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Le développement des parasites se caractérise par quatre princi- 
paux éléments : 
- passage chez deux hôtes : l’hôte invertébré (hôte définitif, l’ano- 
phèle femelle) et l’hôte vertébré (hôte intermédiaire, l’homme) ; 
- développement, avec deux stades intracellulaires chez l’homme, 
et un stade extracellulaire chez l’anophèle vecteur ; 
- multiplication sexuée avec division nucléaire ; 
- chronobiologie, variable suivant les espèces, du développement 
qui se fait selon des rythmes suffisamment précis pour intervenir 
dans le diagnostic clinique, dans la différentiation spécifique et 
dans les mécanismes de survie du parasite (Bray et Garnham, 
1982). 

Certaines espèces d’anophèles sont seules vectrices des paludis- 
mes. Pour ces espèces, l’anophèle femelle, en piquant un sujet 
impaludé, ingère des globules rouges parasités en même temps que 
des hématies normales. Seuls les stades sexués parasitaires pour- 
suivront leur évolution chez le moustique (fig. 1). 
Le gametocyte femelle (macrogamétocyte) se libère de l’érythrocyte 
et devient un macrogamete libre dans l’estomac du moustique. Le 
noyau entreprend une division réductionnelle. Le gametocyte mâle 
(microgamétocyte) effectue une réorganisation interne et se degage 
de l’érythrocyte. Son noyau entreprend alors une série de divisions 
rapides (Sinden, 1981) pour former huit noyaux fils qui migrent dans 
les huit filaments issus du cytopIasme initial, constituant les micro- 
gamètes. Ceux-ci se libèrent de la cellule-mère (phénomène d’ex- 
flagellation) et vont à la recherche du gamète femelle. 
Tous ces processus se déroulent environ dix à vingt minutes après 
l’ingestion du sang et sont influencés par différents facteurs dont la 
température. 
Lorsque le microgamete haploïde rencontre le macrogamete ha- 
ploïde, il y a fusion des noyaux et constitution d’un œuf (= zygote) 
diploïde. Ce dernier augmente de taille au cours des douze premiè- 
res heures, prend une forme allongée puis migre dans l’estomac du 
moustique ii travers le sang plus ou moins digéré. Environ vingt- 
quatre ou quarante-huit heures après la fécondation et la formation 
du zygote, cet œuf mobile ou (( ookinete n pénètre e tr les c llules 
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Fig. 1 - Cycle du Plasmodium chez l'homme et chez l'anophèle, 

, 

Schéma d'apr8s R.S. Bray et P.C.C. Garnham. 
The life cycle of primate malaria parasites. 
British Medical Bulletin (1982), vol. 38, no 2. 
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CYCLE CHEZ L’HOMME 

1. Infection par l’anophèle de  sporozoïtes dans les vaisseaux de la 
peau. 

Schizogonie tissulaire. 

+ Schizonte (( actif )) + 2 (cycle court). 
-t Schizonte (( passif )) + H (dormance : hypnozoïte). 
2. Schizonte exoérythrocytaire âgé de  deux jours dans un hépatocyte. 
H. Hypnozoïte dang un hépatocyte. 
3, 4, 5. Croissance des schizontes exoérythrocytaires. 
6. Éclatement du schizonte mature, déversant ses mérozoïtes dans la cir- 

culation sanguine. 

Schizogonie sanguine. 

1, 8, 9. Invasion et croissance du trophozoïte intraérythrocytaire. 
10, 11. Croissance du schizonte. 
12. Schizonte mature libérant ses mérozoïtes. 
13, 14, 15, 16. Répétition du cycle érythrocytaire. 

Gamétocytogonie 

18, 19. Croissance du microgamétocyte (e). 
20, 21. Croissance du macrogametocyte (9). 

CYCLE CHEZ LE VECTEUR 

22. Ponction des gametocytes dans le sang par l’anophèle. 
23. Exflagellation du microgamétocyte. 
24. Libération de  l’enveloppe érythrocytaire et maturation du macrogamé- 

tocyte. 
25. Microgamete (d). 
26. Macrogamete (q),  attendant d’être fertilisé. 
21. Zygote ou ookinète (mobile). 
28, 29, 30. Oocyste se développant en surface, à l’extérieur (sous la mem- 

brane basale) de  l’estomac de  l’anophèle. 
31. Éclatement de  l’oocyste, libérant les sporozoïtes. 
32. Tropisme des sporozoïtes pour les glandes salivaires, envahissement 

des acini. 
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épithéliales stomacales de l’anophèle et reste entre ces cellules 
épithéliales et la membrane basale qui recouvre l’estomac du côté 
dela cavité cœlomique. Cet oocyste )) contient toujours le pigment 
du macrogamete qui se répartit selon des modalités propres à cha- 
que espèce plasmodiale. En deux ou trois jours, une fine membrane 
est constituée puis l’cc oocyste )) a une évolution rapide marquée par 
un accroissement de sa taille et une évolution de l’A.D.N. nucléaire. 
On assiste d’abord à une première division du noyau, c’est une 
méiose (et tous les éléments ultérieurs du cycle sont désormais 
haploïdes contenant quatorze chromosomes (Sinden et Strong, 
1918), puis à une série d’au moins dix mitoses successives (Schrevel 
et al., 1911) si ce n’est plus, qui peuvent procurer jusqu’à 10000 
noyaux fils (Pringle, 1965). Ces divisions nucléaires intraoocystiques 
s’accompagnent de la réorganisation du cytoplasme et le contenu 
des oocystes se présente d’abord sous forme de nombreuses 
microsphères qui évoluent et se transforment en (( sporozoïtes n. 
Chacun a environ 10-15 p de long, une forme effilée à chaque extré- 
mité ; ils sont légèrement incurvés, ils convergent dans l’oocyste 
pour lui donner son allure (( striée )) caractéristique. Au terme de ce 
développement, l’oocyste éclate et les sporozoïtes sont libérés dans 
la cavité cœlomique du moustique. Par un chimiotactisme non 
encore élucidé, ils se dirigent vers les glandes salivaires et enva- 
hissent les acini (Sterling et al., 1913). C’est dans les glandes sali- 
vaires que les sporozoïtes finissent leur maturation, puis ils pénè- 
trent dans les canaux salivaires. L’ensemble du cycle du parasite 
chez l’hôte anophélien, de la formation du gamète à la maturation 
des sporozoïtes, est appelé cycle sporogonique ; il dure environ 
une dizaine de jours selon l’espèce plasmodiale et la température 
(Garnham, 1966 ; Bruce-Chwatt, 1980 ; Kreier, 1980) [fig. 1, le 
tableau 1, p. 72-13-14-151. 

Au moment de la piqûre, la femelle d‘anophèle sonde la peau avec 
son proboscis à la recherche des vaisseaux sanguins, puis inocule 
une salive anticoagulante et agglutinante. Si la femelle est infectée, 
les sporozoïtes sont alors inoculés dans les tissus intracutanés et 
dans les capillaires sanguins de l’hôte vertébré. Les sporozoïtes, 
mobiles, circulent dans le sang pendant moins d’une heure puis, par 
des voies encore discutées, gagnent les hepatocytes. 

CYCLE DE 
DMUWME~ 
CHEZC’HPTE 
VERTEBRE : 
SCHIZOGON~E 

Environ quarante-huit heures après leur introduction chez l’homme, 
les parasites peuvent être retrouvés dans le foie sous forme d‘un 
petit noyau entouré de cytoplasme, formation d’environ 3 p de dia- 
mètre (Shortt et al., 1954 ; Krotoski et al., 1980, 1981, 1982). 
Deux écoles expliquent le développement ultérieur de ce parasite 
intrahépatique : 

Phase tissulaire 

Théorie classique : schizogonies préérythrocytaires primaire 
et secondaire dans les cellules parenchymateuses hépatiques. 
Dans l’hépatocyte, le sporozoïte entreprend un processus complexe 
de développement et de multiplication. Le noyau subit une série de 
divisions et le schizonte tissulaire augmente de volume pour attein- 
dre 45 à 60 p de diamètre. Chaque noyau fils s’entoure de cyto- 
plasme et constitue un mérozoïte d’environ 1 à 1,8 p. Chaque schi- 
zonte peut contenir plusieurs milliers de mérozoïtes. La durée du 
cycle préérythrocytaire est variable selon l’espèce plasmodiale (de 
six à seize jours). A la fin de la maturation, le schizonte éclate et 
libère les mérozoïtes qui gagnent la circulation sanguine od ils vont 
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CALCITAR 
calcitonine armour 
160 unités MRC - 5 0  unités MRC 

MALADIE DE PAGET-ALGODYSTROPHIES 
HY PERCALCÉM I ES 

Proprietes 

Le Calcitar bloque la destruction 
osseuse en agissant sur le nombre et 
I'activité des ostéoclastes. 

Le Calcitar diminue 
I'hypervascularisation locale. 

Indications 

Maladie de Paget. 
Algodystrophies au stade aigu. 
Hypercalcémies, quelle qu'en soit 
I'étiologie. 

Posologies 
Maladie de Paget : 
Traitement d'attaque : 3 à 4 semaines : 
posologie forte d'emblée : 1 a 4 U. MRC 
par kg et par jour. Exemple : 
160 U. MRC par jour en cas de Paget 
évolutif. 
injection quotidienne. 
Traitement d'entretien : réduire et la 
fréquence des injections et la 
posologie (ampoule de 50 U. MRC) 
par paliers de 3 à 4 semaines, 
I'adaptation des doses se faisant sur : 
la clinique essentiellement, 
les dosages d'hydroxyproline urinaire 
et des DhOSDhataSeS alcalines . .  
sériques, 
1'évolution thermographique 

Algodystrophies : stade pseudo- 
Inflammatoire et dystrophique. 
160 U. MRC par lour pendant 10 jours, 
puis 160 U MRC 3 fois par semaine 
pendant 3 semaines. 
H ypercalchies:  
4 Unités MRC par kg  et par jour, en 
2 à 4 iniections régulièrement 
réparties au cours du nycthémere 

Mode d'emploi 

Injection intramusculaire de la 
solution préparée extemporanément. 

Precautions 
Ne pas utiliser chez la femme enceinte 
ou susceptible de I'être. Chez les 
sujets présentant des antécédents de 
manifestations allergiques, une 
intradermo-réaction au solvant seul et 
au mélange solvant + Calcitonine doit 
être pratiquée avant traitement. 

Presentation 
Calcitar 160 : 1 flacon de Calcitonine 
160 U.1MRC i gé!atine officinale 50 mg 
Solvant :gélatine officinale 0,80 g - 
phénol officinal 0,025 g -eau pour 
préparation injectable q.s.p. 5 ml. 

Tableau C -AMM 314431.4 

Prix : 89,75 F + SHP 
Remb. S.S. 90 % (C.M.) -Admis aux 
Coll. 

Calcitar 50 : 1 flacon de Calcitonine 
50 U. MRC + gélatine officinale 50 mg. 
Solvant : gélatine officinale 0,32 g - 
phénol officinal 0,010 g - eau pour 
préparation injectable q.s.p. 2 ml. 

Tableau C -AMM 314208.3 

Prix : 36,30 F + SHP 
Remb. S.S. 90 % (C.M.) -Admis aux 
Coll. 

Laboratoire Armour-Montagu 
183. rue de Courcelles, 75017 Paris - Téléphone 755.62.43 
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PIPRAM 
acide pipémidique ( quinolone) 

antibiotique de ¡’urine, 
du rein, et des voies urinaires 

de l’adulte 

Deux gdlules le matin, deux gcilules le soir. 

PIPRAM, 
une indication : l’infection urinaire de t‘adulte, 
qu’elle soit aiguë, chronique ou récidivante; 
qu’il s’agisse d’une cystite ou d’une pyélonéphrite; 
qu’elle soit sans cause apparente 
ou provoquée par un sondage, 
une endoscopie, une tumeur vésicale’ou prostatique, 
une lithiase, une anomalie uronkphrologique. 

Posologie : deux gélules le matin, deux le soir. 
Comme pouf toute thérapeutique des infections urinaires, 
il est préférable, pour éviter les risques de rechute, 
de poursuivre le traitement pendant 10 jours 
et d’assurer une diurese importante. 
Le Pipram peut être administré plus longtemps 
dans le traitement des infections chroniques ou récidivantes. 
Le Pipram garde toute son activité 
pour des pH variant de 5 à 9 et n’impose pas 
de surveillance particuliere du pH urinaire. 
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Contre-indications et precautions d’emploi : 
Le Pipram ne doit pas être administré a l’enfant. 
Bien que les études tératologiques réalisées sur 
trois espèces animalp aient donné des résultats négatifs, 
le Pipram doit être administré avec prudence durant 
les trois premiers mois et le dernier mois de la grossesse. 
En raison du risque de photosensibilisation, o 

‘I 
Y 

il est préférable, pendant la durée du traitement, 
d’éviter l’exposition au soleil ou 
l’utilisation d‘une lampe a bronzer. 

(manifestations digestives ou cutanées) sont rares. 

A.M.M. 318.247.3 - F 

F 
4. Les effets secondaires 
s 

Pdsentation : 
Boîte de 20 gélules dosées à 200 mg d’acide pipémidique. 2 

m 

Tableau A. 

159 avenue du Roule. 92200 Neuilly sur Seine 



infecter les érythrocytes. La Schizogonie préérythrocytaire primaire 
pourrait être suivie de schizogonies préérythrocytaires secondai- 
res, tertiaires. Dans ce cas, un certain nombre de mérozoïtes de 
première génération, au lieu de gagner le sang, réenvahiraient des 
cellules hépatiques. Ils induiraient une série de schizogonies avec 
libération de nouveaux mérozoïtes qui, en gagnant la circulation 
sanguine générale, seraient à l’origine des u rechutes )) périodiques 
enregistrées notamment avec P, vivax et P, ovale chez l’homme et 
P. cynomolgi chez les singes (Shortt et Garnham, 1948 ; Garnham et 
Bray, 1956 ; Bray, 1951 ; Eyles, 1960). On admet que ce processus de 
schizogonies secondaires se déroule indépendamment du flux san- 
guin et n’est donc pas affecté par le développement de l’immunité ni 
par l’administration des schizonticides habituels. Ainsi, lorsque 
l’immunité diminue, des (( gerbes )) continues de mérozoïtes exo- 
érythrocytaires secondaires pourraient se multiplier dans le sang et 
causer des rechutes à long terme. 

Théorie moderne : les hypnozoïtes. 
Dès 1949, Fairley relevait un certain nombre de défauts à la théorie 
classique ; elle ne peut, en particulier, expliquer le devenir des 
sporozoïtes dans le cas des infections latentes ne s’accompagnant 
d’aucun développement de l’immunité. 
Pour Garnham (1911), l’existence de périodes d’incubation pouvant 
aller jusqu’à deux ans (( must mean )) qu’un a special type of sporo- 
zoïtes )) demeurent u dormant 1) dans le foie pendant cette période. 
Et, pour cet auteur, la notion de sporozoïtes dormant constitue la 
meilleure explication au phénomène de rechute. 
En 1918, Markus propose le terme d’hypnozoïte pour qualifier un 
stade dormant pré-mérozoïte tandis que les termes (( mérozoïtes >> et 
a sporozoïtes )) représentent les deux stades d’invasion )) du para- 
site. Lysenko (1919) et Krotoski et al. (1980) adoptent le terme d’hyp- 
nozoïte pour décrire une phase dans la vie du parasite au cours de 
laquelle celui-ci demeure dormant en tant que corps arrondi intra- 
hépatocytaire uninucléaire d’environ 4’5 p de diamètre, et qui ne 
manifeste aucune division nucléaire. Puis, à un moment donné, pré- 
déterminé selon l’espèce et la souche (Bray et Garnham, 1982), cer- 
tains hypnozoïtes commenceraient à se développer et à entrepren- 
dre leur Schizogonie exoérythrocytaire. Celle-ci serait à l’origine de 
nouveaux merozoïtes qui vont ensuite envahir le sang et se multi- 
plier dans les globules rouges pour déclencher les véritables 
rechutes. Tel serait le cas pour P. vivax et P. ovale tandis que, pour 
P. falciparum et P. malariae, il n’y aurait pas de stade hypnozoïte ; 
les sporozoïtes se développeraient directement en schizontes 
intrahépatiques. 
Ainsi, la rechute ou récurrence se traduit par (c la reprise d’activité 
d‘une infection paludéenne survenant après un intervalle variable 
après la première atteinte 1) (Garnham, 1911). Elle a pour origine les 
parasites issus des formes tissulaires hépatiques latentes. On admet 
actuellement que cen’est qu’avecP, vivaxet P. ovale qu’on observe les 
rechutes véritables. Les rechutes, les latences observées avec ces 
espèces s’expliqueraient par la présence des << hypnozoïtes D. 

0 Phase asexuée. 

Les mérozoïtes (( libres )) provenant du foie sont limités par une 
pellicule de trois membranes distinctes, deux internes et une 
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externe et, au cours de leur vie très courte dans le plasma, ils 
acquièrent une couche particulière, (( la surface coat )) constituée 
d’anticorps de surface. Ils pénètrent ensuite rapidement dans les 
globules rouges. Cette invasion est une endocytose qui se fait selon 
un processus comprenant trois phases principales (fig. 2) : 
- reconnaissance et attachement du mérozoïte au globule 
rouge ; 
- déformation et invagination du globule rouge ; 
- fermeture du globule rouge. 
La reconnaissance se fait par l’intermédiaire des récepteurs de 
membrane, protéine ou glycoprotéine de surface de l’érythrocyte 
(Miller et al., 1971 a). 
L’attachement peut se produire entre n’importe quelle partie de la 
surface du mérozoïte et de l’érythrocyte mais la pénétration ne peut 
avoir lieu que lorsque la région apicale du mérozoïte (qui contient 
des micro-organites telles les micronèmes et les rhoptries) est en 
contact avec le globule rouge (Miller et al., 1975 ; Dvorak et al., 
1975). 
Le processus d’invasion lui-même est rapide, environ vingt secon- 
des. I1 débute par des déformations spasmodiques du globule rouge 
pendant cinq à dix secondes (Dvorak et al., 1975), suivies par une 
invagination locale de la membrane qui tire le mérozoïte. 
Ce dernier, pendant sa pénétration dans l’hématie, est débarrassé 
de ses deux membranes pelliculaires internes et de ses antigènes 
de surface (Mac Laren et al., 1919). Lorsque le parasite a totalement 
pénétré dans le globule rouge, il paraît entouré d’une vacuole et 
possède deux membranes avec le cytoplasme de l’érythrocyte 
immédiatement adjacent à la membrane extérieure. Par ailleurs, au 
cours de la croissance du parasite, la membrane du globule rouge 
parasité développe certaines altérations, telles que trous, fissures, 
excroissances ... et varie selon l’espèce plasmodiale en cause. 
Ainsi, P. falciparum introduit les structures particulières en forme de 
protubérance à la surface de l’érythrocyte (Langreth et al., 1918), les 
(( knob-like n. Ils seraient à l’origine des phénomènes de séques- 
tration des hématies contenant les parasites matures dans les capil- 
laires des organes profonds oÙ se déroule une partie du cycle de 
cette espèce. Dans le globule rouge, le parasite développe une 
vaste vacuole et se présente sous la forme d’un anneau de cyto- 
plasme avec un noyau faisant saillie (a bague n). Ce c( trophozoïte n 
se nourrit aux dépens de l’hémoglobine. Les produits de digestion 
de l’hémoglobine (hémozoïne) se présentent sous l’aspect d’un pig- 
ment, composé d’hématine et de protéine, dont la couleur, brun ou 
noir, est variable selon les espèces. Le trophozoïte )) grandit par 
augmentation du cytoplasme jusqu’à ce que la vacuole initiale dis- 
paraisse. Le cytoplasme peut alors se présenter sous l’aspect d’une 
masse plus ou moins compacte ou plus ou moins amiboïde. 
Après cette période de croissance, le parasite se multiplie par un 
processus de division asexuée (= Schizogonie). Par une série de 
trois à cinq divisions mitotiques du noyau, huit à trente-deux noyaux 
fils sont formés (Bray et Garnham, 1982) puis le cytoplasme se divise 
également. Le parasite (= (( schizonte n) occupe alors pratiquement 
tout le globule rouge ; le pigment contenant le fer de l’hémoglobine 
digérée tend à se concentrer en une masse unique. A la fin de ce 
processus, le schizonte mature comprend des petites formes arron- 
dies, les mérozoïtes, dont le nombre varie selon les espèces plas- 
modiales et qui se présentent sous forme d’un noyau entouré de 
cytoplasme, le tout enfermé dans une triple membrane néoformée 
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Fig. 2. - Séquences de l’invasion du globule rouge par Plasmodium. 

Érythrocyte 

Mérozoïte. 
Reconnaissance membranaire. 
Accrochage. 
Pénétration. 
Invagination totale. 
Expulsion de matériel de surface 
Remaniement morphologique. 
Vacuolisation. 

Trophozoïte. 

(Schéma : L.H. Bannister et al. (1975), Parasitology, 21, 483.) 
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(Mac Laren et al., 1919). Puis, le globule rouge éclate, libérant les 
mérozoïtes dans le courant sanguin oÙ certains sont détruits par 
l’intervention de processus immunitaires, tandis que d’autres enva- 
hissent rapidement de nouveaux érythrocytes pour recommencer 
un nouveau cycle schizogonique. La répétition de ces cycles entraî- 
ne une augmentation progressive de la parasitémie qui peut attein- 
dre ou dépasser le seuil pyrogène et donc déclencher un a accès 
clinique n mais qui peut aussi être réduite par l’intervention des 
différents mécanismes immunitaires de l’hôte. 
La durée de cette phase érythrocytaire ou M Schizogonie érythrocy- 
taire n, de la pénétration de l’érythrocyte par le mérozoïte à l’écla- 
tement du globule rouge avec libération des mérozoïtes, est varia- 
ble selon les espèces plasmodiales : elle est de quarante-huit heures 
pour P. falciparum, P. v iva et P, ovale et de soixante-douze h e m . .  
pour P. malariae, et rythme ainsi les accès thermiques (fièvres tier- 
ces dans les premiers cas, quarte dans le second). 
C’est la présence des schizontes érythrocytaires qui est responsa- 
ble, chez Plasmodium falciparum et Plasmodium malariae, des 
recrudescences. La recrudescence se définit comme la u reprise 
d’activité clinique ou parasitaire liée à la survie des formes érythro- 
cytaires ; c’est le résultat de la multiplication dans le sang des 
plasmodiums érythrocytaires )) (Garnham, 1911). On considère ac- 
tuellement qu’il n’y a, avec les espèces falciparum et malariae, ni 
cycle hépatique secondaire ni hypnozoïtes, donc pas de rechute. 
C’est l’existence de recrudescences classiques qui expliquerait la 
possibilité d’observer une longévité exceptionnelle de Plasmodium 
falciparum, parfois jusqu’à quatre ans après la contamination ano- 
phélienne. On sait que les infections humaines à Plasmodium mala- 
riae peuvent durer plusieurs décennies en l’absence de recontami- 
nation ou de traitement antimalarique (des cas de latence de plus de 
cinquante ans ont été décrits) ; il s’agirait, dans ces cas aussi, de 
recrudescences cliniques d’un parasitisme chronique maintenu à 
un faible niveau pendant plusieurs années et réactivé par des méca- 
nismes non encore précisés (Garnham, 1911). 

0 Phase sexuée (gamétocytogonie). 
C’est chez l’homme que s’amorce le cycle sexué du Plasmodium. 
Après plusieurs schizogonies, certains mérozoïtes vont être détour- 
nés du cycle érythrocytaire, pour former des éléments à potentiel 
sexué (mâle et femelle), les gametocytes (ou gamontes), première 
étape d’une phase sexuée chez l’hématozoaire. A maturité, les 
gametocytes restent dans le sang périphérique de l’homme ; c’est 
un stade bloqué. 
Chez Plasmodium fakiparum, les gametocytes ne se développent 
que dans les organes profonds (rate et moelle osseuse) : ils n’ap- 
paraissent dans le sang périphérique que sous leur forme mature. 
Pour les autres espèces humaines, la gamétocytogénèse s’effectue 
également dans le sang périphérique oÙ on peut donc rencontrer 
des gametocytes jeunes. 
La gamétocytogénèse comprend les stades I àIV, selon les espèces 
plasmodiales, et aboutit parfois à l’existence d’un dimorphisme 
sexuel important ; le gametocyte femelle peut être différent du 
gametocyte mâle. A maturité, le gametocyte remplit plus ou moins 
tout le globule rouge, selon l’espèce plasmodiale (tableau 1). 
Les gametocytes vont rester longtemps infectants pour l’anophèle 
dans la circulation périphérique de l’homme (Smalley, 1911 ; Wil- 
kinson, 1976). Ils peuvent persister, alors que tout trace de cycle 
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schizogonique asexué a disparu dans le sang. Cette période 
d’infectivité du gametocyte pour l’anophèle reste encore à 
déterminer (quatre-vingts jours selon Mac Donald, 1951). Cet 
élément a une grande importance épidémiologique et il est 
actuellement surtout apprécié au plan mathématique (Bekessy, 
1916). 
Les gametocytes ne vont continuer leur développement que s’ils 
sont absorbés par un anophèle femelle lors de son repas sanguin 
sur l’homme impaludé ; c’est donc en changeant d’hôte à partir de 
ce stade bloqué que le Plasmodium peut continuer son cycle. Mais, 
pour que ce cycle se poursuive, il faut que le nombre de 
gametocytes ingéré soit suffisant pour que la fécondation puisse 
avoir lieu. On admet qu’une densité gamétocytaire d’au moins vingt 
gametocytes par millimètre cube est nécessaire pour que le vecteur 
puisse s’infecter (Coz et Picq, 1972). 



Tableau I. - Caractéristiques des espèces plasmodiales humaines 

Espèces 

Caractéristiques 
~ 

ANOPHÈLE Ç? 
Cycle sporogonique 

Durée 

Pigment sur l'oocyste 
Y R3 

Diamètre de l'oocyste 
Sporozoiite 

à 21" 
à 25" 
à 20" 

Cycle schizogonique 
tissulaire 
Durée cycle préérythrocytaire 
Taille schizonte mûr 
Nb mérozoiites/schizonte 
Augmentation du noyau de l'hépatocyte 
Hypnozoiites 

Cycle schizogonique sanguin 
Phase asexuée 
Durée 

Plasmodium (P.) v i v a  

8-9 jours 
10 jours 

16-17 jours 

Fusiforme, 
souvent en chaîne 

. 50 P 
1 8  - 

8 jours 

> 10000 
45 P 
- 
+ 

48 h (tierce) 

Plasmodium (P.) ovale 

12-14 jours 
16 jours 

En lignes croisées, 
30 à 50 grains 

bacillaires 
45 P 

9 jours 

15 O00 
-k 
+ 

60 P 

49-50 h (tierce) 

Plaimodim (P.) malariae 

14-15 jours 
15-20 jours 
25-30 jours 

En amas arrondi 
ou angulaire 
(brun-doré) 

- 12 
40 P 

13 jours 

2 O00 
+ 

55 P 

- 

72 h (quarte) 

10 jours 

22-23 jours 

En blocs, carrés 
ou rectangulaires, 

noirs 

55 P 
-9U 

6 jours 

40 O00 
60 P 
- 
- 

48 h (tierce) 



Hématie-hôte 

Trophozoïtes 
et 
schizonte jeune 

Schizonte âgé 
w Cu 

Altération 
de l'hématie-hôte 

Pigment 

Rosace 

Hématie agrandie 
Réticulocytes 
et jeunes normocytes 
Duffy positif 

Bague en chaton (1/4-1/3 
de  l'hématie) 
Cytoplasme 
relativement abondant, 
noyau bien rond 
Très rares grains 
de Schuffner 

Corps amiboïde 
Vacuole fragmentée, noyau 
étiré, polymorphe 
Grains de  Schuffner 
nombreux 
Pigmentation 
intracytoplasmique fine 

Grains de Schuffner 
Elargie (10-12 p) 
Décolorée, 
contour polygonal 

Fin, granulés 

Seize noyaux 
Grande taille (> hématie) 
Grains de Schuffner 
Pigment noir central 

Hématie U ovalisée D 
Réticulocytes 
et jeunes normocytes 

Un tiers de l'hématie 
Noyau volumineux, 
cytoplasme compact, 
taille > trophozoïte 
P. viva. Apparition 
précoce des grains 
de Schuffner nombreux 
dès stade jeune 
schizonte 

Masse arrondie 
avec extrusion 
mais non amiboïde 
Hématie hypertrophiée 
ovalisée, très décolorée 
et avec bords effrangés 
Grains de Schuffner 
abondants 
Pigmentation 
cytoplasmique 
condensée 

Grains d e  Schuffner 
Bords effrangés 
Ovalisée 

Intermédiaire 
v i v a  malariae 
Huit noyaux (4 à 16) 
Plus petit que v i v a  
Grains de  Schuffner 
Pigment brunâtre central 
Parasite rond dans 
hématie ovale 

Hématie rétractée 
Normocytes 

Bague en chaton 
Pigment noir précoce 
dans cytoplasme 

Souvent forme en écharpe 
ou en bandelette 
équatoriale ou schizonte 
hémogrégariniforme 
Petite taille 
Nombreux grains 
irréguliers 
de pigment noir 
Non amiboïde, 
cytoplasme bleu 

Pointillé de  Ziemann 
Hématie réduite 
plus aspect cuivré 

Gros grains 

Huit noyaux, régulièrement 
(de 6 à 12) disposés, 
corps en marguerite 
Taille < hématie 
Pigment dense au centre 

Diamètre normal 
Jeunes érythrocytes 

~ ~ _ _ _ _ _  

Polyparasitisme fréquent 
Petite taille (un quart de 
l'hématie) 
Cytoplasme fin, bleu 
Absence de pigment 
Noyau rouge vif 
Evolution de bague 
en chaton au (( filet 
à papillons N 

Dans capillaires viscéraux, 
plutôt petit, non amiboïde, 
pigment noir, fin. Taches de  
Maurer. 

Taches de Maurer 

Pigment fin 

Seize noyaux (de 8 à 32) 
Pigment central sur fond 
jaunâtre 
Petite < hématie-hôte 
Dans capillaires viscéraux 



Mérozoïtes 

Parasitémie moyenne 
(Nb parasites/mm3 sang) 
Parasitémie maximum 

Phasesexuée 
Gametocyte 

Caractéristiques 
parasitologiques 

Petit (1,2 p) 

20 O00 

50 O00 

Gametocyte arrondi ou 
ovalaire, remplit presque 
toute l'hématie 
Pigment abondant 
bacilliforme 
Toujours grains 
de Schuffner 
d'cytoplasme rosâtre, 
grisâtre, noyau large 
et diffus 
9 taille > 6, cytoplasme 
bleu, noyau compact, 
souvent marginal 

Frottis (( panaché )) avec 
tous stades évolutifs : 
trophozoïte schizonte 
rosaces, gamètes 
Corps amiboïdes 
G.R. hypertrophié, 
décoloré 
Grains de Schuffner 
Pigment fin 
Schizonte irrégulier 

1 Plus grand que vivax Plus grand que 
malariae (1,8 w) 

30 O00 .20 O00 

Ressemble àvivaxmais plus 
petit 
Grains de  Schuffner 
Pigment brun précoce 
Chromatine abondante 
en gros grains 
comme malariae 
Cytoplasme lilas, 
gros noyau central 
Cytoplasme bleu, 
noyau excentré 

Sphérique ou ovoïde 
Ressemble à vivax, mais 
plus petit (-7 p) et avec 
pigment grossier et 
abondant, fines 
granulations 
dcytoplasme grisâtre, 
verdâtre, gros noyau 
rosâtre 
9 cytoplasme bleu intense, 
noyau central 

Schizontes volumineux 
bien pigmentés 
Grains de Schuffner dès 
stade jeune trophozoïte 
Hématie ovalisée, 
hypertrophiée, décolorée 

' Frottis avec formes 
évolutives diverses 
mais parasitisme 
peu intense, absence 
des corps amiboïdes, 
présence schizontes 1 hémogrégariniformes 
ou en bandelettes 
équatoriales 
Cytoplasme dense 
Surabondance pigment 
noir en qrains srossiers 

Petit (0,7 p) 

20 O00 à 500 O00 

2 O00 O00 

Corps en croissant 
pathognomonique 
Corps de Garnham 
dcytoplasme lilas, noyau 
étiré recouvert de pigment, 
chromatine diffuse 9-1 1 
avec extrémités arrondies 
(forme saucisse) 
9 cytoplasme bleu foncé, 
noyau granuleux central 
Pigment central 
Extrémités pointues 
(croissant) 
12-14 p, forme arquée 

Frottis monotone, 
pratiquement que 
trophozoïtes annulaires, 
gametocytes en croissant 
dans le sang périphérique 
Pluri-infestation des G.R. 
(non altérés) 



Clinique 

Rythme des accès 

Délai de prépatence 
parasitaire 

Période d'incubation 

Atteinte de  première 
invasion 

Période de 
récurrence 

Durée de  (moyenne, 
maximale) l'infection 

w 
u1 

Complications 

P. vivax 

Tierce bénigne 

11-13 jours 

13 jours à 6-12 mois 

Peu sévère à sévère 

Longue 

2 ans 
8 ans 

Rares 

P. ovale 

Tierce bénigne 

10-14 jours 

16 jours 

Peu sévère 

Longue 

1 an 
5 ans 

Rares 

P. malariae 

Quarte 

15-16 jours 

28 jours 
(18-40) ou davantage 

Peu sévère 

Très longue 

4 ans 
53 ans 

Néphrite 

P. falcipamm 

Tierce maligne 

9-10 jours 

12 jours 

Sévère 
chez les non-immuns 

Courte 

1 an 
4 ans 

Accès pernicieux 
bilieuse 

hémoglobulinurique 

Paludisme qui tue 
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