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RESUMO 
 
 

Casos de pacientes com coinfecção de tuberculose e estrongiloidíase são pouco 
estudados e relatados. No entanto, ambos quadros patológicos possuem cenário 
relevante na epidemiologia da saúde pública apresentando populações vulneráveis 
coincidentes. Diante do aumento da incidência de tuberculose em regiões tropicais e 
subtropicais, regiões nas quais existe uma alta prevalência de parasitas 
gastrointestinais, sobretudo da estrongiloidíase, nosso objetivo foi realizar o 
diagnóstico coprológico, imunológico e molecular da estrongiloidíase humana. Para 
isso, aprimoramos o diagnóstico sorológico e salivar através da detecção de 
imunocomplexos IgG anti – S. stercoralis. Além disso, através de um teste rápido e 
sensível, Dot-ELISA, realizamos o diagnóstico salivar para detecção de IgA 
específico. Utilizando a biologia molecular, foi possível comparar o diagnóstico 
imunológico, soro e saliva, com o diagnóstico molecular nas fezes, através de dois 
primers, gênero e espécie específico. A partir desses dados, realizamos um estudo 
epidemiológico, descritivo e retrospectivo e incluímos os pacientes com tuberculose, 
no diagnóstico imunológico e molecular. Calculamos através do software GraphPad, 
área sob a curva, índice geral de acurácia diagnóstica, índice Kappa e as 
correlações entre os diferentes testes diagnósticos. Para o teste de 
quimiluminescência os resultados foram interpretados com a ajuda do programa 
Image Quant. Nossos resultados demonstraram que, a detecção de 
imunocomplexos IgG no soro foi de 3% (n=30) para o grupo I (indivíduos saudáveis) 
e 93% (n=30) para o grupo II (copropositivos para S. stercoralis), enquanto que, para 
a saliva, a detecção foi de 20% grupo I e 30% grupo II. O Dot-ELISA para detecção 
de IgA na saliva em pacientes positivos para S. stercoralis (n=10), apresentou 
resultados semelhantes ao teste ELISA, com sensibilidade de 70% e 60% e 
especificidade de 85% e 90%, respectivamente. A comparação entre o diagnóstico 
imunológico e molecular demonstrou que 97,1% dos 35 indivíduos copropositivos 
para S. stercoralis foram positivos para IgG sérica e 19 54,3% foram positivos para 
IgA salivar. Em relação à análise molecular, ambos os primers demonstraram 
positividade em 100% das amostras. Dos prontuários disponíveis para a análise dos 
pacientes, 86 casos eram positivos para tuberculose, sendo a maioria do sexo 
masculino (76%) com faixa etária entre 2 e 91 anos. Os principais sinais clínicos 
apresentados foram tosse, febre e perda de peso. Em relação à forma clínica, 67% 
dos pacientes apresentaram a forma pulmonar, e 33% a forma não pulmonar. Casos 
positivos para tuberculose em associação com HIV/AIDS corresponderam a 37%. 
Em relação ao imunodiagnóstico em pacientes portadores de tuberculose, a 
detecção de IgA foi de 34% para o grupo I (n=50) e 66% para o grupo II (n=50), na 
saliva. Enquanto que IgG na saliva para o grupo I foi de 46% e IC-IgG 38%. Já no 
grupo II foi de 52% e 62%, respectivamente. No soro observamos 36% de 
positividade para IgA no grupo I e 60% grupo II. Em relação a detecção de IgG e IC-
IgG no soro, grupo I foi de 46% e 34%, respectivamente. No Grupo II 58% para IgG 
e 68% para IC-IgG. Quanto ao diagnóstico molecular, a positividade foi de 30,7% 



 

(16/52), tanto pela qPCR quanto pela cPCR. Os valores de Cts variaram de 32.6-
40.9 (média 38.2). Com isso, o uso do diagnóstico molecular juntamente com o 
imunodiagnóstico, podem ser considerados como uma ferramenta complementar na 
triagem da estrongiloidíase, especialmente, considerando a gravidade da coinfecção 
neste grupo de pacientes. Casos de pacientes em coinfecção com tuberculose e 
estrongiloidíase são pouco estudados e relatados, no entanto, a realização de 
exames que complementem o diagnóstico rápido e preciso dessas infecções são 
essenciais para o bom prognóstico dos pacientes. 
 
Palavras-chave: Estrongiloidíase. Tuberculose. Imunodiagnóstico. Saliva. qPCR. 
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ABSTRACT 
 
 

Cases of patients with co-infection of tuberculosis and strongyloidiasis are poorly 
studied and reported; however, both pathologies have a relevant scenario in the 
epidemiology of public health, presenting vulnerable populations. In view of the 
increased incidence of tuberculosis in tropical and subtropical regions, where there is 
a high prevalence of gastrointestinal parasites, especially strongyloidiasis, our 
objective was to carry out the coprological, immunological and molecular diagnosis of 
human strongyloidiasis. For this, we improved the serological and salivary diagnosis 
through the detection of immunocomplex IgG anti - S. stercoralis. In addition, through 
a rapid and sensitive Dot-ELISA test, we performed the salivary diagnosis for specific 
IgA detection. Using molecular biology, it was possible to compare the immunological 
diagnosis, serum and saliva, and the molecular diagnosis in the feces, through two 
primers, genus and specific species. From these data, we conducted an 
epidemiological, descriptive and retrospective study and included patients with 
tuberculosis, both in immunological and molecular diagnosis. We calculated using the 
GraphPad software, area under the curve, general index of diagnostic accuracy, 
Kappa index and correlations between the different diagnostic tests. For the 
chemiluminescence test the results were interpreted using the Image Quant program. 
Our results demonstrated that the detection of serum IgG immunocomplexes was 3% 
for group I (healthy individuals) (n=30) and 93% for group II (copropositives for S. 
stercoralis) (n=30), whereas, for saliva, the detection was of 20% group I and 30% 
group II. The Dot-ELISA for the detection of IgA in saliva in S. stercoralis positive 
patients (n=10), presented results similar to the ELISA test, with sensitivity of 70% 
and 60% and specificity of 85% and 90%, respectively. The comparison between 
immunological and molecular diagnosis showed that 97.1% of the 35 copropositive 
individuals for S. stercoralis were positive for serum IgG and 19 54.3% were positive 
for salivary IgA. In relation to the molecular analysis, both primers demonstrated 
positivity in 100% of the samples. From the charts available for the patients analysis 
of the patients, 86 cases were positive for tuberculosis, the majority being male 
(76%) with ages ranging from 2 to 91 years. The main clinical signs presented were 
cough, fever and weight loss. Regarding the clinical form, 67% of the patients 
presented the pulmonary form, and 33% the non-pulmonary form. Positive cases for 
tuberculosis in association with HIV/AIDS accounted for 37%. Regarding 
immunodiagnosis in patients with tuberculosis, the IgA detection was 34% for group I 
(n=50) and 66% for group II (n=50), in saliva. While saliva IgG for group I was 46% 
and 38% for IC-IgG. In group II, it was 52% and 62%, respectively. In serum we 
observed 36% positivity for IgA in group I and 60% group II. Regarding the detection 
of IgG and IC-IgG in saliva, group I was 46% for IgG and 34% for IC-IgG. In Group II 
58% for IgG and 68% for IC-IgG. Regarding the molecular diagnosis, the positivity 
was 30.7% (16/52), both by qPCR and by cPCR. Cts values ranged from 32.6-40.9 
(mean 38.2). Therefore, the use of molecular diagnostics and iimmunological 
diagnosis can be considered as a complementary tool in the screening of 



 

strongyloidiasis, especially considering the severity of coinfection in this group of 
patients. Cases of patients in co-infection with tuberculosis and strongyloidiasis are 
poorly studied and reported; however, examinations that complement the rapid and 
accurate diagnosis of these infections are essential for the good prognosis of 
patients. 
 
Key words: Strongyloidiasis. Tuberculosis. Immunodiagnosis. Saliva. PCR. 
 



 

LISTA DE ILUSTRAÇÕES 

 

Figura 1 –  Ciclo de vida de Strongyloides stercoralis ........................................... 16 

Figura 2 –  Interações celulares na resposta imune para helmintos ..................... 23 

Figura 3 –  Secreção e componentes da IgA ........................................................ 27 

Figura 4 –  Reconhecimento bacteriano ................................................................ 38 

Figura 5 –  Mapa-múndi: coinfecção entre helmintos e tuberculose ..................... 40 

Figura 6 –  Histórico da Pesquisa .......................................................................... 51  

 



 

 

 

 

 

 

SUMÁRIO 1 

1  INTRODUÇÃO ............................................................................................ 14 2 

1.1. Aspectos taxonômicos e morfo-biológicos da estrongiloidíase 3 

humana ........................................................................................................ 14 4 

1.2. Epidemiologia da estrongiloidíase humana ................................................. 17 5 

1.3. Imunopatogenicidade da estrongiloidíase ................................................... 21 6 

1.4. Diagnóstico da estrongiloidíase ................................................................... 29 7 

1.4.1. Diagnóstico parasitológico ........................................................................... 29 8 

1.4.2. Diagnóstico imunológico .............................................................................. 30 9 

1.4.3. Utilização da saliva como ferramenta alternativa no diagnóstico da 10 

estrongiloidíase............................................................................................ 32  11 

1.4.4. Diagnóstico molecular ................................................................................. 34 12 

1.5. Etiopatogenia da tuberculose e seus desafios ............................................ 36 13 

1.5.1. Epidemiologia, diagnóstico e tratamento da tuberculose ............................. 39 14 

1.5.2. Efeito da imunidade induzida por helmintos em infecções 15 

microbianas ................................................................................................. 44 16 

 17 

2  JUSTIFICATIVA .......................................................................................... 47 18 

 19 

3  OBJETIVO GERAL ..................................................................................... 49 20 

 21 

3.1.  Objetivos específicos ................................................................................... 49 22 

 23 

 REFERÊNCIAS BIBLIOGRÁFICAS ........................................................... 52 24 

 25 

4  PRODUÇÃO CIENTÍFICA ........................................................................... 73 26 

4.1.  ARTIGO 1: Immune complex detection in saliva samples: an 27 

innovative proposal for the diagnosis of human strongyloidiasis ................. 73 28 

4.2.  ARTIGO 2: Evaluation of the Dot-ELISA as a diagnostic test for 29 

human strongyloidiasis based on the detection of IgA in saliva ................... 74 30 



 

 

 

 

 

 

4.3.  ARTIGO 3: Molecular and Immnune Diagnosis: Further Testing for 1 

Human Strongyloidiasis ............................................................................... 86 2 

4.4.  ARTIGO 4: Clinical profile of patients diagnosed with tuberculosis 3 

treated at the University Hospital of Londrina, Paraná ................................. 87 4 

4.5.  ARTIGO 5: Imunodiagnóstico da estrongiloidíase humana utilizando 5 

amostras pareadas de saliva e soro na detecção de IgA, IgG e 6 

imunocomplexo-IgG em pacientes portadores de tuberculose 7 

pulmonar ...................................................................................................... 88 8 

4.6.  ARTIGO 6: DNA ribossomal de Strongyloides stercoralis em 9 

pacientes com tuberculose ........................................................................ 104 10 

 11 

 CONCLUSÃO GERAL .............................................................................. 119 12 

 13 

5  ANEXOS ................................................................................................... 120 14 

5.1.  Parecer Consubstanciado do Comitê de Ética em Pesquisa em 15 

Seres Humanos da Universidade Estadual de Londrina ........................... 120 16 

5.2.  Aquiescência da Direção da Unidade Básica de Saúde de Londrina 17 

para realização do estudo ......................................................................... 121 18 

5.3.  Termo de Consentimento Livre e Esclarecido (TCLE) ............................... 122 19 

 20 

 21 

 22 

 23 

 24 

 25 

 26 

 27 

 28 

 29 

 30 

 31 



 

 

 

 

 

 

12 

1 INTRODUÇÃO  1 

 2 

1.1. Aspectos taxonômicos e morfo-biológicos da estrongiloidíase humana 3 

 4 

A estrongiloidíase, infecção causada pelo nematódeo Strongyloides 5 

stercoralis (BAVAY, 1876) infecta cerca de 370 milhões de pessoas em 70 países, 6 

com predominância em regiões tropicais e subtropicais, podendo ser encontrado 7 

esporadicamente em regiões temperadas (SIDDIQUI; BERK, 2001; LAM et al., 8 

2006; SUDRÉ et al., 2006, VERDONCK et al., 2007; BISOFFI et al., 2013). 9 

A estrongiloidíase é considerada uma parasitose de condição negligenciada, 10 

e possui distribuição heterogênea, com áreas de predominância do sudoeste da 11 

Ásia, Brasil, Colômbia, Leste Europeu, Oeste da África e algumas ilhas do Caribe. 12 

Na Europa a infecção prevalece em agricultores, hortigranjeiros e trabalhadores 13 

rurais e nos países tropicais, a doença atinge principalmente crianças pela 14 

frequente permanência em solos contaminados (PIRES; DREYER, 1993; 15 

RODRIGUEZ et al., 2001; COSTA-CRUZ, 2005; 2016; BOULWARE et al., 2007; 16 

FARDET et al., 2007). Nas Américas, é encontrada desde o Canadá até Argentina 17 

e Chile. Focos com elevada endemicidade são encontrados em países como 18 

Colômbia com 20% de positividade e no Peru com 48% (REY, 2001; MERCADO et 19 

al. 2007).  20 

No Brasil, a importância de S. stercoralis como agente etiológico da 21 

estrongiloidíase ou anguilulose, foi salientada primeiramente por Ribeiro da Luz em 22 

1880. A partir de então, estudos têm sido realizados demonstrando variações na 23 

prevalência dessa parasitose em decorrência de vários fatores, tais como idade, 24 

diferenças geográficas e socioeconômicas (GENTA, 1989; PAULA; COSTA-CRUZ, 25 

2011).  26 

Strongyloides sp. pertence ao reino Metazoa, filo Nematoda, classe 27 

Secernentea, ordem Rhabditida, família Strongyloididae (YAMAGUT, 1961). O 28 

gênero Strongyloides apresenta 52 espécies das quais somente duas tem 29 

importância clínica para o homem: S. stercoralis e S. fuelleborni Von Linstow 30 

(1905). A primeira espécie tem distribuição mundial, especialmente nas regiões 31 



 

 

 

 

 

 

13 

tropicais, podendo também infectar cães, gatos e macacos, a segunda é 1 

encontrada na África e nas Filipinas. A subespécie, Strongyloides fuelleborni kellyi 2 

foi descrita pela primeira vez parasitando crianças residentes na Papua Nova 3 

Guiné (GROVE, 1996; SHARIATI et. al., 2010). Como modelo experimental em 4 

roedores, a utilização das espécies Strongyloides ratti e Strongyloides venezulensis 5 

tem auxiliado nos estudos de biologia molecular, interação parasito-hospedeiro, 6 

ensaios terapêuticos além de ser fonte de antígeno heterólogo para padronização 7 

de novas metodologias no imunodiagnóstico da estrongiloidíase humana (Costa-8 

Cruz IN: NEVES et.al., 2011; GONZAGA et al., 2011; GONÇALVES et al., 2012a). 9 

S. stercoralis apresenta seis formas evolutivas: fêmea partenogenética 10 

parasita e fêmea de vida livre, macho de vida livre, ovos e larvas rabiditóide e 11 

filarioide (Costa-Cruz IN: NEVES et.al., 2011). 12 

No homem a infecção ocorre pela penetração ativa das larvas filarioides (L3) 13 

na pele íntegra, ou ocasionalmente, através das mucosas, principalmente da boca 14 

e do esôfago, quando são deglutidas acidentalmente através de alimentos 15 

contaminados, essas larvas secretam metaloproteases, enzimas que auxiliam na 16 

penetração e migração através dos tecidos (MARUYAMA et. al., 2006). Em seguida 17 

as larvas ao atingirem a corrente sanguínea migram até os alvéolos pulmonares e 18 

destes ascendem pela traqueia onde são deglutidas, alcançando o intestino 19 

delgado onde irão completar seu desenvolvimento (GROVE, 1996; Costa-Cruz IN: 20 

NEVES et.al., 2011).  21 

As larvas se diferenciam em fêmeas partenogenéticas, alojando-se nas 22 

criptas de Lieberkühn e na porção superior do jejuno, onde fazem a postura. Os 23 

ovos liberados pelas fêmeas atingem rapidamente a maturidade e as larvas 24 

rabditoides (que eclodem dos ovos) migram para a luz intestinal, sendo desta forma 25 

eliminada nas fezes (PIRES; DREYER, 1993; FERREIRA; COSTA-CRUZ, 2003). 26 

No ciclo direto, as larvas rabditoides presentes no solo ou na região perianal, 27 

se diferenciam em larvas filarioides infectantes (L3), enquanto que, no ciclo indireto 28 

as larvas rabditoides passam por quatro diferenciações no solo, e após 18 a 24 29 

horas produzem fêmeas e machos de vida livre (Figura 1) (Costa-Cruz IN: NEVES 30 

et.al., 2011; SCHÄR et al., 2013). 31 
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A carga cromossômica n, 2n e 3n correspondente a machos, fêmeas de vida 1 

livre e às larvas filarioides respectivamente, ocorre a partir da oogênese para a 2 

definição do sexo da larva rabditoides. Infecções mais recentes garantem um 3 

grande número de larvas infectantes L3, que facilitam a reinfecção contínua do 4 

hospedeiro, já as infecções crônicas favorecem o ciclo indireto, garantindo uma 5 

fonte de L3 por longos períodos de tempo, embora a taxa de produção seja mais 6 

baixa (SHIWAKU et. al., 1988). 7 

 8 
Figura 1. Ciclo de vida. O ciclo vital da estrongiloidíase humana ocorre parte no solo, onde se 9 
encontram fêmeas e machos, e parte como parasitas teciduais da parede intestinal, onde só há 10 
fêmeas partenogenéticas. Estas produzem ovos já embrionados contendo larvas rabditoides, L1, 11 
que deixam a mucosa e saem com as fezes. No solo elas se diferenciam em machos e fêmeas que 12 
fecundam ovos contendo larvas L1. As larvas L1, de ambas origens, transformam-se no solo em L2 13 
ou larvas filarioides infectantes, capazes de penetrar através da pele humana (Adaptado de CDC). 14 
 15 

A interação entre S. stercoralis e o hospedeiro humano é complexa em 16 

decorrência de sua capacidade intrínseca de reprodução, existindo em indivíduos 17 

infectados três possibilidades de evolução: a erradicação da infecção, a 18 

cronicidade decorrente da autoinfecção e a possibilidade de hiperinfecção ou 19 

disseminação (COSTA-CRUZ, 2005; 2016).  20 
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Mecanismos da autoinfecção externa ou exógena e autoinfecção interna ou 1 

endógena são comuns na transmissão da estrongiloidíase, sendo que no primeiro 2 

as larvas rabditoides presentes na região perianal, diferenciam-se em larvas 3 

filarioides infectantes que aí penetram, completando o ciclo direto. No mecanismo 4 

de autoinfecção interna, larvas rabditoides, ainda presentes na luz intestinal (íleo 5 

ou cólon) de indivíduos infectados, se diferenciam em larvas filarioides. Através 6 

desse mecanismo a doença pode manter-se crônica por meses ou anos 7 

(FERREIRA et al., 1999; REY, 2001; COSTA-CRUZ, 2005; 2016). 8 

A maioria dos indivíduos infectados são assintomáticos, porém, em casos 9 

mais graves da estrongiloidíase, pode ocorrer a Síndrome de Löffler, resultando em 10 

edema pulmonar e insuficiência respiratória (PIRES; DREYER, 1993; COSTA-11 

CRUZ, 2011). 12 

O tratamento de estrongiloidiase é limitado às formulações orais como 13 

Ivermectina, Albendazol e Tiabendazol. A Ivermectina foi aprovada pelo Food and 14 

Drug Administration (FDA) em 1997 para o tratamento de estrongiloidíase, 15 

posteriormente aprovado no Brasil pela Agência Nacional de Vigilância Sanitária 16 

(ANVISA), visto que em vários estudos a mesma se mostrou com maior eficácia e 17 

segurança, além de apresentar menores efeitos colaterais e maior adesão do 18 

medicamento, sendo, portanto, o medicamento de primeira escolha para 19 

estrongiloidíase (HUGGINS  et al., 2001; ZAHA et al., 2002; MENDES et al., 2017).  20 

 21 

1.2. Epidemiologia da estrongiloidíase humana 22 

As helmintíases apresentam elevada prevalência mundial em continentes 23 

como Ásia, África e América Latina, onde aproximadamente 820 milhões de 24 

pessoas estão infectadas por Ascaris lumbricoides, 460 milhões por Trichuris 25 

trichiura e 440 milhões por ancilostomídeos, seguidos pelas contaminações por 26 

outros geohelmintos (OPAS, 2018). Dentre as infecções causadas por 27 

geohelmintos, a estrongiloidíase está entre as primeiras. Esta posição refere-se 28 

apenas às infecções ativas, uma vez que o número de pessoas potencialmente 29 

expostas com quadro de infecção sub-clínico é muito maior (ELLIOT; SUMMERS; 30 

WEINSTOCK, 2007). 31 
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Foi definido por Stuerchler (1981 apud PIRES; DREYER, 1993) as regiões 1 

mundiais de acordo com a prevalência da infecção por S. stercoralis: esporádica 2 

(<1%), endêmica (1-5%) e hiperendêmica (>5%). As áreas hiperêndemicas estão 3 

situadas, principalmente, entre os trópicos, especialmente nos países em 4 

desenvolvimento da Ásia, América Latina e África Subsaariana (FARDET et al., 5 

2007; DEVI; BORKAKOTY; MAHANTA, 2011). 6 

Estima-se que a infecção pelo S. stecoralis atinja de 10 a 40% da população 7 

residente de países tropicais e subtropicais, e em países com condições sanitárias 8 

precárias e também socioeconômicas a taxa de infecção pode chegar a 60% 9 

(SCHÄR et al., 2013; COSTA-CRUZ, 2016). Além disso, têm-se notado um 10 

aumento no número de casos de estrongiloidíase humana em países 11 

desenvolvidos devido ao crescente número de imigrantes, viajantes e refugiados 12 

(PAGE; SPEARE, 2016). 13 

Nas regiões desenvolvidas do mundo, como Sudeste da América do Norte e 14 

Europa, as infecções são frequentes em trabalhadores do campo e também tem 15 

origem não autóctone em razão dos imigrantes e visitantes de áreas endêmicas 16 

(SIDDIQUI; BERK, 2001; MARCOS et al., 2008). Nestas regiões as infecções 17 

helmínticas, incluindo a estrongiloidíase, podem ser controladas por programas de 18 

atenção básica à saúde e medidas de saneamento efetivo (PAULA; COSTA-CRUZ, 19 

2011). 20 

No período entre 1990 a 2009, a ocorrência da infecção por S. stercoralis no 21 

Brasil foi de aproximadamente 5,5% nas cinco regiões brasileiras, o que caracteriza 22 

o país como uma área hiperendêmica (PAULA; COSTA-CRUZ, 2011). 23 

Segundo Paula e Costa-Cruz (2011) e relatos do Ministério da Saúde (2005), 24 

os estados de maior ocorrência da estrongiloidíase são Amazonas, Alagoas, Mato 25 

Grosso, São Paulo, Santa Catarina e Minas Gerais. O estado do Paraná, utilizando 26 

técnicas parasitológicas específicas ou não para detecção de S. stercoralis, foi 27 

demonstrado que os índices desta parasitose variam de 0,9 de 3,3% na população 28 

em geral (FALAVIGNA et al., 2008; TOLEDO et al., 2009). Dados mais recentes, na 29 

região norte do estado, revelam que S. stercoralis foi o mais detectado dentre os 30 

helmintos, pela técnica de Rugai (BOSQUI et al., 2015). Com isso, ressalta-se a 31 
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importância da utilização de diferentes métodos para que um diagnóstico mais 1 

preciso e, consequentemente, o tratamento adequado dos infectados. 2 

O governo brasileiro, em 2005, reconhecendo a elevada prevalência da 3 

infecção por S. stercoralis no país, incluiu a estrongiloidíase no “Plano Nacional de 4 

Vigilância e Controle das Enteroparasitoses” (BRASIL, 2005) e em 2007, no 5 

Programa de Aceleração do Crescimento (PAC) (MINISTÉRIO DA FAZENDA, 6 

2007), programas que fornecem ações em saneamento básico, objetivando a 7 

melhoria da qualidade de vida da população (PAULA; COSTA-CRUZ, 2011). 8 

Sabe-se que esses níveis estão diretamente relacionados com fatores 9 

ambientais e zoonóticas da população, variações geográficas e riscos para 10 

disseminação e condições relacionadas diretamente com o hospedeiro tais como 11 

imunidade, idade e fatores nutricionais.  No entanto, os dados de prevalência são 12 

subestimados uma vez que os métodos de diagnóstico parasitológico utilizados na 13 

rotina laboratorial apresentam baixa sensibilidade e são geralmente, inespecíficos 14 

para detecção desses parasitos, o que limita as informações corretas sobre os 15 

índices epidemiológicos para determinadas regiões, além de, dificultar o 16 

diagnóstico precoce e confirmatório dessas infecções principalmente, a 17 

identificação de larvas de S. stercoralis que demandam métodos específicos 18 

baseados no hidrotermotropismo das larvas e habilidade técnica para tal 19 

(HERNANDEZ-CHAVARRIA, 2001; OLSEN et al., 2009; LUVIRA et al., 2016). 20 

Em muitas regiões do Brasil, esses dados não são elucidados e a população 21 

continua sem informação (PAULA; COSTA-CRUZ, 2011). Um levantamento 22 

realizado a partir de 43 estudos, por SCHÄR (2013), sobre a epidemiologia da 23 

estrongiloidíase, mostrou que o Brasil em relação à comunidade infectada (países 24 

que possuíam dados epidemiológicos), representa um número de 11% - 20%, 25 

enquanto que prevalência de S. stercoralis em refugiados e imigrantes do país é de 26 

31% - 70%. 27 

Os dados elevados de prevalência parasitária, mesmo que subestimados, 28 

reforçam a importância dos mesmos na saúde pública uma vez que as infecções 29 

ocasionadas em decorrência do parasitismo sejam de forma isolada ou quando o 30 

paciente apresenta poliparasitismo ou mesmo outras infecções concomitantes, 31 
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assume caráter grave especialmente em pacientes com quadro de 1 

imunossupressão onde o diagnóstico incorreto ou tardio, impede o tratamento 2 

adequado e estes, evoluem para o óbito (COSTA et al., 2003; MEJIA; NUTMAN, 3 

2012).  4 

A importante relação dos parasitos com os quadros de 5 

imunocomprometimento tem sido demonstrada por diversos autores, Assefa et al., 6 

(2009) analisando 378 amostras de fezes de pacientes com HIV-AIDS na Etiópia 7 

demonstraram que entre os helmintos, A. lumbricoides, nesses pacientes, 8 

apresentou maior positividade (12,4%) seguida de 7,4% de positividade para S. 9 

stercoralis. Em indivíduos imunocomprometidos a ocorrência da estrongiloidíase no 10 

Brasil no período de 1990 a 2009 foi de 11,8% quando utilizando métodos 11 

parasitológicos e de 19,5% por métodos imunológicos. Os autores relatam que a 12 

ocorrência da infecção aumenta com a idade e está diretamente relacionada com 13 

fatores e condições epidemiológicas da população. No entanto, diversos aspectos 14 

epidemiológicos da estrongiloidíase ainda são desconhecidos principalmente à 15 

associação com outras parasitoses com a presente infecção (PAULA; COSTA-16 

CRUZ, 2011; LUVIRA et al., 2016). 17 

A alta incidência de S. stercoralis e principalmente de estrongiloidíase grave 18 

quando não ocorrem o diagnóstico e intervenção terapêutica precoces em 19 

pacientes imunocomprometidos, tem gerado atenção maior para essa parasitose 20 

tanto para a pesquisa como também pela inserção desta em programas de controle 21 

e de vigilância epidemiológica associada ao Ministério da Saúde já que é 22 

considerado um problema de saúde pública, principalmente nos últimos anos 23 

(PAULA; COSTA-CRUZ, 2011), onde apesar dos avanços científico-tecnológicos 24 

visando melhorias no tratamento e prevenção nesse âmbito, a estrongiloidíase é 25 

considerada ainda uma doença parasitária de grande importância na saúde pública 26 

no Brasil devido à abrangência e endemicidade e principalmente, por assumir 27 

caráter grave, por vezes fatal, em indivíduos imunocomprometidos (KASSALIK; 28 

MONDEMULLER, 2011; MEJIA; NUTMAN, 2012; PUTHIYAKUNNON et al., 2014; 29 

LUVIRA et al., 2016). 30 
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1.3. Imunopatogenicidade da estrongiloidíase  1 

 Os indivíduos infectados por S. stercoralis são assintomáticos em 50% dos 2 

casos, enquanto que os outros podem apresentar desconfortos intestinais. A 3 

presença de ovos, larvas e parasitos adultos na mucosa do intestino delgado 4 

resultam em reação inflamatória, o que pode ocasionar a síndrome de má absorção 5 

e consequentemente, diarreia crônica com perda proteica, dor abdominal, 6 

hemorragia com desenvolvimento de quadros de hipoalbuminemia e anemias 7 

(GROVE, 1996; BOULWARE et al., 2007; FARDET et al., 2007).  8 

Nos sintomas mais graves, onde a carga parasitária é maior, a enterite é 9 

ulcerativa, resultante de uma inflamação com eosinofilia intensa e infecções 10 

secundárias associadas (pela invasão bacteriana) presentes nas ulcerações que, 11 

durante a evolução, serão substituídas por tecido fibrótico, levando a rigidez da 12 

mucosa intestinal. Observam-se ainda, diarreia persistente, náuseas e vômitos, 13 

síndromes disentéricas esteatorreicas, seguidas de desidratação e ocasionalmente, 14 

pode levar ao choque hipovolêmico, se associado a vômitos, emagrecimento e 15 

acentuado comprometimento do estado geral do doente, muitas vezes fatal 16 

(FERREIRA; COSTA-CRUZ, 2003; TOLEDO; MUÑOZ-ANTOLI; ESTEBAN, 2015; 17 

PAGE; SPEARE, 2016). 18 

Os sintomas pulmonares apresentam intensidade variável, estando presentes 19 

em todos os indivíduos infectados, caracterizando-se por tosse com ou sem 20 

expectoração, dispneia, crises asmáticas pela presença das larvas filarioides e 21 

ocasionalmente de fêmeas, podendo atingir a maturidade liberando larvas 22 

rabditoides. A migração e a muda das larvas filarioides podem provocar 23 

rompimento dos capilares dos alvéolos causando hemorragias e infiltrado 24 

inflamatório, constituído de linfócitos e eosinófilos e podem ser limitados ou em 25 

casos mais graves, provocar a Síndrome de Löffler, edema pulmonar e 26 

insuficiência respiratória (PIRES; DREYER, 1993; COSTA-CRUZ, 2005; 2016). 27 

As manifestações extra intestinais promovem quadros graves, potencialmente 28 

fatais em indivíduos imunocomprometidos seja pelo quadro de desnutrição, 29 

corticoterapia (acelerando a diferenciação das larvas rabditoides em filarioides), 30 

agentes citostáticos, uso de raios X, leucemias, linfomas, insuficiência renal 31 
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crônica, neoplasias, diabetes, lúpus eritematoso sistêmico, pela Síndrome da 1 

Imunodeficiência Adquirida (SIDA) ou presença do HIV/HTLV-1 (DEVAULT et al., 2 

1990; FERREIRA et al., 1999; KEISER; NUTMAN, 2004, MENDONÇA et al. 2006, 3 

MACHADO et al. 2007; GUILLAMET et al., 2017). Esses quadros graves são 4 

capazes de levar a uma hiperinfecção, como consequência da exacerbação do 5 

ciclo de autoinfecção as larvas atingem os pulmões, ou ainda a estrongiloidíase 6 

disseminada, alcançando o organismo como um todo, como o sistema nervoso, 7 

rins e fígado, condições essas que apresentam elevada taxa de mortalidade, por 8 

serem difíceis de serem reconhecidas (DE BONA; BASSO, 2008; PAULA; COSTA-9 

CRUZ, 2011). 10 

A resposta imune do hospedeiro ao S. stercoralis é um fator importante no 11 

controle da disseminação da doença, em decorrência da complexidade da 12 

interação parasito-hospedeiro e a capacidade do parasito induzir diferentes formas 13 

clínicas de infecção no homem, porém pouco se sabe sobre quais são os 14 

mecanismos que este parasito utiliza para escapar da resposta imune do 15 

hospedeiro tanto na estrongiloidíase humana quanto em modelos experimentais 16 

(NEGRÃO-CORRÊA, 2001; IRIEMENAM et al., 2010; McDONALD; MOORE, 17 

2017).  18 

A figura 2 mostra essa modulação para uma resposta anti-inflamatória com 19 

perfil Th2 ocasionada pelo parasito. Esse tipo de resposta envolve a produção de 20 

citocinas como a linfopoietina estromal tímica (TSLP) produzida na mucosa do 21 

intestino em resposta aos receptores TLR, que são capazes de inibir a produção de 22 

citocinas pró-inflamatórias como a IL-12. As células T reguladoras também são 23 

essenciais para a sobrevida do parasito, pois permite o estabelecimento da 24 

infecção crônica. Outra célula que participa dessa resposta, porém pouco citada, 25 

são os basófilos, eles são ativados por IgE e possuem a função de secretar IL-4, 26 

que por sua vez é, capaz de ativar os macrófagos alternativos (M2) (MAIZELS 27 

et.al., 2009). Os macrófagos M2, também denominados de alternativamente 28 

ativados, são caracterizados por sua capacidade de secretar citocinas anti-29 

inflamatórias e imunossupressoras como IL-3, IL-4, IL- 10 e TGF-β 30 

(GINDERACHTER et al., 2006; REZENDE et al., 2007). Além disso, a polarização 31 
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para Th3 foi previamente associada à tolerância oral, estimulando a produção de 1 

IgA, durante infecção crônica por helmintos (WEINER 1997; DOETZE et al., 2000). 2 

 3 

Figura 2. Interações celulares na resposta imune para helmintos. Antígenos derivados de 4 
helmintos podem ser drenados diretamente para os órgãos linfoides secundários, ou interagir com 5 
células no local da infecção, incluindo células dendríticas (DC) (1) ou células epiteliais (2). Muitos 6 
antígenos de helmintos são capazes de inibir a produção de citocinas pró-inflamatórias por DCs (3), 7 
e desencadear a produção de citocinas, tais como linfopoietina do estroma do timo (TSLP) de 8 
células epiteliais, o que inibe a produção de IL-12 por DCs. DCs que transportam antígenos ativam 9 
as células Th naive (4), que se proliferam e se diferenciam em células Th2 precursoras (5). As 10 
células pTh2 podem tornar-se, em seguida, as células Th2 (6) ou células T auxiliares foliculares 11 
(TFH) (7). As células Th2 liberam várias citocinas, incluindo IL-5, que conduz a eosinofilia (8), e IL-12 
4/-13, que estimulam macrófagos alternativamente ativados (AAMs) (9). AAM, por sua vez 13 
produzem moléculas como arginase-1 e YM-1 (proteína expressa em células mieloides de 14 
camundongos), que minimizam as respostas Th2. Tfh produzem IL-4 e proporcionam ajuda às 15 
células B para a produção de IgG1 e IgE (10). Durante a resposta precoce de infecções helmínticas, 16 
MHC de classe II que são expressas em basófilos (11) introduzidas nos órgãos linfoides 17 
secundários, podem ajudar a polarizar a resposta Th2. IgE pode ativar basófilos (12), que por sua 18 
vez produzem citocinas que ativam macrófagos alternativos. As infecções por helmintos, também 19 
podem promover o desenvolvimento da resposta de células T reguladores (13) (Adaptado de 20 
MAIZELS et.al., 2009). 21 
 22 

No homem, tanto a infecção na forma assintomática como na sintomática com 23 

a presença de sintomas leves, tem sido demonstrado aumento nos níveis de 24 

anticorpos das classes IgA, IgM, IgG, IgG1, IgG4 e IgE específicos (GENTA, 1989; 25 

ATKINS et al., 1997; HIRATA et al., 2006; RODRIGUES et al., 2007; BOSQUI et 26 

al., 2015). A hipersensibilidade mediada pela IgE antígeno especifica é a mais 27 

rápida resposta imune efetora contra os parasitos e inicia-se quando os mastócitos 28 

já sensibilizados, liberam os mediadores pré-formados estocados em grânulos 29 
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intracitoplasmáticos que incluem a histamina, heparina, proteases e fatores 1 

quimiotáticos para eosinófilos e neutrófilos (GALIOTO et al., 2006).  2 

A eosinofilia é causa comum nas infecções parasitárias, principalmente nas 3 

infecções por helmintos que invadem os tecidos durante a fase larvária do 4 

desenvolvimento. Entre os nematóides intestinais, ancilostomídeos e Strongyloides 5 

são os que apresentam eosinofilia mais elevada (MEEUSEN; BALIC, 2000). Os 6 

eosinófilos são capazes de eliminar os parasitos através da liberação de 7 

substâncias como proteínas tóxicas, bem como radicais livres, que podem destruir 8 

o parasito, mas também produzirem lesões teciduais nas reações alérgicas (ORTIZ 9 

et al., 2000). Os eosinófilos produzem algumas moléculas como as 10 

prostaglandinas, leucotrienos e citocinas, que amplificam a resposta imune 11 

inflamatória, recrutam e ativam mais eosinófilos e outros leucócitos. Essas 12 

moléculas agem na superfície do parasito, e através da citotoxidade celular 13 

dependente de anticorpo, facilitando o processo de desgranulação (KEREPESI et 14 

al., 2007). 15 

A autoinfecção e a contínua migração da larva filarioide pelos tecidos resultam 16 

em incessante exposição sistêmica aos antígenos parasitários, acarretando o 17 

aumento da resposta promovida por IgG4 que modula as reações alérgicas 18 

mediadas por IgE por meio da competição ou inibição de sua ligação às células, 19 

principalmente mastócitos (MAcDONALD et al., 2002; COSTA-CRUZ, 2005; 2016). 20 

Assim, a estrongiloidíase crônica pode ser resultado da diminuição das respostas 21 

de hipersensibilidade (IgE mediadas) para a persistente autoinfecção, com 22 

consequente redução dos efeitos imunopatológicos da anafilaxia constante 23 

(ATKINS et al., 1997). No entanto, nos casos de doença disseminada e de 24 

imunossupressão, os níveis de IgE podem estar normais (MARCOS et al., 2008). 25 

As subclasses de IgG podem exercer efeitos diferentes sobre a resposta 26 

alérgica. Os níveis basais de IgG1, são preditivos para uma resposta mais tardia 27 

após uma estimulação com um alérgeno. Diferentemente da subclasse IgG4 a qual 28 

tem se atribuído uma atividade protetora, atuando como um fator inibitório da 29 

reação de hipersensibilidade mediada por IgE (MORI et al., 2001). Os anticorpos 30 

IgG são os mais frequentes detectados no soro, pois permanecem por um longo 31 
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tempo, após a cura terapêutica. (COSTA-CRUZ, 2011; LEVENHAGEN; COSTA-1 

CRUZ, 2014). 2 

A descrição da Imunoglobulina A (IgA) sérica e suas propriedades por 3 

Heremans; Heremans e Schultze (1959), foi o ponto inicial para estudos de vários 4 

autores nas respostas desse anticorpo às parasitoses (BRANDTZEG, 1973; 5 

DELACROIX et al., 1982; MESTECKY; McGHEE, 1987; CONLEY; DELACROIX, 6 

1987). IgA sérica representa 10% a 15% do total de imunoglobulinas circulantes. A 7 

maioria das IgA sérica circulante (80-90%) é produzida na medula óssea e 8 

pertence à subclasse de IgA1, enquanto no trato intestinal predomina a subclasse 9 

dimérica IgA2 sintetizada principalmente em sítios da mucosa. A vida média da IgA 10 

sérica é de três a seis dias. Em relação ao catabolismo da imunoglobulina A, é 11 

relativamente rápido comparado à IgG, e isso pode resultar em baixos níveis 12 

séricos de IgA (WOOF; KERR, 2006; KADAOUI; CORTHESY, 2007; BENCKERT 13 

et al., 2011).  14 

A IgA exibe quatro propriedades que facilitam a sua função nas superfícies 15 

das mucosas. A polimerização e a interação com o componente secretor (SC), uma 16 

proteína produzida pelas células epiteliais que atua como receptor de transporte 17 

para IgA e torna-se parte integrante da molécula IgA secretada (SANDERSON; 18 

WALKER, 1999). Uma vez que a IgA tenha sido segregada pelas células 19 

plasmáticas da mucosa, ela se liga ao receptor de imunoglobulina polimérica 20 

(plgR), o qual  irá transporta-la para o interior de vesículas através de células 21 

epiteliais do intestino delgado, para a superfície luminal, onde o receptor é liberado 22 

por clivagem proteolítica do plgR, deixando uma quantidade do fragmento da 23 

proteína de transporte (chamado componente secretor) ligado e outra parte livre 24 

(Figura 3) (BRANDTZAEG, 1973; BRANDTZAEG, 1974; BLAISE, 2013). A IgA é 25 

dimerizada por um componente J, que liga as cadeias pesadas de duas moléculas 26 

de IgA. O transporte de IgA tem função útil, podendo ser disseminada através da 27 

mucosa intestinal, permitindo a migração para diferentes tecidos linfoides 28 

associados a mucosas (BRANDTZAEG, 2003). 29 

Outra propriedade trata-se da resistência à proteólise, a interação da 30 

molécula IgA com o CS para formar IgA secretora, torna a molécula menos 31 
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susceptível à digestão proteolítica no ambiente intestinal rico em proteinase. Além 1 

disso, podem apresentar propriedades anti-inflamatórias, bem como inflamatórias. 2 

As propriedades anti-inflamatórias consistem na porção Fc da IgA, que 3 

diferentemente de IgM ou IgG, não reage com componentes da via clássica ou da 4 

via alternativa do complemento, exceto, possivelmente, quando IgA está altamente 5 

polarizada ou encontra-se na forma de imunocomplexo, mesmo assim, ela não se 6 

liga ao C3b, portanto, não recruta células inflamatórias nem mediadores. A ligação 7 

de IgA a neutrófilos e outras células fagocíticas através do domínio Fc resulta em 8 

inibição das funções fagocíticas e líticas dessas células. O conjunto Fc/CS da IgA 9 

interfere na fixação de microrganismos às células epiteliais, aprisionando-os na 10 

camada de muco, impedindo assim, a colonização dos patógenos sem induzir 11 

inflamação. Em contrapartida, IgA pode e tem capacidade de mediar efeitos 12 

inflamatórios em determinadas circunstâncias, como é o caso do contato com 13 

partículas recobertas por IgA, levando à opsonização e ativação fagocítica através 14 

do receptor Fc (MESTECKY; McGHEE, 1987; SANDERSON; WALKER, 1999; DE 15 

CARVALHO et al., 2013). 16 

A Imunoglobulina A dimérica é o segundo anticorpo mais presente no soro e 17 

representa a classe mais proeminente nas mucosas e suas secreções, podendo 18 

estar presente no leite materno, suor, lágrimas, fluido cerebrospinal, suco gástrico, 19 

muco e líquido peritoneal (BENCKERT et al., 2011).  O fato do ciclo biológico de S. 20 

stercoralis apresentar o envolvimento de mucosas pulmonar e intestinal, possibilita 21 

ao hospedeiro elaborar resposta local e sistêmica mediada por IgA (ATKINS et al., 22 

1999; GONÇALVES et al., 2012a).  23 

A descoberta de que, a IgA é a classe predominante nas secreções 24 

intestinais, contribuiu para avanços no campo da imunologia de mucosa, isso pode 25 

ser explicado devido a maior quantidade de linfócitos B ativados, cerca de 80%, 26 

estarem presentes na mucosa intestinal, tornando o intestino o maior órgão 27 

produtor de anticorpos no organismo (CHODIRKER; TOMASI, 1963; BENCKERT 28 

et al., 2011).  29 

Além da IgA, outras imunoglobulinas podem ser produzidas na mucosa, 30 

como é o caso da IgM, que também pode ser transportada através das células 31 
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epiteliais pelo mecanismo do CS, em geral, serve como substituto adequado da IgA 1 

em indivíduos com deficiência seletiva de IgA. Por outro lado, a síntese de IgG é 2 

muito baixa na maioria das áreas da mucosa, e esta imunoglobulina não pode ser 3 

transportada através do epitélio. A IgE também pode ser sintetizada nos tecidos da 4 

mucosa, particularmente durante infecções parasitárias ou em certos estados 5 

alérgicos, entretanto, as células B produtoras de IgE não se localizam 6 

preferencialmente na mucosa, e a proporção de células B presentes na mucosa 7 

que sintetizam IgE é pequena (McINTYRE; STROBER, 1999). 8 

Diante disso, IgA secretória é dentre as imunoglobulinas, a mais presente na 9 

mucosa do trato respiratório saudável, além de ser importante na defesa intestinal, 10 

sendo capaz de promover fagocitose, através da ligação nos receptores expressos 11 

na superfície de eosinófilos, neutrófilos e monócitos/macrófagos, neutraliza vírus 12 

em células epiteliais e ativa a via alternativa do sistema complemento (Figura 3) 13 

(MONTEIRO; VAN DE WINKEL, 2003; BLAISE, 2013). 14 

 15 

Figura 3. Secreção e componentes da IgA: (A) Caminho que conduz à liberação de IgA secretora 16 
(SIgA) nas secreções de mucosas. (B) Componentes da IgA: cadeias leves e pesadas, componente 17 
J, componente secretor (BLAISE, 2013). 18 

Anticorpos IgA específicos para Strongyloides foram previamente detectados 19 

em amostras de soro e principalmente nos fluídos de mucosa, como leite materno e 20 

saliva, utilizando preparações de larvas homólogas ou heterólogas em 21 

imunoensaios (ATKINS et al., 1999; GONZAGA et al., 2011; MOTA-FERREIRA et 22 

al., 2009; RIBEIRO et al., 2010). 23 
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As células B produtoras de IgA são capazes de estabelecer residência no 1 

tecido mamário em lactação após a secreção de determinados hormônios 2 

gestacionais. A concentração de IgA nas secreções mamárias iniciais (colostro) é 3 

extremamente alta, podendo ultrapassar a quantidade de 50 mg/mL, além da IgA 4 

outros componentes solúveis em seu conjunto atuam na defesa do hospedeiro no 5 

intestino do recém-nascido (BUTLER, 1999). 6 

Estudos realizados em grupos de crianças com diferentes estágios de 7 

desnutrição demonstraram que a deficiência nutricional em crianças infectadas com 8 

A. lumbricoides e T. trichiura podem interferir e estar diretamente relacionado com 9 

as baixas concentrações de IgA secretora. À medida que aumenta a intensidade da 10 

carga parasitária e a desnutrição, os resultados demonstram que há uma 11 

diminuição de IgA secretora com aumento de IgE total, sugerindo que a 12 

desnutrição altera o mecanismo de defesa da IgA nas mucosas contra esses 13 

helmintos e compromete a barreira intestinal contra a invasão de patógenos (Elia 14 

In: ELIA, C.C.S, 2001). 15 

Guimarães e Sogayar (2002) avaliaram anticorpos séricos anti-Giardia 16 

lamblia em crianças em áreas endêmicas, onde 68% dessas crianças 17 

apresentaram anticorpos anti-G. lamblia, salientando a importância da avaliação 18 

imunológica principalmente em habitantes de áreas contaminadas. 19 

Rodrigues e col. (2009) demonstraram que as moléculas MHC de classe II 20 

são essenciais para a imunidade protetora, induzindo a produção de anticorpos 21 

como IgA nas mucosas, e levando ao mecanismo de eliminação de S. 22 

venezuelensis em murinos. Esses resultados evidenciam o importante papel da IgA 23 

em casos de estrongiloidíase, tornando-a uma ferramenta importante no 24 

imunodiagnóstico. 25 

O papel da resposta humoral na estrongiloidíase crônica, na detecção de 26 

diferentes imunoglobulinas aos antígenos de larvas filarioides de S. stercoralis, foi 27 

examinado em ex-prisioneiros de guerra, infectados cronicamente há 30 anos. 28 

Assim, foi postulado que a respostas mediadas por IgA, inibem a fecundidade do 29 

verme e a viabilidades dos ovos na estrongiloidíase humana, enquanto as 30 

respostas mediadas por IgE estão envolvidas na regulação da autoinfecção das 31 
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larvas e que IgG4 bloqueia respostas alérgicas mediadas por IgE (ATKINS et.al, 1 

1999; COSTA-CRUZ, 2016). 2 

IgA produzidas localmente nas mucosas são importantes na defesa contra S. 3 

stercoralis. A deficiência de IgA pode ter implicações clínicas em termos de uma 4 

lenta recuperação incompleta e infecção disseminada causada pelo helminto 5 

(WENMAN, 1987; SINGH et al., 2014). Além de promover o entendimento da 6 

resposta imune humoral desencadeada por S. stercoralis, a pesquisa de anticorpos 7 

principalmente das classes IgM, IgA e IgG, é importante também para o diagnóstico 8 

complementar da estrongiloidíase (COSTA-CRUZ, 2016). 9 

 10 

1.4. Diagnóstico da estrongiloidíase 11 

 12 

1.4.1. Diagnóstico parasitológico 13 

O diagnóstico da estrongiloidíase é confirmado pelo encontro das formas 14 

parasitárias de S. stercoralis. As larvas são usualmente visualizadas nas fezes, 15 

podendo ser vistas no fluído duodenal e ocasionalmente, em outros tecidos ou 16 

fluídos de pessoas infectadas. No entanto, na grande maioria dos indivíduos, o 17 

parasito é encontrado em número reduzido, devido à baixa e irregular eliminação 18 

das larvas nas fezes. Desta forma as técnicas de rotina para o exame 19 

coproparasitológico como Hoffmann, Pons e Janer (1934), Ritchie (1948) e Faust 20 

(1939), não são adequados para a detecção do mesmo. Os métodos 21 

parasitológicos de Baermann (1917), modificado por Moraes (1948) e de Rugai, 22 

Mattos e Brisola (1954) são indicados, pois se baseiam no hidro e termotropismo 23 

das larvas. Ainda assim, são necessárias várias amostras de fezes colhidas em 24 

dias alternados (SIDDIQUI; BERK, 2001; FELICIANO et al., 2010). 25 

São descritos também os métodos de cultura, utilizados com a finalidade de 26 

diferenciar as larvas e tornar possível sua identificação, embora seja tecnicamente 27 

difícil pelo risco de infecção durante a manipulação das larvas infectantes e pela 28 

demora na obtenção dos resultados (KOGA et al., 1991; STEINMANN, 2007; INÊS 29 

et al., 2013). 30 
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Em pacientes com estrongiloidíase grave, o exame da secreção do lavado 1 

brônquico ou biópsia da pele pode ser o método diagnóstico mais provável, porém 2 

na maioria das vezes o diagnóstico é realizado post-mortem (LEUNG; LIEW; 3 

SUNG, 1997). Há relatos de estrongiloidíase severa confirmada por métodos não 4 

usuais de diagnóstico, como biópsia do sistema digestório, exame do fluído 5 

alveolar, análise da secreção respiratória por microscopia fluorescente, sangue 6 

periférico e fluído cerebroespinhal (ONUIGBO; IBEACHUM, 1991; TAKAYANAGUI 7 

et al., 1995; NOMURA; REKRUT, 1996; DOORN et al., 2007). 8 

O hemograma permite a visualização das variações hematológicas que 9 

ocorrem nas doenças parasitárias, como anemia e eosinofilia. Os eosinófilos 10 

compreendem 2 a 4% dos leucócitos em indivíduos não alérgicos, observa-se um 11 

aumento na taxa de eosinófilos de até 82% na fase aguda da doença, no entanto 12 

diminui na fase crônica 8 a 15%, desaparecendo nos casos de evolução grave ou 13 

fatal (TRAJMAN; MacDONALD; ELIA, 1997; ONAH; NAWA, 2000; LOUFTY et al., 14 

2002; BOULWARE et al., 2007). 15 

 16 

1.4.2. Diagnóstico imunológico 17 

 18 

Testes imunológicos têm sido úteis na avaliação da resposta imune do 19 

hospedeiro, nos casos de formas assintomáticas com a finalidade de 20 

esclarecimento do diagnóstico clínico, e em inquéritos soro epidemiológicos por 21 

apresentarem elevada sensibilidade em relação aos métodos parasitológicos 22 

(FOGAÇA et al., 1990; LINDO et al., 1996; SUDRÉ et al., 2006; COSTA-CRUZ, 23 

2005; 2016). O teste imunológico mais usado, por apresentar elevada sensibilidade 24 

e especificidade, é o enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) para pesquisa 25 

de anticorpos específicos do parasito, usando como antígeno o extrato salino e 26 

alcalino de larvas filarioides, homólogas ou heterólogas (GENTA, 1988; CONWAY 27 

et al., 1993; LINDO et al., 1996; SATO; KOBAYASHI; SHIROMA, 1995; SCHAFFEL 28 

et al., 2001, MERCADO et al., 2002; YORI et al., 2006; DOORN et al., 2007; 29 

RODRIGUES et al., 2007).  30 
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Com o intuito de auxiliar no diagnóstico precoce da estrongiloidíase, e devido 1 

a dificuldade na obtenção de antígenos homólogos de S. stercoralis, estudos são 2 

realizados utilizando o extrato antigênico heterólogo no imunodiagnóstico da 3 

estrongiloidíase humana, como por exemplo, o emprego do extrato alcalino de 4 

larva S. venezuelensis, visto que, Machado e colaboradores (2003) afirmaram que 5 

se trata de um extrato com alta sensibilidade e especificidade na detecção de IgG 6 

específica em soro humano através do teste de ELISA. Bosqui e colaboradores 7 

(2015; 2018) também utilizando extrato alcalino, demonstraram a eficiência na 8 

detecção de anticorpos IgG, IgA e imunocomplexos IgG em amostras pareadas de 9 

soro e saliva. Gonçalves e colaboradores (2012b) demonstraram que extratos 10 

alcalinos produzidos a partir de fêmeas partenogenéticas, parasitas e ovos de S. 11 

venezuelensis podem ser utilizados como ferramenta alternativa no 12 

imunodiagnóstico, embora o melhor extrato antigênico continue sendo o extrato 13 

produzido a partir de larvas filarioides.  14 

Feliciano e colaboradores (2010), comprovaram que purificando o extrato 15 

bruto de S. venezuelensis com triton X-114, a fração detergente do extrato salino 16 

demonstrou alta especificidade, indicando fonte de peptídeos específicos para o 17 

diagnóstico sorológico humano. Ribeiro e colaboradores (2010) utilizando extrato 18 

salino total de S. venzuelensis e fase detergente, relataram pela primeira vez, a 19 

detecção de anticorpos IgA e IgG em amostras pareadas de soro e saliva na 20 

estrongiloidíase humana, onde a fase detergente se mostrou mais eficiente, 21 

podendo ser uma alternativa na detecção de antígenos nessas amostras.  22 

A reação de Imunofluorescência Indireta (RIFI) também pode ser realizada 23 

utilizando antígenos de larvas filarioides para detecção de diferentes classes de 24 

imunoglobulinas, tanto no soro quanto na saliva (GROVE; BLAIR, 1981; ROSSI et 25 

al., 1993; COSTA-CRUZ et al., 1997; MACHADO et al., 2007; COSTA et al., 2003, 26 

BOSCOLO et al. 2007).  27 

A técnica Dot-ELISA é amplamente aceita como um teste rápido e versátil 28 

para a detecção de diferentes doenças parasitárias (PAPAS, 1988; SANTOS et al., 29 

2000; SAMPAIO et al., 2015). Além disso, técnica é fácil de executar e interpretar, 30 

utiliza reagente conservativo que é eficiente e portátil no campo e pode ser usado 31 
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para testes de grande volume ou para um pequeno número de determinações 1 

(BLANCO et al., 2009). 2 

Outro teste utilizado para o diagnóstico da estrongiloidíase é Western blotting 3 

ou Immunoblotting por ser uma técnica altamente sensível e específica no 4 

reconhecimento de frações proteicas da larva filarioide de S. stercoralis ou 5 

heterólogas (SATO, 1990; ATKINS et al., 1999; UPARANUKRAW; PHONSGRI; 6 

MARAKOTE, 1999; SILVA et al., 2003; RODRIGUES et al., 2004, SUDRÉ et al., 7 

2007). 8 

Diante desses dados, observamos avanços nas pesquisas envolvendo 9 

anticorpos no diagnóstico da estrongiloidíase utilizando extratos heterólogos e 10 

também amostras biológicas diversificadas como, por exemplo, a saliva, podendo 11 

estes, serem complementados por testes mais sensíveis com o auxílio da biologia 12 

molecular como ferramenta diagnóstica. 13 

 14 

1.4.3. Utilização da saliva como ferramenta alternativa no diagnóstico da 15 

estrongiloidíase  16 

 17 

Nos últimos anos, houve aumento gradativo no número de pesquisas 18 

utilizando anticorpos salivares específicos em doenças infecciosas, bem como para 19 

pesquisa de biomarcadores na epidemiologia e toxicologia (RIBEIRO et al., 2010; 20 

BOSQUI et al., 2015; 2017). A quantificação de anticorpos em amostras de saliva 21 

tem sido realizada para diferentes protozoários (LOYOLA et al., 1997; PINHO et al., 22 

1999) e helmintos (BUENO et al., 2000; COSTA et al., 2003; Costa-Cruz: IN 23 

NEVES et al., 2005; RIBEIRO et al., 2010; SHARIATI et al., 2010; BOSQUI et al., 24 

2015).   25 

A saliva é caracterizada por uma secreção basal contínua, podendo chegar 26 

a um volume total de um a dois litros por dia em um homem adulto, e tem por 27 

função umedecer e proteger a mucosa oral, além de aumentar a demanda sobre as 28 

glândulas salivares principalmente durante a alimentação. Essas variações de fluxo 29 

envolvem não só o volume da saliva, como também os seus constituintes orgânicos 30 

e inorgânicos. Além de conter ar, que lhe dá o aspecto espumoso, a saliva tem 31 
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como principais componentes químicos a água, amilase salivar, nitrogênio, enxofre, 1 

potássio, sódio, cloro, cálcio, magnésio, ácido úrico e ácido cítrico (KAUFMAN; 2 

IRA; LAMSTER, 2002). Além disso, a saliva possui na sua composição proteínas 3 

estruturais como mucinas, estaterina, aglutininas, lactoferrina, gustina e sialina que 4 

são capazes de auxiliar na formação de corpúsculos gustativos e aumentar o pH, e 5 

as  proteínas enzimáticas como amilase, fosfatase ácida, esterase, lisozima, 6 

peroxidase, anidrase carbônica e calicreína que atuam principalmente na secreção 7 

salivar, bem como os componentes imunológicas tais como imunoglobulinas e 8 

imunoglobulinas secretoras (sIgA/sIgM) (KAUFMAN; IRA; LAMSTER, 2002; 9 

MAMTA et al., 2013).  10 

A elevada quantidade de IgA (3g/dia) em seres humanos pode ser explicada 11 

pela necessidade de uma resposta imunológica presente nas superfícies de 12 

mucosa, por onde a maioria dos patógenos adentram o organismo, sendo exposto 13 

a um enorme desafio antigênico (WHITMAN et al., 1998). As glândulas 14 

submandibulares contêm o dobro de IgA quando comparado com a glândula 15 

parótida, devido a sua exposição primária ao patógeno, e cerca de 77% de IgA 16 

monomérica presente na saliva é derivada do soro e não de células plasmáticas 17 

glandulares. Já maioria das imunoglobulinas IgG presente na saliva, advém da 18 

circulação sanguínea por difusão passiva, principalmente através do epitélio 19 

gengival, embora uma pequena quantidade possa ser produzida localmente pelas 20 

glândulas salivares (BRANDTZAEG, 2013).   21 

Alguns indivíduos apresentam o fluxo salivar reduzido, levando a um quadro 22 

de xerostomia, sintoma relacionado à falta de saliva. A xerostomia pode ocorrer por 23 

conta de medicamentos como a atropina, medicamentos anorexígenos, 24 

radioterapia da cabeça e pescoço, deficiência de vitaminas do complexo B, 25 

pacientes diabéticos, menopausa, ansiedade, álcool e a cafeína, e nos idosos a 26 

saliva é mais viscosa e em menor quantidade, causando-lhes uma halitose 27 

característica (PALAMIN, 1999).  28 

As vantagens das pesquisas realizadas em amostras de saliva são maior 29 

aceitabilidade, pois trata-se de coletas não invasivas e sem dor, maior proveito 30 

(baixo custo e colheita rápida) e oferece menor risco de contaminação ao 31 
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manipulador (SMITH; BOWEN, 2000; SANCHEZ-MARTIN et al., 2001; COSTA et 1 

al., 2003; RIBEIRO et al., 2010; BOSQUI et al., 2015).  2 

 3 

1.4.4. Diagnóstico molecular 4 

 5 

A biologia molecular também pode ser uma ferramenta diagnóstica indicada 6 

na estrongiloidíase, para tal tem-se o antígeno recombinante de larva filarioide 7 

purificado em reação imunoenzimática (RAVI et al., 2002) e a partir disso, foi 8 

padronizado a reação em cadeia da polimerase convencional (cPCR) e cadeia de 9 

polimerase em tempo real (qPCR) para detecção de DNA de S. stercoralis em 10 

material fecal humano (VERWEIJ et al., 2009; KRAMME et al., 2011). 11 

O diagnóstico baseado em qPCR tem sido aplicado com mais frequência, 12 

demonstrando alta sensibilidade e especificidade, sendo de extrema importância na 13 

redução do tempo de detecção de anticorpos e também aumentar o sucesso da 14 

detecção de DNA dos parasitos (GOMEZ-JUNYENT et al., 2016). 15 

As técnicas de isolamento de DNA de amostras fecais frescas são viáveis, 16 

realistas e aplicáveis na maioria dos países endêmicos e são cada vez mais 17 

usadas para o diagnóstico de infecções parasitárias, pois adicionam alta 18 

sensibilidade e especificidade (MARRA et al., 2010; VERWEIJ; STENSVOLD, 19 

2014; REPETTO et al., 2016).  20 

Como a detecção de DNA torna-se cada vez mais utilizada para o diagnóstico 21 

de infecções por parasitas, este método tem potencial para ultrapassar os 22 

problemas enfrentados no diagnóstico da estrongiloidíase humana (ten HOVE et 23 

al., 2009). Apesar de ainda não ter sido descrita uma sequência ideal para o 24 

diagnóstico molecular da estrongiloidíase, diversos trabalhos estão sendo 25 

realizados para se determinar sequências de genes desse parasito (PUTLAND et 26 

al., 1993; DORRIS; BLAXTER, 2000; MARCILLA et al., 2012). A literatura descreve 27 

os primers espécie-específica e gênero como marcadores importantes para o 28 

diagnóstico molecular da estrongiloidíase (REPETTO et al., 2016; BOSQUI et al., 29 

2018; PAULA et al., 2018) e estes podem ser utilizados como ferramentas 30 
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alternativas para o rastreamento de S. stercoralis em amostras de fezes humanas, 1 

especialmente em áreas tropicais. 2 

A detecção do DNA do parasito em amostras fecais através da amplificação 3 

por reação de polimerase em cadeia tem-se mostrado um método diagnóstico 4 

sensível e específico para detecção de S. stercoralis (VERWEIJ et al., 2009; 5 

KRAMME et al., 2011; SITTA et al., 2014, BOSQUI et al., 2018; PAULA et al., 6 

2018). Técnicas como PCR multiplex ou nested-PCR, utilizando regiões do DNA 7 

ribossomal, também apresentaram resultados satisfatórios para detecção deste 8 

helminto em amostras fecais (NILFOROUSHAN et al., 2007; ten HOVE et al., 2009; 9 

BASUNI et al., 2011). Atualmente, a qPCR é o método molecular mais explorado, 10 

devido à sua maior sensibilidade em relação ao cPCR (sensibilidade de 76,7%; 11 

especificidade de 84,3%) (PAULA et al., 2015), contudo, apresentam maiores 12 

custos com padrões. Sharifdini e colaboradores (2015) encontraram maior 13 

sensibilidade para nested-PCR (sensibilidade de 100%, especificidade de 91,6%) 14 

em comparação com qPCR (sensibilidade de 84,7%, especificidade de 95,8%), o 15 

qual pode ser uma alternativa possível e com menor custo. 16 

A otimização do diagnóstico de S. stercoralis é uma etapa crucial na luta 17 

contra a estrongiloidíase humana. Os laboratórios de diagnósticos vêm cada vez 18 

mais inovando com o uso de técnicas moleculares, visando aumentar a eficiência e 19 

a velocidade dos resultados, uma vez que, as vantagens da técnica de PCR sobre 20 

a sorologia incluem alta especificidade e redução da reatividade cruzada com 21 

outros patógenos nas fezes (BUONFRATE et al., 2015; DONG et al., 2016).  22 

Os testes parasitológicos específicos para a detecção de S. stercoralis, não 23 

apresentam a sensibilidade adequada e dependem também de variáveis como 24 

capacidade técnica, utilização correta dos métodos de detecção, tempo de 25 

realização entre outros fatores, para que resultados falso-negativos sejam evitados. 26 

Nesse sentido, a utilização de testes mais sensíveis e específicos como os 27 

moleculares aplicados em fezes frescas e imunológicos utilizando amostras 28 

convencionais como o soro, e alternativas como a saliva, contribuem efetivamente 29 

no diagnóstico da estrongiloidíase além de ser considerada ferramenta importante 30 

principalmente em casos onde a confirmação precoce se faz necessária. 31 
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1.5. Etiopatogenia da tuberculose e seus desafios 1 

A tuberculose é uma doença infectocontagiosa causada por uma bactéria 2 

intracelular que afeta principalmente os pulmões (FOCHESATTO; BARROS, 2013). 3 

As micobactérias pertencem ao gênero Mycobacterium, família 4 

Mycobacteriaceae, sub-ordem Corynebacteriaceae, ordem Actinomycetales. No 5 

humano a forma mais comum de infecção ocorre por Mycobacterium tuberculosis 6 

ou Bacilo de Koch (BK). Outras espécies de micobactérias também podem causar 7 

a tuberculose. São elas: M. bovis, M. africanum e M. microti (PROBST et al., 2011).  8 

 Mycobacterium tuberculosis é um bacilo reto ou ligeiramente curvo, imóvel, 9 

não esporulado, não encapsulado, que mede de 1 a 10 µm de comprimento por 0,2 10 

a 0,6 µm de largura, sendo a propriedade morfotintorial do álcool-ácido resistência 11 

a mais importante. Sua parede é constituída principalmente por ácidos micólicos, 12 

formando uma barreira hidrofóbica que confere resistência à dessecação, à 13 

descoloração por álcool e ácido e a ação de diversos agentes químicos e 14 

antibióticos. Dificilmente podem ser corados pelo método de Gram, mas são 15 

considerados como Gram positivos pelas características da sua parede celular. 16 

Também apresentam um alto conteúdo lipídico em sua parede celular, responsável 17 

por importantes efeitos biológicos, como a indução da formação de granuloma 18 

(CAMPOS, 2006). 19 

A transmissão da tuberculose é direta, de pessoa a pessoa, sendo, portanto, 20 

a aglomeração de pessoas o principal fator de transmissão. Má alimentação, falta 21 

de higiene, tabagismo, alcoolismo ou qualquer outro fator que gere baixa 22 

resistência orgânica, também favorece o estabelecimento da tuberculose (MELO et 23 

al., 2009). 24 

Alguns pacientes não exibem nenhum indício da tuberculose, outros 25 

apresentam sintomas semelhantes ao de uma gripe. Tosse seca e contínua se 26 

apresentando posteriormente com secreção e com duração de mais de quatro 27 

semanas, sudorese noturna, cansaço excessivo, palidez, falta de apetite e 28 

rouquidão são os sintomas da doença. Dificuldade na respiração, eliminação de 29 

sangue e acúmulo de pus na pleura pulmonar são característicos em casos mais 30 

graves (SILVA et al., 2011), onde a resposta imune tem papel fundamental na 31 

http://www.minhavida.com.br/temas/pulm%C3%B5es
http://www.minhavida.com.br/saude/temas/24-tabagismo
http://www.minhavida.com.br/saude/temas/25-alcoolismo
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defesa, constituindo o principal impedimento para a ocorrência das infecções 1 

disseminadas, infecções essas, associadas ao elevado índice de mortalidade 2 

(MACHADO et al., 2004). 3 

A característica principal de M. tuberculosis é a capacidade de sobreviver 4 

dentro dos macrófagos. Após a fagocitose dos bacilos, inicia-se, dentro do 5 

citoplasma do macrófago, um mecanismo de fusão do fagossoma contendo o BK 6 

com um lisossoma repleto de substâncias lesivas visando à destruição do bacilo. O 7 

fagolisossoma formado fica ligado ao bacilo por meio de receptores de 8 

complemento e do receptor de manose, principalmente (Fig. 4). Já dentro do 9 

fagolisossoma, o ambiente se torna hostil para o BK, que sofre a ação do pH ácido 10 

e de intermediários reativos de oxigênio (ROIs) e de nitrogênio (RNIs), de enzimas 11 

lisossômicas, de peptídeos tóxicos e do interferon-gama (IFN-γ). Aparentemente, 12 

os RNIs são as armas mais potentes do macrófago contra as micobactérias 13 

virulentas. Por outro lado, o BK é dotado de mecanismos para sobreviver à fusão 14 

dos fagolisossomas. A glicoproteína lipoarabinomanana (LAM) presente na 15 

superfície do bacilo inibe a ação de compostos intermediários de formas reativas 16 

do oxigênio e diminui a produção de citocinas inflamatórias. Outra estratégia 17 

utilizada pelo bacilo inclui inibição do processo de fusão, inativação das enzimas 18 

lisossômicas, modificações no fagolisossoma que facilitam a sobrevivência e 19 

replicação do bacilo e a fuga para o citoplasma do macrófago (CAMPOS, 2006). 20 

Dentro dos macrófagos essas bactérias podem estimular tanto as células 21 

TCD4+ através da expressão de antígeno associado ao MHC classe II, como 22 

também células TCD8+ através da expressão de antígenos associados a moléculas 23 

do MHC classe I. A ativação de células TCD4+ leva à secreção de IFN-γ, que ativa 24 

mais macrófagos levando à produção aumentada de óxido nítrico (NO) e destruição 25 

da bactéria. As células TCD8+ participam do mecanismo de defesa através da 26 

citotoxicidade, destruindo os macrófagos infectados (ABBAS, 2008). Com a 27 

chegada dos linfócitos T ao local da infecção, tem início a lesão granulomatosa 28 

característica da tuberculose. O granuloma é formado por células gigantes, 29 

derivadas dos macrófagos e por linfócitos T, que tentam conter a disseminação do 30 

BK. No centro do granuloma, observam-se células epitelióides e células gigantes 31 
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de langerhans e, em seu envoltório, linfócitos TCD4+ e CD8+. Com o 1 

desenvolvimento da imunidade celular, o centro do granuloma sofre um processo 2 

de necrose de caseificação, induzido pelo BK, através da estimulação da produção 3 

de TNF-α e LAM (CAMPOS, 2006; ETNA et al., 2014; SRIVASTAVA; ERNST, 4 

2014). 5 

A citocina TNF-α tem um papel central na formação do granuloma e, desde 6 

a implicação do uso dos anti-TNF-α, uma maior taxa de incidência de tuberculose 7 

foi relatada. Assim, todo paciente candidato ao uso de bloqueadores de TNF-α 8 

deve ser avaliado quanto à tuberculose latente (RABAHI et al., 2017). 9 

A interleucina-17 (IL-17), produzida principalmente por um subconjunto de 10 

células pró-inflamatórias TCD4+ conhecido como as células Th17, tem sido 11 

associado com a proteção contra a tuberculose. Tem-se sugerido que essas 12 

células dão um importante contributo para a resposta imune anti-micobacteriana 13 

humana, principalmente através da formação de um granuloma induzido pela 14 

infecção (Figura 4) (KHADER et al., 2007; UMEMURA et al., 2007; KHADER; 15 

COOPER, 2008; SCRIBA et al., 2008; YOSHIDA et al., 2010; ETNA et al., 2014; 16 

MCALEER; KOLLS, 2014).  17 

 18 

Figura 4. Reconhecimento bacteriano. As células dendríticas (DC) maduras expressam em sua 19 
superfície um nível elevado de moléculas MHC classe I e classe II, que se ligam ao TCR presente 20 
na membrana das células TCD4

+
 e CD8

+
, tanto as naives como as de memória. Para otimizar a 21 

iniciação de células TCD4
+
 específicas de Ag, as DC residentes nos linfonodos apresentam o 22 

antígeno da Mycobacterium tuberculosis como proteínas solúveis degradadas, que são liberadas de 23 
DC migratórias e monócitos inflamatórios (A). Ao contrário da DC, os macrófagos ativados (M1) 24 
estão envolvidos principalmente na estimulação da memória das células TCD4

+
 e CD8

+
 que 25 

ocorrem no tecido infectado (B). A geração de subconjuntos específicos de linfócitos T depende 26 
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fortemente do meio de citocinas produzido pela APC. Em particular, as DC possuem a capacidade 1 
peculiar para produzir IL-12, IL-23, IL-27 e IFN-β enquanto macrófagos os principais produtores de 2 
outros mediadores pro-inflamatórios e reguladores, tais como TNF-α, IL-1, IL-6, IL-18, IL-10 e TGF-β 3 
(ETNA et al., 2014). 4 
 5 

No caso de M. tuberculosis, devido a imunidade protetora que impede sua 6 

multiplicação, a eliminação completa do bacilo pode não ocorrer. Por essa razão 7 

indivíduos em uso de corticosteroides e portadores de HIV podem desenvolver 8 

manifestações clínicas da tuberculose, mesmo infectados há muito tempo e terem 9 

persistido completamente assintomáticos (MACHADO et al., 2004; ETNA et al., 10 

2014). 11 

 12 

1.5.1. Epidemiologia, diagnóstico e tratamento da tuberculose 13 

 14 

Dados epidemiológicos demonstram que um terço da população mundial 15 

está infectada com M. tuberculosis e 10,4 milhões de pessoas adoeceram de 16 

tuberculose no mundo em 2016 e cerca de 1,3 milhão de pessoas morreram em 17 

decorrência da doença (WHO, 2017).  18 

Os principais patógenos globais, incluindo o Mycobacterium tuberculosis, 19 

vírus da imunodeficiência humana (HIV) e as espécies de Plasmodium spp. que 20 

causam a malária, podem se sobrepor na distribuição geográfica em relação às 21 

infecções concomitantes com helmintos (Figura 5). 22 

 23 
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 1 

Figura 5. Mapa-múndi mostrando a distribuição geográfica da coinfecção com helmintos juntamente 2 
com tuberculose, malária ou infecção por HIV em adultos (SALGAME et al., 2013). 3 
 4 

Segundo Ministério da Saúde (2018), os dados divulgados mostram que o 5 

Brasil registrou 69.569 novos casos de tuberculose em 2017. A taxa de incidência 6 

da doença no país ficou em 33,5 casos para cada 100 mil habitantes. Enquanto os 7 

dados sobre o número de mortes por tuberculose referentes a 2016 demonstram 8 

um total de 4.426 indicando um coeficiente de mortalidade igual a 2,1 óbitos/100 9 

mil habitantes. segundo o documento Global Tuberculosis Report (2016), 10 

atualmente, o país ocupa a 20ª posição com maior carga de tuberculose. 11 

No município de Londrina-PR, nos anos de 2001 a 2008 foram registradas 12 

1418 notificações de pacientes com diagnóstico de tuberculose. Dessas 13 

notificações 1203 foram de residentes em Londrina e 215 de residentes de outros 14 

municípios. Apenas 3,7% dos casos os pacientes estavam institucionalizados: 15 

foram presídio 26 casos, seguido de hospital psiquiátrico dois casos e asilo um 16 

caso. Dentre os agravos comumente associados à tuberculose verificou-se que a 17 

AIDS e o alcoolismo foram os mais frequentes (JUNIOR, 2011). 18 

De acordo com informações da Secretaria Municipal de Saúde, em 2017 19 

foram diagnosticados 136 casos de tuberculose em Londrina, com uma incidência 20 

correspondente a 24,4 casos para cada 100 mil habitantes. Nesse contexto, ainda 21 

houve um grande número de casos com diagnóstico tardio e abandonos no 22 
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tratamento, mesmo assim, esse número poderia ser ainda maior, se o diagnóstico 1 

estivesse ao alcance de toda população. 2 

O número de casos em homens é o dobro daquele em mulheres. 3 

Populações vulneráveis e vivendo em grandes cidades apresentam taxas de 4 

incidência maiores do que a média da população geral. A população carcerária, 5 

apresenta elevadas taxas, cerca de 25 vezes maiores que a população geral, os 6 

portadores de HIV/AIDS, com taxas 30 vezes maiores, e indivíduos vivendo em 7 

ruas, com taxas 67 vezes maiores (PILLER, 2012). Em 2017, no Brasil, 73,4% dos 8 

casos novos de tuberculose foram testados para HIV, sendo que, 9,2% 9 

apresentavam coinfecção (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2018) Em Londrina, 10 

levantamento realizado por Bosqui e colaboradores (2017), relataram o número de 11 

casos de pacientes positivos para tuberculose em associação com HIV/AIDS, o 12 

qual correspondeu a 32/37% dos casos analisados com idade entre 24 e 59 anos, 13 

padrão semelhante aos casos relatados na literatura, onde demais autores 14 

identificaram que a faixa etária predominante nos casos de tuberculose/HIV ocorre 15 

em jovens adultos, compondo uma parcela significativa da população 16 

economicamente ativa (LEMOS et al., 2012; SANDGREN; HOLLO; VAN DER 17 

WERF, 2013). 18 

Em 1981, o surgimento e a disseminação da AIDS mudaram o perfil 19 

epidemiológico da tuberculose, resultando no aumento da morbidade e da 20 

mortalidade em todo o mundo. A tuberculose e o HIV têm uma interação sinérgica, 21 

na qual cada um acentua a progressão do outro. A infecção por HIV é o maior fator 22 

de risco conhecido para o desenvolvimento de tuberculose ativa. Pessoas 23 

infectadas por HIV têm alto risco de progredir para tuberculose ativa a partir de um 24 

foco de infecção primária, assim como a partir da reativação da tuberculose latente. 25 

A infecção por HIV também aumenta o risco de subsequentes episódios de 26 

tuberculose por reinfecção exógena (GARCIA et al., 2009). 27 

O diagnóstico clínico da TB é baseado na história (contato com pacientes 28 

com TB) e na avaliação dos sinais e sintomas apresentados pelo paciente. Já os 29 

achados laboratoriais, evidenciam níveis de glicose reduzidos, de proteínas altas, 30 

densidade de mais de 1.015, dosagem de ADA (adenosina deaminase) elevada (> 31 
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40 U/I) junto a outros dados laboratoriais que auxiliam na confirmação do 1 

diagnóstico. No país, 71,4% dos casos novos de tuberculose em 2017 e 2018 2 

realizaram diagnóstico por confirmação laboratorial. Para a melhoria do 3 

diagnóstico, o Ministério da Saúde promoveu a expansão da Rede de Teste Rápido 4 

da Tuberculose, com a distribuição de 70 novos equipamentos para a realização do 5 

Teste Rápido Molecular (Gene-Xpert), baseado na detecção de fragmentos de 6 

DNA do bacilo em amostras de escarro (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2018).  7 

Também muito utilizado para o diagnóstico são as radiografias baseando-se 8 

principalmente no infiltrado apical e subapical frequentemente concomitante a 9 

cavitação e ausência de adenopatia hilar, além do achado do bacilo em secreções 10 

e fluidos orgânicos (p. ex., exame do escarro). No exame bacteriológico realiza-se 11 

a pesquisa direta de BACILO ÁLCOOL - ÁCIDO RESISTENTE (BAAR) em lâminas 12 

coradas pelo método Ziehl-Neelsen. A cultura do bacilo em meio de Löwenstein-13 

Jensen é o exame padrão-ouro para o diagnóstico (FOCHESATTO; BARROS, 14 

2013). 15 

 O diagnóstico imunológico é realizado com a prova tuberculínica, que 16 

consiste em uma hipersensibilidade tipo IV ou tardia. É efetuada por meio da 17 

inoculação intradérmica da protein purified derivated (PPD – componentes da 18 

parede do M. tuberculosis) na região anterior do antebraço esquerdo. Após 48 a 72 19 

horas é feita a medida da área de induração (FOCHESATTO; BARROS, 2013). 20 

Apesar de sua importância, o teste PPD não tem 100% de sensibilidade ou 21 

especificidade. Em média, 10 a 25% de pacientes com TB ativa não reagem ao 22 

PPD (TEIXEIRA et al., 2007).  23 

Levantamentos populacionais em áreas com diferente risco de infecção por 24 

M. tuberculosis demonstraram acentuadas diferenças entre as áreas geográficas. 25 

O teste do PPD tem sensibilidade diminuída em populações de pacientes 26 

imunocomprometidos, pessoas recentemente infectadas e crianças muito jovens. A 27 

especificidade é baixa, pois o PPD contém diversos antígenos diferentes entre 28 

espécies de micobactérias, como M. tuberculosis e M. bovis (BCG) (ANDERSEN et 29 

al., 2000). 30 
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A reação em cadeia da polimerase (PCR) e suas variações, como a nested-1 

PCR, têm sido destacadas nos últimos anos, como técnicas moleculares 2 

promissoras para o diagnóstico rápido da TB (ASSIS et al., 2007; MACHADO et al., 3 

2018). Preconiza-se o diagnóstico molecular da tuberculose em análise conjunta 4 

com vários parâmetros, como baciloscopia, cultura, manifestações clínicas, prova 5 

terapêutica e história prévia de tuberculose. Em 2014, o Ministério da Saúde 6 

implantou no país a Rede de Teste Rápido para Tuberculose (RTR-TB, 7 

denominado “Teste Rápido Molecular (TRM), conhecido também como Xpert 8 

MTB/Rif ®”, o teste detecta a presença do bacilo causador da doença em duas 9 

horas e identifica se há resistência ao antibiótico rifampicina, um dos principais 10 

medicamentos usados no tratamento (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2014). 11 

Imediatamente após o diagnóstico, o paciente que está bacilando, inicia o 12 

tratamento, e após uma semana, deixa de ser fonte de contaminação para outras 13 

pessoas. Atualmente, o tratamento da tuberculose no Brasil é padronizado pelo 14 

Ministério da Saúde e consiste no uso de uma combinação de medicamentos que 15 

congrega as substâncias rifampicina, isoniazida, etambutol e pirazinamida durante 16 

seis meses oferecendo chance de cura próxima a 100% quando seguido 17 

regularmente o período de tratamento (Tab. 1) (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2018). 18 

 19 

Tabela 1. Esquema Básico para o tratamento da tuberculose no Brasil, em adultos 20 

e adolescentes. 21 
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Com o objetivo de controlar a doença, a Organização Mundial de Saúde 1 

recomenda o tratamento completo em, no mínimo, 85% dos casos diagnosticados. 2 

Mas para que seja possível, é necessária uma rede de serviços organizada e bem 3 

gerenciada, além da notificação compulsória obrigatória que é fundamental para a 4 

implementação de estratégias. Neste contexto, o Hospital Universitário de Londrina 5 

é referência à nível terciário para o tratamento de tuberculose, e apresenta-se 6 

como um dos municípios prioritários de acordo com o Programa Nacional de 7 

Controle da Tuberculose (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2014; BOSQUI et al., 2017). 8 

 9 

1.5.2. Efeito da imunidade induzida por helmintos em infecções 10 

microbianas 11 

 12 

O efeito protetor da vacina BCG contra TB é significativamente prejudicado 13 

em animais infectados com helmintos (ELIAS et al., 2005; RAFI et al., 2015), 14 

indicando que infecções por helmintos podem prejudicar tanto a resposta Th1 15 

contra a tuberculose como a eficácia da vacina BCG (FERREIRA et al., 2002). No 16 

entanto, o impacto da imunomodulação induzida pelo parasito sobre a imunidade 17 

contra a tuberculose e sobre a eficácia da vacina BCG deve ser esclarecido. 18 

Um estudo realizado por Tristão-Sá e colaboradores (2002), demonstraram a 19 

prevalência de nematoides intestinais em pacientes diagnosticados com TB e 20 

grupo controle, e concluíram que S. stercoralis foi mais prevalente do que outras 21 

espécies de nematoides entre os pacientes com tuberculose pulmonar. O mesmo 22 

foi observado por Cardoso e colaboradores (2017), que realizaram um estudo em 23 

pacientes portadores de tuberculose, no Estado do Pará, e comprovaram uma alta 24 

prevalência de helmintíases transmitidas pelo solo, em especial S. stercoralis. 25 

George e colaboradores (2014), determinaram a frequência de células 26 

TCD4+, TCD8+ e citocinas em pacientes portadores de TB com e sem infecções por 27 

helmintos, e os resultados demonstraram diminuição na frequência de células 28 

TCD4+, bem como nos níveis de citocinas inflamatórias Th1 (IFN- γ, TNF- α e IL-2) 29 

e Th17 (IL-17), e um aumento de citocina anti-inflamatória IL-10, principalmente em 30 

pacientes co-infectados com S. stercoralis. 31 
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Silva e colaboradores (2014) realizaram um estudo utilizando fração 1 

detergente (D), purificado do extrato salino total (SE) de Strongyloides 2 

venezuelensis, na detecção de anticorpos IgG anti-Strongyloides stercoralis em 3 

amostras de soro de pacientes procedentes de áreas endêmicas que 4 

apresentavam condições de imunocomprometimento como vírus da 5 

imunodeficiência humana (HIV (+)), diabetes mellitus tipo 2, câncer, tuberculose e 6 

alcoolismo. Os resultados demonstraram que a fração detergente foi eficaz para 7 

detecção de anticorpos IgG anti-S. stercoralis em indivíduos imunocomprometidos 8 

com estrongiloidíase e pode ser aplicado como uma ferramenta importante para o 9 

imunodiagnóstico da estrongiloidíase humana relacionada com a imunossupressão. 10 

Estudos realizados por Carmo e colaboradores (2009) e Dias e 11 

colaboradores (2011), utilizando modelo murino infectado com M. bovis após uma 12 

infecção por S. venezuelensis, apresentaram redução na produção de interleucina-13 

17 por células pulmonares e aumento da carga bacteriana com diminuição do 14 

tamanho dos granulomas e uma elevadação no número de células que expressam 15 

a molécula inibidora CTLA-4 foram observados no pulmão, sugerindo que a 16 

infecção por helmintos intestinais poderia ter um efeito negativo sobre o controle da 17 

tuberculose e tornar os indivíduos coinfectados mais suscetíveis ao 18 

desenvolvimento de TB.  19 

Macrófagos alternativamente ativados (M2), gerados durante a infecção por 20 

helmintos, podem reduzir potencialmente a atividade efetora dos macrófagos 21 

patógenos microbianos (M1). De fato, um estudo identificou o macrófago M2 22 

induzido pelo receptor de IL-4 como um potencial nicho para o crescimento 23 

aumentado de M. tuberculosis em hospedeiros coinfectados com helmintos 24 

(POTIAN et al., 2011). Outra questão inexplorada é a fonte de IL-4 e IL-13 que 25 

direciona a polarização de macrófagos para o fenótipo M2, principalmente durante 26 

os estágios iniciais da coinfecção. A descoberta de células linfoides inatas do tipo 2 27 

(células ILC2) também conhecidas como nuócitos, que se desenvolvem sob a 28 

influência de IL-25 ou IL-33 e, como as células Th2, produzem IL-5 e IL-13, 29 

aumenta a possibilidade que essas células poderiam ser uma fonte potencial de 30 

citocinas Th2 que dirigem a polarização M2 (NEILL et al., 2010; SPITS et al., 2013; 31 
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BABU; NUTMAN, 2016). Assim, durante infecções concomitantes, é possível que 1 

as células ILC2 ativadas após dano tecidual induzido por helmintos possam 2 

promover o desenvolvimento de macrófagos M2.  3 

Neste contexto, a descoberta de que os macrófagos podem proliferar in situ 4 

durante uma resposta Th2 (JENKINS et al., 2011) realça ainda mais o potencial 5 

dos macrófagos M2 na regulação negativa das funções efetoras dos macrófagos 6 

M1 durante a coinfecção (SALGAME, 2013; TEGEGNE et al., 2018). 7 

Outra descoberta, em relação a coinfecção entre TB e S. stercoralis, está 8 

relacionada com a modulação negativa da resposta humoral contra antígenos de 9 

M. tuberculosis. Anuradha e colaboradores (2017) demonstraram 10 

experimentalmente, uma correlação negativa entre os níveis de anticorpos IgM e 11 

IgG específicos para o M. tuberculosis, bem como, níveis de citocinas BAFF (fator 12 

de ativação do linfócito B) e o ligante indutor de proliferação (APRIL), por sua vez, 13 

relacionadas aos números de células B de memória e células plasmáticas. 14 

A resistência promovida pela coinfecção desses patógenos, pode ocasionar 15 

uma exacerbação da infecção associada, e na ausência de controles 16 

imunorreguladores induzidos por helmintos, poderia contribuir potencialmente para 17 

o aumento da gravidade da doença (SALGAME et al., 2013). 18 

Diante do aumento da incidência de tuberculose em regiões tropicais e 19 

subtropicais, regiões nas quais existe uma alta prevalência de parasitas 20 

gastrointestinais, sobretudo da estrongiloidíase, a utilização do imunodiagnóstico 21 

em amostras pareadas de soro e saliva, bem como a análise molecular em 22 

amostras fecais pode contribuir para um diagnóstico rápido e sensível da 23 

estrongiloidíase humana, permitindo um tratamento precoce dos indivíduos 24 

infectados, superando as limitações dos métodos atuais de diagnóstico desta 25 

helmintíase. 26 

 27 

 28 

 29 

 30 

 31 

 32 
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2 JUSTIFICATIVA 1 

 2 

O estudo da estrongiloidíase torna-se cada vez mais importante devido ao 3 

aumento de indivíduos imunocomprometidos, seja pelo uso de corticoides, 4 

transplantes de órgãos, neoplasias, infecção pelo HIV, desnutrição, aumento do 5 

consumo de bebidas alcoólicas ou até mesmo tuberculose. Nesses indivíduos a 6 

infecção assume caráter grave principalmente relacionado à hiperinfecção e 7 

infecção disseminada podendo por vezes, ser fatal. 8 

Dados da distribuição da estrongiloidíase em âmbito mundial ainda são 9 

subestimados. No Brasil, apesar de pesquisas recentes apresentarem a ocorrência 10 

da mesma, ainda são escassos trabalhos regionais, especialmente em algumas 11 

regiões do Paraná, que demonstrem esses dados bem como a associação destes 12 

com a clínica e outros fatores. Dado importante uma vez que, a partir dessas 13 

relações, medidas de controle e atenção profilática podem impedir a severidade 14 

dos casos em muitos pacientes portadores da infecção. 15 

Sabe-se que os testes parasitológicos específicos para a detecção de S. 16 

stercoralis, não apresentam a sensibilidade adequada e dependem também de 17 

variáveis como capacidade técnica, utilização correta dos métodos de detecção, 18 

tempo de realização entre outros fatores, para que resultados falso-negativos 19 

sejam evitados. Nesse sentido, a utilização de testes mais sensíveis e específicos 20 

como os imunológicos e biologia molecular, contribuem efetivamente no 21 

diagnóstico dessa parasitose, tornando ferramenta importante principalmente em 22 

casos onde a confirmação precoce se faz necessária. 23 

Apesar de poucos relatos na literatura, a coinfecção entre tuberculose e 24 

estrongiloidíase, possui cenário relevante na epidemiologia da saúde pública, visto 25 

que, as duas enfermidades são de alta incidência e apresentam populações 26 

vulneráveis coincidentes. Além disso, a resistência promovida pela coinfecção 27 

desses patógenos, pode ocasionar a exacerbação da inflamação associada, e na 28 

ausência de controles imunorreguladores induzidos por helmintos, contribuir 29 

potencialmente para o aumento da gravidade da tuberculose. 30 

Diante do aumento da incidência de tuberculose em regiões tropicais e 31 

subtropicais, regiões nas quais existe uma alta prevalência de parasitas 32 
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gastrointestinais, sobretudo da estrongiloidíase e devido à escassez de dados que 1 

associam as duas infecções, optou-se por investigar, a relação da estrongiloidíase 2 

na população e em pacientes portadores de tuberculose. 3 

 4 
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3 OBJETIVOS 1 

3.1.     Objetivo geral  2 

 3 

  Investigar o perfil do diagnóstico coproparasitológico, imunológico e 4 

molecular de indivíduos com estrongiloidíase e/ou portadores de tuberculose.   5 

3.2.  Objetivos específicos 6 

 Detectar anticorpos IgG e imunocomplexos anti-S. stercoralis em amostras 7 

pareadas de soro e saliva. 8 

 9 

 Avaliar o teste Dot-ELISA para detecção de anticorpo IgA anti-S. stercoralis 10 

em amostras de saliva. 11 

 12 

 Aplicar a reação em cadeia da polimerase convencional (PCRc) na detecção 13 

de DNA de S. stercoralis em amostras de fezes. 14 

 15 

 Analisar o perfil clínico de pacientes positivos para tuberculose através de 16 

um estudo epidemiológico, descritivo e retrospectivo, com base em dados 17 

secundários contidos em prontuários dos pacientes atendidos no Hospital 18 

Universitário de Londrina. 19 

 20 

 Coletar amostras de sangue, saliva e fezes de pacientes atendidos no 21 

Centro de Referência para Tuberculose Dr. Bruno Piancastelli Filho da cidade de 22 

Londrina. 23 

 24 

 Realizar testes coproparasitológicos por meio dos métodos de Rugai e 25 

Hoffmann, Pons e Janer para pesquisa de ovos e larvas de helmintos ou cistos de 26 

protozoários, bem como Cultura em Placa de Ágar para pesquisa de larvas de S. 27 

stercoralis. 28 



 

 

 

 

 

 

48 

 Determinar a presença de anticorpos IgA, IgG e IC-IgG anti-S. stercoralis em 1 

amostras pareadas de saliva e soro de pacientes portadores de tuberculose, com 2 

auxílio do teste imunoenzimático (ELISA). 3 

 4 

 Realizar o diagnóstico molecular, através da técnica de PCR convencional e 5 

tempo real, utilizando amostras fecais dos pacientes portadores de tuberculose  6 

 7 

 Estabelecer a relação entre TB e a infecção por S. stercoralis, bem como a 8 

sensibilidade e especificidade entre os testes parasitológicos, imunológico e 9 

molecular. 10 

 11 

 12 

 13 

 14 

 15 

 16 
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 18 

 19 

 20 

 21 

 22 

 23 

 24 

 25 
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 1 

 2 

Figura 6. Histórico da pesquisa. 3 
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 24 

Abstract 25 

 26 

This study aimed to evaluate the use of saliva samples in the Dot-ELISA test for 27 

immunodiagnosis of human strongyloidiasis. The Dot-ELISA presented similar results to the 28 

ELISA test, with 70% and 60% positivity, respectively, for IgA in the saliva of 29 

copropositive patients. The Dot-ELISA with alternative saliva samples may be a suitable 30 

tool for diagnosing human strongyloidiasis, especially in populations with high levels of 31 

exposure to helminth. 32 

 33 
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 1 

1. Introduction 2 

 3 
Human strongyloidiasis is a neglected tropical disease that is prevalent in tropical and 4 

subtropical regions and may affect around 370 million people worldwide
 
(Bisoffi et al., 5 

2013; Buonfrate et al., 2015). 6 

With minimal production and release of Strongyloides stercoralis larvae in feces, 7 

conventional microscopic methods may not detect the parasite and therefore chronic 8 

asymptomatic strongyloidiasis. So, methods that seek to better detect it are urgently needed, 9 

not only for people with an increased risk of chronic strongyloidiasis (transplant candidates, 10 

people undergoing chemotherapy, or people with systemic corticosteroids) (Siddiqui and 11 

Berk, 2001; Olsen et al., 2009), but also for people who live in endemic areas. In light of 12 

this, the serodiagnosis of human strongyloidiasis displays important diagnostic properties 13 

(Agrawal et al., 2009; Ribeiro et al., 2010).  14 

Various serological tests to detect chronic strongyloidiasis have been developed, 15 

resulting in a considerable increase in diagnostic specificity and sensitivity (Bisoffi et al., 16 

2014). However, serodiagnosis requires invasive collection to obtain blood, and it is not 17 

always possible in places with few resources, especially where S. stercoralis is endemic. 18 

Other clinical samples, such as urine and saliva, which can be easily collected, are being 19 

used more and more as preferential sample matrices for the diagnosis and screening of 20 

human strongyloidiasis (Bosqui et al., 2018; Eamudomkarn et al., 2018). 21 

The secretion of antibodies present in the saliva, especially IgA, as it involves the most 22 

prominent antibody in the mucous membrane, presents a fundamental role in the start of 23 

infection, and is able to protect against the adhesion and invasion of different pathogens 24 

(Kilian and Russell, 1994). 25 

In order to investigate the potential use of saliva to detect the IgA antibody anti-S. 26 

stercoralis, we exclusively used the Dot-ELISA test, which is widely accepted as a quick 27 

and versatile test for detecting different parasitic diseases (Pappas, 1998; Santos et al., 2000; 28 

Sampaio et al., 2015). The dot-ELISA technique has been described as appropriate for 29 

detecting antigens or antibodies in human and animal infectious diseases (Pinheiro et al., 30 

2005; Coelho et al., 2007; El-Masry et al., 2008). In addition, the technique is easy to 31 

execute and interpret, it uses a conservative reagent that is efficient and portable in the field, 32 
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and it can be used for large volume tests or for a small number of determinations (Blanco et 1 

al., 2009). 2 

Thus, the aim of this study was to evaluate the detection of IgA using saliva samples 3 

in the Dot-ELISA test for immunodiagnosis of human strongyloidiasis, with a view to 4 

possibly optimizing quick diagnosis and the conditions for its use in public health centers 5 

with basic levels of equipment and trained professionals. 6 

 7 

2. Materials and Methods 8 

 9 

Feces and saliva samples were collected from 40 individuals from the State University 10 

of Londrina General Clinic Hospital. Feces samples were collected from each individual and 11 

processed using parasitological methods, in accordance with (Hoffmann et al., 1934; Faust 12 

et al., 1939;  Kato and Miura, 1954) modified by (Katz et al., 1972) and the method of 13 

(Rugai et al., 1954) to divide them into three groups: (1) 10 patients with a positive 14 

parasitological result for S. stercoralis, (2) 10 patients with a history of positivity for S. 15 

stercoralis, corresponding to one year before this study, and (3) 20 individuals with a 16 

negative result for any parasitosis. Total non-stimulated saliva samples were collected using 17 

clean cottons after washing the oral cavity with water. After collection, the samples were 18 

distributed in aliquots of 1.5 mL and conserved at -20ºC until use. Subsequently, the 19 

samples were slowly thawed and centrifuged at 12400g for 15 min. This study was approved 20 

by the Human Research Ethics Committee of the State University of Londrina (protocol 21 

1494·2013-56). 22 

To produce the antigen (CEP-IMT 002/10), approximately 200,000 filarioid larvae of 23 

Strongyloides venezuelesis were resuspended in 10mM Tris-HCl pH 7.5, 1mM DTT, 24 

supplemented with a protease inhibitor cocktail, followed by sonication and centrifugation at 25 

12400g/4ºC for 30 minutes. The pellet was resuspended in Urea 7M, Thiourea 2M, and 26 

CHAPS 2%, homogenized for 30 min/4ºC, and centrifuged at 12400g/4ºC for 30 minutes. 27 

The supernatant gave rise to the membrane antigen. 28 

For the ELISA, polystyrene microplates were sensitized overnight at 4ºC with 10 μg / 29 

mL of the diluted antigen in a carbonate-bicarbonate buffer (0.06 mol / L, pH 9.6), washed 30 

three times for 5 min with a phosphate saline solution buffer (0.01 mol / L, pH 7.2) (PBS) 31 
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containing Tween 20 at 0.05% (PBS-T), and blocked with PBS-T + 3% of skimmed milk 1 

(PBS-TM) for 45 min at 37°C. The saliva samples from the three groups were diluted (1:5) 2 

in PBS-TM and incubated for 45 min at 37°C. The peroxide-conjugated goat anti-human 3 

IgA secondary antibody (Sigma, St Louis, MO, USA) was diluted 1: 1000 in PBS-TM and 4 

incubated for 45 min at 37°C. The reaction was revealed with Tetramethylbenzidine (TMB, 5 

Life Sciences) and the optical densities were determined at 492 nm in an ELISA reader 6 

(Thermo Fischer Scientific, Waltham, MA, USA). The reaction cut-off was determined with 7 

the help of a ROC curve using the Graph Pad Prisma 5.0 program. The ELISA index (EI) 8 

was calculated in accordance with the formula: EI = OD / cut-off. Values of EI> 1 were 9 

considered positive (Corral et al., 2015). 10 

The Dot-ELISA was adapted from Pinto et al. (1995). The 1 cm² nitrocellulose 11 

membranes were sensitized with 1.5mg of antigen for 1 hour, followed by overnight 12 

blocking with PBS-TM 5% in agitation and at 4ºC. The saliva samples from the three groups 13 

were diluted 1:5 in PBSTM for 2h at ambient temperature. Subsequently, the membranes 14 

were washed five times for 1 min with PBS-T and incubated with peroxide-conjugated anti-15 

IgA human conjugate diluted 1:1000 for 2h at ambient temperature. The reaction was 16 

revealed with chemoluminescent substrate in the Scanner Luminescent image analyzer 17 

equipment (Fujifilm, Minato, Tokyo, JP) and the results were interpreted with the help of the 18 

Image Quant LAS 400 program version 1.2 (GE, Fairfild, CT, USA). 19 

The area under ROC curve (AUC), an overall index of diagnostic accuracy, was cal-20 

culated. Values close to 1 indicate an informative test and values close to 0.5 indicate an 21 

uninformative test. Test performance was assessed based on positive and negative samples 22 

(P and N), true and false positive results (TP and FP) and true and false negative results (TN 23 

and FN). Each test used was analyzed in termsof: sensitivity (Se) and specificity (Sp) and 24 

Kappa index.  25 

 26 

3. Results and Discussion 27 

 28 

Regarding human strongyloidiasis, there are already reports on the use of saliva to 29 

detect antibodies based on ELISA immunoassays (Bosqui et al., 2015; Bosqui et al., 2018), 30 

however, our work is pioneering in its use of the Dot-ELISA technique to detect IgA in 31 

saliva. 32 
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In our study, we assessed the Dot-ELISA assay as having good sensitivity and 1 

specificity results, enabling the detection of IgA in small quantities of saliva.  2 

In an effort to develop quicker and lower cost immunoassays for detecting different 3 

diseases, the ELISA format was not modified. In this specific case, the nitrocellulose paper 4 

substituted the plastic wells as a solid support for binding the antigen and a precipitable 5 

chromogenic substrate which, in the oxidated form, appears as a colored point on the 6 

nitrocellulose membrane (Pappas, 1988). 7 

The comparison of the ELISA and Dot-ELISA techniques for detecting IgA anti-S. 8 

stercoralis is illustrated in table 1. The Dot-ELISA presented consistent results with the 9 

ELISA test, with similar positivity and negativity in the saliva samples, with 70% and 60% 10 

sensitivity and 85% and 90% specificity, respectively (table 2), making the heterologous 11 

antigen highly promising for future trials, since it has demonstrated excellent results in 12 

different studies (Gonçalves et al., 2012; Bosqui et al., 2015; 2018) consistent with the other 13 

authors, who report the efficiency of the diagnosis both in protozoan and helminth, using 14 

saliva samples in the Dot-ELISA technique in comparison with the traditional ELISA 15 

(Santos et al., 2000; Sampaio et al., 2015). 16 

With regards to carrying out the technique, the blocking displayed optimal 17 

performance, and the dilution value of the salivas employed in carrying out the test was 1:5. 18 

In addition, the 1:1000 dilution of the conjugate provided visual distinction between the 19 

salivas (Figure 1). 20 

IgA antibody levels in saliva samples may be related to the life cycle of the parasite, 21 

since the response occurs in the pulmonary and intestinal mucus, which involves 22 

secretionary and systemic responses. McGhee and Mestecky (Mc Ghee and Mestecky, 1990) 23 

believe
 
that the presence of IgA in saliva secretions can be divided into: recent contact with 24 

a parasite, active infection, or reinfection. These factors warrant the use of saliva as an 25 

alternative diagnostic tool for human strongyloidiasis (McGhee and Mestecky, 1990; 26 

Ribeiro et al., 2010; Bosqui el., 2015). 27 

Unfortunately precise immunodiagnosis is not yet available in most health centers and 28 

access to medical diagnosis is variable for many segments of the population. For this reason, 29 

we believe that the Dot-ELISA technique described here could be a suitable tool for 30 
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diagnosing human strongyloidiasis, especially in populations with high levels of exposure to 1 

helminth. 2 

 3 

4. Conclusion 4 

 5 

In conclusion, we understand that the results derived from the use of the technique 6 

may, in the future, enable the application of a commercial test for detecting IgA anti-S. 7 

stercoralis in saliva samples, providing parasitologists, clinicians, and epidemiologists with 8 

a low cost trial for screening both individual patients with diagnostic urgency and large 9 

populations, especially in endemic areas. 10 
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Table 1. Comparasion of ELISA and Dot-ELISA techniques for detection of IgA anti-S. 1 

stercoralis in saliva samples 2 

 

Groups 

(n= 40) 

Comparation of IgA detection in saliva samples 

           ELISA                           Dot-ELISA 

Positive parasitological                             60%                                70% 

(n=10)                                                       (n=6)                               (n=7)   

 

History of positivity                                  80%                                 80% 

(n=10)                                                       (n=8)                                (n=8) 

 

Healthy                                                       10%                                 15%  

(n=20)                                                         (n=2)                              (n=3) 

 3 

 4 

 5 

 6 

 7 

 8 

 9 

 10 

 11 

 12 

Table 2. Sensitivity (Se), specificity (Sp), area under the ROC curve (AUC) and Kappa 13 

Index in saliva samples for IgA anti-Strongyloides detection. 14 

 ELISA   Dot-ELISA  

 Se (%) Sp (%) AUC 
Kappa Index 

 Se (%) Sp (%)   AUC 
Kappa 

Index 

IgA 60        90               0.80         0.52                           
    

 
   70 85 0.80           0.66        

 

 

 15 

 16 

 17 

 18 

 19 

 20 

 21 

 22 

 23 

 24 

 25 

 26 

 27 

 28 
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 1 

 2 

 3 

 4 
Figure 1. Dot-ELISA test using heterologous antigen of Strongyloides venezuelensis in 5 

saliva samples in the following groups: copropositive for S. stercoralis (n=10), history of 6 

copopositivity for S. stercoralis (n=10), and negative (n=20). 7 

 8 
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 10 
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 1 

Abstract 2 

 3 
Coinfection between tuberculosis and strongyloidiasis is significant to public health given 4 

that the two diseases have a high incidence and present coincident vulnerable populations. In 5 

light of the increase in tuberculosis in tropical and subtropical regions, which are areas with 6 

a high prevalence of helminthiases, especially strongyloidiasis, the aim was to describe an 7 

anti-strongyloides IgA, IgG, and IgG immune complex antibody response profile in patients 8 

with pulmonary tuberculosis (TB). Samples were collected from 100 individuals: group I, 9 

with 50 healthy individuals; and group II, with 50 TB patients. The IgA, IgG, and IgG-IC 10 

detection was carried out via an ELISA immunoenzymatic test, using alkaline extract from 11 

S. venezuelensis larvae as an antigen. The area under the ROC curve and diagnostic 12 

parameters were calculated. The IgA detection in the saliva was 34% in group I and 66% in 13 

group II (p<0.05). IgG was detected in 46% of the saliva samples of group I and 52% of 14 

group II. For IgG-IC, 38% were positive in group I and 68% were in group II (p<0.05). In 15 

the serum there was 36% positivity for IgA in group I and 60% in group II (p<0.05). In 16 

relation to the IgG detection, group I showed 46% positivity and group II showed 58%. For 17 

this serum IgG-IC detection, it was 34% in group I and 68% in group II (p<0.05). This is a 18 

pioneering study that presents promising results and an innovative proposal for the use of 19 

saliva samples, especially for IgG immune complex detection in patients with TB.  20 

 21 

Keywords: immunodiagnosis, saliva, immune complex, tuberculosis, strongyloidiasis. 22 
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 1 

1 INTRODUCTION 2 

 3 
Epidemiological data show that one third of the global population is infected with 4 

Mycobacterium tuberculosis and 10.4 million people in the world fell ill to tuberculosis in 5 

2016, 1.3 million of which died as a result of the disease.
1
 Immune response is fundamental 6 

in the defense against M. tuberculosis, constituting the main barrier to the occurrence of the 7 

disseminated infections associated with the high mortality rate.
2
 The immune response 8 

against M. tuberculosis is complex and not fully characterized, which makes the 9 

development of new tests, vaccines, and treatments difficult. 10 

Despite few reports in the literature, coinfection between tuberculosis and 11 

strongyloidiasis, an infection caused by the Strongyloides stercoralis helminth, is relevant to 12 

public health, given that both diseases present a high incidence and coincident vulnerable 13 

populations.
3,4,5

 14 

During the course of coinfection, the immune response is closely linked with the 15 

negative modulation of the humoral response against M. tuberculosis antigens,
6,7

 thus 16 

precise diagnosis of strongyloidiasis can avoid cases of morbidity and mortality. 17 

Immunodiagnosis of strongyloidiasis using saliva samples
8,9

 can effectively contribute to the 18 

early detection of this infection so as to avoid cases of coinfection. 19 

The last few years have seen an increase in research using specific salivary 20 

antibodies, which are useful in epidemiology and toxicology,
8,10

 demonstrating the 21 

importance of saliva in diagnosing protozoan infections
11,12,13

 and helminthiases, such as S. 22 

stercoralis.
8,14,15

 Besides antibodies, the infectious diseases promote the formation of 23 

antigen-antibody immune complexes. These immune complexes are important in diagnosis, 24 

since they can also be used in screening for the disease;
9,16,17

 however, there are no reports 25 

on the detection of immune complexes in saliva samples derived from individuals with 26 

pulmonary tuberculosis and coinfected with S. stercoralis. 27 

 In light of the gravity caused by coinfection between strongyloidiasis and TB, and 28 

the high mortality rate involved, the use of immunodiagnosis may contribute to a quick and 29 

effective diagnosis, enabling the early treatment of individuals and minimizing the harm 30 

caused by this coinfection. Thus, our aim was to carry out the detection of IgA, IgG, and 31 
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IgG immune complex in paired samples of serum and saliva for diagnosing strongyloidiasis 1 

in patients with pulmonary tuberculosis. 2 

2 MATERIALS AND METHODS 3 

2.1. Ethical considerations and recruitment of individuals  4 

The study was approved by the Human Research Ethics Committee of the State 5 

University of Londrina (decision number 1,306,715), in the State of Paraná, Brazil. Paired 6 

samples of feces, serum, and saliva were obtained from patients in treatment at the Dr. 7 

Bruno Piancastelli Filho Center of Reference for Tuberculosis of the city of Londrina. And 8 

the apparently healthy controls were obtained voluntarily from students at the State 9 

University of Londrina. 10 

 11 

4.3. Study group and samples 12 

Biological samples were collected from 100 individuals and divided into two groups: 13 

group I, with 50 apparently healthy individuals based on clinical observation of them, with 14 

no evidence of contact with S. stercoralis infection and no previous history; and group I, 15 

with 50 patients in treatment for pulmonary tuberculosis.  16 

Fecal samples were analyzed in accordance with Hoffmann et al.,
18

 Rugai et al.
19

, 17 

and the agar plate culture method.
20

 Serum samples obtained from the blood were stored at -18 

20°C until use. Unstimulated saliva samples were collected with the help of clean cotton 19 

buds and after washing the oral cavity with water; the samples were distributed into aliquots 20 

and conserved until use, when they were slowly thawed and centrifuged at 12,400 x g for 15 21 

min. 22 

 23 

2.3.  Obtainment of S. venezuelensis filaroid larvae  24 

Third stage (L3) infectious Strongyloides venezuelensis larvae were obtained from 25 

carbon cultures of feces of mice (Rattus norvegicus of the Wistar line) experimentally 26 

infected and retrieved by Rugai et al.
19

 The larvae were washed five times in a phosphate 27 

buffered saline solution (PBS, 0.01 mol/L, pH 7.2) and stored at -20
◦
C in PBS until use in 28 

the antigenic preparation. 29 

 30 

2.4. Alkaline extract from L3 S. venezuelensis larvae 31 
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The alkaline extract was prepared in accordance with Machado et al.,
21

 with 1 

modifications. Approximately 300,000 S. venezuelensis filariform larvae were used. 2 

1 mL of NaOH (sodium hydroxide) 0.15 M with protease inhibitors was added to the tube 3 

containing the solution resulting from the larvae break-up (5 freeze-thaw cycles using liquid 4 

nitrogen with maceration), and this preparation remained at rest for 2h at 4ºC under 5 

agitation. Subsequently, 0.5 mL of HC1 (chloric acid) 0.3M was added to the solution to 6 

achieve a neutral pH (7.0) and the mixture was centrifuged at 10,000 x g for 30 min at 4ºC. 7 

The supernatant (alkaline extract) was analyzed with regards to protein content as according 8 

to Lowry,
22

 divided into aliquots, and stored at -20°C until use. 9 

 10 

2.5. IgA and IgG detection using the ELISA method 11 

Preliminary experiments were carried out to determine optimal conditions for titration 12 

of reagents via ELISA (antigenic extract, serum and saliva samples, controls, and 13 

conjugate). Briefly, low-affinity microplates (Olen, São José dos Pinhais, PR, Brazil) were 14 

incubated for 18h at 4°C with 5µg/mLde alkaline extract from S. venezuelensis in 0.06 15 

mol/L carbonate-bicarbonate buffer (pH 9.6). The plates were washed three times with PBS 16 

containing Tween 20 at 0.05% and blocking was carried out for 30 min at 37ºC with 17 

PBSTM 3%. Subsequently, the plates were incubated with saliva samples (50 µL/well) with 18 

a 1:2 dilution (IgA and IgG detection) and incubated for 45 min at 37°C.  The serum 19 

samples (50 µL/well) were diluted to 1:20 (IgA detection) or 1:80 (IgG detection). All the 20 

biological samples were tested in duplicates. Human anti-IgA goat antibody (Sigma, St 21 

Louis, MO, USA) marked with peroxidase was added to the plate, in a 1:500 dilution for the 22 

saliva sample and 1:1000 dilution for the serum sample, as well as human anti-IgG goat 23 

secondary antibody (Sigma, St Louis, MO, USA) conjugated with peroxidase in a 1:5000 24 

dilution for the saliva sample and 1:10,000 for the serum sample, for a final sample volume 25 

of 50 µL/well. These were incubated for 45 min at 37°C. The reaction was revealed by the 26 

addition of 50 μL of a mixture containing 0.05 µg of o-phenylenediamine (Sigma-Aldrich 27 

Co., St. Louis, USA) and 5 µL of 30% hydrogen peroxide (Merck, Rio de Janeiro, Brazil) in 28 

12.5 mL of citrate-phosphate buffer (0.1 M, pH 5.5). The plates were incubated for 15 min 29 

at ambient temperature. The reaction was paired by the addition of 25 µL/well of H2SO4 2N 30 

(Vetec, Rio de Janeiro, Brazil). The optical density (OD) was determined at 492 nm using an 31 



 

 

 

 

 

 

113 

Epoch™ plate reader (BioTekInstruments, Inc., Winooski, VT, USA). The results were 1 

expressed as an ELISA index (EI), where the cut-off value was calculated by the ROC curve 2 

(operational characteristic of the receptor). 3 

 4 

2.6. IgG immune complex detection in saliva and serum samples 5 

 6 

Preliminary experiments were carried out to determine the optimal conditions for 7 

ELISA using the serial dilution of the reagents (antibody, saliva and serum, control, and 8 

conjugate). High-affinity polystyrene microtitration plates (Costar, CorningIncorp., NY, 9 

USA) were coated for 18 h at 4°C with 50 µL/well of IgG obtained from rabbits immunized 10 

(40 µg/mL)
23

 in a 0.06 M carbonate-bicarbonate buffer (pH 9.6). After three washes with 11 

PBST, 50 µL/well of (pure) saliva or (1:80) serum samples were added and incubated for 45 12 

min at 37ºC. All the biological samples were tested in duplicate. The positive samples for 13 

anti-S. venezuelensis, both in the saliva and in the serum, were used as a control. After 14 

incubation and another three washes, human anti-IgG goat antibody marked with peroxidase 15 

(Sigma, St Louis, MO, USA) (50 µL/well) was added in a 1:5000 dilution for the saliva 16 

sample and 1:10,000 for the serum, for 45 min at 37°C. The reaction was revealed as 17 

described in the item above. 18 

 19 

2.7. Statistical analysis 20 

The analyses were carried out using the GraphPadPrism software version 5.0. The 21 

cut-off, for each ELISA reaction condition, was established using a ROC (receiver operating 22 

characteristic) curve, which provided the diagnostic parameter of the area under the ROC 23 

curve (AUC), sensitivity and specificity.
24

 The ELISA index (EI), used for presenting the 24 

data, was obtained by the ratio between the DO and the chosen cut-off and EI values >1.0 25 

were considered positive. The data were verified regarding the distribution pattern and the 26 

comparison between the groups was made using unpaired t tests or the Mann-Whitney test. 27 

Probability values (P) <0.05 were considered significant.  28 

 29 

3 RESULTS 30 
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In the coprological diagnosis, two individuals (4%) were observed to be positive for 1 

S. stercoralis in group II (patients with pulmonary tuberculosis). 2 

The IgA, IgG, and IgG immune complex (IgG-IC) antibodies detection in the saliva 3 

samples is illustrated in Figure 1A. The analysis of the saliva samples in group I (negative 4 

control) showed 34% (n=17) for IgA, 46% (n=23) for IgG, and 38% (n=19) for anti-S. 5 

stercoralis IgG-IC. In group II (patients with pulmonary tuberculosis), 66% (n=33) of the 6 

samples were positive for IgA, 52% (n=26) were for IgG, and 62% (n=31) were for IgG-IC. 7 

The median of the EI in the detection of IgA in the saliva was higher for group II (M = 1.74 8 

x 0.74; U = 803.5, P = 0.0021). The IgG test, with saliva samples, did not show any 9 

difference between the groups tested. The patients with tuberculosis (group II) presented a 10 

higher EI for IgG-IC in comparison with the healthy ones (group I; M = 1.44 x 0.69; U = 11 

713.0, P = 0.0002). 12 

Figure 1B shows the positivity for IgA, IgG, and IC-IgG in the serum samples. In 13 

group I, 36% (n=18) of the individuals were positive for IgA, 46% (n=23) were for IgG, and 14 

34% (n=17) were for IgG-IC. In group II, 60% (n=30) of the patients were positive for IgA, 15 

58% (n=29) were for IgG, and 68% (n=34) were for IgG-IC. The patients with tuberculosis 16 

presented the same profile of difference observed in the saliva and in the serum; that is, 17 

higher values for IgA (M = 1.03 x 0.82; U = 861.5, P = 0.0075) and IgG-IC (x = 1.29 x 0.84; 18 

t = 5.596; P < 0.0001).  19 

The sensitivity (Se), specificity (Sp), and area under the ROC curve (AUC) in the 20 

serum and saliva samples for anti-Strongyloides IgA, IgG, and IC-IgG detection are shown 21 

in Table 1. 22 

 23 

4 DISCUSSION 24 

Global pathogens, such as human immunodeficiency virus (HIV), species of 25 

Plasmodium spp., and M. tuberculosis, may be present in the geographical distribution due 26 

to coinfection with helminths.
3
 According to the WHO (2017), unsanitary conditions are 27 

directly associated with the high incidence of tuberculosis and intestinal infections, 28 

especially among low income populations.
1
 However, the data on reports of parasitic 29 

infections are still underestimated.
25,26

 30 
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Infection caused by S. stercoralis is generally asymptomatic; however, in serious 1 

cases, cases of pulmonary edema and respiratory insufficiency are common.
27

 In these 2 

situations, during the cycle, the filaroid larvae (L3) of S. stercoralis migrates to the lungs 3 

and can further worsen the symptoms caused by the presence of M. tuberculosis in cases of 4 

coinfection.
3,25

 Due to this fact, pulmonary symptoms (bronchospasm, cough, dyspnea, and 5 

expectoration of blood) may be caused by the parasites,
28

 reinforcing the importance of 6 

adequate diagnosis. 7 

The infections caused by helminths can also alter immunity, which favors the onset 8 

of diseases such as TB. The paradigm caused between the balance of pro-inflammatory and 9 

anti-inflammatory responses in tuberculosis when associated with human strongyloidiasis is 10 

an ever more relevant factor. A study conducted by George et al.
4
 verified a reduction in the 11 

frequency of TCD4
+
 cells, as well as in the levels of inflammatory cytokines Th1 (IFN-γ, 12 

TNF-α, and IL-2) and Th17 (IL-17), and an increase in IL-10 anti-inflammatory cytokines, 13 

especially in patients with tuberculosis coinfected with S. stercoralis. 14 

The data in our study, despite the low number of positive cases in the feces of the 15 

patients with TB (4%), are consistent with other authors, since the release of larvae can be 16 

compromised, especially due to the chronicity caused in these patients.
25,29

 In light of this, 17 

immunological methods are investigated as a complementary strategy for improving the 18 

efficiency and high sensitivity and specificity of the diagnostics used in clinical practice.
15,30

 19 

Using the immunoenzymatic method, ELISA, we observed that the detection of IgA 20 

both in saliva and in serum samples revealed more than 50% positivity and a significant 21 

difference between the groups (p<0.05), because IgA antibodies are present both in local and 22 

systemic responses,
6
 making their presence, at an intestinal and pulmonary level, 23 

fundamental in the defense against tuberculosis and also against intestinal pathogens. 24 

Saliva samples have been used in recent years as an alternative in diagnosing 25 

strongyloidiasis.
9,15

 These samples offer advantages such as easy obtainment, non-invasive 26 

collection, and low cost,
8,14,15

 they act as an important immunological barrier for the control 27 

of local and systemic pathogens, as well as presenting an abundance of immunoglobulins, a 28 

fact which is demonstrated in this study. 29 

Our data show a similar pattern between the groups in relation to the detection of IgG 30 

in the saliva; however, one possible explanation is related with the negative modulation of 31 
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the humoral response in patients with tuberculosis. Anuradha et al.
6
 experimentally 1 

demonstrated a reduction among the levels of IgM and IgG antibodies specific for M. 2 

tuberculosis, as well as in levels of BAFF (B-cell activating factor) cytokines and the 3 

proliferation-inducing ligant (APRIL), related in turn to the number of B memory cells and 4 

plasmatic cells. The resistance caused by the coinfection of these pathogens can cause the 5 

exacerbation of the associated inflammation, and in the absence of immunoregulatory 6 

controls induced by helminths, may potentially contribute to an increase in the seriousness 7 

of the disease.
3,31

 8 

In our study, 58% of the samples were positive for IgG in the group with pulmonary 9 

tuberculosis. IgG antibodies are the biggest class of seric immunoglobulins capable of 10 

providing protective immunity and remain for a long time period after the disease is cured.
29

 11 

These characteristics are partly responsible for the success and advantages of diagnosing 12 

strongyloidiasis by detecting this class of immunoglobulins in serum and saliva samples 13 

from infected individuals.
8,15,32

 It is also important to highlight that the catabolism of IgA is 14 

relatively quick in comparison with IgG, resulting in low concentrations of IgA in the 15 

control group.
33 

16 

In this study, the EI of the IgG immune complexes circulating in the saliva and in the 17 

serum of the patients with TB showed interesting results when compared to the detection of 18 

IgA and isolated IgG, contributing to the understanding of the immune response profile of 19 

these patients when affected by strongyloidiasis. Immune complexes perform an important 20 

role in the neutralization of infectious agents, and are quickly eliminated from the blood 21 

flow through the innate immunological system. In addition, these immune complexes have 22 

been reported more frequently for parasitic diseases.
9,34-37

 The few positive cases for IgG-IC, 23 

in the control group, may be explained by the persistence of IgG antibodies in an 24 

undiagnosed infection due to the low release of larvae in the feces and/or individuals with 25 

previous exposure residing in areas with a high prevalence of strongyloidiasis.
9,29,38

 26 

Immunological complexes participate in the physiopathology of the disease and, therefore, 27 

may reflect the immune response of each individual, enabling the control of this infection.
36

 28 

The choice of an adequate immunological method for completing the parasitological 29 

diagnosis is essential for a precise estimate of cases of strongyloidiasis, especially in cases 30 

of coinfection with tuberculosis. Therefore, detecting the levels of circulating immune 31 
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complexes using an immunoenzymatic test may be very useful in cases of screening. Our 1 

data are pioneering and present promising results and an innovative proposal for the use of 2 

saliva samples, especially for IgG immune complex detection in patients with pulmonary 3 

tuberculosis. 4 

 5 
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Fig. 1. Detection of IgA, IgG and IgG immune complex (IC-IgG) anti-Strongyloides stercoralis in 2 
saliva samples (A) and serum (B) determined by enzyme immunoassay using the alkaline extract L3 3 
of S. venezuelensis expressed as ELISA index (EI). Negative control, apparently healthy individuals 4 
(G I, n = 50) and patients under treatment for pulmonary tuberculosis (G II, n = 50). Dotted lines 5 
represent the positivity threshold (EI> 1,0) ars positioned in the median (M, interquartile range) or 6 
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mean (x̅, with standard deviation, italic formatting). Significant differences (* p <0.05) between the 1 
groups after the t-test or Mann-Whitney. 2 
 3 

 4 

 5 

Table 1. Sensitivity (Se), specificity (Es) and area under the ROC curve (AUC) in saliva and 6 

serum samples in the detection of IgA, IgG and IC-IgGanti-Strongyloides. 7 

 Saliva  Soro 

 AUC Se (%) Es (%)  AUC Se (%) Es (%) 

IgA 
0.68 

(IC 0.57- 0.79) 

66 

(IC 51.23-78.79) 
 

0.65 

(IC 0.55- 0.76) 

60 

(IC 45.18-73.59) 

64 

(IC 49.19-77.08) 

IgG 
0.51 

(IC 0.38- 0.62) 

48 

(IC 33.66-62.58) 

46 

(IC 31.81-60.68) 
 

0.60 

(IC 0.49- 0.71) 

58 

(IC 43.21-71.81) 

54 

(IC 39.32-68.19) 

IC 
0.71 

(IC 0.61- 0.81) 

62 

(IC 47.18-75.35) 
 

0.78 

(IC 0.69- 0.87) 

68 

(IC 53.30-80.48) 

66 

(IC 51.23-78.79) 

IC – Int 8 
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ABSTRACT 1 

 2 

Considering the increase in cases of tuberculosis in tropical and subtropical regions, areas 3 

with high prevalence of helminths, especially strongyloidiasis, and the particularly 4 

challenging detection of the larvae of Strongyloides stercoralis. The aim of this study was to 5 

detect S. stercoralis DNA in fresh fecal samples of patients with tuberculosis by using 6 

(PCR) real-time (qPCR) and conventional (cPCR) polymerase chain reaction. The fecal 7 

samples were obtained from 52 out-patients with diagnosis and treatment for pulmonary 8 

tuberculosis. We analyzed all fecal samples according to the methods of Hoffmann,
 
Rugai as 9 

well as the agar plate culture method. The parasitology techniques showed a positivity of 10 

1.9% (1/52), while for qPCR and cPCR, the positivity was 30.7% (16/52). The Ct values 11 

varied from 32.6-40.9 (mean 38.2). Therefore, the use of molecular diagnosis can be 12 

regarded as a complementary tool in the screening of S. stercoralis infection, especially 13 

considering the severity of the coinfection in this group of patients. 14 

 15 

Keywords: strongyloidiasis, tuberculosis, molecular diagnosis, cPCR, qPCR. 16 
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INTRODUCTION 1 

 2 

Human strongyloides is an infection caused by Strongyloides stercoralis helminth 3 

and characterized as a neglected cosmopolitan, which affects about 370 million people 4 

wordwide (Bisoffi et al. 2013). It is strongly associated to alcoholism, transplants, HTLV-1 5 

virus, tuberculosis, and immunosuppression in general (Rodriguez et al. 2015; Silva et al. 6 

2015; Mendes et al. 2017). 7 

The chronic phase is characterized with generally mild, nonspecific symptoms that 8 

affect the gastrointestinal tract (abdominal pain, diarrhea), respiratory system (similar to 9 

asthma or chronic obstructive pulmonary disease), and skin (pruritus, rash) (Greaves et al. 10 

2013). However, in immunocompromised individuals, such as those with tuberculosis, 11 

infection can become severe and potentially life-threatening due to a high load of parasites 12 

able (Buonfrate et al. 2015). In addition, S. stercoralis can modulate the immunological 13 

response, particularly in cases of coinfection, especially hampering the defense against 14 

Mycobacterium tuberculosis (George et al. 2014; Babu and Nutman, 2016; Anuradha et al. 15 

2017). Regardless of the few reports presented in the literature, the coinfection between M. 16 

tuberculosis and S. stercoralis reveals a worrying scenario for public health since both these 17 

illnesses are characterized with high occurrence and coincident vulnerable populations 18 

(George et al. 2014; Bosqui et al. 2017).  19 

Screening for S. stercoralis infection is challenging, since the definitive diagnosis of 20 

Strongyloides is based on the detection of larvae in feces, which in most cases involves 21 

chronic infections with irregular production and little release of larvae (Repetto et al. 2016; 22 

Bosqui et al. 2018). It is important to highlight, even upon an early diagnosis, problems 23 

associated to the sensitivity of tests can generate false negative results suggesting the need 24 

for application of other diagnosis methodologies.  25 

Techniques of DNA isolation in fresh fecal samples are viable, feasible, and 26 

applicable to diagnose parasitic infections in most of the endemic countries, especially due 27 

to the high sensitivity and specificity (Verweij and Stensvold, 2014; Lodh et al. 2016). 28 

Regarding the diagnosis of human strongyloidiasis, the fast detection of the parasite can 29 

benefit the correct, immediate treatment in immunocompromised patients (Verweij and 30 

Stensvold, 2014; Lodh et al. 2016), such as those with tuberculosis. 31 
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Subunits 18S and 28S of the ribosomal DNA Strongyloides have been used as 1 

amplification targets for both the real-time (qPCR) and conventional (cPCR) polymerase 2 

chain reaction (PCR) (Sultana et al. 2013; Verweij and Stensvold, 2014; Saugar et al. 2015; 3 

Dacal et al. 2018). Thus, the objective of this study was to assess the techniques of qPCR 4 

and cPCR for the diagnosis of S. stercoralis in patients with pulmonary tuberculosis.  5 

 6 

MATERIALS AND METHODS 7 

 8 

2.1 Target population 9 

This study was approved by the Research with Human Beings Ethics Committee of 10 

the State University of Londrina (protocol number: 1.306.715), state of Paraná, Brazil. The 11 

fecal samples were obtained from 52 out-patients (14 women and 38 men, between 11 and 12 

72 years old) attended at the Reference Center for Tuberculosis Dr. Bruno Piancastelli Filho 13 

in the city of Londrina – all diagnosed and undergoing treatment for pulmonary tuberculosis. 14 

All fecal samples were analyzed anonymously by two technical experts according to the 15 

methods of Hoffmann et al. (1934),
 
Rugai et al. (1954) as well as the agar plate culture 16 

method (Inês et al. 2011). 17 

 18 

2.2 Molecular techniques 19 

 2.2.1. DNA extraction 20 

 For extract the genetic material was used the commercial kit QIAamp DNA Stool 21 

Mini Kit (QIAGEN® Hilden, Germany), according to the manufacturer with some 22 

modifications, including the initial washing step with PBS and Polyvinyl solution (0.02g). 23 

The DNA extracted was eluted in 100L and stored at -20°C until the moment of use.  24 

 25 

 2.2.2. Real-time and conventional PCR  26 

Performed the qPCR (real-time PCR) according to the protocol described by Verweij 27 

et al. (2009). The reaction was carried out in a volume of 20 μL containing 5 μL of DNA, 28 

universal mixture of PCR TaqMan (Life Technologies Applied BioSystems, Foster City, 29 

CA, USA), 10 pmol / μL of each primer (18S ribosomal DNA Strongyloides) (front 5'- 30 

GAATTCCAAGTAAACGTAAGTCATT AGC-3' and reverse 5'-TGCCTCTGGATAT 31 

TGCTCAGTTC-3'), and 10 pmol / μL of the probes (FAM-5'-ACACACCGGCCGTCG 32 
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CTGC-3'-BHQ1), using the real-time PCR ABI 7300 system (Applied BioSystems, Life 1 

Technologies, Foster City, CA, USA). The conditions of magnification were established as 2 

50 cycles of 95°C for 15 min, 95°C for 15s, and 60°C for 1 min. Positive control (S. 3 

stercoralis larvae DNA) and negative control (PCR mixture without DNA) were included in 4 

each round of amplification. A sample was considered as negative when no amplification 5 

curve was observed (Basuni et al. 2011). 6 

The cPCR (conventional PCR) was performed according to Kramme et al. (2011) 7 

using a fragment of approximately 180bp located in the region 28S ribosomal DNA 8 

Strongyloides. The amplification reaction mixture (20L) consisted of PCR buffer (GoTaq® 9 

DNA Polymerase; Promega Corporation, Madison, USA), 0.2 mg of bovine serum albumin 10 

(Sigma Aldrich Corp.), 0.2 mM of dNTPs, 25mM of MgCl2, 20 pmol of each primers, 11 

1U/L of DNA Polymerase, 5L of DNA, and double-distilled water. Cycling conditions 12 

were: 2 min at 94°C, 30 cycles of 1 min each at 94°C (denaturation), 1 min at 61.8°C 13 

(annealing), 1 min at 72°C (extension), and 2 min at 72ºC (final extension) in a Master 14 

cycler ep gradient S thermocycler (Eppendorf, Hamburg, Germany). The PCR products were 15 

loaded on a 2% agarose gel electrophoresis added with SYBR Safe (Invitrogen™, Thermo 16 

Fisher Scientific Corporation, Waltham, MA USA). Included in each PCR run are positive 17 

control (S. stercoralis larvae DNA) and negative control (PCR mixture without DNA). 18 

 19 

  2.2.3. Sequencing 20 

 Sequencing reaction was based on the methodology of Sanger, Nicklen and Coulson 21 

(1977)
 
according to the manufacturer´s instructions of the kit BigDye® Terminator v3.1 22 

Cycle Sequencing Ready Reaction (Applied Biosystems, Thermo Fisher Scientific 23 

Corporation, Waltham, MA, USA) using an automatic sequencer ABI 3500 (Applied 24 

Biosystems). Sequences obtained were analysis using BioEdit software (Biological 25 

Sequence Alignment Editor) and aligned with Strongyloides sequences from GenBank using 26 

tool nBLAST (Basic Local Alignment Search Tool).  27 

 28 

3 RESULTS AND DISCUSSION 29 
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From the 52 fecal samples, only 1.9% (n=1) presented positive parasitology diagnosis 1 

for S. stercoralis. Despite the low positivity in the feces, our data are in accordance with 2 

other studies that demonstrate a compromised release of larvae (Schär et al. 2013; Cardoso 3 

et al. 2017).  4 

The infection caused by S. stercoralis can manifest asymptotically or, in severe cases, 5 

through pulmonary edema and respiratory failure (Schär et al. 2013). Along the cycle, the 6 

filaroid larvae (L3) migrate to the lungs and can negatively influence a concomitant 7 

infection with M. tuberculosis (Salgame et al. 2013; Cardoso et al. 2017), with makes the 8 

patient’s pathological picture even more severe. Therefore, the differential diagnosis of 9 

human strongyloidiasis has been increasingly more used in clinical applications aiming at 10 

enhancing the sensitivity of the methods as well as providing these patients with a fast 11 

treatment. 12 

The optimization of Strongyloides diagnosis is certainly a crucial step to prevent 13 

complications and causalities resulting from this infection. Parasitology methods proved an 14 

unsatisfactory sensitivity, even upon the performance of agar plate culture. Although the 15 

serological tests revealed a good sensitivity, it continues to be problematic because of its 16 

cross-reactions (Bosqui et al. 2015; Chaves et al. 2015).  17 

 This study is first at assessing molecular methods to diagnose Strongyloides in 18 

patients with tuberculosis. In the qPCR, 30.7% (n=16) of the fecal samples had positive 19 

amplification for S. stercoralis with a mean value of Ct (threshold cycle) of 38.2 (32.6-40.9) 20 

(Table 1). According to Table 1, most of the samples presented high Ct, including the 21 

sample with positive parasitology: Ct = 40.9. Paula et al. (2016; 2018) and Stensvold and 22 

Nielsen (2012) point out that the qPCR can detect and quantify a relatively small number of 23 

products during amplification, even in the presence of low DNA concentration in the 24 

parasite.  25 

In cPCR the target band was observed in 30.7% (16/52) of the DNA samples (Table 26 

1). Samples with positive amplification were submitted to sequencing, and the molecular 27 

diagnosis for S. stercoralis was confirmed. It is important to highlight that all samples that 28 

showed Ct value in qPCR also presented the target fragment through in cPCR.  29 

Molecular techniques have been increasingly more applied to improve the diagnosis 30 

of strongyloidiasis (Verweij et al. 2009; Kramme et al. 2011; Repetto et al. 2016) for 31 
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presenting high sensitivity in relation to parasitology methods. However, due to its high 1 

cost, they are still not applicable in routine laboratory.  2 

Different reports on the sensitivity of the methods indicate mainly the molecular 3 

techniques have better or similar results achieved by Baermann or agar culture (Verweij et 4 

al. 2009; Moghaddassani et al. 2011; Saugar et al. 2015; Dacal et al. 2018). In contrast, Sitta 5 

et al. (2014) demonstrated that the cPCR can be applied combined with parasitology 6 

methods for the Strongyloides molecular diagnosis.  7 

Platforms of qPCR have been regarded as more advantageous in relation to the cPCR 8 

tests because of their high sensitivity, lower contamination risk and shorter time (Paula et al. 9 

2018). Different regions of ribosomal DNA, especially in the subunits 18S and 28S, have 10 

been considered targets for molecular assessments to diagnose Strongyloides sp. (Dorris et 11 

al. 2002; Verweij et al. 2009; Kramme et al. 2011; Sitta et al. 2014; Repetto et al. 2016).  12 

In conclusion, the molecular assay demonstrates better detection of S. stercoralis 13 

infection. Thus, we can suggest the use of molecular diagnosis as a complementary tool in 14 

the screening of strongyloidiasis, especially considering the possibility of this helminthiasis 15 

severity in co-infection (S. stercoralis and M. tuberculosis). 16 
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Table 1. Molecular diagnosis of strongyloidiasis in faecal samples from patients with 1 

tuberculosis. 2 

Molecular diagnostic 

ID samples 
qPCR (18S) 

cPCR (28S) 
Ct value 

1Tb 32.6 + 

2Tb 35.2 + 

12Tb 38.1 + 

15Tb 37.9 + 

18Tb 40.4 + 

19Tb 38.2 + 

20Tb 40.9 + 

21Tb 38.3 + 

22Tb 40.3 + 

30Tb 37.5 + 

35Tb 36.9 + 

44Tb 39.4 + 

45Tb 37.7 + 

47Tb 37.1 + 

49Tb 39.1 + 

50Tb 38.4 + 

ID samples = identification number of samples; qPCR= real-time PCR; cPCR= conventional PCR. 3 

 4 

 5 

 6 

 7 

 8 

 9 

 10 

 11 

 12 

 13 

 14 

 15 

 16 

 17 

 18 

 19 

 20 

 21 

 22 

 23 



 

 

 

 

 

 

138 

CONCLUSÃO GERAL 1 

 2 

Esse é um estudo pioneiro, que apresenta resultados promissores e uma 3 

proposta inovadora na utilização de amostras de saliva, em especial, para a 4 

detecção de imunocomplexo-IgG, o qual possibilita a aplicação de um teste 5 

comercial para detecção tanto de IC-IgG quanto de IgA anti-S. stercoralis em 6 

amostras de saliva pelo método Dot-ELISA. 7 

O ensaio molecular apresentado neste estudo oferece melhor detecção e 8 

identificação dessa helmintíase, evidenciando que o uso do diagnóstico molecular 9 

associado ao imunodiagnóstico, pode ser considerado uma ferramenta 10 

complementar na triagem da estrongiloidíase, especialmente, considerando a 11 

gravidade da coinfecção neste grupo de pacientes com tuberculose. Além disso, o 12 

rastreamento de DNA nas fezes de indivíduos com sorologia positiva foi eficiente 13 

em excluir casos de infecções antigas. 14 

Por fim, combinação de diferentes métodos pode auxiliar ensaios clínicos e 15 

cenários que exigem um diagnóstico rápido e preciso, como no caso 16 

estrongiloidíase. 17 
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5. ANEXOS 1 

 2 

5.1. Parecer Consubstanciado do Comitê de Ética em Pesquisa em Seres 3 

Humanos da Universidade Estadual de Londrina 4 

 5 
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5.2. Aquiescência da Direção da Unidade Básica de Saúde de Londrina, 1 

Ibiporã e Cambé para realização do estudo 2 

 3 
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5.3. Termo de Consentimento Livre e Esclarecido (TCLE) 1 

 2 

“DIAGNÓSTICO COPROPARASITOLÓGICO, IMUNOLÓGICO E MOLECULAR 3 

DA ESTRONGILOIDÍASE EM PACIENTES PORTADORES DE TUBERCULOSE”. 4 

 5 

Prezado(a) Senhor(a): 6 

 7 

Gostaríamos de convidá-lo (a) a participar da pesquisa “DIAGNÓSTICO 8 

COPROPARASITOLÓGICO, IMUNOLÓGICO E MOLECULAR DA 9 

ESTRONGILOIDÍASE EM PACIENTES PORTADORES DE TUBERCULOSE”, 10 

realizada no “Laboratório de Parasitologia da Universidade Estadual de Londrina-11 

PR”. O objetivo da pesquisa é identificar a presença ou não de parasitos em 12 

amostras de fezes e de anticorpos em amostras de soro e saliva em pacientes com 13 

estrongiloidíase portadores ou não de tuberculose. 14 

Sua participação é muito importante e ela se daria da seguinte forma: 15 

doação de amostras de fezes, saliva e sangue, que serão coletadas no Centro de 16 

Referência Dr. Bruno Piancastelli Filho da cidade de Londrina-PR. 17 

 Esclarecemos que sua participação é totalmente voluntária, podendo o (a) 18 

senhor (a): recusar-se a participar, ou mesmo desistir a qualquer momento, sem 19 

que isto acarrete qualquer ônus ou prejuízo à sua pessoa. Esclarecemos, também, 20 

que suas informações serão utilizadas somente para os fins desta pesquisa e serão 21 

tratadas com o mais absoluto sigilo e confidencialidade, de modo a preservar a sua 22 

identidade.  23 

Para a coleta das amostras de fezes serão entregues potes coletores sem 24 

conservantes no dia agendado. As amostras de fezes serão entregues no Centro 25 

de Referência Dr. Bruno Piancastelli Filho da cidade de Londrina-PR, onde neste 26 

mesmo local serão coletadas amostras de sangue através de punção venosa por 27 

profissional especializado e posteriormente, por este mesmo profissional, será 28 

entregue algodão limpo para a coleta da saliva. 29 

Esclarecemos ainda, que o(a) senhor(a) não pagará e nem será 30 

remunerado(a) por sua participação. Garantimos, no entanto, que todas as 31 



 

 

 

 

 

 

146 

despesas decorrentes da pesquisa serão ressarcidas, quando devidas e 1 

decorrentes especificamente de sua participação. 2 

Os benefícios esperados são o controle de parasitoses de maneira geral 3 

ajudando no diagnóstico correto e rápido dessas parasitoses e associação destas 4 

com a tuberculose. Além disso, se for observado parasitas, o sr(a) encaminhado 5 

para tratamento. 6 

Quanto aos riscos, não haverá qualquer risco à saúde física ou mental do 7 

participante. Caso haja alguma intercorrência, o sr(a) será encaminhado(a) ao 8 

laboratório de parasitologia experimental da Universidade Estadual de Londrina. 9 

Caso você tenha dúvidas ou necessite de maiores esclarecimentos pode nos 10 

contatar: Ms. Larissa Rodrigues Bosqui, telefone (43)9976-2833, email 11 

larissabosqui@hotmail.com (Biomédica responsável pela coleta das amostras), ou 12 

procurar o Comitê de Ética em Pesquisa Envolvendo Seres Humanos da 13 

Universidade Estadual de Londrina, situado junto ao LABESC – Laboratório Escola, 14 

no Campus Universitário, telefone 3371-5455, e-mail: cep268@uel.br. 15 

Este termo deverá ser preenchido em duas vias de igual teor, sendo uma 16 

delas devidamente preenchida, assinada e entregue ao (à) senhor(a). 17 

 18 

      Londrina, ___ de ________de 201  . 19 

              20 

Pesquisador Responsável: Prof. Dra. Idessania Nazareth Costa                                              21 

RG: M7 711 160                         22 

 23 

 24 

_____________________________________ (nome por extenso do sujeito de 25 

pesquisa), tendo sido devidamente esclarecido sobre os procedimentos da 26 

pesquisa, concordo em participar voluntariamente da pesquisa descrita acima.   27 

 28 

Assinatura (ou impressão dactiloscópica):____________________________ 29 

Data:___________________ 30 

 31 
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