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 Malgré les différents projets mis en place depuis plus de 50 ans pour éradiquer le 

paludisme, et ensuite plus modestement pour le contrôler, cette maladie affecte encore de nos 

jours plus de 40% de la population mondiale [1]. Elle est responsable chaque année de plus de 

500 millions d’accès cliniques entraînant près de 3 millions de décès dont 90% d’entre eux 

surviennent en Afrique subsaharienne [2, 3]. 

 La distribution géographique du paludisme évolue encore puisque des zones 

considérées comme indemnes sont redevenues endémiques. La disparition du paludisme des 

régions tempérées, au début du XX
ème

 siècle, a ramené son aire de distribution à la ceinture 

tropicale et subtropicale. De 1950 à 1970, les opérations d’éradication ont provoqué une 

nouvelle réduction territoriale de la maladie et, surtout, ont mis en relief la variabilité 

régionale de l’endémicité. Si la région afro-tropicale est actuellement considérée comme «  le 

continent du paludisme » en concentrant plus de 90% des cas [4] (OMS, 1993), il n’en 

demeure pas moins que la quasi-totalité du continent asiatique avec des niveaux de 

transmission variables est également touché. En Europe, depuis la fin de la seconde guerre 

mondiale, le paludisme n’existe quasiment plus. Des cas isolés peuvent survenir comme, en 

2006, un cas de paludisme causé par P. vivax en Corse [5] mais la majorité est due au 

paludisme d’importation [6]. 

 Aujourd’hui, la diffusion des souches plasmodiales résistantes aux antipaludiques dans 

de nombreuses régions du globe reste un des facteurs principaux aggravant cette affection en  

menaçant les différents efforts de lutte déployés. Si l’émergence et la diffusion de la 

résistance de Plasmodium falciparum à la chloroquine (CQ) à partir de foyers situés soit en 

Asie du sud-est, soit en Amérique du sud est bien connue depuis plus de 20 ans, l’émergence 

de la résistance de P. vivax ou P. malariae est plus récente. D’abord décrite pour la 

chloroquine, cette résistance existe également vis-à-vis d’autres antipaludiques comme la 

sulfadoxine-pyriméthamine (SP), la méfloquine, l’atovaquone-proguanil [7].  

 Actuellement, selon les dernières estimations, P. vivax pourrait être responsable de 70 

à 80 millions de cas par an [8], voire de 130 à 435 millions [1]. Il s’agit de l’espèce 

plasmodiale la plus répandue même si sa place en Afrique sub-saharienne est minoritaire, la 

grande majorité des cas étant imputable à P. falciparum. Dans un contexte de changement des 

politiques nationales de traitement dans les pays où le paludisme est endémique, on mesure 

mal les conséquences que peut avoir la diminution de la prévalence de P. falciparum sur les 

autres espèces plasmodiales infectant l’homme, les interactions entre les espèces parasitaires 

étant complexes et mal connues. Les estimations concernant l’importance de ce parasite 

varient selon la méthodologie utilisée, mais une chose est sure, la prévalence et l’importance 
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de ce parasite ont été largement sous-estimées. A titre d’exemple, on sait que même dans les 

zones de faible transmission, 20% des patients présentent une infection symptomatique 

chaque année, soit 10 à 30 épisodes durant leur vie [8]. Même si le coût économique de la 

morbidité liée à P. vivax ne peut être estimé que très approximativement, si l’on prend en 

compte le coût d’un traitement antipaludique, l’absentéisme scolaire, la perte de productivité, 

son estimation varie entre 1,4 et 4 milliards de dollars par an [9].  

 Entre 1966 et 2002, 435 études visant à déterminer l’efficacité thérapeutique in vivo de 

médicaments antipaludiques ont été publiées, 87% d’entre elles concernaient P. falciparum 

[10]. Pendant la même période, moins d’une dizaine concernaient P. malariae et 47 seulement 

P. vivax. Même si la mortalité imputée aux infections par P. vivax reste faible, la morbidité 

due à ce parasite est proche de celle de P. falciparum dans les zones où les deux espèces 

coexistent. 

 

 La présente étude, réalisée dans le cadre d’une collaboration entre le Service de 

Parasitologie - Mycologie Médicale du Pr Stéphane Picot (Université C. Bernard, Lyon 1) et 

l’Unité de Recherche sur le Paludisme du Dr Didier Ménard (Institut Pasteur de Madagascar) 

avait pour objectifs d’évaluer : 

- la prévalence des infections palustres à P. vivax sur le territoire malgache,  

- la sensibilité de ce parasite aux antipaludiques, notamment à la sulfadoxine-pyriméthamine, 

et à la chloroquine, 

- la fiabilité de marqueurs moléculaires pour l’évaluation de la résistance sur différents sites 

de Madagascar, 

- d’appréhender la structure des populations parasitaires de P. vivax à Madagascar. 

 

 

 Nous présenterons ainsi dans un premier temps, quelques rappels sur les particularités 

biologiques, cliniques et épidémiologiques du paludisme du à P. vivax, sur les traitements 

recommandés et sur les mécanismes de résistance du parasite aux antipaludiques couramment 

utilisés. Nous verrons ensuite les moyens actuellement disponibles pour mettre en place la 

surveillance de l’évolution de la chimiorésistance, et les données existantes sur la situation du 

paludisme à P. vivax à Madagascar au moment de notre étude. Nous développerons dans un 

deuxième temps, la partie expérimentale de notre travail avec la présentation de nos résultats 

sur l’efficacité thérapeutique de la chloroquine et de la sulfadoxine-pyriméthamine et l’intérêt 

des marqueurs moléculaires. 
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I- Le paludisme à Plasmodium vivax 

 

P. vivax est actuellement l’espèce la plus répandue dans le monde et occupe la 

deuxième place en terme de morbidité palustre derrière P. falciparum. Comme nous allons le 

voir, plusieurs caractéristiques biologiques propres à ce parasite expliquent en partie son 

importance.  

 

I-1- Particularités biologiques de P. vivax 

Le cycle parasitaire de Plasmodium est dixène, composé d’une réplication sexuée chez 

le vecteur, un moustique femelle du genre anophèle, et d’une réplication asexuée chez son 

hôte, l’homme (Figure 1). Cette réplication asexuée comporte deux phases : la première, 

hépatique, et la seconde, érythrocytaire. C’est au niveau sanguin que vont apparaître les 

gamétocytes transmissibles à l’anophèle, permettant la poursuite du cycle parasitaire et la 

transmission ultérieure à d’autres humains. Les particularités du cycle de P. vivax vont se 

révéler au niveau de chacun de ses deux hôtes.  

 

Figure 1. Cycle parasitaire de Plasmodium sp. 

(d’après http://www.uni-tuebingen.de/modeling/Mod_Malaria_Cycle_en.html) 
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I-1-a-Le cycle anophèlien 

Après un repas sanguin, seules les formes gamétocytes femelles et mâles absorbées 

vont se développer chez l’anophèle femelle, se transformant respectivement en gamètes 

femelles et par exflagellation et division du noyau en gamètes mâles. Les éléments asexués 

seront digérés dans l’estomac du moustique. Après fécondation des gamètes et formation d’un 

zygote, l’ookinète va traverser la paroi stomacale du moustique et devenir un oocyste qui se 

divise immédiatement. C’est au niveau de la conjugaison des gamètes mâles et femelles et de 

la première méiose que la recombinaison des génotypes est possible. Les cellules dans 

l’oocyste vont prendre une forme allongée, se transformant en sporoblastes puis en 

sporozoïtes. La paroi de l’oocyste va alors se déchirer et les sporozoïtes libérés vont terminer 

leur maturation avant de gagner les glandes salivaires. 

A 25°C, ce cycle a une durée moyenne de 11 jours pour P. vivax, durée inférieure à 

celle du cycle sexué de P. falciparum (13 jours). La durée du cycle est un élément capital pour 

la transmissibilité de l’espèce parasitaire, avec des répercussions sur la répartition 

géographique des espèces plasmodiales. P. vivax peut être transmis dans les régions 

tempérées durant les courtes périodes chaudes alors que les autres espèces sont limitées aux 

régions subtropicales et tropicales. Le cycle sporogonique de P. vivax peut de plus se dérouler 

à des températures extérieures inférieures de 3°C en moyenne à celles de P. falciparum (15°C 

versus 18°C).  

 

I-1-b-Le cycle hépatique et les hypnozoïtes 

Le cycle intra-hépatique de P. vivax a en moyenne une durée plus longue que celle de 

P. falciparum (12 jours versus 7 jours). P. vivax a de plus la capacité de former, lors de la 

première phase hépatique de l’infection palustre, des formes quiescentes appelées 

hypnozoïtes.  

Ces hypnozoïtes vont rester à l’état latent au niveau hépatique pendant une durée 

propre au type de souche et dépendant de son environnement. Ces formes vont être à l’origine 

d’accès de reviviscence, et donc de paludisme clinique, selon une périodicité qui est 

déterminée notamment en fonction de l’origine géographique des souches. En zone tempérée, 

ces accès vont se produire en général tous les 5 à 10 mois permettant au parasite de 

réapparaître au niveau sanguin pendant la saison de transmission, tandis qu’en zone tropicale, 

ils seront beaucoup plus rapprochés (3 à 5 semaines). Des clones peuvent néanmoins avoir des 

profils de reviviscence mixtes, produisant des accès à intervalles irréguliers [11, 12].  
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La reviviscence de ces formes hypnozoïtes induit des difficultés pour l’interprétation 

des résultats des tests d’efficacité thérapeutique in vivo. En effet, dans le cas de P. vivax, la 

réapparition d’une parasitémie chez un patient après un traitement antipaludique peut avoir 

trois origines : soit il s’agit des parasites responsables de l’accès primaire, soit il s’agit d’un 

accès de reviviscence du aux formes hypnozoïtes quiescentes, soit il s’agit d’une nouvelle 

infection provoquée par une nouvelle piqûre d’un anophèle infecté. Chen et al, 2007 [11] ont 

montré après séquençage de fragments des gènes msp1 (merozoite surface protein 1) , ama1 

(apical membran antigen 1) et csp (circumsporozoite surface protein) une grande diversité 

génétique chez les clones responsables de reviviscences : sur les isolats collectés chez 86 

patients (soldats australiens postés au Timor Oriental) ayant subi un nouvel accès, 78 

génotypes parasitaires différents ont été identifiés. Sur 15 patients pour lesquels les isolats ont 

pu être collectés lors de deux accès successifs (après leur retour de la zone d’endémie), 10 sur 

14 (71%) étaient constitués de génotypes différents. L’activation des hypnozoïtes semble 

donc clonale.  

Les mécanismes conduisant à l’activation des hypnozoïtes sont encore inconnus. 

L’hypothèse d’une induction par les piqûres d’anophèles non infectés a récemment été 

proposée [13]. Les auteurs de cette étude rétrospective menée en Finlande (1750-1850) ont en 

effet observé une corrélation importante entre les températures des mois chauds (juin-juillet) 

favorisant un développement des larves de moustique et une augmentation de la mortalité en 

août et septembre imputable au paludisme. Dans les conditions climatiques de ce pays, le 

cycle sporogonique de P. vivax étant long, ces cas de paludisme ne peuvent pas correspondre 

à une infection primaire mais pourraient résulter de la réactivation d’hypnozoïtes quiescents 

par un signal transmis lors des piqûres par des anophèles non infectés. 

Cette hypothèse ne prend cependant pas en compte une spécificité des mécanismes de 

réactivation, aboutissant à l’activation d’un clone. Contrairement à une étude antérieure [14], 

dans une étude multicentrique (impliquant des patients de Thaïlande, du Myanmar et d’Inde) 

publiée en 2007, Imwong et al [12] ont montré que les isolats provoquant les accès de 

reviviscence étaient différents de celui responsable de l’accès primaire, ceci en l’absence de 

ré-infestation et après traitement de l’accès primaire par un traitement efficace. Deux 

hypothèses ont été émises : d’une part, lors de la piqûre infestante par un anophèle, celui-ci 

inocule plusieurs clones parasitaires qui auront un devenir différent (cause d’un accès 

primaire et/ou formation d’hypnozoïtes) ; d’autre part, la réactivation des hypnozoïtes 

présents dans l’organisme depuis une infection plus ancienne est la conséquence d’une 

nouvelle infection conduisant par un mécanisme non élucidé à réactiver ces formes 
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quiescentes. Enfin, il pourrait s’agir d’infections initialement polyclonales, ayant engendré le 

développement d’une immunité dirigée contre le clone majoritaire lors de l’accès primaire, le 

système immunitaire étant alors capable de réagir à nouveau lors d’une réactivation 

d’hypnozoïtes provenant du même clone et laissant donc place à des accès de reviviscences 

causé par des clones initialement minoritaires.  

 

I-1-c-Le cycle érythrocytaire et les formes asexuées 

Au contraire de P. malariae infectant les érythrocytes âgés, P. vivax n’envahit que les 

jeunes hématies exprimant à leur surface l’antigène Duffy. Deux protéines se liant à des 

récepteurs à la surface des réticulocytes ont été identifiées : il s’agit de PvRBP-1 et PvRBP-2 

(P. vivax reticulocyte binding protein) [15]. Ces protéines sont localisées au niveau du 

complexe apical des mérozoïtes et pourraient être responsables de la reconnaissance parasite-

réticulocytes. Les réticulocytes ne représentant que 1% environ des érythrocytes totaux, cela 

constitue un facteur limitant important pour la croissance in vivo de P. vivax et également 

pour la mise au point de tests pour la surveillance de la chimiorésistance de ce parasite in 

vitro. Il en résulte que les parasitémies observées pour P. vivax sont généralement plus basses 

que pour P. falciparum. Cependant, une étude menée en Thaïlande, dans une région de faible 

endémicité, a montré que le seuil pyrogénique d’une parasitémie à P. vivax était plus bas qu’à 

P. falciparum (180 parasites/µL versus 1000 pour P. falciparum) [16] ; cela est conforté par 

des taux plus élevés de TNF-α, cytokine pro-inflammatoire participant à l’induction de la 

fièvre, dans le cas des infections à P. vivax (cela même dans le cas de parasitémies égales à P. 

falciparum) [17-19].  

Le cycle de P. vivax dure entre 42 et 48 heures. A chaque cycle, le nombre de 

mérozoïtes libérés est habituellement de 8 à 16. Lors de la réalisation de frottis sanguins, tous 

les stades parasitaires peuvent être présents alors que pour P. falciparum les stades âgés ne 

sont généralement pas visibles. On observe dans les hématies parasitées par P. vivax une 

déformabilité augmentée au fur et à mesure de la maturation des parasites ; les hématies 

parasitées par P. vivax ne seraient pas séquestrées au niveau des différents organes ou dans la 

microcirculation [20]. Cependant les cas de paludisme sévères à P. vivax de plus en plus 

décrits remettent en cause cette hypothèse.   

 

I-1-d-Le cycle érythrocytaire et les formes sexuées 

 Enfin, le dernier caractère que nous tenions à évoquer concerne la capacité de P. vivax 

à former des formes gamétocytes de façon précoce. La gamétocytogénèse de P. vivax peut 
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débuter dès la première génération de mérozoïtes, en l’absence de signes cliniques (et donc 

avant l’instauration d’un traitement), ce qui confère au parasite une transmissibilité 

augmentée par rapport aux autres espèces [21].  

 

P. vivax est donc capable de se transmettre sous des conditions climatiques plus 

difficiles que P. falciparum, a la capacité de s’adapter à l’épidémiologie de son terrain, et peut 

se transmettre plus facilement. 

 

I-2- Epidémiologie : importance de l’antigène Duffy 

 

 Il est admis que, en dehors de quelques foyers, P. vivax est absent d’Afrique sub-

saharienne conséquence d’un polymorphisme génétique des populations humaines. Dans les 

années 70, l’implication de l’antigène Duffy a été découverte. Les quelques foyers où les cas 

de paludisme à P. vivax persistent seraient liés à la présence de populations humaines qui 

présentent le récepteur pour l’antigène Duffy à la surface de leurs hématies. 

 L’infection des hématies par P. vivax nécessite donc à leur surface la présence d’un 

récepteur appelé « Duffy Antigen Receptor for Chemokines » ou DARC.  

 L’antigène Duffy est une protéine de 38 kDa comportant 7 domaines 

transmembranaires et possédant 66 acides aminés extracellulaires à son extrémité N-

terminale. 35 acides aminés à cette extrémité N-terminale de la protéine jouent le rôle de 

récepteur pour l’invasion du parasite dans l’érythrocyte [22]. L’antigène Duffy est codé par 

deux allèles co-dominants FYA et/ou FYB. La présence d’une mutation en position -33 sur le 

promoteur du gène va entraîner la non-expression de l’allèle et l’absence de la protéine à la 

surface de l’érythrocyte [23]. Le gène n’est en effet plus reconnu par le facteur de 

transcription GATA-1. Le type d’allèle (FYA ou FYB) est déterminé par la présence d’une 

mutation sur le codon 42 (présence d’une glycine pour FYA ou d’un résidu acide aspartique 

pour FYB) [24]. 

 

 Les protéines parasitaires qui se lient aux récepteurs érythrocytaires durant le 

processus d’invasion appartiennent à la famille des EBP, Erythrocyte Binding Protein. 

Chacune de ces protéines est caractérisée par  un domaine extracellulaire qui contient deux 

régions conservées riches en cystéine et en acides aminés hydrophobes, les régions II et IV.  

 Seules deux espèces plasmodiales, P. vivax et P. knowlesi possèdent le ligand du 

récepteur DARC, un domaine nommé « Duffy-binding like domain » (DBL) ou « Duffy 
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binding protein » (DBP). Plus précisément, c’est la région II de PvDBP qui se lie au récepteur 

DARC. Les EBP sont localisées dans les micronèmes et leur présence à la surface des 

mérozoïtes n’a pas été mise en évidence. Il est possible que l’interaction entre les protéines 

PvRBP-1 et PvRBP-2 (P. vivax reticulocyte binding protein) et leurs récepteurs à la surface 

des réticulocytes déclenche l’entrée en scène de PvDBP. Après interaction entre un mérozoïte 

et un érythrocyte, le mérozoïte va se ré-orienter de façon à présenter son complexe apical face 

à l’érythrocyte. Les micronèmes et rhoptries vont déverser leur contenu provoquant une 

jonction irréversible entre le complexe apical du mérozoïte et l’érythrocyte cible. Cela va 

former une enveloppe autour du mérozoïte qui se retrouve alors dans une vacuole à l’intérieur 

de l’hématie [25]. Des anticorps dirigés contre PvDBP bloquent l’invasion des réticulocytes. 

DBP est un candidat vaccinal mais son polymorphisme important rend difficile la mise au 

point d’un vaccin [26]. 

 

 Des études ont porté sur la susceptibilité des individus face au paludisme causé par P. 

vivax en fonction de leur génotype Duffy. Une différence du niveau d’expression de 

l’antigène à la surface des érythrocytes a été montrée entre les individus de génotype 

FYA/FYA
nul

 et les patients homozygotes FYA/FYA [27]. Une réduction de la parasitémie 

moyenne des infections à P. vivax chez les individus hétérozygotes FYA/FYA
nul

 a été 

observée dans une étude menée en Papouasie Nouvelle Guinée, cela dans un groupe d’enfants 

de moins de 5 ans en l’absence d’immunité acquise [28]. Le niveau de la parasitémie était 

comparable, dans cette population, aux parasitémies observées chez les sujets plus âgés, 

immuns. Le statut hétérozygote des sujets FYA/FYA
nul 

pourrait leur apporter une protection 

vis-à-vis de l’infection par P. vivax, par une diminution du nombre de récepteurs 

érythrocytaires pour le parasite. 

 Récemment, la présence d’un parasite identifié en microscopie comme P. vivax  a été 

rapportée dans une population du Kenya n’exprimant pas la protéine Duffy [29]. Des études 

entomologiques ont montré dans cette même région (par ELISA) la présence de sporozoïtes 

de P. vivax chez deux espèces d’anophèles, An. gambiae et An. funestus à la fin de la saison 

des pluies. Si cela était confirmé, cela signifierait que P. vivax est capable d’envahir les 

érythrocytes via d’autres récepteurs que l’antigène Duffy et qu’il possèderait donc d’autres 

ligands. Le domaine se liant à Duffy a été le premier identifié de la famille des EBP. P. 

knowlesi possède par exemple deux autres gènes codant pour des protéines ligand (provenant 

initialement d’une duplication du gène, et ayant évolué différemment sur des chromosomes 

différents). P. knowlesi peut envahir les hématies via un autre récepteur érythrocytaire, et l’on 
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peut penser que P. vivax ait évolué de manière similaire, ne se contentant pas d’une seule 

stratégie pour envahir les hématies [30]. 

 

I-3- Répartition géographique 

 

 Ce sont 2,5 à 2,6 milliards de personnes qui vivent dans des zones à risque de 

paludisme sur notre planète et selon les estimations P. vivax pourrait être responsable de 70 à 

80 millions [8], voire de 130 à 435 millions de cas par an [1].    

De manière générale, P. vivax est très largement répandu sur tous les continents 

excepté en Afrique tropicale (Figure 2) où P. falciparum prédomine, malgré la présence de P. 

malariae qui peut parfois causer jusqu’à un tiers des cas de paludisme, et celle de P. ovale 

néanmoins plus rare [8]. En outre, il est classique d’observer que la prévalence de P. vivax 

augmente dans les zones de conflits armés en raison des déplacements de populations et des 

conséquences économiques et sociales de la guerre [31].   

 

 

Figure 2. Représentation de la distribution géographique des espèces plasmodiales P. 

falciparum et P. vivax en 2005.  

(a) P. falciparum ; (b) P. vivax 

D’après Guerra et al, 2005 [32] 

 



  17 

 Sur la ceinture tropicale de l’Afrique, l’incidence de P. vivax reste faible [33]. En 

revanche, dans les territoires d’Afrique de l’est et du sud, ainsi qu’à Madagascar, P. vivax 

pourrait représenter jusqu’à 20% des cas de paludisme. Au Soudan, 5 à 10% des infections 

palustres sont dues à P. vivax, et en Ethiopie, il est responsable de 20% à 40% des infections 

palustres dans certaines régions du pays [34]. Il est en fait présent dans les populations afro-

asiatiques notamment au Kenya, en Tanzanie ainsi que dans les îles de l’océan indien. 

La majorité des infections à P. vivax se situe hors d’Afrique, plus particulièrement en 

Asie du sud est et dans le pacifique où P. vivax représente 49% des cas de paludisme. La 

prévalence relative de cette espèce augmente en Amérique du sud et Amérique centrale, avec 

de 71% à 81% des cas de paludisme. On le retrouve notamment au Pérou, en Bolivie et en 

Guyane Française [35-38]. Ce sont également 81% des cas de paludisme qui sont imputables 

à P. vivax dans les régions méditerranéennes de l’est, et 100% des les pays de l’ex URSS. 

 

Le ratio entre les infections palustres dues à P. vivax ou P. falciparum varie ainsi 

largement selon les zones géographiques. Il est le plus bas en Afrique tropicale (0-20% des 

infections palustres), et augmente dans les zones de transmission moins intenses comme en 

Asie du sud, dans le Pacifique ouest et en Amérique du sud. Ainsi P. vivax semble être le 

parasite des situations plus difficiles et concède sa place à P. falciparum lorsque les 

conditions climatiques s’améliorent pour celui-ci. En outre, depuis 1993, la Corée du sud a vu 

réapparaître ce parasite alors que le paludisme avait disparu officiellement depuis 1979 [39, 

40]. 4142 cas étaient décrits en l’an 2000. Cette ré-émergence pourrait provenir de moustiques 

infectés originaires de la Corée du Nord, dans la zone de démilitarisation où la maladie aurait 

persisté sans être détectée, ou de sources extérieures (Corée du Nord, Chine ou Asie de l’est) 

[41, 42].  

 En France, de 2001 à 2004, 6500 à 7000 cas de paludisme d’importation étaient 

déclarés chaque année. Les proportions des espèces étaient de 83,5% de P. falciparum, 6,5% 

de P. ovale, 4,5% de P. vivax et enfin 1,6% de P. malariae [43]. 

 

I-4- Clinique 

 

Le paludisme à P. vivax induit classiquement un paroxysme avec une récurrence de 48 

heures coïncidant avec l’éclatement des schizontes. La durée des accès palustres est 

habituellement inférieure à 8 heures, avec une fièvre brutale pouvant aller jusqu’à 41°C et qui 

va diminuer progressivement passé des étapes de frissons, sueurs. Ces symptômes peuvent 
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être accompagnés de maux de tête, de nausées, de vomissements, de douleurs musculaires. Ils 

ne sont pas spécifiques de l’infection par P. vivax. Le patient après une crise de paludisme à 

P. vivax est dans un état d’épuisement intense [44]. 

Il a longtemps été considéré que le paludisme causé par P. vivax était bénin mais les 

symptômes peuvent parfois être graves et lourds de conséquences. Classiquement, il est décrit 

chez les patients une fièvre importante, des frissons, nausées, vomissement. Les pics de fièvre 

sont accompagnés de hauts taux de TNF (tumor necrosis factor) dont la sécrétion par les 

macrophages est induite par le relargage lors de l’éclatement des schizontes parasitaires de 

glycosylphosphatidylinositol [45]. 

 Les rares cas entraînant la mort peuvent survenir après une rupture splénique. Cette 

rupture de la rate est causée par une altération de sa structure, résultat d’une activation 

lymphatique des tissus et d’une stase dans les sinus spléniques causée par les érythrocytes 

parasités dont la surface est déformée. Cela peut aussi donner lieu à des complications moins 

graves : hématomes, torsions, hypersplénisme [46]. 

 On pensait également que les cas de neuropaludisme ne pouvaient être dus à une 

infection par P. vivax seul mais résultaient d’une co-infection avec P. falciparum. Cependant 

avec les apports de la biologie moléculaire et le diagnostic d’espèce rendu possible par PCR, 

plusieurs patients souffrant de neuropaludisme, de syndrome de détresse respiratoire aigue ou 

de dysfonctionnement hépatique ou insuffisance rénale n’étaient infectés que par P. vivax. Au 

contraire de P. falciparum, les hématies parasitées par P. vivax ne sont pas séquestrées dans la 

microcirculation cérébrale.  

 Comme décrit dans la revue de K. Baird [47], nous avons recensé dans la littérature 

entre 1998 et 2007, 28 cas d’insuffisance rénale, 15 cas de syndrome de détresse respiratoire 

aigue, 8 cas de neuropaludisme, 2 cas de rupture de la rate et 8 cas de dysfonctionnement 

hépatique. A cela s’ajoutent les problèmes d’anémie, de thrombocytopénie… Malgré tout, 

seuls 45 cas de neuropaludisme ont été publiés dans la littérature anglophone depuis les 

années 1920.  

 L’anémie est un facteur de morbidité important dans les infections à P. vivax ; les 

anémies sont fréquentes et surtout sévères [48, 49]. Des cas de thrombopénie ont été 

rapportés, avec parfois des thrombopénies très sévères comme 8.10
9
 plaquettes /L et 5.10

9
 en 

l’absence de saignements [50-53]. Les mécanismes conduisant à ces thrombopénies ne sont 

pas clairement définis ; le M-CSF (macrophage stimulating factor) interviendrait en stimulant 

l’activité des macrophages, médiant dans certains cas une destruction des plaquettes. Le stress 

oxydatif pourrait aussi intervenir ainsi que la formation de complexes immuns. 
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 Les cas d’atteintes pulmonaires sont probablement sous-estimés, et seraient liés au 

déclenchement d’une réaction inflammatoire. Ces atteintes pulmonaires peuvent être de types 

œdémateuses et peuvent entraîner un syndrome de détresse respiratoire. Elles sont de mauvais 

pronostic. Cependant leur fréquence est plus faible dans les cas de paludisme dus à P. vivax 

(par rapport à P. falciparum), probablement en l’absence de séquestration des hématies 

parasitées dans la microcirculation, et avec un relargage de toxines plasmodiales plus faible 

dans le cas de P. vivax. La réponse inflammatoire induite, avec ses effets délétères, serait plus 

faible. L’hypoalbuminémie résultant d’un état de malnutrition pourrait aggraver les œdèmes 

pulmonaires. 

 Les mécanismes conduisant à ce type d’atteintes passeraient par une accumulation des 

cellules monocytaires, conduisant à une inflammation et à une altération des fonctions 

pulmonaires : diminution des échanges gazeux, augmentation de l’activité des cellules 

phagocytaires, manifestations respiratoires. L’acidose métabolique semble être, chez les 

enfants, une des causes majeures de cette détresse respiratoire. Elles surviennent parfois après 

plusieurs jours de traitement, suggérant que ces manifestations peuvent être la conséquence de 

la lyse des parasites par les antipaludiques, provoquant une réponse inflammatoire, conduisant 

à des atteintes pulmonaires [54-57]. Il est possible que l’effet anti-inflammatoire de la 

chloroquine, molécule la plus utilisée dans le traitement des cas de paludisme à P. vivax, ait 

atténué la réponse inflammatoire au niveau pulmonaire chez les patients infectés [58]. 

 

 

I-5- Diagnostic 

 

Comme pour toutes les espèces plasmodiales, le diagnostic biologique d’une infection 

à P. vivax peut être réalisé sur frottis sanguin ou goutte épaisse, avec coloration au May-

Grünwald-Giemsa. Une planche exposant les différents stades parasitaires est présentée en 

annexe 1. Le frottis sanguin est considéré comme la technique de référence, et sa sensibilité 

estimée à 200 hématies parasitées par µL de sang. La goutte épaisse rend le diagnostic 

d’espèce plus difficile à réaliser, mais permet d’augmenter la sensibilité du diagnostic à 10 à 

20 hématies parasitées par µL de sang [59]. La microscopie nécessite toutefois la présence 

d’un microscopiste expérimenté ; les mouvements de populations humaines du 20
ème

 siècle ne 

permettent plus un diagnostic porté sur un critère géographique des espèces plasmodiales 

mais sur leurs critères morphologiques propres. De plus, des données relativement récentes 

soulignent les limites de la microscopie pour l’identification des espèces parasitaires. P vivax 
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est morphologiquement proche de P. ovale. Des cas récents d’infections humaines par P. 

knowlesi ont également été décrits (parasites d’origine simienne). Cette espèce est très proche 

morphologiquement de P. malariae, mais les contacts de plus en plus étroits entre les 

populations humaines et de nouveaux biotopes renforcent la possibilité de passages inter-

espèces des parasites notamment du singe à l’homme.  

 

Des tests de détection antigéniques rapides ont été développés avec une visée 

diagnostique essentiellement tournée vers P. falciparum. Ces tests permettent la détection 

d’antigènes palustres après migration de sang périphérique sur une membrane de 

nitrocellulose et réaction avec des anticorps préalablement fixés. Différents anticorps sont 

utilisés, spécifiques du genre Plasmodium (anti-aldolase, anti-pLDH), c’est-à-dire présentant 

des réactivités croisées entre les quatre espèces, ou spécifique d’espèce (anti-HRP2, anti-

LDH). Dans ce dernier cas, les trousses commerciales disponibles proposent des réactions 

spécifiques pour P. falciparum et P. vivax. La sensibilité de ces tests est identique à celle d’un 

frottis sanguin pour les parasitémies ≥ 1%, mais une variabilité importante existe selon les 

espèces parasitaires présentes. Selon Ratsimbasoa et al, 2007 [60], la sensibilité d’un test 

rapide (basé sur la détection de la LDH parasitaire) était estimée entre 88.9% et 100% pour 

des parasitémies comprises entre 500 et 5000 parasites/µL et 50% pour des parasitémies 

inférieures à 100 parasites/µL. Dans une autre étude menée à Madagascar, la sensibilité de 2 

tests rapides (Palutop4+ et Optimal
IT

, basés l’un sur la détection de la protéine HRP2 de P. 

falciparum, la pLDH de P. vivax et la pan-pLDH, et l’autre sur la détection de la pLDH de P. 

falciparum et la pan-pLDH) ainsi que celle de la microscopie a été évaluée en prenant comme 

méthode référence pour le diagnostic d’espèce la PCR en temps réel [61] (Annexe 2). Pour les 

infections à Plasmodium non-falciparum, la sensibilité des tests rapides était de 85,7% et 

94,1% selon le test. La sensibilité de ces tests est de plus conditionnée par le polymorphisme 

des antigènes recherchés. Sur les isolats de P. falciparum de Madagascar, 9% des infections 

(parasitémie < 250 parasites/µl) seraient non détectées à cause de polymorphismes présents 

sur le gène codant pour la protéine PfHRP2. Le polymorphisme sur les gènes codant pour 

l’aldolase et la pLDH était plus modéré (Annexe 3). 

La mise à disposition de ce type de tests qui ne sont pas adaptés au diagnostic des 

espèces minoritaires, dans de nombreux pays en zone d’endémie palustre, va contribuer à 

maintenir la sous-estimation de la prévalence de P. vivax. Cependant, ils peuvent représenter 

une alternative pour le diagnostic des espèces parasitaires en l’absence de microscopistes 

expérimentés. 
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 La biologie moléculaire permet de déterminer avec certitude l’espèce parasitaire 

présente. Différentes techniques d’amplification ont été décrites. Tout d’abord, avec la PCR 

classique, de type nichée ou semi-nichée, et éventuellement multiplex. La PCR en temps réel 

a ensuite permis d’améliorer la sensibilité et peut permettre en une seule manipulation de 

déterminer l’espèce parasitaire présente. Ces PCR sont généralement basées sur 

l’amplification d’un fragment d’ADN codant pour l’ARN ribosomal 18S. Néanmoins, la PCR 

en temps réel nécessite un appareillage et des réactifs coûteux. Sa sensibilité est de 0.001 à 0.3 

parasites par µL. Le technique utilisée dans notre étude a été celle décrite par de Monbrison et 

al, sur laquelle nous reviendrons un peu plus loin [62]. La PCR apporte à la fois une 

augmentation de spécificité et de sensibilité importante dans le cadre du diagnostic des 

infections à P. vivax. 

 

I-6- Les infections mixtes et les interactions entre espèces 

 

Les infections mixtes et plus particulièrement celles impliquant P. falciparum et P. 

vivax sont dans certaines régions fréquentes. En Thaïlande, après traitement d’une infection à 

P. falciparum, P. vivax apparaît chez 21 à 35% des patients ; à l’inverse, après traitement 

d’une infection à P. vivax, P. falciparum resurgit dans 8-9% des cas. L’émergence d’une 

infection cryptique dépendrait de l’efficacité du traitement donné en première intention [63].    

Les interactions entre espèces plasmodiales ne sont pas figées. Elles évoluent dans le 

temps, et peuvent différer selon les zones géographiques. La proportion des infections mixtes 

observées chez l’homme n’est pas simplement égale à celle attendue compte tenu de la 

prévalence de chaque espèce parasitaire dans une population humaine. Au sein de l’hôte, une 

régulation des densités parasitaires se produit, au sujet de laquelle plusieurs hypothèses ont 

été avancées : compétition vis-à-vis des hématies, réaction immunitaire anticorps dépendante. 

La plus vraisemblable est l’intervention de réactions immunes non spécifiques [64]. 

Des interactions « saisonnières » se produisent également. P. falciparum est plus 

souvent retrouvé en saison des pluies, au moment où la transmission est la plus intense. 

Lorsque la transmission diminue, la prévalence de P. malariae ou P. vivax augmente alors. 

Un effet bénéfique pourrait être attribué à P. vivax lors de co-infections avec P. 

falciparum. Il a été observé que la présence concomitante de P. vivax pouvait réduire par un 

facteur 4 le risque de développer un paludisme sévère causé par P. falciparum [16]. De la 

même façon dans une autre étude, le risque d’échec thérapeutique après traitement d’une 
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infection à P. falciparum par artésunate-méfloquine était deux fois plus élevé pour les patients 

présentant une mono-infection que pour ceux co-infectés par P. vivax [65]. 

 

 

II- Le traitement des infections palustres à P. vivax et la résistance de ce 

parasite aux antipaludiques  

 

 Les recommandations existant préconisent le traitement des accès palustres à P. vivax 

par la chloroquine, avec un relais par la primaquine, seul antipaludique actif contre les 

hypnozoïtes hépatiques. 

Concernant le paludisme, la pharmaco résistance a été définie par l’OMS comme          

« l’aptitude d’une souche de parasite du paludisme à survivre ou à se reproduire malgré 

l’administration et l’absorption d’un médicament employé à des doses égales ou supérieures 

aux doses ordinairement recommandées mais comprises dans les limites de tolérance du    

sujet ». L’expansion de la résistance dans une population est le reflet de la quantité de 

médicaments utilisée dans cette population [66]. Plusieurs mécanismes interviennent :  

- la sélection à travers l’utilisation massive d’un médicament en prophylaxie, et/ou à travers la 

persistance de concentrations sub-thérapeutiques chez les sujets traités; 

- l’usage d’un médicament en monothérapie plutôt que d’une association de médicaments 

[67]. Ceci est particulièrement vrai pour les médicaments à demi-vie longue qui persistent 

plus longtemps dans le sang à des concentrations sub-thérapeutiques. La sélection des 

parasites résistants se produit lorsque la concentration de l’antipaludique administré est 

suffisante pour inhiber la multiplication des Plasmodium sensibles mais insuffisante pour 

bloquer celle des résistants, ce phénomène étant désigné sous le nom de « sélection 

médicamenteuse » [68]. 

 

D’un point de vue génétique, la résistance aux antipaludiques résulte de mutations 

spontanées qui ont pour effet de modifier la structure et l’activité, au niveau moléculaire, de la 

cible du médicament ou d’empêcher le médicament de parvenir à cette cible. Ces 

polymorphismes ont pour origine, dans la majorité des cas, le remplacement d’un seul 

nucléotide par un autre (SNP pour single nucleotide polymorphism). Conférant un avantage 

dans des conditions données (pression médicamenteuse) aux parasites l’ayant acquis, certains 

verront leur fréquence augmenter dans la population [69]. D’autres, parce qu‘ils sont 

défavorables aux individus qui les portent, seront éliminés.  
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II-1- La chloroquine 

 

II-1-a-Utilisation de la chloroquine 

La chloroquine a été, et reste, le traitement de 1
ère

 intention du paludisme à P. vivax 

depuis 1946. Elle est encore largement utilisée et a été la molécule antipaludique la plus 

étudiée. Sa première utilisation remonte à 1936 chez des patients présentant une syphilis à la 

phase neurologique, en Allemagne, volontairement infectés par P. vivax [70].  

 La posologie est de 25 mg/kg (maximum d’1.5 g pour un adulte), pendant 3 jours 

comme pour P. falciparum. La demi-vie d’élimination de la chloroquine étant longue, sa 

concentration plasmatique est maintenue au dessus de la CI50 d’une souche sensible, 

permettant à cet antipaludique d’éliminer le risque de rechute due à un accès de reviviscence 

précoce (en zone tropicale, la première rechute due aux hypnozoïtes peut se produire dans les 

21 jours suivant l’infection) [71]. 

 

II-1-b-Mécanismes d’action de la chloroquine 

Malgré sont utilisation depuis une cinquantaine d’années, la compréhension des modes 

d’action de la chloroquine et surtout des mécanismes de résistance n’est pas parfaitement 

élucidée. Chef de file des amino-4-quinoléines, la chloroquine est une base faible qui 

s’accumule dans la vacuole digestive du parasite en suivant le gradient de pH. Les parasites 

vont digérer au sein de la vacuole digestive l’hémoglobine (source d’acides aminés) ce qui 

induit la libération de molécules d’hème. L’hème est normalement détoxifiée par 

polymérisation en une forme cristalline, l’hémozoïne (le pigment malarique). L’action 

principale de la chloroquine va être de bloquer cette dégradation enzymatique de 

l’hémoglobine, en se liant à l’hème libre (ferriprotoporphyrine IX) empêchant sa 

polymérisation, et ainsi la formation de l’hémozoïne. La concentration de l’hème, toxique 

pour le parasite, augmente, ce qui aboutit à la mort de celui-ci [72].  

La chloroquine est un schizonticide sanguin aussi bien contre P. vivax que les autres 

espèces. Une activité gamétocytocide est reconnue contre les gamétocytes de P. vivax mais 

aux doses couramment utilisées pas contre ceux de P. falciparum. Néanmoins, après 

élimination des stades sanguins, les patients restent à risque d’accès de reviviscences des 

formes hypnozoïtes hépatiques. 
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II-1-c-Emergence de la résistance  à la chloroquine 

Alors que les premiers cas de résistance à la chloroquine chez P. falciparum sont 

apparus dès les années 50 en Asie du sud-est (Thaïlande, Cambodge), en Amérique centrale et 

en Amérique du sud (Colombie) la chloroquino-résistance de P. vivax n’est apparue qu’en 

1989 chez des Australiens rapatriés en Papouasie - Nouvelle-Guinée et dans les îles Salomon 

[73]. Elle s’est ensuite rapidement étendue en Indonésie (île de Nias), en Papouasie et en Irian 

Jaya en 1991 [74], au Myanmar en 1993 [75], à Bombay en 1995 [76] et à Bornéo en 1996 

[77]. On suspecte aussi la présence de chloroquino-résistance en Amérique du sud: quelques 

cas ont été signalés en Guyane en 1996 [78], au Pérou [79] et dans la partie amazonienne du 

Brésil [80, 81]. La prévalence des souches chloroquino-résistantes pourrait être sous-estimée 

au Brésil, avec 10% d’échecs thérapeutiques récemment rapportés [82]. Toutefois, d’autres 

rapports ont fait état d’une persistance de la sensibilité de P. vivax à la chloroquine en 

Azerbaïdjan [83], aux Philippines [84] et en Thaïlande [85-88]. En Papouasie, en 2004, 65% 

des patients étaient en échec thérapeutique après 28 jours de suivi [89]. 

Ce délai d’acquisition de la résistance à la chloroquine trouve son explication dans un 

mécanisme multifactoriel et/ou suite à une pression médicamenteuse moins forte due à la 

précocité de la gamétocytogénèse permettant une transmission des clones sensibles.  

 

II-1-d-Mécanismes de résistance des Plasmodium à la chloroquine 

Les mécanismes de résistance à la chloroquine ont été plus étudiés pour Plasmodium 

falciparum. La résistance de ce parasite est liée à une diminution de sa concentration au sein 

de la vacuole digestive du parasite induisant la présence d’une concentration en principe actif 

beaucoup trop faible pour bloquer le processus de détoxification de l’hème en hémozoïne [90, 

91]. Plusieurs hypothèses ont été avancées : 

- l'acquisition d'un mécanisme d'efflux rapide, phénomène de multi-drug résistance [92]. 

- la perte ou la réduction du mécanisme d'influx, 

- l'augmentation du pH lysosomal, qui réduirait l'accumulation acido-tropique de la 

chloroquine. 

La chloroquine peut être sous forme di-protonée, et base faible, elle va se répartir dans 

les compartiments intra et extracellulaires selon un gradient de pH. Elle va donc s’accumuler 

dans la vacuole digestive du parasite (pH voisin de 5,0-5,2). On estime que la concentration 

de chloroquine peut être 20 000 fois plus importante dans la vacuole parasitaire que dans 

l’érythrocyte infecté. Une différence initiale de pH entre les souches sensibles et résistantes à 

la chloroquine pourrait donc être l’une des explications possibles à la moindre concentration 
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dans la vacuole parasitaire de l’antipaludique. Des études contradictoires ont été publiées sur 

le sujet [93-95], la mesure du pH à l’intérieur de la vacuole digestive du parasite restant une 

tache difficile. Plusieurs hypothèses ont été émises concernant l’efflux de la chloroquine hors 

de la vacuole digestive et le rôle de la protéine CRT (Chloroquine Resistant Transporter) 

(Figure 3). Un canal transportant la chloroquine sous forme protonée à l’extérieur du parasite 

rendrait possible la plus faible accumulation de chloroquine chez les parasites résistants. La 

protéine CRT pourrait également agir comme un transporteur, la mutation K76T (sur le gène 

pfcrt) par la perte d’une charge positive rendant possible l’efflux de CQ. L’implication de 

cette mutation dans la résistance de P. falciparum à la chloroquine a été clairement démontrée 

[96]. La protéine Pgh1 pourrait participer également à l’efflux de chloroquine hors de la 

vacuole digestive du parasite (Figure 3). Le gène codant pour cette protéine est le gène 

pfmdr1 [97]. En présence de mutations sur le gène pfcrt (K76T), la présence d’une mutation 

sur le codon 86 de pfmdr1 modulerait le niveau de résistance à la chloroquine.  

 

 

Figure 3.  Mécanismes proposés pour la chloroquino-résistance ; Implication des protéines 

PfCRT et Pgh1.  

A. Action de la protéine PfCRT dans une souche sauvage. La protéine PfCRT participe de 

façon majoritaire à l’élimination des acides aminés protonés et de façon minoritaire à 

l’élimination de la chloroquine protonée. 

B. Action de la protéine PfCRT dans une souche mutée. La protéine PfCRT permet 

l’élimination massive de la chloroquine protonée 

D’après Warhurst 2001 [98] 
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II-1-e-Rôle du gène pvmdr1 

 Des travaux récents ont permis de rechercher chez P. vivax le gène orthologue de 

pfmdr1 [92, 99]. Des mutations non-synonymes ont été identifiées sur 16 codons (Tableau 1). 

Deux mutations ont été identifiées sur des positions non décrites chez P. falciparum: plus 

précisément les positions Y976F et F1076L par Brega et al. [92], dans notre laboratoire, mais 

en l’absence de données cliniques obtenues en parallèle, le rôle de ces mutations dans 

l’acquisition d’un phénotype résistant à la chloroquine n’avait pas pu être déterminé.  

 

Tableau 1. Polymorphismes identifiés sur le gène pvmdr1 

  Codon 

  196 237 443 500 511 556 698 783 823 908 958 976 1076 1104 1440 1447 

Total 

isolats 
Réf 

Brésil N S I N R V G A K L M Y F L R E 1 [99] 

 N S I N R V G A K L M Y F L Q E 1 [99] 

 N S I D R V G A K L M Y F L Q E 1 [99] 

Salvador N S I D R V G A K M T Y F L Q E 1 [99] 

Guyane            Y F    3 [92] 

Thaïlande            Y F    4 [92] 

            F L    4 [92] 

            Y L    1 [92] 

            F     17 [100] 

            Y     52 [100] 

Azerbaijan            Y L    4 [92] 

Turquie            Y L    3 [92] 

PNG N S I D R V S V K L M F L L Q E 1 [99] 

Indonésie N S I D H V S A K L M F L L Q E 1 [99] 

            Y F    1 [92] 

            F L    1 [92] 

            F     123 [100] 

            Y     5 [100] 

Papouasie N S I D H V S A E L M F L F Q E 2 [99] 

 S P T D H V S A E L M F L F Q G 1 [99] 

  N S I D H A S A E L M F L F Q E 1 [99] 

 

Brega et al. [92] ont également recherché des mutations sur les codons 91 et 189 mais aucun 

polymorphisme n’a pu être identifié. 

 

 Les études apportant à la fois des résultats de suivi thérapeutique in vivo et des 

données moléculaires sont trop rares, et il est difficile d’associer une valeur prédictive d’échec 

thérapeutique à la présence de ces mutations. Très récemment, Suwanarusk et al., 2007 [100] 

ont montré que la CI50 mesurée in vitro (par observation de la maturation des stades 
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schizontes) était significativement plus élevée sur les isolats porteurs de la mutation 976F que 

sur les génotypes sauvages (isolats collectés en Indonésie et Thaïlande). Dans une autre étude, 

Marfurt et al [101] ont montré une association entre la présence de la mutation 976F, associée 

à un génotype mutant sur le gène dhfr, et la survenue d’un échec thérapeutique chez des 

patients ayant reçu un traitement par la combinaison amodiaquine-sulfadoxine-

pyriméthamine, démontrant une implication de ce gène dans la résistance aux amino-4-

quinoléines de P. vivax. 

 

 Les données portant sur la relation entre le nombre de copies du gène pvmdr1 et la 

résistance à la chloroquine sont rares, et n’ont pour l’instant pas permis de porter des 

conclusions probantes. Chez P. falciparum, une augmentation du nombre de copies du gène 

pfmdr1 a été associée à un phénomène de « multi-drug resistance » : diminution de la 

sensibilité du parasite à la méfloquine, la quinine, la luméfantrine, l’halofantrine, et aux 

dérivés de l’artémisinine [102, 103]. Suwanarusk et al., 2007 [100] ont quantifié le nombre de 

copie de pvmdr1 sur 170 isolats : 15 isolats avaient un nombre de copies augmenté (13 isolats 

avaient 2 copies du gène, 2 avaient 3 copies). Ces 15 isolats provenaient de Thaïlande et tous 

étaient sauvages sur le codon 976. En ne considérant que les isolats provenant de Thaïlande 

(total de 66), les isolats possédant plusieurs copies du gène pvmdr1 avaient une CI50 plus 

basse pour la chloroquine que les isolats ne possédant qu’une seule copie du gène. Cependant, 

sur le total des isolats (incluant 104 isolats d’Indonésie pour lesquels pvmdr1 n’avait été 

retrouvé qu’en une seule copie), les résultats n’étaient plus significatifs. Le rôle de pvmdr1, 

dans la résistance à la chloroquine de P. vivax, reste donc encore à déterminer. 

 

II-1-f-Rôle du gène pvcrt-o 

 Le gène orthologue de pfcrt chez P. vivax a été identifié en 2001 par l’équipe de 

Thomas Wellems [104] : il comporte 14 exons de 45 à 266 paires de bases, séparés par 13 

introns de 114 à 491 paires de bases. 14 isolats entretenus sur modèle simien dont 3 résistants 

in vivo à la chloroquine ainsi que 8 isolats collectés chez des patients en zone d’endémie ont 

été séquencés sur tout ou partie du gène pvcrt-0 (ou cg10) mais aucune association entre la 

présence de mutations et le phénotype sensible ou résistant des souches n’a pu être trouvée 

(Tableau 2). Suwanarusk et al, 2007 [100] ont également séquencé la totalité du gène pvcrt-o 

sur 32 isolats provenant de Thaïlande et d’Indonésie. Une insertion de 3 nucléotides (AAG) a 

été identifiée au niveau du premier exon du gène, codant pour une lysine (K) en position 10. 

Après séquençage d’un plus grand nombre d’isolats, cette insertion était présente chez 76% 



  28 

des isolats de Thaïlande (31/41), et 2,2% de ceux d’Indonésie (1/46). Une analyse stratifiée 

selon l’origine géographique des souches n’a pas permis de mettre en évidence un lien entre la 

présence de cet insert et la mutation 976F ou avec une variation de la CI50 des souches pour 

la chloroquine in vitro. 

 

Tableau 2. Polymorphisme du gène pvcrt-o et réponse in vivo à la chloroquine des souches 

de P. vivax 

 
D’après Nomura et al, 2001 [104] 

 

 Une variabilité du nombre de copie du gène pvcrt-o ou de son expression n’a jusqu’à 

aujourd’hui jamais été recherchée. 
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II-2- La primaquine 

 

II-2-a-Utilisation de la primaquine 

 La primaquine est le seul médicament disponible efficace contre les formes hépatiques 

(hypnozoïtes) de P. vivax et de P. ovale [105]. C’est une amino-8-quinoléine (amino-4-

méthyl-1butylamino)-8 méthoxy-6 quinoléine). Produite au cours de la seconde guerre 

mondiale, elle a été utilisée pour la première fois par les troupes américaines pendant la 

guerre de Corée [106, 107].  

 L’OMS recommande ainsi son utilisation pour le traitement des cas de paludisme à P. 

vivax en relais après la prise de CQ pendant 3 jours ; la posologie est de 15 mg/kg/j pendant 

14 jours, posologie doublée dans les zones où une diminution de l’efficacité de la primaquine 

est connue. Cette longue période de traitement conduit en l’absence de supervision médicale, 

à une mauvaise compliance de la part des patients (en l’absence de signes cliniques après un 

traitement efficace de l’accès primaire). En France, la primaquine n’est disponible que sous 

autorisation temporaire d’utilisation (ATU). 

 Utilisée pourtant depuis plus de 50 ans maintenant, son mécanisme d’action ainsi que 

les posologies à laquelle elle doit être utilisée restent encore en partie obscures.  

 

II-2-b-Mécanismes d’action de la primaquine 

 La primaquine est active sur les formes tissulaires hépatiques primaires, sur les formes 

tissulaires latentes responsables des reviviscences, sur les gamétocytes. Elle est aussi active 

sur les formes asexuées (trophozoïtes, schizontes) circulantes de P. vivax et de P. ovale mais 

pas sur les stades asexués circulants de P. falciparum. Elle pourrait agir en altérant la structure 

de la membrane mitochondriale des formes parasitaires [108, 109]. Une autre hypothèse, la 

production de radicaux libres, a également été évoquée. En l’absence de systèmes de culture 

répandus des formes hépatiques, et sanguines de P. vivax ou P. ovale, il est difficile d’étudier 

les mécanismes d’action de cette drogue. Des travaux ont cependant montré la capacité de la 

primaquine à réverser la résistance de parasites à la CQ, en bloquant la pompe PfCRT mutée 

[110]. Une piste supplémentaire pour contrecarrer la résistance de P. vivax à la CQ ? Il 

faudrait alors que le mécanisme de résistance soit semblable entre les deux espèces 

parasitaires ce qui, au vu des publications, n’est pas le cas. 
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II-2-c-Incertitudes liées au déficit en G6PD 

 Les incertitudes sur la place de la primaquine dans l'arsenal thérapeutique des 

antipaludiques sont largement liées à l'hémolyse causée chez les sujets déficitaires en glucose-

6-phosphate-déshydrogénase. La G6PD est la seule source de production du NADPH, H
+
 de 

l'hématie, coenzyme de la glutathion réductase. Cette enzyme permet la régénération du 

glutathion et la neutralisation des peroxydes très toxiques pour le globule rouge. Les hématies 

des sujets présentant un déficit de l’activité G6PD en produisant moins de NADPH, H
+
 sont 

plus sensibles à un stress oxydatif et à l’hémolyse lors de circonstances variées. L'effet 

délétère de la primaquine se ferait à la fois par la consommation de glutathion et par 

oxydation directe du NADPH, H
+
 [111]. Elle serait également à l'origine d’une fragilisation 

de la membrane des hématies et d’une diminution de leur déformabilité, responsable d'une 

hémolyse intra-vasculaire. Plusieurs variants génétiques sont responsables d’un déficit en 

G6PD, et une grande hétérogénéité clinique est observée selon la nature moléculaire du déficit 

[112]. Pour les variants de type A- (10 à 15% de la population africaine), l’hémolyse est 

modérée avec un rétablissement à l’arrêt du traitement tandis que pour les variants B- (variant 

dit méditerranéen), l’hémolyse est sévère et justifie de la non-utilisation de la molécule chez 

les patients porteurs de ce génotype [107, 113]. 

 

 

II-3- La sulfadoxine - pyriméthamine 

 

II-3-a-Utilisation de la sulfadoxine-pyriméthamine 

 L’association sulfadoxine-pyriméthamine (SP) a été utilisée, pour palier les résistances 

à la chloroquine, en traitement de première intention de l’accès simple à P. falciparum en 

Afrique de l’Est ou en deuxième intention en Afrique Centrale et en Afrique de l’Ouest. Les 

infections mixtes (P. falciparum/P. vivax) étant fréquentes notamment en Asie, P. vivax a subi 

la pression médicamenteuse exercée par le traitement des infections palustres à P. falciparum. 

 Un grand nombre de pays ont changé leur politique nationale de traitement du 

paludisme simple selon les recommandations de l’OMS par des traitements utilisant les 

associations avec les dérivés de l’artémisinine (ACT). Cependant, la SP reste préconisée pour 

le traitement préventif intermittent (TPI) chez les femmes enceintes.  Des études effectuées au 

Kenya et au Malawi ont montré sa capacité à réduire les taux de paludisme placentaire, 

d’anémie grave et de faible poids de naissance avec une efficacité comparable à la 

chimioprophylaxie continue [114, 115]. Néanmoins, une utilisation massive de la SP va 



  31 

probablement contribuer à l’émergence de résistances avec un effet possible sur la 

gamétocytogénèse [116]. 

  

II-3-b-Mécanisme d’action de la sulfadoxine-pyriméthamine 

 La SP est l’association de deux molécules agissant à deux niveaux de la fabrication de 

novo des bases pyrimidiques du parasite à partir de précurseurs (dioxyde de carbone, 

glutamine et acide aspartique) et donc dans la synthèse de l’ADN et de certains acides aminés.  

En terme de classification, la sulfadoxine appartient à la classe des antifoliniques de type I 

(sulfonamides et sulfones) et la pyriméthamine à la classe II. Les premiers inhibent une 

enzyme nommée dihydroptéroate synthase (DHPS) mimant l’acide para-aminobenzoïque 

(PABA) et les deuxièmes la dihydrofolate réductase (DHFR). 

 L’action de ce composé s’observe tardivement au cours du cycle intra érythrocytaire 

du parasite, au moment du passage du stade trophozoïte âgé au stade schizonte, lorsque la 

synthèse d’ADN atteint son maximum. La SP doit son action à sa structure apparentée aux 

substrats naturels et à son affinité qui est plusieurs centaines de fois plus élevée pour les 

enzymes plasmodiales que pour les enzymes des cellules hôtes. 

 

II-3-c-Résistance de P. vivax à la sulfadoxine-pyriméthamine 

 La résistance de P. vivax à la SP est apparue très rapidement. Dans les années 50, on a 

même cru à une résistance intrinsèque de P. vivax à la SP, en particulier à la pyriméthamine  

[117-120]. Par sa pharmacocinétique lente et son action sur des enzymes cibles, la SP s’est 

avérée capable de sélectionner rapidement des parasites résistants. 

 Les mécanismes de résistances des deux espèces parasitaires P. falciparum et P. vivax 

sont similaires ; il s’agit de mutations sur les gènes codant pour les protéines DHFR et DHPS. 

Ces mutations sont responsables d’un changement de conformation de l’enzyme, d’une 

diminution de l’affinité de la molécule antipaludique et donc d’une perte de son activité. Le 

gène dhfr de P. falciparum a été cloné en 1987 [121] mais ce n’est qu’une dizaine d’années 

plus tard que le gène dhfr de P. vivax a été identifié [122]. Le gène code en fait pour deux 

protéines : la DHFR et la thymidylate-synthase ; la partie codant pour PvDHFR est située à 

l’extrémité N-terminale du gène (environ 700 paires de bases) et est reliée au gène de la 

thymidylate-synthase par un pont de 300 nucléotides. Le domaine DHFR des deux protéines 

(P. falciparum et P. vivax) est en grande partie conservé (66%), avec un site actif très 

conservé [123].  
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 De nombreuses études ont porté sur l’identification de polymorphismes sur le gène 

dhfr de P. falciparum et, malgré leur plus faible nombre concernant P. vivax, de nombreux 

polymorphismes ont été identifiés : les parasites mutés peuvent être porteurs de 1 à 5 

mutations (Tableau 3). Un alignement des séquences protéiques des deux espèces montre que 

les codons mutés en positions 59, 108 et 164 chez P. falciparum correspondent aux codons 

58, 117 et 173 de P. vivax.  
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Tableau 3. Génotypes identifiés sur le gène dhfr dans les différentes zones de transmission de P. vivax. 

Méthode Résistance in vitro 
allele dhfr 

RFLP FRET séquençage Levure Bactérie 

33L Madagascar, Comores (1999)     

57L 
Thaïlande (1998), Inde (2001), Ethiopie 

(2006) 
  52  

57L/58R Thaïlande (1992-1998)  
Indonésie (1999), Inde (2004), Sri Lanka (2005), 

Papouasie Nouvelle Guinée (1998) 
1,3-1,9 12 

57L/58R/117N Thaïlande (1995-1998), Inde (2003)  Myanmar (2004)   

57L/58R/61M/117N Thaïlande (1992-1998) Myanmar (2004) 
Indonésie (1999), Inde (2004), Inde (2003), 

Vanuatu (2005), Vietnam (2002) 
  

57L/58R/61M/117T   Thaïlande (2005) >500  

57I/58R/61M/117T   Thaïlande (2005)   

58R Inde (2002)  
Timor oriental (2001), Inde (2004), Indonésie 

(2000), Vietnam (2002) 
  

58R/117N 

Brésil (1982), Thaïlande (1998), 

Myanmar (1998), Cambodge (1998), Inde 

(2001), Ethiopie (2006), Inde (2002) 

 

Indonésie (1999), Colombie (2005), Inde (2004), 

Vanuatu (2005), Chine (1994), Papouasie 

Nouvelle Guinée (1998), Vietnam (2002), 

Thaïlande (2005) 

100-460 15 / 325 

58R/117T Thaïlande (1992-1998)  Vietnam (2002) 43  

58R/117N/173L Guyane française (1998) Myanmar (2004)  500  

61M Ethiopie (2006)     

117N Inde (2001), Inde (2002) 

Turquie (2000), 

Azerbaïdjan 

(2002) 

Sri Lanka (2005), Indonésie (1999), Chine 

(1994), Inde (2004), Timor oriental (2001) 
87 4000 

117T   Vanuatu (2005), Thaïlande (2005) 40  

13L/57L/58R/61M/117T   Thaïlande (2005)   

15S/57L/117T/173F   Indonésie (2000)   

38G/58R/109H/159A   Inde (2004)   

49R/57L/58R/61M/117T   Indonésie (1996-1999)   

50K/117N   Indonésie (1999)   

57L/117N   Indonésie (1999)   

57L/117T   
Papouasie Nouvelle Guinée (1998), Vietnam 

(2002) 
  

57L/58R/61M/117N   Myanmar (2004)   

57L/111L/117T/173F   Indonésie (2000) >500  
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Méthode Résistance in vitro 
allele dhfr 

RFLP FRET séquençage Levure Bactérie 

57L/58R/109C   Inde (2004)   

57L/58R/117T   Indonésie (1996-1999) 200-300  

58R/61M/117T   
Indonésie (1996-1999), Vietnam (2002), 

Thaïlande (2005) 
  

58R/117N/99S   Indonésie (2000) 81  

58R/117N/159A   Inde (2004)   

58R/117N/171L   Inde (2004)   

58R/117N/188V   Inde (2004)   

58R/117N/199V   Indonésie (1996-1999) 200-300  

109H   Inde (2004)   

131G   Inde (2004)   

199V   Indonésie (2000)   

49G/58R/117N   Thaïlande (2005)   

 

 

Mise à jour d’après Hawkins et al, 2007 [124] 
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 Pour comprendre le rôle de ces mutations dans l’acquisition d’un phénotype résistant 

par P. vivax, des modèles utilisant la levure ou des bactéries ont été construits. Cependant, les 

résultats peuvent être très variables. Il ressort logiquement que lorsque le nombre de 

mutations augmente sur le gène pvdhfr, l’organisme utilisé comme modèle exprime une 

résistance plus importante à la pyriméthamine. In vivo, d’autres facteurs interviennent pouvant 

moduler la résistance des parasites à la SP, avec bien sûr une intervention de l’immunité de 

l’hôte mais aussi une influence de son état de malnutrition, de variations pharmacocinétiques 

sur le métabolisme de la SP. Le génotype quadruple muté 57L/58R/61M/117T a cependant 

été clairement associé à la survenue d’échecs thérapeutiques. Les parasites porteurs de 4 

mutations sur le gène dhfr ont été décrits essentiellement en Asie du sud est et en Indonésie 

(Figure 4). Le Moyen-Orient et l’Amérique du sud semblent encore préservés. 

 

 

Figure 4. Répartition des génotypes sauvage à quintuple muté identifiés sur le gène pvdhfr 

dans les principales zones de transmission de P. vivax 

D’après Hawkins et al, 2007 [124] 
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 Concernant le gène pvdhps, moins de sites de mutations ont été identifiés. Le gène, 

caractérisé en 2004 [125],  a une structure très proche de celui de P. falciparum et est divisé 

en deux partie : une partie codant pour l’enzyme DHPS à l’extrémité C-terminale, et une 

partie codant pour une hydroxyméthyldihydroptérine pyrophosphokinase côté N-terminal. Les 

positions mutées identifiées ont été les acides aminés : A383G, A553G. L’acide aminé en 585 

était déjà une valine, correspondant au codon 613 muté de P. falciparum. Ces mutations ont 

été retrouvées sur des isolats du Timor Oriental, du Brésil, de Papouasie, de Chine, des 

Philippines, de Papouasie Nouvelle Guinée et de Thaïlande. En 2005, Imwong et al [126] ont  

confirmé la présence de ces mutations sur des isolats de Thaïlande, mais n’ont mis en 

évidence aucun polymorphisme sur les acides aminés 383 et 553 sur des isolats provenant de 

Madagascar ou des Comores (n=2), Belem et Sal, d’Inde (n=5) et d’Iran (n=2). La mutation 

en 383 a été également mise en évidence sur 4 isolats provenant du Vietnam [127]. Menegon 

et al, 2006 [128] ont mis en évidence un polymorphisme supplémentaire au niveau du codon 

647 : A647S et A647P sur des isolats provenant d‘Arménie (n=4), Uzbekistan (n=1), Turquie 

(n=3), Azerbaïdjan (n=6), Ethiopie (n=1), Papouasie Nouvelle Guinée (n=1) et Thaïlande 

(n=1). Un polymorphisme de longueur existe sur la séquence de pvdhps (entre les nucléotides 

603 et 644, en prenant comme référence la séquence n°AY186730). Le motif répété comporte 

7 acides aminés : GE(A/G)KLTN. Ce motif pourrait être utilisé pour la surveillance de la 

propagation des isolats mutés. 

 

 La SP n’ayant jamais été recommandée pour le traitement des cas de paludisme causés 

par P. vivax, peu d’études in vivo ont été menées. Dans une étude publiée en 2002, Tjitra et al 

[129] ont montré après traitement des patients par artésunate-SP que les patients porteurs d’un 

génotype quadruple muté 57L/58R/61M/117T étaient significativement plus exposés à un 

risque d’échec thérapeutique. De la même façon, Hastings et al., 2004 [130] ont montré sur 24 

patients traités à la SP que le risque d’échec thérapeutique était plus élevé pour les patients 

infectés par des parasites quadruples mutés que par des parasites porteurs de 3 ou moins 

mutations. Les données concernant l’imputabilité d’échecs thérapeutiques en fonction du 

génotype du gène dhps sont plus rares. Cependant, Imwong et al., 2005 [126] ont montré que 

les isolats mutés sur le gène dhps (au niveau des codons 383 et 553) étaient plus souvent 

mutés sur dhfr (génotype quadruple muté). Les patients porteurs de mutations sur les gènes 

dhfr et dhps avaient trois fois plus de risques de subir un échec thérapeutique que les sujets 

porteurs de parasites non mutés.    
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II-4- Les autres antipaludiques disponibles 

 

 Malgré une résistance croisée entre l’amodiaquine et la chloroquine, des études 

réalisées en Indonésie montrent une efficacité supérieure de l’amodiaquine. Cependant, dans 

des régions où la résistance de P. vivax à la chloroquine est importante, le taux d’échecs 

thérapeutiques peut atteindre les 25% de patients traités après 28 jours de suivi. La 

monothérapie par l’amodiaquine ne doit donc pas être préconisée. Une efficacité 

thérapeutique plus importante est conservée sur P. vivax en utilisant des traitements comme la 

méfloquine [131], l’halofantrine [132] ou encore l’association atovaquone-proguanil [133]. 

Néanmoins, le coût d’un traitement avec ce dernier rend son utilisation complètement 

impossible. Pukrittayakamee et al [134, 135], ont étudié l’efficacité thérapeutique de 13 

molécules ou combinaisons antipaludiques ou antibiotiques pour le traitement du paludisme à 

P. vivax chez des patients infectés en Thaïlande. L’efficacité était évaluée par mesure de la 

clairance parasitaire qui en l’absence de séquestration du parasite dans les capillaires profonds 

serait un bon reflet de l’activité antipaludique de la drogue testée. La clairance la plus rapide a 

été observée pour les dérives de l’artémisinine, puis pour la chloroquine et les autres 

antipaludiques (Figure 5). Les antibiotiques ainsi que la SP (mais des parasites résistants à cet 

antipaludique ont été décrits en Thaïlande) induisaient une clairance parasitaire plus longue. 

 

 

Figure 5. Clairance parasitaire de P. vivax après traitement par différentes molécules 

antipaludiques ou antibiotiques. 

D’après Pukrittayakamee et al, 2004 [63] 
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 L’OMS préconise le changement des politiques nationales de traitement des cas de 

paludisme à P. falciparum par l’utilisation des combinaisons à base des dérivés de 

l’artémisinine. En pratique, le diagnostic d’espèce est rarement réalisé en zone d’endémie. Les 

ACT seront donc largement utilisés pour le traitement de cas de P. vivax.  Très peu d’études 

ont jusqu’à ce jour été consacrées à l’efficacité des ACT sur P. vivax. Concernant l’efficacité 

des dérivés de l’artémisinine utilisés en monothérapie, une étude [136] a mis en évidence en 

Thaïlande, une bonne efficacité du traitement par l’artésunate, administré seul, sur l’infection 

par P. vivax avec une disparition rapide de la fièvre et de la parasitémie. Cependant, sur un 

suivi de 28 jours, des cas de reviviscence étaient observés (42 patients inclus). Une 

observation similaire a été réalisée à partir d’un protocole in vivo conduit au Vietnam [137].  

 Seules 3 études ont porté sur les ACT : artésunate-SP pour deux d’entre elles [129, 

138], et dihydroartémisinine-pipéraquine ou artéméther-luméfantrine pour la troisième [139]. 

Les deux combinaisons artéméther-luméfantrine et DHA-pipéraquine ont conduit à une 

réponse clinique rapide. Cependant, à la fin du suivi (de 42 jours), le taux de récurrence de 

parasitémies était plus important avec l’association comprenant la luméfantrine. Cela 

s’explique par la différence de demi-vie d’élimination des deux molécules associées aux 

dérivées de l’artémisinine : d’une part une demi-vie d’environ 4 jours pour la luméfantrine, et 

d’autre part, une demi-vie de 28 à 35 jours pour la pipéraquine. L’élimination lente de cette 

deuxième molécule va agir en « prophylaxie » post-traitement, limitant les accès de 

reviviscence liés au relargage de formes hypnozoïtes et les risques de développer un accès 

palustre lié à une nouvelle infection. Le même type d’observation a été fait à partir d’une 

étude comparant l’efficacité de l’association DHA-pipéraquine versus artésunate-amodiaquine 

[140]. Malgré une bonne efficacité précoce de ces traitements, la demi-vie courte de 

l’amodiaquine (environ 18 jours) a pour conséquences une observation de récurrence de 

parasitémies chez les patients traités, de l’ordre de 45% des patients (contre 13%). 

 Certes, une demi-vie d’élimination longue peut entraîner plus rapidement la sélection 

de clones résistants (comme cela a pu être observé dans le passé avec l’utilisation répandue de 

la SP). Cependant, en présence de dérivés d’artémisinine qui vont réduire considérablement et 

rapidement (demi-vie très courte), la quantité de parasites présents chez le malade, la 

probabilité de sélectionner par conséquence de la deuxième molécule des clones résistants est 

largement diminuée. De plus, diminuer la possibilité des reviviscences contribue à une 

diminution de la transmissibilité du parasite à l’anophèle. 
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III- Méthodes d’évaluation de la chimiorésistance de Plasmodium sp aux 

antipaludiques 

 

 La surveillance de la chimiosensibilité des Plasmodium aux antipaludiques comporte 

trois approches : les tests in vivo, les tests in vitro, tout en prenant en compte les propriétés 

pharmacocinétiques des médicaments, et la recherche de marqueurs moléculaires. Au niveau 

local, cette surveillance passe par l’établissement de sites sentinelles [141] sur lesquels 

pourront être mis en place les différents types de surveillance (complémentaires). Un réseau 

de surveillance à l’échelle mondiale est actuellement en train de voir le jour (World 

Antimalarial Resistance Network, WARN) [142]. Il s’agit d’établir une base de données 

comportant à la fois les résultats des tests d’efficacité thérapeutique, la prévalence des 

marqueurs moléculaires de résistance, les résultats de tests in vitro incluant des souches de 

références en plus des isolats collectés et les résultats d’études pharmacocinétiques dans les 

populations cibles. L’objectif est de fournir aux réseaux de surveillance locaux et aux 

décideurs politiques des données standardisées, et de permettre un suivi géographique et 

temporel de la propagation des résistances aux antipaludiques. Néanmoins, ce réseau est pour 

l’instant prioritairement dédié à P. falciparum. 

 

 

III-1- Test in vivo 

 

 Le test in vivo consiste à évaluer directement l’efficacité thérapeutique des 

médicaments, administrés à des doses connues, chez des sujets impaludés ; il s’agit donc 

d’une évaluation prospective. Cette efficacité est appréciée selon la réponse clinique et 

parasitologique du patient. Cela nécessite un suivi régulier des patients sur une durée de 28 

voire 42 jours, selon les recommandations établies par l’OMS en 2001 [141] dans le cas du 

paludisme à P. vivax. Le laps de temps nécessaire pour évaluer la réponse au traitement in 

vivo a récemment fait l’objet de discussions. L’élimination d’un médicament est le paramètre 

qui définit la durée du suivi dans les tests d’efficacité thérapeutique. La durée nécessaire pour 

éliminer complètement un médicament de l’organisme correspond à 6 fois sa demi-vie 

d’élimination. Ainsi, pour la SP, avec une demi-vie approximative de 100 heures (4 jours) 

pour la sulfadoxine, l’élimination prendra 24 jours ; le suivi doit donc être au minimum de 28 

jours. Les périodes de suivi doivent permettre aux concentrations sanguines de médicaments 
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de chuter au dessous du seuil thérapeutique minimum. Toute recrudescence des plasmodies 

avant que ce seuil n’ait été atteint serait due à une pharmacorésistance. 

 

 La conduite des tests in vivo est lourde et il est important de rappeler que de nombreux 

facteurs rendent délicate l’estimation du niveau réel d’efficacité de la drogue considérée. Le 

statut immunologique du patient, les interférences pharmacologiques touchant les principes 

actifs étudiés (malabsorption, problème de métabolisation, d’élimination, interaction 

médicamenteuse…). Il est donc très important de pouvoir doser le principe actif (médicament 

administré ou son métabolite) chez les patients afin de détecter des variations de sa 

pharmacocinétique ou une mauvaise compliance (bien que ce facteur soit pallié par 

l’absorption des médicaments effectuée sous contrôle médical). Ainsi, l’existence d’une 

parasitémie en présence de taux sanguin de CQ et de déséthylchloroquine à 100 ng / mL 

(concentration minimale efficace) ou plus est considérée comme un échec thérapeutique et 

traduit la résistance du parasite au traitement.  

 

 Parallèlement, il faut noter que l’évaluation de la chloroquino-résistance in vivo est 

toujours probablement sous-estimée car il est difficile de distinguer correctement une 

recrudescence d’une réinfection en milieu tropical. Dans le cas de P. vivax, le problème des 

cas de reviviscence se surajoute ; comme nous l’avons vu, le phénomène de reviviscence est 

lié à la réactivation des formes hypnozoïtes du parasite, jusqu’alors restées à l’état quiescent 

au niveau hépatique. Il peut s’agir de la même population parasitaire que celle ayant causé 

l’accès palustre primaire, mais comme le montrent les études récentes [11, 12], une autre 

population parasitaire peut apparaître. Il est impossible de la distinguer d’une nouvelle 

infection ayant pu se produire si le suivi a lieu en zone de transmission. 

 

 Toutefois, le génotypage des parasites présents dans les prélèvements de sang 

recueillis au jour 0 et au jour de la réapparition de la parasitémie est recommandé. Il a ainsi 

été défini en 2007 [143] : 

- une nouvelle infection, si les allèles présents au moment de la réapparition d’une 

parasitémie étaient différents de ceux du prélèvement au jour d’inclusion, pour un au 

moins des loci étudiés, 

- une recrudescence, si au moins un allèle à chaque locus était commun entre les isolats 

du jour d’inclusion, et ceux du jour de l’échec parasitologique. 
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Le génotypage doit permettre de screener les gènes msp1, msp2 et glurp dans le cas de P. 

falciparum. Des marqueurs microsatellites peuvent également être utilisés. Concernant P. 

vivax, aucune recommandation n’est établie. Sur le modèle de P. falciparum, le génotypage 

est fait à partir des séquences des gènes codant pour des protéines de surface du mérozoïte 

(MSP1 et MSP3) ou du sporozoïte (CSP) [144] ; il est également envisageable d’utiliser des 

microsatellites dans ce génotypage [145].  

 

 

III-2- Test in vitro 

 

 Le test in vitro correspond au test de phénotypage, qui consiste à évaluer la sensibilité 

des isolats de Plasmodium testés en les mettant en culture en présence de concentrations 

croissantes des molécules antipaludiques étudiées (seule ou en association). Ils permettent de 

mesurer l’effet direct d’une drogue sur les parasites. Différentes méthodes permettent de 

détecter alors la croissance parasitaire : microscopie, isotopie (incorporation d’hypoxanthine 

tritiée durant la croissance parasitaire), fluorimétrie (liaison de fluorochromes tels le 

PicoGreen [146] ou le SybrGreen [147-149] à l’ADN parasitaire), techniques ELISA (à l’aide 

d’anticorps anti-HRP2 ou pLDH [150, 151])… 

 

 Un obstacle majeur à leur réalisation sur des isolats de P. vivax est l’absence d’un 

système de culture en continue du parasite. En effet P. vivax, à la différence de P. falciparum, 

envahit de préférence les réticulocytes. Des systèmes de culture in vitro ou ex vivo à court 

terme (6-8 générations) ont été développés récemment mais ils sont difficiles à exploiter du 

fait de la nécessité d’un ajout périodique de réticulocytes humains pendant la phase 

schizogonique du parasite [152]. En effet, la concentration des réticulocytes dans le sang 

périphérique en conditions normales est d’environ 0,5-1,5% et donc insuffisante pour 

propager in vitro P. vivax [153]. Ces tests sont donc actuellement menés sur environ 48 heures 

(une seule génération parasitaire) évitant ainsi le problème lié à la ré-invasion de nouvelles 

hématies par les mérozoïtes.  

 Récemment, une alternative à l’obtention de réticulocytes présents dans du sang de 

cordon a été développée [154]. Il s’agit de produire des réticulocytes à partir de cellules 

souches érythroïdes sous l’influence de plusieurs facteurs de différentiation (Il-3, SCF, EPO). 

Ces cellules souches ont été isolées de sang de cordon, mais après 20 jours de culture, leur 

nombre était multiplié in vitro par un facteur 1500, avec un maximum de réticulocytes 
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obtenus à 14 jours. La proportion de réticulocytes ajoutés au milieu de culture est cependant 

restée faible, constituant un facteur limitant pour la croissance du parasite. De plus, la 

croissance intra-érythrocytaire de P. vivax nécessite une déformabilité importante des 

hématies, capacité réduite chez les érythroblastes produits, avec là aussi un impact sur les 

parasitémies observées. Cette méthode constitue cependant une alternative intéressante pour 

la surveillance de la résistance, mais également pour comprendre les interactions cellulaires 

hôte-parasite.  

 Une douzaine de publications rapportent des résultats de tests in vitro menés sur des 

isolats de P. vivax [85, 87, 88, 100, 146, 153, 155-159]. Afin d’améliorer la croissance ou tout 

au moins la maturation des formes parasitaires, différentes compositions de milieu de culture 

ont été testées (RPMI, Waymouth, McCoy), une plus grande quantité de sérum ou d’albumax 

a été retenue, l’hématocrite a été ajusté. Kosaiavee et al, 2006 [146] ont adapté une technique 

de détection de la croissance parasitaire au PicoGreen aux tests in vitro de P. vivax. Ils ont 

observé une CI50 de leurs isolats pour la chloroquine similaire à celle obtenue par détection 

en microscopie ou par méthode isotopique ;  en revanche, le nombre de tests interprétables 

était inférieur (45,5% versus 57% pour la microscopie). Suwanarusk et al [100] ont 

récemment réussi à mener des tests in vitro sur 247 isolats sur lesquels 91% étaient 

interprétables. La durée du test in vitro, standardisée dans le cas de P. falciparum, a été 

adaptée à chaque isolat testé : le test était arrêté lorsque 40% des parasites étaient au stade 

schizonte dans le puits contrôle (sans molécule antipaludique) soit 26 à 36 heures après le 

début de l’incubation. Cependant, l’interprétation des tests due à la non-synchronisation des 

formes lors de la mise en culture des isolats reste difficile. Il est probable qu’en fonction des 

stades parasitaires présents au moment de l’incubation la réponse des parasites ne soit pas la 

même du fait du mécanisme d’action de la drogue. 

 

 Différentes études utilisant simultanément une évaluation in vivo et in vitro ont permis 

de démontrer la relation souvent délicate entre ces deux types de suivi de la sensibilité 

plasmodiales aux antipaludiques [160]. La variété des tests in vitro réalisés souvent de façon 

non standardisée en l’absence de souches de références entretenues en continu au laboratoire, 

la multiplicité des paramètres pouvant influencer une réponse clinique, peuvent expliquer la 

variabilité des résultats constatés. Les techniques in vitro fournissent des résultats non corrélés 

systématiquement aux résultats in vivo (surtout chez des sujets immuns) : une résistance 

décelée en laboratoire pour un isolat donné ne sera pas source systématique d’échec clinique 

et inversement, l’absence de réponse clinique et parasitaire adéquate (RCPA) observée chez 
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un patient ne sera pas systématiquement confirmée lors d’études in vitro. Il est donc difficile 

d’attribuer une probabilité d’échec clinique en fonction de la CI50 ou même de la CI90 

calculées lors de l’interprétation de tests in vitro. Cependant, à l’échelle de la population, ces 

résultats vont refléter la sensibilité des souches, et surtout permettre de suivre leur évolution. 

 

 Ces deux types de surveillance agissent donc de façon complémentaire, et abordent le 

phénomène de la chimiorésistance sous un angle différent [161]. Les résultats des études in 

vitro doivent servir d’index et constituer ainsi un système d’alarme permettant de prédire 

l’émergence et la dissémination des souches résistantes. Ils vont permettre de détecter des 

souches résistantes sur lesquelles des marqueurs moléculaires de cette résistance vont pouvoir 

être recherchés. Le standard de référence de la surveillance de la résistance reste la 

classification des réponses thérapeutiques selon le protocole de l’OMS, qui permettra de 

déclencher l’alerte et de modifier les choix thérapeutiques devant une augmentation 

importante de la fréquence d’échecs thérapeutiques observés. 

 

 

III-3- Recherche de marqueurs moléculaires de résistance 

 

 La recherche de marqueurs moléculaires est basée sur la détection de mutations 

associées à une résistance à des antipaludiques chez les parasites qui les ont acquises. Ces 

marqueurs moléculaires de résistance sont utilisés comme moyen de surveillance de 

l’évolution de la chimiorésistance des parasites du paludisme. L’identification de marqueurs 

moléculaires a été laborieuse et est passée par l’identification de gènes (à partir d’observations 

faites sur d’autres organismes), impliqués dans le métabolisme des drogues et en comparant 

les profils de souches sensibles et résistantes. Des différences dans l’expression des gènes de 

résistance sont également recherchées. La relation entre les mutations et un phénotype 

résistant a également pu être démontrée dans certains modèles, in vitro, passant par des 

transformations génétiques, et l’expression chez la levure des protéines correspondantes 

mutées. 

 

Cependant, différents facteurs modulent la relation entre le génotype des souches et la 

réponse clinique observée chez le patient. Citons entre autres : l’acquisition d’une 

prémunition en zone d’endémie palustre, la compliance au traitement, la pharmacocinétique 

du médicament, l’état du patient (malnutrition…)… 
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Djimde et al, 2001 [162] ont proposé un indice génotypique calculé comme le rapport 

entre la prévalence d’un marqueur moléculaire et la résistance parasitologique ou la résistance 

clinique. Le principe était basé sur une stabilité de l’indice (si le nombre de parasites mutants 

augmente, alors le taux d’échecs thérapeutiques augmente également, d’où un équilibre de 

l’indice) avec lequel, mesurant la prévalence d’un marqueur moléculaire dans une population 

parasitaire, on pouvait prédire le taux d’échecs thérapeutiques attendu. Les mutations n’étant 

pas le seul facteur intervenant dans la survenue d’un échec thérapeutique, l’utilisation de ce 

type d’indice est à considérer avec précaution.  

  

 En conclusion, 4 types d’indicateurs sont actuellement utilisés pour surveiller 

l’émergence et la propagation de la résistance aux antipaludiques mais leur cinétique est 

différente [163] : 

- les marqueurs moléculaires de résistance, 

- les tests de chimiosensibilité in vitro, 

- le taux d’échecs parasitologiques, 

- le taux d’échecs cliniques. 

D’autres indicateurs peuvent être considérés (perception de l’efficacité d’un traitement par les 

populations, mortalité attribuée au paludisme, mortalité infantile) mais leur manque de 

spécificité ou leur subjectivité les excluent d’une utilisation épidémiologique (Tableau 4). 

Dans une zone à forte transmission, les infections sont très souvent polyclonales et le taux 

d’échecs parasitologiques va constituer un marqueur qui augmente plus précocement et plus 

vite que la proportion de parasites mutants.  Le taux d’échecs cliniques est décalé, les auteurs 

estimant qu’une proportion de 30% des patients peut guérir spontanément grâce à leur 

immunité. De plus, en zone de forte transmission où les infections polyclonales seront 

fréquentes, des clones minoritaires ne seront pas détectés lors du génotypage et une 

parasitémie récurrente pourra être classée à tort en nouvelle infection. Cela entraînera un 

retard dans la prise de conscience de l’émergence de résistances. Les tests in vitro en 

s’affranchissant de l’immunité de l’hôte vont permettre de détecter l’émergence de résistances 

précocement. Les mutations génétiques associées à la résistance seront détectées de façon plus 

tardive, mais il est facile d’obtenir des résultats sur un grand échantillonnage sans que cela 

nécessite le suivi de patients pendant au moins 28 jours, principale contrainte des tests in vivo. 

Cependant, la validité des marqueurs notamment moléculaires doit être validée à une échelle 

locale.  
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Tableau 4. Avantages et inconvénients des différents indicateurs disponibles pour surveiller 

la résistance des souches plasmodiales aux antipaludiques. 

D’après Hasting et al, 2007 [163] 

 

 

 

                

IV- Le génotypage des souches de P. vivax : apport des gènes csp, msp3α, 

msp1 et des marqueurs microsatellites 

 

 Différents gènes codant des protéines de surface parasitaires ont été utilisés pour le 

typage des souches de Plasmodium. Les applications sont essentiellement des études de 

génétique de population avec un intérêt très important pour le développement de candidats 

vaccinaux. Le polymorphisme antigénique identifié va en effet refléter un échappement 

possible à une réponse immunitaire. Comme nous l’avons vu, dans le cadre des tests 

d’efficacité thérapeutique, l’utilisation des marqueurs moléculaires est recommandée pour le 

génotypage des souches  (comparaison des profils génétiques de la souche responsable de 

l’accès palustre initial et de la souche responsable d’un échec thérapeutique). 

 Alors que les gènes codant pour les protéines de surface sont du fait de la pression 

exercée par l’immunité soumis à une forte pression de sélection, des marqueurs neutres tels 

que des séquences microsatellites peuvent également être étudiés.  
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IV-1- Apport des gènes csp, msp3α, msp1  

 

IV-1-a- Le gène msp1 (merozoite surface protein 1) 

 MSP-1 est l’un des candidats vaccinaux les plus prometteurs contre les formes 

parasitaires érythrocytaires. La structure primaire du gène pvmsp1 de taille importante 

(environ 5000 paires de bases) révèle des régions conservées, semi-conservées et d’autres 

polymorphiques. Ce gène montre une organisation similaire à celui de P. falciparum et P. 

yoelii comportant des blocs dits conservés entre les espèces [164]. 

 Le gène msp1 est exprimé en une protéine de 190 à 200 kDa à la surface parasitaire. 

Etudiée chez P. falciparum, la maturation de la protéine MSP1 met en jeu deux clivages 

protéolytiques successifs. MSP1 est clivée en 4 fragments de 83, 30, 38 et 42 kDa. Ce dernier 

fragment est lui-même l’objet d’un second clivage avant le processus d’invasion de 

l’érythrocyte par le parasite résultant en deux fragments de 33 et 19 kDa. Le fragment de 19 

kDa est celui qui reste présent à la surface du mérozoïte pendant la phase d’invasion 

érythrocytaire [165].  

 Les fragments de 42 et 19 kDa ont été l’objet de plusieurs études dans le but de 

l’obtention de vaccins ; ils semblent être relativement conservés et leur inhibition par des 

anticorps empêche l’invasion des érythrocytes par le parasite. Des études sur la réponse 

immunitaire acquise après exposition à des protéines recombinantes représentant des régions 

polymorphiques ou au contraire conservées de PvMSP1 ont montré que les régions 

polymorphes étaient plus immunogènes.  

 Le polymorphisme des protéines MSP1 des différentes espèces plasmodiales semble 

être entretenu par une sélection positive naturelle, exercée par le système immun de l’hôte 

[166].  Afin d’étudier la diversité génétique des isolats, ce sont essentiellement les séquences 

comprises entre les blocs conservés 5 et 6 qui ont été étudiées et publiées dans la littérature 

[167-169]. Elles ont permis de mettre en évidence 2 grands types de souches à partir du 

séquençage des souches de référence Belem et SalI ; Belem est caractérisée par une région 

riche en glutamine. Le nombre de répétitions de cette glutamine est variable, entraînant un 

polymorphisme de taille de ce fragment qui permet de classer les souches en sous-types. De la 

même façon, dans les souches proches de SalI, un polymorphisme nucléotidique existe, se 

manifestant également par des insertions. Des recombinaisons alléliques entre les deux grands 

types de souches ont été mises en évidence, au niveau de séquences nucléotidiques 

semblables permettant l’existence de ces recombinaisons. 
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 L’analyse des séquences comprises entre les blocs 2 et 4, ainsi que celle comprises 

entre les blocs 8 et 10 ont démontré le même polymorphisme des souches, à savoir deux 

grands ensembles de types SalI et Belem, et des recombinants.  Une étude récente [165] s’est 

intéressée à la sous-unité de 42 kDa à la fois chez P. falciparum et P. vivax, en reprenant les 

isolats séquencés par Putaporntip et al. en 2000 et 2002 [170, 171]. Ils ont ainsi mis en 

évidence des différences sur la fréquence des mutations sur les sous-unités de 19 kDa et 33 

kDa de ces deux parasites ; la sélection serait plus marquée pour P. falciparum sur la sous-

unité de 19 kDa mais ce serait le contraire sur le fragment codant pour la sous-unité de 33 

kDa. Cette sélection a été estimée par calcul du ratio entre les mutations synonymes et non 

synonymes. 

 

IV-1-b- Le gène msp3α (merozoite surface protein 3) 

 Plusieurs protéines de surface du mérozoïte ont été identifiées chez P. vivax incluant 

PvMSP1, la famille PvMSP3-abg, PvMSP4, PvMSP5 et PvMSP9 [164].  

 Le gène pvmsp3α fait partie d’une famille de gènes Msp3 (a, b, g) génétiquement 

proche de la protéine PfMsp3 de P. falciparum.  Les protéines ont globalement 35-38% 

d’homologie, et comparées 2 à 2, 48-53% d’homologies. Dans les infections dues à P. 

falciparum, cette protéine est connue pour être impliquée dans un phénomène d’immunité 

naturelle passant par une immunité à médiation cellulaire anticorps dépendante. Cela fait de 

cette protéine un candidat intéressant pour le développement de vaccins. 

 L’amplification et le séquençage du gène msp3α de souches de laboratoire ou d’isolats 

de patients ont révélé un polymorphisme important ; cependant la diversité observée est 

maintenue majoritairement dans le domaine central de la protéine [172].    

 

 Selon un critère de taille, on peut distinguer 3 types de souches : A (1900 pb), B (1400 

pb) et C (1100 pb). Les souches de type A semblent être majoritaires (75% en Thaïlande 

[173]) tandis que celles de type B et C représenteraient respectivement, dans l’exemple de la 

Thaïlande, 6,5% et 18,7% des souches circulantes.  Ces proportions étaient conservées dans 

une étude réalisée en Papouasie - Nouvelle Guinée [174]. Une étude sur 52 isolats du 

Vénézuéla distinguait 9 haplotypes différents comportant au total 231 positions 

nucléotidiques polymorphiques [175]. 
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IV-1-c- Le gène csp (circumsporozoite surface protein) 

 CSP est le polypeptide le plus abondant à la surface des sporozoïtes. Les gènes csp ont 

été clonés sur plusieurs espèces plasmodiales et notamment P. vivax. CSP a été considéré 

comme un candidat vaccin prometteur et dans cette optique, son polymorphisme a été étudié. 

Dans toutes les espèces plasmodiales, il s’agit d’un gène présent en copie unique. Il est 

constitué d’un domaine central répété, codant pour un motif répété d’acides aminés, et de 

deux régions l’entourant conservées. Le domaine central varie en répétitions et longueur. 

 Deux types principaux de souches ont été décrites, catégories formées selon la nature 

du motif central répété : GDRAA/DGQPA ou ANGAGNQPG, nommée respectivement 

VK210 et VK247. Ces deux variants ont une répartition mondiale mais VK210 reste 

globalement prédominant [173, 176]. En 1993, un nouveau parasite a été identifié par Qari et 

al [177], nommé P. vivax-like, dont le motif était constitué de 11 acides aminés, 

APGANQ(E/G)GGAA. Cette séquence est similaire à celle de la protéine CSP du parasite 

simien P. simiovale. 

 

IV-2- Apport des marqueurs microsatellites 

 

 Les microsatellites sont des séquences simples répétées d’un motif de 1 à 5 paires de 

bases. La longueur du microsatellite peut varier de 10 à 100 paires de bases. Ils peuvent être 

classés en trois types : purs, composés ou constitués de séquences interrompues. 

- purs : CACACACACACACA 

- composés : CACACAGAGAGA 

- interommpus : CACACATTTCACATTCACACACA 

Les di-, tri- et tétranucléotides sont les séquences les plus utilisées [178]. Des erreurs de 

glissement durant la réplication de l’ADN sont fréquentes et vont avoir une incidence sur le 

nombre de répétitions des microsatellites. Le génome de P. falciparum riche en AT (environ 

80% de la composition en bases de son génome) possède de nombreux microsatellite de type 

di-nucléotides (AT)n ou (TA)n. Le génome de P. vivax est plus riche en GC (environ 55% de 

AT).  

 Une question importante concerne la relation entre le type de microsatellite, son 

nombre de répétitions, et son polymorphisme attendu.  

IV-2-a- Microsatellites et P. vivax 

 Des travaux contradictoires ont récemment été publiés sur les microsatellites présents 

dans le génome de P. vivax. Dans une étude publiée en 2004, Leclerc et al [179], ont étudié le 
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polymorphisme de 13 microsatellites différents sur un total de 108 isolats en provenance 

d’Asie, Afrique et Amérique du sud. La faible diversité observée (69% des marqueurs étaient 

monomorphiques) faisait conclure les auteurs à une évolution récente des souches de P. vivax. 

Cette conclusion était soutenue par les travaux de Lim et al [180], ayant de leur côté aussi, par 

séquençage du gène pvcsp, observé une faible diversité génétique des souches de P. vivax, 

suggérant une expansion récente de ce parasite. 

 Au contraire, plusieurs études ont mis en évidence une importante diversité génétique 

de P. vivax, notamment Imwong et al en 2006 [181]. Sur 11 marqueurs di-nucléotidiques, tous 

étaient polymorphiques avec 7 à 18 allèles par locus. Les isolats provenaient de Thaïlande, 

Colombie et Inde. L’hétérozygotie moyenne dans chaque pays était de : 0,77 en Thaïlande, 

0,76 en Inde et 0,68 en Colombie.  

 Pour expliquer ces différents résultats, une hypothèse concernant la longueur des 

répétitions a été émise : les erreurs lors de la réplication de l’ADN augmentent de façon 

exponentielle avec la taille des séquences répétées. Dans l’étude de Leclerc et al, le nombre de 

répétitions était de 5,5 en moyenne, et dans celle de Imwong et al, de 16. Karunaweera et al, 

2008 [182] ont sélectionné 14 nouveaux marqueurs formés de motifs de type tri- ou 

tétranucléotoides. L’hétérozygotie variait de 0,657 à 0,908 sur un total de 50 isolats provenant 

du Sri Lanka.  Après extension de l’analyse à 164 isolats provenant de tous les continents (et 

identification de 150 haplotypes), aucun regroupement n’était possible par région 

géographique : la distance génétique dans les populations parasitaires était semblable au 

niveau d’un continent et entre les continents. 

 

 L’utilisation des marqueurs microsatellites pour explorer l’évolution phylogénétique 

de P. vivax doit être considérée avec précaution; les microsatellites sont fortement soumis au 

phénomène d’homoplasie, à savoir que des souches présentant le même profil microsatellite 

peuvent avoir évolué différemment ce qui contribue à une sous-estimation de la divergence 

des souches.  Ils prennent en revanche toute leur importance dans les études de génétique des 

populations à un niveau plus local, et également pour différentier les recrudescences des 

reviviscences ou nouvelles infections  pour l’interprétation des tests d’efficacité thérapeutique 

in vivo [183]. 

 La résistance aux antipaludiques résulte de mutations ou de la duplication de gènes, 

indépendamment de la pression due à un antipaludique, mais ces mutants sont ensuite 

sélectionnés du fait de cette pression de sélection, et vont diffuser. Il y a donc 2 phases pour 

l’émergence de clones résistants : l’acquisition spontanée d’une mutation et sa propagation. 
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Ces mutations vont se produire au niveau du cycle érythrocytaire asexué, mais des 

recombinaisons peuvent prendre place par la suite de la méiose chez le moustique. L’étude de 

marqueurs microsatellites dans des régions proches des gènes associés à la résistance va 

constituer un marqueur neutre de l’apparition et de la diffusion de ces mutations. 

 

 

IV-2-b- Utilisation des marqueurs microsatellites pour comprendre la diffusion de la 

résistance de P. falciparum à la SP 

 Un individu infecté par P. falciparum est porteur en moyenne de 10
10

 à 10
12 

parasites, 

et il a été estimé que la fréquence d’apparition des mutations est de 2.5 x 10
-9

 à 3 x 10
-11

 par 

réplication parasitaire en laboratoire [184]. Dans ce cas, la sélection de clones mutants 

pourrait se produire indépendamment chez différents patients infectés et ces clones 

présenteraient des profils différents au niveau des marqueurs microsatellites situés à proximité 

des gènes de résistance. 

 La résistance de P. falciparum à la SP est apparue et s’est propagée rapidement après 

l’introduction de cet antipaludique. On a ainsi pensé que la résistance avait émergé de 

plusieurs foyers géographiques. Le polymorphisme des marqueurs microsatellites a été étudié 

à partir d’isolats provenant d’Asie du sud et porteurs de 2 à 4 mutations sur le gène dhfr, ces 

mutations ayant été corrélées à la résistance à la SP. La diversité génétique des isolats était 

réduite dans une région de 100 kb autour du gène dhfr, et plus particulièrement de 58 kb en 

amont du gène, et de 40 kb en aval [185]. 33 marqueurs microsatellites ont été étudiés. 

L’hétérozygotie de 6 marqueurs (les plus proches du gène dhfr, 12kb) était significativement 

plus faible sur des clonés mutés que sauvages sur le gène dhfr. Cela montre que les mutations 

sont apparues sur une même lignée de parasites. Il est possible que la mutation en 108 se soit 

produite plusieurs fois, mais que l’acquisition des mutations ultérieurement (51, 59 et 164) ait 

réduit le nombre de clones portant ces génotypes.  
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Figure 6. Hétérozygotie moyenne attendue des marqueurs microsatellites en fonction de 

leur distance au gène pfdhfr. 

D’après Nair et al, 2003 [185] 

 

 Une autre étude [186] réalisée à partir d’isolats provenant de 11 pays d’Afrique sub-

saharienne et portant sur des isolats sauvages ou triples mutés (N51I + C59R + S108N) sur le 

gène dhfr a mis en évidence le même phénomène, à savoir que 85% des isolats triples mutés 

présentait le même haplotype au niveau des marqueurs microsatellites étudiés (4 marqueurs, 

di-nucléotides, situés à -3,87 / -0,1 / +0,52 et +1,48 kb du gène dhfr).  

 Enfin, le génotypage de 8 marqueurs microsatellites sur des isolats provenant 

d’Afrique et d’Asie du sud est a montré une origine commune de l’allèle triple muté identifié 

en Afrique avec les isolats porteurs de 2 à 4 mutations identifiés en Asie [187]. 
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Figure 7. Réduction de la diversité génétique sur les souches mutées sur le gène dhfr. 

D’après Nair et al, 2003 [185] 

 

 

 

IV-2-c- Peu de données concernant P. vivax 

 Peu d’informations sont disponibles pour comprendre l’origine et la dissémination des 

souches de P. vivax résistantes aux antipaludiques. Deux études ont été publiées sur la 

diversité génétique de microsatellites à proximité du gène pvdhfr ou des séquences situées en 

amont et en aval du gène. 4 marqueurs di-nucléotidiques ont été étudiés par Alam et al, 2007 

[188] : le nombre d’allèles observés dans une population de 110 isolats collectés en Inde 

variait de 4 à 10, avec une hétérozygotie attendue de 0,50 à 0,82. Aucune association n’a été 

retrouvée entre l’haplotype identifié par les microsatellites et le profil muté ou sauvage sur le 

gène dhfr. 

Hawkins et al, 2008 [189] ont mis en évidence une forte diversité génétique des isolats de P. 

vivax au niveau des régions entourant le gène dhfr et des marqueurs microsatellites. Trois 

types de souches différents portant un génotype quadruple muté sur le gène dhfr 

(57I/58R/61M/117T) impliqué dans les échecs thérapeutiques in vivo ont été identifiés. Ces 

souches étaient originaires de Thaïlande, Indonésie, et Papouasie Nouvelle Guinée / Vanuatu. 

Il semblerait que l’émergence de souches triples ou quadruple mutées sur le gène dhfr chez P. 

vivax soit plus probable que chez P. falciparum, augmentant les risques de diffusion de la 

résistance.   
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V- Madagascar et le paludisme  

 

V-1- Données géographiques et historiques 

 

 Avec 1500 km de longueur sur près de 570 km dans sa plus grande largeur, 

Madagascar se place comme la quatrième plus grande île du monde. Du nord au sud et d’est 

en ouest, elle recèle une grande diversité des milieux naturels : forêts tropicales humides 

(nord-est), fourrés épineux arides (sud-ouest)… Le climat et le relief influencent 

considérablement le rythme et l’intensité de la transmission du paludisme. Quatre faciès sont 

distingués : 

- le faciès équatorial (sur la côte orientale et l’extrême nord) 

- le faciès tropical (sur la côte occidentale, au nord de Morondava) 

- le faciès des Plateaux (similaire au faciès austral africain) 

- le faciès du sud (semi-aride) 

(Figure 8) 

 Il en découle deux types de zones à transmission palustre: les zones à risque 

épidémiques et les zones endémiques (Atlas du paludisme, 2002, www.pasteur.mg). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8. Stratification épidémiologique du paludisme à Madagascar. 

Faciès ÉquatorialFaciès TropicalFaciès Sub-désertiqueFaciès Austral
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 D’après les légendes locales, le paludisme semble avoir existé à Madagascar depuis 

l’origine de son peuplement. L’insalubrité des côtes malgaches fut décrite par les migrants et 

colons arrivés sur l’île depuis le XVI
ème

 siècle qui soulignaient par ailleurs l’absence de ces 

fièvres sur les hautes terres centrales. Plusieurs épidémies ont cependant eu lieu : en 1878, 

1895… conséquences de migration de populations des côtes vers les hauts plateaux et du 

développement d’une riziculture foyer de pullulation des espèces anophèlines vecteur de 

paludisme. Des campagnes d’éradication (pulvérisations intra domiciliaires de DDT et 

chimioprophylaxie des enfants par la chloroquine) firent reculer le paludisme dans le courant 

du XX
ème

 siècle ; mais la pauvreté, une crise économique et l’inefficacité des systèmes de 

santé provoquèrent l’arrivée de nouvelles épidémies lourdes de victimes dans les années 80 

[6].  

 

 

V-2- Les vecteurs du paludisme 

 

Quatre espèces d’Anophèles se partagent l’entomologie du paludisme à Madagascar. Il 

s’agit, d’une part, d’espèces du complexe An. gambiae (An. gambiae, An. arabiensis, et An. 

mascarensis, espèce endémique), et d’autre part, d’An. funestus. An. funestus est 

essentiellement retrouvée sur les plateaux, 90% de ses gites larvaires sont constitués par les 

rizières [190]. An. arabiensis a été retrouvée mais de façon minoritaire sur les plateaux [191]. 

An. gambiae et An. arabiensis se partagent les zones côtières de Madagascar, avec des 

proportions variables mais les études restent également parcellaires ; An. gambiae domine 

toutefois dans le nord et l’est, tandis que An. arabiensis est plus présente dans l’ouest et le sud 

Une dernière espèce (An. merus) est également retrouvée dans une région particulière 

(l’Androy). Dans leur étude publiée en 2004, Robert et al [192] ont montré une tendance à 

l’exophilie du principal vecteur (An. funestus) présent sur le site d’étude choisi 

(Analamiranga, un village situé à l’ouest des hauts plateaux). La capacité vectorielle du 

moustique était faible et sur seulement neuf moustiques du Plasmodium a été isolé (pas de P. 

malariae).  
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V-3- Les espèces plasmodiales présentes 

 

 Quatre des cinq espèces de paludisme (P. falciparum, P. vivax, P. malariae, P. ovale) 

responsables de l’infection humaine sont donc présentes à Madagascar (P. knowlesi n’a 

jamais encore été recherché).  P. vivax semble avoir longtemps été l’espèce prédominante (P. 

falciparum n’y ayant fait son apparition qu’à la fin du XIXème siècle) et des données 

indiquent qu’avant 1950, les proportions de P. falciparum et P. vivax étaient identiques sur les 

hauts Plateaux (10). Néanmoins, P vivax aurait nettement reculé depuis les campagnes 

d’éradication du paludisme menées après 1950 et ne représenterait sur les Plateaux que 20% 

des infections palustres (données de 1993 [193]), voire 10% actuellement. Une étude publiée 

en 2000 à partir d’isolats collectés en 1997 [194] donnait de premiers résultats mais trop 

parcellaires pour estimer la prévalence relative des espèces de Plasmodium, l’objectif de 

l’étude étant d’évaluer la chimiorésistance de P. falciparum sur la côte est de Madagascar 

(Tableau 5). 

 

Tableau 5. Prévalence des espèces plasmodiales sur 4 sites de Madagascar. 

Site 
Espèce 

Marovay Nosy Be Sainte Marie Toamasina 

P. falciparum 70.7% 79.5% 92.2% 97.6% 

P. vivax 1.7% 0% 0% 2.4% 

P. ovale 0.4% 6.3% 0.4% 0% 

P. malariae 27.2% 14.2% 7.4% 0% 

 

Plus récemment, une seconde étude [161] impliquant les sites d’étude du réseau de 

surveillance de la chimiorésistance de Plasmodium à Madagascar, permettait d’estimer la 

l’importance de P. vivax dans les infections palustres (Tableau 6).  
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Tableau 6. Prévalence des espèces plasmodiales sur 3 régions de Madagascar. 

Région 
Espèce 

Est Ouest Centrale Total 

P. falciparum 97.3% 94.5% 95.9% 96.4% 

P. vivax 1.5% 2.2% 2.7% 2.1% 

P. ovale 0.4% 0% 0.9% 0.5% 

P. malariae 0.8% 3.3% 0.5% 1.0% 

 

 

V-4- Résistance des parasites aux antipaludiques 

 

 Jusqu’en 2005, la chloroquine a constitué le traitement de première intention des cas 

de paludisme simples quelque soit l’espèce plasmodiale en cause. Elle était également 

préconisée dans la chimioprophylaxie de la femme enceinte [195]. La SP été recommandée 

comme traitement de deuxième intention (dans le cas de résistances à la chloroquine) entre 

1998 et 2005. Elle est maintenant recommandée dans le traitement préventif intermittent de la 

femme enceinte.  

 Depuis 2005, Madagascar, comme la vaste  majorité des pays situés en zone 

d’endémie palustre, a changé sa politique nationale de traitement, en abandonnant la 

chloroquine au profit des ACT (artemisinin combined therapy), médicaments combinant un 

dérivé de l’artémisinine et une autre molécule ; à Madagascar, il s’agit de l’amodiaquine. 

Néanmoins, l’utilisation de la chloroquine reste recommandée par le Ministère de la Santé et 

du Planning Familial de Madagascar pour la prise en charge à domicile des cas de paludisme 

suspectés (sur la présence de fièvre) chez l’enfant de moins de 5 ans. De plus, à la fin de 

l’année 2007, 31 districts sur les 111 que compte Madagascar avaient à leur disposition des 

ACT. Dans un questionnaire adressé aux patients lors de leur inclusion dans les tests in vivo, 

il ressortait que 67,6% des patients reconnaissaient avoir pris de la chloroquine en auto-

médication. La chloroquine reste donc encore largement utilisée. 

 

 La résistance aux antipaludiques reste encore modérée à Madagascar excepté pour la 

chloroquine [196]. Au niveau national, 44% des patients infectés par P. falciparum et traités à 

la chloroquine ont subi un échec thérapeutique (évaluation à 28 jours et correction par PCR). 

Les mécanismes liés à cette résistance ne sont pas clairs ; la mutation N86Y a été retrouvée 
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sur le gène pfmdr1, mais la mutation K76T dont le rôle a été clairement démontré dans la 

résistance des isolats de P. falciparum à la chloroquine n’a été identifiée que sur quelques 

isolats [197]. Une étude ayant porté sur 16 patients infectés par P. malariae a montré la 

persistance de la sensibilité de ce parasite à la chloroquine (Annexe 4) [198]. 

 

 Le paludisme à P. vivax est souvent considéré comme une maladie bénigne mais ceci 

devrait être reconsidéré au vu des connaissances récemment acquises sur cette maladie. Les 

symptômes parfois sévères [199], l’importance des zones de transmission [39], les récentes 

difficultés thérapeutiques et le potentiel évolutif de ce parasite sont des arguments en faveur 

d’une revalorisation de sa place dans l’échelle des pathogènes dangereux pour l’homme. 

Ainsi, ce parasite présente des caractéristiques de transmission qui pourraient lui donner un 

intérêt nouveau dans un contexte de modifications climatiques et de migration de populations 

[200]. 
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 Afin d’améliorer notre connaissance concernant le paludisme à Plasmodium vivax à 

Madagascar, notre travail avait pour principaux objectifs : 

 

� D’une part d’estimer le poids du paludisme à Plasmodium vivax en mesurant sa 

prévalence parmi les sujets suspects de paludisme au niveau des centres de 

santé (Article N°1); 

 

� D’autre part, d’évaluer la sensibilité de ce parasite aux principaux antipaludiques 

encore utilisée, à savoir la chloroquine (Article N°2, Partie 3) et l’association 

sulfadoxine-pyriméthamine (Article N°1). Pour cela, nous avons utilisés plusieurs 

approches complémentaires : les tests d’efficacité thérapeutique selon les protocoles 

établis par l’OMS pour P. vivax, ainsi que la recherche de marqueurs moléculaires. 

Une partie de notre travail a également consisté à mettre au point un test in vitro à 

partir des isolats recueillis sur le terrain. Le but était de disposer des 3 méthodes afin 

d’observer les informations apportées par chacune.  

 

 

� Enfin, afin d’améliorer la surveillance de la résistance par la mise en place de sites 

sentinelles, nous avons choisi d’évaluer la diversité génétique de nos souches en 

utilisant les marqueurs les protéines de surface parasitaires (csp, msp3, msp1) et 

différents  marqueurs microsatellites (Parties N°2 et 4). 
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 Partie 1 : Estimation de la prévalence des infections palustres causées par P. 

vivax, sensibilité de ce parasite à la SP et prévalence des mutations impliquées 

dans la résistance à cet antipaludique 

 

 Les objectifs de ce travail ont été de rechercher la présence de marqueurs moléculaires 

de la résistance à la SP sur les isolats collectés sur 8 sites sentinelles de Madagascar et de 

rechercher une corrélation entre la présence de ces marqueurs et la survenue d’échecs 

thérapeutiques in vivo. 

 La chloroquine a été largement utilisée à Madagascar depuis les années 50, dans toutes 

les grandes campagnes pour faire reculer le paludisme, et plus tard, elle a été recommandée 

comme traitement de première intention du paludisme simple à P. falciparum. La 

sulfadoxine-pyriméthamine a été le traitement de 2
ème

 intention de 1998 à 2005. Elle est 

maintenant recommandée dans le traitement préventif intermittent de la femme enceinte, et 

des études sont en cours pour étendre son utilisation au traitement préventif intermittent chez 

l’enfant. 

 Nous avons collectés les isolats de P. vivax chez des patients venant consulter pour 

fièvre et suspicion de paludisme. Sur ces isolats, nous avons amplifié et séquencé les gènes 

dhfr et dhps, impliqués dans la résistance à la sulfadoxine-pyriméthamine. De plus, un test 

d’efficacité thérapeutique a été conduit sur le site de Tsiroanomandidy permettant d’inclure 

16 patients. 

 

 Nous avons observé une grande proportion d’isolats mutés sur le gène dhfr (71%, total 

de 159) comprenant des génotypes simple à triple mutés. De nouvelles mutations ont été 

identifiées au niveau des codons 21 et 130 (P21S et N130K). Le taux de parasites mutés était 

plus faible sur le gène dhps (16%), et seules deux mutations ont été identifiées. Sur les 16 

patients inclus dans le protocole in vivo, 3 ont subi un échec thérapeutique (taux ajusté après 

génotypage des souches). Ces 3 patients étaient infectés par des isolats double mutés sur le 

gène dhfr, mais nous n’avons pas mis en évidence de lien entre la présence de mutations et la 

survenue d’un échec thérapeutique. 

 Ces résultats concordent cependant avec ceux disponibles dans la littérature. Nous 

savons que les mutations confèrent un degré de résistance aux isolats qui les portent sur le 

gène dhfr. Cependant, il faut souvent 4 mutations pour avoir une corrélation entre le génotype 
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et la survenue de l’échec thérapeutique.  D’autres facteurs interviennent, à savoir l’immunité 

de l’hôte, son métabolisme, son état de malnutrition.  

 La SP étant recommandée dans le TPI, son utilisation à grande échelle va contribuer à 

sélectionner de nouveaux parasites résistants. Il sera donc indispensable de continuer à 

surveiller l’évolution de la résistance, notamment par l’utilisation des marqueurs moléculaires 

disponibles sur les gènes dhfr et dhps. 
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Partie 2 : Analyse des microsatellites entourant les gènes dhfr et dhps 

des isolats de P. vivax 

 

 Les mécanismes à l’origine de la résistance à la SP sont les mêmes chez P. falciparum 

et P. vivax, constitués de mutations sur le gène dhfr, et dans une moindre mesure sur le gène 

dhps. Alors que la SP n’a jamais été recommandée pour le traitement des cas de paludisme à 

P vivax, les co-infections avec P. falciparum étant fréquentes dans les zones où ces deux 

espèces sont endémiques, ce médicament a exercé une pression de sélection sur les isolats de 

P. vivax.   

 Pour comprendre l’émergence et la diffusion des résistances aux antipaludiques, 

plusieurs équipes se sont intéressées aux séquences microsatellites situées dans les régions 

proches des gènes de résistance. Des travaux ont été menés sur la résistance à la chloroquine 

et à la SP de P. falciparum. Une origine commune des souches quadruples mutées sur le gène 

dhfr a notamment été identifiée. Les travaux concernant P. vivax sont plus rares, et récemment 

Hawkins et al, 2008 [189] ont avancé l’hypothèse d’une origine multiple des génotypes triples 

et quadruples mutés de P. vivax, après analyse des séquences en amont et an aval du gène 

(700 pb) et de séquences microsatellites sur des isolats provenant de Colombie, Inde, 

Indonésie, Papouasie Nouvelle Guinée, Sri Lanka, Thaïlande et Vanuatu. 

 La prévalence des mutations sur le gène dhfr, et dans une moindre mesure sur le gène 

dhps, est importante à Madagascar. Les objectifs de notre étude ont été de cibler des 

séquences microsatellites entourant ces gènes afin de tracer les souches mutantes sur les gènes 

impliqués dans la résistance à la SP et d’apporter des arguments quant à l’émergence de ces 

souches et à leur diffusion à l’échelle du pays.  

 

 

Matériel et méthodes 

 

Recueil des isolats 

Les isolats ont été collectés sur 7 sites sentinelles de Madagascar impliqués dans la 

surveillance de la résistance aux antipaludiques en 2006 et 2007 : Maevatanana et 

Miandrivazo à l’ouest de Madagascar, Moramanga/Saharevo et Tsiroanomandidy sur les 
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Hauts Plateaux, Ihosy et Ejeda dans le sud et enfin, Farafangana à l‘est. Pour tout patient se 

présentant au dispensaire avec de la fièvre ou ayant présenté de la fièvre dans les 48 heures 

précédentes, une recherche de paludisme a été faite ; les patients ont été screenés par un test 

rapide (Optimal IT) et une recherche de parasites ainsi que l’identification d’espèce a été faite 

par lecture d’un frottis mince et d’une goutte épaisse.  Du sang a été recueilli sur papier 

buvard pour extraction d’ADN par Instagen matrix (Biorad) et analyse de biologie 

moléculaire. Le diagnostic d’espèce a été confirmé ultérieurement par PCR en temps réel.  

Nous avons également travaillé sur 96 isolats de P. vivax collectés en Guyane française par 

l’Institut Pasteur de Guyane.  

 

Amplification et séquençages des gènes pvdhfr et pvdhps 

L’amplification et le séquençage des gènes pvdhfr et pvdhps ont été réalisés comme décrit 

précédemment. Les mêmes protocoles ont été suivis pour les isolats provenant de Guyane 

française. 

 

Sélection des séquences microsatellites 

En utilisant le programme Blast disponible sur la banque de données PlasmoDB, nous avons 

sélectionné le contig comprenant le gène pvdhfr (ctg 6950). Nous avons scanné 10 kb en 

amont et en aval du gène afin de rechercher la présence de séquences microsatellites à l’aide 

du programme mreps 2.5 accessible en ligne (http://www.loria.fr.mreps). Nous avons utilisés 

des paramètres de recherche larges : taille du motif de la séquence comprise entre 1 à 50 pb, 

nombre de répétitions du motif supérieur à 2. La même démarche a été suivie pour le gène 

pvdhps (ctg 7202) (Tableau 1).  

 

Au total, 56 séquences microsatellites ont été identifiées autour du gène dhfr, et 18 autour de 

dhps. Nous avons sélectionné 6 marqueurs pour notre analyse sur dhfr et 4 sur dhps  sur un 

critère de taille du motif, et de nombre de répétitions observées dans la séquence publiée. 
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Tableau 1. Séquences microsatellites sélectionnées dans les régions bordant en 5’ et 3’ les 

gènes pvdhfr et pvdhps.  

 

Microsatellite Motif Nombre de répétitions Localisation pvdhfr 

1 AAATC 7 - 2,6 kb 

2 AAATT 8 - 2,6 kb 

3 AAATG 4 - 2,6 kb 

4 CATATATA 2 + 6 kb 

5 TA  8 + 6 kb 

6 GTAT 3 + 6 kb 

 

Microsatellite Motif Nombre de répétitions Position par rapport à pvdhps 

1 TA 5 - 1,9 kb 

2 AT 5 - 1,7 kb 

3 AC 5 - 1,7 kb 

4 CAACGCCA 16 - 1,4 kb 

 

 

Amplification et séquençage des séquences microsatellites 

Les fragments d’ADN ont été amplifiés par PCR nichées en utilisant 6 couples d’amorces. 

Ces amorces ont été dessinées à l’aide du programme Primer 3 disponible en ligne 

(http://biotools.umassmed.edu/bioapps/primer3_www.cgi). Les séquences de ces amorces 

sont indiquées dans le tableau 2. La composition des mélanges réactionnels pour les 2 PCR 

ainsi que les programmes des thermocycleurs sont présentés dans les tableaux 3, 4 et 5. 

 

Tableau 2. Séquence des amorces utilisées pour l’amplification des fragments d’ADN 

contenant les séquences microsatellites ciblées en 5’ et 3’ des gènes pvdhfr et pvdhps.  

Amorce Séquence (5'-3') 
Tm 
(°C) 

Taille du fragment 
amplifié (pb) 

    dhfr-PM1F ATCTCCTTGGAGGCAAAACT 57.9 

dhfr-PM1R  TGGTCAAACAGTAGCGAACA 57.9 
812 

dhfr-NM1F CTCTGATGGGGAGGCTTGTT 61.6 

dhfr-NM1R AGCGGCTACACAGTGGAAAA 60.8 
733 

    dhfr-PM2F ATGGGTAGAAAGAGGGAACG 58.1 

dhfr-PM2R GAAATGGGCCAGAAGGAG 58.1 
328 

dhfr-NM2F CCACATGTTGCATAGCTGGA 60.7 

dhfr-NM2R TACCTTCGGCCATCTCACTG 61.2 
261 

    
dhps-PM1F CTGCGTATCTCCATGTATGTG 56.7 

dhps-PM1R AGGGGAAAAAGGAAAAGAAA  57.0 
985 

dhps-NM1F TTCAACACATGCATTTATAACTTACG 59.5 

dhps-NM1R  TTGGTGCGAATTATCTTGCTC 60.2 
727 
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Tableau 3. Compositions des mélanges réactionnels de PCR pour amplifier les séquences 

microsatellites entourant les gènes pvdhfr et pvdhps. 

Réactif 1
ère

 PCR PCR nichée 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 200 µM 320 µM 

Amorce sens (10µM) 0,15 µM 0,20 µM 

Amorce antisens (10µM) 0,15 µM 0,20 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

 

Tableau 4. Programmes de PCR pour l’amplification des séquences microsatellites entourant 

le gène pvdhfr. 

 

 1ère PCR PCR nichée 
Programme PCR Microsat  

1, 2, 3 
Microsat  
4, 5 et 6 

Microsat  
1, 2, 3 

Microsat  
4, 5 et 6 

Dénaturation initiale 94°C, 4 min 94°C, 4 min 

Dénaturation 94°C, 20 s 94°C, 20 s 

Hybridation 55°C, 20 s 57°C, 20 s 59.5°C, 20 s x cycles 

Elongation 72°C, 60 s 72°C, 30 s 72°C, 50 s 72°C, 30 s 

Elongation finale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 

 

1
ère

 PCR, microsatellites 1, 2, 3 : 40 cycles 

1
ère

 PCR, microsatellites 4, 5 et 6 : 30 cycles 

2
ème

 PCR, 45 cycles 

 

 

Tableau 5. Programmes de PCR pour l’amplification des séquences microsatellites entourant 

le gène pvdhps. 

 

 1ère PCR PCR nichée 

Dénaturation initiale 94°C, 4 min 

Dénaturation 94°C, 20 s 

Hybridation 55°C, 20 s 58°C, 20 s 

Elongation 72°C, 70 s 72°C, 50 s 

Nombre de cycles 40 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 
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Les produits d’amplification ont été purifiés sur colonnes, utilisant un gel de polyacrylamide 

P-100 (Bio-Gel P-100, BioRad) à la Plate-forme Génomique 1, Institut Pasteur de Paris. Le 

séquençage a été effectué sur analyseur 3730 XL (Applied Biosystems). Les séquences ont 

finalement été assemblées à l’aide du logiciel Seqscape 2.0 (Applied Biosystems, 

Courtaboeuf, France). L’alignement des séquences a été réalisé avec le programme BioEdit 

[201] et la recherche des motifs microsatellites présents avec le programme Fuzznuc 

disponible en ligne (http://mobyle.pasteur.fr). Nous avons utilisé en référence la séquence 

Salvador I (http://www.plasmodb.org). 

 

Mesure de la diversité génétique 

La diversité génétique a été mesurée par l’hétérozygotie (He) attendue de Nei à chaque locus. 

He a été calculée à l’aide du logiciel Genetix version 4.05 [202] et FSTAT version 2.9.4 

[203]. Les différences des valeurs d’hétérozygotie observées ont été comparées par un test de 

Student, après vérification de l’hypothèse d’égalité des variances ou par un test de Mann-

Whitney, avec le programme MedCalc version 9.1.0.1 (Broekstraat 52, 9030 Mariakerke, 

Belgium).  

 

 

Résultats préliminaires 

 

Mutations sur les gènes pvdhfr et pvdhps 

L’amplification et le séquençage ont permis d’obtenir des résultats interprétables sur 168 

isolats pour le gène dhfr et 139 pour dhps. Des isolats provenant d’Antsiranana (Diego 

Suarez) (n=2), Fianarantsoa (n=1) ont été inclus. L’analyse a également été réalisée sur des 

échantillons provenant de Guyane française, fournis par l’Institut Pasteur de Guyane. Ces 

échantillons ont été collectés entre 2000 et 2005. Nous les avons amplifiés et séquencés sur 

les 2 gènes dhfr et dhps de façon à déterminer leurs profils sauvage ou muté. Tous les 

échantillons se sont avérés mutés sur dhfr, le génotype allant de simple muté en 117 à triple 

muté en 58, 117 et 173. Pour dhps, les échantillons étaient simple ou double mutés. Une 

mutation non décrite jusqu’alors a été identifiée au niveau du codon 116 de pvdhfr. Les 

génotypes observés sur le gène dhfr sont rappelés dans le tableau 6. 
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Tableau 6. Génotypes identifiés sur le gène dhfr des isolats de P. vivax collectés à Madagascar 

et en Guyane française  

Génotype 
Nombre d’isolats 

(Madagascar) 

Nombre d’isolats 

(Guyane) 

 

Sauvage : 51 - 

Simple muté :   

     21S 2 - 

     33L 10 - 

     117N 4 1 

     130K 1 - 

Double muté :   

     117N 130K 2 - 

     33L 130K 1 - 

     58R 117N 48 26 

Triple muté :   

     58R 117N 130K 43 - 

     58R 117N 129L 1 - 

     49R 58R 117N 5 - 

     58R 116G 117N - 3 

     58R 117N 173L - 51 

 

 

La fréquence des allèles du gène dhfr identifiés sur les isolats de Guyane n’est pas 

significativement différente au cours du temps, entre 2000 et 2005 (Test de Fisher exact, 

p=0,48). Les effectifs disponibles en 2004 et 2005 sont trop faibles pour observer un 

changement, malgré une proportion de triples mutants 58R117N173L passant de 52,6% en 

2000 à 74,1% en 2003 (Tableau 7). 
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Tableau 7. Distribution des allèles identifiés sur le gène dhfr des isolats de P. vivax collectés 

en Guyane française de 2000 à 2005.  

  2000 2001 2002 2003 2004 2005 

117N 0 1 0 0 0 0 

58R117N 8 6 1 7 4 0 

58R116G117N 1 2 0 0 0 0 

58R117N173L 10 12 0 20 6 3 

 

Outre les mutations non synonymes au niveau des codons 58, 116, 117 et 173, nous avons 

également identifié des mutations synonymes au niveau des codons 15 (gca : gcg) et 69 (tat : 

tac). La mutation 58R était codée par le codon aga (81% des isolats mutés), agg (18%) ou cgt 

(1%).  

 

Analyse des isolats de Madagascar 

Diversité sur les séquences microsatellites entourant le gène pvdhfr, lien avec les génotypes 

résistants 

 Nous avons identifié plusieurs allèles sur les microsatellites entourant le gène dhfr. Le 

nombre d’allèles, de répétitions du motif ainsi que l’hétérozygotie sont présentés pour chaque 

marqueur dans le tableau 8 pour les 168 isolats de Madagascar.  

 

Tableau 8. Diversité observée sur les séquences microsatellites amplifiées des isolats de P. 

vivax de Madagascar. 

 AAATC AAATT AAATG CATATATA TA TGAT 

Nombre d’allèles 6 6 4 2 5 1 

Nombre de répétitions 

du motif 
3 à 8 3 à 8 3 à 6 1 à 2 8 à 11 3 

He  0,59 0,66 0,61 0,05 0,59 0 

 

Sur ces 168 isolats, nous avons pu déterminer un haplotype sur 141 isolats. Un total de 39 

haplotypes a été identifié, selon la taille de chaque microsatellite. Ces haplotypes ont été 

identifiés par numérotation selon la taille de chaque répétition des motifs AAATC, puis 

AAATT, puis AAATG, CATATATA, TA, TGAT. Chaque haplotype a été retrouvé chez 1 à 

54 isolats. La figure 1 montre la distribution des haplotypes, avec 2 majoritaires (13 et 22). 

L’haplotype 13 était en fait constitué de combinaison suivantes : (AAATC)4 (AAATT)6 



  81 

(AAATG)3 (CATATATA)1 (TA)10 (TGAT)3 et l’haplotype 22 : (AAATC)5 (AAATT)4 

(AAATG)4 (CATATATA)1 (TA)10 (TGAT)3. 
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Figure 1. Distribution des haplotypes formés à partir des marqueurs microsatellites entourant 

le gène pvdhfr. 

 

Nous nous sommes ensuite intéressés à la diversité des haplotypes présents au sein des 

différentes populations parasitaires : sauvages, doubles mutées, triples mutées sur le gène 

dhfr. La présence de mutations synonymes sur le gène dhfr a été prise en considération. Ces 

mutations étaient présentes au niveau du codon 15 (gca : gcg). 

 

Nous avons observé un rétrécissement de la diversité génétique des souches pour le génotype 

triple muté 58R 117N 130K. Nous avons en effet observé un total de 26 haplotypes définis 

par les marqueurs microsatellites chez les souches de type sauvage sur pvdhfr (n=44); les 

souches doubles mutées 58R 117N (n=39) étaient constituées par 19 haplotypes et les souches 

triple mutées (n=36) 58R 117N 130K par 7 haplotypes. Les valeurs d’hétérozygotie étaient de 

0,40 pour les souches sauvages, 0,34 pour les doubles mutées et 0,14 pour les triples mutées. 

La différence était significative entre les populations sauvages ou doubles mutées et la 

population triple mutée (p<0,0001 et p=0,0005). 
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Figure 2. Distribution et fréquence des haplotypes observés selon le génotype dhfr des isolats 

de Madagascar. 

 

Diversité sur les séquences microsatellites entourant le gène pvdhps, lien avec les génotypes 

résistants 

Nous avons obtenus les profils des séquences microsatellites entourant le gène pvdhps sur 139 

isolats. Cependant, les 3 séquences di-nucléotidiques amplifiées (TA à -1,9 kb, AT à -1,7 kb 

et AC à -1,7 kb) n’ont montré aucun polymorphisme. Tous les isolats sur lesquels ces 

séquences ont pu être obtenues (138/141) possédaient 5 répétitions de ces motifs. 

Nous avons donc basé notre analyse sur le microsatellite polymorphe CAACGC/GCA et sur 

les allèles déterminés par une séquence répétée en tandem présente au sein du gène pvdhps 

(motif d’acides aminés GE(A/G)KLTN). 7 allèles ont été identifiés sur cette séquence et 10 

sur la séquence microsatellite CAACGC/GCA. Cette séquence était en fait constituée d’un 
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enchaînement (CAACGCGA)1 (CAACGCCA)n (CAACGCGA)1, le motif central étant répété 

sur nos isolats de 2 à 17 fois. 

L’hétérozygotie chez les populations parasitaires sauvages était similaire sur les 2 loci et 

significativement plus importante que chez les souches mutées A383G (p<0,0001) (Tableau 

9).  

 

Tableau 9. Diversité observée sur les séquences microsatellites entourant le gène dhps sur les 

isolats de P. vivax de Madagascar. 

 Génotype dhps 

 sauvage 383G 

Hétérozygotie    

  -Séquence répétée en tandem 0,68 (n=108) 0,09 (n=22) 

  - CAACGC/GCA 0,61 (n=114) 0,09 (n=22) 

Nombre moyen d’allèles par locus 8,5 2 

 

En combinant les allèles observés sur les deux types de séquences, nous avons construit 22 

haplotypes. On observe très clairement la réduction de la diversité des haplotypes chez les 

souches mutées ; un seul haplotype majoritaire est présent chez 19 souches (90% des souches) 

(Figure 3). 
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Figure 3. Distribution et fréquence des haplotypes observés selon le génotype dhps des isolats  

de Madagascar. 

 

Analyse des isolats de Guyane 

Diversité sur les séquences microsatellites entourant le gène pvdhfr, lien avec les génotypes 

résistants 

Devant la faible diversité génétique observée sur 3 des séquences microsatellites, nous avons 

limité notre analyse aux 3 premiers marqueurs. 

 

Tableau 10. Diversité observée sur les séquences microsatellites entourant le gène dhfr sur les 

isolats de P. vivax de Guyane française. 

 AAATC AAATT AAATG 

Nombre d’allèles 6 3 3 

Nombre de répétitions du motif 3 à 9 4 à 7 3 à 5 

He  0,64 0,52 0,44 
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Seuls 12 haplotypes ont été construits à partir de 79 isolats (97,5%) pour lesquels le 

séquençage sur les 3 marqueurs était interprétable. Deux haplotypes majoritaires regroupaient 

75 % des isolats (Figure 4). 
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Figure 4. Distribution des haplotypes formés à partir des marqueurs microsatellites entourant 

le gène pvdhfr sur les isolats collectés en Guyane. 

 

Ne disposant pas d’isolats sauvages sur le gène dhfr, nous avons comparé les souches doubles 

et triples mutées. Sur 49 isolats triples mutés pour lesquels un haplotype a pu être déterminé, 

48 (98%) portaient une substitution synonyme sur le codon 69 (tat : tac). La mutation en 58 

sur ces mêmes isolats était codée par le codon aga. Nous avons donc comparé à ces souches, 

les isolats doubles mutés 58R117N porteurs de la même substitution au niveau du codon 69 et 

du triplet aga au niveau du codon 58 (Figure 5). Il s’agissait du génotype majoritaire pour les 

souches doubles mutées (14 isolats, soit 58% des isolats pour lesquels nous avons pu 

déterminer un haplotype). 

Les souches doubles mutées présentent 5 haplotypes différents sur les séquences 

microsatellites. En se limitant au génotype porteur de la substitution en 69, nous n’avons 

observé que 3 haplotypes (Figure 5). Un haplotype comprend plus de 60% des séquences 

triples mutées 58R117N173L, mais 7 autres haplotypes ont été identifiés dont 6 non retrouvés 

sur les souches doubles mutées. 
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Figure 5. Distribution et fréquence des haplotypes observés selon le génotype dhfr double ou 

triple muté des isolats de Guyane. 

 

 

Discussion 

Ces résultats sont encore préliminaires et d’autres analyses vont être réalisées. Cependant, les 

études concernant les séquences microsatellites proches des gènes de résistance de P. vivax 

sont rares. Seules deux ont été publiées. Récemment, Hawkins et al. (2008) [189] ont avancé 

des arguments en faveur d’une origine multiple des souches résistantes de P. vivax. Cette 

observation a été portée après séquençage des fragments de 700 pb environ en amont et en 

aval du gène pvdhfr. La même hypothèse avait été émise par Alam et al, 2007 [188]. 

A Madagascar, 71% des isolats sont mutés sur le gène pvdhfr et 16% sur dhps.  Les génotypes 

peuvent être simples à triples mutés sur dhfr et une seule mutation est retrouvée sur dhps. 

Nous avons mis en évidence une diversité importante des isolats sur 3 séquences de type 

microsatellites situées à 2,6 kb du gène dhfr. De la même façon, une séquence localisée à 1,4 

kb du gène dhps a montré un polymorphisme important.  
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Sur nos isolats de Madagascar, nous avons pu mettre en évidence un rétrécissement de la 

diversité génétique des souches chez celles portant un génotype triple muté sur le gène dhfr. 

Néanmoins, il serait nécessaire de vérifier si cela n’est pas du à un artéfact de structuration 

des populations selon leur origine géographique. En effet, le génotype triple muté 

58R117N130K a essentiellement été retrouvé sur le site de Miandrivazo, à l’ouest de 

Madagascar. Nous avons calculé la valeur de l’indice de fixation Fst entre les populations 

parasitaires de différents sites d’étude et retrouvé une valeur significative entre les 

populations de Maevatanana et Miandrivazo ainsi qu’entre celles de Miandrivazo et 

Tsiroanomandidy. Néanmoins, ces valeurs peuvent être le reflet de la sélection sur le site de 

Miandrivazo d’un génotype triple muté dhfr. Ne disposant que de 3 souches sauvages sur le 

gène dhfr sur ce site nous ne pouvons va vérifier l’homogénéité de ces souches avec celle du 

reste de Madagascar. Concernant le gène dhps, 21 haplotypes différents ont été identifiés sur 

les isolats sauvages contre 3 sur les isolats portant la mutation 383G.  

Sur les isolats provenant de Guyane française, 3 haplotypes ont été identifiés sur les souches 

doubles mutées 58R/117N portant une mutation synonyme sur le codon 69. Sur les souches 

triples mutées 58R/117N/173L, qui portent la même mutation sur le codon 69, 7 haplotypes 

différents ont été identifiés. Les données sur la prévalence des mutations en Guyane manquent 

bien que la prévalence de P. vivax dans cette région soit élevée. Cette étude sera poursuivie 

sur un plus grand nombre d’isolats. 

 

 



  88 

Partie 3 : Sensibilité de P. vivax à la CQ et prévalence des mutations impliquées 

dans la résistance à cet antipaludique. 

 

 Alors que la résistance à la chloroquine est apparue rapidement chez P. falciparum, les 

premiers cas d’échecs thérapeutiques après traitement de cas de paludisme à P. vivax par la 

chloroquine n’ont été décrits qu’en 1989. Malgré l’utilisation de plus en plus répandue des 

ACT, la chloroquine reste un médicament peu cher et son utilisation est encore largement 

répandue. Devant les difficultés à maintenir P. vivax en culture en laboratoire et à réaliser des 

tests de chimiosensibilité in vitro, les marqueurs moléculaires de la résistance aux 

antipaludiques représentent le moyen le plus simple pour surveiller l’évolution et la 

propagation des isolats résistants. Cependant, peu d’études ont apporté à la fois des données 

moléculaires et cliniques et seule une association entre la mutation Y976F du gène pvmdr1 et 

la résistance à la chloroquine (in vitro) a pu être démontrée récemment. 

 Alors que le taux d’échecs thérapeutiques observés à Madagascar après traitement des 

infections à P. falciparum est élevé [196], les données manquent concernant P. vivax. Le but 

de notre étude était de conduire un test d’efficacité thérapeutique in vivo et de rechercher les 

marqueurs moléculaires de résistance sur les gènes pvmdr1 et pvcrt-o (exons 1 à 6) afin 

d’associer une valeur prédictive aux génotypes des souches. 

 

 Cette étude a été menée sur six sites sentinelles représentatifs de trois faciès de 

transmission du paludisme à Madagascar en 2006. Le test d’efficacité thérapeutique a été 

conduit selon les recommandations émises par l’OMS en 2001 pendant une durée de 28 jours. 

 En parallèle, un échantillon de sang a été recueilli sur papier buvard pour chaque 

patient inclus. Après extraction de l’ADN et vérification du diagnostic d’espèce par PCR en 

temps réel, les gènes pvmdr1 et pvcrt-o ont été amplifiés et séquencés. Concernant le gène 

pvcrt-o, nous nous sommes limités aux 6 premiers exons, sur lesquels des mutations ont été 

décrites dans la littérature.  

  

 105 patients ont été inclus dans le test d’efficacité thérapeutique et ont reçu de la 

chloroquine. Après 28 jours de suivi, et un ajustement par PCR (génotypage des souches 

parasitaires réalisé par analyse des gènes pvcsp, pvmsp3 et de 6 marqueurs microsatellites), le 

taux d’échecs thérapeutiques était de 5.1%. Sur les sites sentinelles des hautes terres centrales 

de Madagascar, ce taux atteignait les 14.8%. Aucune mutation non-synonyme n’a été 
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retrouvée sur le gène pvcrt-o. Nous avons identifié 10 mutations non-synonymes sur pvmdr1 

dont 5 nouvelles. Cinq mutations étaient particulièrement fréquentes car présentes chez 96.3% 

à 100% des isolats.  Parmi ces mutations, nous avons identifié la mutation Y976F. 7 

génotypes ont été identifiés, tous comportant de 4 à 7 mutations sur le gène pvmdr1. Les 

souches responsables d’échecs thérapeutiques appartenaient au génotype le plus fréquent, 

513R/698S/908L/958M/976F/1076L. Nous n’avons ainsi pas mis en évidence d’association 

entre la présence de mutations sur le gène pvmdr1 et le risque de subir un échec thérapeutique. 
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Partie 4 : Diversité génétique et structure des populations parasitaires 

de P. vivax à Madagascar. 

 

 Comprendre la structure génétique des populations parasitaires de Plasmodium est un 

paramètre important pour adapter au mieux les stratégies de lutte. P. vivax diffère de P. 

falciparum par au moins deux points importants : la formation des hypnozoïtes responsables 

d’accès de reviviscence et une capacité de transmission supérieure dans des conditions 

climatiques moins favorables. Ainsi ce parasite peut rester latent chez un patient infecté 

pendant plusieurs mois voire années et son cycle peut se produire à des températures plus 

basses. Ces deux facteurs peuvent favoriser un brassage des populations parasitaires et des 

échanges génétiques entre elles. 

 Les gènes codant pour des protéines de surface apportent peu d’information quant à la 

structure des populations parasitaires car ils sont soumis à une forte pression de sélection. Les 

marqueurs de choix pour de telles approches semblent être les séquences microsatellites. Le 

génome de P. vivax est moins riche en AT que celui de P. falciparum (60% contre 80% 

environ) et présente donc moins de répétitions di-nucléotidiques de type (AT) et (CA). 

Cependant, différentes études se sont intéressées à ces marqueurs chez P. vivax révélant peu 

ou beaucoup de polymorphismes selon notamment la nature des séquences choisies et surtout 

leur longueur [179, 181]. Les séquences répétées de façon importante constituent la plus 

grande source de polymorphisme. 

 Dans le cadre de notre étude sur la sensibilité de P. vivax aux antipaludiques à 

Madagascar, nous avons collecté des isolats sur 7 sites de ce pays.  Nous avons observé que la 

prévalence de cette espèce parasitaire était hétérogène avec une prédominance sur les hautes 

terres centrales et à l’ouest de Madagascar. Nous avons séquencé le gène dhfr de ces isolats et 

trouvé une spécificité géographique des génotypes triples mutés 49R58R117N et 

58R117N130K (identifiés respectivement à Maevatanana et à Miandrivazo, à l’ouest de 

Madagascar). D’autre part, dans un pays et des zones géographiques où l’endémicité du 

paludisme est modérée, nous avons été surpris de retrouver 70% des isolats mutés sur le gène 

dhfr malgré une utilisation de la SP limitée en traitement de 2
ème

 intention des cas de 

paludisme simple à Madagascar de 1998 à 2005.   

 Les objectifs de cette étude étaient donc d’étudier à travers le polymorphisme de 

séquences microsatellites la diversité génétique des souches de P. vivax, d’estimer le nombre 

d’infections polyclonales à cette espèce dans un pays à transmission modérée voir à faible 
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niveau de transmission, et enfin, d’appréhender la structure des populations parasitaires à 

travers les sites les plus représentatifs du paludisme à P. vivax à Madagascar. 

 

Matériel et méthodes 

Recueil des isolats 

Les isolats ont été collectés sur 7 sites sentinelles de Madagascar impliqués dans la 

surveillance de la résistance aux antipaludiques en 2006 et 2007 : Maevatanana et 

Miandrivazo à l’ouest de Madagascar, Moramanga/Saharevo et Tsiroanomandidy sur les 

Hauts Plateaux, Ihosy et Ejeda dans le sud et enfin, Farafangana à l‘est. Nous avons 

également obtenu des isolats d’Antsiranana (Diego Suarez, n=2) et de Fianarantsoa (n=1). 

Pour tout patient se présentant au dispensaire avec de la fièvre ou ayant présenté de la fièvre 

dans les 48 heures précédentes, une recherche de paludisme a été faite ; les patients ont été 

screenés par un test rapide (Optimal IT) et une recherche de parasites ainsi que l’identification 

d’espèce a été faite par lecture d’un frottis mince et d’une goutte épaisse.  Du sang a été 

recueilli sur papier buvard pour extraction d’ADN par Instagen matrix (Biorad) et analyse de 

biologie moléculaire. Le diagnostic d’espèce a été confirmé ultérieurement par PCR en temps 

réel. 

 

Sélection des séquences microsatellites 

8 séquences microsatellites ont été sélectionnées à partir des données de la littérature [179, 

181]. 6 d’entre elles étaient localisées sur des chromosomes différents et pour 2 d’entre elles, 

nous n’avons pas pu déterminer leur localisation chromosomique à partir du génome de P. 

vivax disponible. Les 8 séquences étaient constituées de séquences répétées di-nucléotidiques. 

 

Tableau 1. Séquences microsatellites sélectionnées. 

 

Microsatellite Motif Nombre de répétitions Localisation 

2.21 AC 17 chromosome 2 

8.332 AT 17 chromosome 8 

6.34 AC 16 chromosome 6 

10.29 AT 16 chromosome 10 

3.35 AT 18 chromosome 3 

14.185 AT 13 chromosome 14 

L34 CA 7 ? 

L40 AC 6 ? 
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Amplification et séquençage des séquences microsatellites 

Les fragments d’ADN ont été amplifiés par PCR simples ou nichées en utilisant 14 couples 

d’amorces. Ces amorces ont été dessinées à l’aide du programme Primer 3 disponible en ligne 

(http://biotools.umassmed.edu/bioapps/primer3_www.cgi). Les séquences de ces amorces 

sont indiquées dans le tableau 2. La composition des mélanges réactionnels pour les 2 PCR 

est présentée dans les tableaux 3 et 4.  

Les programmes de PCR ont consisté en une dénaturation initiale de 4 minutes à 94°C, puis 

en 30 cycles (1ère PCR) ou 45 cycles (PCR nichée) comprenant une étape de dénaturation à 

94°C pendant 20 secondes, une étape d’hybridation pendant 20 secondes, puis une étape 

d’élongation à 72°C de 30 secondes. Une élongation finale de 10 minutes à 72°C a été 

réalisée. Lors de la première PCR, la température d’hybridation des amorces étaient de 56°C 

pour l’amplification du microsatellite 8.332 et de 57°C pour les microsatellites 14.185, 6.34, 

L34, 10.29 et 3.35. Lors de la PCR nichée, les températures d’hybridation étaient de 60,5°C 

pour le microsatellite L40,  61°C pour la séquence 14.185, 62°C pour les séquences 2.21, 

L34, 3.35, 62,5°C pour les séquences 6.34 et 8.33 et 63°C pour la séquence 10.29.  

Des fluorochromes (6FAM et HEX) ont été utilisés pour marquer les amorces sens de la 

dernière PCR. Les produits de PCR ont été multiplexés en puits selon les 2 groupes présentés 

dans le tableau 2. Le polymorphisme de longueur des fragments d’ADN amplifiés et marqués 

a été mesuré par migration capillaire sur séquenceur ABI Prism 3730XL (Applied Biosystem) 

en utilisant comme étalon interne le marqueur GeneScan™ 500 LIZ® Size Standard. 

 

Tableau 2. Séquences des amorces utilisées pour l’amplification des 8 séquences 

microsatellites.  
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Multiplex. 
Microsat 

Amorces Séquence (5’-3’) 
Tm 
(°C) 

Taille 
amplicon 

(pb) 

Pv2.21-NF 6FAM-CCATCTGCTCAAATCCGAAG 60.7 
2.21 

Pv2.21-NR GGCTCCTCCCTGTCTCTGTAG 60.4 
207 

Pv14.185-PF TGCAGATATGCTGTCGAAT 55.2 

Pv14.185-PR GGGAAAAACTTGGTCACAC 55.4 
186 

Pv14.185-NF 6FAM-GCAGTTGTTGCAGATTGAGC 59.6 
14.185 

Pv14.185-NR TAAGGCGTGCACGTTATCAT 59.2 
93 

Pv8.332-PF TGAAGCAATATAGCGATGAC 54.0 

Pv8.332-PR CGGTGTAGTGTGGTACAATG 54.8 
296 

Pv8.332-NF HEX- CCTCGATGGTGATGTGATGA 60.5 
8.332 

Pv8.332-NR GTATAACATGGCACCCGACCT 61.0 
225 

PvL40-NF  HEX-GTTTACCAGGCCCAATTCAC 59.3 

1 

L40 
PvL40-NR  GTTCACACGGGCGTATACAT 58.4 

101 

Pv6.34-PF  CCCAATTAAGTGCAAATCA 54.6 

Pv6.34-PR  CATGTAAAGAGGCACATGG 55.0 
334 

Pv6.34-NF  6FAM-TGAGCGCTTTAAGCTTCTGC 60.9 
6.34 

Pv6.34-NR  CAAAAATGAATCGTGGCACA 60.5 
230 

PvL34-PF  TACCCCAGCCTTATCTCTC 54.3 

PvL34-PR  AAATGCACAGACACTACGC 54.7 
200 

PvL34-NF  6FAM TTTTCCCTTCGGAAAAACG 60.0 
L34 

PvL34-NR  ACGACCATCACCTGCCATAG 60.9 
110 

Pv10.29-PF  CTCTTACGTACACGCTCGTT 55.8 

Pv10.29-PR  TCCACAAAATTGCCACTAAT 55.7 
380 

Pv10.29-NF  HEX-ATGCGCACCCCTATGTTTC 60.9 
10.29 

Pv10.29-NR  TACGGAAATTTTCGGCAGGT 61.7 
255 

Pv3.35-PF  GTTACACGAGGTTTCCCTTT 55.8 

Pv3.35-PR  ACCTCATCTTTGCTTCCTTT 55.6 
280 

Pv3.35-NF  HEX-CGCCAAGTAGAGAAAGGGAAA 60.7 

2 

3.35 

Pv3.35-NR  CGCCACAGGATGTACATAAGAA 60.0 
136 

 

 

Tableau 3. Compositions des mélanges réactionnels de PCR pour amplifier les séquences 

microsatellites 6.34, L34, 3.335, 8.332, 10.29, 14.185. 

Réactif 1
ère

 PCR PCR nichée 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 200 µM 200 µM 

Amorce sens (10µM) 0,10 µM 0.25 µM 

Amorce antisens (10µM) 0,10 µM 0.25 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 
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Tableau 4. Compositions des mélanges réactionnels de PCR pour amplifier les séquences 

microsatellites 2.21 et L40. 

Réactif 1
ère

 PCR 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X 

eau  

dNTP (20mM) 200 µM 

Amorce sens (10µM) 0,20 µM 

Amorce antisens (10µM) 0,20 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

3µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel 

 

Détection des infections polyclonales 

Les échantillons collectés peuvent contenir un ou plusieurs isolats de P. vivax. Nous avons 

considéré que les infections étaient polyclonales si plus d’un allèle était identifié sur au moins 

un locus (la hauteur du pic d’un allèle secondaire sur un locus était supérieure à 30% de celle 

du pic majoritaire pour ce même locus). Dans le cas où plus d’un allèle était identifié sur plus 

d’un locus, il était impossible de reconstruire un haplotype, et ces échantillons ont été écartés 

de l’analyse. Dans le cas où un polymorphisme n’était observé que sur un locus (un seul allèle 

sur les autres loci du même échantillon), nous avons reconstitué les haplotypes 

correspondants.  

 

Mesure de la diversité génétique 

La diversité génétique a été mesurée par le nombre d’allèles présents par locus (A) et la 

mesure de l’hétérozygotie attendue de Nei à chaque locus. He a été calculée à l’aide du 

logiciel Genetix [202] et FSTAT version 2.9.4 [203].  

 

Structure génétique des populations 

Nous avons recherché une structuration génétique des populations en utilisant les variables 

statistiques de Wright. L’indice de fixation Fst permet de mesurer la différentiation génétique 

entre des populations parasitaires. Pour cela, nous avons utilisé le programme FSTAT version 

2.9.4 [203] . 

 

Déséquilibre de liaison 
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Nous avons utilisé un indice d’association I
S

A afin de tester un déséquilibre de liaison entre 

les loci. Le principe de ce teste repose sur la comparaison de la variance VD du nombre 

d’allèles partagés entre chaque paire de d’haplotypes d’une population D avec la variance 

attendue sous l’hypothèse d’une association aléatoire des allèles (VE) : I
S

A = (VD / VE -1) (r-

1), où r représente le nombre de loci analysés. VE est déterminée par permutation aléatoire des 

jeux de données, 10000 fois. L’existence d’un déséquilibre de liaison significatif est reconnue 

si VD est supérieure à 95% des valeurs de VE déterminées selon les permutations des données. 

Cette analyse a été réalisée selon le programme LIAN 3.5 disponible en ligne 

(http://guanine.evolbio.mpg.de/cgi-bin/lian/lian.cgi.pl). 

 

Nous avons également recherché un déséquilibre de liaison par paires de loci. Pour cela nous 

avons utilisé le logiciel FSTAT version 2.9.4. Les associations entre chaque paire de loci ont 

été mesurées par un coefficient de corrélation R². 

 

Résultats préliminaires 

Diversité génétique des populations parasitaires 

Les séquences microsatellites ont été amplifiées sur 179 isolats collectés à Madagascar. 2 

marqueurs ont donné des profils non interprétables et ont été abandonnés (10.29 et 3.35). Un 

haplotype complet a été obtenu sur 101 séquences (56.4%). Sur chaque locus, 3 à 16 allèles 

ont été identifiés. Le tableau 5 présente la fréquence de chaque allèle dans chacune de nos 

populations ; nous avons laissé à titre indicatif l’ensemble des populations, seuls les sites 

d’Ejeda (n=12), Maevatanana (n=23), Miandrivazo (n=65) et Tsiroanomandidy (n=66) ont été 

conservé pour l’analyse ultérieure. 

 

Tableau 5. Fréquence des allèles dans chaque population d’isolats de P. vivax à Madagascar. 

L’hétérozygotie de chaque locus est indiquée ainsi que le nombre moyen d’allèles présents 

par population parasitaire. 
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    ATS EJE FAR FNR IHO MAE MIA MOR SHV TDD 

            6.34 n=2 n=13 n=1 n=1 n=1 n=25 n=86 n=2 n=9 n=81 

 210 … … … … … 0,08 … … … … 

 211 … … … … … … … … … 0,05 

 213 … … … … … … 0,02 … … … 

 215 … … 1 … … 0,08 … … 0,11 0,02 

 219 … … … … … 0,24 0,05 … … 0,1 

 221 … 0,23 … … … 0,08 0,02 1 … 0,04 

 223 … … … … … … 0,01 … … … 

 225 1 0,61 … 1 … 0,12 0,65 … 0,89 0,46 

 226 … … … … … … … … … 0,01 

 228 … … … … … 0,4 0,1 … … 0,1 

 230 … … … … … … 0,1 … … 0,15 

 234 … 0,08 … … 1 … 0,03 … … 0,05 

 236 … 0,08 … … … … … … … … 

 238 … … … … … … … … … 0,01 

 240 … … … … … … … … … 0,01 

            

 A 1 4 1 1 1 6 8 1 2 11 

 He 0 0,58 0 0 0 0,76 0,55 0 0,21 0,75 

            

L34 n=2 n=15 n=1 n=1 n=1 n=32 n=95 n=2 n=9 n=81 

 104 … … … … … … 0,03 … … … 

 108 1 0,6 1 1 1 0,81 0,78 1 1 0,72 

 110 … 0,2 … … … 0,03 0,14 … … 0,22 

 112 … 0,2 … … … 0,17 0,05 … … 0,06 

            

 A 1 3 1 1 1 3 4 1 1 3 

 He 0 0,58 0 0 0 0,32 0,37 0 0 0,44 

            

2.21 n=2 n=13 n=1 n=1 n=1 n=29 n=89 n=2 n=9 n=79 

 181 … … … … … 0,07 0,07 … … 0,09 

 186 … … … … … … 0,02 … 0,11 0,03 

 192 0,5 … … … … 0,07 0,13 … 0,11 0,09 

 194 … … … … … 0,07 0,02 … … 0,07 

 196 0,5 0,85 1 1 1 0,66 0,69 1 0,78 54 

 198 … … … … … 0,14 0,03 … … 0,09 

 200 … 0,15 … … … … 0,03 … … 0,08 

 202 … … … … … … … … … 0,03 

            

 A 2 2 1 1 1 5 7 1 3 8 

 He 0,67 0,27 0 0 0 0,55 0,51 0 0,39 0,67 
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    ATS EJE FAR FNR IHO MAE MIA MOR SHV TDD  
             8.332 n=1 n=6 n=0 n=0 n=1 n=24 n=72 n=2 n=5 n=66  

 207 … 0,17 … … … … … … 0,4 0,05  

 209 … 0,17 … … … 0,04 0,01 … … 0,06  

 211 … … … … … 0,08 0,06 … … 0,02  

 213 … … … … … 0,08 0,08 0,5 … 0,11  

 215 … 0,17 … … … 0,17 0,1 0,5 … 0,09  

 217 … … … … … 0,08 0,13 … … 0,27  

 219 … … … … … … 0,04 … 0,4 0,02  

 221 … … … … … 0,08 0,04 … … 0,09  

 222 1 0,5 … … … 0,13 0,06 … … 0,12  

 224 … … … … 1 0,17 0,18 … 0,2 0,03  

 227 … … … … … … 0,01 … … 0,02  

 229 … … … … … … 0,15 … … 0,03  

 231 … … … … … … 0,14 … … 0,08  

 233 … … … … … … … … … 0,03  

 234 … … … … … 0,08 … … … …  

 237  … … … … 0,08 … … … …  

              A 1 4 … … 1 10 12 2 3 14  

 He 0 0,73 … … 0 0,90 0,89 0,67 0,71 0,87  

             

14.185 n=2 n=15 n=1 n=1 n=1 n=32 n=86 n=2 n=7 n=75  

 77 … … … … … … 0,01 … … …  

 87 … … … … … … … … … 0,01  

 89 … 0,33 … … … 0,28 0,26 … … 0,2  

 91 1 0,13 1 … … 0,53 0,52 0,5 0,71 0,65  

 93 … 0,33 … 1 1 0,03 0,17 0,5 … 0,03  

 96 … 0,07 … … … 0,03 0,01 … 0,14 0,03  

 98 … 0,07 … … … 0,03 0,02 … 0,14 0,05  

 100 … 0,07 … … … … … … … 0,03  

 102 … … … … … 0,06 … … … …  

 104 … … … … … 0,03 … … … …  

              A 1 6 1 1 1 7 6 2 3 7  

 He 0 0,77 0 0 0 0,64 0,63 0,67 0,48 0,53  

             

L40 n=2 n=15 n=1 n=1 n=1 n=29 n=94 n=2 n=9 n=81  

 85  0,13    0,1 0,02     

 89       0,01     

 97 1 0,87 1 1 1 0,9 0,97 1 1 1  

              A 1 2 1 1 1 2 3 1 1 1  

 He 0 0,24 0 0 0 0,19 0,06 0 0 0  

             
He moyenne           

  0,11 0,53 0 0 0 0,56 0,50 0,22 0,30 0,54  
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Sur les 4 sites de Madagascar, la valeur de l’hétérozygotie attendue était similaire (0,50 à 

0,56). Le nombre d’allèles moyen identifiés dans les populations variait de 3,5 à Ejeda, 5 à 

Maevatanana, 6,7 à Miandrivazo et 7,3 à Tsiroanomandidy. 

 

Infections polyclonales 

La proportion d’isolats comprenant plusieurs allèles est indiquée dans le tableau 6. Les 

effectifs des sites d’Antsiranana, de Ihosy, de Farafangana, de Fianarantsoa, de Moramanga et 

de Saharevo (1 ≤ n ≤ 5) étant faibles, nous ne les avons pas indiqués. 

 

Tableau 6. Proportion d’infections multiples de P. vivax dans les infections palustres sur 4 

sites de Madagascar 

    Ejeda   Maevatanana   Miandrivazo   Tsiroanomandidy 

Loci   n 

% 

d'infections 

multiples 

  n 

% 

d'infections 

multiples 

  n 

% 

d'infections 

multiples 

  n 

% 

d'infections 

multiples 

6.34  11 9,1  17 0  57 10,5  64 6,3 

 L34  12 8,3  23 4,3  63 6,3  65 9,2 

2.21  11 9,1  21 9,5  59 10,2  64 4,7 

8.332  5 20  16 25  46 34,8  52 15,4 

14.185  12 16,7  23 4,3  56 10,7  61 6,6 

L40  12 8,3  21 14,3  62 1,6  65 0 

             

Global   12 25   23 39   65 52   66 21 

 

La proportion d’infections multiples entre les différents sites, estimée par la présence de plus 

d’un allèle sur au moins un locus, n’était pas significativement différente (p=0.20, test de 

Fisher exact). 

 

Différentiation génétique entre les populations parasitaires 

Le tableau 7 nous montre une comparaison des sites 2 à 2 selon l’indice de fixation Fst. Nous 

n’avons conservé pour cette analyse que les échantillons mono-infectés ou les haplotypes 

reconstruits. 
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Tableau 7. Fst par paire entre les différentes populations parasitaires de P. vivax 

  Ejeda Maevatanana Miandrivazo Tsiroanomandidy 

Ejeda   0.1041  0.0361  0.0621 

Maevatanana  0.1041   0.0442  0.0327 

Miandrivazo  0.0361  0.0442   0.0083 

Tsiroanomandidy  0.0621  0.0327  0.0083   

 

Ces valeurs de Fst sont faibles et ne sont pas statistiquement significatives. 

 

Déséquilibre de liaison 

Nous n’avons pas mis en évidence de déséquilibre de liaison entres les différents loci 

(Tableau 8).  

 

Tableau 8. Déséquilibre de liaison mesuré entre les 6 loci de P. vivax étudiés sur 4 sites de 

Madagascar. 

  n I
S

A p 

Ejeda 5 0.0630 0.21 

Maevatanana 11 0.0023 0.44 

Miandrivazo 31 -0.0019 0.50 

Tsiroanomandidy 41 0.0219 0.15 

Population totale 88 0.0022 0.42 

 

 

Discussion 

Les marqueurs microsatellites permettent d’apprécier la diversité génétique des isolats. Nous 

avons mis en évidence une hétérogénéité importante entre les différents marqueurs ; la valeur 

de l’hétérozygotie variait de 0,07 à 0,91 avec 4 marqueurs sur les 6 obtenus ayant une valeur 

supérieure à 0,50. L’hétérozygotie moyenne est donc diminuée par le choix de certains 

marqueurs microsatellites.  

Nous n’avons pas mis en évidence de structuration des populations parasitaires au niveau des 

différents sites inclus dans notre étude.  Le niveau de polymorphisme modéré de certains 

marqueurs utilisés ici conduit probablement à une sous-estimation de la différentiation 

pouvant se produire entre les différents sites. Nous n’avons pas mis en évidence de 

déséquilibre de liaison entre les 6 loci génotypés. 
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Alors que l’endémicité du paludisme à Madagascar reste faible nous avons mis en évidence 

un taux important d’infections polyclonales (21 à 52%). Ce taux est équivalent à celui publié 

par ailleurs sur des isolats de Colombie, du Laos, d’Inde ou de Thaïlande [179, 181]. 

Néanmoins, selon la méthode utilisée pour comptabiliser la proportion des infections 

polyclonales, d’importantes variations peuvent exister [181].  

Les échanges génétiques entre les populations parasitaires sont favorisés par la capacité de P. 

vivax à former des hypnozoïtes et à rester à l’état latent chez les patients infectés. Cette 

période de latence est liée aux conditions climatiques de l’environnement des souches 

parasitaires. Elle n’est pas connue à Madagascar. Le fort taux d’infections polyclonales 

observé laisse supposer des mélanges de populations parasitaires au niveau des anophèles 

pouvant conduire à des recombinaisons génétiques. Concernant la résistance à la SP, nous 

avons mis en évidence une hétérogénéité géographique des génotypes observés, avec une 

localisation à Maevatanana des isolats triples mutés 49R/58R/117N et à Miandrivazo pour les 

isolats porteurs des mutations 58R/117N/130K. Il semblerait au vu des résultats apportés par 

l’étude des séquences microsatellites entourant le gène dhfr que ces génotypes aient émergés 

d’un nombre limité de souches. En l’absence de structuration des populations mise en 

évidence par le polymorphisme des microsatellites neutres, ces génotypes pourraient être 

apparus récemment. Si la circulation des souches est effective à Madagascar, ils pourraient 

cependant se propager rapidement. 
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 Ce travail a permis d’actualiser nos connaissances concernant l’importance de P. vivax  

à Madagascar et d’apporter de premières données sur la chimiosensibilité de ce parasite dans 

ce pays. Les données récoltées ont concerné un grand nombre de sujets (plus de 1600 cas de 

paludisme) et sont représentatives des différents faciès de transmission du paludisme à 

Madagascar. Les 8 sites sentinelles de l’étude sont situés sur les faciès tropical, équatorial, des 

hauts plateaux et du sud de Madagascar. Il en est ressorti une prévalence de plus de 90% de P. 

falciparum parmi les infections palustres totales. P. vivax représente quant à lui 6,3% des cas 

et P. malariae 1,1% [198].  Ils se positionnent donc comme, respectivement, la deuxième et la 

troisième espèce de Plasmodium à Madagascar. Mais ces chiffres ne traduisent pas 

l’hétérogénéité géographique puisque sur le site de Tsiroanomandidy, P. vivax représente 

17,5% des infections palustres. C’est bien à l’ouest de Madagascar et sur la marge des hautes 

terres centrales que les cas de paludisme à P. vivax sont les plus fréquents. 

 

 La chloroquine n’est plus préconisée pour le traitement du paludisme simple à 

Madagascar depuis 2005 mais ce médicament reste encore largement utilisé. Il sera difficile 

de le retirer tout en continuant à recommander la prise en charge des cas de paludisme 

suspectés chez l’enfant de moins de 5 ans par ce même antipaludique. Alors que le niveau de 

résistance de P. falciparum à la chloroquine est encore modéré à l’échelle du pays, mais élevé 

dans le sud de Madagascar (64% d’échecs thérapeutiques sur le site d’Ejeda) [196], le niveau 

de résistance de P. vivax reste faible. La situation doit donc être surveillée régulièrement. 

Cependant, la réalisation de tests in vivo est difficile à effectuer. Les marqueurs moléculaires 

semblent constituer un bon outil pour permettre cette surveillance. Nous avons essayé de 

développer au cours de notre étude un test in vitro pour mesurer la chimiosensibilité des 

isolats de P. vivax collectés sur le terrain. Notre objectif était en effet de récolter les 3 types de 

données complémentaires concernant la résistance aux antipaludiques. Après la mise au point 

d’un protocole de culture pendant 36 à 48h en fonction des stades parasitaires présents et 

l'adaptation des conditions de culture à P. vivax (augmentation de la quantité d’albumax, 

utilisation d’un milieu RPMI/Waymouth…), nous avons été confrontés à de nombreuses 

difficultés pratiques. La difficulté d’acheminement des prélèvements dans un délai court a 

constitué la principale entrave au déroulement de ces tests. La délocalisation d’un laboratoire 

sur un site sentinelle a été réalisée sur une courte période, mais là aussi nous nous sommes 

heurtés à des difficultés d’ordre pratique : délestages électriques… Les tests in vitro peuvent 

toutefois constituer une alternative intéressante [100]. Des efforts doivent être déployés afin 

de disposer d’autres outils que la microscopie pour détecter l’inhibition de la croissance 
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parasitaire sous l’effet des antipaludiques testés comme cela a été mis au point pour P. 

falciparum [149]. La difficulté est cependant accrue dans le cas de P. vivax dont la réplication 

in vitro est plus difficile à obtenir. 

 Alors que des marqueurs moléculaires liés à la chloroquino-résistance ont été 

clairement identifiés (gène pfcrt, mutation K76T) pour P. falciparum, la situation pour P. 

vivax reste encore à préciser du fait d’un manque de données. Une implication de la mutation 

pvmdr1 976F a été proposée [92, 100] mais ces résultats n’ont pas été confirmés dans le cadre 

de notre étude. Il semblerait en revanche que cette mutation soit impliquée dans la résistance à 

une autre amino-4-quinoléine, l’amodiaquine [101]. La situation à Madagascar semble 

toutefois revêtir quelques particularités : la mutation K76T sur le gène crt de P. falciparum 

n’a été que rarement retrouvée malgré une résistance observée in vivo [196, 197]. En 

revanche, une prévalence importante de la mutation 86Y sur le gène pfmdr1 a été publiée 

[197]. De même que chez P. falciparum, la valeur prédictive d’échec thérapeutique des 

marqueurs moléculaires restent à explorer chez P. vivax.  

 

 Le diagnostic d’espèce n’est que rarement réalisé à Madagascar dans le cadre du 

diagnostic de paludisme. La majorité des patients est traitée sur le simple argument de fièvre, 

le diagnostic microscopique étant souvent impossible à réaliser dans les dispensaires ou les 

centres de santé de base. Nous avons observé un fort taux de résistance à la SP (malgré un 

faible effectif de patients suivis) et en particulier une forte prévalence des marqueurs 

moléculaires associés à cette résistance, avec plus de 70% des isolats mutés sur le gène dhfr. 

La SP, recommandée dans le traitement de deuxième intention, a été plus faiblement utilisée 

que la chloroquine à Madagascar. Néanmoins, la pression médicamenteuse exercée contre P. 

falciparum a probablement sélectionné des isolats mutés de P. vivax.  

 Notre étude basée sur le séquençage de marqueurs microsatellites entourant le gène 

dhfr et le gène dhps a mis en évidence une origine plus réduite des souches porteuses de 

mutations par rapport aux souches sauvages, en particulier des génotypes triples mutés sur le 

gène dhfr (58R/117N/130K) et du génotype simple muté 383G sur dhps. En l’absence d’une 

structuration des populations parasitaires et au vu des caractéristiques biologiques de P. vivax 

qui peut rester latent au sein de son hôte, les souches semblent circuler. Si ces génotypes 

semblent être apparus récemment et sont localisés pour l’instant dans certaines zones 

géographiques, on peut craindre leur expansion prochaine. Il sera donc nécessaire de 

poursuivre la surveillance au sein des différents sites sentinelles. Le risque d’émergence et de 

diffusion des résistances est en outre augmenté par les recombinaisons pouvant se produire 
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chez le moustique. Cela est favorisé par un fort taux d’infections polyclonales chez les 

patients. 

 

 Par sa résistance à des températures extérieures moins clémentes que P. falciparum, P. 

vivax a des capacités d’adaptation plus fortes, optimisées par la durée de latence de l’infection 

au niveau hépatique. La majorité des pays en zone d’endémie et c’est le cas de Madagascar 

ont adopté un changement de leur politique nationale de traitement se tournant vers 

l’utilisation des ACT. L’efficacité de ces molécules dans le traitement du paludisme à P. vivax 

a été démontrée par quelques études [129, 137-140]. Cependant, la primaquine reste la seule 

molécule disponible capable à l’heure actuelle d’éliminer les formes hypnozoïtes. Des études 

ont montré que même en zone de faible endémicité, 20% des patients pouvaient avoir un 

accès de reviviscence symptomatique chaque année, cela entraînant une morbidité importante 

[8]. Les dérivés de l’artémisinine, par leur demi-vie courte, ont une efficacité rapide. 

Cependant, cette action rapide pourrait favoriser l’émergence de parasites sanguins à partir 

des formes hypnozoïtes de façon plus précoce [139, 140]. La combinaison avec une molécule 

de demi-vie longue peut permettre de retarder la réapparition d’une parasitémie à partir des 

hypnozoïtes et donc la formation d’une nouvelle génération de gamétocytes et la transmission 

du parasite. 

 

 De nombreux paramètres doivent être pris en compte dans les stratégies de lutte contre 

le paludisme causé par P. vivax. Afin d’adapter au mieux les stratégies d’intervention, il est 

nécessaire de mieux comprendre l’émergence et la propagation des résistances. L’acquisition 

de la résistance aux antipaludiques peut être un phénomène complexe, et la relation entre les 

outils disponibles pour la surveiller est souvent délicate. Les facteurs liés à l’hôte et à 

l’environnement sont à prendre en considération et les stratégies de lutte contre le paludisme 

doivent être adaptées au niveau local. 
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Annexe 1 : Planche pour le diagnostic microscopique de P. vivax 
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Annexe 2 : Comparaison de trois méthodes pour le diagnostic du paludisme en zone 

d’endémie 
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Annexe 3 : Polymorphisme des antigènes détectés par les tests rapides pour 

le diagnostic du paludisme 
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Abstract 

Background 

Rapid diagnostic tests (RDTs) are becoming increasingly indispensable in malaria 

management, as a means of increasing the accuracy of diagnosis. The WHO has issued 

recommendations, but RDT selection remains difficult for users in endemic countries. The 

genetic variability of the antigens detected with RDTs has been little studied but may greatly 

affect the sensitivity of RDTs. This factor has been studied by comparisons between countries 

at continental level, but little information is available concerning antigen variability at 

national level. 

Methods 

A country-wide assessment of polymorphism of the PfHRP2, PfHRP3, pLDH and aldolase 

antigens was carried out in 260 Plasmodium falciparum and 127 Plasmodium vivax isolates, 

by sequencing the genes encoding these antigens in parasites originating from the various 

epidemiological strata for malaria in Madagascar. 

Results 

Higher levels of polymorphism were observed for the PfHRP2 and PfHRP3 antigens than for 

the P. falciparum and P. vivax aldolase and pLDH antigens. PfHRP2 sequence analysis 

predicted that 9% of Malagasy isolates would not be detected at parasite densities ≤ 250 

parasites/µl (ranging from 6% in the north to 14% in the south), although RDTs based on 

PfHRP2 detection are now recommended in Madagascar…  

Conclusions 

These findings highlight the importance of training of health workers and the end users of 

RDTs, in the provision of information about the possibility of false-negative results for 

patients with clinical symptoms of malaria, particularly in the south of Madagascar. 
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Annexe 4 : Prévalence et sensibilité de Plasmodium malariae à Madagascar 
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Annexe 5 : Description des sites sentinelles inclus dans le test d’efficacité 

thérapeutique 

 

D’après Crespy, 2007 [204] 

 

Faciès des hauts plateaux 

Tsiroanomandidy (TDD) 

Cette ville de 24 885 habitants est située sur les Hautes Terres Centrales au nord-ouest 

d’Antananarivo (150 km environ) et à environ 1000 mètres d’altitude. La température 

moyenne annuelle est de 22,5°C et la pluviométrie est de l’ordre de 1616 mm. L’activité 

agricole est dominée par la riziculture, prépondérante dans la région des Hauts Plateaux. Le 

niveau de transmission des parasites du paludisme est modéré avec un taux d’inoculation 

entomologique inférieur à 3 piqûres infestantes par personne et par an. Le pic de transmission 

se situe entre le mois de mars et le mois de mai. Les infrastructures sanitaires sont plus 

modestes que celles des autres communes à cause de sa proximité avec la capitale et de la 

confirmation de Tsiroanomandidy comme métropole sous régionale.  

 

Moramanga 

Il s’agit d’une ville de 48 000 habitants environ, situé au nord-est d’Antananarivo (115 km) 

sur la marge est des Hautes Terres Centrales à 900 m d’altitude. La température annuelle est 

de 19,4°C et la pluviométrie s’élève à 1504 mm à l’origine de cuvettes marécageuses. La 

riziculture prédomine les cultures vivrières; le niveau de transmission de Plasmodium sp. est 

similaire à celui observé à Tsiroanomandidy. Le pic de transmission se situe entre mars et 

mai.  

 

Faciès tropical 

Maevatanana 

A mi-chemin entre la capitale et Mahajunga, cette ville, d’environ 26 000 habitants, est 

caractérisée par de larges étendues fertiles qui jouxtent la steppe aride. Le climat est de type 

tropical sec, à saisons contrastées, chaud pendant sept mois (de novembre à avril) et pluvieuse 

pendant cinq mois. La température annuelle est de 27°C et la pluviométrie de 1800 mm. La 

riziculture constitue de loin la principale spéculation de la région en occupant près de 83,2% 
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des surfaces cultivées vivrières. Le niveau de transmission des parasites est intermédiaire par 

rapport aux autres sites avec un taux d’inoculation entomologique situé entre 3 et 10 piqûres 

infestantes par personne et par an. 

 

Miandrivazo 

Située sur les bords de la rivière Mahajilo, affluent de la Tsiribihina, Miandrivazo est très 

encaissée (200 mètres d’altitude). Coincée entre la chaîne du Bongolava à l’Est et le plateau 

du Bernaraha à l’Ouest, cette situation lui assure le statut de ville la plus chaude de 

Madagascar avec une moyenne annuelle de 28°C. Sur le plan économique, 72% de surface 

totale en cultures vivrières sont occupées par la riziculture. Le niveau de transmission de 

parasites est comparable à celui de Maevatanana. 

 

 

Faciès du sud 

Ejeda 

Ejeda, située à 232 km de Tuléar, compte 37 322 habitants et est caractérisée par un climat 

sub-aride à hiver tempéré, une sècheresse qui dure 7 à 9 mois, une température annuelle 

moyenne de 24,6 °C et par une pluviométrie annuelle d’environ 580 mm. Dans cette région 

située dans la zone de plateaux calcaires, les sols sont pauvres et la culture du manioc 

prédomine celle du riz, celle-ci est relativement faible par rapport aux autres sites. L’état 

sanitaire est déplorable et la principale maladie est le paludisme grave. Huit variétés 

d’Anophèles ont été recensées mais uniquement pendant la saison chaude. Cette maladie 

touche les périmètres irrigués avec 20% de sujets impaludés. La transmission est liée à 

l’irrigation et le niveau de transmission est variable avec un taux d’inoculation entomologique 

pouvant atteindre jusqu’à 20 piqûres par personne et par an. 

 

Ihosy 

La commune d’Ihosy se trouve au Nord ouest de la région d’Ihorombe située au centre sud de 

Madagascar. Elle présente une particularité compte tenu de sa position intermédiaire entre les 

Hautes Terres Centrales et la partie sud de l’île. Elle est caractérisée par un paysage de 

savanes herbeuses ouvrant les plaines de 300 à 600 mètres d’altitude, par une température 

moyenne de 20°C et par une pluviométrie comprise entre 700 et 900 mm. Ihosy compte près 

de 26 000 habitants répartis sur 18 372 km
2
. Les migrations de population peuvent être de 

différents types selon leur origine, leur durée et leur destination pour cause de transhumance, 
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ou suite aux famines. Elles peuvent durer quelques mois seulement à des dizaines d’années, 

mais elles sont souvent définitives. Il faut noter une immigration saisonnière pour la main 

d’œuvre agricole. La culture vivrière, surtout destinée à l’autoconsommation, occupe une 

grande partie de la surface cultivée et la culture du riz se pratique largement, notamment 

durant la saison des pluies. Le paludisme est la principale cause de mortalité dans la région 

(14,3%) ; en 1999, 18 416 cas de paludisme ont été recensés dans la sous-préfecture d’Ihosy. 

Le niveau de transmission des parasites est relativement comparable à celui observé à Ejeda. 
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Annexe 6 : Programmes d’amplification et interprétation des résultats,  

thermocycleur pour PCR temps réel RotorGene 

 

 

Amplification des espèces P. falciparum, P. vivax et P. ovale : 

 

• Etapes 1 et 2 : Pre-Incubation  

- hold 1 : 50°C, 2 minutes 

- hold 2 : 95°C, 10 minutes 

 

• Etape 2 : Amplification  

- dénaturation : 95°C, 30 secondes 

- hybridation : 56°C, 20 secondes 

- élongation : 68°C, 100 secondes ; mesure de la fluorescence à la fin de chaque période 

d’élongation. 

 

• Etape 3 : Détermination de la température de melting 

- 68°C pendant 60 secondes, puis augmentation de la température jusqu’à 90°C, avec un taux 

de transition de 0,5°C toutes les 5 secondes. 

Acquisition permanente de la fluorescence. 

 

• Etape 4 : Refroidissement  

- 35°C, 10 minutes. 

 

Amplification de l’espèce P. malariae : 

 

• Etapes 1 et 2 : Pre-Incubation  

- hold 1 : 50°C, 2 minutes 

- hold 2 : 95°C, 10 minutes 

 

• Etape 2 : Amplification  

- dénaturation : 95°C, 30 secondes 

- hybridation : 56°C, 20 secondes 
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- élongation : 65°C, 100 secondes ; mesure de la fluorescence à la fin de chaque période 

d’élongation. 

 

• Etape 3 : Détermination de la température de melting 

- 65°C pendant 60 secondes, puis augmentation de la température jusqu’à 90°C, avec un taux 

de transition de 0,5°C toutes les 5 secondes. 

Acquisition permanente de la fluorescence. 

 

• Etape 4 : Refroidissement 

- 35°C, 10 minutes. 

 

 

Interprétation des températures de fusion (Tm) :  

 

Contrôles positifs Courbe d’amplification Température de fusion (°C) 

P. falciparum Présence 82 +/-  0.3 

P malariae Présence 72 +/- 0.3 

P. ovale Présence 78.5 +/- 0.3 

P. vivax Présence 76.5 +/- 0.3 
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Annexe 7 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvdhfr 

 

 

PCR I pvdhfr : Amorces d’après Imwong et al., 2003 [205] 

PVDHFR PF      5’- ATGGAGGACCTTTCAGATGTATTTGACATT -3’                   

PVDHFR-PR     5’- GGCGGCCATCTCCATGGTTATTTTATCGTG -3’       

Taille du fragment amplifié : 1869 pb. 

 

PCR II pvdhfr : Amorces d’après Imwong et al., 2003 [205] 

PVDHFR-NF 

5’CTCGAGGAATTCGGATCCATGGAGGACCTTTCAGATGTATTTGACATT -3’ 

PVDHFR-NR   

5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCCTTGCTGTAAACCAAAAAGTCCA -3’ 

Taille du fragment amplifié : 711 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvdhfr PCR II pvdhfr 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 400 µM 200 µM 

PVDHFR F (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

PVDHFR R (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvdhfr PCR II pvdhfr 

Dénaturation initiale 94°C, 5 min 94°C, 5 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 94°C, 30 s 

Hybridation 58°C, 30 s 58°C, 30 s 

Elongation 72°C, 2 min 72°C, 50 s 

Nombre de cycles 45 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 8 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvdhps 

 

 

PCR I pvdhps : amorces dessinées à l’aide du logiciel Primer-3  

PVDHPS PF      5’- ATTCCAGAGTATAAGCACAGC -3’                   

PVDHPS-PR     5’- GAAACACGCATTATGGTATCG -3’       

Taille du fragment amplifié : 1619 pb. 

 

PCR II pvdhps : d’après Korsinczky et al., 2004 [125] 

PVDHPS-NF    

5’- CTCGAGGAATTCGGATCCGGTTTATTTGTCGATCCTGTG -3’ 

PVDHPS-NR   

5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCGAGATTACCCTAAGGTTGATGTATC -3’ 

Taille du fragment amplifié : 1301 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvdhps PCR II pvdhps 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 400 µM 360 µM 

PVDHPS F (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

PVDHPS R (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvdhps PCR II pvdhps 

Dénaturation initiale 94°C, 5 min 94°C, 5 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 94°C, 30 s 

Hybridation 50°C, 30 s 50°C, 40 s 

Elongation 72°C, 110 s 72°C, 90 s 

Nombre de cycles 35 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 9 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvcrt-o 

 

PCR I pvcg10 : amorces raccourcies,  d’après Nomura et al., 2001 (K6F et VK2B4) [104]  

PVCG10-PF  5’- GCTACCCCTAACGCACAATG -3’                   

PVCG10-PR  5’- GATTTGGGAAAGCACAACGT -3’       

Taille du fragment amplifié : 1853 pb. 

 

PCR II pvcg10 : amorces dessinées à l’aide du logiciel Primer-3 

PVCG10-NF 5’- CTCGAGGAATTCGGATCCGATGAACGTTACCGGGAGTTGG -3’ 

PVCG10-NR 5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCATCGGAAGCATCAGGCAGGA -3’ 

Taille du fragment amplifié : 1707 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvcg10 PCR II pvcg10 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 400 µM 360 µM 

PVCG10 F (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

PVCG10 R (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvcg10 PCR II pvcg10 

Dénaturation initiale 94°C, 5 min 94°C, 5 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 94°C, 4s 

Hybridation 56°C, 30 s 60°C, 30 s 

Elongation 72°C, 2 min 72°C, 110 s 

Nombre de cycles 45 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 10 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvmdr1 

 

PCR I pvmdr1 : d’après Sa et al., 2005 [99] 

PVMDR1-PF  5’- ATGAAAAAGGATCAAAGGCAAC -3’                   

PVMDR1-PR  5’- CTACTTAGCCAGCTTGACGTAC -3’       

Taille du fragment amplifié : 4395 pb. 

 

PCR II pvmdr1 : amorces dessinées à l’aide du logiciel Primer-3 

PVMDR1-NF 5’- CTCGAGGAATTCGGATCCTTGAACAAGAAGGGGACGTT -3’ 

PVMDR1-NR 5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCCTTATATACGCCGTCCTGCAC -3’ 

Taille du fragment amplifié : 4290 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvmdr1 PCR II pvmdr1 

Buffer 10X  1 X  1 X 

eau   

25mM MgCl2 2,5 mM 2,5 mM 

dNTP (2,5mM) 400 µM 410 µM 

PVMDR1 F (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

PVMDR1 R (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq TaKaRa LA Taq
TM

 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvmdr1 PCR II pvmdr1 

Dénaturation initiale 94°C, 4 min 94°C, 4 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 

 

94°C, 30 s 

 Hybridation 56°C, 30 s 57°C, 30 s 

Elongation 72°C, 4 min 30 s  72°C, 4 min 

Nombre de cycles 30 35 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 11 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvcsp 

 

Amorces utilisées : amorces d’après Imwong et al., 2005 [144] 

PCR I pvcsp :  

F-VCS-OF 5’- ATGTAGATCTGTCCAAGGCCATAAA -3’                   

R-VCS-OR 5’- TAATTGAATAATGCTAGGACTAACAATATG -3’       

Taille du fragment amplifié : 1112 pb. 

 

PCR II pvcsp :   

F-VCS-NF  

5’-CTCGAGGAATTCGGATCCGCAGAACCAAAAAATCCACGTGAAAATAAG-3’  

R-VCS-NR   

5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCCCAACGGTAGCTCTAACTTTATCTAGGTAT -3’ 

Taille du fragment amplifié : 700 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvcsp PCR II pvcsp 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 200 µM 360 µM 

F-VCS (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

R-VCS (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvcsp PCR II pvcsp 

Dénaturation initiale 94°C, 5 min 94°C, 5 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 94°C, 30 s 

Hybridation 58°C, 40 s 58°C, 40 s 

Elongation 72°C, 100 s 72°C, 80 s 

Nombre de cycles 40 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 12 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvmsp3α 

 

Amorces utilisées : amorces d’après Bruce et al., 1999 [206] 

PCR I pvmsp3α 

F-P1 5’ - CAGCAGCACCCATTTAAGG  -3’ 

R-P2   5’ - CCGTTTGTTGATTAGTTGC  -3’ 

Taille du fragment amplifié : environ 1500, 1900 ou 2300 pb. 

 

PCR II pvmsp3α : 

F-N1 5’- CTCGAGGAATTCGGATCCGGACCAGTGTGATACCATTAACC  -3’ 

R-N2 5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCATACTGGTTCTTCGTCTTCAGG  -3’ 

Taille du fragment amplifié : environ 1100, 1400 ou 1900 pb. 

 

Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvmsp3 PCR II pvmsp3 

Buffer 10X (25mM MgCl2)  1 X  1 X 

eau   

dNTP (20mM) 400 µM 360 µM 

F-P1 ou F-N1 (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

F-P2 ou F-N2 (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq FirePol
®

 DNA Polymerase I, Solis Biodyne 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvmsp3 PCR II pvmsp3 

Dénaturation initiale 94°C, 5 min 94°C, 5 min 

Dénaturation 94°C, 40 s 94°C, 40 s 

Hybridation 54°C, 40 s 54°C, 40 s 

Elongation 72°C, 3 min 72°C, 2 min 30 s 

Nombre de cycles 40 45 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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Annexe 13 : Amorces et conditions de PCR pour l’amplification du gène pvmsp1 

 

PCR I pvmsp1 : amorces dessinées à l’aide du logiciel Primer-3 

PVMSP1-PF  5’- CGAAAATGAAGGCGCTACTC -3’                   

PVMSP1-PR  5’- CCGTTCCGTCCAAGTACCTA -3’       

Taille du fragment amplifié : 5001 pb. 

 

PCR II pvmsp1 : amorces dessinées à l’aide du logiciel Primer-3 

PVMSP1-NF 5’- CTCGAGGAATTCGGATCCATTGCAAAATACCGGAGCAT -3’ 

PVMSP1-NR 5’- TCTAGAAAGCTTGGATCCCCTTTTGGAGGCTATTCAGG -3’ 

Taille du fragment amplifié : 4200 pb. 

 
Compositions des mélanges réactionnels pour PCR : 

Réactif PCR I pvmsp1 PCR II pvmsp1 

Buffer 10X  1 X  1 X 

eau   

25mM MgCl2 2,5 mM 2,5 mM 

dNTP (2,5mM) 400 µM 410 µM 

PVMSP1 F (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

PVMSP1 R (10µM) 0,25 µM 0,27 µM 

Taq * (5U/µL) 1 U 2,5 U 

 

*Taq TaKaRa LA Taq
TM

 

Lors de la 1ère PCR, 2µL d’ADN génomique ont été ajoutés au mélange réactionnel. Lors de 

la PCR nichée, nous avons ajouté 4µL d’amplicon. 

 

Programmes d’amplification utilisés : 

 PCR I pvmsp1 PCR II pvmsp1 

Dénaturation initiale 94°C, 4 min 94°C, 4 min 

Dénaturation 94°C, 30 s 

 

94°C, 30 s 

 Hybridation 56°C, 30 s 57°C, 30 s 

Elongation 72°C, 5 min  72°C, 4 min 10 s 

Nombre de cycles 28 35 

Elongation terminale 72°C, 10 min 72°C, 10 min 
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