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1  Einleitung 

Eine Million Menschen versterben jährlich an Malaria; mehr als 75% von ihnen sind afrikani-

sche Kinder unter fünf Jahren. Nach einer Phase des Nestschutzes entwickelt sich im Kindesalter 

nach wiederholten Infektionen mit Plasmodien eine Semiimmunität. Der Aufbau von Immunität 

wird erschwert durch die Variabilität von Oberflächenproteinen des Parasiten. Die Diversität von 

Plasmodienstämmen kann mittels einer Genotypisierung der polymorphen Markergene ermittelt 

werden. Das Verständnis der Entwicklung von Immunität ist Voraussetzung einer Impfstoffent-

wicklung.  

Anhand einer Studiengruppe von 1070 drei Monate alten Kindern aus Ghana soll hier die Präva-

lenz der Infektion und deren klinische Relevanz im frühen Kindesalter dargestellt werden, sowie 

eine Differenzierung von Plasmodien-Spezies und Subtypen der Erreger im saisonalen Verlauf 

erfolgen. Die molekulargenetische Diagnostik der Infektion soll mit der Mikroskopie verglichen 

werden.  

1.1 Epidemiologie 

Die World Health Organization (Weltgesundheitsorganisation, WHO) berichtet von 500 Millio-

nen Fällen klinischer Malaria und einer Million Todesfälle pro Jahr weltweit; 75% der Todesfälle 

betreffen afrikanische Kinder unter fünf Jahren, fast ausschließlich infiziert von Plasmodium 

falciparum (Black RE et al. 2003; Bryce et al. 2005). In Afrika südlich der Sahara werden jäh-

rlich ungefähr 500000 Kinder mit schwerer Malaria in ein Krankenhaus eingeliefert (Roca-

Feltrer et al. 2008). Ghana zählte 2008 3,2 Millionen Malariafälle, davon 33% bei den unter 

Fünfjährigen. 35% der Todesfälle der unter fünf Jahre alten Kinder in Ghana wurden 2008 ur-

sächlich der Malaria zugeschrieben (aus World Malaria Report 2009).   

Malaria ist in tropischen und subtropischen Regionen endemisch, da die Erreger und ihre Über-

trägermücken temperaturabhängig sind (vgl. Kapitel 1.2.1). Malariagebiete lassen sich untertei-

len in hypo-, meso-, hyper- und holoendemische Gebiete. Für letztere ist – wie in Westafrika 

typisch – eine hohe Prävalenz der Infektion von über 75% bei den bis zu elf Monate alten Kin-

dern charakteristisch. In hyperendemischen Gebieten bleibt die Transmission ganzjährig und 

intensiv; jedes zweite Kind im Alter von zwei bis neun Jahren ist mit Malariaparasiten infiziert. 

In Gebieten instabiler Malaria dagegen ist die Intensität der Malaria stark von saisonalen 

Schwankungen geprägt. Bezeichnend sind hier Erkrankungen auch im Erwachsenenalter.  
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Abbildung 1 bietet eine Übersicht der weltweiten unterschiedlichen Endemizitäten.  

 

Abbildung 1: Globale Verteilung des Erkrankungsrisikos von Malaria, 2004. Quelle: Roll back 

Malaria (WHO 2005). 

1.2 Parasitologie 

1.2.1 Lebenszyklus des Plasmodiums 

Alphonse Laveran (1845-1922) wurde im Jahr 1907 für die Entdeckung des Malaria-Parasiten 

mit dem Nobelpreis ausgezeichnet. Zu Beginn des 21. Jahrhunderts konnte das Genom von P. 

falciparum entschlüsselt werden (Gardner et al. 2002). Unter mehr als 100 Spezies von Plasmo-

dium, einem Protozoon, gelten die fünf folgenden als humanpathogene Erreger der Malaria: P. 

falciparum, P. vivax, P. ovale, P. malariae und seit neuestem P. knowlesii. Zu Erkrankung und 

Tod führen vor allem die Infektion mit P. falciparum und in selteneren Fällen mit P. vivax. Die 

weibliche Anophelesmücke ist Hauptvektor, Menschen und andere Säuger sind Nebenvektoren. 

Sporozoiten, die infektiösen Stadien der Plasmodien, erreichen in der Blutbahn des Wirts rasch 

die Leber und dringen in Hepatozyten ein. Innerhalb eines Hepatozyten entwickeln sich aus ei-

nem Sporozoiten zehntausende Merozoiten (Gewebsschizogonie). Werden die Merozoiten in die 

Blutbahn entlassen, hüllen sie um sich Bestandteile hepatozytärer Membranen, um der Immun-

abwehr zu entgehen (Sturm et al. 2006), bevor sie die roten Blutzellen befallen. Bei der Bindung 
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an Erythrozyten fungieren u.a. das Erythrocyte Binding Antigen 175 (EBA 175) und Glycophorin 

A (bei P.-falciparum-Infektionen) bzw. das Duffy-Blutgruppen-Antigen (bei P.-vivax-

Infektionen) als Liganden (Chitnis et al. 1996). Bei seiner Bewegung in die rote Zelle mittels 

eines Aktin-Myosin-Netzwerks streift der Merozoit einen Großteil seiner Oberflächenmerkmale 

ab; von dem zuvor die Oberfläche der Plasmamembran dominierenden Merozoite Surface Prote-

in-1 (MSP-1) bleibt ihm nur ein kleiner 19-kDa-Rest, der mit einem Glycosyl-Phosphatidyl-

Inositol- (GPI)-Anker fixiert ist. Der intraerythrozytär heranwachsende Trophozoit phagozytiert 

hautpsächlich Hämoglobin. Er entledigt sich des toxischen eisenhaltigen Abbauprodukts mittels 

einer Häm-Polymerase unter Bildung von Hämozoin, welches lichtmikroskopisch als Malaria-

pigment imponiert. Der infizierte Erythrozyt exprimiert an seiner Oberfläche unter anderem P. 

falciparum Erythrocyte Membrane Protein 1 (PfEMPF1), welches das Anheften (Zytoadhärenz) 

des Erythrozyten an Endothelzellen der Blutgefäße (Sequestration) vermittelt. Der Krankheits-

ausbruch setzt mit der Multiplikation des Parasiten im Erythrozyten als periodisches „Wechsel-

fieber“ ein: Innerhalb von 48 Stunden (bei P. falciparum, P. vivax und P. ovale) bzw. 72 Stunden 

(bei P. malariae) bilden sich aus einem Merozoiten circa 20 neue Merozoiten. Sie durchlaufen 

verschiedene Stadien - Ring, Trophozoit, Schizont - (erythrozytäre Schizogonie) und befallen 

nach der Zerstörung der roten Blutzelle weitere Erythrozyten. Die Periodizität findet Ausdruck in 

den Termini Malaria tertiana (P. vivax und P. ovale) bzw. Malaria quartana (P. malariae). Malaria 

tropica zeigt keine Periodizität, da die Zyklen mehrerer P.-falciparum-Familien kaum synchron 

ablaufen. Während sich die meisten Merozoiten zu asexuellen Schizonten entwickeln, bilden 

sich aus einigen wenigen Gametozyten die sexuellen Parasitenstadien. Die Anophelesmücke 

nimmt die mit weiblichen Makro- bzw. mit männlichen Mikrogametozyten infizierten Erythrozy-

ten während ihrer Blutmahlzeit auf. In der Mücke läuft jetzt die sexuelle Vermehrung 

(Sporogonie) ab: Nach Bildung einer Zygote kommt es zur meiotischen Teilung, und 

Sporozoiten werden frei. Unterhalb von 16°C kommt die Entwicklung des Parasiten in der Ano-

phelesmücke zum Stillstand (Sachs und Malaney 2002); der plasmodiale Lebenszyklus unter-

bricht. 

1.2.2 Vielfalt der Infektion 

1.2.2.1 Mischinfektionen verschiedener Spezies 

Mischinfektionen sind in Malariaendemiegebieten häufig (Mayxay et al. 2001). In Westafrika 

finden sich die humanpathogenen Spezies P. falciparum, P. ovale und P. malariae (vgl. Kapitel 
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1.5.1). Neben einem altersabhängigen Spezies-spezifischen Aufbau der Immunität wird auch 

eine gegenseitige Beeinflussung gleichzeitig vorhandener Spezies diskutiert, die zu einer Limi-

tierung der Parasitendichte und einem Schutz vor schwerer P.-falciparum-Malaria führen könn-

ten (vgl. Kapitel 1.5.2). 

1.2.2.2 Multiplizität der Infektion  

Die Mulitplizität der Infektion, Multiplicity Of Infection (MOI), gibt die Anzahl unterschiedlicher 

P.-falciparum-Erregerstämme wieder, die die Infektion eines Individuums ausmacht. MOI wird 

durch Genotypisierung polymorpher Markergene ermittelt. Longitudinale Studien zeigen, dass 

Kinder mit neun Klonen und mehr infiziert sein können. Die MOI variiert dabei mit dem Alter: 

Parallel zu einem Anstieg der Klonanzahl zeichnet sich in Gebieten stabiler Transmission die 

Entwicklung der Semiimmunität ab (Smith et al. 1999b) (vgl. Kapitel 1.5.2). In einer Studie in 

Tansania fanden sich bei den bis zwei Jahre alten Kindern mit Plasmodieninfektion nur zwei 

Erregerstämme pro Isolat; asymptomatische Kinder im Alter von drei bis sieben Jahren dagegen 

waren im Schnitt mit jeweils fünf Klonen infiziert (Felger et al. 1999). Weitere Studien bestäti-

gen, dass die Prävalenz der Parasitämie und die Komplexität der Infektionen mit den ersten Le-

bensjahren zunehmen (Branch et al. 2001; Henning et al. 2004; Konate et al. 1999; Mayor et al. 

2003). Im Gegensatz dazu kommt es ab dem sechsten Lebensjahr zu einer Reduzierung der 

Klonanzahl. Die Multiklonalität bleibt allerdings auch bis ins Erwachsenenalter auf einem nied-

rigeren Niveau erhalten (Owusu-Agyei et al. 2002).  

1.2.2.3 MSP-1 und -2-Polymorphismen als Maß der Multiplizität 

Die P.-falciparum-Oberflächenantigene MSP-1 und MSP-2 (Merozoite Surface Protein-1 bzw. -

2) werden im Merozoitenstadium exprimiert. Bei einer infizierten roten Blutzelle werden beide 

Antigene Bestandteil der erythrozytären Oberfläche. MSP-1 und -2 werden durch ein polymor-

phes single-copy-Gen kodiert; Isolate mit mehr als einem MSP-Allel werden als multiple Infek-

tion eingestuft. Die Genotypisierung der MSP-Allele gilt als Standardmethode der Beurteilung 

der MOI (Viriyakosol et al. 1995). Das MSP-1-Gen besteht aus 17 eigenständigen Blöcken. Der 

zweite Block beinhaltet jeweils eine von drei möglichen Allel-Familien, nämlich Mad20, K1 

oder Ro33 (Tanabe et al. 1987). K1- und Mad20-Variationen unterscheiden sich in Tripeptid- 

oder Hexapeptid-repeats; für Block 2 der Ro33-Familie sind keine repeats typisch, sondern eine 

ausgeprägte Mikroheterogenität (Miller et al. 1993). Das MSP-2-Gen weist zwei konservierte 
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außen liegende Genabschnitte auf, die eine variable Domaine flankieren, welche die Allel-

Familien FC27 und 3D7 definieren (Smythe et al. 1990).  

1.3 Pathogenese und Klinik 

1.3.1 Pathogenese der Malaria tropica des Kindes 

Am Anfang des Krankheitsgeschehens steht eine metabolische Azidose, die streng assoziiert ist 

mit Schwere und Letalität der Erkrankung (Day et al. 2000; Taylor et al. 1993). Eine erhöhte 

plasmoidale Laktatsynthese (Sasi et al. 2007), eine verminderte Entgiftung durch die kindliche 

Leber und die Minderperfusion des Gewebes nach Sequestration und Obstruktion der kleinen 

Gefäße in Folge einer reduzierten Verformbarkeit der Erythrozyten bedingen die azidotische 

Stoffwechsellage (Dondorp et al. 2000). Eine Dehydratation des erkrankten Kindes mit konseku-

tiv erniedrigtem Perfusionsdruck verschärft die Situation. Die Clusterbildung der infizierten mit 

nicht-infizierten Erythrozyten (Rosetting) bedingt einen verlangsamten Blutfluss (Shelby et al. 

2003; Taylor-Robinson 2004).  

Die Sequestration infizierter roter Blutzellen im zerebralen Gefäßbett führt zur zerebralen Mala-

ria und scheint zum Zusammenbruch der Blut-Hirn-Schranke zu führen (Brown et al. 2001).  

Die bei Malaria im Kindesalter oft ausgeprägte Anämie erklärt sich zum einen durch die Hämo-

lyse infizierter und nicht-infizierter Erythrozyten und eine Dyserythropoese. Zusätzlich neigen 

die infizierten roten Blutzellen aufgrund veränderter Oberflächenmembraneingenschaften dazu, 

im Gefäßbett Schaden zu nehmen und werden schneller durch die Milz gefiltert. In 

Endemiegebieten resultieren vor allem wiederholte Plasmodieninfektionen und/oder persistie-

rende Parasitämien in einem Hämoglobin-Abfall. Repetitive Infektionen können auch bei niedri-

ger Parasitendichte lebensbedrohlich sein. Begleitende Hakenwurminfektionen und Mangeler-

nährung, Eisendefizit und Sichelzellkrankheit fördern die Anämie (Newton et al. 1997; Stoltzfus 

et al. 2001).  

Die inflammatorische Zytokinantwort führt zu Grippe-ähnlichen Symptomen. Tumor-Nekrose-

Faktor alpha (TNFalpha) induziert das Malariafieber und scheint durch Hemmung der hepati-

schen Glukoneogenese eine Hypoglykämie zu bewirken, die häufig bei afrikanischen Kindern 

mit schwerer Malaria zu finden ist. Als Malariatoxin und Induktor der Zytokinfreisetzung gilt der 

GPI-Anker von MSP-1, der bei der Ruptur der Schizonten freigesetzt wird.  
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Bakterielle Infektionen sind eine Hauptursache von Todesfällen afrikanischer Kinder 

(Mulholland und Adegbola 2005). Eine Zunahme der Resistenzen gegen Standardantibiotika ist 

zu befürchten (Zimmermann et al. 2005). Eine koinzidente bakterielle Infektion eines an Malaria 

erkrankten Kindes beeinflusst das Ausmaß der Erkrankung. In einer Kohorte kenianischer Kin-

der, die an schwerer Malaria erkrankt waren, verdreifachte sich die Mortalität derjenigen mit 

manifester Bakteriämie (Berkley et al. 1999). Eventuell kann Malaria aufgrund einer immun-

suppressiven Komponente gar als Prädisposition für bakterielle Infektionen, z.B. 

Atemwegsinfektionen, gewertet werden (Roca et al. 2006). 

Neben Multiplikationsrate, Zytoadhärenz, Rosetting und Malariatoxin gilt auch der polymorphe 

Charakter des Parasiten als Virulenzfaktor (vgl. Kapitel 1.2.2). Das Ausmaß und die Ausprägung 

der Erkrankung hängen ab einerseits von diesen parasitären Faktoren, andererseits von Wirtsfak-

toren wie Immunität, Zytokinausschüttung, genetischen Varianten wie Sichelzellkrankheit oder 

Thalassämie, Alter und Schwangerschaft, und drittens von geographischen und sozialen Faktoren 

(Miller et al. 2002, Pullan et al. 2010). Zu letzteren zählen die jeweilige Endemizität, politische 

Stabilität bzw. Instabilität sowie kulturelle und ökonomische Faktoren, die den Zugang zu Prä-

vention und Behandlung ermöglichen oder erschweren.  

1.3.2 Klinik der Malaria tropica 

Die klinische Ausprägung der Infektion mit P. falciparum reicht von asymptomatischen Infektio-

nen über milde Verlaufsformen mit Fieber, Diarrhö, Übelkeit und Erbrechen bis hin zur schweren 

lebensbedrohlichen Erkrankung. Die schwere Malaria ist definiert durch das Vorhandensein ase-

xueller Plasmodienformen (Parasitämie > 4% bei einer nicht-immunen Person) begleitet von 

klinischen und laborchemischen Parametern: körperliche Erschöpfung, Atemnot, Bewusstseins-

trübung und/oder Krampfanfälle als praxisnahe Definition der zerebralen Malaria, Ikterus, Blu-

tungsstigmata und Schock. Laborchemisch bedingen eine schwere Anämie (Hb<5g/dl), Hypo-

glykämie (Glucose < 40mg/dl), Azidose (Bikarbonat < 15mmol/l) und renale Schädigungsmuster 

(Kreatininanstieg) die Diagnose schwere Malaria.  

Der akuten Malariaattacke geht ein Prodromalstadium mit Unwohlsein, Müdigkeit, Glieder-

schmerzen, Übelkeit und Erbrechen voraus. Zwei bis drei Tage später setzt die fiebrige Malaria-

attacke mit anämischen bis ikterischem Habitus ein. Typisch sind Schüttelfrost, Kopfschmerzen 

und v.a. bei Kindern Fieberkrämpfe. Es folgen Tachypnoe, Tachykardie und körperliche Er-
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schöpfung. Delir bis hin zum Koma ist möglich. Schon früh wird eine Splenomegalie manifest. 

Eine Periodizität der Fieberschübe findet sich bei einem P.-falciparum-Infizierten selten.  

Die wichtigsten Komplikationen der Malaria im Kindesalter sind Anämie und zerebrale Malaria 

einhergehend mit einer schweren metabolischen Azidose (vgl. Kapitel 1.3.1). Bei Kindern unter 

24 Monaten steht die Anämie im Vordergrund, bei älteren dominiert die zerebrale Malaria mit 

einem Peak bei den dreijährigen. 5 bis 15% der Kinder, die wegen schwerer Anämie in Kranken-

häusern aufgenommen werden, versterben. In 15 bis 30% der Fälle zerebraler Malaria bei Kin-

dern nimmt die Erkrankung einen letalen Verlauf.  

Eine metabolische Azidose zeigt sich klinisch durch die Kussmaul-Atmung, den Versuch über-

schüssige Säure in Form von CO2 abzuatmen. Das an Malaria erkrankte Kind bietet zuweilen 

allein Symptome eines akuten Atemnotsyndroms: eine tiefe und erschwerte Atmung, Brustwand-

einziehungen und den Einsatz der Atemhilfsmuskulatur (English et al. 1996). Auskultation und 

ggf. Röntgen-Thorax differentialdiagnostisch zur Pneumonie sind jedoch unauffällig.   

Die zerebrale Malaria ist eine per definitionem durch P. falciparum hervorgerufene Enzephalopa-

thie. Dem Koma gehen Bewusstseinstrübung oder generalisierte oder fokale Krämpfe voraus. 

9% der Kinder, die eine zerebrale Malaria überlebten und in eine Studie in Gambia eingeschlos-

sen wurden, trugen neurologische Schäden davon, die auch einen Monat nach Entlassung aus 

dem Krankenhaus noch manifest waren (van Hensbroek et al. 1997). Das neurologische Defizit 

nach zerebraler Malaria umfasst Ataxie, Hemiplegie und Sprachschwierigkeiten (Brewster et al. 

1990; Meremikwu et al. 1997). Einige Betroffene büßen auch längerfristig kognitive Fähigkeiten 

ein (Carter et al. 2005; Holding et al. 1999; Kihara et al. 2006). Allein im Jahr 2000 wurden in 

Sub-Sahara-Afrika 24000 Kinder unter fünf Jahren gezählt, die in Folge zerebraler Malaria per-

sistierende neurologische Defizite davontrugen (Roca-Feltrer et al. 2008).  

Der Blutfarbstoff des reifen Neugeborenen enthält 50 bis 80% fetales Hämoglobin. Die Umstel-

lung von fetalem zu adultem Hämoglobin (Hb) bedingt einen Hämoglobinabfall bis auf 11,5 g/dl 

(im Mittel) im dritten Lebensmonat (Trimenonreduktion). Der Hämoglobin-Normwert schwankt 

dem entsprechend im Kindesalter; bei drei Monate alten Kindern liegt er bei 9,5 bis 14,0 g/dl. 

Werte unterhalb des Normbereichs stehen für eine Anämie. Eine schwere Anämie bezeichnet 

einen Hb-Gehalt von ≤ 5 g/dl.  
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1.4 Diagnostik 

Malaria wird für gewöhnlich lichtmikroskopisch diagnostiziert. Mit Hilfe des Dicken Tropfens, 

eines Anreicherungsverfahrens, und eines Ausstrichs (vgl. Kapitel 2.2) gelingt eine Einschätzung 

der Parasitendichte sowie eine Differenzierung zwischen den Plasmodienspezies P. falciparum, 

P. vivax, P. ovale und P. malariae. Die Mikroskopie erreicht eine hohe Sensitivität; sie detektiert 

eine Parasitämie von bis zu 0,0001%, bzw. ab einer Parasitendichte von 20 Plasmodien/µl 

(Hommel 2002). Die Technik der Mikroskopie ist leicht zu erlernen, wenn auch die Qualität des 

Leseergebnisses stark von der Erfahrung des Untersuchers abhängt. Bei streng synchron verlau-

fenden Plasmodienzyklen (z.B. bei P. vivax) kann die Periodizität der Parasitämie ein negatives 

Leseergebnis bedingen, wenn sich die Parasiten zu diesem Zeitpunkt im Gewebe absondern. 

Deshalb sollen immer mehrere Dicke Tropfen unterschiedlicher Zeitpunkte untersucht werden. 

Das Mikroskop bedarf keiner aufwendigen Labortechnik und ist relativ leicht und billig zu er-

werben. Es findet sich auch in kleinen, unter Umständen schlecht ausgerüsteten Gesundheitszen-

tren tropischer Länder.  

In Endemiegebieten beweist ein positiver Dicker Tropfen zwar eine Infektion, das aktuelle klini-

sche Bild kann jedoch auch auf einer anderen Erkrankung beruhen, da asymptomatische 

Plasmodieninfektionen auf niedrigem Niveau häufig sind (vgl. Kapitel 1.3.2). Einen Grenzwert 

der Parasitendichte zu bestimmen, ab dem von einer Malariaerkrankung gesprochen wird, fällt 

schwer. Das Alter des Infizierten und die vorherrschende Endemizität bedingen eine Variabilität 

dieses Grenzwerts.  

In ländlichen Gebieten, wo ein Krankenhaus aus logistischen oder finanziellen Gründen nicht 

erreichbar ist, wird oft versucht, eine Diagnose der Malaria mittels rein klinischer Kriterien zu 

stellen. Besonders bei P.-falciparum-Infektionen zeigt die Temperaturkurve keine Periodizität 

und kann so nicht als diagnostischer Parameter dienen (vgl. Kapitel 1.2.1). So wird in Gebieten 

hoher Transmission oft jedwedes Fieber einer Malariaerkrankung gleichgesetzt. Health worker 

behandelten im Jahre 2003 im ländlichen Tansania fiebrige Kinder unter fünf Jahren mit Antima-

lariamitteln, von denen 61% tatsächlich eine Plasmodieninfektion aufwiesen (Eriksen et al. 

2007). Etwas spezifischere Kriterien klinischer Diagnostik sind intermittierendes Fieber bei Ab-

wesenheit von Otitis, Tonsillitis und Atemwegsinfektion. Anhand eines ausgefeilten Algorithmus 

sollen auch Nicht-Mediziner befähigt werden, die Diagnose Malaria mit möglichst hoher Sensi-

tivität und Spezifität zu stellen (Olaleye et al. 1998). Ein solcher Malaria score könnte die Krite-

rien Blässe, heißer Körper, Splenomegalie und normale Auskultation auflisten. Goldstandard der 
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Malariadiagnostik bleibt die Kombination von Klinik und Mikroskopie. Die Anamneseerhebung 

eines Aufenthalts in den Tropen ist in unseren Breiten der Schlüssel zur Diagnosestellung.  

Eine Alternative zur mikroskopischen Diagnostik der Malaria stellt – stehen entsprechende La-

borbedingungen zur Verfügung – die Polymerasekettenreaktion (Polymerase Chain Reaction, 

PCR) dar (vgl. Kapitel 2.5). Diese molekulargenetische Methode beruht auf der Amplifizierung 

Plasmodien-spezifischer Genabschnitte. Mittels Elektrophorese werden die DNA-Fragmente im 

elektrischen Feld entsprechend ihrer Größe aufgetrennt und auf dem Agarosegel im ultravioletten 

Licht visualisiert. Eine nun sichtbare Bande zeigt eine Plasmodieninfektion an; ihre Position gibt 

Aufschluss über die Basenpaarlänge des DNA-Fragments, die spezifisch ist für eine bestimmte 

Spezies. So gelingt eine Spezies-spezifische Alles-oder-nichts-Antwort auf die Frage nach dem 

Vorliegen einer Infektion. Eine Aussage über die Quantität der Infektion kann bei diesem Routi-

neverfahren, das auch im Rahmen dieser Arbeit angewendet wurde, nicht getroffen werden. Die 

real-time quantitative PCR dagegen verfolgt die Kinetik der Amplifizierung mittels kontinuierli-

cher Fluoreszenz-Messungen (fluorescence resonance energy transfer); sie stellt eine moderne 

Form der Quantifizierung von Nucleinsäuren dar und gilt im Rahmen der Forschung als sensitive 

und viel versprechende Methode der Malariadiagnostik (de Monbrison et al. 2003; Mangold et 

al. 2005; Mens et al. 2006; Swan et al. 2005).  

Inzwischen stehen auch Antigen-Schnelltests der Malariadiagnostik zur Verfügung: Parasitäre 

Antigene und auf einem Trägermedium aufgebrachte Antikörper gehen eine Bindung ein, die 

eine Enzym-gesteuerte Farbreaktion auslöst (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay, ELISA). 

Bislang wurden Malaria-Schnelltests, die auf den plasmoidalen Antigenen Histidine-Rich Prote-

in-2 (HRP-2) oder parasite Lactate Dehydrogenase (pLDH) basieren, kommerzialisiert. Die 

Sensitivität der Tests wird kontrovers beurteilt, überwiegend jedoch hoch eingeschätzt (Fogg et 

al. 2008, Metzger et al. 2007, Noedl et al. 2006; Wongsrichanalai und Miller 2002). Einige Tests 

weisen jedoch Variabilitäten der Sensitivität innerhalb eines Produkts auf und sind nicht robust 

genug, beispielsweise gegenüber Hitze (Chiodini et al. 2007; Murray et al. 2003). Die Handha-

bung ist schnell zu erlernen (Mayxay et al. 2004 a), erfordert jedoch eine adäquate Einweisung 

(Rennie et al. 2007). Ohne die Mikroskopie gelingt keine sichere Spezies-Differenzierung und 

keine Aussage über die Parasitendichte (Wiese et al. 2006).  
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1.5 Immunität 

1.5.1 Immunität im Sinne einer angeborenen Resistenz 

Verschiedene Polymorphismen der roten Blutzellen des Menschen bedingen eine angeborene 

Resistenz gegenüber Plasmodien, sind aber in homozygoter Ausprägung pathogen bzw. nicht mit 

dem Leben vereinbar. Ihre geographische Verteilung spiegelt einen enormen Vorteil der Hetero-

zygoten wider, der evolutionsgeschichtlich den Nachteil derer, die homozygot sind, wett zu ma-

chen scheint. Die hohe Prävalenz von Sichelzellanämie, Glucose-6-Phosphat-Dehydrogenase-

Mangel und Thalassämie in Malariaendemiegebieten liefert einen epidemiologischen Hinweis 

auf deren protektive Mechanismen bei Plasmodien-Infizierten. In einer Fall-Kontroll-Studie in 

Ghana mit an schwerer Malaria erkrankten Kindern und insgesamt 4639 Fällen bzw. Kontrollen 

bestätigt sich die negative Assoziation der HbS-Träger (Sichelzellanämie) mit Malariamanifesta-

tionen insgesamt; HbC- und Alpha-Thalassämie-Träger wiesen einen Schutz vor zerebraler Ma-

laria und schwerer Anämie auf (May et al. 2007). Zu wirtsspezifischen Faktoren, die vermutlich 

einen angeborenen Schutz oder eine bestimmte Vulnerabilität des Plasmodien-Infizierten 

mitbedingen, zählen polymorphe Gene, die für die Promoter-Region von TNFalpha, für  ICAM-

1 oder auch das Humane-Leukoyzyten-Antigen (HLA) kodieren (Fernandez-Reyes et al. 1997; 

Knight et al. 1999; May et al. 1999a).  

Selektionsdruck kann sich auch auf den Parasiten auswirken: In Westafrika, wo humane Erythro-

zyten Duffy-negativ sind, ist P. vivax nicht zu finden. Neuere Arbeiten stellen dieses Dogma je-

doch in Frage: In einer kenianischen Duffy-negativen Population kam es zur Übertragung von P. 

vivax (Pasvol 2007; Ryan et al. 2006).  

1.5.2 Erworbene Immunität 

Der Immunschutz eines in einem Endemiegebiet lebenden Menschen baut sich im Kindesalter 

auf. Demzufolge erkranken vor allem Kinder an der Malaria. Von ungefähr 200 Millionen Episo-

den klinischer Malaria in afrikanischen Kindern pro Jahr gehen 4 bis 6 Millionen in eine schwere 

Form der Malaria über. Jede Episode klinischer Malaria birgt ein Risiko von 0,5 bis 2%, einen 

letalen Ausgang zu nehmen. Die Mehrheit der mit P. falciparum infizierten Kinder macht  nur 

eine leichte fiebrige Erkrankung durch. Longitudinale Studien zeigen, dass sich erste asympto-

matische Parasitämien bei Neugeborenen und bei Säuglingen ab der zweiten Lebenswoche de-

tektieren lassen; Episoden klinischer Malaria setzen dagegen meist im Alter von vier bis sechs 
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Monaten ein (Kitua et al. 1996; Snow et al. 1998; Wagner et al. 1998). In den ersten Lebensmo-

naten limitieren das fetale Hämoglobin und maternale Antikörper die Infektion und Krankheits-

entwicklung (McGregor 1964; Pasvol et al. 1976). Niedrige Parasitämien von kurzer Dauer sind 

in den ersten Lebenswochen charakteristisch (Kitua et al. 1996). Bis zum dritten Lebensmonat 

sind Kinder immuner Mütter vor der Erkrankung geschützt; noch innerhalb des ersten Lebens-

jahres erreicht die Prävalenz der klinischen Malaria ihren Peak, während die Infektionsrate wei-

ter ansteigt und die Prävalenz der Infektion im Alter von drei bis fünf Jahren am höchsten ist 

(Smith et al. 1999a; Snow et al. 1998). Die Mehrheit der Kinder bleibt trotz manifester Infektion 

gesund. Malaria bei älteren Kindern tritt seltener und in leichterer Form auf; letale Verläufe sind 

sehr selten. Bei Erwachsenen schließlich geht die Erkrankung nicht über kurzfristige, jedoch 

häufig auftretende Fieberattacken und Cephalgien hinaus. Hierbei wird von Semiimmunität ge-

sprochen, einer erworbenen Immunität infolge kontinuierlicher Exposition, die zu einer 

Parasitämie auf niedrigem Niveau und schließlich zur Clearance der Infektion führe (Tanner et 

al. 1999, basierend auf Ross 1910). In Regionen mit großen saisonalen Schwankungen der Über-

tragung von Plasmodien unterbleibt die Entwicklung der Semiimmunität. Hier erkranken auch 

Erwachsene häufiger und schwerer an Malaria.  

Eine antitoxische Komponente der Immunität, die vor schwerer nicht-zerebraler Erkrankung 

schützt, scheint nach ein oder zwei Infektionen mit P. falciparum erworben zu sein (Gupta et al. 

1999b). In Regionen intensiver Transmission kann sich die antitoxische Immunität frühzeitig im 

Rahmen des Nestschutzes entwickeln. Kommt es in Gebieten mit geringerer Transmissionsrate 

erst außerhalb der Phase des Nestschutzes zur ersten Infektion, steigt das Risiko für die Entwick-

lung einer schweren Malaria (Snow et al. 1997). Nach dem Modell der antitoxischen Immunität 

bleiben Kinder trotz hoher Parasitämien klinisch gesund, jedoch empfänglich für eine Krank-

heitsentwicklung bei erneuter Infektion, weshalb von einer Genotyp-spezifischen Immunität 

ausgegangen wird. Die antiparasitäre Immunität, die vor unkomplizierter Malaria schützt, entwi-

ckelt sich wohl erst durch repetitive bzw. simultane Infektionen mit verschiedenen Erregerstäm-

men (Konate et al. 1999). Die Auseinandersetzung mit unterschiedlichen parasitären Antigenen 

erhöht zwar die Wahrscheinlichkeit zu erkranken (Ofosu-Okyere et al. 2001), führt jedoch im 

Anschluss zu der Entwicklung eines spezifischen Immunschutzes (Bull et al. 1998). Das Prinzip 

Premunition beschreibt diesen Schutz vor Superinfektion infolge einer persistierenden Infektion 

(Sergent und Parrot, 1935). Ältere Kinder bieten denn auch das Bild einer chronischen 

Parasitämie auf niedrigem Niveau. In Kleinstkindern dagegen kommt es begleitet von Fieber als 

Indikator einer Zytokinantwort zu einer raschen Klärung der Infektion. Die Herrunterregulierung 
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der Zytokine im Verlauf scheint in Zusammenhang zu stehen mit dem Aufbau von Immunität 

(Rhee et al. 2001). Andere Stimmen postulieren jedoch einen protektiven Effekt von Zytokinen 

(Dodoo et al. 2002). Es wird von einem nur partiell Genotyp-spezifischen Immunschutz ausge-

gangen, der sich auf neu auftretende Typen ausdehnt im Sinne eines Cross-Immunschutzes. Die 

Dynamik asymptomatischer Parasitämien unterliegt auch dem Einfluss nicht-spezifischer Regu-

lationsmechanismen, die von der Parasitendichte getriggert werden; verschiedene Plasmodien-

Spezies und –Klone in einem infizierten Individuum agieren nicht unabhängig voneinander 

(Bruce und Day 2003). Spezies- und Genotyp-spezifische Immunität, Modellierung der 

Zytokinausschüttung und unspezifische, zum Beispiel Parasitendichte-abhängige Regulations-

mechanismen greifen ineinander und fördern die Entwicklung der Semiimmunität (Bruce et al. 

2000; Gurarie et al. 2006).  

1.6 Ziel dieser Arbeit 

In dieser Arbeit soll bei drei Monate alten Kindern aus aus einem hyper-/holoendemischen 

Gebiet in Ghana 

-  die Prävalenz verschiedener Plasmodienspezies bestimmt werden,  

- eine Genus- und Spezies-spezifische PCR (Singh B et al. 1999) hinsichtlich Sensitivität 

und Spezifität mit der Mikroskopie als Referenz verglichen werden,  

- die Diversität der P.-falciparum-Infektion anhand einer Typisierung mit varianten Genbe-

reichen der Erreger im saisonalen Verlauf ermittelt werden,  

- der Einfluß der Infektion auf die Hämoglobinwerte der Kinder untersucht werden, 

- die Rolle der asymptomatischen Infektion als Risiko- oder Schutzfaktor für eine Erkran-

kung diskutiert werden. 
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2 Material und Methoden 

2.1 Studiendesign 

Im ländlichen Afigya Sekyere District in der Ashanti-Region im westafrikanischen Ghana wur-

den neun benachbarte Studiendörfer ausgewählt: Afamanaso, Agona, Asamang, Bedomase, 

Bipoa, Jamasi, Kona, Tano-Odumasi und Wiamoase.  

 

Abbildung 2: Die Ashanti-Region in Ghana, Quelle: http://encarta.msn.com/map 701510260/ 

Ashanti (region Ghana).html 

Die Landschaft ist von sekundärem Regenwald mit tropischem Klima geprägt. Die Temperatur 

nimmt Werte zwischen 20 und 36°C an. Die Regenzeit, definiert als Monate mit einer mittleren 

Anzahl von Regentagen > 10, liegt in den Monaten Mai bis Oktober; die Trockenzeit, definiert 

als Monate mit einer mittleren Anzahl von Regentagen ≤ 10, erstreckt sich von November bis 
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April. Die Daten zu den mittleren Regentagen pro Monat basieren auf Angaben des Ghana 

Meteorological Services Departments, das Daten zu Niederschlägen im Zeitraum 1960 bis 1991 

zur Verfügung stellt (http://www.worldweather.org/151/c00922.htm; Juni 2005). 

Von Januar bis Dezember 2003 wurden in den oben genannten Studiendörfern 1070 Kinder im 

Alter von drei Monaten in eine klinische Studie zur Intermittierenden präventiven Malaria-

Behandlung mit Sulfadoxin-Pyrimethamin (Intermittent Preventive Treatment in infants (IPTi)) 

(Kobbe et al. 2007) aufgenommen. Die Daten dieser Arbeit basieren auf der Dokumentation der 

klinischen Untersuchung der Kinder, der Messung des Hämoglobinwerts und der Blutentnahme, 

die bei Aufnahme der Kinder in die Studie erfolgten. Zu diesem Zeitpunkt hatten die Kinder 

noch kein Sulfadoxin-Pyrimethamin- bzw. Placebo-Präparat im Rahmen der Studie eingenom-

men. Die Eltern stellten sich am Tag der Rekrutierug an einem vorab bekannt gegebenen zentra-

len Ort im Dorf mit ihren Kindern vor, unabhängig von deren Gesundheitszustand. Es handelte 

sich also nicht um ein Krankenhaus-Kollektiv. Wurde bei den Kindern im Rahmen der Untersu-

chung eine Erkrankung festgestellt, wurde diese auf Kosten der Studie vor Ort vom Team der 

Studienärzte oder ggf. in einem nahe gelegenenen Krankenhaus behandelt.  

Die Studie wurde vom Committee of Human Research, Publications and Ethics, School of Medi-

cal Sciences, Kwame Nkrumah University of Science and Technology, Kumasi, Ghana gebilligt. 

Die Mütter der an der Studie teilnehmenden Kinder gaben per Unterschrift oder Fingerabdruck 

ihre Einwilligung.  

2.2 Mikroskopie 

1070 Kinder wurden mittels Dicken Tropfen auf eine mögliche Plasmodieninfektion hin unter-

sucht. 3 bis 5 µl Kapillarblut aus der Ferse oder der Fingerkuppe wurden auf einem Objektträger 

aufgebracht. Die getrockneten Blutstropfen wurden im Anschluss nach Giemsa für 35-40 Minu-

ten gefärbt, anschließend mit Wasser abgespült. Unter dem Mikroskop wurden 100 Felder, die 

ca. 0,25 µl Blut entsprechen, nach Plasmodien (Ringform, Gametozyten) abgesucht. Blieb die 

Anzahl der Parasiten dabei unter 10, wurde die Suche nach Parasiten erst beim 500. Leukozyten 

abgebrochen. Die Parasitämie errechnete sich aus der Zahl der Parasiten in Relation zur 

Leukozytenzahl bei einem normierten Maß von 8000 Leukozyten/µl Blut. Die Einteilung der 

Parasitämie folgte einer geometrischen Progression mit dem Faktor 10 (<1 Parasit/160 Leukozy-

ten entspricht 1 Parasiten/µl, 1-9 Parasiten/160 Leukozyten ensprechen 50-<500 Parasiten/µl, 1-

9 Parasiten/16 Leukozyten entsprechen 500-<5000 Parasiten/µl). Diese Methode gilt als Stan-
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dard der Ermittlung der Parasitämie (Trape 1985). Ein Dicker Tropfen wurde von zwei unabhän-

gigen Untersuchern gelesen. Unterschieden sich die beiden Lesungen erstens im Sinne eines po-

sitiven und eines negativen Resultats oder zweitens in der Parasitendichte um > 300%, studierte 

ein dritter Untersucher das Präparat erneut. Mindestens zwei Plasmodien-positive Lesungen 

mussten vorliegen, damit das Präparat als positiv bewertet wurde. Der Median der Parasitämie 

ergab sich aus den positiven Ergebnissen.  

Der Dicke Tropfen ist 15 Mal sensitiver als ein Blutausstrich; letzterer, ebenfalls mit Fersenblut 

(ca. 1 µl) angefertigt, diente nicht der Bestimmung der Parasitendichte, sondern der Spezies-

Spezifierung. Die Blutstropfen wurden auf dem Objektträger mit Hilfe eines zweiten Objektträ-

gers verstrichen. Die Fixierung erfolgte mit Methylalkohol und die Färbung nach Giemsa.  

2.3 DNA-Isolierung 

Zu Beginn der molekulargenetischen Untersuchung stand die Isolierung der plasmodialen sowie 

humanen DNA aus Blut. Die DNA-Extraktion erfolgte aus Kapillarblut und aus Filter-Papieren: 

Die DNA-Extraktion aus Kapillarblut wurde entsprechend den Angaben des Herstellers 

(Macherey-Nagel, Düren, Deutschland) mit dem NucleoMag-96-Blood®-System durchgeführt. 

Es basiert auf reversibler Adsorption von Nukleinsäuren an paramagnetischen Beads. 50 bis 100 

µl Blut wurden unter Schüttelbedingungen mit 125 µl Lysepuffer vermischt, sowie im Verlauf 

mit fünf Waschpuffern. Beim Abpipetieren der jeweiligen Lyse- bzw. Waschlösung wurden die 

Nukleinsäuren im Komplex mit magnetischen Beads am Boden gehalten und schließlich in 50 µl 

Elutionspuffer gelöst.  

Die Filter-Papiere (IsoCode® ID™, Schleicher & Schuell Bioscience, Einbeck, Deutschland) mit 

jeweils 150 µl Blut wurden an der Luft getrocknet und bei Umgebungstemperatur zusammen mit 

einem Trockenmittel in abgedichteten Plastikbeuteln aufbewahrt. Die Filterpapiere sind bakteri-

zid und virizid. Die DNA-Extraktion aus den Filter-Papieren erfolgte nach Angaben der Firma: 

Aus einem Filterpapier wurde mit einer sterilen Hautbiopsiestanze ein kreisrundes Stück mit 6 

mm Durchmesser ausgeschnitten; dieses wurde mit 500 µl sterilem Wasser gewaschen und 

gevortext, dann in 30 µl sterilem Wasser über 30 Minuten ausgekocht. Das Eluat, ca. 30 µl, 

konnte direkt für die PCR eingesetzt werden.  
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2.4 DNA-Quantifizierung 

Eine Fluoreszenz-Intentionsmessung mit PicoGreen® diente der DNA-Quantifizierung der Pro-

ben. Die Bestimmung der DNA-Konzentration basiert darauf, die Proben und eine vorab gemes-

sene Standardreihe mit bekannten Konzentrationen zueinander in Relation zu setzen (Singer et 

al. 1997). Die Fluoreszenzmessung eines Ansatzes aus jeweils 50 µl 1xTBE und 2 µl DNA-Eluat 

wurde mit Genios, V 4.62, XFLUOR4 als Fluorimeter durchgeführt. Die Anregung erfolgte bei 

485nm; die Messung der Lichtemission bei 535nm. Anhand einer Eichkurve konnte die DNA-

Konzentration des Eluats ermittelt werden.  

2.5 PCR-Malariadiagnostik 

2.5.1 Genus- und Spezies-spezifische PCR  

Die PCR ermöglicht eine selektive Vervielfältigung von Gensequenzen. Die DNA wird ther-

misch denaturiert. Oligonukleotide (Primer), komplementär zu der DNA-Basenfolge, die als 

Matrize dient, hybridisieren an die Endabschnitte der gesuchten Sequenz. Die Polymerase syn-

thetisiert aus bereit gestellten Mononukleotiden (dNTPs) komplette DNA-Stränge. Wiederholun-

gen dieses Vorgangs führen zur Vervielfältigung des entsprechenden DNA-Fragments. Die 

Nested-PCR („geschachtelte“ PCR) ermöglicht den Nachweis geringer Mengen an DNA und 

erhöht die Spezifität: Das Produkt einer ersten PCR (Outer-PCR)wird in eine zweite (Nested- 

PCR) eingebracht. Die Primer der zweiten PCR sind dabei zwischen den Primern der ersten 

PCR lokalisiert. Fehlerhafte Produkte der ersten PCR werden nicht weiter vervielfältigt und ge-

hen so nicht in das Endergebnis des Amplikons ein.  

Die Genus- und Spezies-spezifische Nested-PCR zur Detektion und Differenzierung von Plas-

modien erfolgte dem Protokoll gemäß (Singh B et al. 1999); die entsprechenden Primer basieren 

auf der small subunit ribosomal RNA (ssrRNA). Alle Proben (n = 958) wurden in einem ersten 

Durchlauf mittels Outer- und Genus-spezifischer Nested-PCR auf Plasmodien untersucht. Da-

nach erfolgte die Spezies-Differenzierung der als Plasmodien-positiv definierten Proben: Hierbei 

diente das Produkt der Outer-PCR aus dem ersten Durchlauf als Probe für drei weitere Nested-

PCRs, spezifisch für P. falciparum, P. ovale und P. malariae. Das Gesamtvolumen eines PCR-

Ansatzes der Outer- und Nested - PCRs betrug jeweils 20 µl. 

Die Primer – Sequenzen entsprachen den Angaben von Singh B et al.  1999:   
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Genus-spezifische Primer: rPLU1: 5’-TCA AAG ATT AAG CCA TGC AAG TGA-3’, rPLU5: 

5’-CCT GTT GTT GCC TTA AAC TCC-3’. Genus-spezifische Primer: rPLU3: 5’-TTT TTA 

TAA GGA TAA CTA CGG AAA AGC TGT-3’, rPLU4: 5’-TAC CCG TCA TAG CCA TGT TAG 

GCC AAT ACC-3’. Spezies-spezifische Primer für P. falciparum: rFAL1: 5’-TTA AAC TGG 

TTT GGG AAA ACC AAA TAT ATT-3’, rFAL2: 5’-ACA CAA TGA ACT CAA TCA TGA CTA 

CCC GTC-3’. Spezies- spezifische Primer für P. ovale: rOVA1: 5’-ATC TCT TTT GCT ATT 

TTT TAG TAT TGG AGA-3’, rOVA2: 5’-GGA AAA GGA CAC ATT AAT TGT ATC CTA 

GTG-3’. Spezies-spezifische Primer für P. malariae: rMAL1: 5’-ATA ACA TAG TTG TAC GTT 

AAG AAT AAC CGC-3’, rMAL2: 5’-AAA ATT CCC ATG CAT AAA AAA TTA TAC AAA-3’.  

Materialien:  

Primer MWG ®, Ebersberg, Deutschland, 10pmol/µl 

dNTP working solution, Hybaid ®, Heidelberg, Deutschland, 10mM 

MgCl2, Qiagen ®, Hilden, Deutschland, 25mM 

10xPuffer, Pharmacia ®, Freiburg, Deutschland,  1,5mM 

Taq DNA-Polymerase, Pharmacia ®, Freiburg, Deutschland, 5u/µl 

Hot StarTaq Polymerase, Qiagen ®, Hilden, Deutschland, 5u/µl 

Q Solution, Qiagen ®, Hilden, Deutschland. 

  

Methoden:  

Outer-PCR:  

- DNA-Probe 2 µl 

- Forward- und Reverse Primer je 0,5 µl (rPLU1 und rPLU5) 

- dNTPs 0,2 µl 

- MgCl2 2 µl 

- 10x Puffer 2 µl 

- Taq DNA-Polymerase 0,1 µl 

- H2O 12,7 µl.  

Genus-spezifische Nested-PCR:  

- DNA-Probe 2 µl 

- Forward- und Reverse-Primer je 1 µl (rPLU3 und rPLU4) 

- dNTPs 0,2 µl 
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- MgCl2 2 µl 

- 10x Puffer 2 µl 

- Taq DNA-Polymerase 0,1 µl 

- H2O 11,7 µl.   

Spezies-spezifische Nested-PCR:  

- DNA-Probe 1 µl 

- Forward- und Reverse Primer je 1 µl (rFAL1 und rFAL2, bzw. rOVA1 und     
rOVA2, bzw. rMAL1 und rMAL2) 

- dNTPs 0,2 µl 

- MgCl2 2 µl  

- 10x Puffer 2 µl 

- HotStart Polymerase 0,1 µl 

- Q-Solution 4 µl 

- H2O 8,7 µl. 

Die PCRs wurden unter folgenden Bedingungen im T3-Thermocycler (Biometra GmbH, Göttin-

gen, Deutschland) durchgeführt:  

 Outer-PCR: 

a.) Initiale Denaturierung   94°C  4 min. 

b.) Denaturierung 94°C  30 sec. 

c.) Annealing   75°C  1 min.  

d.) Extension   72°C  1 min.  

e.) Wiederholung von b) bis d) in 30 Zyklen 

f.) Finale Extension  72°C  4 min.  

g.) Abkühlen auf 4°C.  

  

 Genus-spezifische Nested-PCR:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 64°C.  

 Spezies-spezifische Nested-PCR:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 57°C.  
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2.5.2 Gelelektrophorese 

Die Visualisierung und Größenbestimmung der PCR-Produkte erfolgte durch Gelelektrophoese 

in Ethidiumbromid-gefärbtem 1%igem Agarosegel. Die Agarose wurde in Tris-Acetat-EDTA-

Puffer (TAE) gelöst und in eine Gelkammer gegossen. Die Taschen des erstarrten Gels, horizon-

tal in TAE gebettet, wurden anschließend mit den mit Ladepuffer versetzten Proben befüllt. Die 

negativ geladenen DNA-Moleküle wanderten bei angelegter Spannung in Richtung Anode. Die 

zurückgelegte Distanz hängt ab von der Größe des Moleküls sowie der Konzentration des Gels. 

Positiv- und Negativkontrollen sowie ein Größenstandard liefen mit. Das Produkt der Genus-

spezifischen PCR ist 240 Basenpaare lang; die Größen der P.-falciparum-, bzw. P.-ovale-, bzw. 

P.-malariae-spezifischen DNA-Fragmente liegen bei ca. 205, bzw. 787, bzw. 144 Basenpaaren. 

Die Labordokumentationen 1 und 2 zeigen beispielhaft positive Banden als unspezifischen 

Nachweis von Plasmodien und spezifischen Nachweis der entsprechenden Spezies.  

 

Labordokumentation 1: Genus-spezifische Outer PCR; G=Größenstandard (0-1000 bp), PCR-

Produkte 1,3,5,19,22,30,32,33 und 40 zeigen positive Banden für Plasmodien bei 240 

Basenpaaren (bp), k1=Kontrolle für P. falciparum, k2=Kontrolle für P. malariae, k3=Kontrolle 

für P. ovale, n=negative Kontrolle. 
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Labordokumentation 2: Spezies-spezifische Nested PCR: Reihe 1 für P. falciparum, Reihe 2 für 

P. malariae, Reihe 3 für P. ovale; G=Größenstandard (0-1000 bp); PCR-Produkte 1-9 und 11-14 

positiv für P. falciparum bei 205 bp, PCR-Produkt 10 positiv für P. malariae bei 144 bp; kein 

PCR-Produkt positiv für P. ovale bei 787 bp; k1=Kontrolle P. falciparum, k2=Kontrolle P. 

malariae, k3=Kontrolle P. ovale, n=negative Kontrolle. 

2.6 MSP-Genotypisierung von P. falciparum 

2.6.1 Allel-spezifische PCR 

DNA-Eluate (n=139), in denen die Genus- und Spezies-spezifische PCR P. falciparum amplifi-

ziert hatte (vgl. Kapitel 2.5.1), wurden mittels MSP-Genotypisierung auf eine mögliche 

Diversität der Infektion hin untersucht. MSP-1- und -2-Varianten wurden mit einer Allelfamlien-

spezifischen Nested-PCR (Robert et al. 1996) amplifiziert und entsprechend ihren Längenpoly-

morphismen klassifiziert (vgl. Kapitel 2.6.2). Die MSP-1-Outer-PCR synthetisierte ein 460 bis 

480 Basenpaare (bp) langes DNA-Fragment. Drei Nested-PCRs amplifizierten hieraus spezifisch 

DNA-Fragmente der MSP-1-Allelfamilien RO33 (150 bis 280 bp), K1 (100 bis 300 bp) und 

Mad20 (100 bis 300 bp). Das 700 bis 900 Basenpaare lange MSP-2-Fragment, Produkt einer 

weiteren Outer-PCR, wurde in zwei Allelfamilien-spezifische Nested-PCRs eingesetzt, die 3D7-
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Allele (ca. 270 bp) und FC27-Allele (ca. 400 bp) nachwiesen. Zur Differenzierung der Nested-

PCR-Produkte wurden die Vorwärts-Primer der Nested-PCRs mit fluoreszierenden Farbstoffen 

markiert: RO33 HEX™-markiert (grün) und Mad20 und 3D7 FAM™-markiert (blau) (MWG 

Biotech, Ebersberg, Deutschland), K1 und FC27 NED™-gelabelt (gelb, bzw. schwarz in der 

GenMapper Software, vgl. Kapitel 2.6.2) (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA). 

Die Primer-Sequenzen lauten wie folgt (Robert et al. 1996):  

MSP-1, A: 5’-AAG CTT TAG AAG ATG CAG TAT TGAC-3’, B: 5’-ATT CAT TAA TTT CTT 

CAT ATC CATC-3’. K1, K1: 5’-GAA ATT ACT ACA AAA GGT GCA AGTG-3’, K2: 5’-AGA 

TGA AGT ATT TGA ACG AGG TAA AGTG. Mad 20, M1: 5’-GAA CAA GTC GAA CAG CTG 

TTA-3’, M2: 5-‘TGA ATT ATC TGA AGG ATT TGT ACG TCT TGA-3’. RO33, R1: 5-‘GCA 

AAT ACT CAA GTT GTT GCA AAGC-3’, R2: 5-‘AGG ATT TGC AGC ACC TGG AGA TCT-

3’. MSP-2, 1: 5-‚ATG AAG GTA ATT AAA ACA TTG TCT ATT ATA-3’, 4: 5-‘ATA TGG CAA 

AAG ATA AAA CAA GTG TTG CTG-3’; 2: 5‘-AAC GAA TTC ATA AAC AAT GCT TAT AAT 

ATG AGT-3’, 3: 5-‘GAT GAA TTC TAG AAC CAT GCA TAT GTC CAT GTT-3’.  

Materialien: vgl. Kapitel 2.5.1 

Methoden:  

Outer-PCR (20 µl PCR-Ansatz): 

- DNA-Probe 2 µl 

- Forward- und Reverse Primer je 0,5µl 

- dNTPs 0,4 µl 

- 10x Puffer 2 µl 

- Taq DNA-Polymerase 0,12 µl 

- H2O 14,48 µl.    

Nested-PCR (20 µl PCR-Ansatz):  

 -     DNA-Probe 1 µl 

- Forward- und Reverse Primer je 0,5 µl 

- dNTPs 0,4 µl 

- 10xPuffer 2 µl 

- Taq DNA-Polymerase 0,12 µl 

- H2O 15,48 µl.  
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Die PCRs wurden unter folgenden Bedingungen im T3 Thermocycler (Biometra GmbH, Göttin-

gen, Deutschland) durchgeführt:  

Outer-PCR MSP-1:  

- a) Initiale Denaturierung 95°C  4 min. 

- b) Denaturierung 94°C  30 sec. 

- c) Annealing  56°C  40 sec. 

- d) Extension  72°C  40 sec.  

- e) Wiederholung von b) bis d) in 40 Zyklen 

- f) Finale Extension  72°C  10 min. 

- g) Abkühlen auf 4°C.  

Outer-PCR MSP-2:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR MSP-1, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 52°C.  

Nested-PCR RO33:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR MSP-1, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 63°C.  

 Nested-PCR Mad20:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR MSP-1, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 65°C.  

Nested-PCR K1:  

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR MSP-1, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 66°C.  

Nested-PCRs 3D7 und FC27: 

Die PCR-Bedingungen entsprechen denjenigen der Outer-PCR MSP-1, bis auf c): Annealing-

Temperatur: 55°C, sowie Wiederholung von b) bis d) in 38 Zyklen.  

2.6.2 Genetic Analyser 

Die Fragmentgrößen der MSP-1- und MSP-2-Nested-PCR-Produkte (vgl. Kapitel 2.6.1) wurden 

mit einer Auflösung von einem Basenpaar auf dem ABI PRISM® 3100 Genetic Analyser unter 

Einsatz der GENEMAPPER® 3.5 Software (Applied Biosystems) ermittelt. Die PCR-Produkte 
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wurden im Verhältnis 1:4 mit H2O verdünnt. 2 µl dieses Eluats wurden mit jeweils 15 µl HiDi™-

Formamid und 0,25 µl GeneScan®-ROX500™-Längenstandard (Applied Biosystems) vermischt 

und wie folgt untersucht: Die DNA-Fragmente wurden denaturiert, die Einzelstränge dann 

elektrophoretisch im Polymer (POP6) aufgetrennt. Die fluoreszierenden Farbstoffe, mit denen 

die Primer markiert waren (vgl. Kapitel 2.6.1), wurden mit einem Laser angeregt und ermöglich-

ten die Erstellung eines virtuellen Gelbildes. Der Kapillarsequenzer arbeitete dabei mit 16 Kapil-

laren, in denen die Proben getrennt voneinander verarbeitet wurden; eine Verfälschung des Er-

gebnisses durch Nachbarproben wurde so verhindert. Die GENEMAPPER®-Software erstellte 

ein Elektropherogramm; sie setzte die Fragmentlängen in Peaks unterschiedlicher Intensität um 

und benannte diese mit Allelnamen (in ganzen Zahlen), die einer gerundeten Anzahl von 

Basenpaaren entsprachen (siehe Labordokumentation 3 und 4). Die Signalintensität von 80 Fluo-

reszenz-Einheiten wurde als unterer Grenzwert gewählt, um Allel-Peaks von Hintergrundsigna-

len zu unterscheiden.  
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Labordokumentation 3: GENEMAPPER-Darstellung K1-Fragmente in schwarz, Mad20-

Fragmente in blau und RO33-Fragmente in grün (siehe Erklärung zu Labordokumentation 4). 

 

 

Labordokumentation 4: GENEMAPPER-Darstellung: MSP-2-PCR-Produkte als Peaks: Positi-

on auf der x-Achse entsprechend der Fragmentlänge des PCR-Produkts in Basenpaaren, Höhe 

des Peaks auf der y-Achse entsprechend der Intensität des Signals in Fluoreszenzeinheiten. Mit 

fluoreszierenden Farbstoffen markierte Primer zeigen im GENEMAPPER-Programm 3D7-

Fragmente in blau und FC27-Fragmente in grün.   
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2.7 Falldefinitionen und diagnostische Parameter 

Malaria wurde definiert als asexuelle Parasitämie mit entweder einer rektal gemessenen Körper-

temperatur von ≥ 38,0°C oder anamnestisch Fieber oder Krankheitszeichen in den letzten 48 

Stunden. Fieber, Abgeschlagenheit, Anämiezeichen wie blasse Lidränder und Handflächen und 

Tachypnoe bezeichneten eine symptomatische Infektion. Eine andere Ätiologie der Krankheit 

(Infekt der Atemwege, Harnwegsinfekt, Meningitis, Gastroenteritis) wurden, wenn möglich, kli-

nisch ausgeschlossen. Der Hämoglobinwert der Kinder floss in die klinische Einschätzung der 

Untersucherin oder des Untersuchers vor Ort ein. Untersucherinnen und Untersucher waren 

deutsche oder ghanaische Ärztinnen oder Ärzte oder deutsche Medizinstudentinnen und -

studenten in einem fortgeschrittenen klinischen Semester. Bei den Studienkindern wurde nicht 

wie in einem Krankenhauskollektiv per se von einer Krankheit ausgegangen.  

Die Bezeichnung symptomatische Parasitämie entspricht der Definition für Malaria. Als asymp-

tomatische Parasitämie wurde eine asexuelle Parasitämie ohne Symptome und mit einer Körper-

temperatur unter 38,0°C definiert.  

Malariaanämie wurde definiert als eine Parasitämie zusammen mit einem Hämoglobinwert von < 

7,5 g/dl. Der Hämoglobinwert wurde vor Ort im Kapillarblut mittels eines Stichs in die Ferse 

oder Fingerkuppe des Kindes mit einem HemoCue-Photometer ermittelt (HemoCue Hemoglobin 

Analyzer, HemoCue GmbH, Großostheim, Deutschland). Die Hämoglobinmessung beruht auf 

dem Prinzip der Transmissionsphotometrie; 10 µl Vollblut  werden für eine einzelne Messung 

benötigt. 

2.8 Datenanalyse 

Statistische Auswertungen wurden vorgenommen mit der STATA® 8.2 Software (StataCorp LP, 

College Station, USA), mit JMP®, Version 5.0.1 (SAS Institute Inc., Cary, NC, USA) und Mic-

rosoft Excel®.  

Die größere Anzahl von entweder MSP-1- oder MSP-2-Fragementen im Isolat eines Individuums 

ging in die Beschreibung des Ausmaßes der Multiplizität dieser einzelnen Infektion (multiplicity 

of infection, MOI) ein. Der MOI-Mittelwert errechnete sich, indem die Summe der individuellen 

MOIs durch die Anzahl der Proben, die mittels PCR als P.-falciparum-positiv gewertet worden 

waren, geteilt wurde. Die Diversität einer Infektion wurde als Anteil ihrer MSP-Allele an der 

Gesamtheit aller MSP-Fragmente dargestellt.  
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Chi-square-Tests lieferten Aussagen über den Vergleich der Prävalenz der Infektion in der Re-

gen- und Trockenzeit. Zur Beurteilung eines Effekts dienten odds ratios (OR) mit einem 

Konfidenzintervall von 95%. Bei nicht-normal verteilten Parasitämien und MOIs ermöglichten 

Wilcoxon-Tests, saisonale Variationen darzustellen. Ein P-Wert von < 0,05 wurde als signifikant 

betrachtet.  
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3 Ergebnisse 

3.1 Ergebnisse der Mikroskopie 

3.1.1 Prävalenz und Parasitämien 

Von 1070 untersuchten Dicken Tropfen im Zeitraum Januar bis Dezember 2003 wurden 144 als 

mikroskopisch positiv für Plasmodien gewertet. Die Prävalenz der Plasmodieninfektion bei drei 

Monate alten Kindern lag im Untersuchungszeitraum bei 13,5%. 140 der 144 Infektionen waren 

Monoinfektionen mit P. falciparum (97,2%). In drei Fällen lag eine Mischinfektion von P. 

falciparum und P. ovale vor (K18, K344, K512). Eine Monoinfektion mit P. ovale (K694) wurde 

gefunden.  

Die Parasitämien der 144 infizierten Kinder reichten von 24 bis 45180 Erregern/µl. Der Median 

der Parasitendichte lag bei 1200 Parasiten/µl mit einer oberen Quartile von 3230 Parasiten/µl 

und einer unteren Quartile von 263 Parasiten/µl (Mittelwert der Parasitämie 2689 Parasiten/µl, 

Standardabweichung 4826 Parasiten/µl). 

3.1.2 Qualität der Mikroskopie 

Die Abbildungen 3 und 4 beschreiben, welche Schwankungen zwischen den Leseergebnissen 

eines Präparats vorlagen.  
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3.1.2.1 Relative Schwankungen der mikroskopischen Lesungen 
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Abbildung 3: Schwankungen der zwei bzw. drei mikroskopischen Lesungen 

Abbildung 3 integriert alle Präparate, die mindestens ein Mal als Plasmodien-positiv beurteilt 

wurden (n = 199). Sie beschreibt den Minimal- (min) und Maximalwert (max) der zwei bzw. drei 

Lesungen in Bezug auf den daraus errechneten Mittelwert. Es zeigt sich, dass min und max an 

den Mittelwert heran rücken, wenn dieser – bei Infektionen mit größerer Parasitendichte – höhe-

re Werte einnimmt: (max-min)/Mittelwert liegt dann zwischen 0 und 1. Bei Parasitämien auf 

niedrigerem Niveau zeigt sich eine größere Varianz der Lesungen: (max-min)/Mittelwert wird 

>1, wenn die Werte sehr voneinander abweichen und/oder eine von drei Lesungen mit 0 Parasi-

ten/µl definiert worden war.  

Punkte, die sich an y = 3 häufen, verdeutlichen beispielsweise folgende Konstellation: 1. Lesung: 

16 Parasiten/µl, 2. und 3. Lesung: 0 Parasiten/µl. Damit wird (max-min)/Mittelwert = (16-

0)/5,3333 ≈ 3. Weitere 54 Lesungen bieten mit ebenfalls zwei negativen Lesungen eine ähnliche 

Konstellation.  
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3.1.2.2 Verteilung von Median, Mittelwert und Maximalwert  
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Abbildung 4: Median, Mittelwert und Maximalwert der mikroskopischen Lesungen in Parasi-

ten/µl (y-Achse), 199 Slides mit mindestens einer positiven Lesung (x-Achse) 

Abbildung 4 setzt Median, Mittelwert und Maximalwert der zwei bzw. drei mikroskopischen 

Lesungen jeweils eines Präparats in Bezug zueinander. 199 Slides fließen in die Kurve ein: Sie 

sind auf der x-Achse aufgetragen, sortiert nach dem Median der Parasitendichte in aufsteigender 

Richtung. Die ersten 55 sind Plasmodien-negativ bei einer positiven Lesung; weitere 144 sind 

Plasmodien-positiv. Die 199 Präparate verteilen sich mit zunehmender Parasitendichte bezogen 

auf den Median von links nach rechts. Die Präparate 1 bis 55 (Plasmodien-negativ) weisen einen 

Median von 0 auf; im Bereich 50 bis 55 der X-Achse beschreiben die jeweils positiven Lesungen 

jedoch hohe Parasitämien, die in diesem Fall von schlechter Lesequalität oder Verwechslungen 

der Präparate zeugen. Ab Slide 56 steigt die grüne Median-Kurve stetig an; ihr gleichmäßiger 

Anstieg spiegelt das breite Spektrum an Parasitämien wider. Idealerweise sollten bei guter mik-

roskopischer Lesequalität Median und Mittelwert aufeinander fallen. Der Maximalwert bildet die 

obere Begrenzung der Grafik.  
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3.2 DNA-Isolierung 

Zwei Methoden der DNA-Extraktion (vgl. Kapitel 2.3) sollten anhand einer kleinen Stichprobe 

verglichen werden, um die DNA aller Blutproben dann mittels der besseren Methode zu isolie-

ren, um ein vergleichbares Ergebnis der molekulargenetischen Untersuchungen zu erreichen. 

Filter-Papiere und entsprechende Kapillarblutproben von elf Kindern, die eine mikroskopisch 

gesicherte (doppelte unabhängige Lesung) Plasmodieninfektion aufwiesen, wurden zufällig aus-

gewählt, die DNA isoliert (vgl. Kapitel 2.3) und Plasmodien-Fragmente amplifiziert (vgl. Kapitel 

2.5.1). Es zeigte sich, dass alle PCRs von elf ausgewählten Filter-Papier-Eluaten positiv für 

Plasmodien waren (100%); nur sechs von elf PCRs, deren DNA-Template per Macherey-Nagel-

Methode aus 50-100 µl Kapillarblut isoliert worden war, zeigten auf dem Agarosegel Banden 

(54,6%). Es zeigte sich kein Zusammenhang zwischen PCR-Ergebnis und Parasitämie. Methode 

unserer Wahl für die DNA-Extraktion aller Isolate war im Folgenden die DNA-Isolierung aus 

Filter-Papieren der Firma Schleicher&Schuell.  

Einhundertdrei Proben auf Filter-Papiere eines anderen Herstellers wurden wegen mangelhafter 

Qualität aus allen weiteren molekulargenetischen Untersuchungen ausgeschlossen. Diese waren 

Proben der Studienkindern K1 bis K103 zugeordnet. Die neun mikroskopisch gesicherten 

Plasmodieninfektionen innerhalb dieser Gruppe konnten molekularbiologisch (vgl. Kapitel 2.5.1) 

auch nach mehrmaligen (zwei bis vier) Versuchen nur in einem einzigen Fall nachgewiesen wer-

den.  

3.3 Messung der DNA-Konzentration mittels Fluoreszenz-Methodik 

(PicoGreen) 

DNA von 20 Eluaten aus Filter-Papieren wurde mittels der PicoGreen-Methode quantifiziert 

(vgl. Kapitel 2.4). Bei allen Proben wurden Plasmodien mikroskopisch nachgewiesen. Der Plas-

modien-DNA-Gehalt lag bei allen 20 Eluaten im nicht messbaren Bereich, obwohl die PCR 

plasmoidale DNA amplifizieren konnte.  

Die PicoGreen-Intentionsmessungen von zehn Eluaten der Macherey-Nagel-Kapillarblut-

Methode (vgl. Kapitel 2.3), die ebenfalls - wie aus mikroskopischen Paralleluntersuchungen be-

kannt – eine Plasmodieninfektion aufwiesen, lieferten nur positive Ergebnisse: Der plasmoidale 

und humane DNA-Gehalt entsprach im Median 22,9 ng. Der Anteil plasmoidaler DNA in der 

Gesamt-DNA kann allerdings nicht ermittelt werden. Die Amplifizierung plasmoidaler DNA und 

ihre Visualisierung mittels Gelelektrophorese gelang jedoch nur bei sechs der zehn Proben.   
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3.4 Genus- und Spezies-spezifische PCR 

3.4.1 Prävalenz der Infektion 

103 Filter-Papiere konnten nicht verwertet werden (vgl. Kapitel 3.2), weitere neun Filter-Papiere 

(K304 bis K311 und K602) aus der Kohorte von 1070 Studienkindern waren nicht verfügbar. 

139 der 958 Proben erwiesen sich in der PCR als positiv für Plasmodien. Die hieraus resultieren-

de Prävalenz von 14,5% lag somit in der selben Größenordnung wie das mikroskopische Resul-

tat (Prävalenz = 13,5%, vgl. Kapitel 3.1.1). Die Schnittmenge der mikroskopisch und molekular-

genetisch definierten Plasmodieninfektionen betrug 106. Dreiunddreißig positive PCR-

Ergebnisse können somit als submikroskopisch eingestuft werden (3,4%) oder waren falsch posi-

tiv. Wird von der Richtigkeit sowohl der Mikroskopie als auch der PCR ausgegangen, ergibt sich 

eine Prävalenz von insgesamt 16,5% in der Studiengruppe ((144+33)/1070, vgl. Kapitel 3.1.1).  

3.4.2 Speziesdifferenzierung 

Von 139 positiven Spezies-spezifischen PCR-Ergebnissen waren 120 (86,3%) in der Genus-

spezifischen PCR für P. falciparum positiv. Zwei P. malariae-Infektionen wurden detektiert, so-

wie eine Mischinfektion mit P. falciparum und P. malariae. 16 Proben blieben in der Genus-

spezifischen PCR ohne Ergebnis. Eine P. ovale-Infektion ließ sich nicht nachweisen bei jeweils 

mitlaufender positiver P. ovale-Kontrolle.  

3.5 Vergleich Mikroskopie und PCR 

3.5.1 PCR-Nachweis von Plasmodien und Parasitendichte 

In den Vergleich der Methoden PCR und Mikroskopie zum Nachweis von Plasmodien gingen 

958 Proben ein (vgl. Kapitel 3.4). Die Zahl der positiv gewerteten dicken Tropfen betrug 133. 

Von diesen 133 mikroskopisch gesicherten Plasmodieninfektionen wurden 106 molekulargene-

tisch bestätigt (79,7%); die restlichen 27 DNA-Proben waren in den Plasmodien-spezifischen 

PCRs negativ. Abbildung 5 setzt positive und negative PCR-Ergebnisse bei positivem Dicken 

Tropfen in Relation zu der entsprechenden Parasitendichte. Die 106 Plasmodien-positiven Di-

cken Tropfen, deren Ergebnisse durch die PCR bestätigt wurden, wiesen eine höhere Parasiten-

dichte auf (geometrisches Mittel = 1479,7 Parasiten/µl) als die übrigen 27 (geometrisches Mittel 

= 110,1 Parasiten/µl), die die PCR als falsch negativ wertete (p<0,001). Der Median lag bei 1660 

Parasiten/µl versus 66 Parasiten/µl. Im Bereich der 25%- bis 75%-Quartile lag die Parasitendich-
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te im ersten Fall zwischen 730 und 3930 Parasiten/µl, im zweiten Fall zwischen 40 und 236 Pa-

rasiten/µl, (vgl. Box Plots, Abbildung 5). Falsch negative PCR-Ergebnisse gehen also einher mit 

geringeren Parasitämien.  

 

Abbildung 5: 133 mikroskopisch gesicherte Plasmodieninfektionen, Parasitendichte von PCR-

negativer versus PCR-positiver Gruppe (rot: Box Plots, rotes Rechteck: 25-75%-Quartile, darin 

grün Median-Linie).  

3.5.2 Sensitivität, Spezifität und positiver prädiktiver Wert der PCR 

Die Sensitivität und Spezifität der PCR sowie der positive prädiktive Wert errechnen sich mit 

Hilfe von 4-Felder-Tests. Als Goldstandard wurde die mikroskopische Lesung gewählt. Insge-

samt wurde eine Sensitivität von 80% erreicht (106 PCR-Proben waren richtig positiv von 133 

mikroskopisch positiven Proben). Erst bei steigenden Parasitämien erhöhte sich die diagnosti-

sche Aussagekraft der Plasmodien-spezifischen PCR. Wurde beispielsweise erst eine Parasiten-

dichte von mindestens 300 Parasiten/µl als positiv gewertet, erhöhte sich die Sensitivität der 

PCR deutlich auf 94,8%. Bei Parasitämien von 600 Parasiten/µl wurde die maximale diagnosti-

sche Sensitivität der PCR mit 96,6% erreicht, allerdings auf Kosten der Spezifität (vgl. Abbil-

dung 6). 
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Abbildung 6: Sensitivität und Spezifität der PCR im Vergleich zur Mikroskopie als Referenz in 

Abhängigkeit von verschiedenen Parasitämien, n=958.  

 Alle: 
> 0 Parasiten/µl 

mikroskop.pos. 
ab 100 Parasi-

ten/µl 

Mikroskop.pos. 
ab 200 Parasi-

ten/µl 

mikroskop.pos. 
ab 300 Parasi-

ten/µl 
Sensitivität 106/(106+27) 100/(100+10) 95/(95+8) 91/(91+5) 
Spezifität 792/(792+33) 809/(809+39) 811/(811+44) 814/(814+48) 

     
Mikrosk.pos (n) 133 110 103 96 

PCR pos. (n) 139 139 139 139 
PCR neg. (n) 819 819 819 819 

PCR pos., wenn 
Mikros.pos. (n) 106 100 95 91 

 

 
mikroskop.pos. 

ab 400 
Parasiten/µl 

mikroskop.pos. 
ab 500 

Parasiten/µl 

Mikroskop.pos. 
ab 600 

Parasiten/µl 

mikroskop.pos. 
ab 700 

Parasiten/µl 
Sensitivität 88/(88+5) 87/(87+4) 85/(85+3) 84/(84+3) 
Spezifität 814/(814+51) 815/(815+52) 816/(816+54) 816/(816+55) 

     
Mikrosk.pos (n) 93 91 88 87 

PCR pos. (n) 139 139 139 139 
PCR neg. (n) 819 819 819 819 

PCR pos., wenn 
Mikros.pos. (n) 88 87 85 84 
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3.5.3 Prävalenzen der Spezies 

Tabelle 1 gibt die Ergebnisse der Speziesdifferenzierung wider. Bei 78,3% bzw. 72,3% der Plas-

modien-infizierten Kinder konnte mikroskopisch bzw. mittels PCR eine P.-falciparum-Infektion 

gesichert werden. Der prozentuale Anteil bezieht sich hierbei auf alle nachgewiesenen Infektio-

nen und ist deshalb geringer als der Anteil der mikroskopisch detektierten P.-falciparum-

Infektionen in der Gruppe der positiven Dicken Tropfen (97%, vgl. Kapitel 3.1). Mikroskopisch 

ließen sich eine P.-ovale-Monoinfektion, molekulargenetisch zwei P.-malariae-Monoinfektionen 

nachweisen. Der Anteil gemischter Infektionen lag lediglich im Bereich von 1% (P.-ovale-/P.-

falciparum-Mischinfektion mikroskopisch 1,2%; P.-malariae-/P.-falciparum-Mischinfektion 

0,6%). In der Mikroskopie ließ sich keine P.-malariae-Infektion darstellen. Die PCR zeigte für P. 

ovale bei laufenden positiven Kontrollen stets negative Ergebnisse an. Die Prävalenz der 

Plasmodieninfektion lag in der Gruppe der 958 Kinder insgesamt bei 17,3% (positive Mikrosko-

pie n=133 und positive PCR, submikroskopisch n=33). Die submikroskopische Prävalenz betrug 

3,4%. 

Tabelle 1: Vergleich PCR und Mikroskopie: Speziesdifferenzierung zwischen P. falciparum 

(P.f.), P. ovale (P.o.) und P. malariae (P.m.). 

 Mikroskopie  

PCR P. f. P. o. P. f. + P. o P. m. Negativ Summe 

P. f. 93 0 1 0 26 120 
(72,3%) 

P. o. 0 0 0 0 0 0 (0%) 

P. m. 2 0 0 0 0 2 (1,2%) 

P. f. + P. m. 1 0 0 0 0 1 (0,6%) 

ohne Spe-
zies-

nachweis 
9 0 0 0 7 16 (9,6%) 

negativ 25 1 1 0 0 27 (16,3%) 

Summe 130 
(78,3%) 1 (0,6%) 2 (1,2%) 0 (0%) 33 (19,9%) 166 
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3.6 MSP-1- und -2-Genotypisierung 

3.6.1 MSP-1- und -2-Längenpolymorphismen 

Mittels der MSP-Genotypisierung wurden 380 MSP-1-Fragmente amplifiziert und 75 unter-

schiedliche MSP-1-Allele identifiziert, darunter 35 zugehörig der K1-Familie, 31 der Mad20-

Familie und 9 der Ro33-Familie. Die parasitäre Diversität lag somit insgesamt bei 19,7% 

(75/380). In der K1-Familie fand sich die höchste Anzahl von Fragmenten (n=153, 40,3%); die 

Anzahl der Mad20-Fragmente betrug dagegen nur 89 (23,4%). Bei nur neun unterschiedlichen 

Ro33-spezifischen-Fragmenten waren diese 138 Mal vertreten (36,3%).  

Die MSP-2-Genotypisierung erbrachte 80 unterschiedliche Allele bei einer Gesamtanzahl von 

530 MSP-2-Fragmenten. 47 der Allele gehörten zur 3D7-Familie, 33 zur FC27-Familie. Die pa-

rasitäre Diversität der Infektion betrug daher 15,1% (80/530). Die Anzahl der 3D7-spezifischen 

Fragmente belief sich auf 331 (62,5%); die FC27-Familie wies 199 Fragmente auf (37,5%).  

Die Längenpolymorphismen der MSP-1- und -2-Fragmente waren nicht normal verteilt (vgl. 

Abbildungen 7 und 8).  
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Abbildung 7: Längenpolymorphismen der MSP-1-Familie RO33, Mad20 und K1. 
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Abbildung 8: Längenpolymorphismen der MSP-2-Familie FC27 und 3D7. 

3.6.2 Diversität der Infektion 

MSP-Untersuchungsgruppe 

Insgesamt wurden 166 PCR- oder Mikroskopie-positive Proben für die MSP-1- und -2-PCR 

Genotypisierung eingesetzt. Unter den 139 Proben, die in der Spezies-spezifischen PCR positiv 

waren, gelang der Plasmodiennachweis per MSP-1- und/oder -2-PCR bei 137 Proben. Die 27 

Eluate, die sich in der Plasmodien-spezifischen PCR als negativ erwiesen hatten, aber mikrosko-

pisch positiv waren, erbrachten in 18 Fällen (66,7%) ein positives Ergebnis in der MSP-1- 

und/oder MSP-2-PCR. Unter 33 Proben mit positiver Plasmodien-spezifischer PCR, aber negati-

vem Dicken Tropfen, bestätigte die MSP-Genotypisierung in 32 Fällen (97%) das Vorliegen ei-

ner Infektion mit Plasmodien.  

155 Kinder (137+18) wurden mittels der MSP-1- und -2-PCR hinsichtlich der Diversität ihrer 

molekulargenetisch und/oder mikroskopisch gesicherten Plasmodieninfektion untersucht. 
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3.6.2.1 Klonanzahl im Mittel 

Die mittlere Klonanzahl der infizierten Kinder lag bei 3,9 (+/-2,4 Standardabweichung). Die mi-

nimale Klonanzahl eines infizierten Kindes betrug 1, die maximale Klonanzahl war 14. Der Me-

dian betrug 3 bei einer 25%-Quartile von 2 und einer 75%-Quartile von 6.  

3.6.2.2 Multiklonalität und Parasitendichte 

Im Folgenden soll die Komplexität der Infektion in Relation zur Parasitämie des Kindes gesetzt 

werden. Tabelle 2 beschreibt die Klonanzahl in einzelnen Untergruppen, unterteilt nach Nach-

weismethode und/oder Parasitendichte: Mikroskopisch gesicherte Infektionen mit einer 

Parasitämie von ≤1000 P./µl wiesen im Mittel eine Klonanzahl von 3,0 (+/-1,8) auf. Bei submik-

roskopischen Infektionen konnte bei zweifacher negativer mikroskopischer Lesung ebenfalls von 

relativ niedrigen Parasitämien ausgegangen werden, die Klonzahl betrug im Mittel 3,2 (+/-1,7). 

Eine hohe Parasitendichte ab 1001 Parasiten/µl scheint mit einer erhöhten Diversität einherzuge-

hen (im Mittel 4,9 Klone, +/-2,5). 

Tabelle 2: Plasmodien-infizierte Kinder (n=155), Gruppierung nach Nachweismethode bzw. Pa-

rasitendichte. 

 
Mittlere 
Klon- 

Anzahl 

Std.
abw. 

25% 
Quar-

tile 

Me-
dian 

75% 
Quar-

tile 

mikroskop.pos.  ≤100P./µl 
P. spezif. PCR neg. 

n=11 
1,9 1,4 1 1 2 

mikroskop. pos. >100 P./µl 
P. spezif. PCR neg. 

n=7 
1,6 0,8 1 1 2 

submikrosk., 
P. spezif. PCR pos. 

n=33 
3,2 1,7 2 3 5 

mikroskop. pos., ≤100 P./µl 
P. spezif. PCR pos. 

n=6 
3,5 1,4 2,25 3,5 4,75 

mikroskop pos., 
>100 P./µl ≤500 P./µl 
P. spezif. PCR pos. 

n=14 

3,1 1,8 2 2 4 

mikroskop. pos. 
>500 P./µl ≤1000 P./µl 

P. spezif. PCR pos. 
n=20 

3,7 1,8 2 3 6 
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mikroskop. pos., 
>1000 P./µl ≤10 000 P./µl 

P. spezif. PCR pos. 
N=56 

4,9 2,6 3 4 6 

mikroskop. Pos 
>10 000 P./µl 

P. spezif. PCR pos. 
n=8 

4,9 2,1 3 5 6,25 

 

Unter 27 Proben mit positivem Mikroskopieergebnis, aber negativer Plasmodien-spezifischer 

PCR, waren 18 MSP – positiv. Diese wiesen im Mittel eine Parasitendichte von 366 Parasiten/µl 

auf (vgl. Kapitel 3.1.1: mittlere Parasitendichte aller positiver Dicker Tropfen 2689 Parasiten/µl 

(n=144)). In der Gruppe dieser 18 Proben war in der MSP-1-Familie RO33 vorherrschend, das 

sich kaum polymorph zeigte (131 Basenpaare). In der MSP-2-Familie war nur das 3D7-Allel 

nachweisbar.  

Abbildung 9 zeigt den Zusammenhang zwischen Parasitendichte und Klonanzahl. Die Anzahl 

der Klone steigt linear mit dem Logarithmus der Parasitendichte (Steigung 0,68, +/- Standardab-

weichung 0,11). Die lineare Regression ist signifikant (<0,001).  

y = 0,6813x - 0,8988
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Abbildung 9: Lineare Regression: natürlicher Logarithmus (ln) der Parasitämie und Klonanzahl. 
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3.6.2.3 Multiklonalität in geschlechts- und ortsspezifischen Gruppen 

Die Polyklonalität der Plasmodieninfektion lag bei drei Monate alten Mädchen und Jungen im 

gleichen Bereich: Mädchen waren im Mittel mit 3,9 Klonen, Jungen mit 3,8 Klonen infiziert 

(vgl. Abbildung 10). 

 

Abbildung 10: Polyklonalität der Infektion bei drei Monate alten Mädchen und Jungen (grün: 

Mittelwerte, rot: Box Plot, blau: Std.abw.). 

Die 155 Kinder, deren Plasmodieninfektion hinsichtlich ihrer Polyklonalität untersucht wurde, 

leben in neun verschiedenen Dörfern im ländlichen Afigya Sekyere District, Ashanti-Region. 

Eine signifikante Variabilität in einer ortsgebundenen spezifischen Multiklonalität zeigte sich 

nicht (vgl. Tabelle 3). 

Tabelle 3: Polyklonalität in den neun Studiendörfern. 

 
Afama
naso 
n=18 

Agona 
n=15 

Asama
ng 

n=11 

Bedom
ase 

n=14 

Bipoa 
N=26 

Jamasi 
N=14 

Kona 
N=19 

Tano 
n=24 

Wiamo
ase    

n=14 
Mittlere 
Klon- 

Anzahl 
3,7 4,3 3,6 3,1 4,7 3,8 3,4 3,7 3,9 

Std.ab
w. 1,7 3,6 1,7 1,8 2,7 1,8 2,1 2,0 2,2 
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25% 
Quar-

tile 
3 2 2,5 2 3 2,25 2 2 2 

Median 3 4 3 3 4 3 2 3,5 4 

75% 
Quar-

tile 
4 5,5 4,5 3 6 5,75 5 5,25 5 

 

3.7 Saisonale Verteilung der Malariainfektion 

3.7.1 Klima, Prävalenz und Parasitendichte der Infektion 

3.7.1.1 Klima in der Ashanti-Region 

Die Proben umfassen den Zeitraum 01/2003 bis 12/2003 und ermöglichten so eine Aussage über 

die saisonale Verteilung der Malariainfektion. Tabelle 5 und Abbildung 11 beschreiben die Nie-

derschläge in Kumasi, Ashanti-Region, übers Jahr verteilt. Monate mit mehr als zehn Regenta-

gen wurden zur Regenzeit  gezählt (vgl. Kapitel 2.1), also der Zeitraum von Mai bis Oktober. 

Tabelle 5: Klimainformationen Kumasi: http://www.worldweather.org/151/c00922.htm, Quelle 

am 14.11.2006 zitiert. 

 
Mittlerer 

Regenfall 
total (mm) 

Mittlere 
Anzahl der 
Regentage 

     

Januar 15,1 2 

Februar 66,3 5 

März 137 9 

April 129,3 10 

Mai 174,4 14 

Juni 214,3 17 

Juli 157,5 14 

August 89,9 12 

September 165,2 17 

Oktober 153,3 17 

November 74,3 8 

Dezember 25,8 3 
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Abbildung 11: Meteorologische Daten, © Cramer&Leemans / Global Precipitation Climatology 

Centre Offenach (GPCC). 

3.7.1.2 Prävalenz 

Die Prävalenz der plasmoidalen Infektion schwankte in unserer Studiengruppe in Abhängigkeit 

von der Jahreszeit. In der Regenzeit (n=503) betrug die Prävalenz der Infektion durchschnittlich 

23,2%, in der Trockenzeit (n=567) sank die Prävalenz auf 8,5%. Die jahreszeitliche Differenz 

der Prävalenzen ist signifikant (p<0,001). Die höchste Prävalenz wurde im August verzeichnet 

(30%), die geringste Prävalenz im Januar und März (jeweils 8%, vgl. Abbildung 12). Dem An-

stieg der mittleren Niederschlagswerte von April bis Juni folgte zeitversetzt ein Anstieg der Prä-

valenz von Mai bis August. Auch der zweite Niederschlagsgipfel im September wurde mit einem 

Anstieg der Prävalenz einen Monat später beantwortet. Ein Hochpunkt der Prävalenz im Dezem-

ber ging nicht mit vorangehenden hohen Niederschlagswerten einher.  
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Abbildung 12: Prävalenz der Plasmodieninfektion im Kontext der mittleren Niederschlagswerte 

im Verlauf eines Jahres.  

3.7.1.3 Parasitendichte 

In der Regenzeit betrug die mittlere Parasitendichte bei 144 Kindern mit mikroskopisch gesi-

cherter Plasmodieninfektion 2851 Parasiten/µl, in der Trockenzeit 2410 Parasiten/µl, jeweils mit 

hohen Standardabweichungen (n.s.). Der Median der Parasitämie lag in der Trockenzeit etwas 

höher (vgl. Tabelle 6). 

Tabelle 6: Parasitämien in Regen- und Trockenzeit bei 144 inifzierten Kindern.  

Parasitä
mie in 
P./µl 

Mini-
mum 25% Median 75% Maxi-

mum 
Mittel-
wert 

Std. 
Abw. 

Regen-
zeit 

(n=94) 
24 202 1040 3180 45180 2851 5636 

 
Trocken-

zeit 
(n=50) 

24 351 1542 3665 12880 2410 2746 
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3.7.2 Polyklonalität 

3.7.2.1 Polyklonalität und Parasitämie im Jahresverlauf  

Abbildung 13 setzt die monatliche mittlere Parasitendichte eines infizierten Kindes in Relation 

zu der Multiplizität der Infektion. Aus der Gruppe der 155 Proben mit erfolgreicher MSP-

Genotypisierung wurden 33 mit negativer mikroskopischer Lesung ausgeschlossen. Daher gin-

gen Parasitendichte und Allelanzahl von 122 Kindern in die Abbildung ein. Die 

Plasmodieninfektionen der drei Monate alten Kinder differierten bezüglich ihrer Polyklonalität 

im Verlauf der Monate. Auffällig ist, dass Parasitendichte und Allelanzahl parallel verlaufen, 

wobei der Monat Mai mit ausgesprochen hohen Parasitämien aus der Reihe fällt. Eine lineare 

Korrelation zwischen natürlichem Logarithmus der Parasitendichte und der Allelanzahl wurde 

bereits in Kapitel 3.6.2.2 beschrieben. Der Monat Januar wurde bei unzureichender Fallzahl in-

folge mangelhafter DNA-Extraktion nicht in die Abbildung integriert.  

0

1000

2000

3000

4000

5000

6000

7000

Februar März April Mai Juni Juli August September Oktober November Dezember

m
itt

le
re

 P
ar

as
ite

nd
ic

ht
e 

in
 P

./µ
l

0

1

2

3

4

5

6

m
itt

le
re

 K
lo

na
nz

ah
l

mittere Parasitendichte in Plasm./µl Diversität der Infektion - mittlere Allelanzahl
 

Abbildung 13: Monatliche Parasitämien und Multiplizität der Plasmodien-Infektionen, n = 122.  

 Feb März April Mai Juni Juli Aug Sep Okt Nov Dez 

Mittlere 
Parasitendichte 

in P./µl 
3177 3745 1457 6583 1881 2914 1974 1799 1855 3115 1597 
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Mittlere Klonan-
zahl 5.6 4.8 3.3 4 3.2 4.9 3.7 2.9 3.2 4 3.3 

 

3.7.2.2 Polyklonalität saisonal 

Die mittlere Klonanzahl betrug in der Regenzeit (Mai bis Oktober) 3,7 (+/- 2), in der Trockenzeit 

(November bis April) 4,2 (+/-2,9), und blieb somit ohne signifikanten Unterschied.    

3.7.2.3 Diversität der Infektion 

Die MSP-1- und-2-Familie spiegelten in der Trockenzeit eine deutlich höhere parasitäre 

Diversität der Infektion wider als in der Regenzeit: Es ergab sich in der MSP-1-Familie eine pa-

rasitäre Diversität von 22% (61/278) in der Regenzeit und von 44,1% (45/102) in der Trocken-

zeit (signifikanter Unterschied, p<0,001). Die parasitäre Diversität in der MSP-2-Familie betrug 

in der Regenzeit 17,7% (67/379) und in der Trockenzeit 29,8% (48/161) (signifikanter Unter-

schied, p<0,001). Die Abbildungen 14 bis 18 bilden die Präsenz der verschiedenen MSP-1- und -

2-Polymorphismen in Abhängigkeit von Regen- und Trockenzeit ab. 
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Abbildung 14: Längenpolymorphismen der Ro33-Familie (MSP1) in Trocken- und Regenzeit. 
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Abbildung 15: Längenpolymorphismen der Mad20-Familie (MSP1) in Trocken- und Regenzeit. 
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Abbildung 16: Längenpolymorphismen der K1-Familie (MSP1) in Trocken- und Regenzeit. 
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Abbildung 17: Längenpolymorphismen der FC27-Familie (MSP2) in Trocken- und Regenzeit. 
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Abbildung 18: Längenpolymorphismen der 3D7-Familie (MSP2) in Trocken- und Regenzeit.  
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3.8 Klinische Parameter der Studienkinder 

3.8.1 Symptomatik der Infektion 

3.8.1.1 Klinisches Bild des Plasmodien-infizierten Kindes und Polyklonalität 

Von 956 Kindern lagen klinische Daten sowie ein Ergebnis der Plasmodien-spezifischen PCR 

vor. Unter ihnen boten 42 Kinder eine symptomatische Malaria. Weitere 97 Kindern hatten eine 

asymptomatische Plasmodieninfektion. In beiden Gruppen lag die mittlere Klonanzahl bei 3,9 

(jeweils +/- 2,3 Standardabweichung). In symptomatischen und asyptomatischen Plasmodien-

infizierten Kindern zeigte sich somit kein Unterschied in der Komplexität der Infektion.  

3.8.1.2 Klinisches Bild und Parasitendichte 

Symptomatische Kinder mit Plasmodieninfektion wiesen im Mittel eine höhere Parasitendichte 

auf (im Mittel 4697 Parasiten/µl) als klinisch inapparente Kinder (im Mittel 1981 Parasiten/µl) 

(vgl. Abbildung 19) (nicht signifikant).  

 

Abbildung 19: Klinisches Korrelat der Kinder mit nachgewiesener Plasmodieninfektion in Rela-

tion zur mittleren Parasitendichte (n = 144). 
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3.8.2 Hämoglobinwert-Veränderungen  

3.8.2.1 Hämoglobin-Mittelwerte im Verlauf eines Jahres 

Bei 1060 der 1070 Studienkinder lagen Daten inklusive der Hämoglobinwerte vor. Innerhalb des 

Jahres 2003 wurden kontinuierlich drei Monate alte Kinder in die Studie aufgenommen. In den 

Monaten Mai bis August innerhalb der Regenzeit war die Prävalenz der Plasmodieninfektion 

besonders hoch; im September und Oktober dann konnte ein deutlicher Abfall der mittleren 

Hämoglobinwerte beobachtet werden (vgl. Abbildung 20). In den Monaten November bis Febru-

ar stiegen  die Hämoglobinwerte wieder an und erreichten im Februar ihren Maximalwert. Die 

Infektionsprävalenz lag im September bis Dezember im mittleren Bereich. Von März bis Mai 

war eine erneute Reduktion der mittleren Hämoglobinwerte zu verzeichnen. Im Januar bis April 

war die Infektionsprävalenz niedriger als 10%. Von Mai bis Juni dann kam es zu einem deutli-

chen Anstieg der Hämoglobinkurve. 
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Abbildung 20: Hämoglobinwerte im Mittel im Verlauf der Monate in Relation zur Prävalenz der 

Infektion, n = 1060.  
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3.8.2.2 Anämie und Parasitendichte 

Der Hämoglobin-Normbereich liegt bei drei Monate alten Kindern bei 9,5 bis 14 g/dl. Von 1060 

Kindern mit Angabe eines Hämoglobinwertes hatten 252 Kinder eine Anämie mit einem 

Hämoglobinwert von unter 9,5 g/dl, darunter 63 mit positivem mikroskopischem 

Plasmodiennachweis.  

Abbildung 21 zeigt, dass bei infizierten Kindern mit Anämie die mittlere Parasitendichte höher 

war als bei Infektionen, die nicht mit einem Abfall des Hämoglobinwerts einhergingen (im Mittel 

3650 Parastien/µl versus 1942 Parasiten/µl, nicht signifikant, p = 0,051). Der geometrische Mit-

telwert der Parasitendichte der infizierten Kinder betrug 1445,4 Parasiten/µl bei einem 

Hämoglobinwert < 9,5 g/dl (n = 63) und lag bei einem Hämoglobinwert von >/= 9,5 g/dl bei 

580,1 Parasiten/µl (n = 79).   

 

Abbildung 21: Parasitendichte 142 infizierter Kinder in Relation zu normwertigen bzw. ernied-

rigten Hämoglobinwerten.  

Die Hämoglobinwerte der Kinder mit positiver PCR-Plasmodiendiagnostik waren im Mittel sig-

nifikant niedriger (9,6 g/dl) als die Hämoglobinwerte der nicht-infizierten Kinder (im Mittel 10,5 
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g/dl, p < 0,0001) (vgl. Abbildung 22). Nach mikroskopischer Diagnostik lag der 

Hämoglobinwert im Mittel ebenfalls bei 9,6 g/dl versus 10,5 g/dl (p < 0,0001) bei positivem 

bzw. negativem Dicken Tropfen. Der mittlere Hämoglobinwert submikroskopischer Infektionen 

lag bei 10,1 g/dl (vgl. Abbildung 23).  

 

Abbildung 22: Hämoglobinwerte und positive bzw. negative Ergebnisse der Plasmodien - spezi-

fischen PCR, n = 946 (958 Proben mit PCR-Ergebnis, jedoch 12 Proben ohne Hb-Angabe). 
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Abbildung 23: Hämoglobinwerte und positive und negative Mikroskopieergebnisse bzw. sub-

mikroskopische Infektionen. 

3.8.2.3 Hämoglobinwert als Diagnoseparameter 

Abbildung 24 prüft, ob sich der Hämoglobinwert allein als diagnostischer Test eignet, um auf das 

Vorhandensein einer Plasmodieninfektion zu schließen. Wird beispielsweise der 

Hämoglobinwert 8,5 g/dl als Grenzwert gewählt, schreibt der Test allen Kindern mit einem 

Hämoglobinwert von </= 8,5 g/dl eine Plasmodieninfektion zu, den Kindern mit einem höheren 

Hämoglobinwert nicht. In diesem Fall erreichte der Test jedoch eine Sensitivität von nur 24,6% 

bei einer Spezifität von 93,7%, einen positiven prädiktiven Wert von 37,6% und einen negativen 

prädiktiven Wert von 88,9%. Der höchste prädiktive Wert (50%) wird bei einem Hämoglobin-

Grenzwert von 7,5g/dl erreicht (vgl. Abbildung 24).  
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Abbildung 24: Hämoglobin-Grenzwerte als Diagnoseparameter für das Vorhandensein einer 

Plasmodieninfektion (n = 1060, darunter 142 positive Dicke Tropfen).  

3.8.2.4 Hämoglobinwert und Klonanzahl 

Die mittlere Klonanzahl der infizierten Kinder lag bei 3,9. Die Tabellen 7 und 8 zeigen, dass die 

Multiplizität der P.-falciparum-Infektion nicht mit dem Hämoglobinwert assoziert war. Bei In-

fektionen mit 9 oder mehr Klonen lagen alle Hb-Werte bei <9 g/dl (jedoch nur n=3).  

Tabelle 7: Multiplizität der P.-falciparum-Infektion stratifiziert nach Hämoglobinwerten. 

Hb in g/dl Anzahl n mittlere Allelan-
zahl Std.Abw. 

< 7 4 3,5 1,73 

≥7<8 14 3,6 1,79 

≥8<9 31 3,8 3,81 

≥9<10 29 4,2 4,24 

≥10<11 50 3,8 2,13 

≥11<12 19 3,6 2 

≥12<13 5 4 1,87 

≥13<14 2 4,5 0,71 
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Tabelle 8: Hämoglobinwerte stratifiziert nach Multiplizität der P.-falciparum-Infektion 

(Multiplizität = Anzahl der MSP-Allele pro Isolat).  

Multiplizität n Hb  
Mittelwert (g/dl) Std.Abw. 

1 17 9,9 1,11 

2 35 9,6 1,46 

3 33 9,4 1,6 

4 15 9,7 1,79 

5 16 9,8 1,48 

6 18 10 1,51 

7 13 9,7 1,24 

8 4 10 0,74 

9 1 8,5  

14 2 8,7 0,85 
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4 Diskussion 

4.1 DNA-Isolierung aus Filter-Papieren 

Eine hohe Sensitivität der Plasmodien-PCR nach Filter-Papier-DNA-Extraktion wurde bereits 

mehrfach beschrieben (Bereczky et al. 2005, Chaisomchit et al. 2003; Cox-Singh et al. 1997; 

Singh B et al. 1996). Zwar liegen Hinweise auf die Beeinträchtigung der Sensitivität bei einer 

Umgebungstemperatur von 30°C und einer Luftfeuchtigkeit von 60% - wie in den Tropen ty-

pisch - vor (Farnert et al. 1999a), die Vorteile der Filter-Papiere gegenüber der DNA-Extraktion 

aus Kapillarblut in Form von einfacher, kostengünstiger Handhabe, unkomplizierten Lager- und 

Transportbedingungen und reduziertem Kontakt mit potentiell infektiösem flüssigem Blut liegen 

jedoch auf der Hand. Zudem ist eine Verbesserung der Qualität der Filter-Papiere mit zunehmen-

der Lagerungsdauer zu beobachten, was sich durch einen Rückgang inhibitorischer PCR-

Faktoren erklären könnte (Chaorattanakawee et al. 2003). Andernorts wurden auch zuverlässige 

PCR-Ergebnisse aus gefrorenen Blutseren in der Plasmodiendiagnostik beschrieben (Bharti et al. 

2007). Bei unseren Austestungen funktionierte die Macherey-Nagel-Methode zur DNA-

Isolierung aus Kapillarblut nicht zuverlässig. Jeweils 50 bis 200µl Blut standen zur Verfügung; 

optimal ist der Einsatz von 100µl Blut. Probleme könnten unter tropischen Bedingungen im 

ländlichen Afrika auch im Rahmen der Kühlkette der Blutproben aufgetreten sein. Die 

Macherey-Nagel-Methode ist an strikte Kühlbedingungen gebunden: Die Blutproben müssen bei 

2 bis 8°C gelagert werden bzw. bei späterer Verwendung tiefgeforen werden.  

4.2 Malariadiagnostik 

4.2.1 Mikroskopie und PCR im Vergleich  

Die Prävalenz der Plasmodieninfektion betrug nach mikroskopischer Diagnostik 13,5% 

(n=1070), nach molekulargenetischer Diagnostik 14,5% (n=958). 33 positive PCR-Ergebnisse 

müssen als falsch-positiv oder submikroskopisch gewertet werden.  

Der Mikroskopie wird traditionell eine hohe Sensitivität bescheinigt, die die Identifizierung von 

Plasmodien ab einer Parasitendichte von 20 Plasmodien/µl erlaubt (Hommel 2002). In Malaria-

endemischen Gebieten und im Rahmen von epidemiologischen Studien, bei denen viele Präpara-

te in kurzer Zeit untersucht werden müssen, kann dieses Niveau jedoch meist nicht gehalten 

werden (Singh B et al. 1999). In epidemiologischen Feldstudien sollten weitestgehend standardi-

sierte Protokolle verwendet werden (Trape 1985), um einheitliche und vergleichbare 
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Mikroskopieergebnisse zu erzielen. Dennoch attestieren einige Autoren der Mikroskopie in reali-

ter eine geringe Sensitivität und bemängeln große Variabilitäten der postulierten Parasitendichte 

nach unterschiedlichen Lesungen (Bejon et al. 2006; O'Meara et al. 2005). Es konnte gezeigt 

werden, dass die Sensitivität der Mikroskopie von der Parasitendichte abhängt (McKenzie et al. 

2003).  

Falsch positive Mikroskopieergebnisse können vorliegen, wenn Sporen, Pollen und Hefe Parasi-

ten ähneln und als solche beschrieben werden. Blutplättchen oder nukleäre Residuen in den 

Erythrozyten, wie die Howell-Jolly-Körperchen bei Anämie, können als Parasiten fehlgedeutet 

werden. Die Präparate dieser Studie wurden zwei- bis dreifach durch unabhängige Untersucher 

beurteilt, weshalb die Zahl der falsch positiven Mikroskopieergebnisse reduziert wurde (vgl. 

Kapitel 3.1.2). Die MSP-PCR bestätigte in 18 der 27 Fälle mit positivem Dicken Tropfen und 

negativer Plasmodien-spezifischer PCR die Infektion (vgl. Kapitel 3.6.2).   

Die mikroskopische Diagnostik führt zu einer Minimalvorstellung der Infektionsrate: Die 33 

positiven Ergebnisse der Plasmodien-spezifischen PCR ohne mikroskopisches Korrelat können 

als submikroskopisch eingestuft werden; in 32 der 33 Fälle zeigte auch eine positive MSP-

Genotypisierung, dass plasmoidale DNA vorlag (vgl. Kapitel 3.6.2).  

Die Plasmodien-spezifische PCR erreichte im Vergleich mit der Mikroskopie als Referenz eine 

Sensitivität von 80% bei einer Spezifität von 96% (vgl. Kapitel 3.5.2). Ab einer Parasitämie von 

100 Parasiten/µl erhöhte sich die Sensitivität auf 91% bei einer Spezifität von 95%. Eine Sensiti-

vität von 97% und eine Spezifität von 94% wurde erreicht, wenn eine Parasitämie einer Dichte 

von 600 Parasiten/µl erkannt werden sollte. Die mittlere Parasitendichte bei mikroskopischem 

und molekulargenetischem Plasmodiennachweis lag bei 3329 Parasiten/µl. Mikroskopisch gesi-

cherte Infektionen, die sich in der PCR nicht bestätigten, hatten eine mittlere Parasitendichte von 

nur 387 Parasiten/µl (vgl. Abbildung 5).  

Die Speziesdifferenzierung (vgl. Kapitel 3.5.3) zeigte, dass hauptsächlich P.-falciparum-

Monoinfektionen vorlagen (78,3% mikroskopisch, 72,3% molekulargenetisch). Eine Mischinfek-

tion mit P. ovale / P. falciparum bzw. P. malariae / P. falciparum wurde nur in jeweils 1% der 

Dicken Tropfen bzw. der PCR-Proben gefunden. Die Plasmodien-spezifische PCR identifizierte 

keine P.-ovale-Infektion. Sequenz-Variationen im 18sRNA-Gen, das für die P.-ovale-Diagnostik 

genutzt wird, wurden bereits beschrieben (Kawamoto et al. 1996; Miyake et al. 1997). Lokale 

Sequenz-Variationen in den untersuchten Proben aus der Ashanti-Region könnten eine falsch 
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niedrige P.-ovale-Prävalenz bedingen. Einige Autoren definieren aktuell zwei unterschiedliche 

P.-ovale-Spezies (P. ovale curtisi und P. ovale wallikeri), die u.a. in Ghana gemeinsam vorkom-

men, ohne dass eine genetische Rekombination auftrete (Sutherland et al. 2010).  

Der PCR-Diagnostik wird eine höhere Sensitivität als der Mikroskopie bescheinigt: In einer Me-

ta-Analyse von 72 Studien, die einen Vergleich zwischen mikroskopischer und molekulargeneti-

scher Plasmodiendiagnostik zogen, lag die Prävalenz der mikroskopisch detektierten Infektionen 

im Mittel bei 50,8% der Prävalenz, die die PCR beschrieb (Okell et al. 2009). Insbesondere 

scheint die PCR zuverlässiger als die Mikroskopie gemischte Infektionen unterschiedlicher 

Plasmodienspezies aufzudecken: Bereits in den Anfangsjahren der PCR-Malariadiagnostik konn-

ten beispielsweise in einer 196-köpfigen Gruppe thailändischer Patienten 106 

Plasmodieninfektionen, darunter eine Mischinfektion, mikroskopisch gesichert werden, mittels 

PCR dagegen 129 Fälle, darunter 24 gemischte Infektionen (Snounou et al. 1993). In einer Feld-

studie in Laos war die PCR zwei bis drei mal so sensitiv wie die Mikroskopie; 27 durch die PCR 

diagnostizierte Mischinfektionen standen zwei mikroskopisch beschriebenen Mischinfektionen 

gegenüber (Toma et al. 2001). Eine Studie im Iran mit 120 Patienten einer Malariaklinik machte 

ebenfalls die hohe Sensitvität der PCR deutlich: in 107 Fällen ließ sich mikroskopisch, in 116 

Fällen mittels PCR eine Plasmodieninfektion sichern; wiederum fiel der hohe Anteil von Misch-

infektionen nach PCR-Diagnostik auf (34 PCR-diagnostizierte versus drei mikroskopisch detek-

tierte Mischinfektionen) (Zakeri et al. 2002).  

Die Interpretation der Sensitivität ist abhängig von der jeweiligen Bezugsgröße. Eine Aussage 

über die Qualität der Mikroskopie fällt schwer, wenn diese, wie in unserem Fall, als Referenz 

gesetzt wird. In einer Pariser Studie wurden PCR-Ergebnisse als Bezugsgröße gewählt. Die Sen-

sitivität der Mikroskopie verglichen mit den PCR-Ergebnissen war hier nur 72,3% (Ciceron et al. 

1999). In unseren Untersuchungen detektierte die PCR unter 958 Kindern 139 Infektionen, die 

Mikroskopie in der selben Gruppe nur 133 Infektionen. Da die Schnittmenge jedoch nicht aus-

reichend groß ist und die Mikroskopie als Goldstandard gewählt wurde, hatte die PCR nur eine 

Senstivität von 80% (vgl. Kapitel 3.5.2).  

In der erwähnten thailändischen und iranischen Studie wurden Patienten untersucht, bei denen 

bereits klinisch ein Verdacht auf Malaria bestand (Snounou et al. 1993; Zakeri et al. 2002), so 

dass sich ein selektiertes Patientenkollektiv mit relativen hohen Parasitämien ergab. Die Studien-

kinder aus der Ashanti-Region wurden im Rahmen einer longitudinalen Studie gesehen und wa-

ren zum Zeitpunkt der Blutentnahme gesund oder zufällig erkrankt, teils asymptomatisch, so 
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dass hier niedrigere Parasitämien gesehen wurden. Die Qualität der PCR bei niedrigen 

Parasitämien ist unterschiedlich: In einer Kohorte asymptomatischer Sudaner wurden zuverlässig 

submikroskopische Parasitämien mittels PCR detektiert (Roper et al. 1996). Auch der uns als 

Matritze fungierende nested-PCR-Assay sollte zuverlässig Parasitämien ab einer Dichte von 

sechs bis 31 Parasiten/µl detektieren (Singh B et al. 1999). Bei einem Vergleich der Methoden 

Mikroskopie und Nested-PCR aus Filter-Papieren (n=695) in Thailand lag die Sensitivität der 

PCR ab einer Parasitendichte von 500 Parasiten/µl bei 96%, die Spezifität bei 98%. Im Bereich 

niedriger Parasitämien von < 100 Parasiten/µl gelang der PCR-Nachweis mikroskopisch gesi-

cherter Infektionen jedoch nur in 20% (Coleman et al. 2006). Offensichtlich steht bei niedrigen 

Parasitämien nach DNA-Extraktion aus Filter-Papieren nicht genügend DNA-Template für die 

PCR zur Verfügung.  

Zusammenfassend lag die Sensitivität unserer Methode insgesamt bei 80%; ab einer Parasiten-

dichte von 600 Parasiten/µl konnte jedoch eine hohe Sensitivität von 97% erzielt werden.  

Neuere Entwicklungen in der Molekulargenetik ermöglichen ein rascheres Bearbeiten der DNA-

Templates: die Multiplex-PCR integriert gleichzeitig ablaufende PCRs mit mehreren 

Primerparen in einer Reaktion. Die Speziesdifferenzierung und auch die Identifikation von 

Mischinfektionen bleibt weiterhin möglich (Kho et al. 2003; Padley et al. 2003). Die mikrosko-

pische Lesung bietet den Vorteil der Quantifizierbarkeit der Plasmodieninfektion. Eine Optimie-

rung der PCR konnte durch die Entwicklung einer quantitativen PCR, der real-time-PCR, erzielt 

werden (Rougemont M et al. 2004) (vgl. Kapitel 1.4); auch eine simultane Identifizierung der 

verschiedenen Spezies ist mit der real-time-PCR möglich (de Monbrison et al. 2003). Die real-

time-PCR wird als akurate, sensitive und schnelle Methode beschrieben, die an die Sensitivität 

der Mikroskopie heranreicht oder diese gar übertrifft (Mangold et al. 2005; Mens et al. 2006; 

Swan et al. 2005).  

4.2.2 Malaria – klinisch diagnostiziert? 

Während in den Jahren 1982 bis 1989 noch 18 % der Todesfälle unter westafrikanischen Kindern 

der Malaria zugeschrieben wurden, stieg der Anteil der Malaria bedingten Todesfälle in den Jah-

ren 1990 bis 1998 auf 23 % (Korenromp et al. 2003). Neben bekannten makroönomischen Zu-

sammenhängen zwischen Armut und Malaria (Sachs und Malaney 2002), lassen sich auch mik-

roökonomische Abhängigkeiten darstellen: Der sozioökonomische Status einer Familie wie auch 

die Lage ihres Hauses im Dorf bzw. in seiner ökologischen Nische beeinflussen das Malariarisi-



  

 59 

ko für das Familienmitglied (Kreuels et al. 2008; Somi et al. 2007). Im Norden Ghanas unterlie-

gen Kinder in urbanisierten Gegenden einem geringeren Risiko, eine Parasitämie zu entwickeln 

als Kinder in ländlichen Gebieten (Koram et al. 2003). Größere Entfernungen bis zur nächsten 

Krankenstation sind assoziiert mit der Entwicklung einer schweren aus einer milden Malaria (Al 

Taiar et al. 2008); all zu oft bringen finanzielle Nöte und/oder lange Wege bis zur nächsten 

Krankenstation einen verzögerten Therapiebeginn mit sich. Ein erschwerter Zugang zu Kranken-

stationen führt zu einer erhöhten Prävalenz von Fieber, Anämie, Malaria (Grenfell et al. 2008). 

Insbesondere im ländlichen Afrika sind gut ausgerüstete Krankenhäuser selten, oft steht nicht 

einmal ein Mikroskop zur Verfügung. Diese Situation aufgreifend, formulierte die WHO im 

Rahmen des Integrated Managment of Childhood Illness (IMCI) Leitlinien u.a. zur Diagnostik 

und Behandlung von fiebernden Kindern (WHO 1997). Bei mangelnden diagnostischen Mög-

lichkeiten wird v.a. Symptom-orientiert behandelt, was bedeutet, dass bei Fieber in 

Malariaendemiegebieten eine Malaria-Behandlung empfohlen wird. Landesspezifische Leitlinien 

für health worker basieren vielerorts auf diesem WHO-Papier. Im Rahmen einer Untersuchung, 

in der die Umsetzung der Leitlinien geprüft wurde, zeigte sich, dass in Krankenstationen im 

ländlichen Tansania 89% der bis zu fünf Jahre alten Kinder mit Fieber ein Malaria-Medikament 

erhalten hatten (n=117), was den Leitlinien trotz deutlicher Defizite des Teams in der Anamnese-

erhebung und Beratung entsprach. 61% der mit Malaria-Medikamenten behandelten Kinder wie-

sen eine Parasitämie von ≥  2000 Parasiten/µl auf (Eriksen et al. 2007). Nach Untersuchungen 

von zwei bis neun Jahre alten Kindern im Niger war schon 1991 beschrieben worden, dass in 

Zeiten einer hohen Transmissionsrate hohes Fieber sehr wahrscheinlich einer Malaria zuzu-

schreiben ist und eine Malaria-Behandlung indiziert ist, wenn keine andere Ursache offensicht-

lich ist (Rougemont A et al. 1991). Effiziente Algorithmen sollen mit einer Sensitivität von bis 

zu 89% und einer Spezifität von bis zu 61% eine Malariadiagnostik nach klinischen Gesichts-

punkten ermöglichen (Olaleye et al. 1998). Die IMCI-Strategie führte in tansanischen Dörfern 

kostensparend zu einer Reduktion der Mortalitätsrate um 13% im Vergleich zu benachbarten 

Dörfern außerhalb des IMCI-Progamms (Armstrong Jr. et al. 2004). Auch die aktuelle WHO-

Strategie Home-based Management of Malaria (HMM) fordert die rasche Behandlung eines 

mutmaßlich an Malaria Erkrankten (WHO 2004). Die Einschätzung der klinischen Situation oh-

ne weiteres diagnostisches Mittel und die Verteilung der Malariamedikation erfolgt hier durch 

nicht medizinisch ausgebildete Mitglieder der Gemeinde. Die Evidenz für dieses Vorgehen bleibt 

nach einer Metaanalyse jedoch gering: Lediglich eine Studie verzeichnete eine Reduktion der 

Mortalität der unter fünf Jahre alten Kinder (Hopkins et al. 2007). Eine Malariamedikation bei 
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Fieberepisoden ohne Erregernachweis ist jedoch oftmals nicht gerechtfertigt (A-Elgayoum et al. 

2010). In ländlichen Krankenstationen in Burkina Faso zeigte sich, dass bei Kindern mit Fieber 

auch in der Regenzeit eine sorgfältigere Suche nach anderen Ursachen notwendig ist: Die klini-

sche Diagnose Malaria wies dort im Vergleich zur mikroskopisch gesicherten Malaria eine Sensi-

tivität von 75% und eine Spezifität von lediglich 41% auf (Pfeiffer et al. 2008). In Sub-Sahara-

Afrika birgt die häufig praktizierte Malariabehandlung ohne mikroskopischen Nachweis der In-

fektion Risiken: Zwischen 2002 und 2005 wurden 23342 Kinder im Krankenhaus von Kampala, 

Uganda, gegen Malaria behandelt. Dabei war die Diagnose Malaria ohne mikroskopischen Erre-

gernachweis mit einer höheren Mortalität verbunden als eine gesicherte Malaria (Opoka et al. 

2008). Daneben kann eine Diagnostik-ferne Malariabehandlung im Rahmen von Überbehand-

lung zu einer Zunahme von Resistenzen führen (Weber et al. 1997). Malariaschnelltests (vgl. 

Kapitel 1.4) können ergänzend im Rahmen der oben genannten HMM-Strategie zum Einsatz 

kommen (Elmardi et al. 2009). Die Verteilung von Malariaschnelltests an health worker reduziert 

eine Fehl- und Überbehandlung mit Malariamedikamenten (Kyabayinze et al. 2010, Masanja et 

al. 2010). Gezielte Schulungen der health worker sind für eine fehlerfreie und effiziente Hand-

habung der Malariaschnelltests nötig (Chandler et al. 2010, Ly et al. 2010).  

4.3 Prävalenz, saisonales Muster und Diversität der Infektion 

Im Alter von drei Monaten waren im Jahr 2003 17,3% der Kinder in den Studiendörfern in der 

Ashanti-Region, Ghana, mit Plasmodien, meist P. falciparum, infiziert. Die mittlere Parasiten-

dichte lag bei 2698 Parasiten/µl. Im selben Zeitraum und im selben Studiengebiet wurde mittels 

molekulargenetischer Diagostik unter Erwachsenen eine Prävalenz der Plasmodieninfektion von 

49% gefunden (Marks et al. 2005). Die Prävalenz in der Ashanti-Region lag nach einer epidemi-

ologischen Studie mit 3842 Untersuchten aus verschiedenen Dörfer nach mikroskopischer 

Diagnsostik ebenfalls bei ca. 50%, Erwachsene waren jedoch nur zu 20% infiziert (Browne et al. 

2000). Die Prävalenz der Plasmodieninfektion und die mittlere Parasitendichte nimmt im Verlauf 

des ersten Lebensjahres unter Kindern in Gebieten intensiver, ganzjähriger Transmission stetig 

zu (Smith et al. 1999b, Wagner et al. 1998). Mit drei Monaten wiesen Plasmodien-infizierte Kin-

der in Tansania eine mittlere Parasitendichte von 2575 Plasmodien/µl auf, also ähnlich der mitt-

leren Parasitendichte in unserer Studiengruppe. Elf Monate alte Kinder hatten dort im Mittel eine 

Parasitämie von 4935 Plasmodien/µl (Kitua et al 1996). Die Prävalenz der Infektion bleibt auch 

nach dem ersten Lebenjahr im Kindesalter hoch, beispielsweise in Kenia unter ein- bis vierjähri-

gen 83%, unter fünf- bis neunjährigen 75%, unter 10- bis 14-jährigen 60%; die mittlere Parasi-
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tendichte fällt jedoch nach dem 12. Lebensmonat ab (Bloland et al. 1999). In älteren Kindern 

persistieren die Parasitämien länger, jedoch auf niedrigerem Niveau, einhergehend mit dem Auf-

bau der Immunität (Smith et al. 1999b) (vgl. Kapitel 4.4).  

In der Ashanti-Region zeigte sich im Rahmen einer Untersuchung mit 3842 Kindern (> 2 Jahre) 

und Erwachsenen, dass jede und jeder vierte Infizierte eine Plasmodieninfektion mit verschiede-

nen Spezies aufwies (Browne et al. 2000). PCR-unterstützte Studien beschrieben, dass Mischin-

fektionen mehrerer Spezies häufiger sind als statistisch zu erwarten (May et al. 1999 b; Mayxay 

et al. 2004 b; Snounou et al. 1993). Mischinfektionen sind mit einem stärkeren Hämoglobin-

Abfall assoziiert als Infektionen mit einer einzigen Spezies (May et al. 2000; Mayxay et al. 

2001). Andererseits kann die Erkrankung P.-falciparum-Infizierter in Gebieten hoher Transmis-

sion bei Koinfektionen mit einer weniger virulenten Spezies abgemildert sein (Alifrangis et al. 

1999; McKenzie und Bossert 1999; Smith et al. 2001). In semi-immunen Kindern mit Mischin-

fektionen traten hohe Parasitämien einzelner Spezies nur zeitversetzt auf, während sich die 

Parasitämie eines Kindes insgesamt in einem bestimmten Bereich einpendelte: Parasitendichte-

abhängig scheinen über die Speziesgrenzen hinweg Regulationsmechanismen im Rahmen der 

Immunantwort zu greifen (Bruce und Day 2003). Einige Stimmen postulieren eine antitoxische 

nicht-spezifische Kreuz-Immunität (Maitland et al. 1997). Hierzu passend zeigten sich Mischin-

fektionen mit P. falciparum und P. malariae negativ assoziiert mit Fieber (Black J et al. 1994). 

Kinder mit Mischinfektionen von P. falciparum und P. malariae und/oder P. ovale boten jedoch 

auch höhere IgG-Antikörpertiter gegen ein P.-falciparum-spezifisches Protein (rhoptry-

associates protein-1) als Kinder mit einer Monoinfektion (Alifrangis et al. 1999). Der Anteil von 

Mischinfektionen verschiedener Spezies lag in unserer Studiengruppe bei 1%. Angesichts der 

niedrigen Prävalenz der Infektion von 17,3% und dem kleinen Anteil von Mischinfektionen ist es 

wahrscheinlich, dass bei einem großen Teil der Kinder eine der ersten Infektionen mit P. 

falciparum vorlag. Die niedrige Prävalenz von Mischinfektionen in unserem Kollektiv drei Mo-

nate alter Kinder bietet auch alternative Erklärungen: 1. Mischinfektionen älterer Kinder und 

Erwachsener generieren sich aus mehreren aufeinander folgenden Infektionen. Nach einem in-

fektionsfreien Zeitraum im Rahmen des Nestschutzes treten erst ab dem vierten Lebensmonat 

manifeste Plasmodieninfektionen auf. Vorausgehende und überlappende Infektionen bestehen in 

unserer Studiengruppe also nicht. 2. Der Aufbau der Immunität setzt zu diesem Zeitpunkt erst 

ein. P. falciparum könnte es in diesem Intervall gelingen, andere Spezies zu unterdrücken. Ob 

und welche Spezies das Wachstum der jeweiligen anderen Spezies hemmt, wird kontrovers dis-
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kutiert; die relative Replikationsrate, die Konkurenz um Erythrozyten und Nährstoffe und die 

Abwehrlage des Wirts könnten hier eine Rolle spielen (Mayxay et al. 2004 b).  

Den Plasmodienpopulationen der infizierten Kinder lagen unterschiedliche Parasitenklone zu-

grunde. Die Polyklonalität mit im Mittel 3,9 Klonen in einem infizierten Idividuum als auch die 

parasitäre Diversität mit 19,7% (MSP-1) bzw. 15,1% (MSP-2) beziffern deutlich höhere Werte 

als in entsprechenden Altergruppen vorbeschrieben (Smith et al. 1999 a). Dies könnte teilweise 

durch die sensitive Methode der Genotypisierung erklärt werden: Die hier eingesetzte 

Polyacrylamid-Gel-Elektrophorese (PAGE) erlaubt eine deutlichere Unterscheidung der Allele 

als herkömmliche Agarose-Gel-Elektrophoresen (Viriyakosol et al. 1995). Fluoreszenz-markierte 

Oligonukleotide erzielen zudem sensitivere Ergebnisse als traditionell verwendete 

Ethidiumbromid-markierte DNA-Fragmente. Es wird davon ausgegangen, dass die nachgewie-

sene Allelanzahl die minimale Anzahl von Stämmen in einem Isolat anzeigt (Mayor et al. 2003). 

Zudem können zwar in longitudinalen Untersuchungen valide Aussagen zur altersabhängigen 

Komplexität der Infektion gemacht werden, die genaue Anzahl der Allele pro Isolat könnte je-

doch in unterschiedlichen Laboren deutlich variieren. Vergleiche mit anderen Studien sind daher 

in ihrer Aussagekraft limitiert (Farnert et al. 2001).  

In der Regenzeit lag die Prävalenz der Infektion bei 23,2%, in der Trockenzeit bei 8,5%. Die 

Parasitämien der inifzierten Kinder variierten nicht signifikant im Verlauf der Jahreszeiten. Be-

züglich der Polyklonalität zeigte sich kein signifikanter Unterschied zwischen Regen- und Tro-

ckenzeit. Die parasitäre Diversität erwies sich jedoch in der Regenzeit (MSP-1: 22%, MSP-2: 

17,7%) signifikant niedriger als in der Trockenzeit (MSP-1: 44,1%, MSP-2: 30%). In der Tro-

ckenzeit setzten sich die Infektionen aus einem größeren prozentualen Anteil der unterschiedli-

chen Polymorphismen der MSP-1- bzw. -2-Allele zusammen als in der Regenzeit, auch wenn die 

Anzahl der Klone, die einer Infektion zugrunde lag, im saisonalen Verlauf stabil blieb.   

Die Komplexität der Plasmodieninfektion ist altersabhängig; meist wird erst im Verlauf der ers-

ten Lebensmonate und -jahre eine Zunahme der Polyklonalität beobachtet (Branch et al. 2001; 

Konate et al. 1999). Die Multiplexität der Infektion scheint dabei in holoendemischen Gebieten 

im ersten bis circa dritten Lebensjahr positiv mit der Parasitendichte zu korrelieren: Klonalität 

und Dichte nehmen stetig zu. Der Peak der Komplexität wird mit drei bis neun Jahren erreicht, 

bevor die Komplexität langsam, die Parasitendichte deutlich rascher abnehmen (Owusu-Agyei et 

al. 2002; Smith et al. 1999 b). Im Alter von drei Monaten zeigte sich bei den Studienkindern mit 

molekulargenetisch gesicherter Plasmodieninfektion ein signifikanter linearer Zusammenhang 
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zwischen dem Logarithmus der Parasitendichte und der Klonanzahl (vgl. Kapitel 3.6.2). Eine 

Korrelation zwischen Parasitendichte und Komplexität der Infektion liegt also nicht nur in longi-

tudinalen Untersuchungen in den ersten Lebenjahren, sondern auch innerhalb eines gleichaltri-

gen Kollektivs im Alter von drei Monaten vor. Es wird postuliert, dass die Detektion von einer 

größeren Anzahl von Klonen bei einer zunehmenden Parasitendichte wahrscheinlicher wird 

(Mayor et al. 2003). Angesichts einer Parasitendichte-abhängigen PCR-Kinetik (Farnert et al. 

2001) könnte die Komplexität der Infektion weniger epidemiologische Zusammenhänge denn 

methodische Abhängigkeiten widerspiegeln. Eine höhere Klonanzahl könnte jedoch auch Aus-

druck einer insuffizienten Immunität bzw. des Aufbaus von Immunität sein (vgl. Kapitel 4.6). In 

den ersten Lebensmonaten scheint eine Zytokin-vermittelte Antwort auf Plasmodien eine rasche 

Klärung der Infektion zu bedingen; für Kleinkinder dann ist eine Parasitämie mit einer hohen 

Komplexität der Infektion typisch, die die Entwicklung von Kreuzimmunität fördern könnte 

(Smith et al. 1999 b). Die hier vorgestellten Daten zeigen, dass bereits im Alter von drei Monaten 

hoch komplexe Infektionen vorliegen.  

4.4 Erworbene Immunität und Symptomatik 

Kinder in Sub-Sahara-Afrika sind in ihren ersten Lebenswochen vor der schweren Malaria ge-

schützt; plasmoidale Infektionen sind von geringer Dichte und kurzer Dauer (Kitua et al. 1996; 

Snow et al. 1998). Der relative Schutz vor Malaria dauert zwischen drei und sechs Lebensmona-

te nach Geburt an. In hyperendemischen Regionen ist klinische Malaria bereits ab dem 3. Le-

bensmonat vermehrt zu beobachten. In Gebieten mit einer moderaten Transmission steigt die 

Erkrankungsrate ab dem 6. Lebensmonat (McGuinness et al. 1998; Snow et al. 1998). Dies ist 

teilweise auf eine geringere Exposition in Regionen mit moderater Transmission zurückzuführen. 

Andererseits gilt, dass Kinder in Gebieten mit geringerer Transmissionsrate ein höheres Risiko 

haben an schwerer Malaria zu erkranken als Kinder in hyperendemischen Regionen; letztere 

scheinen in einer frühen Phase klinische Immunität aufbauen zu können, in der noch andere 

protektive Mechanismen wirken (Snow et al. 1997; Snow et al. 1998). In der Schwangerschaft 

sollen in Malariaendemiegebieten maternale Antikörper einen gewissen Schutz für das ungebo-

rene Kind bedingen (Fried et al. 1998). Es wurde postuliert, dass Neugeborene in ihren ersten 

Lebenswochen von maternalen Antikörpern profitieren könnten (McGregor 1964). Malaria in der 

Schwangerschaft wirkt sich jedoch negativ auf das Überleben und die Malaria-Morbidität in der 

Kindheit aus (Bardaji et al. 2011). Untersuchungen zeigen, dass erhöhte Malaria-spezifische 

IgG-Antikörper (Anti-Schizont-Antigen-Antikörper) bei Geburt nicht assoziiert mit Schutz vor 
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Malaria sind, sondern vielmehr mit einem erhöhten Risiko einer Infektion einhergehen, vermut-

lich bei erhöhter Exposition von Mutter und Kind (Riley et al. 2000; Wagner et al. 1998). MSP-

1-Antikörper nehmen in diesem Kontext eine gesonderte Rolle ein. Spezifische Antikörper, ge-

richtet gegen das C-terminale 19kDa-Fragment von MSP-1 (MSP-1(19)), sind bedeutsam für den 

Aufbau von Immunität (O'Donnell et al. 2001). Bei einer mütterlichen Plasmodieninfektion kann 

perinatal eine T-Zell-Sensitivierung des Neugeborenen mit einer Zytokinantwort beobachtet 

werden. Diese geht einher mit einem Anstieg der kindlichen MSP-1-Ligand-Antikörpertiter bis 

etwa zum 24. Lebensmonat (Dent et al. 2006). Auch im Nabelschnurblut Neugeborener, die prä-

natal eine Plasmodieninfektion durchgemacht haben, lassen sich anti-MSP-1-IgM-Antikörper 

nachweisen (King et al. 2002); Immunglobuline vom Isotyp M (IgM) können die Plazenta-

schranke nicht überqueren und müssen deshalb fetalen Ursprungs sein. Erhöhte MSP-1(19kD)-

Antikörper sind sowohl in Neugeborenen als auch in Kindern assoziiert mit klinischer Immunität 

gegen Malaria und mit einem Schutz vor hohen Parasitämien (Stanisic et al. 2009); MSP-

1(19kD)-IgG-Antikörper-negative Kinder scheinen einem zehnfach erhöhtem Risiko zu unterlie-

gen, eine plasmoidale Parasitämie zu entwickeln (al Yaman et al. 1996; Branch et al. 1998; Hogh 

et al. 1995). Insbesondere in ihrer Kombination sind IgG-Antikörper gegen die beiden häufigsten 

Allelfamilien K1 und Mad20 mit Schutz vor P.-falciparum-Malaria assoziiert (Conway et al. 

2000). Anti-MSP-2-IgG-Antikörper zeigen sich assoziiert mit Schutz vor klinischer Malaria, 

allerdings nur bei hohen Antikörper-Titern (Polley et al. 2006).  

Seine Relevanz für den Aufbau der humoralen Immunität macht MSP interessant für die Impf-

stoffentwicklung (Fowkes et al. 2010, Singh S et al. 2006, Woehlbier et al. 2006). Der erste syn-

thetische Impfstoff, SPf66, der von 1992 bis 1999 in zahlreichen Feldstudien in die klinische 

Testung gehen sollte, versprach einen Schutz des Menschen, insbesondere vor asexuellen 

Plasmodienstadien (Patarroyo et al. 1988). SPf66 beinhaltet insgesamt drei Peptide, darunter ein 

83 kDa-Polypeptid, in seiner Aminosäure-Sequenz passend zu MSP-1. Für die beiden weiteren 

Peptide konnte keine Sequenz-Homologie im P.-falciparum-Genom gefunden werden (Snounou 

und Renia 2007). In einer Metaanalyse konnte kein Schutz vor P.falciparum in Afrika nachge-

wiesen werden (Graves und Gelband 2006 b). Phase-I-Impfversuche mit einem 42kDa-MSP-1-

Fragment (FMP1/AS02A-Impfstoff) weisen jedoch erste Erfolge auf (Ockenhouse et al. 2006; 

Stoute et al. 2007). Klinische Studien mit einem multi-subunit-Impfstoff basierend auf einer 

Dreierkombination aus MSP-1-, MSP-2- und RESA-(ring infected erythrocyte surface antigen-) 

Fragmenten (Combination B) scheinen zwar viel versprechend zu sein, sind jedoch in der Praxis 

noch nicht effektiv genug, u.a. da sie MSP-2-Allel-spezifisch sind und nur eine Reduktion der 
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Infektion mit dem MSP-2-Subtyp 3D7 bewirken (Genton et al. 2003; Lawrence et al. 2000). Den 

größten Erfolg verspricht derzeit der Impfstoffkandidat RTS,S, der sich aus Sequenzen des Cir-

cumporozoiten Proteins und dem Hepatitis-B-Oberflächen-Antigen (HbsAg) zusammensetzt. 

RTS,S wurde in zahlreichen Phase II – Studien Sicherheit und ein signifikanter Schutz vor P.-

falciparum-Infektion und –Erkrankung attestiert (Abdulla et al. 2008, Alonso et al. 2004, Graves 

und Gelband 2006 a) und wird nun in einer multizentrischen Phase III - Studie in Afrika getestet.  

Hohe Parasitämien und klinische Malaria sind selten bei Kindern bis etwa zum sechsten Le-

bensmonat (Wagner et al. 1998). Unklar bleibt, ob hierbei allein maternale Antikörper zum Bei-

spiel gegen die 19kD-Einheit von MSP-1 eine Rolle spielen oder ob andere Faktoren im Vorder-

grund stehen (Riley et al. 2001). Eine geringere Exposition der Kleinkinder, ihr dickeres 

Unterhautfettgewebe oder ein geringer Gehalt der Muttermilch an p-Aminobenzoesäure, die 

elementar für das Wachstum der Plasmodien ist, könnten die geringe Prävalenz von Parasitämie 

und Erkrankung in den ersten Lebensmonaten bedingen. Das fetale Hämoglobin (HbF) erschwert 

zudem das Wachstum von P. falciparum in Erythrozyten (Pasvol et al. 1976). In den ersten Le-

bensmonaten entwickeln Kinder jedoch auch bei bestehender Parasitämie kaum Fieber und ande-

re klinische Zeichen der Malaria. In Süd-Ghana wurde in dieser Altersgruppe eine Parasitämie 

von 100 bis 1000 Parasiten/µl selten klinisch relevant (McGuinness et al. 1998). Eine Abwehrre-

aktion durch eine fieberfördernde Cytokinantwort scheint gehemmt zu werden. Endotoxin-

ähnliche parasitäre Moleküle werden primär durch IgM-Antikörper abgefangen. Maternale IgG-

Antikörper dürften hierbei eine geringere Rolle spielen. Die anti-toxische Immunität in den ers-

ten Lebensmonaten erklärt sich eventuell durch die Herunterregulierung einer febrilen Antwort 

durch anti-inflammatorische Mediatoren wie TGF-beta, das sich unter anderem vermehrt in Mut-

termilch nachweisen lässt (Rhee et al. 2001; Riley et al. 2001). Außerdem findet beim ersten 

Antigenkontakt ein T-Zell-Priming statt, das mit keiner oder einer geringen Symptomatik einher 

geht (Riley 1999). So haben Menschen vom Stamm der Fulani in West-Afrika mit einem angebo-

renen funktionellen Defekt der T-Zell-Regulator-Zellen ein geringeres Risiko für P.-falciparum-

Malaria (Torcia et al. 2008).  

In der zweiten Hälfte des ersten Lebensjahres schließlich führen schon sehr geringe Parasitämien 

ab 100 Parasiten/µl zu Krankheitsmanifestationen, während nach dem ersten Lebensjahr erst eine 

Parasitendichte von 3500 Parasiten/µl Fieber generiert (McGuinness et al. 1998). Im Alter von 

vier bis 24 Monaten sind Kinder in Endemiegebieten dem höchsten Riskio ausgesetzt, an Mala-

ria zu erkranken (Kitua et al. 1996; Smith et al. 1999 b, Abdullah et al. 2007). In einem keniani-
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schen Krankenhaus erhielten im Jahr 2002 98% der Kinder unter fünf Jahren die klinische Auf-

nahmediagnose Malaria; unter diesen 1116 Kindern zeigte sich die höchste Prävalenz der 

Plasmodieninfektion mit 84,4% in der Altersgruppe zwischen sechs und elf Monaten. Während 

die Mortalität in diesem Krankenhauskollektiv insgesamt bei 7,5% lag, erhöhte sie sich bei den 

Kindern unter einem Jahr auf 46% bei einer signifikanten Assoziation mit Anämie - nicht jedoch 

expressis verbis mit Malaria-Anämie (Obonyo et al. 2007). Der postnatale Schutz vor zerebraler 

Malaria dagegen scheint deutlich länger anzudauern als der Schutz vor anderen Formen einer 

schweren Malariaerkrankung (Gupta et al. 1999 a), wobei auch spezifische pathophysiologische 

Mechanismen für das relativ späte Auftreten der Malaria verantwortlich sind. 

Während die Prävalenz der Infektion mit Plasmodien in den Kindheitsjahren nach dem ersten 

Lebensjahr weiterhin hoch bleibt, fällt das Risiko der klinisch relevanten Malaria ab dem zwei-

ten Lebensjahr stetig ab (Smith et al. 1999 b), wahrscheinlich weil sich eine anti-parasitäre Im-

munität entwickelt. Nach nur ein bis zwei effektiven Plasmodieninfektionen wird bereits eine 

erworbene Immunität vor schwerer, nicht-zerebraler Malaria beschrieben (Gupta et al. 1999 b). 

Der Aufbau klinischer Immunität könnte zum einen auf anti-parasitären Mechanismen, zum an-

deren auf einer Modulation der Zytokinantwort beruhen (Dodoo et al. 2002), beispielsweise auf 

der Herunterregulierung von Interferon-Gamma (Rhee et al. 2001). Eine ganzjährige Transmissi-

on in holoendemischen Gebieten wirkt sich dabei förderlich auf den Aufbau der Immunität aus. 

In Kenia wiesen Kinder im Grundschulalter im Hochland eine höhere Malaria-Morbidität auf als 

gleichaltrige Kinder in Regionen intensiver Plasmodien-Transmission (Clarke et al. 2004). Im 

Rahmen von Vektorkontrolle und der Verteilung von Bettnetzen wird aktuell eine verminderte 

Intensität der Transmission von Malaria in afrikanischen Ländern beobachtet, einhergehend mit 

einer Verschiebung der Altersgruppen erkrankter Kinder hin zu älteren Kindern (Okiro et al. 

2009). Weiterhin sind jedoch sehr junge Kinder hinsichtlich Morbidität und Mortalität am 

schwersten betroffen (Carneiro et al. 2010, Roca-Feltrer et al. 2010).  

Unter den drei Monate alten Kindern in unseren Studiendörfern in der Ashanti-Region, Ghana, 

ließ sich eine Prävalenz der Infektion von 17,3% verzeichnen. Bei 30,2% der Kinder mit positi-

ver Plasmodien-spezifischer PCR wurde eine klinische Malaria diagnostiziert, und 26,4% der 

Kinder mit positivem Dicken Tropfen waren symptomatisch (vgl. Kapitel 3.8.1). Symptomati-

sche infizierte Kinder wiesen im Mittel eine Parasitendichte von 4679 Parasiten/µl auf (Stan-

dardabweichung ±8103); die Parasitämie der asymptomatischen Plasmodien-infizierten Kinder 

lag im Mittel bei 1981 Parasiten/µl (Standardabweichung ±2572). Angesichts der großen Streu-
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breite läßt sich erkennen, dass die Parasitendichte nicht auf die Klinik des Kindes schließen läßt. 

Offen bleibt, ob die Plasmodien-infizierten asymptomatischen Kinder zu einem anderen Zeit-

punkt, möglicherweise einige Tage später, klinische Zeichen einer Malaria entwickelten oder bei 

schlechterer medizinischer Versorgung entwickelt hätten. Bei einem Anteil von immerhin fast 

einem Drittel symptomatischer Infektionen und gleichzeitig niedriger Prävalenz der Infektion, 

liegen folgende Rückschlüsse nahe: Im Alter von drei Monaten besteht aufgrund oben genannter 

protektiver Faktoren ein niedriges Risiko der Plasmodieninfektion. Bei einer Infektion ist jedoch 

auch die Entwicklung einer Malaria wahrscheinlich; insbesondere in einer longitudinalen Be-

obachtung der infizierten Kinder dürfte sich bei zunehmender Parasitendichte im Verlauf der 

Anteil der symptomatischen Kinder noch erhöhen. Angesichts der deutlich höheren Prävalenz 

der Infektion in älteren Altersgruppen scheint im Alter von drei Monaten ein Schutz vor Infekti-

on zu bestehen, jedoch keine suffiziente angeborene oder erworbene Immunität bei manifester 

Parasitämie. Angeborene oder immunmodulatorische anti-parasitäre Effekte, die zu einer raschen 

Klärung der Infektion führen, sind bezeichnend für die ersten Lebensmonate (Franks et al. 2001). 

Zwischen dem dritten und neunten Lebensmonat setzt jedoch in Abhängigkeit von der jeweiligen 

Endemizität auch der Aufbau einer partiellen Immunität im Sinne einer anti-parasitären Abwehr 

ein. Sicherlich sind hier die Übergänge fließend. Die niedrige Prävalenz der Infektion unter unse-

ren Studienkindern spricht dafür, dass noch unspezifische Abwehrmechanismen der ersten Le-

benswochen greifen.  

Es wird vermutet, dass asymptomatische Parasitämien die Immunitätsentwicklung fördern 

(Staalsoe und Hviid 1998). Bei gesunden Kindern ab dem Alter von fünf Monaten zeigte sich in 

Ghana häufig eine persistierende asymptomatische Parasitämie (Franks et al. 2001). Eine höhere 

Frequenz asymptomatischer Parasitämien von Kindern in Tansania ging mit einer niedrigeren 

Rate klinischer Malariaepisoden einher (Farnert et al. 1999 b). In longitudinalen Studien ließ sich 

jedoch zeigen, dass eine asymptomatische Parasitämie auch ein Risikofaktor für eine symptoma-

tische Parasitämie sein kann. Unter ugandischen Kindern von sechs Monaten bis fünf Jahren 

kam es nur in 11% der beobachteten Parasitämien zu einer Klärung der Infektion im Verlauf oh-

ne Therapie. Asymptomatische Parasitämien führten innerhalb des nächsten Monats in 50% der 

Fälle zur symptomatischen Malaria versus 9% der Fälle bei initial negativem Dicken Tropfen 

(Njama-Meya et al. 2004; Nsobya et al. 2004). Zeigte sich in Kindern in Sub-Sahara-Afrika bis 

zu 30 Tage nach unkomplizierter Malaria und entsprechender Behandlung eine asymptomatische 

Parasitämie, so kam es in 42% der Fälle erneut zu Fieber (Olliaro et al. 2008). Unter 200 Kin-

dern aus Gabun ließen sich im Verlauf eines Jahres nur vier Fälle von asymptomatischer 
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Parasitämie konstatieren (Missinou et al. 2003). Diese Daten werfen die Frage auf, ob bereits 

asymptomatische Parasitämien eine Behandlungsindikation darstellen. Die Idee des Intermittent 

Preventive Treatment (IPT) kommt einem solchen Konzept der frühzeitigen Unterbindung rele-

vanter Parasitämien nahe und könnte besonders in Gebieten mit hoher Transmissionsrate und 

einer entsprechend hohen Infektionsrate Sinn machen (Tagbor et al. 2010). In einer Auswertung 

von sechs doppel-blinden, randomisierten, Placebo-kontrollierten IPT-Studien mit 7930 Kindern, 

darunter drei Studien in Ghana, zeigte sich, dass die intermittierende Behandlung mit 

Sulfadoxin-Pyrimethamin im ersten Lebensjahr einen protektive Wirksamkeit gegen Malaria von 

30% bietet (Aponte et al. 2009).   

4.5 Anämie 

In den Entwicklungsländern dieser Erde haben 42% der Kinder unter fünf Jahren eine Anämie 

(United Nations 2000). Eisenmangel bei defizitärer Ernährung gilt in 50% der Fälle weltweit als 

Ursache einer Anämie (Stoltzfus 2003; Tolentino und Friedman 2007). Eine Eisenmangelanämie 

wird nicht selten durch eine Hakenwurminfektion, die zu chronischen intestinalen Blutverlusten 

führt, unterhalten. In Malariaendemiegebieten ist insbesondere bei kleinen Kindern eine Anämie 

Ausdruck einer Malaria. Vitamin-A- oder -B12-Mangel, eine ausgeprägte Trimenonreduktion 

oder eine HIV-Infektion fördern die Entwicklung einer Anämie (Brooker et al. 2007; Calis et al. 

2008; Crompton 2000). Ein ernährungsbedingter Folsäure-Mangel wirkt sich insbesondere bei 

rekurrenten Plasmodieninfektionen mit Hämolyse und konsekutiv gesteigerter Erythropoese ne-

gativ auf den Hämoglobinwert aus (Menendez et al. 2000).  

Eine schwere P.-falciparum-Malaria äußert sich insbesondere bei kleinen Kindern in Gebieten 

mit hoher Transmissionsrate in Form einer schweren Malariaanämie (Obonyo et al. 2007). Die 

Weltgesundheitsorganisation definierte im Jahr 2000 eine schwere Malariaanämie als einen 

Hämoglobinwert von unter 5 g/dl bei Nachweis von Plasmodien (WHO 2000). In einem keniani-

schen District-Krankenhaus wiesen 18% von 1067 Kindern unter fünf Jahren eine schwere Ma-

lariaanämie auf; die höchste Prävalenz einer schweren Anämie zeigte sich mit 26% bei Kindern 

im Alter von einem bis fünf Monaten. Über die Hälfte der Malaria-bedingten Todesfälle unter 

den unter fünf Jahre alten Kindern waren der schweren Malariaanämie zuzuschreiben (Obonyo 

et al. 2007). Die Mortalität bei schwerer Malariaanämie wird höher beziffert als die Mortalität 

bei schwerer Anämie anderer Genese (Brabin et al. 2001; Newton et al. 1997). Die Malariaanä-

mie kann Folge einer akuten Krankheitsepisode oder rezidivierender asymptomatischer Infektio-

nen sein (Koram et al. 2000; McElroy et al. 2000). In Zeiten des therapeutischen Einsatzes von 
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Chloroquin und einer weit verbreiteten Chloroquin-Resistenz wird nicht selten eine Besserung 

der klinischen Symptomatik nach Chloroquin-Behandlung beobachtet ohne vollständige Beseiti-

gung der Infektion, was zu einer chronischen Anämie oder dem Wiederauftreten von klinischer 

Malaria führen kann (Trape 2001).  

Die Ärmsten sind dem größten Risiko einer Malariaanämie ausgesetzt, insbesondere Kinder un-

ter einem Jahr (Kahigwa et al. 2002). Einige Autoren erklären, dass Mangelernährung die Ent-

wicklung einer Malariaanämie fördert (Verhoef et al. 2002 b) oder gar als wichtigster 

pathogenetischer Faktor der Anämie in West-Afrika zu werten ist: In Burkina Faso wurden 709 

Kinder im Alter von sechs bis 31 Monaten über ein halbes Jahr während der Haupttransmissi-

onszeit der Malaria beobachtet. Anämie war weder mit der Frequenz von Malariaepisoden noch 

mit deren Prävalenz assoziiert, aber signifikant mit Unterernährung (Muller et al. 2003). Unter-

suchungen von knapp 300 Kindern in der Ashanti-Region schrieben dagegen Anämien häufiger 

einer Plasmodieninfektion als Mangel- bzw. Unterernährung zu, allerdings im städtischen Be-

reich (Ronald et al. 2006). Gabe von Eisen wird teilweise als probates Mittel gesehen, um 

schwere Anämie zu verhindern ohne die Suszebtibilität für Malaria zu erhöhen (Menendez et al. 

1997, Verhoef et al. 2002 a). Andere fürchten, dass nach Gabe von Eisen eine erhöhte Morbidität 

von klinischer Malaria auftrete (Oppenheimer 2001). In einer Kohorte kenianischer Kinder zwi-

schen acht Monaten und acht Jahren wurde Eisendefizit mit Schutz vor milder Malaria assoziiert 

(Nyakeriga et al. 2004). 

Die Pathophysiologie der Malariaanämie ist multifaktoriell: Intravaskuläre Hämolyse und extra-

vaskuläre Phagozytose von Erythrozyten verlaufen parallel (Ekvall et al. 2001). Eine verminder-

te Flexibilität der Erythrozyten führt zum gesteigerten Abbau der Zellen in der Milz (Dondorp et 

al. 1999). Der Abbau von nicht-infizierten, eventuell immunologisch markierten Erythrozyten in 

der Milz scheint 90% des Erythrozytenverlustes auszumachen (Price et al. 2001). Die 

Zytokinregulierung ist nur in Ansätzen verstanden. TNF-alpha hat einen anti-parasitären Effekt, 

ist jedoch gleichzeitig mit Anämie assoziiert (Ekvall 2003). Interleukin-10 bedingt eine 

Herunterregulierung von TNF-alpha. Niedrige Interleukin-10-Spiegel bei kleinen Kindern könn-

ten mit der hohen Prävalenz von Anämie im Kleinkindalter in Zusammenhang stehen 

(Nussenblatt et al. 2001).  

Unter 1060 drei Monate alten Studienkindern in der Ashanti-Region, Ghana, hatten 252 Kinder 

laborchemisch eine Anämie (Hämoglobin < 9,5 g/dl), darunter 63 mit positivem mikroskopi-

schem Plasmodiennachweis (vgl. Kapitel 3.8.2). Hämoglobinwerte unter 5 g/dl als diagnosti-
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scher Parameter für eine schwere Malariaanämie wurden nicht aufgezeichnet. Die Prävalenz der 

Malariaanämie lag bei den Studienkindern bei 6%. Unklar bleibt, ob sich unter den 189 Kindern 

mit Anämie unklarer Genese einige finden, die im Vorfeld eine Parasitämie aufwiesen, die nicht 

erfasst wurde. Der mittlere Hämoglobinwert nicht-infizierter Kinder lag bei 10,5 g/dl. Plasmo-

dien-infizierte Kinder wiesen im Mittel einen signifikant niedrigeren Hämoglobinwert von 9,6 

g/dl auf (vgl. Kapitel 3.8.2). Die Anämie dieser Kinder ist also ursächlich der zugrunde liegen-

den Plasmodieninfektion zuzuschreiben.  

Der Median der Parasitämien infizierter Kinder mit einem Hämoglobinwert < 9,5 g/dl lag bei 

2080 Parasiten/µl. Der Median der Parasitämien infizierter, nicht anämischer Kinder betrug 740 

Parasiten/µl (n.s., vgl. Kapitel 3.8.2).In West-Kenia wurde bei Kindern unter einem Jahr eine 

Korrelation zwischen höheren Parasitämien und niedrigeren Hämoglobin-Konzentrationen be-

schrieben (McElroy et al. 2000). Auch unsere Daten weisen auf ein mögliches erhöhtes Risiko 

für Anämie bei höherer Parasitendichte hin, bleiben jedoch ohne Signifikanz. Die mittleren 

Hämoglobinwerte der jeweils drei Monate alten Kinder schwankten im Verlauf der Monate (vgl. 

Kapitel 3.8.2). Peaks der Prävalenz der Infektion im Juli/August und Oktober/Dezember wurden 

zeitversetzt mit einem Abfall des mittleren Hämoglobinwerts beantwortet. Die höchste Prävalenz 

der Infektion lag mit 28% bzw. 30% im Juli und August in der Regenzeit. Am Ende der Regen-

zeit im Oktober fiel der mittlere Hämoglobinwert von >10 g/dl auf 9,5 g/dl ab. In Nord-Ghana 

war bei sechs bis 24 Monate alten Kindern gezeigt worden, dass die Prävalenz von Anämie am 

Ende der Regenzeit deutlich höher liegt als am Ende der Trockenzeit (22,1% versus 1,4%) (Ko-

ram et al. 2000). Unsere Daten zeigen in den ersten Lebenswochen und -monaten am Ende der 

Regenzeit einen Abfall der mittleren Hämoglobinwerte auf die untere Grenze des Normbereichs. 

Vorausgegangene symptomatische und asymptomatische Infektionen scheinen hierfür verant-

wortlich zu sein.  

Effektive Maßnahmen der Malariakontrolle wie Bettnetze oder Anti-Malaria-Chemoprophylaxe 

führten in in einer großen Zahl von Studien zu einer Anhebung der mittleren Hämoglobinwerte 

von Kindern (Korenromp et al. 2004). Unter der Annahme, dass insbesondere kleine Kinder mit 

Plasmodieninfektion keine oder atypische Symptome zeigen, jedoch bereits einen 

Hämoglobinabfall verzeichnen (Afolabi et al. 2001), könnte über die Hämoglobinmessung als 

diagnostischer Parameter für das Vorhandensein einer Plasmodieninfektion nachgedacht werden. 

Aufgrund einer großen Streubreite der Hämoglobinwerte bei infizierten und nicht-infizierten 

Kindern in unserer Studiengruppe erlaubt der Hämoglobinwert allein jedoch keine valide Aussa-
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ge über die Wahrscheinlichkeit einer Plasmodieninfektion: Ein Test, der einzig Hämoglobin-

Grenzwerte als diagnostischen Parameter verwendet, erzielt in unserer Untersuchungsgruppe 

seinen maximalen positiven prädiktiven Wert von lediglich 50% bei einem Hämoglobin-

Grenzwert von 7,5g/dl. Die Sensitivität liegt in diesem Fall bei 8,5%, die Spezifität bei 98,7%, 

der negative prädiktive Wert bei 87,5% (vgl. Kapitel 3.8.2). Bei höheren 

Hämoglobingrenzwerten (z.B. 11,5g/dl) wird eine bessere Sensitivität (92,3%) auf Kosten des 

positiven prädiktiven Werts (15%) und der Spezifität (19%) erreicht. Auch wenn Anämie sehr 

wohl als Parameter für Malariaprävalenz oder im Umkehrschluss für effektive Malariakontrolle 

zu werten ist (Korenromp et al. 2004, Mathanga et al. 2010), kann anhand eines 

Hämoglobinwerts nicht auf den Infektionsstatus eines einzelnen geschlossen werden, da sich 

kein Hämoglobin-Grenzwert mit einem ausreichend guten positiven prädiktiven Wert festlegen 

lässt (vgl. Kapitel 3.8.2). 

4.6 Polyklonalität im Kontext des klinischen Bildes 

Ein Teil der Komplexität von Plasmodieninfektionen kann mit Hilfe von MSP-Polymorphismen 

beschrieben werden. Umgekehrt können individuelle Parasitenstämme relativ gut anhand von 

MSP-Polymorphismen definiert werden. Nach einer medikamentösen Malariabehandlung kann 

so zwischen Reaktivierung und neuer Infektion unterschieden werden (Aubouy et al. 2003; 

Cattamanchi et al. 2003; Mugittu et al. 2006). In hyper-/holoendemischen Regionen in Gabun 

bzw. im Senegal wurden asymptomatische Kinder mit Parasitämie in longitudinalen Studien wei-

terverfolgt: Das Auftreten von Symptomen einer klassischen Malaria war assoziiert mit einem 

Anstieg der Parasitendichte und der Präsenz neuer parasitärer Genotypen (Contamin et al. 1996; 

Kun et al. 2002). Im mesoendemischen Uganda dagegen entwickelten Kinder aus einer persistie-

renden Infektion heraus in nur 50% der Fälle eine Symptomatik mit neuen Genotypen, verbun-

den mit einer höheren Dichte und Komplexität der Infektion (Nsobya et al. 2004). Kinder blei-

ben also auch bei einer inital asymptomatischen, persistierenden Plasmodieninfektion anfällig für 

eine Erkrankung. Eine Arbeit aus dem Sudan unterstützt diese These, untersuchte jedoch ein er-

wachsenes Kollektiv: Erregertypen, die schon Monate zuvor während der Trockenzeit in einem 

Wirt präsent waren, konnten viel später eine symptomatische Malaria induzieren (Babiker et al. 

1998). Bekannt ist, dass P. falciparum regelmäßig die Expression variabler Oberflächenantigene 

wie z.B. PfEMP1 (Plasmodium falciparum Erythrocyte Membrane Protein 1) verändert und so 

bestehenden Antikörper-abhängigen Immunreaktionen entgehen kann (Flick und Chen 2004; 

Pasternak und Dzikowski 2009). Es bleibt aber unklar, wie ein Parasitenstamm sich der Immun-
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abwehr zeitversetzt entziehen und aus der immunologischen Balance heraus eine pathogene Do-

minanz entwickeln kann.  

Die genannten Beobachtungen basieren auf einer angenommenen Stabilität der Erreger-

Subpopulationen im Verlauf kurzer Zeiträume. Tägliche Genotypisierungen von asymptomati-

schen infizierten Kindern in Tansania wiesen jedoch auf eine schnelle Dynamik hin: Innerhalb 

von 24 Stunden wurde eine Wechsel der Subpopulationen sowie periodische Schwankungen der 

Komplexität verzeichnet (Farnert et al. 1997; Magesa et al. 2002). Einzelne Erregerfamilien 

könnten intermittierend im Gefäßbett sequestrieren und sich der Genotypisierung entziehen 

(Farnert et al. 1997).  

Eine hohe Komplexität wird als Risikofaktor für klinische Malaria diskutiert. In Tansania wurde 

bei den unter Dreijährigen eine positive Assoziation zwischen Multiplizität, Parasitendichte und 

dem Risiko für eine klinische Malaria beschrieben (Felger et al. 1999; Henning et al. 2004). Die 

positive Korrelation zwischen Komplexität und Malaria wurde auch in anderen Altersgruppen 

gezeigt (Mayor et al. 2003; Ofosu-Okyere et al. 2001). Kenianische Kinder in den ersten drei 

Lebensjahren hatten mit einer niedrig-komplexen Plasmodieninfektion von nur einem Klon eine 

12,5-fach höhere Chance, in den nächsten zwei Monaten keine fieberhafte Episode mit einer 

Parasitämie von mindestens 500 Parasiten/µl durchzumachen als Kinder mit einer komplexen 

Infektion von fünf oder mehr Klonen. Der Schutz bei Kindern mit niedrig-komplexer Infektionen 

erwies sich dabei nicht als Genotyp-spezifisch, so dass eine Genotypen-übergreifende Immuni-

tätsentwicklung postuliert wurde (Branch et al. 2001).  

Unter 314 asymptomatischen Kindern in Uganda im Alter von sechs Monaten bis fünf Jahren 

entwickelten diejenigen mit mikroskopisch gesicherter Parasitämie innerhalb des nächsten Jahres 

fünf Mal häufiger eine klinische Malaria als Parasiten-freie Kinder. Kinder mit positiver PCR, 

jedoch negativem dicken Tropfen, wiesen dabei keine erhöhte Morbidität auf. Das Infektions-

muster dieser Kinder zeigte sich niedrig-komplex mit im Mittel halb so vielen Klonen wie bei 

Kindern mit positivem Dicken Tropfen. Die Autoren stellen zur Diskussion, ob eine niedrig-

komplexe asymptomatische Parasitämie, die lediglich mittels PCR detektiert wird, eine adäquate 

Immunantwort widerspiegelt. Höhere und komplexere Parasitämien dagegen, die mittels Mikro-

skopie erfasst werden, könnten eine wenig effiziente Immunitätslage reflektieren (Nsobya et al. 

2004). Submikroskopische Infektionen in einer Studiengruppe in Tansania gingen mit erhöhten 

MSP-Antikörpern einher und könnten eine humorale Immunantwort auslösen oder Aufrecht er-

halten (Shekalaghe et al. 2009).  



  

 73 

Submikroskopische Infektionen in unserer Studiengruppe wiesen im Mittel 3,2 Klone (+/-1,7) 

auf. Eine hohe Parasitendichte ab 1001 Parasiten/µl ging mit einer höheren Komplexität von im 

Mittel 4,9 Klonen (+/-2,5) einher. Die Klonanzahl und der Logarithmus der Parasitendichte kor-

relierte signifikant (vgl. Kapitel 3.6.2.2). Es gilt zu hinterfragen, ob die Methodik des Parasiten-

nachweises letztlich die Hauptursache für diese Ergebnisse ist. 

Höhergradig komplexe Infektionen werden jedoch nicht immer als Risikofaktor (s.o.) gewertet. 

Bei älteren Kindern ist eine chronische asymptomatische Parasitämie mit einer hohen 

Multiziplität typisch. Eine partiell Genotpyen-spezifische Immunantwort, die etwas länger an-

dauert als die Infektion selbst, könnte zu einer Kreuzimmunität gegenüber neuen Erregertypen 

führen (Smith et al. 1999 b). Nigerianische Kinder (n=400) mit einer MSP-2-FC27-

Monoinfektion wurde ein höheres Risiko für eine schwere Malaria bescheinigt als Kindern mit 

komplexen Infektionen (Amodu et al. 2008 b). Die Plasmodieninfektionen von asymptomati-

schen Kindern in Tansania wiesen ein komplexeres Muster mit einer höheren Klonanzahl auf als 

die Infektionen symptomatischer Kinder (Beck et al. 1997; Magesa et al. 2002). In einer Follow-

up-Studie in Tansania über vier Jahre von allerdings nur 21 Kindern zeigte sich bei komplexen 

Infektionen ein Trend hin zu selteneren Malariaepisoden. Die Autoren warnen deshalb vor Inter-

ventionen, die darauf abzielen, die Prävalenz und Komplexität von Plasmodieninfektionen in 

Gebieten mit hoher Transmissionsrate zu reduzieren (Farnert et al. 1999 b; Snow et al. 1997). 

Unter 2227 Kindern in Ghana, die an Intermittent Preventive Treatment (IPT) – Studien teilnah-

men, wurde Kindern mit multiklonalen Infektionen ein geringeres Malariarisiko zugeschrieben, 

allerdings nur wenn sie zu den im Rahmen der Studien unbehandelten Kindern gehörten. In Ge-

bieten mit hoher Transmissionsrate könnte die Aufrechterhaltung der klonalen Diversität eine 

Rolle für den Erhalt der Immunität spielen (Liljander et al. 2010). Andere Autoren stellten jedoch 

keinen Einfluß von Intermittent Preventive Treatment auf die Komplexität der Infektionen fest 

(Buchholz et al. 2010).  

Im holoendemischen Süd-West-Nigeria wurde unter ein bis elf Jahre alten asymptomatischen 

Kindern mit Plasmodieninfektion ein gradueller Anstieg der Prävalenz von Anämie bei Zunahme 

der Komplexität sowie der Parasitendichte gezeigt (May et al. 2000). Bei hochkomplexen Infek-

tionen mit neun oder mehr Klonen deutete sich in unserer Studiengruppe eine Tendenz zu anämi-

schen Werten an. Die Fallzahl war für eine statistisch verwertbare Aussage aber zu klein (vgl. 

Kapitel 3.8.2). 
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 Eine Analyse der Korrelation zwischen Symptomatik und Erregertypen erfolgte im Rahmen 

dieser Arbeit nicht. In der Literatur finden sich widersprüchliche Angaben über die klinische 

Bedeutung einzelner Subtypen. Subpopulationen konkurrieren miteinandern und können zur 

Selektion einzelner Varianten führen (Read und Taylor 2001). Vergleiche zwischen unterschied-

lichen Bevölkerungsgruppen sind dabei schwierig: In Papua Neu Guinea und in Ghana wurde 

dem MSP-2-Genotyp FC27 eine hohe Virulenz attestiert, während in Nigeria insbesondere 

asymptomatisch Infizierte Träger des FC27-Subtyps waren und diejenigen ohne Präsenz der 

FC27-Population einem fünffach erhöhtes Risiko für eine unkomplizierte Malaria unterlagen (al 

Yaman et al. 1997; Amodu et al. 2008 b; Ofosu-Okyere et al. 2001). In einer Kohorte von Kin-

dern mit schwerer und milder Malaria in Gabun wurde eine Assoziation von K1-Subtypen mit 

schwerer Anämie gezeigt (Kun et al. 1998). In einer kenianischen Studie fand sich ein Vorteil für 

MSP-1-Ro33-infizierte Kinder (Branch et al. 2001).  

Eine Untergruppe der Plasmodien-infizierten Kinder in unserer Studienkohorte bildeten 27 Kin-

der mit positivem Dicken Tropfen und negativer Plasmodien-spezifischer PCR. Diese zeichneten 

sich durch eine im Mittel sehr niedrige Parasitämie im Vergleich zu den Kindern mit positivem 

Dicken Tropfen und gleichzeitig positiver PCR aus (vgl. Kapitel 3.5.1). In den meisten Fällen 

gelang eine MSP-Genotypisierung, die damit auch eine Infektion bestätigte. Diese Proben wie-

sen bei einer mittleren Parasitendichte von 366 Parasiten/µl eine sehr niedrige Komplexität auf 

von durchschnittlich 1,8 Klonen/Probe (vgl. Kapitel 3.6.2.2) sowie eine geringe Diversität. Die 

niedrige Diversität bei niedriger Parasitämie und Komplexität könnte sich als PCR-bedingt er-

weisen, zum Beispiel aufgrund einer niedrigen DNA-Konzentration. 

Die geringe Diversität des Ro33-Allels (vgl. Kapitel 3.6.2) im Gegensatz zu K1 und Mad20 er-

klärt sich durch den unterschiedlichen Aufbau der drei Allelfamilien im MSP-1-Block 2: 

Verschiedene Subtypen von K1 und Mad20 generieren sich aus Längenpolymorphismen in der 

Mitte des Blocks, die von non-repetitiven, hoch-konservierten Sequenzen umgeben werden. 

Ro33 dagegen kodiert für 46 Aminosäuren ohne Repeats mit entsprechend geringer Subtypen-

Varianz.  

Wenn bei niedrig-komplexen Infektionen mit niedriger Parasitämie der Ro33-Klon vorherrscht, 

ergeben sich zwei Erklärungsansätze: 1. Das Ro33-Allel bezeichnet den Beginn der Infektion 

oder 2. bei Präsenz des Ro33-Klons bleibt die Infektion niedrig-komplex und die Parasitendichte 

auf niedrigem Niveau. Fehlende repetitive Sequenzen im Ro33-Allel könnten eine effektive Im-

munantwort erleichtern. Die Präsenz von Ro33 könnte sich als vorteilhaft für Infizierte erweisen 
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(Branch et al. 2001). Bei jedoch insgesamt hoher Prävalenz von Ro33 bleibt diese Einschätzung 

spekulativ.  

 

5 Zusammenfassung 

In Ghana erkranken jährlich circa eine Million Kinder unter fünf Jahren an Malaria. Im Wechsel-

spiel zwischen Erkrankung und Aufbau von Immunität in den ersten Lebensmonaten der Kinder 

spielt die Diversität der Plasmodieninfektion eine zentrale Rolle. Variable Oberflächenantigene 

des Erregers erschweren den Aufbau von Immunität. Um ein genaueres Bild von Prävalenz, 

Saisonalität, Komplexität und klinischer Relevanz der Infektion zeichnen zu lernen, wurden in 

der hyper-/holoendemischen Ashanti-Region in Ghana für diese Arbeit 1070 drei Monate alte 

Kinder im Verlauf des Jahres 2003 untersucht. Die Kinder wurden im Rahmen einer Intermittent 

Preventive Treatment - Studie unabhängig von ihrem Gesundheitszustand in die Studiengruppe 

eingeschlossen und bildeten so einen altersspezifischen repräsentativen Querschnitt in den Studi-

endörfern der Ashanti-Region.  

Die klinische Untersuchung, Hämoglobinmessung und mikroskopische Erregerdiagnostik der 

Kinder erfolgte in Ghana. Molekulargenetische Untersuchungen folgten im Bernhard-Nocht-

Institut, Hamburg. Eine Genus- und Spezies-spezifische PCR wurde hinsichtlich ihrer Sensitivi-

tät und Spezifität mit der mikroskopischen Plasmodiendiagnostik als Referenz verglichen. Beide 

Methoden ermöglichten Aussagen über die Prävalenz der Infektion, Saisonalität sowie Spezies-

Differenzierugen. Eine Genotypisierung polymorpher Genbereiche des Plasmodiums, die für das 

P.-falciparum-Oberflächenprotein MSP-1 und -2 kodieren, beschrieb die Multiplizität der Infek-

tionen anhand von MSP-Klonen. Die Laborergebnisse wurden mit klinischen Parametern und 

den Hämoglobinwerten der Kinder in Korrelation gesetzt.  

Die Prävalenz der Plasmodieninfektion lag nach mikroskopischer Diagnostik bei 13,5%, nach 

PCR-Diagnostik bei 14,5%. Fast ausschließlich fand sich Plasmodium falciparum. 23,7% aller 

PCR-positiven Proben erwiesen sich als submikroskopische Infektionen. Im Vergleich mit dem 

Goldstandard Mikroskopie lieferte die PCR eine Sensitivität von 79,9% bei einer Spezifität von 

96%. Ab einer Parasitämie von 600 Parasiten/µl erreichte die PCR-Diagnostik eine Sensitivität 

von 97% und eine Spezifität von 94%. Die mittlere Klonanzahl von 3,9 Klonen/Isolat spiegelte 

eine hohe Komplexität der Infektionen wider. Zwischen der Klonanzahl und dem Logarithmus 

der Parasitendichte bestand eine lineare Korrelation. Im Jahresverlauf blieb die Anzahl der Klone 
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stabil. Die Prävalenz der Infektion betrug in der Regenzeit 23%, in der Trockenzeit 8,5%. Die 

parasitäre Diversität war in der Regenzeit signifikant niedriger als in der Trockenzeit. Plasmo-

dien-infizierte Kinder wiesen im Mittel einen signifikant niedrigeren Hämoglobinwert auf 

(9,6g/dl) als nicht-infizierte Kinder (10,5g/dl). 30% der Kinder mit Parasitämie boten eine Mala-

ria-spezifische Symptomatik. Symptomatische Kinder hatten dabei im Mittel eine höhere 

Parasitämie als asymptomatische Kinder (n.s.). Innerhalb dieser Querschnittsuntersuchung ließ 

sich keine Verschiebung der Komplexität in Abhängigkeit von der Symptomatik eines Kindes 

darstellen. Angesichts der niedrigen Prävalenz der Infektion scheint im Alter von drei Monaten 

noch ein Schutz vor Infektion zu bestehen. Findet sich jedoch eine Parasitämie, ist diese nicht 

selten klinisch relevant.  
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