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PSP : petite saison  des pluies  

PSS : petite saison sèche  

PBS: Phosphate Buffer Salin 

PBST: Phosphate Buffer Saline-Tween 

PCR : Polymerase Chain Reaction 

Pfcrt : P. falciparum chloroquine resistance transporter 

Pfdhfr : P. falciparum dihydrofolate reductase   

Pfdhps : P. falciparum dihydropteroate synthase  

Pgh1 : P-glycoprotein homologue  

Pfmdr1 : P. falciparum multidrug-résistance 1  

Pf : Plasmodium falciparum 

pH : Potentiel Hydrogène 

pLDH : parasite Lactate Dehydrogenase 

PNLP : Programme National de Lutte contre le Paludisme 

RPMI: Roswell Park Memorial Institut 

SIDA : Syndrome d’Immunodéficience Acquise 

TBE : Tris Borate  EDTA 

TDR : Test de Diagnostic Rapide 

TMB : TétraMéthylBenzidine 

TPT : Transmission du paludisme par la transfusion 

µm : Micromètre 

VHB : Virus de l’Hépatite B 

VHC : Virus de l’Hépatite C 

VIH : Virus de l’Immunodéficience humaine 

WHO: World Health Organization 
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RESUME 

 

 Le paludisme ou malaria est une maladie parasitaire due à  un protozoaire. Il est transmis 

principalement à l’homme par la piqûre de la femelle d’un moustique du groupe des anophèles. La 

transfusion sanguine représente la 3
e
 voie potentielle de transmission de Plasmodium. L’incidence du 

paludisme a entrainé une augmentation de la proportion des donneurs de sang ayant été en contact 

avec le parasite. Le premier objectif de ce travail de thèse est d’analyser l’immuno-réactivité de 

marqueurs biologiques de dépistage de Plasmodium dans les poches de sang pour prévenir le 

paludisme transfusionnel et plus spécifiquement, il s’agit de déterminer par goutte épaisse (GE) et 

Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA), la prévalence du paludisme asymptomatique chez 

les donneurs de sang au Sud du Bénin. Le second objectif est de répertorier les marqueurs 

moléculaires les plus adéquats pour la recherche d’antigène et d’anticorps de Plasmodium, utilisables 

en dépistage de masse dans les centres de transfusion sanguine. Deux mille cinq cent quinze (2515) 

donneurs ont été inclus dans cette étude durant une période de 10 mois répartie en  quatre saisons. La 

prévalence observée par la GE toutes saisons confondues, est de 11,72 %. Trois espèces de 

Plasmodium ont été identifiées : Plasmodium falciparum 95,0 % ;  Plasmodium malariae 5,0 % et 

Plasmodium ovale 0,34 %. Le marqueur moléculaire pLDH est retrouvé chez 965 donneurs avec la 

technique de « apDia Antigen ELISA » représentant une prévalence de 38,40%. Il y a une différence 

significative dans la distribution des taux d’antigène pLDH entre les saisons chez les donneurs au sud 

du Bénin (P < 0,05). Le taux d’anticorps anti- Plasmodium évalué par ELISA-Anticorps est de 74 % 

avec une variation significative selon les saisons (P < 0,05). Le sérodiagnostic du paludisme par  

ELISA-pLDH,  ELISA-antigène total et ELISA à base des marqueurs recombinants (Rec. PfMSP1+ 

PfAMA1), a révélé un pic d’anticorps anti- pLDH pendant la petite saison des pluies, traduisant ainsi 

une saison de forte transmission du paludisme. Les taux d’anticorps contre les espèces P. ovale et P. 

malariae ont atteint leur maximum  durant la grande saison sèche. Nous avons remarqué que la 

détection de l’antigène pLDH de Plasmodium par ELISA pourrait être un outil intéressant pour  la 

qualification des poches de sang en zone d’endémie palustre. L’immuno-réactivité des marqueurs 

Rec. PfMSP1+ PfAMA1 est intéressent pour la recherche des anticorps anti-Plasmodium et le suivi 

épidémiologique du paludisme.  

 

 

Mots clés : Paludisme; Transfusion; Plasmodium falciparum; Marqueurs moléculaires; Anticorps. 
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ABSTRACT 

  

Malaria is a disease due a protozoan. It is transmitted to humans by the bite of a mosquito form 

Anopheles group. Blood transfusion is the third potential way of malaria transmission. Incidence of 

Malaria has increased the proportion of blood donors suspected to be contaminated by Plasmodium 

sp.. The goal of that study is to determine the immunoreactivity of some biomarkers that could be 

used for the prevention of the blood transfusion transmitted malaria. For that purpose we used thick 

and thin blood film microscopical determination and an Enzyme Linked Immuno Sorbent Assay 

technology detecting malaria antigen (pan-pLDH) and malaria antibodies. These methods were used 

for the screening of 2515 blood donors during ten following months in southern-Benin, sample were 

separated in the 4 following seasons observed in Western Africa. The overall prevalence of 

Plasmodium estimated by microscopy was 11.72%. Three species were identified: 95% of P. 

falciparum; 5% P. malariae and 0.34% of P. ovale. At contrary, pan-pLDH was found in 38.4% of 

donors. A significant difference (p<0.05) was observed in prevalence considering the seasons. 

Detection of Plasmodium - antibodies directed to recombinant –PfMSP1, PfAMA1, PoMSP1, 

PmMSP1) or crude P. falciparum antigens revealed a prevalence of 74% varying also significantly 

among the four seasons (p<0.05). The peaks of antibodies for all species as well as of pLDH were 

observed during long dry season. These observation lead to a discussion on the opportunity to use 

pan-pLDH detection by ELISA for the screening of blood transfusion in endemic countries and the 

use of Plasmodium recombinant antigen based ELISA for the blood transfusion screening in an 

endemic countries and for epidemiological survey. 

 

Keywords: Malaria, Transfusion, Plasmodium falciparum, molecular markers, antibodies 
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INTRODUCTION 

 

  Le paludisme est une maladie parasitaire due à  un protozoaire transmis principalement à 

l’homme par la piqûre de la femelle d’un moustique du groupe des anophèles vecteurs. Le parasite 

appelé Plasmodium, fut découvert en 1880 par Laveran, médecin militaire français. Le Plasmodium 

infecte les cellules hépatiques  de sujet infecté puis circule dans le sang en colonisant les globules 

rouges et en les détruisant. Le paludisme est responsable d’au moins 300 millions d’infection par an, 

soit 10 cas de paludisme par seconde [1]. En 2010, 219 millions de cas de paludisme ont été recensés 

avec 660 000 décès chez les enfants de moins de 5 ans [1]. Le paludisme touche essentiellement les 

pays de la zone intertropicale dont l’Afrique, l’Asie du sud- Est et l’Amérique du sud. Sur la figure 1, 

les zones géographiques stables c’est à dire celles où l’incidence parasitaire annuelle est supérieure à 

0,1 sont représentées en  rose tandis les zones non stables, où l’incidence parasitaire annuelle est 

inférieure à 0,1 sont représentées en rouge (Figure  1) [2].  L’estimation annuelle est de 2,7 millions 

le nombre de morts attribués au Plasmodium falciparum dont 80 à 90% en Afrique sub-saharienne. 

Les enfants et les femmes enceintes sont les plus vulnérables ; 10 à 20% des enfants qui survivent à 

un accès de paludisme grave, présentent des séquelles neurologiques graves et handicapantes [3]. 

Malgré l’amélioration des techniques de diagnostic, de la chimiothérapie et la lutte contre les 

anophèles, le paludisme humain se maintient encore dans de vastes régions du globe. Il pose toujours 

en médecine d’importants problèmes en santé publique, et chaque fois qu’il est possible, 

l’intensification de la recherche aidera à résoudre  [4]. 

 

OMS, 2007 [3]. 
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Figure 1 : Carte de la population  mondiale exposée au  paludisme à Plasmodium falciparum aux 

vues de l’incidence annuelle mesurée en 2007.  

Actuellement, près de 2 milliards de personnes (soit 40%) de la population mondiale vivent 

dans les zones impaludées situées essentiellement dans la ceinture tropicale et subtropicale du globe 

[3]. Ces régions endémiques concernent plus de 100 pays qui sont socio-économiquement les plus 

pauvres du monde. En Afrique, on estime actuellement à 200 millions  le nombre de malades et à 1 

million le nombre d’enfants en bas âge qui en meurent chaque année. En 2008, l’OMS a évalué 

l’incidence du paludisme entre 300 à 500  millions de cas par an, responsable d’une mortalité de 1,5 à 

2,7 millions, dont plus de 90% surviennent en Afrique sub-saharienne [5]. Ce taux de mortalité serait 

de 1,2 millions d’après toujours l’OMS en 2012. Il existe actuellement une aggravation des facteurs 

de risque lié à cette infection : le changement climatique mondial associé à la dégradation des 

services sanitaires, aux conflits armés, aux déplacements massifs des populations et à l’apparition des 

souches plasmodiales multi résistantes aux antipaludiques [6,7]. L’espoir n’est pas perdu car dans un 

rapport en 2013, l’OMS a noté des avancées majeures en matière de lutte contre le paludisme, ce qui 

a conduit à 3,3 millions de vies sauvées selon les estimations. Au sud du Bénin, le paludisme 

représente 37 % des causes de recours aux soins chez les adultes, 41 % chez les enfants de moins de 

5 ans dans les formations sanitaires. Le paludisme se situe au premier rang des affections dont 

souffrent les communautés [8]. Le mode de contamination le plus fréquent est l’impaludation par 

piqûre d’un moustique anophèle femelle. Les deux vecteurs les plus incriminés sont Anopheles 

gambiae et Anopheles melas mais au Bénin  c’est l’Anopheles funestus qui est le plus impliqué. 

[9,10].  

Le placenta étant un lieu d’accumulation des  parasites, la contamination  transplacentaire est 

fréquente chez la femme enceinte. La transfusion sanguine représente la 3
em

 voie potentielle de 

transmission de Plasmodium. Les couches les plus vulnérables sont les femmes enceintes et les 

enfants de moins de 5 ans. L’incidence annuelle du paludisme simple et du paludisme sévère est de 

139 pour 1000 habitants en 2006. [11,12]. Le paludisme occupe donc la première place des maladies 

infectieuses sur le plan mondial. Son incidence a entrainé une augmentation de la proportion des 

donneurs de sang ayant été en contacte avec le parasite. Les souches de Plasmodium qui circulent à 

bas brut chez les donneurs de sang, sont souvent multi résistantes (mutations génétiques) aux 

antipaludiques couramment utilisés et assurent ainsi la dissémination de la résistance. Il est donc 

nécessaire d’inclure dans les tests de sécurisation des poches de sang, le dépistage du Plasmodium 

[13]. Les mesures réglementaires actuelles concernant le paludisme (interrogatoire dans les zones 

d’endémie) et (recherche d’anticorps dans les zones non endémiques), ne permettent pas d’éliminer 

: Incidence  < 0,1%  : Incidence  > 0,1%  



28 
 

totalement le risque de paludisme transfusionnel. Toutefois, les travaux préliminaires indiquent que 

la détection concomitante d’anticorps et d’antigènes palustres par des techniques commercialisées, 

adaptées aux centres de transfusion sanguine selon leur localisation (zone endémique ou non 

endémique)  pourrait améliorer la gestion du risque transfusionnel du paludisme  [7]. De nos jours, 

cette sécurité transfusionnelle vis-à-vis du paludisme devient de plus en plus préoccupante  dans les 

pays développés. Le dernier guide pour la  préparation, l’utilisation et l’assurance de qualité des 

composés sanguins, édité par « l’European Directorate for the Quality of Medecines and Health 

Care » du Conseil de l’Europe, a édicté des règles strictes de validation des produits sanguins obtenus 

de donneurs ayant voyagé ou vécu dans des zones d’endémie malarique [14]. Par contre, les pays  

dans lesquels le paludisme est endémique, on note un manque cruel de contrôle de sécurité requise 

aussi bien chez les donneurs que chez les receveurs dans le domaine du paludisme. La revue de 

médecine transfusionnelle « Transfusion »  organe de « American Association of Blood Banks » 

(AABB) a remarqué qu’aucun des pays bénéficiaires du programme AABB n’a fait mention du 

risque du paludisme transfusionnel dans leurs rapports sur l’état des lieux de la transfusion sanguine 

dans leurs pays respectifs [15]. Les donneurs de sang sont très contrôlés pour le VIH, le VHC ou  la 

syphilis, plus rarement pour le VHB et jamais pour le Plasmodium. La capacité de répondre à la 

demande des produits sanguins pour les indications majeures demeure la première préoccupation des 

responsables de centres de transfusion en Afrique intertropicale [16,17]. Si de grands efforts sont 

faits dans la sécurité anti-infectieuse des autres pathogènes, la recherche de stratégies propres est 

indispensable pour la sécurité transfusionnelle vis-à-vis du paludisme en zone d’endémie palustre 

[18,19]. Il n’existe au Bénin comme ailleurs en Afrique intertropicale, aucune politique de détection 

de Plasmodium dans les poches de sang, dans les centres de transfusion sanguine. Les résultats 

attendus des recherches faites dans le cadre de cette thèse sont définis par les objectifs ci-après : 

 

Objectif général  

 

Analyser l’immuno-réactivité de marqueurs moléculaires de dépistage de Plasmodium dans 

les poches de sang pour prévenir le paludisme transfusionnel.  

 

Objectifs spécifiques  

 

- Etablir  la prévalence du paludisme asymptomatique chez les donneurs de sang au sud du Bénin. 
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- Comparer entre elles la transmission saisonnière du paludisme chez les donneurs de sang au sud du 

Bénin. 

- Mesurer l’antigénicité de  biomarqueurs de Plasmodium  (PfMSP1, PfAMA1), P.ovale (PoMSP1) ; 

P.malariae (PmMSP1) en zone d’endémie palustre comme le Bénin. 

- Rechercher  les mutations génétiques impliquées dans la résistance de Plasmodium falciparum aux 

antipaludiques chez les donneurs de sang béninois. 

 

 Le développement de la thèse s’articule  autour de trois points : la première partie est 

consacrée à la synthèse bibliographique; la deuxième partie a porté sur le matériel et les méthodes 

utilisés  pour l’établissement de la prévalence du paludisme asymptomatique chez les donneurs de 

sang et enfin, la troisième partie est consacrée aux résultats  et discussions  suivit de conclusion et des  

perspectives qu’offrent ces résultats dans le domaine de la sécurité transfusionnelle vis-à-vis du 

paludisme 
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PARTIE I 

SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 
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1.1   Plasmodium, agent pathogène du paludisme 

 

  Le Plasmodium est un parasite protiste du phylum des Apicomplexes. Cinq espèces sont 

naturellement infectieuses pour l’homme (Tableau I). 

 

- Plasmodium falciparum  

Plasmodium falciparum est l’espèce la plus dangereuse, responsable d’une fièvre tierce 

maligne. Dans les régions équatoriales, il est transmis toute l’année avec des recrudescences en 

saisons pluvieuses. Dans les régions subtropicales, il ne survient qu’en période chaude et humide 

(Afrique sub-saharienne, Asie, Océanie, Amérique Centrale et Sud) [2]. Sa période d’incubation est 

de 7 à 15 jours.  

 

- Plasmodium malariae  

Il sévit en Afrique, de manière beaucoup plus sporadique. Il se différencie des autres espèces 

par une incubation plus longue (15 à 21 jours), par une périodicité différente de la fièvre (cycle 

érythrocytaire de 72 heures responsable d’une fièvre quarte) et surtout par sa capacité à entraîner des 

reviviscences très tardives (jusqu’à 20 ans après le retour de la zone d’endémie). L’infection est 

bénigne mais P. malariae peut parfois entraîner des complications rénales. 

 

- Plasmodium vivax  

Très largement répandu en Amérique du Sud et en Asie, il est beaucoup plus rarement 

observé en Afrique. Sa période d’incubation est de 11 à 13 jours, mais on peut observer des rechutes 

(accès de reviviscence) 3 à 4 ans après la contamination. L’infection par P. vivax est classiquement 

considérée comme bénigne (fièvre tierce bénigne, c’est-à-dire due à un cycle érythrocytaire de 48 

heures) mais en zone d’endémie il peut avoir des répercussions graves sur l’état de santé des 

populations, notamment par l’intermédiaire des anémies chez l’enfant.  

- Plasmodium ovale 

 Il sévit en Afrique intertropicale du Centre  de l’Ouest et dans certaines régions du Pacifique. 

Il provoque une fièvre tierce bénigne, comme P. vivax dont il est très proche. Son incubation est de 

15 jours au minimum mais peut-être beaucoup plus longue et aller jusqu’à 4 ans. Son évolution est 
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bénigne mais on peut observer, comme avec P. vivax, des rechutes tardives (5 ans). Schématiquement 

on dit que P. ovale remplace P. vivax là où cette dernière espèce n’existe pas [20]. 

- Plasmodium knowlesi  

 Habituellement inféodé aux singes (macaque) de l'Asie du Sud-est Plasmodium knowlesi est 

une souche proche de Plasmodium malariae. Au microscope, P. knowlesi ressemble au 

conventionnel P. malariae, mais le confondre pourrait être gravissime.  Des infestations humaines 

ont été rapportées en Asie du Sud-est. Ces cas d’infections humaines ont été attribués  par erreur à 

Plasmodium malariae. L’évolution des infestations à Plasmodium knowlesi sont graves et doivent 

être traitées comme des cas de paludisme à Plasmodium falciparum. Actuellement, plusieurs 

centaines de cas ont été rapportés chez l'homme dont entre autre 5 cas au Philippines, dont 4 mortels 

[21,22].  

Tableau I : Répartition géographique des  espèces plasmodiales humaines 

 

ESPECES  PLASMODIALES                            ZONES  CONCERNEES 

Plasmodium falciparum   Afrique Sub-saharienne 

 Asie- Océanie 

 Amérique centrale et du Sud 

Plasmodium malariae     Afrique 

Plasmodium vivax Afrique 

 Asie 

 Amérique Centrale et du Sud 

 Amérique Centrale et du Sud    

Plasmodium ovale Océanie-Amazonie 

Afrique 

 Asie   

 Afrique 

Plasmodium knowlesi Asie du Sud-est  

 

 

Singh et coll., 2004 [21]. 
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1.1.1       Systématique du Plasmodium et des Apicomplexes 

 Le phylum des Apicomplexes appartient à l’embranchement du règne des protistes. Ce sont 

des protozoaires unicellulaires pathogènes pour plusieurs animaux et l’homme. Ils sont caractérisés 

par une sporogonie dans leur cycle cellulaire et possèdent un complexe apical. Le complexe apical 

regroupe des organites spécialisés qui sont : les rhopthries, les granules denses et les micronèmes qui 

participent aux mécanismes d’invasion des cellules hôtes. Le phylum des Apicomplexes regroupe 

outre les espèces plasmodiales des humains, d’autres espèces de Plasmodium parasites de plusieurs 

animaux. Il s’agit de P.berghei ; P.knowlesi ; P. yoeli ; P chaubodi ; P. lophurae ; P.gallinaceum ; P. 

cynomolgi ; P. innu etc. Il existe d’autres genres comme Babesia  (agent de la babésiose ou 

piroplasmose) , Theileria (agent de la théleriose) , Cryptosporidium (agent de la cryptosporidiose) ; 

Toxoplasma (agent de la toxoplasmose) , Neospora (agent de la néosporose) …etc. La classification 

fine de ces parasites fait l’objet de nombreuses révisions. La révision la plus récente de la 

classification des Apicomplexes au sein des Eucaryotes par la Society of protozoologists a tenu 

compte des avancées de la recherche fondamentale [23] sur les approches morphologiques, les voies 

de synthèses biochimiques, phylogénétiques et moléculaires. La dernière version de cette 

classification a retenu le terme « protistes » pour désigner les eucaryotes et les Apicomplexes dont le 

Plasmodium. Ils appartiennent, avec (les Cillés et les Dinoflagellés) au rang des A1veolés qui eux-

mêmes constituent avec les Stramenopiles, les Haptophytes et les Crytophycées le super-groupe de 

Chromalveolés [24]. 

 

1.1.2    Origine des Apicomplexes 

 

 Il existe aujourd'hui deux hypothèses : la première repose sur une classification du vivant en 

six règnes. [25], dont un règne procaryote qui regroupe Negibactheries (phyla des Posibacteries et les 

Archaebactéries) et cinq règnes Eucaryotes (protozoaires, animaux, champignons, plantes et 

chromistes. Un scénario établissant des relations entre ces six règnes a été proposé.. Les protozoaires 

sont composés de quatre groupes qui sont : Alvéolés, Cabozoa, Amibes, choanoflagellés et du 

phylum des Apusozoa. Ces deux groupes relèvent à la fois d’Unicontes (issus d’une cellule 

Eucaryote ancestrale unicilliée) et de Bicontes (issus d’une cellule ancestrale biciliée  (Figure 2). 

Dans  cette représentation, la racine des Eucaryotes se situerait au niveau du lien ancestral entre 

Bicontes et Unicontes. Ce scénario repose sur des données moléculaires, ultrastructurales et 

paléontologiques. Il tient notamment compte des théories endosymbiotiques de l’origine de la 
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mitochondrie et du chloroplaste (acquis lors de l’ingestion de Negibactheries distinctes par un 

Eucaryote primitif) de l’origine des Chromalveolés par l’ingestion d’une algue rouge unicellulaire 

par un Eucaryote unicellulaire.     

 

 

 Cavalier-Smith et coll., 2004 [25] 

Figure 2 : L’arbre de vie selon Cavalier-Smith [25]. Le signe (*) indique le groupe dans lequel les 

Apicomplexes sont classés (dans le groupe des Alvéolés). 

     La seconde hypothèse repose sur une division des eucaryotes en six groupes majeurs [26]: 

Opistocontes, Amibes, Plantes, Excavata (groupe auquel appartiennent  notamment les 

Trypanosomatidés), Rhizaria (groupe auquel appartiennent les Foramifères et les 

Chlorarachniophytes) et Chromalveolés (groupe dans lequel se situent les Apicomplexes (Figure 3). 

Dans cette représentation, les questions des  relations exactes entre ces six groupes ainsi que la 

position de la racine des Eucaryotes ne sont pas résolues. Dans la nouvelle classification, 

Plasmodium peut être défini  précisément comme un Apicomplexa Aconoidasida (conoïde absent du 

complexe apical au cours des stades asexués), Hémosporidie avec un ookinète mobile donnant des 

sporozoïtes produits par schizogonie [23]. 



36 
 

 

            Adl et coll., 2005 [23]. 

Figure 3 : Arbre représentant l’organisation des eucaryotes en six règnes. La flèche indique la 

position hypothétique de la racine [26]. Le signe (*) indique le groupe dans lequel les Apicomplexes 

sont classés (groupe des Alvéolés).  

 

1.1.3 Cycle des Plasmodies parasites de l’homme 

 

 Les agents pathogènes du paludisme humain sont des parasites hétéroxènes à deux hôtes : 

l’homme et un moustique femelle hématozoaire du genre Anopheles. Le développement du parasite 

est en partie sexué (fécondation suivie d’une sporogonie) chez le moustique et asexué (schizogonie) 

chez l’homme. 

1.1.3.1    Cycle chez l’homme 

 

 Au cours d’un repas sanguin de l’anophèle infectieuse et après régurgitation, plusieurs 

dizaines de sporozoïtes sont injectés dans l’organisme humain. Ces sporozoïtes atteignent rapidement 

le foie par la circulation sanguine ; ils y subissent une série de multiplications asexuées appelées 

schizogonie exoérythrocytaire. Au bout de 7 à 10 jours de divisions parasitaires et après éclatement 
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des hépatocytes infectées, des millions de mérozoïtes sont libérés dans la circulation sanguine où ils 

infectent des globules rouges ; c’est l’amorce de la schizogonie érythrocytaire qui de façon cyclique 

va se répéter un certain nombre de fois (les mérozoïtes issus de l’éclatement des schizontes, 

réinfectent de nouveaux globules rouges et le développement se poursuit). 

 Des formes dormantes de Plasmodium vivax et de Plasmodium ovale appelées hypnozoïtes 

peuvent cependant persister au sein des hépatocytes. Leurs réactivations provoquent des Rechutes qui 

peuvent avoir lieu plusieurs mois, voire plusieurs années après l’infection. 

 Le parasite prend trois formes distinctes successives au cours de son cycle de développement 

érythrocytaire qui dure 48 heures pour Plasmodium falciparum, P. ovale, P. vivax et 72 heures pour 

P. malariae. 

 

-  le stade anneau, puis le trophozoïte caractérisé par un cytoplasme annulaire coloré en bleu et un 

noyau coloré en rouge par le May- Grunwald Giemsa ; pendant ce stade, le parasite synthétise ses 

macromolécules, dégrade l’hémoglobine et synthétise un pigment, l’hémozoïne.  

-  le stade schizonte plurinucléé, observé au microscope optique laisse apparaître la différentiation de 

futurs mérozoïtes (Figure 4). 

-  le stade gamétocyte qui apparaît après un certain nombre de cycles endoérythrocytaires ; certains 

parasites se différencient en gamétocytes mâles (macrogamétocytes) et femelles (microgamétocytes. 

Ces gamétocytes ne poursuivent leur développement en gamètes que s’ils sont ingérés par l’anophèle 

femelle. 

 Au cours du cycle érythrocytaire du parasite, l’éclatement des schizontes libérant des 

mérozoïtes infectieux, provoque des accès plus ou moins réguliers de fièvres dont la durée dépend de 

l’espèce plasmodiale. 
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Figure 4 : Stades érythrocytaires du parasite  Plasmodium falciparum. Frottis sanguin (étalement 

mince) effectué sur culture de lignée clonale 3D7 de P. falciparum, observé après fixation au 

méthanol puis coloration de Romanovsky-Giemsa.  

 

1.1.3.2  Cycle chez l’anophèle vecteur 

 

 L’évolution en gamète s’effectue dans la lumière de l’estomac de l’anophèle sous l’action 

combinée d’une baisse de température, de l’augmentation du pH et de la présence de l’acide 

xanthurinique. Il se produit un processus de division et d’exflagelation qui aboutit à la libération de 

gamète mâles [27]. La fécondation conduit à un zygote mobile (ookinète), diploïde, qui va subir une 

méiose pour donner un oocyste implanté dans l’épithélium de la paroi stomacale de l’insecte. Cet 

oocyste produit alors des sporozoïtes par sporogonie successives. Ceux-ci migrent vers les glandes 

salivaires  du moustique et sont aptes à infecter de nouveaux individus (Figure 5) lors d’un prochain 

repas sanguin [28]. La durée de cette maturation est étroitement liée à la température extérieure. Elle 

est de 24°C pour P. falciparum.  
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Billker et coll., 2000 [27].  

 

Figure 5 : Cycle de Plasmodium falciparum. La transmission du parasite de l’anophèle à l’homme 

s’effectue au cours d’un repas sanguin.  

 

1.1.4 Organisation moléculaire du parasite 

 

1.1.4.1. Polymorphisme génétique du Plasmodium 

 

 Le matériel génétique du Plasmodium falciparum comporte trois types d’acides  nucléiques : 

mitochondriales, nucléaires et plasmatiques. Ils sont utilisés pour l’étude de la diversité génétique du 

parasite. Son caryotype possède 14 chromosomes de taille différente, allant de 25.10
6
 à 30.10

6 
paires 

de bases. Pour la différentiation des clones recrudescents des clones de  nouvelles infections, on 

utilise généralement les protéines de surface des mérozoïtes (msp1, msp2). Les brassages inter et intra 

chromosomiques affectant certains gènes et les pressions immunitaires sont les principales sources de 
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l’émergence du polymorphisme au niveau des antigènes qui sont à l’origine des résistances. La 

protéine Pfcrt, codée par un gène muté et impliquée dans la résistance à la chloroquine en est un 

exemple.   

 

- Le gène de P. falciparum chloroquine resistance transporter (Pfcrt) (chromosome7) code une 

protéine de transport de la membrane de la vacuole digestive où s’accumule normalement la 

chloroquine. La mutation Lys76Thr du gène Pfcrt (remplacement d’un acide aminé lysine par une 

thréonine au niveau du codon 76) est associée à la résistance à la chloroquine [29,30]. 

  

- Le gène de P. falciparum dihydrofolate réductase  (Pfdhfr) est situé sur le chromosome 4 ; il code 

une enzyme, la dihydrofolate réductase  de la voie des folates, indispensable pour la synthèse 

d’ADN. Elle est inhibée par les antifoliniques comme la pyriméthamine et le cycloguanil dont elle est 

la cible moléculaire. La mutation Ser108Asn du gène de la DHFR est associée à la résistance de P. 

falciparum aux antifoliniques comme sulphadoxine-pyrimethamine [30]. 

 

- Le gène de P. falciparum dihydropteroate synthase gene  (Pfdhps) code une  enzyme de la voie des 

folates appelée dihydroptéroate synthéase  (DHPS). Elle est inhibée par les sulfones et les sulfamides 

comme la sulfadoxine et la dapsone dont elle est la cible moléculaire. Les mutations Ser436Ala, 

Ser436Phe, Ala437Gly et Lys540Glu du gène dhps confèrent une résistance à la sulfadoxine- 

pyriméthamine [30]. 

 

- Le gène P. falciparum multidrug-résistance 1 (Pfmdr1) situé sur le chromosome 5, code une 

protéine du nom de P-glycoprotéine homologue (Pgh1) de la superfamille des ABC transporteurs, 

homologue des pompes d’efflux de médicaments présentes dans les cellules résistantes aux 

anticancéreux [31]. Sa mutation Asn86Tyr a été associée à la résistance à l’amodiaquine et d’échec 

thérapeutique avec  la combinaison amodiaquine + sulphadoxine-pyrimethamine [32]. 

 

1.1.4.2.       L’apicoplaste 

 Dans la plus part de cas, les protozoaires parasites à mode de vie intracellulaire possèdent une 

structure plastidiale  non photosynthétique (Figure 6) et contenant un ADN circulaire de 35 kb, isolé 

en 1991 [33-35]. L’organite qui le contient, baptisé apicoplaste, a été détecté par microscopie puis 

par hybridation in situ en 1996 [36]  et se caractérise par 4 membranes limitantes. Sur le plan 
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phylogénétique, cette structure  plastidiale a pour origine une endosymbiose secondaire (Figure 7) 

entre deux eucaryotes, avec ingestion d’une algue rouge unicellulaire ancestrale par un protozoaire 

ancêtre de l’ensemble des Apicomplexes. Le plaste de l’algue rouge résulte lui-même d’une 

endosymbiose primaire par une cyanobactérie et un eucaryote primitif. L’endosymbiose secondaire a 

été suivie d’une disparition de la plupart des structures subcellulaires de l’algue et s’est accompagnée 

d’un transfert génétique vers le noyau de la cellule hôte. Le plaste est par conséquent la seule 

structure membranaire apparemment conservée: l’apicoplaste des Apicomplexes se trouve alors 

limité par trois à quatre membranes. 

 

Bisanz et coll., 2006a [37] 

 

Figure 6 : Représentation schématique d’un parasite Apicomplexe. Outre les éléments 

indispensables à toute cellule eucaryote, les caractéristiques communes aux formes invasives des 

Apicomplexes sont : la présence d’un complexe apical composé d’organites vésiculaires sécrétoires 

indispensables à l’invasion (rhopthries, micronèmes et granules denses). Le conoïde, structure 

présente dans le complexe apical de nombreux Apicomplexes, est absent chez les genres 

Plasmodium, Babesia et Theileria.    
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Waller et coll., 2005 [38].   

 
Figure 7 : Origines du plaste des Apicomplexes. S, peptide signal ; T, peptide de transit ; P, plaste ; 

N1, noyau de l’algue rouge unicellulaire ; N2, noyau de l’Apicomplexe.   

 

1.1.4.3       Relation parasite globule rouge 

 

 Le globule rouge est une cellule hôte au sein de laquelle se développe le Plasmodium. C’est 

une cellule à forte concentration en hémoglobine (30 pg/GR). Son cytosquelette est composé de 

spectrines et d’actines qui lui confèrent sa flexibilité à travers les capillaires [39]. Le globule rouge 

est dépourvu d’organites intracellulaires (noyau, mitochondrie, réticulum endoplasmique…etc.). Le 

globule rouge mûr ne possède pas de complexe majeur d’histocompatibilité (MCH), ce qui permet au 

Plasmodium une fois à l’intérieur, d’échapper au système immunitaire de l’homme parasité. Dès son 

entrée dans le globule rouge,  Plasmodium falciparum met en place un un système membranaire 

permettant son développement intraérythrocytaire du stade anneau au trophozoïtes puis schizonte. 

Lors de ce processus, il induit notamment la formation d’une vacuole parasitophore qui le sépare du 

cytoplasme de la cellule hôte et au sein de laquelle il se développe (Figure 8). Dès le stade anneau, un 

réseau  tubulo-vésiculaire est formé. Par ailleurs, un intense trafic vésiculaire d’hémoglobine entre le 

compartiment cytoplasmique érythrocytaire et la vacuole digestive du parasite se met en place [40]. 

Au stade schizonte, les futurs  mérozoïtes se développent et leur individualisation requiert la 

production d’une importante quantité de nouvelles membranes pour la reproduction de ses organites 

et la formation des nouveaux parasites  [41].  
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Haldar et coll., 2002 [41].   

Figure 8 : Développement de Plasmodium au cours du cycle érythrocytaire.  

P, parasite ; RTV, réseau tubulo-vésiculaire ; VP, vacuole parasitophore ; MPP, membrane plasmique 

parasitaire ; SM, Structures de Maurer; C, Cytostome ; Hb, hémoglobine ; Hz, hémozoïne, produit de 

la digestion de l’hémoglobine ; VD, vacuole digestive  

 

1.1.4.4       Trafic des protéines entre le Plasmodium et l’érythrocyte infecté 

 

  Le trafic des protéines entre les différents compartiments cellulaires de Plasmodium 

falciparum et l’érythrocyte infecté est illustré par la figure N°9. Les protéines solubles parasitaires 

destinées à l’exportation sont dirigées vers le réticulum endoplasmique par la voie classique de 

reconnaissance d’une séquence signal N-terminale hydrophobe (appelée peptide signal) afin de 

permettre leur expression dans leur différents compartiments.   
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Cooke et coll., 2004 [42]. 

 

Figure 9 : Trafic des protéines entre les différents compartiments cellulaires de Plasmodium 

falciparum et l’érythrocyte infecté. ER, réticulum endoplasmique ; VDM, vésicules à double 

membrane ; MPP, membrane plasmique parasitaire ; VP, vacuole parasitophore ; MVP, membrane de 

la vacuole parasitophore ; VD, vacuole digestive ; RTV, réseau tubulo-vésiculaire ; SM, structure de 

Maurer Les protéines de  P. f. déjà caractérisées sont encadrées.  

 

1.1.4.5        Les antigènes plasmodiaux et leurs rôles 

1.1.4.5.1      Plasmodium falciparum «Histidine Rich Protein 2» (PfHRP2) 

La protéine 2 riche en histidine (PfHRP2) est une protéine soluble produite par les stades 

asexués et les jeunes gamétocytes de P. falciparum. Elle est riche en acides aminés histidine (H) et 

alanine (A) avec épitope (tandem repeat) A-H-H entrecoupés d’A-H-H-A-A-A. Cette protéine est 

produite spécifiquement chez le Plasmodium falciparum, mais certaines souches ont une délétion du 

gène. Il existe de nombreux polymorphismes (PfHRPI, PfHRPII, PfHRPIII) dans l’ordre de leur 
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découverte, mais anti-génétiquement invariants  [43-45]. PfHRPI est associée à l’expression des 

« knobs » à la surface des hématies infectées par des souches « knobs+ » : la protéine est retrouvée 

dans la membrane des globules rouges et dans le cytosquelette. Les knobs sont des protubérances de 

la membrane érythrocytaire et sont  impliqués dans la physiopathologie de l’accès palustre grave. 

PfHRPII est exprimée par toutes les souches de Plasmodium falciparum « knob+ » et « knobs - ». 

PfHRPIII a été la dernière protéine découverte. Elles sont synthétisées et exprimée à la surface des 

globules rouges et sécrétée dans le plasma, pendant le cycle érythrocytaire lors de la rupture des 

schizontes. Sa demi-vie longue de près de 3 semaines après une crise de paludisme en fait un bon 

marqueur. La principale application de la PfHRP-II est son utilisation dans le diagnostic du 

paludisme avec des tests de diagnostic rapides (TDR) [46-48]. Cependant, le portage de cet antigène 

dans une population vivant en zone holo-endémique pour le paludisme risque de diminuer l’intérêt de 

l’usage de ce marqueur diagnostic.  

 

1.1.4.5.2 Lactate Déshydrogénase plasmodiale  

 

 La pLDH (parasite Lactate Déhydrogénase) est une enzyme de la voie glycolytique produite 

par les différentes espèces de Plasmodium mais possédant des isomères spécifiques à chacune des 

espèces [49-50]. Elle est synthétisée par les stades érythrocytaires asexués et par les gamétocytes. La 

pLDH a la capacité d’utiliser le 3-acétyl-pyridine-adénine-dinucléotide (APAD) comme analogue du 

NAD dans la conversion du lactate en pyruvate [44,51]. La pLDH utilise l’APAD beaucoup  plus 

rapidement (environ 200 fois) que les LHD humaines ; cette propriété est mise à profit dans le test 

Malstat® qui mesure l’activité enzymatique à partir d’un échantillon sanguin parasité [52]. 

L’antigène pLDH de Plasmodium est considéré comme un marqueur précis de la présence du parasite 

dans le sang et utilisé pour cela dans les TDR destinés aux pays endémiques. Récemment, l’ELISA 

pLDH est développée pour le screening de nouvelles molécules anti-Plasmodium in-vitro [52,53]. 

L’essai a été ensuite modifié pour la détection de l’antigénémie chez les patients atteints de 

paludisme et commercialisé [54]. Les données récentes acquises dans le laboratoire de l’IPPTS, 

indiquent que la sensibilité du test pLDH ELISA permet de détecter un parasite par µL de sang soit 

une détectabilité supérieure à celle de l’examen microscopique. Mais la demi-vie de la pLDH est 

courte et la présence de cet antigène est sensible à un traitement même inefficace anti-Plasmodium. 

Le risque de faux négatif est donc élevé. Toutefois, il existe des anticorps monoclonaux permettant 

de détecter la pLDH des quatre espèces plasmodiales humaines responsables du paludisme 

transfusionnel.  
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1.1.4.5.3 L’aldolase  

 

 L’aldolase une enzyme de la voie glycolytique produites par les quatre espèces plasmodiales 

et retrouvée dans les membranes des stades schizontes  [55,51]. Expérimentalement elle induit une 

immunité protectrice dans un modèle animal [55]  et possède une demi-vie courte. Elle est spécifique 

des 4 espèces de plasmodium. L’aldolase est une cible détectée par certains tests de diagnostic 

rapides combinés à la recherche de l’antigène PfHRPII. Une étude réalisée sur différents isolats de 

Plasmodium falciparum et de Plasmodium vivax a montré que le gène de l’aldolase est hautement 

conservé au sein de ces deux espèces [56]. Comme pour la pLDH, cet antigène  est employé dans le 

screening de nouvelles molécules anti-Plasmodium [50].  

 

1.1.4.5.4 Merozoite Surface Proteine 1(MSP1)  

 

 Pf MSP1 (Plasmodium falciparum Merozoite Surface Proteine 1) est la principale protéine 

exprimée à la surface des mérozoïtes  et joue  un rôle déterminant dans l’invasion des hématies  [57]. 

Elle  est synthétisée pendant la schizogonie sous forme d’un précurseur de 195 kDa et subit un 

processus de protéolyse conduisant à la libération de la partie C terminale de 42 kDa [58]. Cette 

partie C terminale de la protéine est la plus immunogène. Elle est présente chez toutes les espèces de 

Plasmodium et est ancrée à la surface  du mérozoïte par une ancre moléculaire de type 

GlycosylPhosphatidylInositol (GPI).  

 

1.1.4.5.5  Circum Sporozoïte (CSP1) 

 

 CSP1 est une protéine majeure de surface de la forme infectante du parasite 

(Sporozoïte).C’est une protéine qui favorise l’adhésion du parasite aux cellules cibles de la glande 

hépatique et de l’intestin du moustique. Les anticorps dirigés contre l’antigène CSP1 ne sont 

retrouvés que dans la phase primaire de l’infection. 
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1.1.4.5.6       Pf AMA1 (Plasmodium falciparum Apical membrane antigen1) 

  

 Pf AMA1 est une protéine présente dans toutes les espèces de Plasmodium et synthétisé lors 

de la phase asexuée [59]. Elle est constituée de trois domaines : cytoplasmique, transmembranaire et 

ectoplasmique. Le domaine ectoplasmique est le plus immunogène. La protéine est stockée dans les 

micronèmes du complexe apical du parasite à la surface du sporozoïte ou du mérozoïte (Figure 10). 

Elle intervient dans les étapes d’invasion du parasite dans les cellules hépatiques et érythrocytaires 

[60].  

 

Figure 10 : Représentation schématique d'un mérozoïte de Plasmodium falciparum. La localisation 

de quelques antigènes de surface est indiquée en rouge. (Photo reproduite avec l'aimable autorisation 

du Dr. Peter David, Unité d'Immunologie Moléculaire des Parasites. 
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1.2  Le paludisme 

 

1.2.1  Définition 

 

 Le paludisme  encore appelé malaria en anglais vient du mot latin palus, paludis qui signifie 

«marais» et de l’italien mala aria ou «mauvais air». C’est une parasitose due à des hématozoaires du 

genre Plasmodium, transmise par des moustiques du genre Anopheles.   

 

1.2.2  Historique 

 

 La présence d’ADN de Plasmodium a été détectée chez les momies égyptiennes, il y a 2500 

ans avant notre ère. Les signes cliniques ont été décrits pour la première fois dans le papyrus d’Ebers, 

l’un des plus anciens traités égyptiens [61]. C’est au IV
e
 siècle avant notre ère, que le médecin 

helléniste Hippocrate décrit les signes du paludisme et en particulier la fièvre, dans le  «Livre des 

épidémies» et «Consultation». Le médecin Charles Alphonse Laveran officier des armées, remarque 

en 1880, dans le sang des individus atteints de fièvre en Constantine en Algérie, des parasites qu’il 

nomme Oscillaria malariae. Il observe aussi que les parasites disparaissent à la suite d’une 

administration de quinine [62]. En 1885, deux chercheurs italiens Marchiafava et Celli, malgré leur 

première réticence, confirment finalement les travaux de Laveran. Ils observent un organisme 

amiboïde responsable des fièvres des marais qu’ils nomment  Plasmodium, terme utilisé actuellement 

pour désigner le parasite. Les zoologistes italiens Grassi, Bastianelli, et Bignami découvrent ensuite 

le rôle exact du moustique femelle anophèle suite à l’infection d’individus volontaires sains avec des 

moustiques prélevés dans des zones impaludées. Ils décrivent le cycle complet de développement de 

Plasmodium chez l’anophèle en 1899. A la fin du XIX
e 
siècle un médecin britannique du nom de Sir 

Ronald Ross en poste en Inde, découvre  le moustique Anophèle comme vecteur du parasite [63]. En 

1897, celui-ci dissèque des moustiques nourris avec le sang infecté de patients atteints de paludisme. 

Il observa clairement différentes formes de développement du parasite chez le moustique : les 

oocystes sur la paroi de l’estomac, larguant les sporozoïtes, ainsi que la présence de sporozoïtes au 

niveau des glandes salivaires. Il reçut pour cette découverte le prix Nobel de la médecine en 1902. 

Louis C. Alphonse Laveran fut récompensé pour l’ensemble de ses travaux sur les protozoaires par le 

prix Nobel de la médecine en 1907.  
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1.2.3  Les vecteurs du paludisme 

 

 Une vingtaine d’espèces d’anophèles femelles sont capables de transmettre le paludisme. Les 

femelles anophèles se nourrissent du sang (Figure 11) pour la maturation de leurs œufs [12]. Elles 

prennent leur repas sanguin de préférence au crépuscule et continu dans la nuit où elles sont attirées 

par le CO2, l’acide lactique et le sébum dégagés par les humains ou les animaux. Leur champ 

d’action varie de 20 m à 2 km [64]. Les anophèles se reproduisent dans l’eau et chaque espèce a ses 

préférences (eau douce de faible profondeur, flaque d’eau, eau d’empruntes laissées par le sabot des 

animaux. La transmission est intense dans les régions où les vecteurs ont une durée de vie 

relativement longue. Toutes les espèces d’anophèles ne sont pas vectrices du paludisme humain. Les 

plus importantes sont : Anopheles gambiae en Afrique, Anopheles darlingi en Amérique du Sud, 

Anopheles stephensi en Asie. Au Bénin l’espèce d’Anopheles gambiae est la plus incriminée et la 

plus résistante aux insecticides couramment utilisés dans l’agriculture [65].  La transmission  du 

paludisme est plus intense dans les régions où la durée de vie des vecteurs est plus longues à cause du 

climat et de la température qui leurs sont favorables. 

 

 

Mackinon et coll., 2004 [66] 

Figure 11: Moustique femelle du genre anophèles se gorgeant de sang  
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1.2.4  Modes de contamination du paludisme 

 

1.2.4.1           Contamination par le vecteur 

 

 La transmission vectorielle du parasite à l’homme s’effectue via la piqûre de l’anophèle 

infectieuse (porteuse de sporozoïtes au sein de ses glandes salivaires) au cours d’un repas sanguin. 

C’est le principal mode de contamination.  

 

1.2.4.2        Contamination par la transfusion 

 

 Les quatre espèces de Plasmodium pathogènes pour l’homme (P.falciparum ; P. malariae ; P. 

ovale ; P. vivax), peuvent être transmises par la transfusion. La contamination peut se produire avec 

un très faible nombre de parasite [57,67]. Les parasites du Plasmodium peuvent  être transmis par 

transfusion sanguine, par partage d'une seringue souillée. La transmission peut avoir lieu, non 

seulement à partir de la transfusion du culot globulaire mais également possible à partir des autres 

produits sanguins (plasma frais, concentré leucocytaire, plaquettes …etc.). Par contre, le risque de 

transmission du paludisme ne concerne pas les produits dérivés du plasma qui subissent des 

transformations lors de leur conditionnement, rendant la survie d’éléments parasitaires quasiment 

impossible. La viabilité des parasites dans les poches de sang est directement dépendante de la 

viabilité des hématies. Les techniques actuelles employant des solutions de conservation de type 

SAG (Saline Adénine Glucose) et Mannitol permettent une conservation des poches de sang de 3 à 6 

semaines et donc de parasites, puisque ces derniers peuvent survivre à une température de 4°C 

pendant plusieurs jours voire des semaines  [46 ; 68].  Les premiers cas de paludisme transfusionnel 

remontent en 1919 au Canada [69]. En 1932, Stein décrit deux cas de paludisme transfusionnel chez 

des enfants à partir du sang d’un même donneur [70]. Ces cas surviennent parfois des années après la 

transfusion sanguine [71,72]. De nos jours, le manque de données dans la plupart des pays dans 

lesquels le paludisme est endémique est la source principale de la négligence du paludisme 

transfusionnel. La présence de Plasmodium n’est recherchée dans aucune poche de sang avant 

transfusion. La transfusion sanguine est une voie potentielle de transmission du Plasmodium, mais il 

n’existe encore aucun consensus sur les mesures à prendre pour prévenir le paludisme post-

transfusionnel. En zone d’endémie [19]. Dans les pays non endémiques du paludisme, le mal existe à 

travers le brassage des populations de ces pays par les voyages dans les zones endémiques du 

paludisme.  
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1.2.4.3          Contamination par voie placentaire 

 

 Les parasites du paludisme peuvent aussi être transmis par voie placentaire, de la mère au 

fœtus (paludisme congénital). La femme enceinte est particulièrement vulnérable au paludisme [73]. 

En zone d’endémie, la prévalence du paludisme au cours de la grossesse varie de 5 à 40% selon les 

pays. La prévalence est plus élevée chez les primigestes que chez les multipares. Les anémies 

maternelles sont plus fréquentes et plus sévères 

 

1.2.5  Manifestations physiologiques du paludisme 

 

1.2.5.1  Accès palustre simple 

  

 C’est  la  forme  la  plus  fréquente.  La  fièvre  est  toujours  présente à plus de 40°C  et  

souvent  associée  à divers  symptômes : syndrome  pseudo-grippal  (asthénie,  algies  multiples,  

céphalées)  et  troubles digestifs (vomissements et parfois diarrhées). La primo-invasion apparaît 

chez des sujets non  immunisés c’est-à-dire des enfants âgés de  moins de à 5 ans en zone d’endémie 

et des adultes non  immunisés. L’accès palustre ou accès à fièvre périodique, est la forme classique 

chez les sujets adultes immuns. Cette forme peut évoluer avec des phases de rémission et 

recrudescence. Chez les sujets faiblement  immunisés,  il  existe  à  tout moment  un  risque  de  

passage  à  la  forme  grave  ou compliquée. 

 

1.2.5.2       Paludisme cérébral ou neuropaludisme 

 

 Il est uniquement  provoqué  par  Plasmodium  falciparum. Cette  forme  peut  être  retrouvée  

à  tout  âge,  quelque  soit  le  sexe. Cependant,  elle  est  plus   rencontrée chez les enfants de quatre 

mois à six ans. Le  paludisme  grave  peut  apparaître  de  façon  brutale,  parfois  foudroyante,  avec  

une fièvre,  des  convulsions  et  un  coma  qui  constituent  la  triade  symptomatique  caractéristique. 

L’évolution  de  la maladie  dépend  de  la  rapidité  et  de  la  qualité  de  la  prise  en  charge 

hospitalière. En l’absence de traitement, la mort survient en deux à trois jours. 
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1.2.5.3        Paludisme viscéral évolutif 

 

 Il est autrefois appelé cachexie palustre, associant fièvre intermittente modérée, anémie et 

cytopénie. Il est observé chez les enfants de 2 à 5ans atteins une splénomégalie modérée. Le 

paludisme viscéral évolutif est un signe de débordement de l’organisme qui doit à tout prix se  

défendre contre la maladie palustre en s’attaquants  successivement aux formes sanguines et 

tissulaires [42]. 

 

1.2.5.4  Paludisme de la femme enceinte 

 

 Deux cas de figures existent selon le faciès épidémiologique de la région où l’on se trouve. 

Dans les zones de forte transmission, le paludisme de la femme enceinte se manifeste par une faible 

parasitémie sanguine. Les femmes ne présentent pas de signes particuliers alors que les parasites 

intraérythrocytaires ont envahi les globules rouges par la petite circulation au niveau du placenta. 

Dans les zones d’hypo ou de méso-endémie, les femmes enceintes présentent des infections sévères 

associées à des quantités élevées de parasites dans le sang avec une anémie associée à une 

hypoglycémie et des œdèmes des poumons. Dans tous les cas, la grossesse est émaillée de problèmes 

à type de contractions prématurées, d’avortement spontané et de mortalité au moment de 

l’accouchement. La malaria congénitale touche environ 5 % des nouveau-nés de mères infectées et 

est en relation directe avec la parasitémie au niveau du placenta. L’infection du placenta par le 

Plasmodium falciparum se traduit souvent par un faible poids du bébé à la naissance et tout 

particulièrement chez les primipares.  

 

1.2.5.5       Paludisme à Plasmodium falciparum chez l’enfant 

 

 Ce paludisme est à l’origine de 1 à 3 millions de décès chaque année et touche essentiellement 

les enfants africains et se manifeste par : 

- des troubles neurologiques avec des convulsions pouvant aller jusqu’au coma. 

- une hypoglycémie 

- une augmentation de l’acidité du sang (acidose métabolique) 
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- une anémie sévère. Contrairement aux autres formes de paludisme, le paludisme de l’enfant ne 

s’accompagne pas  souvent d’une atteinte rénale à type d’insuffisance de filtration des reins ni d’une 

collection liquidienne dans les poumons (œdème pulmonaire aigu). 

 

1.2.5.6       Splénomégalie tropicale 

 

 Dénommée actuellement splénomégalie palustre hyper-immune, cette forme se rencontre chez 

quelques individus qui vivent en zone d’endémie palustre. Ces personnes présentent une réponse 

immunologique anormale aux infections dues à Plasmodium falciparum. La pathologie se traduit, en 

dehors de la splénomégalie, par une hépatomégalie, l’élévation d’un certain type 

d’immunoglobulines dans le sang (IgM, anticorps anti-plasmodium) et du nombre des lymphocytes à 

l’intérieur des sinusoïdes hépatiques [43].  La biopsie du foie et l’examen au microscope optique 

permettent de faire le diagnostic. Les symptômes sont : tiraillement abdominal ; présence d’une 

masse abdominale ; douleurs abdominales violentes et péri-spléniques (inflammation des tissus 

environnant la rate) ; anémie avec absence de parasites ans le sang. Dans le cas des infections à 

répétition les individus présentent une prolifération des lymphocytes avec apparition d’un syndrome 

lymphoprolifératif malin. Ces malades présentent une résistance aux antimalariques d’où une 

élévation du taux de mortalité. 

 

1.2.5.7        Fièvre bilieuse hémoglobinurique 

 

 Cette forme de complication du paludisme à Plasmodium falciparum est devenue rare. Elle 

survient chez des individus vivant en zone d’endémie palustre et pratiquant une chimioprophylaxie 

fantaisiste à base de quinine ou d’autres molécules de synthèse comme l’halofantrine (dérivé 

phénanthrène-méthanol Halfan
®
). Elle est consécutive à un éclatement des globules rouges à 

l’intérieur des vaisseaux provoquant une hémolyse intravasculaire aiguë, massive et brutale 

responsable d’une anémie rapidement profonde [74]. Au plan clinique, elle est caractérisée par : une 

fièvre élevée, un état de choc avec prostration, un ictère et des urines de plus en plus foncées 

contenant des cylindres hyalins. Les examens de laboratoire révèlent : une anémie, une 

hémoglobinurie avec des urines couleur porto. Elle se termine souvent par une insuffisance rénale 

mortelle appelée nécrose tubulaire aiguë, due à la destruction des tubules rénaux  
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1.2.5.8        Immunité contre le paludisme 

 

 L’hôte de Plasmodium, peut acquérir une immunité non stérilisante appelée prémunition, 

après plusieurs années d’infection répétées. Il s’agit d’une immunité contre la maladie et non contre 

le parasite  [75]. Il y a une grande variabilité des réponses à l’infection palustre entre des individus 

vivant dans les mêmes zones d’endémie. Dans les régions où la transmission est forte, une grande 

proportion des porteurs de Plasmodium falciparum ne présente pas de symptômes ; c’est l’immunité 

clinique. Avec l’âge et les contacts répétés homme/parasite, s’installe une prémunition qui fait appel 

à des mécanismes de résistance à l’infection parmi lesquels les protéines «interférons» métabolisées 

et excrétées par le foie jouent un rôle majeur dans l’immunité antiparasite ou tolérance à l’infection 

[76]. Cette immunité est labile car elle disparait en l’absence de contacts fréquents entre l’homme et 

le parasite. Elle disparait après 12 à 24 mois si le sujet quitte la zone d’endémie. 

 Par ailleurs, l’immunité dirigée contre le Plasmodium  falciparum est fortement spécifique de la ou 

des souches parasitaires présentes.    

 

1.2.5.9             Facteurs génétiques et le paludisme 

 

 Les facteurs génétiques peuvent protéger contre le paludisme. Ces facteurs sont souvent liés à 

des déficits génétiques qui sont soit des mutations ou des délections [77]. 

 

1.2.5.10 Drépanositose et  paludisme 

 

 Le mot drépanocytose vient du (grec drepanos, qui signifie «faucille», caractérisant la forme 

allongée des globules rouges chez les personnes atteintes de cette maladie appelée aussi anémie 

falciforme. Cette tare provient d’une modification de la chaine β de l’hémoglobine (hémoglobine S), 

ce  qui entraine une déformation des hématies [78]. Dans les hématies déformées, l’hémoglobine se 

cristallise et empêche le Plasmodium de pénétrer dans les globules rouges. Les hématies falciformes 

n’arrivent pas à traverser les fins capillaires ni la barrière que constitue le filtre de la rate où elles sont 

détruites ; ceci  entraine une mauvaise oxygénation des organes et sont à l’origine de véritables 

complications pouvant aller à la mort chez les sujets homozygotes (HbS / HbS). Les drépanocytaires 

constituent une sélection naturelle d’où leur nombre élevé, dans les populations africaines soumises à 

une forte pression du paludisme [79]. 
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1.2.5.11 Thalassémie et paludisme 

 

 Les sujets porteurs du gène SS ont une modification des taux de synthèse des chaines de 

globines. Elle a pour conséquence une fatigue intense et une mauvaise circulation du sang empêchant 

ainsi le Plasmodium de survivre a l’intérieur du globule rouge [80]. 

 

1.2.5.12 Déficit en Glucose-6 Phosphate Déshydrogénase et paludisme 

 

 Le déficit génétique en Glucose-6 phosphate déshydrogénase(G6PD), appelé aussi favisme, 

est une enzyme antioxydante. Elle protège normalement contre les effets  du stress oxydatif dans les 

globules rouges et éviterait le paludisme grave. 

 

1.2.5.13 HLA-B53 et paludisme 

 

 Le HLA-B53 est associé à un faible risque du paludisme grave. Cette molécule CMH 

(Complexe majeur d’histocompatibilité) de classe I présente dans le foie est un antigène des 

lymphocytes T qui lutte contre le stade sporozoïte. Cet antigène encodé par IL4 (Interleukine-4), 

favorise la prolifération et la différenciation des cellules B productrices d’anticorps. Une étude des 

peuls du Burkina Faso, qui ont moins de deux attaques du paludisme ont des taux d’anticorps 

beaucoup plus  élevés contre le Plasmodium que les groupes voisins [79]. L’étude a montré que 

l’allèle IL4-524T était impliqué dans cette médiation, d’où la possibilité que ce pourrait être un 

facteur de résistance contre le paludisme. 

 

1.2.5.14 Système immunogène Duffy et le paludisme 

 

 Les sujets dont les érythrocytes sont dépourvus de certains antigènes de groupe sanguin, 

sujets FY (-1,-2,-3,-6) dans la classification des systèmes immunogènes FY, (anciennement système 

Duffy), ne peuvent être contaminés par Plasmodium vivax, P. malariae,  et P. knowlesi. Cela 

expliquerait la sélection de ces sujets très fréquents dans la race noire. 
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1.2.6  Fasciées épidémiologique du paludisme au Bénin 

 

1.2.6.1  République du Bénin 

 

 La République du Bénin est un pays de l’Afrique de l’Ouest située dans la zone intertropicale. 

Elle est limitée au Nord par le fleuve Niger, au Sud par l’Océan Atlantique, à l’Ouest par le Togo, au 

Nord-Ouest par le Burkina Faso et à l’Est par le Nigéria. D’une superficie de 112 622 km2, le Bénin 

s’étend sur 670 km du fleuve Niger au nord à la côte atlantique au sud. Le territoire du Bénin est 

découpé en douze départements dont six au sud du pays. La population du Bénin selon le dernier 

recensement est d’environs 8 800 000 habitants avec plus de 60% de jeunes ayant moins de 16 ans 

[81]. 

 

1.2.6.2        Climat  et  paludisme au Bénin  

 

 Avec son  climat  de type tropical, chaud  et humide, le Sud du Bénin connait deux saisons 

pluvieuses et deux saisons sèches qui favorisent la transmission du paludisme sur 8 mois avec 58 

piqûres d’anophèles par homme et par an [9,82]. Le taux d’incidence du paludisme est de 118 pour 

1 000 habitants. Cette incidence est nettement plus élevée chez les enfants de moins d’un an chez qui 

elle atteint 459 pour mille (1000) et 218 pour mille (1000) chez ceux de 1 à 4 ans. Le paludisme 

constitue la première cause de consultation, 37% chez les adultes et 41 % chez les enfants de moins 

de cinq ans. Au Bénin le paludisme est l’une des principales causes d’hospitalisation soit 29 %, et de 

3% de taux décès chez les enfants de moins de cinq ans. Le neuropaludisme a une incidence estimée 

à 35,6 %  chez les enfants de moins d’un an et de 18,9 % chez les enfants de moins de 5 ans. C’est 

une maladie endémo épidémique qui constitue un grave problème de santé publique dont les couches 

les plus vulnérables sont au premier plan les enfants âgés de moins de cinq ans et ensuite les femmes 

enceintes. Les enfants paient donc une lourde tribu face à cette maladie. [83,12]. Cela s’explique par 

le fait que les enfants de moins de cinq ans n’ont pas une immunité acquise et décèdent rapidement 

par le paludisme grave.  
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1.2.6.3        Vecteurs impliqués dans la transmission du paludisme au Bénin 

 

 Anopheles gambiae sensu stricto et Anopheles melas sont les deux vecteurs qui coexistent 

toute l’année avec des variations très prononcées, Anopheles melas en saison sèche et Anopheles 

gambiae en saison pluvieuse [8]. Le  principal vecteur et le plus résistant aux insecticides est  

Anopheles gambiae (98%)  [65]. Sa densité varie selon le degré d’urbanisation des villes et quartiers. 

Dans l’Atlantique- Littoral et plus précisément à Cotonou le nombre moyen annuel de piqûre est 

égale à 1179 au centre ville, 3666 dans les quartiers périphériques et 3363 en zones intermédiaires 

[9]. L’indice sporozoïtique (IS) moyen est de 1,7 %. Au centre ville, la transmission est saisonnière et 

dure 3 mois pendant  lesquels 33 piqûres infestées sont reçues par homme. L’IS maximum observé 

est de 12 % avec un taux quotidien  d’inoculation de 1,02. En ceinture autour de la ville, la 

transmission est saisonnière et dure 8 mois pendant lesquels 58 piqûres d’anophèles infectées sont 

reçues par homme.  

 

1.2.7  Diagnostic du paludisme 

 

1.2.7.1            Examen clinique 

 

 La  période  d’incubation,  délai  entre  l’infection  et  l’apparition  des  manifestations 

cliniques, dure en moyenne 12 jours. Cette période peut varier entre 9 jours et 12 mois selon les 

espèces. La  phase  hépatique  est souvent asymptomatique. Les  signes  cliniques  sont  liés  à  la  

phase  de schizogonie  érythrocytaire. Les manifestations  cliniques  dépendent  de  l’espèce  

plasmodiale en cause, de  l’immunité de  l’hôte, de  la parasitémie et de divers autres  facteurs peu ou 

mal connus. Les divers critères de diagnostic clinique sont résumés dans le tableau II. 
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Tableau II : critères de diagnostic du paludisme grave ou compliqué 

       

Prostration : extrême fablesse ou, chez l’enfant : « impossibilité de tenir assis pour 

un enfant en âge de le faire, ou de boire pour un enfant trop jeune pour tenir debout » 

Trouble de la conscience : Score de Glasgow modifié < 10 chez l’adulte et chez 

l’enfant de moins de 5ans ; Score de Blantyre < 3 chez le petit enfant 

Détresse respiratoire : définition clinique 

OEdème pulmonaire : définition radiologique 

Convultions répétées : ≥ 2 par 24 h, malgré le traitement de l’hyperthermie 

Collapsus circulatoire : PAS < 80 mmHg chez l’adulte en présence de signes 

périphériques, d’insuffisance circulatoire ; PAS< 50 mm Hg chez l’enfant 

Saignement anormal : définition clinique 

Ictère : définition clinique ou bilirubine totale > 50 µ mol/l 

Hémoglobinurie macroscopique : urines rouges foncées ou noires 

Anémie profonde : Hémoglobine < 7 g/dl chez l’adulte ou hématocrite < 20 % 

                                 Hémoglobine < 5 g/dl chez l’enfant ou hématocrite < 15 % 

Hypoglycémie : Glycémie < 2,2 mmol /l 

Acidose : pH < 7,35 ou bicarbonates < 15 mmol/l 

Hyperlactatémie : lactate plasmatiques > 5 mmol/l 

Hyperparasitémie : notamment > 40 % chez le non immun 

Insuffisance rénale : créatinémie > 265 µ mol/l après réhydratation ou diurèse < 400 

ml/24 h chez l’adulte (< 12 ml/kg/24 h chez l’enfant) 

 

WHO, 2000 [84] 
 

 

  1.2.7.2 Examen sanguin au microscope 

 

 Le diagnostic de certitude du paludisme repose sur deux techniques : le frottis sanguin et la 

goutte épaisse. Le frottis sanguin est une technique simple qui permet de faire le diagnostic de 

l’espèce plasmodiale tandis que la goutte épaisse est une méthode de concentration qui permet la 

mise en évidence du parasite même dans les cas de parasitémie très faible. Ces techniques de 

référence nécessitent de disposer de matériel adéquat (microscope, électricité, lames et produits pour 

la coloration). Leur fiabilité est dépendante de la parasitémie du sujet infecté, de la qualité de la 

coloration de la lame, ainsi que de l’expérience et de l’attention du microbiologiste qui les effectue  

[44].  
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1.2.7.3  Tests de diagnostic rapide : TDR 

 

 De nombreux tests sont disponibles sur le marché et les comparer les uns aux autres est 

délicat. La majeure partie d’entre eux repose sur la reconnaissance de l’Histidine-Riche Protéine II 

(HRP2).  

 

- Un seul détecte une enzyme spécifique des parasites vivants, le Plasmodium Lactate 

DesHydrogenase (pLDH) ; il s’agit  du test OptiMAL
® 

[85]. 

 

- Le ParaSight
TM

-F
 
est l’un des premiers tests appliqués au diagnostic instantané du paludisme ; son 

principe repose sur la détection d’une protéine spécifique du Plasmodium, l’Histidine-Riche Protéine 

II (HRP-2)  [86,87]
. 

- deux de ces tests dépistent à la fois Plasmodium falciparum et Plasmodium vivax : l’ICT Malaria 

P.f / P.v et OptiMAL
®.

 Une variante de l’ICT (Binax NOW
®)

 détecte l’aldolase. 

 

 Les autres tests ne mettent en évidence que Plasmodium falciparum. Tous les tests ont une 

bonne spécificité, mais leurs sensibilités varient. Une étude [88] a comparé in vitro dix tests pour la 

détection de Plasmodium falciparum. Les meilleures sensibilités ont été obtenues pour ICT Malaria 

Pf, ICT Malaria Pf/P, KAT Malaria Rapid test et DetermineMalaria. OptiMAL
® 

et AccutCheck 

Rapid Malaria Test étaient les moins performants. Les sensibilités sont globalement médiocres 

surtout pour des parasitémies faibles (500 parasites /µL). OptiMAL
® 

semble meilleur à ICT pour la 

détection de Plasmodium vivax. Les sensibilités de détection des parasites varient selon les tests 

(Tableau : IV) et dépendent aussi des populations dans lesquelles les tests ont été évalués. Mais 

d’autres paramètres autres que la sensibilité doivent être pris en compte pour que le test soit adapté à 

chaque situation particulière : conditions de stockage (température, volume) et durée de vie du test( 

date de péremption), coût, nombre d’étapes et de manipulations, volume sanguin nécessaire pour la 

réalisation, lecture directe ou non, facilité de détection du signal visuel, réaction croisée (notamment 

en cas de facteur rhumatoïde). Par ailleurs, les tests détectant des parasites vivants (comme 

OptiMAL
®
) doivent permettre de réduire le nombre de faux positifs, situation courante en zone 

d’endémie [44]. 
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1.2.7.4 Méthodes de biologie moléculaire au laboratoire 

 

 Les tests de diagnostic rapide par PCR sont des techniques d’amplification génomique du 

Plasmodium. Elles sont de plus en plus utilisées dans le domaine de la recherche. Plusieurs variantes 

de ces techniques ont été développées dans le but d’augmenter la sensibilité de la réaction ; il s’agit 

de nested ou heminested PCR, PCR avec marquage à la digoxigenine 

 (PCR- DIG), PCR en temps réel (real-time PCR), multiplex PCR6 Ligase  de détection  [89,90]. 

 

 La cible de l’amplification est habituellement tout ou une partie de la petite sous-unité de 

l’ARN ribosomiale (SSUrRNA). Les avantages de ces techniques sont : la spécificité de l’ordre de 

100% et la sensibilité supérieure à 90%. Les méthodes de diagnostic par PCR, requièrent la technicité 

et beaucoup de  temps. Leurs modalités sont très variables d’un laboratoire à l’autre et toutes ne 

détectent pas d’autres espèces  plasmodiales autre que Plasmodium falciparum. 

 Par ailleurs, un certain nombre de patients présentent des inhibiteurs de la PCR et sont 

d’évaluation difficile. Le risque de mutation de la cible d’ADN, pouvant occasionner de faux négatifs 

de l’examen est à craindre. 

 

1.2.7.5 Diagnostic immunologique 

 

 La sérologie n’est d’aucun apport pour le diagnostic d’urgence de l’accès palustre. La 

présence d’anticorps signe un contact préalable avec le parasite. [91]. Les indications de la  sérologie 

sont : 

- le diagnostic rétrospectif d’un accès palustre traité sans confirmation biologique, 

- le diagnostic d’un paludisme viscéral évolutif, 

- les enquêtes épidémiologiques, 

- le contrôle des donneurs de sang à risque selon l’interrogatoire dans les pays non endémiques du 

paludisme. La méthode sérologique de référence est l’Immuno Fluorescence Indirecte (IFI). Cette 

méthode implique la formation d’un complexe Ag-Ac conjugué à un Ac anti-Immunoglobuline IgG 

humaine marqué à la fluorescéine détectable en microscopie à fluorescence. L’inconvénient majeur 

de cette technique  est qu’elle n’est pas automatisable et nécessite un personnel qualifié.  
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 La seconde technique utilisée est appelée Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA). 

C’est une technique immunoenzymatique qui permet la détection d’un Ac spécifique d’un Ag ou 

d’un Ag par un Ac spécifique. Son principe set basé sur la révélation par chimioluminescence de la 

réaction Ag-Ac par l’intermédiaire d’une réaction enzymatique du substrat avec un Ac anti-IgG 

humain couplé à la peroxydase. Elle est parfaitement automatisable, ce qui permet de tester plusieurs 

échantillons à la fois. 

 

1.2.7.6        Limite des techniques de diagnostic du paludisme dans la qualification des poches   

                de sang 

 

- Les techniques traditionnelles de microscopie (frottis et goutte épaisse) ont l’avantage d’être 

simples de réalisation à un coût faible, et de faire le diagnostic d’espèce. Elles sont cependant peu 

efficaces du fait de la faible parasitémie observée chez les donneurs de sang. Elles sont peu 

reproductibles car leur fiabilité varie selon la compétence du lecteur. Elles ne détectent que les 

parasites du sang périphérique. Elles sont faussement négatives dans les cas de séquestrations des 

parasites dans les capillaires profonds. L’examen microscopique est long et inapte au dépistage 

sanguin dans les centres de transfusion sanguine. Quoiqu’il en soit, le seuil de détection parasitaire 

des deux techniques conjointes est de l’ordre de 500 plasmodiums par microlitre soit une parasitémie 

de 0,01% [44].  

- Les techniques rapides de dépistage, détectent pour la plupart des anticorps, et ne peuvent pas 

s’appliquer en zone d’endémie comme critères de sélection, car toutes les personnes qui vivent dans 

ces  zones ont été en contact avec le parasite. [92]. Pour le dépistage de masse, des techniques basées 

sur la méthodologie ELISA sont commercialisées  [93,94].  

 

- Pour une détection individuelle, les tests immunochromatographiques ou tests de diagnostic rapide 

(TDR) sont bien connus [95]. Les TDR qui détectent l’antigène (pLDH) sont efficaces mais méritent 

d’être améliorés pour être généralisées. Ils ne peuvent pas être utilisés dans les dépistages de masse 

dans les centres de transfusion sanguine. 
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- Les techniques de biologie moléculaire de détection de l’ADN  du parasite sont sensibles (0,01 

parasite /µL), mais restent très coûteuses et nécessitent des faisabilités spécifiques et des moyens 

financiers rarement trouvés en Afrique ni même en zone non endémique. Elles sont également 

inadéquates pour des dépistages de masse. La détection d’antigènes circulants de Plasmodium  par 

une technique de type ELISA serait le meilleur choix et les nouveaux outils sont maintenant 

commercialement disponibles.  

 

1.2.8  Médicaments antipaludiques 

 

1.2.8.1            Les schizonticides 

 

 Ce groupe comprend les dérivés quinoléiques et les dérivés de l’artémisinine. Les  dérivés  

quinoléiques comprennent  les  amino-4-quinoléines  (chloroquine, Amodiaquine)  et  les  amino-

alcools  (méfloquine,  halofantrine,  luméfantrine).  Ces molécules interfèrent  avec  la  digestion  de  

l’hémoglobine  dans  la  vacuole  nutritive  en  inhibant  la formation de l’hémozoïne. Les  dérivés de  

l’artémisinine  (artésunate,  artéméther,  etc..) représentent une  nouvelle  classe d’antipaludiques  de  

type  peroxyde.  Ils interfèrent  aussi  dans  la  digestion  de  l’hémoglobine,  par libération de 

radicaux  libres,  toxiques pour  le parasite. Les dérivés de  l’artémisinine ont aussi une action  

gamétocytocide,   empêchant ainsi la pérennisation de l’espèce plasmodiale.   

 

1.2.8.2             Les inhibiteurs des acides nucléiques ou antimétaboliques  

 

 Ils bloquent la division du noyau de l’hématozoaire. Ce groupe comprend les antifolates, les 

naphtoquinones et les antibiotiques.  

 

 Les  antifolates  sont  répartis  en  deux  familles :   les  antifoliques  (sulfamides,  dont  la 

sulfadoxine et  sulfone)  et  les  antifoliniques  (proguanil  et  pyriméthamine).  Ils  agissent  au 

niveau  de  la  voie  de  synthèse  des  folates,  qui  sont  essentiels  à  la  biosynthèse  des  acides 

nucléiques  du  parasite.  Les  antifoliques  inhibent  la  dihydroptéroate  synthétase  (DHPS)  qui 

produit  l’acide  folique .Les  antifoliniques inhibent la  dihydrofolate  réductase  (DHFR),  qui  

produit l’acide folinique.  
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 Les  naphtoquinones dont  l’atovaquone, sont de puissants  inhibiteurs des  fonctions 

mitochondriales en bloquant la chaîne de transfert d’électrons au niveau de son enzyme-clé, la 

Dihydroorotate  déshydrogénase.  L’atovaquone  a  peu  d’impact  thérapeutique  lorsqu’elle  est  

utilisée seule.  En  combinaison  avec le proguanil,  une  intéressante  synergie  d’action s’observe 

grâce à une inhibition séquentielle de la synthèse des pyrimidines. 

  Les  antibiotiques : les  tétracyclines  (doxycycline),  les  macrolides  (érythromycine, 

Clindamycine…etc.) peuvent  inhiber certaines fonctions de  synthèse  protéique  au niveau de 

l’apicoplaste. 

 

1.2.8.3           Les associations d’antipaludiques  

 

 Les  nouveaux  antipaludiques  qui  ont  fait  l’objet  de  développements  récents  sont  tous 

associés,  au moins  en  bithérapie.  Certaines  associations  sont fixes : l’atovaquone-proguanil, 

l’artéméther-luméfantrine et la chlorproguanil-dapsone. D’autres combinaisons sont libres et 

associent  toujours  un  dérivé  de l’artémisinine (artésunate-méfloquine, artésunate-amodiaquine, 

artéméther-proguanil et artésunate-sulfadoxine-pyriméthamine.  

 

   En  prophylaxie, chez les voyageurs non immuns, les  associations  chloroquine-proguanil  

(Savarine®)  et  atovaquone-proguanil (Malarone®) sont recommandées selon les zones de 

chloroquino-résistance.  

 

1.2.9  La chimiorésistance du Plasmodium  

 

 La résistance aux antipaludiques dans  le monde est un phénomène qui s’aggrave depuis 40 

ans selon plusieurs dimensions :  

- extension géographique, à partir de l’Amérique du Sud et du Sud-est asiatique,  

- augmentation continue des pourcentages de souches résistantes,  

- augmentation du niveau de résistance des souches,  

- poly-chimiorésistance.  
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 La véritable menace  en  terme de  santé publique  est  apparue  au début des  années 1960 

avec la résistance à la chloroquine, antipaludique le plus utilisé et le moins onéreux  [96]. Cette 

résistance, qui avait épargné l’Afrique pendant 20 ans a fait son apparition au début des années 80, et 

s’est ensuite répandue  rapidement. Face à cette situation, il a fallu  recourir  à  d’autres 

antipaludiques (association sulfadoxine-pyriméthamine  et méfloquine). De nos jours, l’arsenal 

thérapeutique pour lutter contre le paludisme  repose sur l’utilisation des dérivés  de  l’artémisinine  

en  association,  ou  la  quinine,  pour  les  traitements curatifs et  la  chloroquine-proguanil,  la  

méfloquine  ou  l’atovaquone-proguanil,  pour  la chimioprophylaxie chez les femmes enceintes et les 

voyageurs non immuns. 

 

1.2.9.1              Les origines de la résistance 

 

  L’usage massif des antipaludiques entraînent une émergence de  la chimiorésistance soit par 

la sélection d’individus résistants, soit par induction de mutations génétiques [97]. L’identification 

des déterminants génotypiques de la résistance a permis de  comprendre que la résistance à la 

chloroquine est due à des mutations marqueurs microsatellites proche de pfcrt sur le chromosome 7 

du Plasmodium. Parmi les haplotypes chloroquino-résistants qui ont émergé au fil du temps, seuls 

quatre ont été identifiées. Ces haplotypes sont originaires de Papouasie, d’Amérique du sud et d’Asie. 

Certaines données suggèrent deux origines supplémentaires qui sont le Cambodge et des Philippines  

[98,99]. La résistance à la chloroquine (CQ) en Afrique résulte de la conquête de 90 % de zones 

impaludés par un mutant ayant émergé en Indochine dans les années 1950 [100]. L’origine de la 

résistance à la sulfadoxine –pyriméthamine (SP) a été supposée multiple. Les études récentes ont 

confirmé cette hypothèse pour les doubles, triples mutants pfdhfr-ts 108, 51,59. La résistance à la 

sulfadoxine – pyriméthamine en Afrique résulte d’une migration intercontinentale de parasites 

originaires d’Asie [101]. 

 

1.2.9.2            L’étude de la chimiorésistance 

 

               Quatre approches méthodologiques sont utilisées pour analyser le phénomène de la 

chimiorésistance : le test de l’efficacité thérapeutique demeure la méthode de base pour déceler la 

résistance du Plasmodium aux antipaludiques ; le test in vitro nécessite un minimum de formation de 

l’utilisateur et un équipement onéreux pour les laboratoires du Sud ; le dosage de médicament dans le 

sang permet de juger si un échec thérapeutique ou prophylactique a bien lieu en présence d’un taux 
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plasmatique adéquat d’antipaludique [102] ; la biologie moléculaire représente la quatrième approche 

technique importante car elle permet d’analyser le gène impliqué dans la résistance [103]. Dans le 

cadre de ce travail, le centre de recherche Medical Research Council (MCR)  en Gambie
 
 a utilisé la 

PCR (Polymerase Chaine Reaction) pour étudier la nature sauvage ou mutante des isolats de 

Plasmodium récoltés chez des donneurs de sang au Sud du Bénin. La technique permet d’amplifier à 

l’aide d’amorces spécifiques et en présence d’une polymérase, un fragment d’ADN plasmodiale d’un 

gène impliqué dans le mécanisme d’action d’un antipaludique puis d’en étudier soit par digestion 

enzymatique ou soit par séquençage ses caractéristiques. 
 

 

1.2.9.3  Les gènes de résistances  

 

Les gènes de résistance aux antifoliques (sulfadoxine) et les antifoliniques (pyriméthamine, 

cycloguanil) sont bien établis, clonés et séquencés chez P. falciparum. Ce sont les gènes codant pour 

la DHPS et la DHFR. La DHFR est le produit d’expression d’un gène situé sur le chromosome 4 du 

génome plasmodiale [104]. Il a été démontré dans ce cas que le codon 108 est la clé de la résistance 

aux antifoliniques car il est toujours muté en premier lieu [105]. Quant à la DHPS, c’est une enzyme 

dont le gène set situé sur le chromosome 8 et contient deux introns [106]. Le gène pfcrt responsable 

de la résistance à la chloroquine, est situé sur le chromosome 7 du P. falciparum et son expression 

donne une protéine localisée dans la membrane de la vacuole digestive et joue un rôle de transport 

transmembranaire [107,108]. De plus l’étude de la relation entre les mutations sur le gène pfmdr-1, 

situé sur le chromosome 5 et la résistance de Plasmodium falciparum aux amino- alcool s’est révélée 

positive  [109]. 

 

1.2.9.4          Les mécanismes de la résistance 

 

 La résistance à un antipaludique est définie comme la capacité des parasites à se multiplier et 

à survivre malgré l’administration et l’absorption d’un principe actif à dose égale ou supérieure à 

celle usuellement recommandée. Un échec thérapeutique n’est donc lié à une résistance parasitaire 

qu’après vérification des dosages plasmatiques des principes actifs du médicament en cause. 
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 1.2.9.4.1 La résistance aux anti- métabolites 

 

 Le mécanisme de la résistance aux anti-métabolites repose sur les mutations ponctuelles au 

niveau des gènes codant les protéines cibles. Ces mutations diminuent les interactions enzyme/ligand 

qui sont généralement des inhibiteurs compétitifs. Elles agissent en modifiant la conformation des 

protéines enzymatiques. Ainsi, la résistance aux antifoliniques et aux antifoliques est déterminée par 

des mutations de gènes impliqués dans la synthèse des folates du parasite. Les mutations ponctuelles 

au niveau du gène codant la dihydroptéroate synthétase sont responsables de la résistance à la 

sulfadoxine et aux sulfones [110]. 

 

1.2.9.4.2 La résistance aux lysosomotropes 

 

 Les premières études sur la résistance du Plasmodium à la chloroquine ont montré qu’elle 

était réversible sous l’action de modulateurs des pompes membranaires comme le vérapamil. Cette 

résistance est en effet liée à un défaut d’accumulation de la chloroquine dans la vacuole digestive ; ce 

constat supporte l’hypothèse  de l’implication  d’un transporteur spécifique de la chloroquine dans la 

vacuole [111]. 

 

 1.2.9.4.3 Résistance du Plasmodium falciparum aux antipaludiques au Bénin 

 

 Les espèces de Plasmodium les plus transmises au Bénin sont : Plasmodium falciparum 

(97,1%) et Plasmodium malariae 2,% [112]. Le centre National Français de surveillance de la 

Chimiosensibilité a classé le Bénin dans le groupe III (P. falciparum très chimiorésistant voire 

polychimiorésistant  [113,114]. 

 

1.2.10  Lutte et mesures préventives contre le paludisme 

 

 La lutte antipaludique nécessite une approche intégrée comprenant la prévention, la lutte anti 

vectorielle et le traitement par des antipaludiques efficaces tels que les combinaisons thérapeutiques à 

base de dérivées d’artémisinine (CTA) en première intention des accès simples [91]. 
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1.2.10.1 Les organismes de lutte contre le paludisme 

 

 Des programmes de prévention et du traitement du paludisme sont utilisés avec des objectifs 

précis. 

- Roll Back Malaria, implanté par l’OMS et l’UNICEF dans certains pays impaludés, a pour rôle de 

diminuer de moitié le nombre de décès liés au paludisme d’ici 2010. Il contribue à l’accessibilité des 

populations aux moustiquaires imprégnées à des coûts réduits, au dépistage et au traitement.  

- Sanofi-Synthelabo, et Impact Malaria sont engagés dans la recherche et le développement de 

nouveaux médicaments. Pour ce programme, la prise en charge du paludisme repose sur un bon 

diagnostic, la prévention et le traitement. - Malaria Research and Reference Reagent Ressource 

Center (MR4), met à la disposition des laboratoires de recherche notamment ceux des zones 

d’endémie palustre, une banque de matériel (Souches de parasites, moustiquaires, anticorps, matériel 

génétique) et des réactifs. 

- Malaria Vaccine Initiative (MVI), a pour objectif de favoriser la collaboration des structures 

gouvernementales, industrielles et académiques en se focalisant sur la recherche et le développement 

de vaccin antipaludiques. 

- Le  séquençage du génome nucléaire de la souche de Plasmodium falciparum 3D7, qui commencé 

en 1996 s’est achevé en 2002. Le matériel génomique nucléaire est organisé en 14 chromosomes. La 

composition du génome couvre 80,6% d’Adénine/Thymine (A/T) et comporte 23,3Mb [115], avec 

une répartition de 5595 gènes qui codent pour un total de 5420 protéines. L’intégration de ces  

données ont permis entre autre de développer de nouvelles techniques de diagnostic utilisant les 

protéines et antigènes recombinants spécifiques de Plasmodium.   

 

1.2.10.2 Lutte contre les vecteurs 

 

Il s’agit de limiter la population et la dynamique de reproduction des vecteurs. Les mesures 

d’assainissement consistent à supprimer les eaux stagnantes, et le désherbage des alentours des 

habitations. L’épandage d’insecticides anti-larvaires, l’utilisation des prédateurs d’anophèles de 

même que la dispersion des mâles stériles sont  des moyens efficaces. 
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 La mise en place de traitement préventif intermittent des femmes enceintes, a encouragé la 

prévention et la lutte anti-vectorielle par la distribution de moustiquaires imprégnées d’insecticides à 

effets rémanents à l’intérieur des habitations pour tuer les moustiques au repos.  

 

1.2.10.3 Le vaccin contre le paludisme 

 

 Les expériences de Guerra et  al.  2008 [116] ont semé dans les esprits l’espoir de trouver un 

vaccin contre le paludisme. Ces chercheurs  ont transféré avec succès le sérum de singes 

chroniquement malades aux singes naïfs qui ont survécu après une injection de doses léthales de 

Plasmodium [117]. Des expériences in vitro, ont montré que des anticorps monoclonaux spécifiques 

aux antigènes du parasite, ou des anticorps de sérum provenant des singes immunisés, peuvent 

inhiber la pénétration des mérozoïtes dans les hématies.  

 Par ailleurs, plusieurs antigènes ont été caractérisés et étudiés activement pour leur inclusion 

dans un vaccin antipaludique. Il s’agit de : « Synthétic Plasmodium falciparum 66KD peptide 

(Spf66); Major merozoite Surface proteine (MSP-1) ; Apical Membrane antigene (AMA-1) ; les 

protéines de rhoptries (organelles de sécrétion du parasite) ; Ring-infected Erythrocyte Surface 

Antigen [118,119]. Trois essais ont l’objet de recherche 

- vaccin synthétiques (vaccin recombinant) ; 

- vaccin à base de sporozoïtes (protéine de surface ou Circum Sporozoïte (CS)) ; 

- vaccin contre les gamétocytes. 

 L’essai de PATAROYO en Colombie sur des volontaires non immun a donné un résultat de 

33% d’efficacité [120]. 

 

1.2.10.4  Un premier vaccin contre le paludisme ? 

Dans un point d’information en 2012, l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) a rappellé que la 

complexité du Plasmodium  rendait très difficile l’élaboration d’un vaccin contre le paludisme. 

Actuellement 27 essais de candidats vaccins sont recensés de part le monde. La plus npart était au 

stade d’expérimentation. L’objectif des chercheurs est de trouver un vaccin pour une protection de 75 

% de la population exposée au paludisme. La perspective de commercialiser, d’ici à la fin 2015, un 

premier vaccin contre le paludisme (RTS,S/AS01) a été publiée par le laboratoire britannique 

GlaxoSmithKline ( GSK), mais les experts ont demandé de garder la prudence. Le groupe 

http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
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pharmaceutique britannique (GSK) a annoncé qu’il allait solliciter un premier feu vert scientifique  

auprès de l’Agence Européenne du Médicament (EMA) pour un vaccin antipaludique. Il s’agit du 

candidat vaccin RTS,S/AS01 le vaccin le plus avancé au cours des essais clinique. Administré chez 

15 000 nourrissons âgés de 5 à 17 mois qui vivent en Afrique Sub-saharienne, RST,S/AS01 réduirait 

de 46 % le risque de développer un accès palustre et de 35,5 % celui de contracter une forme sévère 

de la maladie. La disponibilité d'un vaccin suffisamment protecteur serait une arme précieuse face au 

paludisme. 

 

1.3 Paludisme transfusionnel 

          

 Le paludisme transfusionnel est transmis par l’intermédiaire d’une transfusion sanguine. 

Plasmodium falciparum et Plasmodium malariae sont le plus souvent mis en cause. C’est en 1911 

qu’a été  décrit pour la première fois un cas de paludisme post-transfusionnel aux Etas–Unis, au cours 

d’une transfusion de bras à bras [121]. L’agent responsable s’avérait être du P. vivax. Dans ce cas, la 

période d’incubation est courte car il n’existe pas de stade pré-érythrocytaire se déroulant avant 

l’envahissement des globules rouges. La période pré-érythrocytaire varie de 12 jours pour  P. 

falciparum et de 3 à 4 semaines pour P. vivax. Le parasite peut entrainer une infection sévère selon 

l’état du receveur. Cette infection est particulièrement sévère si elle a lieu au cours de la grossesse ou 

chez un immunodéprimé, un splénectomisé, et chez les enfants en général. Les signes observés sont 

les mêmes que dans le cas d’une infection classique. L’infection sévère ou accès pernicieux est 

parfois fatale  si l’espèce incriminée est P. falciparum [122]. La sévérité de l’infection peut 

s’expliquer d’une part, parce que le diagnostic est souvent tardif car non suspecté d’emblée, d’autre 

part parce qu’elle complique habituellement une pathologie sous jacente sérieuse ayant nécessité la 

transfusion [123]. 

 

En Afrique-subsaharienne le risque de la transmission du Plasmodium par la transfusion est 

un fait réel mais souvent négligé et ce sont les femmes enceintes et les enfants moins de cinq ans qui 

en font les frais. Très peu de données sont disponibles sur l’évaluation de ce risque qui se limite à la 

recherche de Plasmodium dans les poches de sang par la microscopie. De 1980 à 2009, des études  

faites sur le continent africain (Figure 12) ont rapporté des taux de prévalence allant de 8,5 % au 

Congo à 30,2 %  au Nigeria [124].  

 

http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
http://www.jeuneafrique.com/Article/ARTJAWEB20131009120558/unicef-gabon-paludisme-rdc-paludisme-un-premier-vaccin-contre-le-paludisme-des-2015.html
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[Kinde-Gazard et coll., 2000] 
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[Carme et coll., 1993] 
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Figure 12 : Taux de prévalence de poches de sang infecté observé dans certains pays en  Afrique 

 

10,2% 
[Owusu-Ofori et coll., 2010] 

30,2% (dont 76,6% Pf) 
[Okocha et coll., 2005] 

50,7% 
[Guiguemde et coll., 1995] 
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1.3.1  Problématique du paludisme transfusionnel 

 

 Malgré les efforts du Ministère de la Santé du Bénin à travers sa politique de lutte contre le 

paludisme soutenue par une volonté politique et un partenariat agissant, beaucoup de défis restent à 

relever dont le risque de Transmission du Paludisme  par la Transfusion (TPT). Depuis 1994, le 

Bénin a lancé un programme National de Lutte contre le paludisme [125] intégré aux soins de santé 

primaire mais il n’existe ni étude ni de données disponibles en ce qui concerne le déficit annuel de 

croissance imputable au paludisme encore moins sur le paludisme transfusionnel. Une étude 

transversale réalisée en saison pluvieuse à Cotonou chez 355 donneurs bénévoles de sang, a permis 

de dépister 119 donneurs de sang hébergeant des trophozoïtes soit 33,5% des cas [126]. Au Nigeria le 

taux du risque de transmission du paludisme par le sang est de 32, 2 % [130]. 

 

Dans les pays où la pathologie n’est pas endémique, on a assisté depuis une dizaine d’années 

à une incidence croissante du paludisme d’importation qui s’est stabilisé depuis 2011[128]. Ce 

phénomène est étroitement lié à l’augmentation des déplacements intercontinentaux avec une forte 

proportion de voyageurs se rendant en zones d’endémie palustre. Cette incidence croissante a donc 

entraîné une augmentation de la proportion de donneurs de sang ayant potentiellement été en contact 

avec le parasite et par conséquent justifié la mise en place de moyens de prévention au niveau des 

centres de transfusion sanguine pour assurer un maximum de sécurité transfusionnelle. Cette 

prévention du paludisme transfusionnel n’est pratiquée que dans les pays européens par la recherche 

des anticorps anti-Plasmodium chez les donneurs de sang et sur la base des questionnaires. La plupart 

de ces pays classent les donneurs risquant d’avoir le Plasmodium en deux groupes : ils distinguent les 

donneurs ayant vécu dans une zone endémique de paludisme pendant cinq ans et ceux qui sont nés et 

ont résidé dans les zones non endémiques mais qui ont voyagé en zones endémiques. La première 

catégorie de donneurs est refusée pendant les trois ans qui suivent leur dernier séjour en zone 

endémique ; d’autres pays les rejettent définitivement. Certains pays acceptent ces donneurs après 

une période de 4 mois pouvant aller jusqu’ à trois ans  à condition que leur test soit négatif. Les 

personnes provenant de zones non endémiques, mais qui ont séjourné en zone de paludisme sont 

refusés pendant 4 à 12 mois. D’autres pays comme l’Australie, refusent ces donneurs pendant 3 ans 

ou définitivement s’ils ont résidé plus de 6 mois en zone d’endémie [127,128]. En Afrique sub-

saharienne, la transfusion sanguine est une voix potentielle de transmission du Plasmodium, mais il 

n’existe encore aucun consensus sur les mesures à prendre pour prévenir le paludisme post-

transfusionnel en zones d’endémie palustre [129,19].  
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2.1  Cadre de travail 

 

 Cette étude de type transversal et descriptif, a été conduite dans trois Centres Départementaux 

de Transfusion Sanguine (CDTS) au Bénin: Atlantique-Littoral, Ouémé-Plateau et Mono-Couffo.  

Les analyses biologiques des échantillons été effectuées au laboratoire de Biochimie et de Biologie 

Moléculaire (LBBM) à Cotonou et à l’Institut de Parasitologie et de Pathologie Tropicale de 

Strasbourg. 

 

 2.2  Matériel 

 

2.2.1   Matériel de laboratoire 

  

 Dans le cadre de ce travail nous avons utilisé du matériel de prélèvement de sang (tubes 

EDTA), des lames porte-objet, des lamelles, des colorants (May Grünwald Giemsa), des bacs de 

coloration des microscopes, pour la réalisation et la lecture des étalements de sang et des gouttes 

épaisses. Les plaques ELISA (Pf MSP1, Pf AMA1, Pm MSP1, Po MSP1, et les Kits pLDH) ont été 

fournis par le Projet malaria : diagnostic transfusionnel de l’IPPT. Les équipements utilisés sont : 

un réfrigérateur (Liebherr, Germany),  une étuve (37°C) congélateur -20 °C (Premium, UK), 

congélateur -80°C (New Brunswick Scientifique, The Netherlands), hotte à flux laminaire, 

centrifugeuse (Beckman Coulter, USA). les plaques de lyse de 96 puits, les plaques en polypropylène 

(Maxisorp®, Nunc) de 96 puits pour les ELISA.  

 

2.2.1.1        Réactifs  

 

 Les réactifs suivants ont été utilisés : Tampon phosphate Salin (PBS, Sigma), PBST, Tween 

20, anticorps anti –IgG humaine couplé à la HRP, TétraMéthylBenzidine (TMB plus®, Kemantec), 

solution d’H2SO4 à 0,2M, l’albumine de sérum bovin (BSA, BDH Lab, UK). Tout le matériel et 

réactifs de PCR sont fournis par Medical Research Council (MCR) de la Gambie
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2.2.2    Matériel biologique 

 

2.2.2.1  Culture des parasites 

 

 Les stades asexués intraérythrocytaires de la souche 3D7 de P. falciparum sont entretenus en 

cultures continues à 37°C sur tapis de globules rouges humains (groupe O+, collectés par 

l’Etablissement Français du Sang, EFS de Strasbourg) [133]. Les souches sont cultivées à 5% 

d’hématocrite en milieu de culture (MCM, pH 7,4) composé de Roswell Park Memorial Institut 

medium (RPMI )1640 contenant 25 mM de L-Glutamine,10 mM d’Hepes (Gibco, Invitrogen, Cergy 

Pontoise, France), 1µg/ml hypoxanthine, 0,11 mg/ml Na pyruvate, 0,02 mg/ml gentamicine  le tout 

supplémenté avec 10 % (v/v) de BSA (Perbio Science,Brebière, France). Les parasites sont incubés 

en jarres à bougie à 37°C. Des changements de milieu et vérifications de la parasitémie quotidienne  

par frottis colorés  au May Grünwald-Giemsa (MGG) ainsi sont indispensables.  Des dilutions 

bihebdomadaires à 1 % d’hématocrite des cultures, assurent le bon développement des parasites. La 

durée d’un cycle intraérythrocytaire est d’environ 48 heures.  

 

2.2.2.2  Préparation d’antigène total natif de Plasmodium falciparum 

 

 La souche 3D7 de P. falciparum en culture continue  a été concentrée pour avoir une 

parasitémie de 10 à 15% déterminée sur frottis sanguin par microscopie. Les formes matures de  

P.falciparum ont été séparées par flottation sur plasmagel (Plasmion® (Fresenius Kabi, Sèvres, 

France)  comme décrit par [134]. La partie flottante contenant les formes de schizontes a été récoltée 

et l'antigène brut extrait tel que décrit par Santos Coelho  [135].  

 Principe 

Les globules rouges infectés par des parasites matures (schisontes) ont été centrifugés à 1500g 

pendant 10 min. Après lavages dans un tampon phosphate salin (0,01 mol /L à  pH 7,2), les cellules 

ont été lysées avec 0,04% de saponine (Merck, Darmstadt, FR, Allemagne) dans du PBS pendant 20 

min à température ambiante. Après centrifugation à 3000 g pendant 15 min à 4° C et lavages en PBS, 

le culot a été solubilisé dans 2% Zwittergent ® (Calbiochem, La Jolla, CA) [136]. Après 

centrifugation à 14 000 g pendant 30 min à 4 ° C, le surnageant a été recueilli, dialysé contre du 

tampon PBS  et stocké en  aliquote  à -80° C.  
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2.2.2.3   Préparation de  pLDH recombinant (rpLDH)  

 Un gène synthétique (Genscript, NJ, USA) codant pour la protéine pLDH de P.falciparum a 

été inséré dans un vecteur commercial d’expression pMAL-c2X, pMAL-p2X polylinker (New 

England Biolabs, Ipswich, MA, USA). Ce vecteur contient également le gène de résistance à 

l’ampicilline, un gène codant pour le maltose Binding protéine (MBP) un partenaire de fusion de la 

protéine. La protéine a été exprimée dans Escherichia coli. La sélection des colonies a été faite par le 

système blanc/bleu des colonies transformées. 

 Production et extraction de la protéine 

A partir des colonies blanches, un stater a été préparé puis mise en culture. Après induction de la 

synthèse de la protéine par IPTG, la culture a été centrifugée et le culot bactérien a été lysé. 

L’extraction protéique a été faite par sonication et la protéine a été  purifiée par chromatographie 

d’affinité sur résine d’amylose. Cette protéine purifiée  a servi pour la préparation des plaques 

ELISA. 

2.2.2.4          Protéines recombinantes mise à notre disposition par le laboratoire IPPTS 

             

 Nous avons testé des protéines recombinantes Pf MSP1 composé de 373 acides  aminés, Pf 

AMA1 composé de 448 acides amines, Pm MSP1 composé de 350 acides  aminés et  Po MSP1 

composé de 356 acides aminés. Elles étaient en cours de production depuis trois ans avant notre 

arrivée dans le laboratoire de recherche de l’IPPT de Strasbourg. Une technique ELISA anticorps 

maison a été mise au point dans le cadre de la diminution du risque du paludisme transfusionnel en 

zone non endémique [123]. L’un des objectifs de ce projet était de remplacer l’antigène natif par des 

protéines recombinantes : Pf MSP1, Pf AMA1, Pm MSP1 et  Po MSP1 et leur évaluation en zone 

endémique du paludisme. Le projet a un caractère semi-confidentiel. Notre contribution a consisté à 

évaluer par la technique ELISA, l’antigénicité de ces marqueurs moléculaires pour étudier la 

séroprévalence du paludisme chez les donneurs de sang au sud du Bénin. 
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2.2.3    Matériel humain 

 

 2.2.3.1 Sélection des donneurs au Bénin 

 

 Les donneurs ont été retenus selon les critères de la sélection médicale : absence de fièvre, 

absence de signes cliniques évidents de maladie évolutive, avoir au moins un poids supérieur à 52 kg, 

l’âge devait être compris entre 18 ans et 60 ans, voire 65 ans pour les anciens donneurs réguliers ; la 

date du dernier don devait remonter à quatre mois chez les femmes et trois mois chez les hommes. 

Nous avions introduit en plus un questionnaire systématique qui nous donnait par individu, les noms, 

prénoms âge, sexe, domicile, téléphone et des questions relatives au paludisme : antécédents de 

paludisme, épisodes survenus dans l’année et confirmés ou non par un agent de santé, expressions 

cliniques, date et traitement du dernier épisode, les mesures de prévention antipaludiques utilisées. 

Un consentement éclairé  est enfin signé par chaque participant pour marquer son accord pour 

l’étude. 

 

 Prélèvement des échantillons 

 

 Au total, 2515 donneurs bénévoles de sang générés par le hasard ont été prélevés  sur une 

période de 10 mois répartie en  grande saison des pluies (GSP) aux mois de Mai-Juin-Juillet ; petite 

saison sèche (PSS) aux mois d’Août à Septembre ; petite saison  des pluies (PSP) aux mois d’Octobre 

à Novembre  et grande saison sèche (GSS) aux mois de Décembre-Janvier-Février. Sur chaque don 

de sang, 7 millilitres de sang étaient prélevés dans des tubes EDTA ; 1ml de ce prélèvement a été 

transvasé dans un tube eppendorf. Les 6 ml restants ont été centrifugés à 4°C et  500 microlitres (µL) 

de plasma fut recueilli dans un autre tube eppendorf. Les tubes eppendorf (sang total 1ml et plasma 

500 µL) étaient  conservés à -20°C et convoyés sous carboglace au laboratoire de  l’Institut de 

Parasitologie et de Pathologie Tropicale de Strasbourg pour recherche d’anticorps et d’antigène 

pLDH de Plasmodium. 
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2.2.3.2  Sélection des échantillons pour le calcul de la sensibilité de   l’ELISA pLDH. 

 

 Les sérums de deux cent soixante six (266) paludéens de retour de zone d’endémie palustre et 

référés par l’Hôpital de Strasbourg ont été utilisés. Sur la base des résultats microscopiques, 239 

parmi eux sont positifs pour P.falciparum, 19 pour P.ovale, six pour P. malariae. Deux ont une 

infection mixte (P.ovale avec P.falciparum).  

 

2.2.3.3 Sélection des échantillons pour le calcul de la spécificité de l’ELISA-pLDH. 

 

 Deux catégories de sérums de donneurs de sang de l’Etablissement Français du sang d’Alsace 

(EFS Alsace) ont été recueillies sur la base de questionnaire médical. Le premier groupe comprend 

des " donneurs à risque " de transmettre le paludisme (n = 1771) c’est à dire des donneurs qui avaient 

voyagé dans une région d’endémie palustre les quatre derniers mois. Le second groupe est constitué 

de "donneurs non à risque" (n =1781) de transmettre le paludisme car  ils n’ont pas voyagé dans une 

Zone d’endémie palustre les trois dernières années. 

 

 2.3 Méthodes  

 

2.3.1         Examen  microscopique : goutte épaisse/ frottis 

 

 Une goutte épaisse (GE) et un étalement  mince ont été réalisés sur lame et colorés au May-

Grünewald Giemsa (MGG). Chaque lame a fait l’objet d’une lecture microscopique à la recherche du 

Plasmodium et l’établissement de la densité parasitaire sur la GE. L’identification de l’espèce 

plasmodiale a été réalisée sur l’étalement mince. La lecture microscopique a été réalisée par deux 

techniciens de laboratoire puis par un troisième en cas de doute. Le comptage des parasites a été fait 

sur la base de 500 parasites pour 1000 leucocytes comptés. La lecture a été arrêtée après avoir 

compté 500 parasites même si le chiffre de 1000 leucocytes n’a pas été atteint.  La densité parasitaire 

(DP) a été exprimée en nombre  de parasites par µl de sang selon la formule  DP  ;   (8000 = 

nombre de leucocytes par microlitre de sang chez un adulte normal ; Y= nombre de parasites 

comptés ; X= nombre de leucocytes comptés). 
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2.3.2  Examen sérologique : Elisa-Malaria Antibody Test 

 

 Le dépistage des anticorps a été effectué par la technique Elisa-Malaria Antibody Test. C’est 

un test sérologique de type Elisa  de spécificité  et de sensibilité analytique très forte soit 

respectivement 96,7% et 93,1% pour la recherche des anticorps anti-Plasmodium de type IgG et IgM 

[123]. L’antigène utilisé est un extrait total de culture de Plasmodium falciparum souche 3D7. En 

raison d’une communauté antigénique existant, les anticorps des autres espèces plasmodiales 

pouvaient être détectés.  

 

 Mode opératoire : 

 

 Deux cents µL d’extrait antigénique de Plasmodium souche 3D7 à 5 µg/ml, ont été incubés 

une nuit (adsorption par liaison électrostatique dans une plaque de 96 puits en polypropylène 

Maxisorp®, Nunc)  dans du tampon PBS. Après 3 lavages avec du tampon PBST à 0,05%, les sites 

non spécifiques été saturés par 300 µL de PBST 0,05% + BSA 1%. Le tout a été placé à 37°C 

pendant 1 heure. Une dilution de 1/5 (25µl de plasma ont été dilués dans 125 µL de tampon de 

dilution (PBST 0,05%) dans chaque puits de la microplaque. La plaque a été incubée 1heure à 37°C à 

l’étuve. Après trois lavages avec 300 µL du tampon PBST 0,05% pour éliminer l’excédant 

d’anticorps, 100µl d’anticorps secondaire anti-IgG humaine couplé à la HRP diluée au 1/40 000ème 

dans de tampon de dilution ont été distribués dans chaque puits. La plaque a été incubée  à 37°C 

pendant 60 minutes. Après trois lavage avec du PBST 0,05%, 100 µL de TétraMéthylBenzidine 

(TMB plus®, Kementec), solution chromogène contenant le substrat de l’enzyme et le peroxyde 

d’hydrogène, ont été ajoutés dans chaque puits et incubés pendant 30 minutes à 37°C et à l’abri de la 

lumière. La réaction a été ensuite stoppée par  50 µL d’H2SO4 à 0,2M (solution d’arrêt). La lecture 

de la plaque a été faite par spectrophotométrie à 450 nm contre 650 mn. Des contrôles positifs et 

négatifs ont été également testés. La détermination du cut-off (seuil de positivité)  a permi 

l’interprétation des résultats. La validation du test exige que la densité optique (DO) du contrôle 

positif soit supérieure à 0,500 et celle du contrôle négatif inférieur à 0,200. La valeur seuil (cut-off) a 

été calculée en multipliant par quatre la valeur moyenne des DO des contrôles négatifs. L’Index 

anticorps (Index Ac) de chaque échantillon a été obtenu en divisant la valeur de la DO de cet 

échantillon par celle de la valeur seuil (Cutoff). L’échantillon est positif si son Index Ac est supérieur 

ou égal à 1,0 ; Un échantillon est douteux lorsque son Index Ac est compris entre 0,8 et 1. Un Index 

Ac inférieur ou égal à 0,8 est considéré comme échantillon négatif.  
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2.3.3  Dépistage de l’antigène pLDH  par «apDia n.v.» Elisa-Malaria                  

Antigène Test 

 

 La pLDH est une enzyme de la voie glycolytique secrétée par les différentes espèces de 

Plasmodium mais possédant des isomères spécifiques à chaque espèce [51]. L’enzyme pLDH 

disparaît dans les 24 heures qui suivent un traitement antipaludéen efficace [131]. L’antigène pLDH 

est donc considéré comme un marqueur précis de la présence  de Plasmodium dans le sang et de ce 

fait peu être utilisé pour les examens de  dépistage du paludisme chez les donneurs de sang surtout 

dans les pays endémiques de paludisme. Le test est également utilisable en remplacement de la 

méthode isotopique pour la détermination de la Chimiosensibilité in vitro de P.falciparum. Dans le 

cadre de ce travail,  la recherche de l’antigène pLDH a été effectuée par la technique Elisa-Malaria 

Antigène Test de type sandwich (apDia n.v. Hertoginstraat 82, 2300 Turnhout, Belgium) qui détecte 

par immunocapture à base d’anticorps monoclonaux antipLDH, la pLDH de toutes les espèces 

plasmodiales.  

 

 Principe de la technique ELISA-pLDH 

 

 Les puits de microtitration sont revêtus d’un anticorps monoclonal 

 anti-pLDH pan-spécifique de toutes les espèces plasmodiales. Les échantillons sont ensuite pipetés 

dans les puits pour se lier à l’anticorps immobilisé. Après un lavage destiné à éliminer le matériel non 

lié, la pLDH est révélée par addition d’un anticorps monoclonal biotinylé anti-pLDH également pan-

spécifique [132]. Après élimination de l’excédent  d’anticorps biotinylé on ajoute la streptavidine-

peroxydase (figure 13). Après un lavage final, l’activité de la peroxydase est révélée par ajout de la 

solution  de substrat à base de 3,3’, 5,5’ TétraMéthylBenzidine (TMB) et de peroxyde d’hydrogène 

(H202). L’intensité de la coloration est mesurée à 450 nm après acidification. Elle est directement 

proportionnelle à la concentration de pLDH dans les échantillons dosés. 
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Breman et coll., 2001 [132]. 

 

Figure 13 : Principe ELISA-Malaria Antigène Test  

 

 Mode opératoire 

 

 Le test est réalisé selon les recommandations du fabricant de la manière suivante : distribuer 

100µL de tampon de lyse dans chaque puits de la microplaque. Ajouter 50µL de contrôle positif dans 

un puits et 50µL de contrôle négatif dans trois puits. Ajouter 50 µL de sang total dans les puits 

restants. Incuber la plaque à  l’étuve à 37°C pendant 60 minutes. Laver 5 fois les puits avec 350 µL 

de tampon de lavage. Distribuer dans tous les puits 100 µL de conjugué et incuber la plaque à 37°C 

pendant 30 minutes. Après cinq lavages avec du PBST 0,05%, 100 µl de TétraMéthylBenzidine 

(TMB plus®, Kementec), solution chromogène contenant le substrat de l’enzyme et le peroxyde 

d’hydrogène, sont ajoutés dans chaque puits et incubés pendant 15 minutes à 37°C et à l’abri de la 

lumière. La réaction est ensuite stoppée par ajout de  50 µl d’H2SO4 à 0,2M (solution d’arrêt). La 

lecture de la plaque se fait par spectrophotométrie à 450 nm contre 650 nm.  Les résultats du test ont 

été interprétés comme suit : les densités optiques (DO) des témoins négatifs devaient être inférieures 

à 0,100 et supérieures à 0,500 pour le contrôle positif. La valeur seuil (cut-off) a été calculée en 

multipliant par trois la valeur moyenne des DO des témoins négatifs. L’index antigène (Index Ag) de 

chaque échantillon a été obtenu en divisant la valeur de la DO de cet échantillon par celle de la valeur 

seuil (cut-off). L’échantillon est positif si son index Ag est supérieur ou égal à 1,0 et indiquait que cet  

échantillon contenait des parasites viables. Un échantillon était considéré négatif si son Index Ag 

était inférieure ou égale à 0,8 et indiquait qu’il y avait absence de parasites viables dans le sang ou 

qu’il y avait absence de multiplication de Plasmodium liée à une prise d’antipaludéen. Un échantillon 

était considéré douteux si son Index Ag était comprise entre 0,8 et 1,0.  
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2.3.4 Evaluation des protéines recombinantes par ELISA 

Deux types d’ELISA ont été utilisés. Un ELISA à base d’antigène Natif  (NatELISA) et un 

ELISA à base de protéines recombinantes (RecELISA)   

 

 Principe de l’ELISA           

 

 Deux cents µL de protéines recombinantes à 5 µg/ml été incubés durant une nuit (adsorption 

par liaison électrostatique dans une plaque de 96 puits en polypropylène Maxisorp®, Nunc)  dans du 

tampon PBS. Après 5 lavages avec du tampon PBST à 0,05%, les sites non spécifiques été saturés 

par 300 µL de PBST 0,05% + BSA 1%. Le tout a été placé à 37°C pendant 1 heure. La plaque a été 

lavée 3 fois à nouveau avec du PBST 0,05%. 10µL de sérum dilué au1/21
eme

 dans du tampon de 

dilution (PBST 0,05% + BSA 1%.) ont été déposés dans chaque puits de la microplaque. La plaque a 

été incubée 1heure à 37°C. Après trois lavages avec du tampon PBST 0,05% pour éliminer 

l’excédent d’anticorps, 100µL d’anticorps secondaire anti-IgG humain couplé à la HRP diluée au 

1/40 000
eme

 dans du tampon de dilution ont été distribués dans chaque puits. La plaque est incubée  à 

37°C pendant 1 heure. Après trois lavage avec du PBST 0,05%, 100 µl de TétraMéthylBenzidine 

(TMB plus®, Kementec), solution chromogène contenant le substrat de l’enzyme et le peroxyde 

d’hydrogène, sont ajoutés dans chaque puits et incubés pendant 15 mn à 37°C et à l’abri de la 

lumière. La réaction est ensuite stoppée par ajout de 50 µL d’H2SO4 à 0,2M (solution d’arrêt). La 

lecture de la plaque se fait par spectrophotométrie à 450 nm contre 650 nm. Des contrôles positifs et 

négatifs sont également testés. La détermination du Cutoff (seuil de positivité) permet l’interprétation 

des résultats. Le calcul de l’index permet de discriminer un échantillon positif d’un négatif.  

cut-off  =  moyenne de 3 sérums négatifs x  3.   

Index    = DO sérum/ Cut-off 

Index > 1= positif 

Index  0,8 = négatif 

0,8  = douteux 

 



82 
 

2.3.5     Recherche de mutations génétiques chez les souches de Plasmodium isolées  

 

 Les recherches dans le domaine de la résistance de P. falciparum aux antipaludéens en 

monothérapie chez les donneurs de sang béninois ont été peu documentées. Cependant les mutations 

des gènes Pfmdr-1 et Pfcrt comme causes déterminantes de la résistance du parasite vis-à-vis des 

amino-4-Quinoléines [135] et des gènes Pfdhfr et Pfdhps pour la sulfadoxine-pyriméthamine ont été  

bien établies. Pour les mécanismes d’action en partie élucidés, on  a trouvé la présence de mutations 

ponctuelles au niveau du gène de la protéine cible (gène pfdhfr pour la pyriméthamine) et des 

amplifications géniques modifiant l’expression des protéines cibles (gène Pfdhps pour la 

sulfadoxine). Des modifications de transporteurs parasitaires qui rendent difficile l’accès du principe 

actif à la cible (gène pfcrt et Pfmdr1 pour la chloroquine) ont été aussi évoquées.  C’est dans ce 

contexte que nous avons essayé d’identifier les mutations géniques des souches de P. falciparum 

retrouvées chez les donneurs de sang au sud du Bénin. La détermination du profil génétique des 

isolats  de P. falciparum par digestion enzymatique ou RFLP-PCR a été réalisée en collaboration 

avec le centre de recherche Medical Research Council (MCR)  en Gambie.  

 

2.3.6 Analyse statistique des données 

 

 Les données étaient analysées par le test de chi-carré et de Kruskall Wallis  en utilisant les 

logiciels « Sigma plot statistical analysis software 2001 (Systat  Software, Inc. San Jose, CA, USA) 

et Epi Info version 3.5.1). Les résultats étaient exprimés sous forme de moyenne ± écart-type. Les 

variations étaient jugées significatives à p < 0,05 avec un  intervalle de confiance (IC) = 95%. 
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3.1  RESULTATS   

 

3.1.1  Données sociodémographiques 

 

3.1.1.1          Répartition des donneurs  enquêtés par saison 

 Deux mille cinq cent quinze (2515) donneurs ont été inclus durant une période de 10 mois 

allant de Mai 2009 à Février 2010 répartie en  quatre saisons (Figure 14a) : période de grandes 

saisons des  pluies (GSP), de petite saison sèche (PSS), de petite saison des pluies (PSP) et de grande 

saison sèche (GSS). Le nombre des donneurs prélevés par saison est de : 590/2515 (23,5%, IC 95%: 

21,8 – 25,2%)  en GSP ;  410/2515 (16,3%, IC 95%: 14.9 - 17.8%) en  PSS ; 630/2515 (25.0%, IC 

95%: 24,4 – 26,8%) en PSP, et en fin 885/2515 (35,2%, ICI 95%: 33,3 – 37,1%) en GSS.  

 

 

 

Figure 14a : Distribution des donneurs (Nb = Nombre d’échantillon) et prévalence (posit = positif) 

du paludisme asymptomatique par saison selon la microscopie au sud du Bénin.  

 

3.1.1.2         Répartition des donneurs selon l’âge et le sexe  

 Nos données ont été recueillies sur la base d’une fiche d’enquête (annexe1). La répartition des 

donneurs selon l’âge et le sexe montre que ce sont les jeunes de 25 à 40 ans qui sont les plus 

représentés (54,83 %). L’âge médian est de 31± 9 ans. Les donneurs de sexe masculin sont  plus 

nombreux que ceux de sexe féminin soit respectivement, 2027/2515 (80,60%, CI 95% 79,0-82,1%)  
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d’hommes contre 488 femmes, 488/2515 (19.40%, CI 95%: 17.9-21.0%) (Tableau III). Les hommes 

sont également les plus parasités soit 12,43 %. (Tableau IV) P < 0,05. Le tableau V nous renseigne 

que la température corporelle de la plupart des donneurs parasités (80 %) est comprise entre 37°C et 

37,5°C. 

 

Tableau III: Répartition des donneurs selon le sexe et l’âge 

                      SEXE       Masculin     %               Féminin         % Total 

AGE    

[18-25[ 441 157 598 

[25-40 [ 1146 233 1379       (54,83 %) 

[40-50[ 311 67 378 

≥ 50 129 31 160 

TOTAL           2027    (80,60) 488                 (19,40) 2515 

 

 

Tableau IV : Répartition des donneurs parasités en fonction du sexe 

                       PLASMODIES                                                               Recherche positive % 

SEXE   

Masculin 252 12,43 % 

Féminin 43 8,81% 
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3.1.1.3           Les antécédents de paludisme rapportés par les donneurs 

 La majorité des donneurs, 1521 soit 60,47 % [(1521/2515(60,47%, IC 95%: 57,4 - 61.2%)] 

ont signalé avoir  souffert d’épisodes de paludisme dans l’année. L’expression clinique prédominante 

de ces antécédents de paludisme a été représentée par un accès simple rapporté  par 1387 donneurs 

soit 55,1 % [1387/2515 (55.1%, IC 95%: 53.2 - 57.1%)]  de cas  et 51 donneurs soit 2,0% [51/ 2515 

(2.0%, CI 95%: 1.5-2.7%)] ont déclaré un accès grave ayant  nécessité une hospitalisation. Quatre 

vingt trois (83) donneurs (3,3 %, IC 95 % : 2,7 – 4,1) ont fait les deux accès palustres. Neuf cent 

onze (911) donneurs soit 36,22% ont rapporté n’avoir pas fait un accès palustre au cours de l’année et 

83 donneurs (3,33 %)  ne se souvenaient pas en avoir fait. Sur les 1521 qui ont fait un accès  de 

paludisme, un traitement antipaludéen a été administré chez 509/1521 (33,46 %) dans un centre de 

santé et 1012/1521 (66,53 %) ont été traités en ambulatoire.  

3.1.1.4          Mesures de préventions utilisées par les donneurs 

 La plupart des donneurs n’ont pas fait  de la chimioprophylaxie mais ont pris des 

médicaments  ou des tisanes à titre curatifs lorsqu’ils ont senti des signes du paludisme. Soixante et 

un  virgule un pour cent (61,11 %) 1537/2515   des donneurs ont l’habitude de se traiter avec la 

quinine (22,5 %) 567/2515, CTA (20,3 %) 510/2515, tisane (13,4 %) 336/2515 et Fansidar® (4,9 %) 

124/2515.  

 La prévention par moustiquaire imprégnée a été une pratique courante chez les donneurs 

enquêtés et 1983 donneurs soit  78,84% d’entre eux ont déclaré dormir sous moustiquaire sous 

moustiquaire.  

3.1.2  Prévalence du paludisme asymptomatique selon les résultats de la goute épaisse 

(GE) et de  l’étalement mince. 

 Le taux de portage asymptomatique du Plasmodium était de 295/2515 (11,72 %, IC 95 %: 

10,5 – 13,1 %). Trois espèces de Plasmodium ont été diagnostiquées : Plasmodium falciparum 95,0 

%,  Plasmodium malariae 5,0 % et Plasmodium ovale 0,34 % (Tableau VI). L’espèce P. falciparum a 

été retrouvée chez  tous les  donneurs (295) positifs à la GE. 15/195 soit 5,10 % donneurs avaient des 

infections mixtes dans une proportion de : (P. falciparum, P. malariae) 14/295 soit 5,0 % et (P. 

falciparum, P. ovale) 1/295 soit 0,34% (Tableau V). La densité parasitaire de P. falciparum est très 

faible et variable chez les donneurs P < 0,05. Quatre vingt virgule soixante sept pour cent (80,67 %) 

238/295 des donneurs ont une parasitémie comprise entre 7 et 100 parasites par microlitre de sang et 

0,3 % ont une densité supérieure à 5000 p/µL (Tableau VII).   
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Tableau V : Récapitulatif des résultats GE/frottis sanguin 

 

Période de prélèvement Nb donneurs 

 positifs/Nb 

donneurs 

(N =2515) 

Taux de 

Positivité (%) 

Prévalence  des espèces 

 (N= 295) P < 0,05 

GSP    (Mai-Juin-Juillet) 67/590 11,4 P.falciparum (64/67)     95,52%  

*P.malariae (3/67)          4,47%  

               

PSS (Août-Septembre) 48/410 11,7 P.falciparum (45/48)     93,75%  

*P.malariae (3/48)          6,25%   

    

PSP (Octobre-Novembre) 100/630 16,0 P.falciparum (96/100)   96,0% 

*P.malariae(3/100)            3,0%     

 *P.ovale (1/100)                1,0%   

    

GSS (Décembre-Janvier-Février) 80/885 9,0 P.falciparum (75/79)     93,75%  

*P.malariae (5/80)          6,25%          

 

TOTAL 295/2515 11,72 P.falciparum (280/295)   95,0%  

*P.malariae (14/295)        5,0%    

 *P.ovale (1/295)              0,34% 

Infections mixtes (15/295)      5,10% 

*Infections mixtes 
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Tableau VI : Variation de la parasitémie chez les 295 donneurs positifs en Goutte épaisse 

 

Parasites /µL Fréquence Pourcentage  (%) 

7 - 100 238 80,67 

101 - 500 47 15,93 

5001 - 5000 9 3,05 

> 5000 1 0,3 

Total 295 100 

P < 0,05 

 

 

Tableau VII : Espèces plasmodiales identifiées 

 

 Espèces  Nombre donneurs infectés Pourcentage 

P. falciparum 280 95 

P. malariae 14 5 

P.ovale 1 0,34 

Total 295 100 
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3.1.2.1  Variation de la transmission des espèces plasmodiales selon les saisons 

 

 Pendant la saison des pluies (SP) c’est à dire GSP+PSP, pour un total de 1220 donneurs testés 

en GE, 167 sont porteurs de Plasmodium soit une prévalence de 167/1220 (13,7 %), tandis qu’en 

saison sèche (SS = PSS+GSS) 128 tests sont positifs sur 1295 réalisés, soit un taux de 9,9 % (Figure 

14b). Cette transmission de Plasmodium varie selon les espèces et reste constante pour l’espèce 

falciparum durant toutes les saisons tandis que la fréquence de P. malariae s’observe surtout pendant 

la grande saison sèche  P < 0,05 (Tableau V). 
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Figure 14b: Prévalence du paludisme asymptomatique selon la microscopie pendant la saison 

pluvieuse (SP) et la saison sèche (SS) chez les donneurs de sang au sud du Bénin 
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3.1.3  Prévalence des anticorps et de l’antigène pLDH du Plasmodium 

 

 La recherche des anticorps anti-Plasmodium par la technique ELISA anticorps chez 2515 

donneurs a révélé un taux de positivité (index Ac ≥ 1) très élevé avec une prévalence de 74,0 

% [1861/2515(74,0 %, IC 95 %: 72,3 - 75,7 %)]. L’équivoque (index Ac entre 0 ,8 et 1) portait sur 

327/2515 échantillons, soit une prévalence de 13 %. Trois cent vingt et sept (327) donneurs avaient 

leurs résultats négatifs (index Ac < 0,8) soit une prévalence de 13, 0 %[(13,0%, IC 95%: 11,7 -14,4 

%). Les taux d’anticorps observés par saison se répartissaient comme suit : 76,9 % pour les mois de 

Mai – Juin - Juillet; 70,2 pour les mois d’Août à Septembre; 58,6 % pour les mois d’octobre - 

Novembre et 84,7 % pour les mois de Décembre à Février. Nous avons constaté une variation 

significative du taux d’anticorps par rapport aux saisons chez les donneurs de sang au sud du Bénin 

(X
2 

= 152,52 df = 6, P < 0,001). La présence de l’antigène pLDH a été retrouvée chez 965 donneurs 

sur les 2515 échantillons testés avec la technique de « apDia Antigen ELISA » représentant une 

prévalence de 38,36% [(965/2515) IC 95 %: 36.5 - 40.3%). Un résultat douteux a été observé chez 81 

donneurs de sang soit environ 4,2 %. Les taux d’antigène observés par saisons sont : 142/590(24,1 

%) pour les mois de Mai–Juin-Juillet ; 206/410 (50,2 %) pour les mois d’Août à Septembre; 323/630 

(51,3 %) pour les mois d’octobre - Novembre et 294/885 (33,2 %) pour les mois de Décembre à 

Février. Il y a une différence statistiquement significative dans la distribution des taux d’antigène 

chez les donneurs au sud du Bénin (X
2 

= 368,57 df = 6, P < 0,05) (Tableau VIII). Sur un total de 

2515 donneurs testés par les deux techniques, 1861 résultats sont positifs en anticorps et 965 le sont 

également en antigène. La proportion de présence à la fois d’anticorps et d’antigène dans les 

échantillons était de 744/965(77,1 %) et aucune différence statistique n’a été observée entre la 

présence d’anticorps et présence d’antigène (X
2 

= 8,77 df = 4, P = 0,06) (Tableau IX).  
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Tableau VIII: Taux de positivité  par saison de l’ELISA  pLDH et ELISA anticorps dans la 

détection de Plasmodium chez les donneurs  de sang.  

 

   SAISONS    

  GSP PSS PSP GSS  

ELISA  

pLDH 

POSIT 142 

(24,1%) 

206 

(50,2%) 

323 

(51,3%) 

294 

(33,2%) 

965 

(38,4%) 

 

ELISA 

antibody 

test  

POSIT 454 

(76,9%) 

288 

(70,2%) 

369 

(58,6%) 

750 

(84,7%) 

1861 

(74,0%) 

 

Tableau IX: Etude comparative des résultats de l’ELISA pLDH et l’ELISA anticorps dans le 

dépistage du paludisme asymptomatique chez les donneurs de sang 

 

        ELISA pLDH   

  Positif Douteux Négatif TOTAL 

 ELISA 

Anticorps  

Positif 744 440 677 1861 

 Douteux 

 

109 93 125 327 

 Négatif 112 

 

87 128 327 

 TOTAL 965 620 930 2515 

 

Chi-square = 8.7746, df = 4, P = 0,0670.                      
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Sur un total de 2515 donneurs testés, 295 sont positifs à la goutte épaisse contre 965 à 

l’ELISA pLDH ce qui correspond respectivement à une sensibilité clinique de 11,72 % (295/2515) 

(IC 95 %: 10,5 – 13,1 %) et de 38,40 % (965/2515) (IC 95 %: 36,5 – 40,3 %) chez les donneurs de 

sang pour la goutte épaisse et l’ELISA pLDH . Dans la même série, 2220 tests  sont révélés négatifs à 

la goutte épaisse tandis qu’on observe 930 négatifs à l’ELISA pLDH ce qui correspond 

respectivement à une spécificité clinique de 88,27 % (2220/2515) (IC 95 %: 87,0 – 89,5 %) et 37,0 % 

(930/2515) (IC 95 %: 35,1 – 38,9 %) pour la goutte épaisse et l’ELISA pLDH. Il existe 

statistiquement une différence significative  entre les résultats de la goutte épaisse et de l’ELISA 

pLDH (X
2 

= 261,70, df = 2, P < 0,05) Tableau Xa. Le taux de positivité en pLDH confirmé par la 

goutte épaisse est de 231/965 (23,93). Le seul échantillon positif en goutte épaisse mais négatif en 

ELISA pLDH soit 1/930 (0,1 %) est une infection mixte à prédominance Plasmodium malariae. La 

présence concomitante d’anticorps et de parasites a été observée dans une proportion de 

230/1861(12,4 %) tandis que le taux de positivité en parasites sans présence d’anticorps était de 

230/295 (78,0 %) Tableau Xb. 

 

Tableau Xa: Résultats comparatifs de la goutte épaisse et de l’ELISA pLDH dans le diagnostic du 

paludisme asymptomatique chez les donneurs de sang au sud du Bénin 

  

  ELISA pLDH    

  Positif Douteux Négatif TOTAL 

Microscopie Positif 231 

 

63 

 

1 

 

295 

 

 Négatif 734 

 

557 

 

929 

 

2220 

 

 TOTAL 965 

 

620 

 

930 

 

2515 

 

Chi-square = 261,7080, df = 2, P = 0,0001. 
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Tableau Xb: Résultats comparatifs de la goutte épaisse et de l’ELISA anticorps dans le diagnostic du 

paludisme asymptomatique chez les donneurs de sang au sud du Bénin 

 Ac  pos Ac ng Total 

Ag pos. 209 41 250 

Ag ng. 11 5* 16 

Total 220 46 266 

              ELISA Anticorps   

  Positif Douteux Négatif TOTAL 

Microscopie Positif 230 34 31 295 

 Négatif 1631 

 

293 296 2220 

 TOTAL 1861 327 

 

327 2515 

Chi-square = 2.8704, df = 2, P = 0,2381. 

 

3.1.4  Performance diagnostique comparée des trois techniques :                

microscopie, ELISA-pLDH et ELISA-anticorps 

 En prenant la microscopie comme technique de référence nous constatons que l’ELISA-

pLDH donne assez de faux négatifs pendant la grande saison des pluies et la petite saison des pluies. 

Les résultats de l’ELISA-pLDH sont concordants avec ceux de la microscopie pendant la petite 

saison sèche et la grande saison sèche. Le taux d’anticorps est très élevé pendant la grande saison des 

pluies et la grande saison sèche (Figure 15). Il y a une différence significative P > 0,05 entre le taux 

d’anticorps et celui de l’antigène pLDH pendant la grande saison des pluies et la petite saison de 

pluies.  Cependant cette microscopie n’est pas indiquée en zone d’endémie palustre 
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Figure 15: Prévalence comparée du paludisme asymptomatique chez les donneurs de sang béninois 

(n= 2515) selon les résultats de la microscopie, de ELISA-pLDH et ELISA-anticorps, durant les 4 

saisons : Mai à Juillet 590/2515 (GSP), Août à Septembre 409/2515 (PSS), d’Octobre à Novembre  

630/2515 (PSP)  et de Décembre à Février  886/2515 (GSS).  

 

3.1.5        Calcul de la Sensibilité (Se) et de la Spécificité (Sp) de l’ELISA-pLDH 

Sur 266 malades de paludisme confirmés par la microscopie, l’ELISA-pLDH a détecté 250 

cas soit une sensibilité de 94%, les résultats douteux  sont considérés comme positifs pour le calcul. 

Neuf (9) cas infectés par P.falciparum sont négatifs dont 5 ont été traités avant l’examen  du sang. 

GSP PSP GSS PSS 

Saisons 
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Les 4 restants n’ont fourni aucune information.  Sept (7) cas de P. ovale n’ont pas été diagnostiqués 

positifs, ce qui serait certainement dù à la limite de l’anticorps monoclonal à détecter certaines 

souches de P. ovale. 

 Résultats comparés d’ELISA-pLDH(Ag) et ELISA-Anticorps(Ac) 

L’ELISA-anticorps est positifs chez  220 patients (Tableau XI). Les deux tests combinés ont 

révélé  261 cas positifs et sont négatifs chez 5 patients infectés par P.falciparum qui ont certainement  

pris d’antipaludique et 4 infectés par P. ovale (Tableau XII). La Spécificité par rapport au risque de la 

transmission du paludisme chez les "donneurs à risque" et les "non à risque" était respectivement de 

99,6 et 99,5 %, avec une spécificité globale de 99,57 %. La valeur prédictive positive (VPP) et la 

valeur prédictive négative (VPN) de l’ELISA-pLDH, étaient respectivement de 94,3 % et 99,5 %. 

 

Tableau XI : Résultats comparés d’ELISA-pLDH(Ag) et ELISA-Anticorps(Ac) dans une population 

de 266 paludéens confirmés par la microscopie (n= 266)  

 

 Ac  pos Ac ng Total 

Ag pos. 209 41 250 

Ag ng. 11 5* 16 

Total 220 46 266 

* 1 cas de P. falciparum  et 4 cas de P. ovale  traités avant le diagnostic parasitologique  

 

3.1.5.1     Détectabilité de l’ELISA pLDH 

 Le seuil de détection des parasites par la microscopie et l’ELISA pLDH est calculé en 

utilisant une gamme de globules rouges infectés (iRBCs) et de pLDH recombinante (rpLDH). La 

parasitémie a été calculée sur des dilutions située entre 24,676 iRBCs/µL et 0,0005 iRBCs/µL (valeur 

extrapolée). L’établissement d’une droite de régression linéaire a permis d’identifier un coefficient de 

corrélation de 0,977. La limite de détection était de 1 parasite/µL pour ELISA pLDH, ce qui 

correspond à 0,08 ng/ml de rpLDH. Le seuil de détection avec la courbe  standard utilisant rpLDH 

était de 0,125 ng/ml, la courbe étant  linéaire jusqu’à 2,5 ng/ml (Figure 16 et tableau XIII). 
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Figure 16 : Détectabilité de pLDH de P.falciparum et de pLDH recombinant  

Courbe standard pour une série de 10 tests pour rpLDH et de 15 essais pour hématies infectées par 

P.falciparum (P.f iRBCs). La détectabilité était de 2,5 ng/mL pour rpLDH et de 1 parasite par 

microlitre pour iRBCs. 
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Tableau XII : Détectabilité de ELISA-pLDH évaluée avec rpLDH et des globules rouges       

infectés par P.falciparum (Pf iRBCs) 

      A 

rpLDH ng/mL INDEX SD 

0 0,335 0,071 

0,125 1,465 0,365 

0,25 2,650 0,312 

0,50 4,595 0,553 

0,625 5,550 0,550 

1 8,464 0,830 

1,25 10,129 0,149 

2 11,299 0,145 

2,50 11,607 0,358 

4 12,11 1,067 

5 12,057 0,461 

 
       B 

PARASITE/µL INDEX SD 

0 0,194 0,061 

0,0005 0,165 0,036 

0,0051 0,205 0,045 

0,0141 0,217 0,036 

0,1455 0,312 0,064 

0,4 0,556 0,110 

1 0,908 0,100 

4 1,922 0,335 

11 3,886 0,310 

31 7,017 1,073 

56 11,227 1,000 

117 16,523 1,609 

319 33,032 3,073 

872 45,664 2,435 

3,298 46,396 2,353 

24,676 47,630 2,444 
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3.1.6  Evaluation des protéines recombinantes 

 

 Les tests ELISA (l’ELISA-Ac avec Ag natif de P.falciparum NatELISA et ELISA-Ac avec 

des protéines recombinantes RecELISA) ont été réalisés sur  1358 donneurs (290 positifs et 1068 

négatifs) générés par le hasard. Les résultats de l’ELISA-Ac avec Ag natif ont donné une 

séroprévalence de 1161/1358 (85,49 %) contre 1343/1358 (98,89 %) pour ELISA-Ac avec des 

protéines recombinantes. Mille cent cinquante et huit (1158) échantillons sont positifs à la fois aux 

deux ELISA (Tableau XIII) soit une séroprévalence de 85,27 % observée dans la population des 

donneurs de sang au Sud du Bénin.  

La capacité de détection des espèces plasmodiales par la microscopie et ELISA-pLDH sont 

presque identiques soit respectivement 274 et 273 cas diagnostiqués P > 0,05. La détection 

d’anticorps spécifique à chaque espèce de Plasmodium (Tableau XIV) montre la suprématie des 

recombinants PfMSP1+AMA1 (ELISA-Ac Rec. PfMSP1+AMA1) soit un pourcentage de 268/290 

(92,41 %) contre 247/290 (85,17 %) pour l’antigène total (ELISA-Ac (Ag tot. Pf) P < 0,05.  

Le taux de séroprévalence du paludisme à base de marqueurs recombinants et de l’antigène 

native chez les donneurs de sang au sud du Bénin, montre que les marqueurs Rec. PfMSP1+AMA1 

sont les plus immunogènes avec un taux de positivité de 94,6 % (Figure 17). Le sérodiagnostic 

comparé du paludisme selon ELISA-antigène total et ELISA à base de marqueurs moléculaires 

durant les 4 saisons montre un pic d’anticorps anti pLDH en SRS et traduit ainsi une saison de forte 

transmission du paludisme. Par contre, les taux d’anticorps contre les espèces P. ovale et P. malariae 

atteignent leur maximum en GSS. (Figure 18). Le taux de prévalence des anticorps anti-plasmodium 

varie avec une différence significative pendant les saisons P < 005. [164]. 

 

Tableau XIII : Résultats comparés de l’ELISA-Ac (Ag natif de P.falciparum) et ELISA à base des 

marqueurs recombinants (rec. Pf+Pm+Po) chez les donneurs de sang béninois (n = 1358) 

 rec. ELISA positif total rec. ELISA négatif total Total 

Ag natif Pf ELISA pos 1158 3 1161 

Ag natif Pf  ELISA neg 1185 12 197 

Total 1343 15 1358 

 



99 
 

Tableau XIV : Répartitions de la prévalence des trois espèces et associations d’espèces plasmodiales 

chez les donneurs de sang béninois, selon le marqueur moléculaire  et la technique utilisée (n = 290 

positifs divisés en 274 P. f, 1 P .f + P. o et 15 P. f + P.m) et des donneurs négatifs (n = 1068) 

identifiés par microscopie. 

 

 

 
Techniques 

 

        Espèces 

 

Microscopie ELISA-

pLDH 

ELISA-Ac 

(Ag tot. 

Pf) 

ELISA-Ac 

(Rec. 

PfMSP1+A

MA1) 

ELISA-Ac (Rec. 

Po MSP1 

ELISA-Ac 

(Rec. Pm) 

MSP1 

ELISA-Ac 

(Rec. Sp) 

P.falciparum 274 273 247 268 186 219 273 

P. ovale + P.f 1 1 0 1 0 0 1 

P. malariae + P.f 15 15 12 15 11 12 15 

Négatif 1068 708 902 1001 595 703 1054 

Total 1358 997 1161 1285 792 934 1343 

        

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17: Taux de séroprévalence du paludisme à base de marqueurs recombinants et de l’antigène 

natif chez les donneurs de sang au sud du Bénin.  
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Figure 18: Evolution saisonnière de la séroprévalence à base de NatELISA et RecELISA  

(rPfMSp1+ rPfAMA1, rPoMSP1 et rPmMSP1) chez les donneurs de sang au Sud du Bénin.  

LRS (Long raining season), SDS (Short dry season), SRS (Short raining season), LDS (Long dry 

season)  

 

3.1.7 Prévalence des mutations associées à la résistance de Plasmodium falciparum  

à la chloroquine et à la sulfadoxine-pyriméthamine  

 

La fréquence des mutations des gènes associés à la résistance du Plasmodium falciparum aux 

antipaludiques et les combinaisons de ces différentes mutations ont été déterminées. Les 

médicaments usuels concernés sont la chloroquine, la pyriméthamine et la sulfadoxine. Le profil 

génétique de  98 isolats de Plasmodium retrouvés chez 98 donneurs positifs à la microscopie (généré 

par le hasard), a été réalisé. Les gènes pfcrt et pfmdr1 (associés à la résistance à la chloroquine) ont 

montré respectivement 70,41% (95 % CI : 61,21-79,60) de mutations pour le codon 76 Pfcrt et 

57,14% (95 % CI : 47,17-67,12) pour le codon 86 Pfmdr1. Le taux de mutations observées pour le 
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codon 108 du gène Pfdhfr associé à la résistance à la pyriméthamine et de 74,49% (95 % CI : 65,71-

83,27). Pour le gène Pfdhps associé à la résistance à la sulfadoxine, 83,67 % (95 % CI : 76,23-91,12) 

de mutations ont été observées pour le codon 437(Tableau XV). Le taux de triples mutations Pfdhfr-

51/59/108 observée a été de 34,69 %.  

 

Tableau XV : Prévalence des mutations associées à la résistance de Plasmodium falciparum à la 

chloroquine, pyriméthamine et sulfadoxine (n= 98) 

 

 Gène locus Nombre Mutation (%) 

Chloroquine Pfcrt-76 69 70,41 

 Pfmdr 1-86 56 57,14 

 Pfcrt/Pfmdr1 45 45,92 

    

Pyriméthamine Pfdhfr- 51 59 60,20 

 Pfdhfr-59 68 69,39 

 Pfdhfr-108 73 74,49 

 Pfdhfr-51/59/108 34 34,69 

    

Sulfadoxine Pfdhps-437 82 83,67 

 Pfdhps-540 0 0 

 Pfdhps-437/540 0 0 
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DISCUSSION 

 

 Notre étude a porté sur 2515 donneurs de sang prélevés dans les CDTS au sud du Bénin 

(Atlantique-Littoral, Ouémé-Plateau et Mono-Couffo). Ces six départements présentent un climat de 

type équatorial humide à deux saisons pluvieuses et deux saisons sèches. Selon les résultats des trois 

techniques utilisées, la transmission du paludisme se fait de façon permanente avec une 

recrudescence pendant les saisons des pluies [10]. Les espèces les plus transmises sont Plasmodium 

falciparum (97,10%) et Plasmodium malariae 2,00% d’après [8,138]. Ces résultats sont proches des 

nôtres, soit 95 % pour Plasmodium falciparum,  et 5 % pour Plasmodium malariae. La prévalence 

globale de portage asymptomatique du Plasmodium dans notre étude est de 11,72% en microscopie. 

Nos résultats sont largement supérieurs à ceux rapportés par Erhabor au Nigéria (10,32 %) [139], 

Owusu-Ofori au Ghana (10,2 %) [124] mais différents de Carme au Congo (8,5 %)[140]  et Ali au 

Soudan (21 %) [141]  qui  ont rapporté respectivement des  taux de prévalence  de 10,2% ; 10,20% ; 

8,5% et 21 % ; Une étude réalisée   au Bénin en début de grande saison de pluies, a rapporté un taux 

de prévalence de 33,5% [126].  Ce résultat est proche du taux de 23 ,36 % que nous avons obtenu 

lorsque nous prenons uniquement en compte les résultats de cette étude pendant cette même période 

de début des saisons des pluies. D’autres auteurs ont rapporté des taux de prévalence beaucoup plus 

élevés : Guiguemde et collègue au Burkina Faso [142] ; Okocha et collègue au Nigéria [130]; Epidi 

et et collègue au Nigéria [143] ont trouvé respectivement des taux de prévalence de 50,7% ; 55% ; et 

51,5%. L’étude a montré que les hommes étaient plus parasités comparativement aux femmes (12,43 

% vs 8,81 % P < 0,05). Une étude menée par Bonilla  en 1993 en Colombie [144], a également 

montré que les hommes étaient plus parasités que les femmes soit respectivement 59 % contre 41 % 

P < 0,05. Cependant dans une publication en 1994, Vlassoff et collègue   ont observé plus de femmes 

ghanéennes infectées que les hommes ghanéens [145]. 

 P. falciparum a été  identifié dans tous les 295 échantillons positifs  dont 5,0 % d’infections mixtes 

(P. falciparum ; P. malariae). Uneke et collègue ont observé la même situation au Sud-est du Nigéria  

en 2006 avec 2, 3 % d’infections mixtes [146]. 

Nous avons utilisé dans cette étude un Kit commercial Elisa Plasmodium LDH pour   la 

recherche de l’antigène pLDH de Plasmodium. La technique  a montré des valeurs intrinsèques de 

performance très remarquables (VPP = 94,3 % et VPN= 99,5 %). Elle a montré une capacité de 

détection de 1 parasite par µL qui est l’un des seuils de parasitémie les plus faibles observés en Elisa. 

Ce seuil de détection est meilleur à celui des TDR qui est de 50 parasites par µL [147]. En Elisa 

HRP2 le seuil est à peu près de 11,7 parasites par µL avec une concentration de 6 ng/ml de 
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recombinant PfHRP2 [148].Cette Elisa pLDH a été positive dans une proportion de 38,40 %. Le 

pourcentage de résultats douteux est d’environ 4.2%.  Nos résultats de détection de l’antigène pLDH 

diffèrent de ceux trouvés par Diop et al au Sénégal qui ont rapporté 0 ,53% de taux de détection de 

pLDH et 2,23% de cas douteux [19].  La technique n’a pas pus diagnostiquer des cas d’infection à P. 

ovale ce qui serait dû à l’incapacité de l’anticorps monoclonal à identifier certaines souches de P. 

ovale [149].  

La recherche d’anticorps de Plasmodium avant transfusion est systématique en zones non 

endémiques de paludisme et inutile en zones où sévit le paludisme. Cependant, nous avons évalué la 

séroprévalence du paludisme dans le cadre de cette étude chez les donneurs de sang béninois car 

aucune des techniques actuellement disponibles ne distinguent correctement les autres espèces 

plasmodiales (P. ovale, P.malariae). La séroprévalence (présence d’anticorps anti-Plasmodium) 

confirmée par la technique ELISA-Ac avec l’antigène natif  était de 74 % toutes espèces confondues. 

L’équivoque portait sur 327 échantillons soit 13%. Cette séroprévalence est proche de celle trouvée 

par Diop et al. (2009) au Sénégal. En utilisant des protéines recombinantes (ELISA-Ac Rec. 

PfMSP1+AMA1, rec PmMSP1, rec PoMSP1) nous avons observé une surprenante séroprévalence 

élevée (58 %, 68,8 % et 94,6 %) respectivement pour  rPoMSP1, rPmMSP1 et Rec. PfMSP1+AMA1. 

Devant une telle sérologie nous pouvons répondre par l’affirmative à une importante question posée 

par Drakeley et Cook en 2006 nous citons « La sérologie est-elle utile pendant la phase d’élimination 

ou de pré-élimination du paludisme [150]? 

Nos travaux ont montré que le risque de transmission de Plasmodium par la transfusion 

sanguine existe au  Bénin car les hématozoaires de Plasmodium malariae  5 % et P. ovale 0,34% 

identifiés au cours de notre étude, peuvent persister trois ans et plus chez les receveurs avant de 

provoquer le paludisme selon des auteurs [122,139]. Le risque le plus évident est aussi dû à la survie 

du Plasmodium à une température comprise entre 2 et 6°C au sein de l’hématie infectée, pendant des 

jours voir des semaines [7, 68,151]. Cela soutient l’idée de certains auteurs qui ont déjà préconisé 

l’introduction d’un dépistage du Plasmodium sur les dons de sang en Afrique, [19,152] surtout que le 

diagnostic d’accès palustre post-transfusionnel n’est pas aisé et est souvent difficile à élucider [153]. 

Nous rapportons ici un cas de paludisme post-transfusionnel chez un garçon de 14 ans à Madagascar. 

 L’influence des différentes saisons sur la transmission du paludisme chez les donneurs de 

sang béninois montrait  que la transmission était quasi constante durant toutes les saisons de l’année 

pour Plasmodium falciparum tandis que Plasmodium malariae est surtout transmis en début de 

saison pluvieuse et petite saison pluvieuse P< 0,05. La densité parasitaire variait de 7 à 100 parasites 

par µL. Même si la gravité du paludisme transfusionnel n'est pas nécessairement liée à la densité 
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parasitaire, les densités obtenues lors de cette étude devraient être prises au sérieux puisqu’ une 

parasitémie de 100 parasites par microlitre, considérée comme faible, représente chez un receveur 

transfusé avec  500 ml de sang, un inoculum d'environ 50 000 000 parasites souvent pathogènes chez 

l’homme. L’automédication était pratiquée par les donneurs dans une proportion de 4,81%. La 

parasitémie était significativement plus forte (p<0.05) chez les donneurs qui pratiquaient 

l’automédication comparée à ceux qui ne pratiquaient pas.  

  Dans le cadre de la sécurisation des transfusions sanguines, l’Elisa Plasmodium LDH est un 

excellent outil de qualification des poches de sang en Zone d’endémie palustre. Il serait alors possible 

d’exiger des poches de sang exemptes de Plasmodium pour le nouveau-né surtout de faible poids, les 

malades immunodéprimés et les femmes enceintes candidats à la transfusion sanguine. 

Les antigènes recombinants ont été utilisés pour évaluer la séroprévalence chez les donneurs 

de sang béninois. Les résultats observés à partir de la figure 17, montre que l’utilisation de l’antigène 

Pf Natif total a sous estimé la séroprévalence. Cependant cette séroprévalence reflète l’exposition de 

la population des donneurs au paludisme [162]. Cette exposition varie de saison en saison et d’année 

en année. La séroprévalence pourra jouer  un grand rôle en épidémiologie d’élimination ou de pré-

élimination du paludisme après la découverte d’un vaccin contre le paludisme [150,164]. 

Les résultats de génotypage des gènes ont montré une fréquence élevée de mutation au sein de 

notre population d’étude sept ans après le changement de politique de prise en charge du paludisme 

au Bénin. La fréquence des mutations des codons des gènes impliqués dans la résistance de 

P.falciparum est de    70,41 % de mutation Thr-76 et 57,14 % de mutation Tyr-86 pour 

respectivement les gènes Pfcrt et Pfmdr 1. Nous n’avions pas observé sur les isolats des donneurs 

béninois de mutation de codon 540 du gène dhps. Ces mêmes observations ont été faites par Basco et 

Mayor sur des isolats des camerounais [154] et mozambicains [155].  En effet, la fréquence des 

gènes de résistance à la CQ diffère d’un pays à un autre en Afrique [156,154]. Ainsi, Tinto et 

collègue ont trouvé un taux beaucoup plus bas (24%) chez les burkinabé [157]. Le nombre d’isolats 

mutants à dhfr est plus élevé que ceux de la dhps. Le taux de triple mutation Pfdhfr-51/59/108 

observé dans cette étude était beaucoup plus faible que celui de Moussiliou et al en 2013 qui ont 

trouvé au taux de 80 % [161]. 

 Ces résultats montrent que ces donneurs béninois sont des réservoirs de souches résistantes 

de P. falciparum et seraient par conséquent de sources de risque de TPT. Ces observations supportent 

aussi le retrait des médicaments incriminés. Il est donc nécessaire de veiller au respect et à la bonne 

utilisation des antipaludiques autorisés par le PNLP afin de réduire la propagation de la résistance.  
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CONCLUSION 

 

 La transmission du paludisme chez les donneurs de sang est très  importante en saison 

pluvieuse. Les poches de sang infecté de Plasmodium peuvent transmettre le paludisme aux 

receveurs. C’est un problème négligé mais qui revient à l’avant-garde selon les récentes discussions 

faites par Allain en 2010 [158]. La microscopie et les techniques de dépistage d’anticorps ne sont pas 

adaptées au dépistage de masse dans les centres de transfusion sanguine des zones endémiques du 

paludisme. Sur la base des résultats de cette étude, la détection de l’antigène pLDH de Plasmodium 

par ELISA pourrait être un outil intéressant pour  la qualification des poches de sang en vue d’assurer 

la sécurité transfusionnelle vis-à-vis du paludisme en zone d’endémie palustre. L’un des avantages du 

test  est que les faux positifs sont exceptionnels contrairement à des tests à base de HRP2 (Protéine 

riche en histidine) qui peuvent donner de faux positifs deux semaines après la disparition des 

parasites. HRP2 peut être absent dans certain cas de paludisme. La détection de l’antigène pLDH est 

très efficace lorsque le parasite est présent [52]. Quelques écueils ont été observés au cours de 

l’étude : le test n’a pas réussi à détecter  certain cas d’infection par P.ovale ; de même, si les 

donneurs ont fait de l’automédication avant le don de sang, l’infection palustre est souvent masquée 

et l’Elisa pLDH est faussement négative. En somme, le dépistage systématique de P. falciparum dans 

les dons de sang permettrait d’éviter de transfuser  du sang infecté et d’accroître la sécurité 

transfusionnelle pour les bénéficiaires fragiles comme les enfants surtout prématurées, les femmes 

enceintes et les malades immunodéprimés. Le principal problème reste la possibilité de rejeter des 

dons positifs en Plasmodium en termes de disponibilité de sang dans les zones endémiques où les 

besoins de transfusion sont en augmentation. Cependant, ce dépistage de poches de sang infecté 

jouerait également un rôle dans les traitements inutiles chez les receveurs de sang et contribuerait à 

réduire la résistance du Plasmodium. De nos jours, les tests moléculaires de génotypage et d’étude de 

résistances du Plasmodium  offrent certes une opportunité d’efficacité thérapeutique et de 

surveillance de la chimiorésistance de P. falciparum  [159,160]. Malheureusement, ces tests ne 

peuvent se faire actuellement qu’en partenariat avec les laboratoires du Nord ou ceux de la sous 

région qui en ont les moyens. 
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PERSPECTIVES 
 

 Dans le cadre d’une détection combinée d’antigène et d’anticorps de Plasmodium pour la 

prévention du paludisme transfusionnel, le développement d’une technique immunoenzymatique 

combinant des anticorps monoclonaux antipLDH et anti protéines recombinantes "Test Combo" sera 

envisagé. L’évaluation multicentrique d’une telle technique comme outil de dépistage de paludisme 

chez les donneurs de  sang dans les centres de transfusion de trois pays endémiques du paludisme 

peut être expérimentée. Le coût d’un tel projet ne peut se réaliser qu’en collaboration avec un 

laboratoire industriel avec un contrat de confidentialité 
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ANNEXE 2 

 

The ears of the African elephant:  unexpected high seroprevalence of Plasmodium ovale and P. 

malariae in Benin.  
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ANNEXE 3 

FICHE  D’ENQUETE 

 

Date de l’enquête : /__/ /__/    /__/ /__/    /__/ /__/ 

Lieu de l’enquête :      A-L      /__/               O-P    /__/        M-C      /__/ 

 

Numéro de la fiche ……………………………………….. /__/ /__/    /__/ /__/      

 

1- Caractéristiques du donneur 

 

Nom et prénoms (Initiaux et N° de carte)………………   /__/ /__/    /__/ /__/     

           

Sexe ……………………………………………………/__/ /__/   (M ou F)   

   

Age ……………………………………………………/__/ /__/ ans 

 

Profession …………………………………………………………… 

   

Quartier de résidence, domicile……………………………………… 

  

Numéro de téléphone………………………………………………… 

 

Nationalité ……………………………………… /__/   (Béninoise  = 1 Autres  =  2) 

 

Nombre de dons ……………………………………………………/__/ /__/    

 

 Numéro de poche de sang…………………………         /__/ /__/    /__/ /__/     

 

Avez-vous été transfusé cette année ? ……………….... oui /__/     non /__/ 
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2 - Renseignements cliniques  

 

Température………………………………………………../__//__/, /__/ 
o 
C 

 

Fièvre…………………………………………………….. oui /__/     non /__/ 

 

Céphalées…………………………………………………. oui /__/     non /__/ 

 

Hépatomégalie……………………………….….................oui /__/     non /__/ 

 

Splénomégalie…………………………………………….. oui /__/     non /__/ 

 

 Muqueuse colorée…………………………………………. oui /__/     non /__/ 

 

Fatigue……………………………………………………….oui /__/     non /__/ 

 

Vomissement………………………………………………….oui /__/     non /__/ 

 

Anorexie……………………………………………………… oui /__/     non /__/ 

 

Autres signes…………………………… ……...oui /__/     non /__/ (préciser………………) 

 

Tension artérielle…………………………………………… /__/  /__/ 

 

Pouls……………………………………………………………………………/__/ 
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  3 - Renseignements sur l’histoire du paludisme du donneur                                   

                              

Dormez –vous sous moustiquaire ?.......................................... oui /__/     non /__/ 

 

Vous  pratiquez   la chimioprophylaxie ?…………………………… oui /__/ non /__/ 

Vous faites de la prévention ? …………………………… oui /__/ non /__/  

Avez-vous eu d’épisodes de paludisme cette année ?    oui /__/     non /__/     

     (Si non  arrêter de prendre les renseignements ; si oui continuer)   

Accès simple………………………………………………….. oui /__/     non /__/ 

 Accès grave……………………………… ………………… oui /__/     non /__/ 

Avez-vous été traité ?………………………………………… oui /__/     non /__/ 

Si oui avec quel médicament ?............................................................................  

Le médicament a été prescrit par un médecin ou un agent de santé ?….oui /__/     non /__/ 

Si oui avec quel médicament ?............................................................................  

   

4 - Résultats hématologiques et sérologiques 

Groupe sanguin-Rh……………………………………………/__/ /__/    /__/ /__/ 

 

Taux d’hématocrite……………………………………………………………/__/ 

 

TPHA (Syphilis) ………   …………………………………….Positif /__/     Négatif /__/  

Hépatite B…………………………………………………….. Positif /__/     Négatif /__/ 

Hépatite C……………………………………………………... Positif /__/     Négatif /__/ 

V IH-I…………………………………………………………...Positif /__/     Négatif /__/ 

 VIH-II…………………………………………………………..Positif /__/     Négatif /__/ 

(Préciser la nature des techniques utilisées) 
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   5 – Résultats Goutte épaisse et Frottis sanguin 

 GE : 1
er

 lecture  Positive /__/ Négative /__/ ; 2
em

 lecture  Positive /__/ Négative /__/          

 3
em

 lecture Positive /__/ Négative /__/   

  Si GE Positive préciser la DP /__//__//__//__//__//__/ parasites / µL de sang.  

 Frottis : espèce diagnostiquée ……/__//__//__//__//__//__/ (Pf = 3 ; Pm = 4 ; Po =5 ; Pv =6)  

 

6 – Résultats Nested PCR  (Génotypage des gènes)  

Pfcrt………………………………………  Positif /__/ Négatif /__/ 

Pfmdr1…………………………………….. Positif /__/ Négatif /__/ 

dhfr…………………………………………Positif /__/ Négatif /__/. 

Dhps………………………………………..Positif /__/ Négatif /__/ 

 

7 – Résultats des ELISA 

ELISA Ag Pf total …………………………… Positif /__/ Négatif /__/  Douteux /__/ 

 ELISA   pLDH... …………………………Positif /__/ Négatif /__/  Douteux /__/                          

ELISA  Pf MSP1 et Pf AMA1….. ……………  Positif /__/ Négatif /__/  Douteux /__/ 

ELISA  Pm MSP1……………………………. Positif /__/ Négatif /__/  Douteux /__/ 

ELISA Po MSP1……………………………..  Positif /__/ Négatif /__/  Douteux /__/ 
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ANNEXE 4 
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PREVALENCE DU PALUDISME CHEZ LES DONNEURS DE SANG AU SUD DU BENIN  P. 

ATCHADE
 a,*

, N. CHABI,
c
 L. ANNANI

b
,  A. BIGOT

b
, C. LANG

a
, A. SANNI

c
 et 

E. CANDOLFI
a
 

a
Institut de Parasitologie et de Pathologie Tropicale Université de Strasbourg, 3, Rue Koeberlé, F-

000Strasbourg;
b
 Centre National de Transfusion Sanguine, Ministère de la Santé, 02 B.P.050 

Cotonou, Bénin; 
c
 Laboratoire de Biochimie et de Biologie Moléculaire, Université d’Abomey 

Calavi, 04 BP 0320 Cotonou, Bénin 

*Auteur correspondant: Pascal S. ATCHADE, atchadegb56@yahoo.fr 

4
e
 Journées Scientifiques et Technologiques du 08 au 13 Décembre 2008 (Campus Universitaire 

d’Abomey-Calavi). 

Formation Technologique et Professionnelle à l’EPAC : Contribution à l’édification d’un Bénin 

émergent 

mailto:atchadegb56@yahoo.fr


150 
 

 


