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L’émergence de la résistance de Plasmodium falciparum à la
chloroquine, s’est accompagnée d’une augmentation impor-

tante de la morbidité et de la mortalité par paludisme (1-3).
L’augmentation de cette résistance a poussé les responsables de la
lutte contre le paludisme à adopter les combinaisons thérapeutiques
à base d’artémisinine (ACT) pour le traitement des accès palustres.
La combinaison de deux molécules vise à retarder l’émergence de
résistances, chaque molécule «protégeant» l’autre. Le choix des
dérivés de l’artémisinine était justifié par l’absence de résistance à
ces composés et par leur importante efficacité et rapidité d’action
(4). Leur introduction a eu un impact majeur sur le paludisme (5,
6) en limitant la létalité et en diminuant le réservoir de parasites. P.
falciparum est cependant capable de s’adapter en permanence et de
développer des résistances contre tous les antipaludiques, y com-
pris contre lesACT (7-9).Afin d’adapter en temps voulu les régimes
thérapeutiques, il est indispensable de surveiller régulièrement l’ef-

ficacité des antipaludiques. Pour cela, la méthode de référence est
le test in vivo standardisé recommandé par l’Organisation mondiale
de la santé (OMS) (1, 10). Il consiste à administrer une dose stan-
dard de l’antipaludique étudié à une sélection de malades infectés
par P. falciparum et à suivre pendant au moins 28 jours la dispari-
tion des manifestations cliniques et de la parasitémie puis l’absence
de leur réapparition. En l’absence de guérison avant le 4e jour après
le début du traitement, des critères parasitologiques et cliniques per-
mettent de définir les échecs thérapeutiques précoces. Si une para-
sitémie à P. falciparum est détectée entre le 4e jour et le dernier jour
du suivi alors qu’elle avait disparu avant le 4e jour, il s’agit d’un
échec parasitologique tardif (ou d’un échec clinique tardif si la réap-
parition de la parasitémie est symptomatique).

Il est généralement considéré que la réapparition d’une para-
sitémie à partir du 8e jour après le début du traitement peut être due
à la résistance de P. falciparum à l’antipaludique ou à une nouvelle
infection par des parasites qui n’étaient pas présents au début du trai-
tement. Cette nouvelle infection pourrait faire faussement diag-
nostiquer l’existence d’une résistance. Une telle erreur est d’autant
plus probable que les individus sont exposés à une transmission
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importante, c’est à dire qu’ils sont porteurs de formes pré-érythro-
cytaires du parasite au moment ou peu après le début du traitement.
La plupart des antipaludiques étant peu ou pas actifs sur ces formes,
ce n’est que lorsque les formes érythrocytaires émergent des hépa-
tocytes qu’ils peuvent être atteints. Si cette émergence se produit
alors que la concentration du médicament dans le sang n’est plus
suffisante pour empêcher la croissance parasitaire, une parasitémie
peut alors se développer. Pour l’évaluation in vivo de l’efficacité des
antipaludiques, il est donc apparu nécessaire de corriger les esti-
mations de la fréquence des échecs thérapeutiques pour tenir compte
du biais introduit par les nouvelles infections.

Dans certaines situations, il peut être intéressant de savoir
si des individus porteurs de P. falciparum ont été infectés par un
même anophèle ou un petit nombre d’anophèles (11, 12). Seule la
parfaite similitude génétique des souches permet de montrer que les
mêmes parasites ont été inoculés par le même vecteur ou le même
petit nombre de vecteurs infectés sur le même réservoir. En effet,
la probabilité que deux anophèles soient infectés par exactement les
mêmes souches de P. falciparum est généralement quasi nulle en
zone d’endémie et reste faible au cours d’épidémies de paludisme.
Cela n’arrive que dans les zones où les populations de P. falcipa-
rum sont clonales ou oligoclonales. C’est le cas, par exemple de
foyers isolés d’Amérique du sud et du «paludisme de maisonnée»
(11) où un petit nombre d’anophèles s’infectent sur un même réser-
voir de parasites, souvent un seul individu porteur de gamétocytes.

Des méthodes de biologie moléculaire reposant sur la PCR
(réaction de polymérisation en chaîne pour l’amplification de
l’ADN) permettent de distinguer les populations de P. falciparum
qui diffèrent génétiquement (i.e. par leur séquence ADN) au niveau
de régions de chromosomes (i.e. loci) particulièrement polymorphes.
Un groupe d’experts a été réuni en 2007 par l’OMS pour élaborer
des recommandations concernant le génotypage parasitaire utilisable
pour distinguer les recrudescences vraies des nouvelles infections
parmi les échecs tardifs observés au cours des tests in vivo d’éva-
luation de l’efficacité des antipaludiques (13). L’essentiel de ces nou-
velles recommandations sur le génotypage de P. falciparum et en
particulier celles concernant leur interprétation sont présentées ici.

Schéma de collecte des échantillons

Dans le cadre des essais in vivo d’efficacité des antipalu-
diques (i.e. tests in vivo de l’OMS), il est recommandé de collec-
ter un échantillon de sang contenant les plasmodies à J0, juste avant
le début du traitement, et le jour de l’échec thérapeutique (i.e. de
la réapparition de la parasitémie) à partir de J7, c’est à dire 8 jours
après le début du traitement (13). Les échecs survenant avant J7 sont
présumés dus aux parasites présents initialement et ne nécessitent
pas de génotypage. Il n’a pas été jugé nécessaire d’effectuer plu-
sieurs prélèvements à un jour d’intervalle pour détecter des para-
sites qui auraient été séquestrés dans les capillaires profonds à J0
(i.e. qui ne seraient détectables dans le sang périphérique qu’à
J1)(13). Pourtant, en l’absence de possibilité de réinfection (i.e.
patient hospitalisé en France métropolitaine, sans retour en zone
d’endémie) et après traitement par l’association atovaquone-pro-
guanil, il a été possible d’observer des génotypes différents au pré-
lèvement initial (J0) et au moment de la rechute (JX). Dans ce cas,
on considère qu’un clone minoritaire résistant à l’atovaquone et au
proguanil était indétectable à J0, puis sélectionné par le traitement
et identifié lors de l’échec clinique à JX (14).

Dans le cadre de la comparaison des infections plasmodiales
de plusieurs individus, il est préférable qu’ils soient prélevés simul-
tanément.

Collecte, transport et conservation des
échantillons

Le sang infecté peut être collecté directement sur anticoa-
gulant (sur EDTA ou citrate, pas sur héparine qui inhibe les PCRs)
ou sur buvard (papier filtre). Bien que cette dernière méthode s’ac-
compagne d’une diminution de la sensibilité de la détection des
parasites (15), elle est souvent préférée pour des raisons pratiques,
de transport, de coût et d’acceptabilité. Un volume de 50 à 200 µL
de sang capillaire est donc généralement prélevé et séché sur papier
filtre. Les buvards utilisés pour collecter, transporter et conserver
l’ADN parasitaire devraient obligatoirement être des supports trai-
tés et commercialisés pour assurer une meilleure conservation de
l’ADN (13). Plusieurs de ces buvards sont disponibles dans le com-
merce. Les «Generation® Capture Cards» (Gentra/Qiagen) et
«FP705(tm) DNA collection paper» (FITZCO) permettent de
conserver l’ADN des échantillons séchés pendant au moins 9 mois
à température ambiante et probablement plus longtemps à -20°C.
Les «FTA® Whatmann cards» lysent les cellules, dénaturent les pro-
téines, inactivent les pathogènes sanguins et protègent l’ADN des
UV. Les échantillons n’étant plus infectieux, ils peuvent être trans-
portés par voie postale ordinaire, sans mesure particulière de bio-
sécurité. Ils peuvent être conservés à température ambiante pendant
plusieurs années. L’ADN doit être extrait selon les recommanda-
tions des fournisseurs.

A défaut, des buvards non traités (type Whatmann 3MM®)
peuvent être utilisés mais uniquement dans le cadre de la surveil-
lance des résistances en santé publique, pas dans le cadre d’essais
cliniques réglementaires menés en vue d’une autorisation de mise
sur le marché (13). En effet, la conservation de l’ADN sur ces
buvards est moins bonne et cela peut altérer la qualité du génoty-
page et augmenter la proportion de données manquantes. Les
buvards non traités doivent être bien séchés avant d’être stockés en
sachet individuel (pour éviter les contaminations entre échantillons),
avec des dessiccateurs et à -20°C pour assurer la conservation de
l’ADN. Différentes méthodes ont été proposées pour extraire l’ADN
de ces buvards (16-20).

Il est préférable d’utiliser immédiatement l’ADN extrait à
partir des buvards pour réaliser les techniques de génotypage. En
effet, les congélations et décongélations successives entraînent une
diminution importante de la sensibilité de la détection des parasites
par PCR (15).

Génotypage

Les loci généralement génotypés sont des gènes poly-
morphes codant des antigènes de P. falciparum : Msp1, Msp2 et
Glurp (21, 22). D’autres loci comme des microsatellites ou d’au-
tres gènes d’antigènes ont pu être utilisés (12, 23) mais leur poly-
morphisme et donc leur pouvoir discriminant peuvent être moins
importants que les trois loci précédents pour différencier les isolats
de P. falciparum. Parmi ces trois loci préconisés pour le génotypage,
msp2 et glurp sont généralement reconnus comme étant plus poly-
morphes et plus discriminants que msp1. Il est donc recommandé
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de commencer le génotypage par msp2 ou glurp avant d’utiliser
msp1 (13).

Le génotypage fait généralement appel à la PCR nichée (ou
«double PCR») qui maximise la sensibilité et la spécificité de la
détection des séquences ADN recherchées. Pour chaque locus, un
premier couple d’amorces permet d’amplifier une large portion de
la région variable du gène/locus étudié. Un deuxième couple
d’amorce permet, à partir de cette première fraction d’ADN ampli-
fiée, d’amplifier une région plus petite et interne à la première. Le
deuxième couple d’amorces est spécifique de familles alléliques
dénommées «K1», «Mad20» et «Ro33» pour msp1 et dénommées
«IC/3D7» et «FC27» pour msp2, en référence aux clones parasitaires
prototypes de ces familles ; il n’y a pas de distinction de familles
alléliques pour glurp. Un des protocoles de génotypage le plus uti-
lisé est présenté dans le «Methods in Malaria Research» (5e édition)
qui peut être téléchargé sur les sites du MR4 (www.mr4.org) ou de
BioMalPar (www.biomalpar.org) (24).

Ces PCRs amplifient des fragments d’ADN de P. falcipa-
rum qui varient par leur taille en raison des nombres variables de
répétition en tandem de séquences (motifs) de quelques nucléotides,
et par leur famille allélique déterminée par les séquences ADN
reconnues par les amorces secondaires dans le cas de msp1 et msp2.
Les gènes msp1, msp2 et glurp étant en copie unique dans le génome
de P. falciparum, la mise en évidence de fragments d’ADN ampli-
fiés différant par leur taille (ou leur famille) pour un locus/gène
donné signe la présence d’autant de variants génétiques (allèles) et
donc d’isolats distincts de P. falciparum. L’analyse de la taille des
fragments devrait idéalement s’effectuer par électrophorèse capil-
laire sur séquenceur automatique (13). A défaut, cette analyse est
le plus souvent effectuée sur gel d’agarose. Dans tous les cas, les
échantillons à comparer doivent être analysés simultanément, côte
à côte dans les gels d’agarose, pour être capable d’identifier sans
erreur de petites différences de taille des fragments d’ADN ampli-
fiés. Alors que l’électrophorèse capillaire permet de distinguer des
différences de taille d’un nucléotide, l’électrophorèse sur gel d’aga-
rose ne permet guère en pratique de distinguer que des différences
de 10 nucléotides ou plus. Dans ce dernier cas, un logiciel d’ana-
lyse d’image digitalisée peut être utile ou l’interprétation des gels
doit être effectuée de façon indépendante par deux lecteurs expé-
rimentés.

Deux isolats génétiquement distincts peuvent cependant
avoir des allèles différents (fragment d’ADN amplifié de tailles ou
de familles différentes) à un locus donné et le même allèle à un
autre locus. Le premier locus permet de les différencier, pas le
deuxième. Pour cette raison, il est généralement nécessaire d’uti-
liser plusieurs loci pour s’assurer d’un pouvoir discriminant suf-
fisant. Il suffit que deux isolats aient des allèles différents à au
moins un locus/gène pour être considérés comme différents. Les
loci/gènes monomorphes (présentant un seul allèle) ou oligo-
morphes (présentant un petit nombre d’allèles) sont donc peu dis-
criminants. La diversité génétique à un locus/gène donné de P. fal-
ciparum dépend de l’épidémiologie locale du paludisme. Dans les
zones de forte endémie, certains loci peuvent montrer une diver-
sité génétique très élevée (25-29) alors que dans des zones isolées
de faible endémie où les populations plasmodiales sont clonales ou
oligoclonales, les mêmes loci montreront une diversité faible (30,
31). La diversité génétique est mesurée par l’indice He de Nei
(index d’hétérozygotie attendue (32)) qui est une estimation de la
probabilité que deux individus (i.e. deux isolats de P. falciparum)
tirés au sort aient des allèles différents à un locus donné. Pour P.
falciparum, cet indice peut être supérieur à 90% en zone de forte

endémie (33), de l’ordre de 80% en zone de faible endémie, et de
l’ordre de 35% ou moins au cours d’épidémies de paludisme (30)
ou dans des zones isolées de très faible endémie comme il en existe
en Amérique du Sud (31). Ces valeurs de l’indice de Nei permet-
tent d’estimer le pouvoir discriminant des loci/gènes utilisés. Le
nombre d’allèles identifiés pour chaque locus sur une série d’au
moins une cinquantaine d’échantillons (i.e. parmi ceux prélevés à
J0) donne aussi une indication de leur diversité génétique et de leur
pouvoir discriminant (13).

Interprétation des résultats des génotypages
dans le cadre d’essais d’efficacité

La comparaison des profils génétiques (allèles) des isolats
présents juste avant le début d’un traitement (J0) et ceux détectés
au moment de l’échec thérapeutique (JX) pour distinguer une nou-
velle infection d’une recrudescence doit reposer sur une définition
consensuelle (Fig. 1). Il est recommandé de considérer qu’une
souche présente à JX est une nouvelle infection si tous les allèles
présents à JX diffèrent de ceux de J0 à un ou plusieurs loci analy-
sés (13). Il est aussi recommandé de considérer qu’une souche pré-
sente à JX est une recrudescence si à chaque locus analysé, au moins
un allèle est présent à la fois à J0 et à JX (13). Dés qu’une nouvelle
infection est diagnostiquée pour au moins un locus analysé, le résul-
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Figure 1. Définition consensus de la «recrudescence» et de la «nouvelle infection» selon
les allèles identifiés à un locus juste avant un traitement (J0) et au moment de l’échec
(JX) d’après (13).

Figure 2. Arbre décisionnel pour interpréter les résultats de génotypage sur trois loci
dans le cadre d’essais d’efficacité d’antipaludique d’après (13).
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tat global doit être «nouvelle infection», même si les résultats aux
autres loci concluent à une recrudescence.

L’arbre décisionnel pour l’interprétation des résultats de
génotypage de trois loci est présenté sur la figure 2. Après le géno-
typage du troisième locus, il est possible qu’aucune amplification
n’ait été obtenue. Si aucune amplification n’a été obtenue pour les
trois loci, il est nécessaire de relire les frottis et gouttes épaisses et,
si possible, d’effectuer une PCR spécifique d’espèce plasmodiale.
Si une nouvelle espèce plasmodiale (i.e. autre que P. falciparum)
est identifiée à JX (alors qu’elle était absente à J0), on considère
qu’il s’agit d’une nouvelle infection (résultat définitif). Si P. falci-
parum est trouvé à JX, le résultat du génotypage est considéré
comme ininterprétable. Si enfin aucune amplification n’a été obte-
nue pour un ou deux loci, le résultat pour l’autre ou les deux autres
loci étant considéré comme une recrudescence, on considère qu’il
s’agit d’une recrudescence (résultat définitif).

Assurance et contrôle de qualité

La réalisation de grandes séries de PCRs est sujette à un
risque élevé d’erreurs et de contaminations (i.e. amplification d’un
fragment d’ADN issu d’une manipulation précédente et non pas des
parasites présents dans l’échantillon sanguin) qu’il est nécessaire
de prévenir.

Les mesures à respecter au sujet des contaminations sont
les suivantes. Des «contrôles de contamination» (contrôles négatifs),
comportant du sang humain non infecté pour le contrôle d’extrac-
tion d’ADN et de PCR ou de l’eau pour le contrôle de PCR doivent
être insérés systématiquement dans chaque expérience et être insé-
rés de façon aléatoire parmi les échantillons ou en fin de série. Si
une contamination est identifiée (i.e. par détection d’un produit de
PCR dans un contrôle négatif), aucun résultat ne doit être considéré
comme valide et tous les travaux de génotypage doivent être arrê-
tés jusqu’à ce que la source de contamination soit identifiée et éli-
minée. Les étapes de préparation des réactifs pour les PCR doivent
être clairement séparées dans l’espace. La préparation-extraction de
l’ADN et la préparation des mélanges de réactifs pour PCR doivent
être effectuées dans des pièces libres de tout produit de PCR, de pré-
férence dans une hôte à flux laminaire. Les produits d’amplifica-
tion ne doivent jamais être transportés et encore moins manipulés
dans ces salles. Des jeux de pipettes différents doivent être utilisés
dans chaque pièce et être marqués de façon visible et spécifique afin
de vérifier qu’elles ne changent pas de pièce. Les manipulateurs doi-
vent porter des blouses spécifiques de chaque salle (avec interdic-
tion de sortir la blouse de la salle sauf pour son nettoyage, dans un
sac à linge fermé). Les manipulations devraient être effectuées avec
des gants qui ne sortent des salles que dans des poubelles scellées.
Les emplacements de travail pour toutes les étapes de pré-PCR
devraient être nettoyés après chaque expérience avec un liquide de
lavage (solution d’acide 1-mol/l d’acide chlorhydrique ou d’une
solution de nettoyage commerciale adaptée à la décontamination de
l’ADN), suivi de séchage avec des serviettes de papier jetées dans
une poubelle scellée à la fin de chaque manipulation. Aucun maté-
riel ou contenant ne doit être transporté des secteurs de post-PCR
vers des endroits consacrés à la préparation d’ADN et de mélange
réactionnel. Des cônes à filtre (barrières d’aérosol) devraient pré-
férentiellement être utilisés avec les pipettes pour manipuler les réac-
tifs (en pré-PCR) et pour manipuler les produits d’amplification des
PCR primaires (i.e. matrice des PCR secondaires).

Des contrôles positifs pour tous les génotypages doivent
aussi être introduits dans chaque manipulation (24). Ces témoins
positifs peuvent être obtenus du MR4 (www.mr4.org).

Des manuels contenant les procédures opératoires stan-
dardisées (SOP) spécifiques des manipulations effectuées dans
chaque salle, devraient être maintenus à jour et disponibles dans
chaque salle. Ces SOP devraient être connues des manipulateurs et
cela devrait être vérifié formellement par des contrôles réguliers des
connaissances et des pratiques.

Les résultats doivent être présentés de façon standardisée,
compréhensible et claire afin de ne laisser place à aucune ambiguïté
dans l’interprétation des données et le rendu des résultats. En par-
ticulier, une trace doit être gardée de tous les électrophorégrammes
(e.g. copie des photographies de gels) pour étayer et valider, même
a posteriori, tous les résultats.

La reproductibilité des résultats devrait être vérifiée sur envi-
ron 10% des échantillons (au moins 10 échantillons) choisis de façon
aléatoire. L’ensemble du processus, de l’extraction d’ADN jusqu’à
l’interprétation des résultats du génotypage doit être effectué à nou-
veau de façon indépendante. Il est considéré qu’un taux de discor-
dance (i.e. différence dans le résultat final «recrudescence» vs. «nou-
velle infection») inférieur ou égal à 10% est acceptable. S’il est
supérieur, un autre échantillon de 10% des échantillons doit de nou-
veau être testé. Si le taux de discordance reste supérieur à 10%, l’en-
semble du génotypage des échantillons est à refaire (13).

Conclusion

Les méthodes de biologie moléculaire comme les PCR
nichées se sont à présent démocratisées au point qu’elles peuvent
être réalisées dans la plupart des zones d’endémie. Un effort de stan-
dardisation du génotypage de P. falciparum effectué pour évaluer
l’efficacité des antipaludiques et distinguer les recrudescences des
nouvelles infections a été réalisé à l’invitation de l’OMS et de MMV.
Cela concerne à la fois les méthodes de génotypage et les critères
d’interprétation de leurs résultats. A l’initiative de la Fondation Bill
et Melinda Gates, un réseau international de surveillance de la résis-
tance aux antipaludiques (WorldWide Antimalarial Resistance
Network) s’est donné le but de mettre en commun sur une même
base toutes les données in vivo, in vitro, les génotypages et les don-
nées pharmacologiques en respectant des critères de standardisa-
tion et de qualité en cours de définition actuellement (34-37). Le res-
pect de ces recommandations est susceptible d’améliorer la qualité
des travaux de recherche clinique et de permettre l’interprétation de
résultats d’origine multicentrique.
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