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R E S UMEN

El diagnóstico actual de la malaria se basa en el uso combinado y secuencial de los tests rápidos de detec-
ción de antígenos de Plasmodium y la visualización posterior del parásito teñido con solución de Giemsa en 
un frotis y una gota gruesa en muestras de sangre total capilar o venosa. Si no se dispone de un microsco-
pista experto debe realizarse siempre un test rápido de detección de antígenos muy sensible para descartar 
la infección por Plasmodium falciparum, emitir inmediatamente el resultado y preparar gotas gruesas (seca-
das al aire) y extensiones finas (fijadas con metanol) para su posterior tinción y revisión por un microsco-
pista experto del propio laboratorio o de un laboratorio de referencia. Los tests rápidos de detección de an-
tígenos deben utilizarse como prueba inicial de cribado, pero no deben sustituir a las técnicas de 
microscopia, las cuales deben hacerse en paralelo. El diagnóstico de la malaria debe ser realizado inmedia-
tamente tras la sospecha clínica. El retraso en el diagnóstico de laboratorio (demora mayor de 3 h) no debe 
impedir el inicio de tratamiento antimalárico empírico si la probabilidad de malaria es alta. Si el primer 
examen microscópico y el test rápido de detección de antígenos son negativos, estos deben repetirse dia-
riamente en pacientes con alta sospecha. Si esta sospecha permanece tras 3 resultados negativos debe soli-
citarse la opinión de un experto en enfermedades tropicales. Los métodos de amplificación genómica (reac-
ción en cadena de la polimerasa) son útiles como confirmación del diagnóstico microscópico, para 
caracterizar infecciones mixtas no detectables por otros métodos y para caracterizar infecciones asintomá-
ticas por debajo del nivel de detección microscópica.

© 2015 Elsevier España, S.L.U. Todos los derechos reservados.

Microbiological diagnosis of imported malaria

A B S T R AC T

Current diagnosis of malaria is based on the combined and sequential use of rapid antigen detection tests 
(RDT) of Plasmodium and subsequent visualization of the parasite stained with Giemsa solution in a thin 
and thick blood smears. If an expert microscopist is not available, should always be a sensitive RDT to rule 
out infection by Plasmodium falciparum, output the result immediately and prepare thick smears (air dried) 
and thin extensions (fixed with methanol) for subsequent staining and review by an expert microscopist. 
The RDT should be used as an initial screening test, but should not replace microscopy techniques, which 
should be done in parallel. The diagnosis of malaria should be performed immediately after clinical 
suspicion. The delay in laboratory diagnosis (greater than 3 hours) should not prevent the initiation of 
empirical antimalarial treatment if the probability of malaria is high. If the first microscopic examination 
and RDT are negative, they must be repeated daily in patients with high suspicion. If suspicion remains 
after three negative results must be sought the opinion of an tropical diseases expert. Genomic 
amplification methods (PCR) are useful as confirmation of microscopic diagnosis, to characterize mixed 
infections undetectable by other methods, and to diagnose asymptomatic infections with submicroscopic 
parasitaemia.

© 2015 Elsevier España, S.L.U. All rights reserved.
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Introducción

La malaria o paludismo es una enfermedad parasitaria producida 
por la infección por varias especies del género Plasmodium. En huma-
nos, las 5 especies patogénicas son P. falciparum, P. vivax, P. ovale,  
P. malariae y P. knowlesi. La malaria es la infección parasitaria impor-
tada más importante, porque puede ser rápidamente mortal y re-
quiere un diagnóstico seguro y rápido para instaurar el tratamiento 
de forma precoz y prevenir las complicaciones. El diagnóstico actual 
de la malaria se basa en el uso combinado y secuencial de los tests 
rápidos de detección de antígenos (TRD) de Plasmodium y la visuali-
zación posterior del parásito teñido con solución de Giemsa en un 
frotis y una gota gruesa en muestras de sangre total capilar o venosa1. 

Recogida y transporte de muestras clínicas

Ante la sospecha de malaria importada hay que solicitar las prue-
bas de diagnóstico siempre de forma urgente, porque el principal fac-
tor asociado al mal pronóstico es el retraso en el diagnóstico. La sangre 
debe extraerse en cuanto se sospeche malaria, haya o no fiebre en ese 
momento. Puede ser necesario extraer hasta 3 muestras para descar-
tar la infección, sobre todo en pacientes que han recibido fármacos 
antipalúdicos como profilaxis o tratamiento. Estudios recientes indi-
can que los resultados de la microscopia y los TRD son similares con 
sangre capilar obtenida por punción digital o con sangre venosa anti-
coagulada recogida en tubos con EDTA, siempre que las extensiones se 
preparen en menos de 1 h desde la extracción, para evitar el deterioro 
de la morfología parasitaria1. Habitualmente se envía un tubo de san-
gre con EDTA y se recomienda guardar el tubo de sangre a 4 ºC para 
poder hacer todas las pruebas que fueran necesarias, incluidas prue-
bas de reacción en cadena de la polimerasa (PCR).

Como la sintomatología del paludismo puede confundirse con la 
de las fiebres hemorrágicas virales, actualmente muy prevalentes en 
algunos países de África, hay que extremar las medidas de biosegu-
ridad en el manejo de estas muestras, especialmente si el paciente 
proviene de estas regiones; por tanto, en la petición debe figurar 
siempre el país de procedencia del paciente y las características epi-
demiológicas del proceso. La realización de las extensiones siempre 
debe hacerse en campana de flujo laminar y con la protección indi-
vidual adecuada (bata desechable, guantes, mascarilla y gafas protec-
toras), ya que es un proceso que puede generar aerosoles infecciosos. 
Si no se dispone de medios adecuados, la muestra debe enviarse a un 
centro de referencia. 

¿Cuándo se han de solicitar pruebas de diagnóstico de malaria?

A cualquier paciente con fiebre procedente de un área endémica 
se le deben practicar pruebas para descartar malaria2-6. Las pruebas 
de diagnóstico de malaria se han de solicitar también a cualquier 
paciente procedente de un área endémica, aunque no tenga fiebre en 
ese momento7. Así, las personas semiinmunes pueden no presentar 
fiebre y tener otros síntomas o signos, como por ejemplo cefalea, 
lumbalgia, diarrea o esplenomegalia. 

La mayoría de parámetros de laboratorio no son específicos. En la 
mayoría de pacientes se observa anemia normocítica normocrómica, 
pero es rara en los primeros días de enfermedad. El hallazgo más 
frecuente y consistente es la trombocitopenia (una cifra de plaquetas 
< 150.000/�l tiene un cociente de verosimilitud positivo para malaria 
de 11,0)3. La presencia concomitante de leucocitosis (> 15.000/�l), 
poco frecuente en los casos de malaria, puede alertar de la presencia 
de complicaciones o de coinfección bacteriana7. A medida que la in-
fección progresa, la hemólisis se manifiesta por aumento de lactato 
deshidrogenasa (LDH) y bilirrubina indirecta, hemoglobinuria y hap-
toglobina disminuida2,7. 

También hay que tener en cuenta que en España se ha dado 1 caso 
de malaria autóctona (2010) y 5 casos de malaria nosocomial entre 

2007 y 2013, por lo que ante un caso de fiebre de origen desconocido 
y descartadas otras posibles etiologías se debe realizar una prueba de 
malaria.

Información de resultados

La malaria es una enfermedad potencialmente mortal en cuestión 
de horas, sobre todo en pacientes no inmunes, y el laboratorio debe 
emitir resultados lo antes posible, preferentemente en menos de 3 h 
tras la extracción1,7. Se informará como mínimo si el paciente tiene o 
no malaria y, en caso afirmativo, si es o no por P. falciparum. Cuando 
esté disponible el resultado de la microscopia, se añadirá al informe 
la identificación de especie y el grado de parasitemia expresada 
como porcentaje de hematíes parasitados7. Si fuera posible se añadi-
rá también el recuento absoluto de trofozoitos/�l1. Este proceso de 
cuantificación es imprescindible en infecciones por P.  falciparum o 
por P. knowlesi8.

El retraso en el diagnóstico no debe demorar el inicio de trata-
miento antimalárico empírico si la probabilidad de malaria es alta (p. 
ej., viaje a África Subsahariana, presencia de trombopenia y espleno-
megalia)7.

Métodos de diagnóstico de malaria

Desde que se describiera por primera vez en 1880, el diagnóstico 
de esta enfermedad se ha realizado mediante la observación de las 
distintas formas del parásito en el examen microscópico de sangre 
periférica teñidas con diversos colorantes. Hoy día, la gota gruesa se-
guida de la extensión sanguínea sigue siendo el “gold standard” para 
el diagnóstico de la malaria. Sin embargo, la laboriosidad que precisa 
el entrenamiento de un buen microscopista y la dificultad que entra-
ña observar parasitemias bajas ha impulsado el desarrollo de nuevas 
técnicas más sencillas. Se puede utilizar un TRD como prueba inicial 
de cribado, pero no se recomienda sustituir la microscopia por el 
TRD, ya que este presenta un importante número de falsos negativos 
en casos de malaria no falciparum. 

Diagnóstico microscópico

Gota gruesa. El examen microscópico de la gota gruesa permite 
detectar densidades de hasta 5-20 parásitos/�l (parasitemia del 
0,0001%), evaluar el estadio de los parásitos circulantes (trofozoitos, 
esquizontes, gametocitos) y determinar la parasitemia1. La identifica-
ción de la especie infectante es difícil en la gota gruesa y solo está al 
alcance de microscopistas expertos1,9-12. La gota gruesa debe combi-
narse con el frotis para la identificación de la especie de Plasmodium. 
No obstante, el volumen de sangre examinado en 100 campos de 
gran aumento (1.000×) en la gota gruesa es aproximadamente 50 ve-
ces más que en 100 campos de gran aumento en el frotis, por lo que 
el diagnóstico de malaria no se debe excluir solamente con el resul-
tado negativo del examen de un frotis de sangre periférica9-12.

La tinción de Giemsa es la de referencia. Este colorante sirve tanto 
para la gota gruesa como para el frotis. Para la gota gruesa se reco-
mienda no fijar con metanol, teñir con colorante de Giemsa al 3% 
durante 30 min y lavar en agua tamponada a pH 7,2, tanto en la dilu-
ción del colorante como en los lavados, para evitar alteraciones mor-
fológicas de los parásitos y poder observar adecuadamente las 
granulaciones de Schüffner, tan importantes para la diferenciación 
de la especie.

La gota gruesa es una técnica que requiere microscopistas exper-
tos y un estricto control de calidad. Varios estudios han demostrado 
la variabilidad de los resultados según el observador y la calidad de 
la tinción, incluso en pacientes con parasitemias relativamente ele-
vadas. En nuestro medio, en general, la microscopia experta solo está 
disponible en centros que atienden con frecuencia infecciones im-
portadas y en franjas horarias limitadas1.
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Frotis/extensión fina. Esta técnica es 30 veces menos sensible que 
la gota gruesa y no debe emplearse de forma aislada en el diagnósti-
co de la malaria1,9-12. Por el contrario, es más específica que la gota 
gruesa, ya que permite identificar con más facilidad la especie infec-
tante y las parasitaciones mixtas, al poder visualizar las modificacio-
nes en la forma y tamaño del hematíe que el parásito produce, la 
presencia o ausencia de granulaciones en los hematíes parasitados y 
los plasmodios en sus diferentes fases evolutivas (trofozoito en ani-
llo, trofozoito maduro, esquizonte inmaduro, esquizonte maduro, 
merozoitos y gametocitos). Para los frotis se recomienda fijar con 
metanol durante 5 min, teñir con colorante de Giemsa al 10% duran-
te 10 min y lavar en agua tamponada a pH 7,2. 

Algunos hallazgos en el frotis son muy específicos, como la pre-
sencia de trofozoitos marginales o la parasitación múltiple en el caso 
de P. falciparum o la presencia de trofozoitos en banda o esquizontes 
en forma de roseta en el caso de P. malariae11. En la tabla 1 se mues-
tran las principales características morfológicas que permiten iden-
tificar la especie de Plasmodium en el frotis. La identificación de la 
especie es muy importante para tomar decisiones terapéuticas, por 
ejemplo, para añadir primaquina al tratamiento, con el objeto de eli-
minar los hipnozoitos en las infecciones por P. ovale y P. vivax. Permi-
te también identificar casos de parasitación mixta9-12. 

Es muy importante que el clínico aporte información al microsco-
pista sobre el origen geográfico del paciente ya que, por ejemplo, el 
P. vivax es raro en África central y occidental, siendo sustituido en 
esta área geográfica por el P. ovale, sobre todo en pacientes de raza 
negra (la mayoría no expresan el antígeno Duffy en los hematíes). O 
el P. knowlesi, que puede confundirse con el P. malariae pero única-
mente se encuentra en el sudeste asiático.

Cuantificación de la parasitemia

Los pacientes con malaria deben ser manejados en centros que 
puedan cuantificar la parasitemia (habitualmente expresada como 
porcentaje de hematíes parasitados o como número de parásitos por 

microlitro de sangre). En las primeras 24 h tras el inicio del trata-
miento puede haber un incremento en la densidad parasitaria antes 
de que la parasitemia comience a disminuir13.

La parasitemia tiene valor pronóstico y es una variable importan-
te, junto con los datos clínicos y de laboratorio, para adoptar decisio-
nes terapéuticas (como la vía de administración y el fármaco más 
adecuados) y si el tratamiento será ambulatorio o en el hospital. Ade-
más, el estudio seriado de la parasitemia permite monitorizar la res-
puesta al tratamiento y la aparición de resistencias9-14. La relación 
entre la parasitemia y la gravedad de la infección varía según las po-
blaciones y los grupos de edad. En general, las parasitemias muy al-
tas se asocian a mayor riesgo de enfermedad grave. Una cifra de pa-
rasitemia de más del 2,5% en pacientes no inmunes es un factor 
pronóstico para el desarrollo de malaria grave7. En pacientes semiin-
munes, las elevadas parasitemias se toleran mejor. Todas las malarias 
con una parasitemia superior al 20% deben valorarse como poten-
cialmente graves, con independencia de otros factores clínicos y epi-
demiológicos7. Sin embargo, en la infección por P. falciparum es im-
portante recordar que una cifra de parasitemia baja no es sinónimo 
de bajo potencial de gravedad, ya que la citoadherencia y el secuestro 
periférico pueden disminuir la cantidad de parásito circulante en ca-
sos graves. Asimismo, la visualización de esquizontes de P. falciparum 
en el frotis o la gota gruesa es indicativo de una alta carga parasitaria, 
aunque la parasitemia en sangre periférica sea pequeña, debido tam-
bién a estos fenómenos de citoadherencia y de secuestro capilar ca-
racterísticos de esta especie9-14.

Control del tratamiento

La microscopia es el único método fiable para controlar la eficacia 
del tratamiento. Una vez iniciado se deben realizar frotis y gota grue-
sa diarios hasta que sean negativos para las formas asexuales del pa-
rásito (trofozoitos en anillo, trofozoitos maduros, esquizontes). La 
visualización solamente de gametocitos (que no causan enfermedad 
clínica) no implica que la fiebre deba ser atribuida a malaria y se 

Tabla 1

Características morfológicas diferenciales para la identificación de la especie de Plasmodium en el frotis de sangre periférica

  P. falciparum P. vivax P. knowlesi P. ovale P. malariae

Características del 
eritrocito

No agrandado. Redondo, a 
veces estrellado. Color 
normal, pero también más 
oscuro

Más grande. Redondo u 
oval, extraño. Color normal 
a pálido

No agrandado. Redondo. 
Color normal

Más grande. Redondo u 
oval, a menudo fimbriado. 
Color normal

No agrandado. Redondo. 
Color normal

Granulaciones A veces pueden observarse 
manchas de Maurer 
(puntos rojos grandes)

Puntos de Schüffner, 
pequeños y numerosos 
puntitos rojos 

– Puntos de Schüffner, 
pequeños y numerosos 
puntitos rojos

No granulaciones

Trofozoito (anillo) Pequeño y delicado;  
2 puntos de cromatina; 
múltiples anillos. Formas 
marginales. 1-1,7 �m

Relativamente grande;  
1 gránulo cromatina, a 
veces 2; a veces 2 anillos 
en una célula. Forma 
ameboide. 4 �m o más

Trofozoito temprano: como 
P. falciparum

Compacto, 1 punto de 
cromatina. Trofozoito 
ameboide. 4 �m o más

Compacto, 1 punto de 
cromatina. 2-2,6 �m

Trofozoito tardío: como  
P. malariae

Trofozoito maduro Tamaño moderado; 
generalmente compacto; 
pigmento en gránulos

Grande; ameboide; 
pigmento en forma de 
bastones finos

_ Ligeramente agrandado, 
compacto y redondeado; 
pigmento granuloso

Pequeño; compacto; a 
menudo en forma de 
banda; pigmento 
granuloso

Esquizonte maduro Tamaño medio; compacto; 
raro en sangre periférica. 
16-24 merozoitos

Grande, ameboide, 
pigmento fino. 14-20 
merozoitos

Muy similares a  
P. malariae. Muy 
pigmentados.  
16 merozoitos 

Tamaño medio, compacto, 
pigmento disperso. 6-12 
merozoitos

Pequeño, compacto, 
pigmento central. 8-12 
merozoitos. Esquizontes en 
forma de roseta

Gametocito Grande y alargado. Forma 
de banana o de salchicha

Esférico, compacto, más 
grande que otras especies

Grande y alargado. 
Pigmento malárico 
diseminado; similar al de 
P. malariae

Como P. vivax, pero más 
pequeño

Similar a P. vivax, pero más 
pequeño y menos 
numeroso

Parasitemias Elevadas (hasta un 20%) Bajas (2%) Elevadas Bajas (2%) Bajas
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debe buscar otra infección concomitante. Además, estos pueden per-
manecer en sangre durante varios días, incluso semanas, tras un tra-
tamiento antimalárico eficaz que haya eliminado los trofozoitos y 
esquizontes.

Tests rápidos de detección de antígenos

Los TRD detectan antígenos específicos (proteínas) que producen 
los plasmodios presentes en la sangre de sujetos infectados o de los 
infectados que recibieron tratamiento recientemente (en las 4 sema-
nas previas). Algunos TRD detectan solo un antígeno específico de  
P. falciparum y otros detectan también un antígeno panmalárico co-
mún a todas las especies.

Los antígenos palúdicos se detectan mediante inmunocromato-
grafía en una tira de nitrocelulosa o tarjeta que incorpora bandas de 
anticuerpos monoclonales específicos (fig. 1). Los TRD se dividen bá-
sicamente en 3 grupos según el antígeno principal detectado: a) los 
que detectan la proteína 2 rica en histidina (HRP-2) producida por  
P. falciparum exclusivamente, por lo que solo detectan la malaria fal-
ciparum; b) los que detectan HRP-2 y una enzima producida por to-
dos los plasmodios (antígeno panmalárico), bien la aldolasa o bien la 
LDH, y c) los que detectan una LDH específica de P. falciparum (PfL-
DH), a veces también una LDH especifica de P. vivax y una LDH pro-
ducida por todas las especies de Plasmodium (PLDH). Estos 2 últimos 
grupos permiten distinguir P. falciparum y a veces tambien P. vivax 
del resto de las especies, pero no pueden diferenciar entre el resto de 
las especies o si hay presencia de infecciones mixtas15-17. 

Ventajas e inconvenientes del uso de los tests rápidos de detección de 
antígenos

Estas técnicas son de utilización sencilla, rápida (< 20 min), con 
una cantidad mínima de pasos y reactivos, no requieren un equipa-
miento especial (en concreto microscopio), no requieren tampoco 
experiencia previa para interpretar sus resultados y son estables a 
temperatura ambiente. En la infección por P. falciparum deben detec-
tar densidades de al menos 100 parásitos/�l (parasitemia del 0,004%) 
o tener una sensibilidad mínima del 95% en comparación con la mi-
croscopia experta. La sensibilidad puede diferir de un producto a 
otro. En el diagnóstico de la malaria importada se recomienda que la 
sensibilidad sea similar a la que se obtiene con la microscopia exper-
ta (20-50 parásitos/�l) y que permita detectar también otras especies 
de malaria1,15-17. Si la infección es por plasmodios no falciparum, la 
sensibilidad es menor y está relacionada directamente con la parasi-
temia, por lo que no son raros los falsos negativos18,19. La especificidad 
suele ser mayor del 90%.

Sin embargo presentan algunos inconvenientes, por lo que su em-
pleo debe ser complementario a las técnicas microscópicas: a) no 
permiten valorar la existencia de infecciones mixtas; b) no permiten 
cuantificar la parasitemia; c) ninguna de las 3 dianas antigénicas uti-
lizadas en los TRD es específica para plasmodios no falciparum; d) 
presentan una baja sensibilidad en presencia de bajas parasitemias 
(< 100 parásitos/�l), y e) no son útiles para monitorizar la respuesta 
al tratamiento, ya que pueden permanecer positivos durante varios 
días, con alguna diferencia dependiendo del TRD utilizado; así, en el 

Figura 1. Fundamento de los tests rápidos de detección de antígenos (TRD) basados en inmunocromatografía. HRP-2: proteína rica en histidina II.
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caso de detección de HRP-2 específica de P. falciparum, estos antíge-
nos son estructurales, pudiendo persistir tras la muerte del parásito 
en sangre periférica hasta 4 semanas después del tratamiento, de-
pendiendo de la parasitemia inicial y el estado inmunológico20,21. En 
el caso de TRD basados en la detección de LDH específica de Plasmo-
dium son más útiles porque solo los parásitos vivos expresan PLDH, 
aunque la densidad elevada de gametocitos puede afectar los resul-
tados21.

Como se ha mencionado anteriormente, la sensibilidad de los TRD 
en el diagnóstico de las especies de plasmodios no falciparum es baja 
y está directamente relacionada con la parasitemia, por lo que no son 
raros los falsos negativos15,22,23. Se han descrito también falsos nega-
tivos en los TRD en pacientes con malaria falciparum con alta parasi-
temia, probablemente debido a un fenómeno de “prozona”24,25. Este 
problema parece estar limitado a los tests basados en la detección de 
la HRP-218. Hay falsos negativos en sistemas basados en la detección 
de HRP-2 debido a mutaciones en el gen HPR-2 o a la ausencia de 
esta proteína y de la HRP-3 en el genoma de algunas poblaciones de 
P. falciparum localizadas en Sudamérica26,27. En los kits que llevan al-
dolasa o similar son caracterizados como malaria no falciparum y en 
los que solo detectan HRP-2 como negativos con el consiguiente ries-
go28,29. Se pueden encontrar falsos positivos por la presencia de factor 
reumatoide30 y por reacción cruzada con sujetos infectados por Schis-
tosoma mekongi31.

Por tanto, los clínicos deben ser advertidos de que los TRD no tie-
nen una sensibilidad del 100% y que deben utilizarse en paralelo y no 
en lugar del examen microscópico de sangre periférica. Por este mo-
tivo, y también para cuantificar la parasitemia, también debe reali-
zarse siempre la técnica de referencia, que es la microscopia. No obs-
tante, en los países endémicos de renta baja, la situación es muy 
distinta y actualmente los TRD se utilizan ampliamente como única 
técnica diagnóstica ante la imposibilidad en muchos casos de contar 
con microscopia experta. 

Los resultados de una evaluación multicéntrica de diferentes TRD 
realizada por la Organización Mundial de la Salud (OMS) muestran 
que el mejor funcionamiento se encontró en los test basados en una 
combinación de HRP-2 y de proteínas panmaláricas31. En general 
puede afirmarse que los kits que detectan HRP-2 son algo más sensi-
bles que los basados en PfLDH para el diagnóstico de la infección por 
P. falciparum. En la detección de P. vivax, la determinación de aldolasa 
y la de PLDH muestran una sensibilidad similar. No hay datos sufi-
cientes para evaluar los resultados con otras especies de Plasmodium.

Otros usos de los tests rápidos de detección de antígenos

Debido al secuestro placentario de los parásitos, en el diagnóstico 
de malaria en gestantes, los TRD que detectan HRP-2 son más sensi-
bles que la microscopia. Por otra parte, la persistencia del antígeno 
HRP-2 puede ser útil para confirmar un diagnóstico previo de mala-
ria en pacientes tratados de forma empírica, en muestras de sangre 
extraídas hasta 14-28 días después de finalizar el tratamiento o de la 
resolución de los síntomas.

Usos no recomendados de los tests rápidos de detección de antígenos

Algunos TRD (OptiMal-IT®, Immunoquick malaria 4+ Biosynexy 
DiaMed AG®) presentan envases de uso individual para autodiagnós-
tico en viajeros; sin embargo, actualmente no se recomienda el uso 
de estos kits por personal no sanitario. 

Como se ha mencionado anteriormente, los TRD no se utilizan 
para controlar el tratamiento porque el antígeno HRP-2 puede per-
manecer positivo hasta 4 semanas después de desaparecer los sínto-
mas clínicos; por otro lado, aunque la aldolasa y la PLDH (producidas 
por las formas asexuales del parásito) disminuyen rápidamente con 
un tratamiento eficaz, se pueden expresar también por los gametoci-
tos y estos, dependiendo del tratamiento utilizado, pueden persistir 

1 o 2 semanas en la circulación sanguínea tras la resolución de los 
síntomas clínicos20,21.

Pruebas de biología molecular

Los métodos de diagnóstico y caracterización basados en la am-
plificación genómica o pruebas de PCR se han revelado de gran utili-
dad en el diagnóstico de las enfermedades infecciosas. En el caso de 
la malaria, diferentes trabajos han mostrado que la sensibilidad, en 
torno a 0,01 parásitos/�l de sangre, es mayor que en los métodos 
convencionales basados en microscopia (5-20 parásitos/�l) o los mé-
todos basados en detección de antígeno (100 parásitos/�l)32,33. Por 
otro lado, la especificidad también mejora permitiendo una mejor 
caracterización de especie y la detección de infecciones mixtas en 
mayor proporción que otros métodos32,33.

Existen numerosos métodos de PCR convencional publicados para 
la detección de las diferentes especies de Plasmodium, pero 2 son los 
más citados y utilizados: a) nested PCR32, que consiste en una prime-
ra amplificación seguida de 4 amplificaciones, una para cada una de 
las 4 especies de Plasmodium más frecuentes encontradas en huma-
nos, y b) nested Multiplex33, que consiste en 2 amplificaciones enca-
denadas, en la segunda de las cuales el tamaño de los fragmentos 
determina la especie o especies de Plasmodium presentes en la mues-
tra. En los últimos años se han desarrollado métodos basados en PCR 
a tiempo real. La sensibilidad de estos métodos está por debajo de los 
métodos basados en PCR convencional34, incluso en algunos casos no 
mejorando la sensibilidad de la microscopia.

Desde el punto de vista técnico, las técnicas basadas en nested PCR 
que se desarrollaron inicialmente son las menos recomendables, ya 
que no permiten la cuantificación de los microorganismos y presen-
tan un elevado riesgo de contaminación cruzada entre las muestras; 
por el contrario, las técnicas basadas en PCR a tiempo real, utilizando 
diferentes combinaciones de cebadores y sondas, permiten una fácil 
automatización y estandarización, y ofrecen resultados fiables y de 
forma cuantitativa. Especialmente interesantes son las técnicas que 
no requieren de un proceso previo de extracción de ADN, por su ra-
pidez y su sencillez de uso (sistemas one-step), aunque hay que tener 
en cuenta que la evolución de estas técnicas debe recoger la posible 
inhibición parcial de la reacción que puede provocar la presencia de 
inhibidores asociados a la sangre en la que se realiza el estudio y que 
puede afectar a la cuantificación del proceso35.

Actualmente, en el mercado hay sistemas de detección comerciali-
zados tanto para PCR convencional como para PCR a tiempo real, algu-
nos incluso diseñados para ser aplicados en lugares con infraestructu-
ra mínima36-39. La explosión de todas estas tecnologías diseñadas por 
diferentes casas comerciales con calidad variable hace necesario que, 
además de disponer de marcado CE, cualquier producto que se utilice 
en la práctica clínica deba ser previamente validado por una agencia 
especializada, ya sea nacional o internacional, aplicando criterios pre-
viamente establecidos. Fruto de esta necesidad, la OMS está trabajan-
do en el desarrollo de materiales biológicos de referencia40. 

A pesar de ser considerado en la práctica clínica un diagnóstico 
retrospectivo o confirmatorio, el diagnóstico por PCR tiene muchas 
ventajas y utilidades en el caso de la malaria; entre ellas podemos 
citar: a) confirmación de casos clínicos y de especies involucradas en 
la infección41-43; b) detección de casos oligo o asintomáticos en pa-
cientes con parasitemias muy bajas (submicroscópicas) no detecta-
bles por otros métodos, especialmente en sujetos adultos proceden-
tes de regiones endémicas; c) detección de infecciones mixtas en 
casos de difícil interpretación de las pruebas microscópicas41-43; d) 
control de tratamiento y detección de fallo terapéutico temprano, 
especialmente los métodos basados en PCR a tiempo real, que permi-
ten cuantificar la carga parasitaria, pero tienen el inconveniente de 
no diferenciar generalmente las formas asexuales de las sexuales; e) 
caracterización de infecciones por otros Plasmodium no típicos de 
humanos, que de otra forma serían morfológicamente asignados a 
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alguna de las especies humanas comunes, al ser un método no sub-
jetivo dependiente del observador, como la microscopia44; f) diag-
nóstico en las gestantes debido a que los parásitos están secuestra-
dos en la placenta, por lo que presentan tinciones de sangre 
periférica frecuentemente negativas y la sensibilidad de la detección 
de los antígenos es subóptima; además, estas mujeres pueden estar 
asintomáticas si presentan alta inmunidad; por tanto, la aplicación 
de estas técnicas puede disminuir el riesgo de secuelas en el feto45; 
g) en el caso de infecciones por P. knowlesi, patógeno emergente, la 
aplicación de estos procedimientos es fundamental, ya que la mi-
croscopia y la detección de antígenos son muy poco útiles44,46,47; h) 
diferenciación de las 2 especies, recientemente descritas, de P. ovale 
(P. ovale curtisi y P. ovale wallikeri)48,49; i) detección de mecanismos de 
resistencia a los fármacos50; así, la aparición de cepas de P. falciparum 
resistentes a artemisinina se ha asociado a la aparición de mutacio-
nes puntuales en el gen que codifica la proteína kelch, situado en el 
cromosoma 13 (kelch13)51, y estas mutaciones pueden detectarse por 
secuenciación de dicha región. Debido a la gran repercusión que en 
el futuro puede tener la resistencia a estos fármacos es importante 
conocer profundamente su difusión y su mecanismo molecular52,53, y 
j) control de calidad para evaluar los diagnósticos por microscopia y 
TDR que se realizan en cada laboratorio. 

No obstante, aun teniendo en cuenta todas las ventajas y posibles 
aplicaciones, actualmente el diagnóstico por PCR debe considerarse 
como método de segunda línea, entre otras razones porque el tiempo 
de diagnóstico, entre 6 y 24 h, es excesivo para dar una respuesta 
terapéutica rápida comparado con la microscopia (< 1 h) o los TDR (< 
30 min); además, el coste en equipos puede ser excesivo para mu-
chos laboratorios y si el método no está automatizado el coste en 
tiempo de personal es muy elevado, por lo que su uso debería res-
tringirse a laboratorios centrales o de referencia. Teniendo en cuenta 
todas las ventajas y aplicaciones de la microbiología molecular, estas 
tecnologías deben entrar en los laboratorios de microbiología clínica, 
especialmente en los de tercer nivel, por lo que podría designarse 
una red de centros de referencia. Por otra parte, debería establecerse 
un centro de referencia nacional de estudio de resistencias donde se 
enviaran muestras de todos los pacientes con fracaso terapéutico, 
con objeto de caracterizar mediante secuenciación masiva la causa 
molecular de este.

Técnicas serológicas

Las pruebas serológicas detectan anticuerpos en sangre produci-
dos en respuesta a una infección por el parásito de la malaria; gene-
ralmente se utilizan métodos basados en inmunofluorescencia indi-
recta (IFI) o enzimoinmunoanálisis (ELISA). En malaria, la serología 
no puede diagnosticar una infección aguda, ya que, por la persisten-
cia de anticuerpos en el tiempo, no diferencia infecciones pasadas de 
actuales, y en primoinfecciones, debido al tiempo requerido para el 
desarrollo de anticuerpos, no aparecen anticuerpos (seroconversión) 
hasta después de varios días tras la aparición de los síntomas54. Sin 
embargo, la detección de anticuerpos puede ser útil para: a) cribado 
de donantes de sangre nativos o viajeros de zonas endémicas55,56; b) 
diagnóstico retrospectivo cuando se desea confirmar el diagnóstico 
previo en pacientes no inmunes que sufrieron un proceso febril du-
rante un viaje, y c) estudios epidemiológicos.

El método de IFI es un método que permite cuantificar la respues-
ta inmunológica frente al parásito. Esta técnica es un método simple 
y sensible, pero es lento y difícil de automatizar; requiere microsco-
pia de fluorescencia y técnicos capacitados, por lo que es dependien-
te del operador y subjetiva, en particular para las muestras de suero 
con bajos títulos de anticuerpos, y la comparación de resultados in-
terlaboratorios es complicada debido a la falta de estandarización de 
los reactivos y las manipulaciones. Hay disponibles pruebas especie-
específicas para 3 de las 5 especies de malaria humanas (P. falcipa-
rum, P. vivax y P. malariae), y la fase de esquizontes sanguineos es la 

que se usa como antígeno57,58. La prueba frente a P. falciparum es la 
más utilizada, ya que da muy buena sensibilidad para esta especie, 
aunque muestra reactividad cruzada limitada con otras especies pa-
tógenas humanas. 

Más reproducibles y fáciles de automatizar son los métodos de 
ELISA. En principio, estos métodos que utilizaban antígeno soluble 
crudo de P. falciparum carecían de sensibilidad en comparación con 
los test de IFI59-61, pero con el uso de inmunoanálisis enzimáticos que 
utilizan antígenos recombinantes62 o sistemas mixtos (antígeno cru-
do y recombinante) se han convertido en una alternativa más sensi-
ble y práctica a las pruebas de inmunofluorescencia63. Actualmente, 
este tipo de pruebas son la que se usan en rutina en los bancos de 
sangre para el cribado de donantes que han nacido, vivido o viajado 
a zonas endémicas. 

Estos tests no tienen valor diagnóstico, es decir, tener anticuerpos 
no significa que el donante tenga malaria o sea portador de parásitos 
en sangre, por lo que se les debe realizar a posteriori un test diagnós-
tico de alta sensibilidad como la PCR55. 

Conclusiones

El diagnóstico de la malaria importada es siempre urgente. Las 
pruebas de diagnóstico de malaria se han de solicitar a cualquier pa-
ciente con fiebre procedente de un área endémica. La sangre debe 
extraerse en cuanto se sospeche malaria, haya o no fiebre en ese mo-
mento. El retraso en el diagnóstico no debe demorar el inicio de tra-
tamiento antimalárico empírico si la probabilidad de malaria es alta. 
La gota gruesa seguida de la extensión sanguínea sigue siendo el 
“gold standard” para el diagnóstico de la malaria. Los TRD deben 
usarse como cribado inicial, también en los lugares donde el diag-
nóstico parasitológico no sea posible, o como método complementa-
rio a la microscopia. No se recomienda sustituir la microscopia por 
los TRD, ya que estos presentan un elevado número de falsos negati-
vos en casos de malaria no falciparum. Aun teniendo en cuenta todas 
las ventajas y posibles aplicaciones, actualmente, el diagnóstico por 
PCR debe considerarse como método de segunda línea, entre otras 
razones porque el tiempo de diagnóstico, entre 6 y 24 h, es excesivo 
para dar una respuesta terapéutica rápida comparado con la micros-
copia (< 1 h) o los TDR (< 30 min). Las pruebas serológicas no tienen 
valor en el diagnóstico. 
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