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RESUMO 
 

Orjuela-Sánchez P. Diversidade genética em populações de Plasmodium vivax: análise de 

marcadores genéticos neutros e de genes potencialmente associados à resistência a 

drogas [tese (Doutorado em Parasitologia)]. São Paulo (Brasil): Instituto de Ciências 

Biomédicas da Universidade de São Paulo; 2010. 

Neste trabalho foram utilizados marcadores neutros (microssatélites e SNPs sinônimos) 

e sujeitos a seleção (motivos repetitivos de pvcsp e SNPs não-sinônimos de pvcrt-o e 

pvmdr1) para estudar em detalhe a variação genética em P. vivax. A tipagem de 

microssatélites revelou que as populações de P. vivax da Amazônia brasileira são mais 

diversas que as populações simpátricas de P. falciparum, apresentando maior número de 

infecções geneticamente mistas, alelos por lócus e heterozigosidade virtual; porém 

ambas as espécies mostraram evidências significantes de desequilíbrio de ligação (DL). 

Em contraste com a estabilidade temporal dos polimorfismos sujeitos a seleção, os 

polimorfismos neutros de isolados simpátricos de P. vivax e P. falciparum apresentaram 

uma alta taxa de substituição de haplótipos, com poucas linhagens persistindo ao longo 

do tempo. A análise do domínio repetitivo central da proteína circunsporozoíta (CSP) de 

P. vivax em isolados simpátricos da Amazônia brasileira revelou nove haplótipos 

diferentes. Sequências repetitivas idênticas ou quase idênticas predominaram na 

maioria dos arranjos, sugerindo a expansão recente destes domínios. A análise de 31 

SNPs do cromossomo 8 flanqueando csp evidenciou um extenso DL, sugerindo que a 

recombinação não-meiótica tem um papel importante na diversidade de CSP. A seguir, 

foram avaliadas as infecções recorrentes de P. vivax de duas coortes da Amazônia rural 

expostas a baixos níveis de transmissão de malária, uma delas com altas taxas de 

recorrência após o tratamento com cloroquina (CQ) – primaquina.  A análise de 

microssatélites revelou que apenas dois dos 28 pares de amostras recorrentes 

apresentavam haplótipos idênticos e quatro pares apresentavam haplótipos 

geneticamente relacionados. A tipagem de microssatélites de 99 isolados de P. vivax 

numa destas coortes, revelou uma extraordinária diversidade ao longo do tempo, com 

poucos isolados compartilhando o mesmo haplótipo. Estes resultados em conjunto 

sugerem que as recorrências frequentes não favorecem a persistência ou 

reaparecimento de linhagens clonais de parasitas nesta população. Ante o relato de 



isolados de P. vivax resistentes à CQ na Amazônia brasileira, decidimos analisar SNPs nas 

regiões codificantes e não-codificantes dos genes pvmdr1 e pvcrt-o (ortólogos dos genes 

mdr1 e crt de P. falciparum e associados à resistência a drogas). Estas análises não 

revelaram associações entre os SNPs e o fenótipo de sensibilidade ou resistência à CQ 

nas amostras estudadas. Finalmente, foram genotipados 85 SNPs do cromossomo 8 de P. 

vivax em 234 isolados de diferentes áreas de transmissão de malária no Brasil e na Ásia. 

Foram descritos vários níveis de diversidade e DL entre as populações avaliadas, sendo 

que, os parasitas com a maior diversidade e DL provinham da área com a menor 

transmissão de malária (Sri Lanka). Foram encontrados vários grupos de marcadores 

contíguos com baixa recombinação e uma estrutura haplotípica relativamente 

conservada entre as populações, sugerindo a existência de sítios ativos de recombinação 

nesta região cromossômica. Os SNPs silenciosos e não-sinônimos revelaram uma 

divergência substancial entre as populações, permitindo alocar os parasitas segundo sua 

origem continental e subcontinental. A frequência dos alelos de pvmdr1 também 

apresentou uma marcada variação geográfica. 

Palavras-chave: Malária. Variação genética. Marcador molecular. Resistência. 

Recombinação genética. 



ABSTRACT 

Orjuela-Sánchez P. Genetic Diversity of Plasmodium vivax populations: analysis of 

neutral genetic markers and genes potentially associated with drug resistance. [Ph.D. 

thesis]. São Paulo (Brasil): Instituto de Ciências Biomédicas da Universidade de São 

Paulo; 2010. 

In this work neutral markers (microsatellites and synonymous SNPs) and loci under 

selection (repetitive motifs of pvcsp and non-synonymous SNPs in pvcrt-o and pvmdr1) 

were used to study in detail the P. vivax genetic variation in the Brazilian Amazon region. 

Microsatellite typing revealed that Plasmodium vivax populations from the Brazilian 

Amazon region are more diverse than sympatric populations of P. falciparum, since they 

showed a higher number of multiple-clone infections, alleles per locus and virtual 

heterozygosity. However, both species showed significant linkage disequilibrium (LD). 

Contrasting the temporal stability of markers under selection, neutral polymorphisms 

from sympatric isolates of P. vivax and P. falciparum showed a high haplotype turnover 

rate, with few lineages persisting over time. Analysis of the central repeat domain of P. 

vivax circumsporozoite protein (CSP) in sympatric isolates of P. vivax from Brazil 

revealed nine csp haplotypes. Identical or nearly identical repeat sequences 

predominated in most arrays, suggesting the recent expansion of these domains. The 

analysis of 31 SNP sites across the chromosome 8 segment flanking the csp locus 

showed strong LD, suggesting that non-meiotic recombination has an important role in 

CSP diversity. Next, recurrent P. vivax infections were examined in two cohorts from 

rural Amazonia exposed to low levels of malaria transmission, one of them having high 

rates of P. vivax recurrence after chloroquine (CQ) - primaquine treatment. 

Microsatellite analysis revealed that only two of 28 pairs of recurrence samples showed 

identical haplotypes and four pairs with genetically related haplotypes. Microsatellite 

typing of 99 isolates of P. vivax from one of these cohorts revealed an extraordinary 

diversity over time, with few isolates sharing the same haplotype. These results suggest 

that frequent recurrences did not favor the persistence or reappearance of clone 

lineages of parasites in this population. Since cases of P. vivax CQ resistance have been 

reported in the Brazilian Amazon region, we decided to analyze SNPs of coding and non-

coding sequences of the pvmdr1 and pvcrt-o genes (orthologs of mdr1 and crt genes in P. 



falciparum and associated with drug resistance). These analyses revealed no 

associations between SNPs and sensitive or resistant phenotype to CQ among studied 

samples. Finally, 85 SNPs from chromosome 8 of P. vivax were genotyped among 234 

parasites from different areas of malaria transmission in Brazil and Asia. Different levels 

of diversity and LD among populations were found, with the highest diversity and 

strongest LD in parasites from the area of lowest malaria transmission (Sri Lanka). 

Several clusters of contiguous markers with rare meiotic recombination and relatively 

conserved haplotype structure among populations were found, suggesting the existence 

of recombination hotspots in this chromosome region. Silent and nonsynonymous SNPs 

revealed substantial between-population divergence, being able to cluster parasites 

according to their continental and subcontinental origin. Marked geographic variation 

was also observed in allele frequencies of pvmdr1. 

 

Key words: Malaria. Genetic variation. Molecular marker. Resistance. Genetic 

recombination.  

 

  

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1 INTRODUÇÃO 



 

1.1 A malária como problema de saúde pública 

Ocorre transmissão de malária em 21 países do continente americano, com 264 milhões 

de pessoas expostas ao risco de transmissão1. No Brasil, a incidência anual de malária 

multiplicou-se por dez entre 1970 e 1985, estabilizando-se na década seguinte em torno 

de 500.000 casos anuais. Aumentos recentes de incidência foram registrados em 1999 

(636.000 casos) e 2005 (600.000 casos). Mais de 99% das infecções são adquiridas na 

Amazônia2. Além do aumento de incidência, outra mudança substancial foi registrada, 

em anos recentes, na distribuição das espécies de plasmódios responsáveis por essas 

infecções. Em meados da década de 1980, as infecções por Plasmodium falciparum e P. 

vivax eram igualmente prevalentes, mas atualmente, mais de 70% dos casos de malária 

notificados se devem a P. vivax2,3. Estes dados sugerem que o incremento recente no 

número de casos de malária na Amazônia brasileira deve-se, em grande parte, às 

dificuldades no controle da transmissão de P. vivax. 

Embora raramente fatal P. vivax causa uma doença debilitante que afeta a qualidade de 

vida e a produtividade econômica das populações endêmicas4,5. Estima-se que, a cada 

ano, 132-301 milhões de indivíduos estejam infectados por P. vivax em todo o mundo; 

52% destas infecções ocorrem no sul e sudeste da Asia, 15% no oriente do mediterrâneo 

e 10-15% nas Américas6,7. No sul e sudeste da Asia entre 71 e 81% de todos os casos de 

malária são causados por esta espécie. No oriente e sul da África um 5% das infecções 

são atribuídas a P. vivax, porem isto equivale a aproximadamente 12 milhões de casos 

por ano8. Apesar de sua alta prevalência e ampla distribuição geográfica, P. vivax tem 

vários aspectos de natureza biológica epidemiológica ainda inexplorados. Esta tese 

refere-se ao estudo de três destes aspectos: (1) os mecanismos de resistência aos 

antimaláricos em P. vivax; (2) a diversidade genética e a estrutura populacional de P. 

vivax; (3) os padrões de transmissão e de interação, no espaço e no tempo, entre 

isolados simpátricos de P. vivax e P. falciparum na Amazônia brasileira.   

 

 

 

 



 

1.2 Por que estudar a estrutura populacional de Plasmodium vivax? 

Atualmente sabe-se que P. falciparum e P. vivax usam a diversidade genética que 

possuem nos seus genomas para escapar do efeito dos antimaláricos e a imunidade do 

hospedeiro. Porém, os mecanismos que geram e mantêm esta diversidade são 

desconhecidos. Para compreender diferentes aspectos da malária, é fundamental 

estudar e estimar a variação genética e inferir a história evolutiva dos genes e das 

populações destes parasitas. Este conhecimento é especialmente útil na identificação de 

alvos de drogas e vacinas e na compreensão de padrões de virulência, interações 

parasita-hospedeiro e na evolução da resistência às drogas. 

Até agora duas abordagens básicas tem sido desenvolvidas nos estudos de genética de 

populações na malária: (1) aqueles que visam compreender a estrutura genética 

populacional dos parasitas e a dinâmica intrahospedeiro, incluindo a estabilidade dos 

isolados e a complexidade das infecções, e (2) estudos que avaliam a diversidade de 

genes específicos que codificam antígenos vacinais e genes associados com resistência a 

drogas. Os estudos sobre a estrutura populacional descrevem e quantificam como os 

alelos estão espacialmente dispersos e como a diversidade genética global está 

organizada. Estes estudos fornecem indícios importantes sobre a origem, a dispersão e a 

estabilidade de genótipos multilocus. Esta informação é essencial para prever e 

acompanhar a eficácia de estratégias de intervenção, tais como: (1) a utilidade específica 

de terapias combinadas e outros esquemas terapêuticos; (2) a dispersão da resistência a 

drogas e a emergência de parasitas com fenótipo de multirresistência; (3) o impacto em 

longo prazo de intervenções físicas, como os mosquiteiros, e (4) a origem de genótipos 

que podem iludir a resposta imunológica derivada de vacinas multivalentes. O 

conhecimento da diversidade genética em P. vivax também pode ser utilizado para 

avaliar a diferenciação geográfica e explicar a distribuição espacial dos alelos em um 

lócus determinado. Por exemplo, no fornecimento de informações de base para os 

sistemas de vigilância direcionados à identificação da origem dos isolados em áreas com 

eventuais casos importados de malária. Já a análise de genes específicos fornece 

informações sobre como diferentes alelos são gerados e mantidos na população. 

Especificamente, aborda a importância de fatores como a recombinação gênica e a 

seleção natural sobre os polimorfismos observados. Estas abordagens respondem a 

perguntas sobre a associação de alelos específicos à resistência a drogas e sobre como a 



 

variação genética em um determinado lócus pode afetar o desenvolvimento e a 

implantação de vacinas e esquemas terapêuticos9,10. 

Embora a estrutura populacional de P. falciparum seja objeto de grande interesse nos 

últimos anos11-13, os dados disponíveis sobre a estrutura populacional e a diversidade 

genética de P. vivax ainda são restritos. Esta escassez de dados torna-se dramática em 

um momento em que surgem relatos cada vez mais numerosos de infecções graves por 

P. vivax e de resistência desse parasita à cloroquina (CQ)4,14-17.  

 

1.3 Marcadores genéticos para estudos populacionais de P. vivax 

1.3.1 Marcadores neutros 

O genoma de P. falciparum é altamente polimórfico, abundante em polimorfismos de 

base única (SNPs do inglês single-nucleotide polymorphisms) e microssatélites (MSATs) 

de DNA (do inglês Deoxyribonucleic Acid).  Os MSATs são regiões de DNA que contêm 

repetições em série de motivos (conservados ou degenerados) de 1 a 6 nucleotídeos. 

Representam regiões instáveis do genoma, que estão sob alterações mutacionais a taxas 

muito maiores do que as observadas nas sequências de cópia única. Esta instabilidade 

dos MSATs resulta em marcadores altamente polimórficos. Os alelos diferem no número 

de repetições em série devido a crossing over desigual durante a meiose e, 

principalmente pelo deslizamento (strand-slippage) da DNA polimerase durante a 

replicação do DNA18.  

No genoma rico em A/T de P. falciparum, predominam as repetições de tipo (AT)n, 

(TAA)n e poli-A/T, encontrando-se, em média, um MSAT a cada 1.000 pares de bases 

(pb) com distribuição heterogênea ao longo do genoma, totalizando 507 marcadores19. 

Em comparação, o genoma de P. vivax apresenta uma baixa abundância de MSATs: foram 

identificados aproximadamente 160 marcadores polimórficos entre 8 isolados de 

referência de P. vivax, a maioria deles do tipo trinucleotídeo, com aproximadamente 19 

unidades repetitivas por marcador e com conteúdo médio de 27,5% de G/C20,21. No 

genoma de P. vivax também são abundantes as repetições polimórficas em série, com 

frequência de aproximadamente uma a cada 3 quilo pares de bases (kb do inglês kilo 

base pairs)20. 



 

Assim como em outros organismos, os MSATs tem duas propriedades favoráveis para o 

mapeamento gênico e os estudos populacionais: sua neutralidade em termos evolutivos 

e seu alto grau de polimorfismo22,23. 

O principal obstáculo para o estudo da estrutura populacional de P. vivax foi, até 

recentemente, a falta de marcadores genéticos adequados para uso em larga escala. Os 

polimorfismos mais estudados em P. vivax ocorrem em genes que codificam antígenos, 

que podem ser informativos sobre o grau de variação intraespecífica, mas tem a 

desvantagem de estarem sob pressão seletiva. A seleção natural produz um padrão de 

diversificação nestes genes que não reflete necessariamente o que ocorre no genoma do 

parasita como um todo. Como primeiro passo para superar este obstáculo e ampliar o 

conjunto de marcadores genéticos em P. vivax, foram descritas sequências de DNA 

minissatélite (unidades de 7 a 50 nucleotídeos)20 e de MSAT24-27. Estes e outros autores 

tem discutido o verdadeiro grau de diversidade alélica apresentada por estes 

marcadores. Um resumo dos principais achados é feito a seguir.  

O primeiro MSAT em P. vivax foi descrito por Gomez et al.24 no ano de 2003. Este 

marcador foi obtido a partir da análise da região subtelomérica de um cromossomo 

artificial de levedura (YAC do inglês Yeast Artificial Chromosome). A genotipagem deste 

MSAT em 89 amostras de Papua Nova Guiné (PNG) revelou uma população de P. vivax 

muito diversa. Em contraste com estes resultados, Leclerc et al. (2004)25 selecionaram 

13 candidatos de MSATs a partir de uma biblioteca de DNA enriquecida em sequências 

repetitivas. Com este conjunto de marcadores, avaliaram a diversidade de 108 isolados 

de P. vivax representando diferentes regiões do mundo. Surpreendentemente, nove dos 

marcadores foram monomórficos e, dos quatro loci restantes, só um deles foi 

extensamente polimórfico. Estes achados sugeriram, inicialmente, que os MSATs de P. 

vivax além de pouco abundantes28 eram pouco polimórficos. Porém, estudos recentes 

com novos marcadores vêm revelando o extenso polimorfismo de P. vivax em diferentes 

regiões. Imwong et al. (2006)26 descreveram 11 marcadores de MSATs através dos 

dados não publicados do genoma de P. vivax. A genotipagem de 83 amostras da Ásia e da 

América do Sul revelou altos índices de diversidade nesta espécie, confirmando os 

achados preliminares de Gomez et al. (2003)24. Este trabalho atribui a ausência de 

diversidade observada em P. vivax por Leclerc et al. (2004)25 ao uso de marcadores 

inadequados. Imwong et al. (2006)26 discutem a importância do número de repetições 



 

nos MSATs: no trabalho de Leclerc et al.25 a média de unidades repetitivas nos MSATs foi 

de 5,5 em contraste com a média de 16 unidades encontrada por Imwong et al.26. O 

número de unidades repetitivas marca a diferença do marcador pelo simples fato de que 

havendo mais unidades repetitivas, os erros na replicação são mais frequentes e assim o 

marcador é mais polimórfico.  A alta diversidade observada por Imwong et al. (2006)26 

foi corroborada por um trabalho do nosso laboratório29. Através de um conjunto de 14 

MSATs de tri e tetranucleotídeos, os autores analisaram a estrutura populacional de 49 

isolados de P. vivax coletados durante uma coorte prospectiva na Amazônia rural.  Esta 

análise revelou que esta população de parasitas é extremadamente diversa, apresenta 

uma alta porcentagem de infecções geneticamente mistas e um forte desequilíbrio de 

ligação. A partir destes trabalhos iniciais, outros autores tem descrito o extenso 

polimorfismo deste parasitas na Ásia e África30-32. Estes trabalhos também tem realizado 

contribuições importantes para o entendimento da estrutura populacional de P. vivax.  

Karunaweera et al. (2008)30 através do conjunto de 14 marcadores já descritos27 

analisou a estrutura populacional de 164 isolados de P. vivax representando quatro 

continentes diferentes. Os achados deste trabalho demonstraram que a alta diversidade 

desta espécie, o alto número infecções geneticamente mistas e a existência de 

desequilíbrio de ligação não se restringem às populações de P. vivax da Amazônia 

brasileira, mas também são comuns em populações asiáticas. A análise da estrutura 

populacional destas amostras não revelou uma clara estruturação geográfica dos 

isolados, à diferença do que acontece com P. falciparum12. Porém, num trabalho recente 

envolvendo a genotipagem de 425 isolados de P. vivax de Sri Lanka, Mianmar e Etiópia 

usando o conjunto de marcadores de MSAT previamente descrito27, Gunawardena et al. 

(2010)31 demonstraram que estes marcadores são uma ferramenta eficaz para mapear 

os isolados segundo sua ancestralidade e origem continental.  

Os SNPs são variações genéticas que correspondem às alterações mais elementares da 

molécula de DNA, ou seja, mutações em bases únicas da cadeia de bases nitrogenadas 

(Adenina-A, Citosina-C, Timina-T e Guanina-G). As mutações mais comuns são as 

transições, onde ocorrem trocas de uma purina por outra purina (A → G) ou de uma 

pirimidina por outra pirimidina (C → T). Menos frequentes, as transversões ocorrem 

quando há troca de uma purina por uma pirimidina, ou vice-versa (C/T → A/G). 

Normalmente, os marcadores SNP são bi-alélicos, ou seja, são encontrados apenas dois 



 

variantes. Os SNPs podem ocorrer em regiões codificadoras ou com função regulatória. 

Porém, na maior parte das vezes, são encontrados em espaços intergênicos, sem função 

determinada. 

Os SNPs são abundantes tanto no genoma de P. falciparum como de P. vivax e podem ser 

tipados com o uso de diversas técnicas de alto rendimento20,33-37. Em 204 genes situados 

ao longo do cromossomo 3 de P. falciparum, Mu et al. (2002)33 encontraram em média 

um SNP a cada 900 pb de DNA ao comparar sequências de cinco isolados, com 

frequência maior em genes que codificam antígenos e possíveis transportadores do que 

em genes que codificam proteínas essenciais do metabolismo do parasita. Em P. vivax, o 

estudo de uma região de 100 kb sintênica ao cromossomo 3 de P. falciparum (localizada 

no cromossomo 8 de P. vivax) em cinco isolados revelou uma média de um SNP a cada 

530 pb de DNA20. Esta abundância de SNPs torna possível o desenvolvimento de mapas 

gênicos de alta resolução, facilitando estudos de associação, ao nível genômico, entre 

mutações e genótipos de interesse em populações de parasitas. A maioria dos estudos de 

SNPs foram realizados em P. falciparum, de modo que os dados publicados para P. vivax 

são limitados. 

Mu et al. (2005)38 genotiparam 238 SNPs ao longo do cromossomo 3 de P. falciparum, 

em 99 isolados provenientes de diversas áreas geográficas. Este trabalho proporcionou 

uma comparação precisa entre taxas de recombinação entre populações de parasitas 

com diferentes níveis de endemicidade, bem como a primeira comparação entre taxas de 

recombinação em diferentes regiões genômicas, revelando alguns hot spots ou sítios 

ativos de recombinação. Os contrastes nas taxas de recombinação entre populações 

confirmam os achados prévios de Anderson et al. (2000)12, com base em análise de 

MSATs de DNA, de diferentes estruturas genéticas em populações de P. falciparum 

provenientes de regiões com níveis distintos de endemicidade.  

Neafsey et al. (2008)35 demonstraram a eficácia de uma plataforma de microarranjo de 

DNA contendo 3.000 SNPs para a genotipagem do genoma rico em A/T de P. falciparum. 

Dos SNPs tipados, 2.153 localizam-se no cromossomo 7, que alberga o gene pfcrt 

(Plasmodium falciparum Chloroquine Resistance Transporter), responsável pela 

resistência à CQ, e os outros 843 SNPs localizam-se nos 13 cromossomos restantes. A 

genotipagem destes SNPs em 76 isolados de P. falciparum representando vários 



 

continentes confirmou a diferenciação genética das populações continentais desta 

espécie e mostrou níveis variáveis de diversidade genética e padrões de desequilíbrio de 

ligação atribuídos a origem geográfica das amostras. 

Recentemente, Mu et al. (2010)37 desenvolveram mapas genômicos de 189 isolados de P. 

falciparum para identificar eventos de recombinação, genes sob seleção e associados 

com resistência a diversos antimaláricos. Neste trabalho, foi utilizado um microarranjo 

de DNA capaz de detectar 3.354 SNPs já descritos36. As análises de estrutura 

populacional demonstraram que os parasitas podem se agrupar segundo a sua origem 

continental e que existe subestruturação entre as populações de P. falciparum. As 

análises de recombinação evidenciaram que ao longo do genoma existem sítios com 

altas e com baixas taxas de recombinação que são conservados entre os isolados de 

diferentes populações tal e como havia sido demonstrado por Mu et al. (2005)38. Alguns 

genes codificando proteínas transportadoras como pfcrt e antígenos de membrana como 

pfama1 (Plasmodium falciparum Apical Membrane Antigen 1) apresentaram evidências 

de seleção positiva, provavelmente pela pressão seletiva do sistema imune do 

hospedeiro e o uso de antimaláricos. Os ensaios de sensibilidade in vitro aos 

antimaláricos CQ, quinina (QN), mefloquina (MQ), amodiaquina (AQ) 

dihidroartemisinina (DHA) e piperaquina (PIQ) em 185 amostras de P. falciparum 

demonstraram que todos os parasitas estudados são sensíveis a PIQ e a DHA, porém 

existe uma sensibilidade diminuída à DHA nos parasitas de Camboja. As análises de 

associação genômica nos isolados com baixa sensibilidade a estes antimaláricos 

revelaram dois genes já conhecidos: pfcrt e pfmdr1 (Plasmodium falciparum Multidrug-

Resistance Gene 1), e, surpreendentemente, o gene pfsurfin pertencente à família 

multigênica dos genes surfin expressos na superfície do eritrócito infectado, acredita-se 

que este gene seja parte de um complexo de proteínas envolvidas na ligação ou 

transporte de compostos químicos. Estes três genes (pfcrt, pfmdr1 e pfsurfin) também 

apresentaram evidências de seleção positiva. 

 

1.3.2 Marcadores sujeitos a seleção 

Na ausência inicial de marcadores de MSAT, muitos ortólogos de genes codificantes de 

antígenos e associados com resistência a drogas já avaliados em P. falciparum 



 

começaram a ser estudados em P. vivax. Porém, estes marcadores não são considerados 

os melhores, já que estão sujeitos à seleção pelo sistema imune do hospedeiro e o uso 

dos antimaláricos. Os marcadores codificantes de genes associados com resistência a 

drogas incluem os genes que codificam para a dihidrofolato redutase (pvdhfr), associada 

com resistência à pirimetamina, pvmdr1 (Plasmodium vivax Multidrug-Resistance Gene 1) 

e pvcrt-o (Plasmodium vivax Chloroquine Resistance Transporter-Ortholog), ortólogos dos 

genes pfmdr1 e pfcrt associados à resistência à CQ em P. falciparum e que serão 

discutidos em uma seção posterior. Os marcadores codificantes de antígenos disponíveis 

para a genotipagem de P. vivax incluem os genes codificando para as proteínas de 

superfície de merozoítos 1 e 3α (PvMSP1 e PvMSP3α), o antígeno de membrana apical 1 

(PvAMA1), a proteína do gametócito PvGAM1 (Plasmodium vivax Transmission Blocking 

Candidate Antigen), a proteína de ligação ao eritrócito (PvDBP) e a proteína do 

circunsporozoíta PvCSP. 

A CSP é um dos principais candidatos a vacinas em P. falciparum e P. vivax, sendo que 

pfcsp foi a primeira a ser identificada e clonada39. As proteínas circunsporozoítas de 

todas as espécies de plasmódios são formadas por um segmento repetitivo central único 

para cada espécie, flanqueado por regiões não repetitivas conservadas. No caso de P. 

falciparum, o domínio central apresenta uma sequência de repetições em tandem de 

quatro aminoácidos: NANP e NVDP.  Em P. vivax, CSP possui no seu domínio central dois 

tipos de nonapeptídeos: GDRA(A/D)GQPA ou ANGA(G/D)(N/D)QPG, que caracterizam 

os genótipos VK210 e VK247 respectivamente40,41. Existe um terceiro genótipo de 11 

peptídeos APGANQ(E/G)GGAA, denominado P. vivax-like por ser muito similar ao 

domínio repetitivo da CSP de P. simiovale, uma espécie de plasmódio descrito em 

Macaca sínica42. Diversos estudos tem demonstrado que os polimorfismos na região 

repetitiva de PvCSP provêm informação importante sobre a distribuição geográfica dos 

isolados nas regiões endêmicas. A variação entre os alelos CSP ocorre pela duplicação 

e/ou deleção de segmentos repetitivos, causadas provavelmente pelo deslizamento da 

polimerase durante a replicação do DNA43. No Brasil, são encontrados os três genótipos 

mencionados44-46.    

Dada a importância deste gene, alguns trabalhos tem sido conduzidos com o intuito de 

estudar os mecanismos evolutivos que geram diversidade em CSP.  Em 2004, Hughes47 

estudou as características destes domínios repetitivos em P. falciparum e outros 



 

organismos. Hughes observou que os arranjos de sequências repetitivas em P. 

falciparum exibem uma revogação de resíduos hidrofóbicos e são significativamente 

mais comuns nos genes codificantes de antígenos do que nas proteínas do metabolismo. 

Hughes também descreveu que a média das diferenças nucleotídicas entre as unidades 

repetitivas dos genes codificantes de antígenos é significativamente menor em P. 

falciparum quando comparado com as unidades repetitivas de outros organismos. Estes 

resultados, em conjunto, sugerem que os domínios de CSP em P. falciparum evoluem de 

forma aparentemente coordenada, delineada pelo sistema imune do hospedeiro.   

Os estudos evolutivos do domínio repetitivo central de CSP em P. vivax são muito menos 

numerosos que em P. falciparum. Lim et al. (2005)48, através do sequenciamento de 24 

isolados representando diferentes regiões geográficas, descreveram um número 

significativamente menor de substituições sinônimas frente às não-sinônimas nos 

domínios repetitivos de pvcsp. Neste trabalho, os autores sugerem a expansão recente 

desta espécie, assim como descrito em P. falciparum por Ayala e Rich (2000)43 através 

da análise das regiões polimórficas dos genes pfcsp, pfmsp1 e pfmsp2.  

 

1.4 Explorando dados genômicos de P. vivax 

Devido à dificuldade da cultura continua in vitro de P. vivax, às baixas parasitemias da 

infecção natural e à dificuldade dos isolados de campo se adaptarem aos macacos, as 

pesquisas em P. vivax permaneceram muito negligenciadas, até uma década atrás. Essa 

situação mudou nos últimos anos, com contribuições importantes como a geração de 

uma biblioteca de YACs representativa de todo o genoma de P. vivax49. Esta biblioteca 

possibilitou a identificação e o estudo de marcadores moleculares importantes24,50 e de 

uma família multigênica (os genes vir - P. vivax variant genes) que inicialmente 

acreditou-se estar envolvida em variação antigênica51,52. Porem, estudos posteriores 

demonstraram que embora os genes vir apresentem um papel importante em infecções 

naturais, as evidências são inconsistentes com um papel preponderante na variação 

antigênica53. Posteriormente, Feng et al. (2003)20 descreveriam 191 SNPs situados ao 

longo de 100 kb de um segmento do cromossomo 8 de P. vivax. Estes SNPs derivam de 

uma comparação de sequências obtidas com a biblioteca de YACs50 e de quatro isolados 

de campo de P. vivax.   



 

No início deste doutorado os dados do projeto genoma de P. vivax não haviam sido 

publicados. Porém, uma versão preliminar encontrava-se acessível ao público na pagina 

web do Instituto para Estudos Genômicos J. Craig Venter (http://www.jcvi.org). Os 

dados do genoma foram recentemente publicados por Carlton et al. (2008)21. O genoma 

de P. vivax, como o de outros plasmódios, está distribuído em 14 cromossomos 

haplóides. O tamanho do genoma de P. vivax é aproximadamente três mega bases maior 

do que o genoma de P. falciparum, sendo que, esta diferença está principalmente 

representada por regiões não-codificantes. A conservação gênica e a sintenia são 

encontradas em todas as espécies de plasmódios, sendo inversamente proporcional à 

distância evolutiva entre as espécies do gênero54. O número de genes em P. vivax (5.433) 

é muito similar ao de P. falciparum (5.403) sendo que, daqueles genes com função 

conhecida (1.817) em P. falciparum, 82% estão presentes em P. vivax, e os 18% restantes 

são únicos para cada espécie55. A maior diferença entre os genomas destas duas espécies 

é o conteúdo de A/T que em P. falciparum é 23% maior do que em P. vivax. A 

distribuição destas regiões ricas em A/T é diferente em ambas as espécies já que em P. 

vivax limita-se as regiões subteloméricas.   

Esses conjuntos de dados genômicos serviram de base para a definição dos marcadores 

genéticos utilizados nesta tese: (1) os 14 marcadores de MSAT que foram caracterizados 

a partir de sequências publicamente disponíveis do projeto genoma de P. vivax27 e (2) os 

108 SNPs descritos por Feng et al. (2003)20. 

 

1.5 Diversidade genética ao longo do tempo 

A grande maioria dos estudos de diversidade genética ao longo do tempo em P. 

falciparum baseiam-se na análise de polimorfismos de genes sujeitos a seleção, na sua 

maioria candidatos a vacinas. Na literatura encontram-se diversos trabalhos, 

principalmente estudando a dinâmica dos polimorfismos de genes como pfmsp1, pfmsp2 

e pfcsp56-59. Os resultados destas pesquisas são contrastantes: a dinâmica destes 

polimorfismos pode ser muito estável no tempo ou extremamente diversa com uma alta 

taxa de substituição de haplótipos.  



 

Surpreendentemente, na literatura existem poucos relatos sobre a flutuação no espaço e 

no tempo de polimorfismos neutros de isolados simpátricos de P. falciparum60. Esta 

informação é fundamental para a identificação de genes associados a fenótipos de 

interesse como aqueles sujeitos a seleção pelo sistema imune do hospedeiro e uso dos 

antimaláricos. Por tanto, um dos objetivos deste doutorado consistiu em avaliar a 

dinâmica populacional de P. falciparum no estado do Acre - Brasil ao longo de 4 anos. 

Usamos marcadores neutros e comparamos estes achados com aqueles obtidos da 

genotipagem do antígeno pfmsp-2 (Plasmodium falciparum Merozoite Surface Protein 2). 

A proteína MSP-2 é expressa na superfície do merozoíto de P. falciparum61,62 e possui um 

peso molecular que varia entre 36 – 54 quilo daltons (kDa do inglês Kilo Dalton). Esta 

proteína é altamente polimórfica e, por consequência, muito discriminativa, sendo, por 

esta razão, usada para análise da complexidade da estrutura de populações do 

parasita63. A estrutura primária de MSP-2 é caracterizada por uma sequência repetitiva 

central (bloco central - 3) com um número altamente variável de aminoácidos, sendo 

por isso responsável por polimorfismos de tamanho. Esta região é flanqueada por 

sequências específicas não repetitivas (blocos 2 e 4) e duas regiões altamente 

conservadas (blocos 1 e 5) que correspondem às extremidades N- e C- da proteína, 

respectivamente. As sequências específicas não repetitivas que flanqueiam a região 

central podem apresentar um número de unidades relativamente conservadas, variando 

em número e sequência, de modo que estão descritas para este gene duas famílias 

alélicas: FC27 e IC (ou 3D7)64. 

Em P. vivax o panorama não é muito diferente do de P. falciparum, já que as informações 

disponíveis sobre a diversidade deste parasita no espaço e no tempo são restritas. Nosso 

grupo, através da análise de 14 marcadores de MSATs de isolados simpátricos coletados 

durante 15 meses na Amazônia brasileira, mostrou níveis extraordinários de 

emergência e substituição de haplótipos ao longo do tempo29. Neste doutorado, 

objetivou-se explorar esses achados preliminares ampliando-se o tempo de amostragem 

de isolados de P. vivax nessa mesma área empregando-se simultaneamente dois tipos de 

marcadores genéticos, MSATs de DNA27 e SNPs20. O acréscimo de SNPs permite, pela 

primeira vez, estudar a recombinação de populações naturais de P. vivax, de modo 

similar ao realizado em P. falciparum38.  



 

1.6 Estudo de fenótipos de interesse em P. vivax: Resistência aos antimaláricos 

1.6.1 A resistência em P. falciparum um modelo para o estudo da resistência em P. vivax 

O tratamento da malária baseia-se principalmente no uso das quinoleínas, seus 

derivados (CQ, MQ e AQ) e outros medicamentos como os antagonistas dos folatos 

(sulfadoxina – pirimetamina), alguns antibióticos e os derivados da artemisinina. Na 

presente data, casos de resistência a todos estes antimaláricos já foram reportados65,66. 

Um parasita é considerado resistente caso seja capaz de sobreviver e de se multiplicar 

em sua fase sanguínea assexuada apesar da boa administração e absorção de um regime 

quimioterapêutico adequado14. 

Acredita-se que a resistência à CQ em P. falciparum originou-se a partir de quatro focos 

diferentes.  Um, no Sudeste Asiático, em 1957, na região fronteiriça entre Tailândia e 

Camboja67, dois na América do Sul (Venezuela e Colômbia) em 196068 e um em PNG em 

1976. Durante a década de 1980, a resistência à CQ espalhou-se por várias regiões da 

África69.  Em 1973, a Tailândia foi o primeiro país que substituiu CQ como primeira linha 

de tratamento; posteriormente, outros países da América do Sul e do Sudeste Asiático 

também retiraram CQ de seus esquemas terapêuticos. Na África, somente em 1988, a CQ 

foi substituída pela sulfadoxina - pirimetamina (SP) e atualmente a maioria dos países 

desse continente usam a terapia combinada: artemeter + lumefantrine. Porém o uso da 

CQ em combinação com SP ou artesunato, ainda é comum em alguns países do Sudeste 

Asiático, Oceania e o Meio Oriente aonde ainda é eficaz70. Em infecções causadas por P. 

vivax, a resistência à CQ é limitada apesar do seu amplo uso. Os primeiros relatos de 

resistência nesta espécie foram descritos entre australianos repatriados de PNG71. 

Atualmente, na Ásia, ocorrências de P. vivax resistente à CQ limitam-se a algumas regiões 

da Indonésia, PNG, Mianmar72, Tailândia, Vietnã73 e Índia74,75. Na América do Sul, 11 

casos de baixa resposta terapêutica à CQ foram observados na Colômbia em 198976 e na 

Guiana em 199677. Posteriormente, foi reportada na Amazônia brasileira falha 

parasitológica RII à CQ78. Recentemente, de Santana et al. (2007)79 descreveram 10% de 

falha terapêutica à CQ no Estado do Amazonas no Brasil.   

 

 



 

1.6.1.1 Pfcrt na resistência à CQ 

Com o objetivo de elucidar as bases genéticas da resistência à CQ, duas estratégias foram 

adotadas, no final dos anos 90, que conduziram a detalhes importantes da resistência à 

CQ e a outros antimaláricos. A primeira abordagem consistiu em realizar um 

cruzamento genético entre HB3 (sensível à CQ) e Dd2 (resistente à CQ) e isolar sua 

progênie a partir dos estádios assexuados no hospedeiro primata80. A tipagem fenotípica 

da progênie revelou a presença de uma fase de leitura altamente fragmentada (13 

éxons), cujo polimorfismo em 10 posições apresentava uma alta correlação com o 

fenótipo de resistência à CQ de isolados provenientes da Ásia, África, PNG e América do 

Sul. Este gene foi denominado pfcrt (Plasmodium falciparum CQ Resistance Transporter) 

e uma única substituição, K76T, foi 100% correlacionada com o fenótipo de resistência à 

CQ in vitro e in vivo81. O produto deste gene codifica para uma proteína de 424 

aminoácidos (48,62 kDa) que possui 10 domínios transmembrana (DTM). Estudos de 

imunofluorescência e microscopia eletrônica localizam PfCRT na membrana do vacúolo 

digestivo (VD) do parasita. Neste compartimento ácido (pH 5,5-5,8) a CQ (uma base 

fraca não protonada) entra por difusão simples e é imediatamente protonada; nesta 

nova forma química a CQ é impermeável e acumula-se a altas concentrações (mM). 

Acredita-se que a CQ mate o parasita ao inibir a dimerização e posterior cristalização da 

ferroprotoporfirina IX, que é tóxica para o parasita, em hemozoína durante o 

metabolismo da hemoglobina82.   

As mutações no pfcrt conferem resistência à CQ por reduzir a concentração deste 

medicamento no VD do parasita. Existem principalmente duas hipóteses para explicar 

este fenômeno: (1) o efluxo da CQ por alterações no pH do VD e/ou (2) a participação de 

um transportador direto mediando seu efluxo83.  

 

1.6.1.2 pfmdr1 na resistência à CQ 

Na década de 90 uma segunda abordagem revelou que os mecanismos de resistência à 

CQ em P. falciparum apresentavam similaridades com o fenótipo de multirresistência a 

drogas (MDR) observado em células tumorais de mamíferos; no qual as células 

neoplásicas desenvolviam tolerância a um amplo espectro de compostos 



 

anticancerígenos estruturalmente não relacionados84. O fenótipo MDR de células 

tumorais é mediado pelo efluxo dos compostos citotóxicos ao meio intracelular. Em 

células tumorais, o fenótipo MDR está fortemente associado com a superexpressão de 

um transportador de membrana, dependente de energia, denominado P-gp (P-

glicoproteína). Esta proteína pertence à superfamília de transportadores ABC (do inglês 

ATPbinding Cassette) que desempenham atividades de translocação de substratos 

através da membrana celular85. Estudos realizados em células tumorais com fenótipo 

MDR demonstraram que a resistência podia ser revertida mediante a utilização de 

compostos bloqueadores de canais de Ca2+ como o verapamil. Observações sobre o 

efluxo da CQ em clones de P. falciparum resistentes86 e sobre a reversão desta 

resistência pelo verapamil87 sugeriram a possível participação de homólogos da P-gp no 

fenótipo de resistência à CQ. Estas descobertas levaram à procura de homólogos da P-gp 

em P. falciparum e, atualmente, vários estudos sustentam a associação de pfmdr1 com o 

fenótipo de resistência a vários antimaláricos em P. falciparum e em outras espécies.  

No começo da década de 90, a transfecção em P. falciparum ainda não tinha sido 

desenvolvida, portanto a maioria dos estudos funcionais deste gene foi realizada em 

células de mamífero e levedura. Dois experimentos chaves demonstraram a correlação 

entre pfmdr1 e o fenótipo de resistência à CQ em P. falciparum. O primeiro estudo foi 

realizado com células de mamífero que expressavam alelos de PfMDR1 previamente 

associados ao fenótipo sensível e resistente à CQ in vivo e in vitro. Neste sistema, foi 

demonstrado que as versões mutantes de PfMDR1, associadas ao fenótipo de resistência  

à CQ, produziam mudanças no pH dos lisossomos, assim como uma diminuição no 

acumulo da CQ. Estes achados comprovaram que mutações em pfmdr1 podiam alterar a 

função da proteína, evitando a acidificação do VD e gerando a diminuição na 

concentração da CQ neste compartimento88,89. Posteriormente, outro experimento que 

respaldaria esta hipótese, demonstrou que PfMDR1 atuava como transportador do fator 

alfa (feromônio de acoplamento) quando expresso em Saccharomyces cerevisiae, 

complementando a função do transportador de membrana endógeno (também tipo 

ABC). Entretanto, a versão mutante de PfMDR1, expressando os polimorfismos 

associados com resistência à CQ (C1034 e D1042) impediu o acoplamento em S. 

cerevisiae. Estes resultados sugeriram que estes polimorfismos podiam afetar a função 

da proteína e modular a resistência à CQ em P. falciparum90.  



 

1.6.1.3 Amplificação de pfmdr1 e resistência à CQ e a outros antimaláricos 

Estudos iniciais correlacionaram a amplificação de pfmdr1 com o fenótipo de resistência 

à CQ em isolados de campo91,92. Porém, estudos posteriores realizados in vitro 

demonstraram que linhagens de P. falciparum com múltiplas cópias de pfmdr1 

apresentam a deamplificação do gene após adquirir o fenótipo de resistência à CQ93. 

Paradoxalmente, linhagens de parasitas com maiores níveis de resistência a CQ mostram 

uma diminuição nos níveis de resistência a MQ94-96. Estas observações sugeriram que a 

seleção de parasitas resistentes à MQ conduziria à amplificação de pfmdr1. Um estudo 

retrospectivo realizado por Price et al. (2004)97 na Tailândia demonstrou que o 

incremento no número de cópias determina a resistência e a falha terapêutica a MQ in 

vitro e in vivo. Neste trabalho, os autores propõem a análise do número de cópias de 

pfmdr1, por PCR (do inglês Polymerase Chain Reaction) em tempo real, como preditor de 

falha terapêutica à MQ.    

 

1.6.2 Mecanismos de resistência em P. vivax 

A grande maioria dos medicamentos existentes para o tratamento da malária por P. 

vivax foram desenvolvidos para o tratamento da malária por P. falciparum, pois se 

acredita que os mecanismos de ação e de resistência sejam semelhantes em ambas as 

espécies. Há 50 anos, o tratamento da malária por P. vivax vem sendo realizado através 

da CQ e primaquina (PQ).  A CQ é utilizada para eliminar os esquizontes do ciclo 

sanguíneo na fase aguda da infecção e a PQ atua frente aos estágios dormentes do fígado, 

denominados hipnozoítos, os quais causam as recaídas meses ou anos após a infecção 

primaria98. Surpreendentemente, apesar dos quase 20 anos de evidências de resistência 

à CQ em P. vivax, os mecanismos de atividade destes antimaláricos contra o parasita não 

são ainda compreendidos, e além disso, até muito pouco, foram padronizadas técnicas 

para a determinação da resistência à CQ14,99.  

O diagnóstico da resistência à CQ envolve a medição crítica de CQ e seu metabólito, a 

desetilcloroquina (DCQ), no sangue do paciente no dia da parasitemia recorrente. Para 

que o caso seja detectado como de resistência, os níveis de CQ + DCQ devem exceder à 

concentração mínima efetiva de 100 ng por ml100, concentração suficiente para eliminar 



 

parasitas sensíveis, sejam estes originados de qualquer uma das três possíveis fontes de 

recorrências: recrudescências, reinfecções e recaídas. Na recrudescência, os parasitas 

que sobreviveram ao tratamento da infecção aguda são mantidos em níveis sanguíneos 

não detectáveis por procedimentos de rotina e reaparecem dias depois na circulação 

sanguínea. A reinfecção representa um caso decorrente de uma exposição independente 

aos esporozoítas de um mosquito. A recaída se caracteriza pelo reaparecimento das 

manifestações da infecção malárica, sintomas clínicos e parasitemia, após o paciente ter 

recebido terapia esquizonticida sanguínea adequada. Esta recorrência é originada pelos 

hipnozoítos no fígado, que após um período de tempo variável, por mecanismos ainda 

desconhecidos, desencadeiam um novo ataque malárico. Como a meia-vida terminal da 

CQ varia de 30 a 60 dias e existem cepas de P. vivax que podem provocar recaídas num 

corto período de tempo, os parasitas originados de estas recaídas poderão ser elminados 

pelos restos de CQ ainda em circulação. Porém, na ausência de um marcador específico 

de hipnozoítos é difícil diferenciar estes episódios das reinfecções ou parasitemias 

subpatentes. 

Diferentemente de P. falciparum, os mecanismos de resistência em P. vivax permanecem 

desconhecidos. Isto se deve, em parte, às dificuldades de uma cultura continua in vitro 

deste parasita. Assim, a procura de mecanismos e marcadores moleculares associados à 

resistência em P. vivax baseia-se no estudo dos genes ortólogos de pfmdr1 e pfcrt de P. 

falciparum. Uma breve descrição dos principais achados é descrita a seguir. 

Em 2001, foi descrito por Nomura et al.101 o ortólogo de pfcrt em P. vivax, denominado 

pvcrt-o. Estes autores demonstraram que não existia associação entre os SNPs de pvcrt-o 

e a resistência à CQ e foi sugerido pela primeira vez que deviam existir mecanismos 

diferentes de resistência entre P. falciparum e P. vivax. A proteína codificada por este 

gene possui 10 DTM e faz parte da superfamília de transportadores de drogas e 

metabólitos102. Até a data de hoje, não foi demonstrado o papel funcional direto deste 

gene no transporte da CQ ou no fenótipo de resistência. Porém, a similaridade entre as 

sequências de pfcrt e pvcrt-o sugere que a função destes genes tenha sido conservada.  

Estudos funcionais de pvcrt-o realizados no nosso laboratório, mostraram que linhagens 

transgênicas de P. falciparum superexpressando pvcrt-o apresentavam uma redução 

significante de 2,2 vezes na sensibilidade à CQ, sendo este efeito reversível pela adição 



 

de verapamil. Quando expressada a versão selvagem (K76) e mutada (76T) de PvCRT-O 

no organismo modelo Dictyostellium discoideum a incorporação da CQ nos endossomos 

ácidos deste organismo se reduz em 60%, sendo este efeito também reversível pelo 

verapamil. Estes resultados sugerem que esta proteína desempenha um papel 

importante no transporte da CQ103.  

Em 2005, nosso laboratório104 e Brega et al.105 descreveram o homólogo de pfmdr1 em P. 

vivax. O gene pvmdr1 ao igual que pfmdr1, é composto por um único éxon de 4.395 pb 

que codifica para uma proteína de 465 aminoácidos (165 kDa). PvMDR1 possui 2 DTM 

hidrofóbicos que atravessam a membrana múltiplas vezes.  Cada DTM consiste em seis 

segmentos transmembrana (α hélices putativas) com um total de 12 segmentos por 

molécula de PvMDR1. Os outros dois domínios são hidrofóbicos e possuem um domínio 

de ligação a nucleotídeo (NBD do inglês Nucleotide Binding Domain) que acopla a 

energia da hidrólise da adenosina trifosfato (ATP) ao processo de transporte. No 

PvMDR1, cada NBD esta composto por um motivo Walker A e B, e uma assinatura ABC 

típica. Todas estas características estruturais classificam a PvMDR1 como membro da 

superfamília de proteínas transportadores ABC.  

No trabalho realizado por Sá et al. (2005)104, estes autores sequenciaram pvmdr1 em 10 

isolados de diferentes regiões do mundo. Dentre as amostras haviam isolados 

comprovadamente resistentes à CQ. Os resultados evidenciaram que as amostras 

podiam ser agrupadas de acordo com a origem geográfica, mas não houve associação 

entre os polimorfismos achados e o fenótipo de resistência à CQ. Já no trabalho feito por 

Brega et al. (2005)105, observou-se o polimorfismo Y976F em amostras da Tailândia e 

Indonésia (áreas com registros de resistência à CQ em P. vivax) e o polimorfismo F1076L 

em isolados da Turquia e Azerbaijão (áreas com alta eficácia à CQ) e novamente em 

isolados da Tailândia e da Indonésia. Neste trabalho, foi sugerida a associação entre a 

presença destas duas mutações (no caso do duplo mutante Y976F e F1076L) e o 

fenótipo de resistência à CQ. Na mesma época o mesmo grupo106 relatou uma falha à 

profilaxia com MQ em um soldado francês na Guiana Francesa. O reaparecimento dos 

parasitas ocorreu um dia após o término da profilaxia, confirmando a resistência 

parasitológica e clínica. A análise de pvmdr1 neste parasita não apresentou 

polimorfismos em pvmdr1 associados a este fenótipo de resistência à MQ.  



 

A partir da descrição inicial das mutações Y976F e F1076L associados ao fenótipo de 

resistência à CQ, ao longo destes últimos cinco anos foram publicados tanto trabalhos 

que sustentam tanto trabalhos que rejeitam esta hipótese. Porém, na atualidade, o valor 

destes polimorfismos na definição da resistência à CQ e outros antimaláricos não esta 

bem definida.  

Suwanarusk et al. (2007)99 investigaram a sensibilidade in vitro à CQ e os polimorfismos 

de pvcrt-o e pvmdr1 de isolados de P. vivax coletados de Papua e Indonésia, onde altos 

níveis de resistência clínica à CQ tem sido relatados, e da Tailândia, onde o tratamento 

com CQ é geralmente eficaz. Os resultados deste trabalho demonstraram que os níveis 

de IC50 (concentração da droga equivalente a 50% de inibição dos parasitas) à CQ foram 

significativamente maiores em Papua e Indonésia frente à Tailândia, com um número 

significante de parasitas resistentes à CQ em ambas as regiões [13,6% (11/81) na 

Tailândia e 65% (94/145) nos isolados de Papua]. A mutação Y976F em pvmdr1 esteve 

presente em 96% (123/128) dos isolados de Papua e 25% (17/69) dos isolados da 

Tailândia, sendo que o IC50 à CQ foi significativamente muito maior nos isolados com a 

mutação Y976F quando comparado com isolados do tipo selvagem. Neste trabalho a 

amplificação de pvmdr1 também foi explorada, sendo que ocorreu em 23% (15/66) dos 

isolados da Tailândia e em nenhum dos isolados da Indonésia (0/104), porém a 

amplificação de pvmdr1 não esteve associada com a resistência à CQ. Estes mesmos 

autores107 exploraram a susceptibilidade in vitro de P. vivax a vários antimaláricos e sua 

correlação com o número de cópias e o polimorfismo 976 de pvmdr1 em isolados da 

Tailândia e Indonésia coletados entre 2003 e 2007. Seus resultados demonstraram que o 

aumento do número de cópias de pvmdr1 esteve presente em 21% (15/71) dos isolados 

provenientes da Tailândia, mas em nenhum dos isolados da Indonésia (0/ 114). Quando 

comparados com os isolados da Indonésia, os valores médios de IC50 dos isolados da 

Tailândia foram menores para a CQ, mas superior para à AQ, artesunato (ASU) e MQ. 

Ensaios de sensibilidade in vitro de 11 isolados da Tailândia apresentando o maior 

número de cópias para pvmdr1 revelaram que estes parasitas apresentavam os maiores 

níveis de IC50 para a MQ frente àqueles albergando uma única copia de pvmdr1. Em 

comparação com os isolados com o alelo selvagem Y976, a mutação 976F de pvmdr1 

esteve associada significativamente com uma menor sensibilidade à CQ, porém uma 

maior suscetibilidade a ASU e à MQ. Estes resultados em conjunto demonstram pela 



 

primeira vez que a CQ e a MQ parecem exercer pressão seletiva competitiva em pvmdr1, 

como é observado com pfmdr1 em P. falciparum.  

Também no ano de 2008, Imwong et al.108 analisaram por PCR em tempo real a 

amplificação de pvmdr1 em 66 isolados do oeste da Tailândia e de 149 amostras 

coletadas de outros países do Sudeste Asiático. Estes autores demonstraram que a 

amplificação de pvmdr1 é significativamente maior nas amostras do oeste da Tailândia 

onde a MQ tem sido amplamente utilizada para o tratamento de P. falciparum. Estes 

achados sugerem que existe uma relação entre o número de cópias de pvmdr1 e o uso 

generalizado da MQ, tal como acontece com P. falciparum97. Estes autores também 

sequenciaram pvmdr1 em 21 isolados; a prevalência dos duplos mutantes (Y976F e 

F1076L) foi de 31% (n = 13) nos isolados de diversas localidades e a mutação Y976F foi 

descrita em 1/11 e 3/5 isolados de Tailândia e Mianmar, respectivamente. Os autores 

não acharam correlação entre a amplificação gênica de pvmdr1 e os polimorfismos neste 

gene.   

Também no ano de 2008, Barnadas et al.109 avaliaram a resposta clinica à CQ em 105 

indivíduos de seis localidades de Madagascar encontrando porcentagens de falha 

terapêutica à CQ consideráveis (entre 5,1% e 14,8%). Neste trabalho os autores também 

avaliaram SNPs em pvcrt-o (éxons 1–6) e pvmdr1. Seus resultados demonstraram que 

todas as amostras apresentaram o tipo selvagem para pvcrt-o. Para pvmdr1 descreveram 

10 mutações não-sinônimas incluindo cinco novas, quatro delas apresentando-se em 

baixas frequências (1,3%-7,5%), enquanto que a mutação S513R foi muito prevalente 

(96,3%). As outras cinco mutações, incluindo Y976F, tiveram frequências entre 97,8% e 

100%. Estes autores concluem a existência de parasitas resistentes à CQ no Madagascar 

e a ineficácia da mutação Y976F de pvmdr1 no monitoramento desta resistência nas 

localidades avaliadas.   

Num outro trabalho recente em PNG, investigou-se a associação entre o genótipo dos 

genes pvdhfr e pvmdr1 e a resposta ao tratamento com AQ + SP, primeira linha de 

tratamento para a malária não complicada por P. falciparum e por P. vivax neste país.  As 

taxas de falha terapêutica a este tratamento atingiram 13%. Neste trabalho foram 

estudadas cinco posições em pvdhfr, e a mutação Y976F. Estes autores observaram que 

os quádruplos mutantes para pvdhfr que também apresentaram a mutação Y976F em 



 

pvmdr1 foram os melhores preditores de falha terapêutica à AQ + SP. Este trabalho 

propõe estes polimorfismos de pvmdr1 e pvdhfr como um novo marcador molecular 

para detectar falha terapêutica a AQ + SP. Este trabalho é o primeiro em indicar que 

pvmdr1 apresenta um papel importante mediando a resistência in vivo em P. vivax110.  

Existem poucos estudos quanto à prevalência de polimorfismos de pvmdr1 no Brasil, 

sendo que estes, em sua maioria, investigam poucos isolados de P. vivax.  Recentemente, 

num trabalho realizado por Gama et al. (2009)111 foram avaliados os SNPs Y976F e 

F1076L de pvmdr1 em 28 isolados de P. vivax coletados no ano de 2004 no município de 

Paragominas ao Noroeste do Pará. Neste trabalho são descritas as prevalências dos 

duplos mutantes (Y976F e F1076L) achados em 14,3% dos isolados frente a um 8,57% 

dos isolados albergando só a mutação Y976F; o haplótipo selvagem Y976 e F1076 não 

foi encontrado.    

Outro aspecto importante é o potencial envolvimento dos genes pvcrt-o e pvmdr1 na 

malária grave causada por P. vivax. Recentemente, foi sugerido que a resistência à CQ 

pode estar associada com a malária grave em P. vivax15. Fernandez-Becerra et al. 

(2009)112, avaliaram os níveis de transcritos destes dois genes num paciente com 

malária grave e observaram que os parasitas deste episodio apresentaram um aumento 

significante de 1,6 vezes nos níveis de expressão de pvmdr1 e de 21,9 vezes em pvcrt-o 

em relação ao outro paciente que apresentou sintomas leves de malária vivax. Estes 

autores sugerem explorar o potencial de pvmdr1 e particularmente pvcrt-o como 

marcadores moleculares de doença grave nesta espécie.  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

5 CONCLUSÕES 



 

Com os resultados deste trabalho podemos concluir que: 

 

• Durante a amplificação dos MSATs, nas amostras policlonais avaliadas neste 

trabalho, certos alelos são amplificados preferencialmente. Estes vieses podem 

conduzir a erros na atribuição do haplótipo predominante e afetar a análise de 

infecções geneticamente mistas.  

• Na genotipagem de MSATs, a técnica de amplificação genômica (WGA) não afeta a 

capacidade de detecção de alelos múltiplos em infecções policlonais, nem altera a 

proporção relativa entre eles.  

• P. falciparum apresenta uma menor diversidade, menor proporção de infecções 

geneticamente mistas e número de alelos por lócus que as populações 

simpátricas de P. vivax.   

• A dinâmica de polimorfismos neutros de P. falciparum e P. vivax está 

caracterizada por uma alta taxa de substituição de haplótipos ao longo do tempo.  

• A diversificação gradual dos polimorfismos neutros não é a principal explicação 

para alta taxa de substituição haplotípica observada em P. falciparum e P. vivax.  

• A dinâmica de polimorfismos sujeitos a seleção de P. falciparum e P. vivax está 

caracterizada pela sua estabilidade ao longo do tempo.  

• Os domínios repetitivos de CSP de populações de P. vivax do Granada apresentam 

poucas substituições nucleotídicas e arranjos repetitivos similares. Estes achados 

indicam que estes domínios foram originados a partir de um antecessor recente 

através de mecanismos de duplicação. 

• Tanto alelos idênticos de CSP com diferentes haplótipos de cromossomo 8 quanto 

haplótipos idênticos de cromossomo 8 com alelos diferentes de CSP são 

encontrados em parasitas do Granada. Estes resultados sugerem que outros 

mecanismos de recombinação além da meiótica, tais como a recombinação 

homóloga, podem ter um papel fundamental na geração de diversidade em CSP.  



 

• Na Amazônia brasileira, P. falciparum e P. vivax apresentam evidências 

significantes de desequilíbrio de ligação, consistente com a expansão clonal 

destes parasitas.  

• A grande maioria das recorrências por P. vivax no Granada são diagnosticadas até 

180 dias após o primeiro episódio de malária. 

• As altas taxas de recorrências por P. vivax na Amazônia brasileira são causadas, 

em sua maioria, por parasitas geneticamente não relacionados.  

• Descrevemos e validamos um conjunto de 57 SNPs polimórficos do cromossomo 

8 de P. vivax para estudos moleculares nesta espécie.  

• Populações de P. vivax de diferentes áreas de transmissão de malária são 

altamente diversas, possuem estrutura populacional continental e subcontinental 

e um extenso desequilíbrio de ligação.  

• Os SNPs de pvcrt-o e pvmdr1 descritos em isolados de P. vivax sensíveis e 

resistentes à CQ não se correlacionam com seu fenótipo.  

• As mutações Y976F e F1076L de pvmdr1 previamente associadas ao fenótipo de 

resistência à CQ foram muito prevalentes na Ásia, em contraste com o haplótipo 

selvagem, que predomina no Brasil.  

• Em PvMDR1, a mutação Y976F só acontece em associação com a mutação 

F1076L.  

• Foram obtidas 6 linhagens transgênicas estáveis e clonais de P. falciparum que 

em teoria superexpressam pvmdr1. Porém pelos métodos aqui descritos não foi 

possível detectar a proteína transgênica PvMDR1. Ensaios de sensibilidade in 

vitro destas linhagens a quatro antimaláricos não mostraram diferenças 

significativas nos valores de IC50 frente ao parasita selvagem (3D7).
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