium species 

or amplification using human malaria-free samples was performed in all 

Plasmodium mitochondrial assays. A panel of 154 Plasmodium clinical samples 

diagnosed by well-trained microscopists and previously assayed with ribosomal 

and non-ribosomal targets, and samples from healthy volunteers were used. Data 

about parasitemia by LM of all samples used in each assay is shown in table 1. 

Nonspecific amplification was observed in all assays for other Plasmodium 

species and/or human negative control samples, as described below. 

In the cytochrome oxidase 1 assays, there was no nonspecific amplification with 

human malaria-free samples (0/15). DNA from other parasites (Leishmania 

infantum, Leishmania braziliensis, Trypanosoma cruzi and Leptomonas sp) 

underwent cytochrome oxidase 1 assays to ascertain specificity (data not 

shown). The Plasmodium vivax PV_COX1_1 assay was tested with 40 P. vivax 

samples, all of them amplified (Cq mean = 29.0; range = 20.6 - 38.2) and did not 

cross react with any of 42 P. simium samples. However, nonspecific amplification 

was identified in 12 out of 20 (60.0%) reactions using well characterized P. 

falciparum samples (with known parasitemia and confirmed by other PCR 

protocols to exclude co-infection), with Cq mean value of 39.2 (35.0 – 40.8), 

resulting in 10.2% (12 of 117) of all reactions assayed (Table 1). To reduce 

nonspecific amplification, in PV_COX1_2 assay a new probe was designed by 

adding nucleotides spanning a more polymorphic region. Using this probe, 49/50 

(98%) P. vivax samples amplified correctly and did not cross react with any of 20 

P. simium samples and 15 P. malariae/P. brasilianum samples.  Nevertheless, 

nonspecific amplification was observed in 11.4% (16 of 140) reactions, 16 out of 

55 (29.0%) reactions using P. falciparum samples had nonspecific amplification. 

Cq mean value was 42.3 (34.0 – 44.6) and 32.4 (24.2 – 42.0), for nonspecific and 

specific amplifications, respectively (Table 1). Although in general nonspecific 

amplification had late Cq values, there was an overlap in the Cq values with 

specific amplifications of 6.1% and 18.7% of tested samples for PV_COX_1 and 

PV_COX_2 assays, respectively.  
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The assay targeting the cytochrome oxidase 3 gene, PV_COX3, had 23.4% of 

nonspecific amplification with other Plasmodium species (Table 1) with a Cq 

value ranged from 35.1 to 39.9 and an overlap in the Cq values with specific 

amplifications of 3.8%. Nonspecific amplification was observed for one of 67 

(1.5%) reactions with human malaria-free samples tested for this assay. 

For PV_NC_1 assay, three of six Plasmodium samples (50%) showed 

nonspecific amplification with Cq mean value of 34.8 (32.7 – 38.8), and 11.8% (8 

of 68) of reactions using human malaria-free samples were amplified by this 

assay (Cq mean = 36.5; range = 31.3 – 38.6) (Table 1). For P. vivax specific 

amplification, this assay amplified 95.7% of positive samples, with the Cq mean 

value of 30.6 (27.0 – 37.4). All nonspecific amplifications had Cq values above 

the mean value for the specific ones. An overlap between the Cq of nonspecific 

and specific amplifications was observed for 31.8% of analyzed samples.  

For P. falciparum, two assays targeted noncoding regions. The Cq mean for 

specific amplifications using P. falciparum positive samples in PF_NC_1 assay 

was equal to 22.0 (12.7 – 34.6) and for PF_NC_2 the Cq mean was 25.9 (19.3 – 

29.8). In PF_NC_1 assay, four out 15 P. falciparum samples did not amplify 

(Table 1) and this result was not associated to low parasitemia (geometric mean 

= 1,224 parasites/μL). The assay showed nonspecific amplification in 14.6% (11 

of 75) of all reactions assayed, including 11.8% (2 of 17) of P. vivax samples. 

PF_NC_2 had nonspecific amplification in 27.8% (27 of 97) of all reactions, being 

38.9% (7 of 18) of P. vivax samples (Table 1). For human negative control 

(malaria-free samples), the PF_NC_1 and PF_NC_2 had an amplification rate of 

20.9% (9 of 43) and 33.3% (20 of 60), respectively. Cq value for nonspecific 

amplifications ranged from 33.0 to 39.7 for PF_NC_1 and from 32.7 to 38.8 for 

PF_NC_2 assay. There was an overlap of 18.1% and 8.9% between Cq values 

of specific and nonspecific amplifications for PF_NC_1 and PF_NC_2, 

respectively.  

Nonspecific amplification for the assay targeting the P. falciparum cytochrome b 

(PF_CYTB) was identified in 15.5% (38 of 245) of reactions, including 62.5% (5 

of 8) of P. vivax samples and 19.3% (33 of 171) of reactions using human 

negative control samples from malaria-free areas (Table 1). In this assay, 
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different concentrations of DMSO (1% to 5%) were used to reduce the 

nonspecific amplification, as well to Plasmodium specific samples to assess its 

effect. Of 52 samples tested with DMSO (human negative control from malaria-

free areas and P. vivax samples), four had nonspecific amplification (7.7%), 

besides, at the same time, 21 out 66 (31.8%) Plasmodium specific samples did 

not amplify due to DMSO inhibition, decreasing the sensibility of PF_CYTB assay 

(Table 1). Six out the 66 specific samples tested without any 

additives/modifications did not amplify and this result was not associated to low 

parasitemia (geometric mean = 1,240 parasites/μL). The highest Cq value for the 

specific amplifications was 33.3, nearly one cycle lower than the Cq minimum of 

the nonspecific amplifications (range = 34.8 – 39.8). There was not overlap 

between nonspecific and specific amplification for this assay.  

In P. simium assay targeting the cox1 gene, the unique gene in mt genome able 

to differentiate this species from P. vivax, all 37 P. simium samples amplified (Cq 

mean = 30.7, range = 22.0 – 38.5) (Table 1). For assessment of cross-reactivity 

with other Plasmodium species, a panel of Plasmodium samples was submitted 

to the P. simium qPCR assay. Likewise, samples from human patients infected 

with P. vivax from the Amazon region were tested. No amplification was observed 

by using both samples from P. vivax from the Amazon region (n=14) and P. 

malariae/P. brasilianum (n=13). DNA from other parasites (Leishmania infantum, 

Leishmania braziliensis, Trypanosoma cruzi and Leptomonas sp) underwent P. 

simium qPCR to ascertain specificity (data not shown). The assay did not cross 

react with any of 15 non-infected volunteers neither with 12 NHPs from non-

malaria transmission areas tested. However, nonspecific amplification was 

identified in 13 out of 36 (36.1%) P. falciparum samples (Cq mean = 40.0, range 

= 36.2 – 44.7). These late nonspecific amplifications were visualized in 20.6% of 

all reactions using Plasmodium samples (13 of 63) (Table 1). An overlapping was 

observed between Cq values between P. simium specific and nonspecific 

amplifications in 11.9% of samples.  
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Table 1: Summary of data including all reaction for each assay.  

Assay 

Parasitemia by 

LM  

 
Plasmodium specific 

amplification* 

Nonspecific amplification* Total* 

Cutoff 

Geometric mean  

(parasites/μl) 

Other Plasmodium 

species** 
Malaria-free samples*** 

Nonspecific 

amplification 

reactions (%) 
Reaction 

Positivity (%) 

Cq mean 

(range) 

Reaction 

Positivity 

(%) 

Cq mean 

(range) 

Reaction 

Positivity 

(%) 

Cq mean 

(range) 

PV_COX1_1 
2872 

(CI95 1875-4400)  
40/40 (100) 

29.0 

(20.6 - 38.2) 
12/62 (19.3) 

39.2 

(35.0 - 40.8) 
0/15 NA 12/117 (10.2) 34.7 

PV_COX1_2 
2057 

(CI95 1473-2872)  
49/50 (98) 

32.4 

(24.2 - 42.0) 
16/90 (17.7) 

42.3 

(34.0 - 44.6) 
ND NA 16/140 (11.4) 40.5 

PV_COX3 
3802 

(CI95 2745-5265)  
41/43 (95.3) 

26.5 

(18.0 - 35.4) 
11/47 (23.4) 

37.7 

(35.1 – 39.9) 
1/67 (1.5) - 12/157 (7.6) 34.1 

PV_NC_1 
1159 

(CI95 343.7-3911)  
22/23 (95.7) 

30.6 

(27.0 - 37.4) 
3/6 (50) 

34.8 

(32.7 - 38.8) 
8/68 (11.8) 

36.5  

(31.3 - 38.6) 
11/97 (11.3) 34.3 

PF_NC_1 
1587 

(CI95 380.9-6614)  
11/15 (73.3) 

22.0 

(12.7 - 34.6) 
2/17 (11.8) 

34.7 

(33.4 – 36.0) 
9/43 (20.9) 

36.3  

(33.0 - 39.7) 
11/75 (14.6) 32.9 

PF_NC_2 
1255 

(CI95 415-3795)  
18/19 (94.7) 

25.9 

(19.3 - 29.8) 
7/18 (38.9) 

34.6 

(29.2 - 37.4) 

20/60 

(33.3) 

36.6  

(32.7 - 38.8) 
27/97 (27.8) 31.2 

PF_CYTB 
1337 

(CI95 325.6-5489)  
36/66 (54.5)# 

23.2 

(13.0 - 33.3) 
5/8 (62.5)  

38.3 

(38.0 - 38.4) 

33/171 

(19.3) 

37.1 

(34.8 - 39.8) 
38/245 (15.5) 34.9 

PS_COX1 
1327 

(CI95 765.5-2302)  
37/37 (100) 

30.7 

(22.0 - 38.5) 
13/63(20.6) 

40.0 

(36.2 - 44.7) 
0/27 NA 13/139 (9.3) 36.6 

NA: not applicable. ND: Not determined. * In this table were included the sum of all the reactions assayed. ** Other Plasmodium species tested: In PV_COX1_1 

assay were tested 51 Plasmodium samples: P. simium (n=42) and P. falciparum (n=9); In PV_COX1_2 assay were tested 65 Plasmodium samples: P. simium 

(n=20), P. malariae/P. brasilianum (n=15) and P. falciparum (n=30); In PV_COX3 assay were tested 47 Plasmodium falciparum samples; In PV_NC_1 assay 

were tested 6 Plasmodium samples: Plasmodium simium (n=2), P. malariae/P. brasilianum (n=2)  and P. falciparum (n=2); In PF_NC_1 assay were tested 17 
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Plasmodium vivax samples; In PF_NC_2 assay were tested 18 Plasmodium vivax samples;   In PF_CYTB assay, were tested 8 Plasmodium samples: P. simium  

(n=2), P. malariae/P. brasilianum (n=2),  and  P. vivax  (n=4); In PS_COX1_1 assay were tested 57 Plasmodium samples:  P. vivax (n=14),  P. malariae/P. 

brasilianum (n=13) and P. falciparum (n=30). ***For PS_COX1, negative controls included human negative controls (n=15) and NHP malaria-free samples 

(n=12). #PF_CYTB: 21 samples did not amplify due to the use of DMSO. 
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A cutoff for each assay was stablished using the Cq values of specific and 

nonspecific amplifications, based on the sensibility and specificity values given 

by ROC curve. The optimal value for the cutoff was determined as specificity 

>90% (Table 1). The cutoff determination was not able to separate specific from 

the nonspecific amplifications for most assays (Figure 3).  

 

Figure 3: Distribution of Cq values for specific and nonspecific amplifications by assay.  

(A) P. vivax cytochrome oxidase 1 assay 1. (B) P. vivax cytochrome oxidase 1 assay 2. (C) P. 

vivax cytochrome oxidase 3 assay 2. (D) Plasmodium vivax noncoding region 1. (E) P. falciparum 

noncoding region 1. (F) P. falciparum noncoding region 2. (G) P. falciparum cytochrome B. (H) P. 

simium cytochrome oxidase 1. P. vivax + and P. falciparum +, samples positive for P. vivax and 
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P. falciparum, respectively, previously diagnosed using different molecular protocols; Human 

negative control, samples from healthy volunteers from a malaria-free area (samples tested with 

distinct malaria PCR protocols). Error bars represents Cq mean and standard deviation. For the 

assays A, B and I the number of cycles was 45 and for the assays C-H, the number was 40. The 

dashed line represents the cutoff estimated for each assay by ROC curve. 

Optimization of protocols to increase assay specificity  

Initially, to minimize the nonspecific amplification, a set of parameters was 

modified, such as the concentration of primers/probes in each assay, the 

denaturing and annealing conditions, and the number of cycles. The primers 

concentrations varied from 0.3 µM to 0.9 µM and from 0.15 µM to 0.25 µM for 

probes. The annealing temperature tested varied from 52°C to 63°C. These 

modifications decreased the number of nonspecific amplifications in some cases, 

however, did not eliminate all of them. The Cq values for the specific 

amplifications increased, showing that changes in annealing temperature and 

primers/probe concentrations interfered with assay sensitivity. A variety of PCR 

additives/enhancers (DMSO, glycerol and BSA) has also been used to increase 

the specificity, yield or consistency of reactions. The reduction of nonspecific 

amplification was notable in most of the samples; however, the use of these 

additives hampered the efficiency of specific amplifications. For PV_COX1_2 

assay, 5% of DMSO, glycerol or BSA was tested individually, and only DMSO 

was able to reduce nonspecific amplification. However, the use of additives also 

had an impact on the specific amplification, increasing the Cq values (Cq mean 

of 18 to 27). To reduce this impact on specific amplification, different 

concentrations of DMSO and DNA were simultaneously tested. The best 

combination to avoid nonspecific amplification without interference with the 

specific ones was using 3.5% DMSO with the double amount of DNA (Data not 

shown). However, when a large panel (n=30) of well characterized Plasmodium 

falciparum samples was screened using parameters, 8 samples amplified with 

mean Ct of 42.3 (35.3 - 44.6). None of the implemented strategies was able to 

eliminate all nonspecific amplification. For the PF_CYTB, all concentrations of 

DMSO tested (1 to 5%) were able to eliminate the nonspecific amplification (0 out 

of 22). However, only one out of 16 specific samples was successfully amplified 

for P. falciparum. Once again, the use of DMSO hampered the efficiency of 
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specific amplifications, decreasing the sensibility of PF_CYTB assay (only 54.5% 

of specific samples was amplified) (Table 1).  In a single experiment using 1% 

DMSO, 3 out of 29 human negative control samples amplified nonspecifically for 

P. falciparum, with Cq mean of 37.4 (37.2 – 37.8), whereas 13 out of 19 P. 

falciparum samples amplified specifically (Cq mean = 24.5, range = 14.7 – 32.3).  

Discussion 

In the past decade, nucleic acid amplification techniques have established 

increasingly high standards in diagnosis sensitivity by the use of multi-copy target 

genes (Gruenberg et al. 2018; 2020; Amaral et al., 2019). Mitochondrial (mt) 

genomic sequences can provide alternative PCR targets for the detection of 

malaria infections, offering increased sensitivity over single- or low-copy target as 

the 18S rRNA genes (Gruenberg et al., 2018). We evaluated the specificity of 

eight different assays targeting the mt genome of P. vivax, P. falciparum and P. 

simium. The adjustment of PCR parameters was performed to reduce false-

positives results. The experiments were in accordance with the standards of 

excellence stipulated by the guidelines for the Minimal Information for 

Publications on Quantitative Real Time PCR Experiments (MIQE), that give a 

checklist of essential and desirable information that should be reported to enable 

the reviewer to judge the validity of the paper and the reader to repeat the 

experiment and reproduce the results (Bustin et al., 2009). 

A wide screening with Plasmodium clinical samples was performed to test assays 

specificities.  Once mitochondrial PCR-targets seems to be more sensitive and 

show potential for detecting submicroscopic malaria infections, is expected to be 

able to detect previously unseen co-infections.  Here, the exclusion of co-infection 

was essential to truly access specificity of the assays. For this reason, well 

characterized samples with known parasitemia and confirmed by other PCR 

protocols were used. Despite of exhaustive evaluation of different parameters, all 

qPCR assays targeting the mt genome showed a degree of nonspecific 

amplification of other Plasmodium species or human DNA. 

Interestingly, despite the only difference between P. simium from P. vivax 

sequences is one unique single nucleotide polymorphisms (SNPs 3535 T>C) in 

COX1 assays, the protocols did not cross react. However, were observed 
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nonspecific amplification with P. falciparum samples. The amplification of P. 

falciparum samples from Amazon region in Ps COX1 assay confirm the low 

specificity of the target, once is improbable to have co-infections with P. simium 

in humans from Amazon region (once P. simium is a parasite endemic from 

Atlantic Forest region). 

Different studies have demonstrated the use of Plasmodium mt genome as a 

useful target for malaria genus diagnosis using conventional PCR (Isozumi et al. 

2015), nested PCR (Steenkeste et al. 2009), and qPCR (Haanshuus et al. 2019). 

However, only few studies demonstrated a specie-specific malaria diagnosis, 

based on loop-mediated isothermal amplification (LAMP) (Britton et al. 2016), 

PCR (Cunha et al. 2009) and qPCR (Souza et al. 2012; Gruenberg et al. 2018; 

2020; dos Santos et al. 2020). In these reports, it is not clear whether cross-

reactivity between Plasmodium species or with human malaria-free samples 

were evaluated. Even though most studies have screened a large number of 

samples it lacks information about assay specificity such as cross-reactivity test 

and melting curve analysis for qPCR tests using DNA intercalating dye.  

To differentiate between specific and nonspecific amplifications based on Cq 

values, a cutoff was defined for each assay by applying the ROC curve analysis. 

The Cq values was related to > 90% of specificity to properly identify the 

individuals who did not have malaria and, in the meantime, assuring a reliable 

sensibility value. However, the cutoff determination was not able to completely 

exclude false-positive results for most assays. The dilemma consists in a trade-

off between sensitivity and specificity. The correct identification of Plasmodium 

species is of paramount importance and is one of the major challenges in malaria 

diagnosis. Misdiagnosis of the Plasmodium species may have a significant 

negative impact on the effectiveness of treatment and prognosis of the disease.  

Even though assays were designed to target polymorphic regions of Plasmodium 

mtDNA, nonspecific amplification with other Plasmodium species and with human 

targets was observed. In this study, despite of a series of modifications 

implemented in each assay to decrease the nonspecific amplifications, none had 

eliminated all of them. For some assays, these modifications caused an increase 

in the Cq values for the specific amplifications, decreasing the assay sensitivity. 
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This reduction may have significant impact particularly in detection of P. vivax 

infections which is frequently characterized by low parasitemias. A variety of PCR 

additives/enhancers was used to increase the specificity of PCR reactions such 

as DMSO, glycerol and BSA. DMSO has been proven to considerably enhance 

both the specificity and efficiency of DNA polymerization (SIMONOVIĆ et al. 

2012). Several polyhydroxyl alcohols are also potent PCR enhancers, such as 

glycerol, that improves PCR specificity (SIMONOVIĆ et al. 2012). The addition of 

bovine serum albumin (BSA) to PCR reactions is often beneficial for its ability to 

scavenge and neutralize several contaminants that inhibit Taq, including hemin 

and iron chloride (SIMONOVIĆ et al. 2012). They interfere with hydrogen 

bonding, thus facilitating strand separation, lowering DNA melting temperature 

(Tm) and consequently improving the specificity of primer binding (SIMONOVIĆ 

et al. 2012). The beneficial effects of additives are often template and primer-

specific and must be determined empirically. Herein, the PCR 

additives/enhancers reduced but did not eliminate nonspecific amplifications; 

besides, the use of these additives hampered the efficiency of specific 

amplifications.   

Conclusion 

The Plasmodium mitochondrial genome is an attractive target for PCR-based 

detection of malaria parasites. However, as P. vivax and P. falciparum have at 

least 90% of conservation of mtDNA, the design of species-specific primers and 

probes is a challenge (McIntosh et al., 1998). The high degree of conservation of 

the Plasmodium mt genome may be due to structural constraints on the 

genome. Thus, a rigorous testing including the screening of a panel of samples 

well characterized should be performed to verify the existence of non-specific 

amplifications in all Plasmodium mt assays.  
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