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INTRODUCTION 

Au Sénégal, au cours d’enquêtes virologiques chez les rongeurs menées par l’institut de 

Recherche pour le Développement (IRD) et l’Institut Pasteur de Dakar, des Arvicanthis 

niloticus  Desmarest (rongeur muridae) ont été capturés à Bandia. Après avoir effectué sur ces 

rongeurs des biopsies des lobes auriculaires à la recherche de microfilaires dermiques, une 

dilacération des parois du caecum et du colon révèle la présence d’une filaire Monanema 

martini, Bain et al., 1986. En outre, la dissection de la muqueuse des fosses nasales de ces 

rongeurs a permis de récolter des adultes de Trichosomoides identifiés comme étant l’espèce 

Trichosomoides nasalis dont les femelles hébergent un mâle nain intra-utérin (Diagne et al., 

2000). Des études histologiques ultérieures de la muqueuse des fosses nasales et du maxillaire 

supérieur d’Arvicanthis niloticus naturellement parasités par Trichosomoides nasalis ont 

montré que les femelles du parasite sont entièrement logées dans l’épithélium de la muqueuse 

nasale qu’elles étirent considérablement et que le chorion est le siège de lésions 

inflammatoires importantes à dominantes lymphocytaires à l’origine d’une rhinosinusite 

responsable d’obstructions nasales (Diagne et al., 2004). 

Hormis les trichines, les aphasmidiens tissulaires sont rares et à peine connus, certainement 

plus diversifiés que ne le suggèrent les rares études faites chez les singes (Smith & Chitwood, 

1954), les petits marsupiaux (Pence & Little, 1972 ; Spratt, 1982) et les rongeurs (Diagne et 

al., 2000 et 2004). Trichosomoides nasalis est de la même superfamille que les trichines qui 

sont des espèces pathogènes pour l’Homme. Or, toute étude sur la pathologie humaine 

nécessite un modèle animal, et, dans la mesure du possible, un modèle rongeur, seul 

mammifère réellement utilisable pour l’expérimentation de base. 

La connaissance des cycles biologiques est un élément fondamental pour la mise en place des 

moyens de lutte contre les parasites. L’étude des migrations larvaires est également 

importante à bien connaître pour les approches vaccinales, afin de déterminer le moment et le 

lieu de la protection et ses mécanismes. 
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Les résultats intéressants de Diagne et al., 2004 sur les effets pathologiques de T. nasalis à 

divers endroits chez son hôte ont soulevé deux questions. 

- La première concerne la voie de migration de T. nasalis depuis le tube 

digestif jusqu’à la muqueuse nasale. Dans ce contexte, la découverte de sections de 

deux vers femelles dans le tissu conjonctif externe des maxillaires supérieurs, laisse 

suggérer une migration par les tissus. 

- La deuxième question porte sur leur comportement d'accouplement. Diagne 

et al. (2000) ont rapporté que la très grande majorité des femelles nasales hébergent un 

mâle intra-utérin, et des mâles libres n’ont pas été trouvés. Cependant, on ne connaît ni 

la période ni dans quel tissu ou dans quelle cavité, le mâle pénètre dans l’utérus de la 

femelle. 

Chez Trichosomoides crassicauda, la copulation a lieu dans différentes régions du tractus 

urogénital des rats (Thomas, 1924). De plus amples informations peuvent être trouvées à 

partir d'espèces du genre Anatrichosoma étroitement apparenté au genre Trichosomoides. 

Chez les Anatrichosoma, les femelles et les mâles sont de taille similaire ; ces derniers ne 

vivent pas de façon permanente dans les voies génitales des femelles. Little & Orihel (1972) 

ont observé un accouplement des Anatrichosoma buccalis Pence & Little, 1972 dans 

l'épithélium multicouche de la langue des opossums: le mâle insère sa moitié postérieure dans 

l'appareil génital de la femelle mais se retire après l’accouplement. Les auteurs n'ont pas 

indiqué le site de prédilection des mâles entre les accouplements. Pour Anatrichosoma 

cynamolgi Smith & Chitwood 1954, un mâle a été identifié dans le tissu conjonctif sous-

jacent de l'épithélium des voies nasales d'un singe, où il occupait la lumière d'un vaisseau 

lymphatique (Long et al., 1976). En revanche, chez Anatrichosoma haycocki Spratt, 1982, la 

copulation a lieu dans la lumière des glandes paracloacales des dasyuridés (Spratt, 1982). 
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Dans le contexte que nous venons de définir, mes travaux de thèse se sont orientés autour de 

l’objectif général suivant : 

� Connaître le cycle biologique de Trichosomoïdes  nasalis chez son hôte naturel 

Arvicanthis niloticus qui était jusque là inconnu. 

La  réalisation de cet objectif général passera par les objectifs spécifiques suivants : 

�  Déterminer les différents stades de développement  de T. nasalis. 

�  Identifier le ou les sites de la croissance larvaire. 

�  Élucider la ou les voie(s) de migration de T. nasalis  

� Préciser quand et où a lieu l’accouplement. 

Afin d'apporter de nouvelles données permettant de répondre à ces questions, nous avons 

choisi de développer deux grands axes de recherche : 

1- Etudier le développement de T. nasalis. 

2- Etudier la migration  de T. nasalis. 

Ces axes devraient nous permettre d'apporter quelques réponses sur la biologie de ce genre. 

Ce manuscrit est organisé en quatre parties rapportant les résultats de mes travaux. 

Le premier chapitre constitue une synthèse bibliographique présentant brièvement le phylum 

des Nématodes et sa place dans le monde vivant. 

Les deux chapitres suivants rapportent les résultats obtenus sur l’étude du développement et 

de la migration de Trichosomoïdes nasalis chez son hôte muridé Arvicanthis niloticus. 

La quatrième et dernière partie de ce manuscrit est constituée par la conclusion générale et les 

perspectives qui se dégagent de mes travaux. 
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CHAPITRE I : SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE SUR LES NEMAT ODES 

1. LE PHYLUM DES NEMATODES 

Les Nématodes sont très peu connus au regard d'autres organismes de la biosphère. Ce sont 

des animaux peu visibles dans l'environnement du fait de leur petite taille. Le nématode le 

mieux connu est Caenorhabditis elegans (Fig. 1), organisme modèle dont le génome a été 

entièrement séquencé en 1998 et dont la structure simple permet l'étude de nombreux 

mécanismes cellulaires et moléculaires. Les nématodes suscitent pourtant beaucoup de 

curiosité de par leur caractère ubiquiste sur la planète et leur rôle important dans le 

fonctionnement de divers écosystèmes. 

1.1. Diversité des Nématodes  

Les Nématodes comprennent différentes formes, libres ou parasites d'animaux ou de 

végétaux. Ils exploitent différents milieux, occupant des niches écologiques très diverses sur 

la planète tels que les océans et les mers, les eaux douces mais aussi les fluides corporels, les 

films d'eau dans le sol ou sur les végétaux. Ce sont les organismes les plus abondants de tous 

les métazoaires en terme de nombre d'individus dans de nombreux écosystèmes, notamment 

ceux du sol (1,20.1011 individus/m2 contre 105/m2 pour les acariens qui constituent le 

deuxième groupe le plus abondant, Kevan, 1965). 

Les Nématodes sont à la fois diversifiés et abondants avec un nombre total d'espèces estimé 

entre 40000 et 10 millions (Blaxter et al., 1998; Dorris et al., 1999 ; Blumenthal et al., 2004). 

Ce grand nombre d'espèces (26000 espèces décrites, Hugot et al., 2001) les place au deuxième 

rang dans le règne animal après les insectes. Cette diversification s’est réalisée avec un 

génome initial d’environ 25000 gènes, comme le suggère l’espèce de référence 

Caenorhabditis elegans. Les nématodes ont également des régimes alimentaires très 

diversifiés. Certaines espèces sont bactériophages, comme le nématode "modèle" C. elegans, 

d'autres sont entomopathogènes (ex: Steinernema spp ou Heterorhabditis spp), parasites 
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d'animaux (ex : Trichosomoides spp, Onchocerca spp, Ascaris spp, Brugia spp ou Trichinella 

spp) ou encore prédatrices (ex: Mononchus spp). Les Nématodes du sol causent chaque année 

de lourds dommages aux plantes cultivées. Les Nématodes parasites d’animaux causent les 

plus graves préjudices au bétail et, chez l’homme, ils sont des agents de maladies tropicales, 

les filarioses. 

1.2. Organisation structurale des Nématodes 

Les Nématodes sont des organismes cylindriques non segmentés. Ce sont des métazoaires 

triploblastiques cœlomates, autrefois classés parmi les Pseudocoelomates. Le pseudocœlome 

correspond au blastocèle qui est une cavité qui se forme lors du développement embryonnaire. 

Les Nématodes ont un tube digestif complet, c'est-à-dire avec bouche et anus. Leur tube 

digestif est un simple tube sans muscles sauf au pharynx et au rectum. Primitivement, la 

bouche des Nématodes est entourée de six lèvres, deux latérales et quatre submédianes 

(Fig.2A). 

Les amphides constituent une paire d’organes sensoriels céphaliques, toujours latérales et sont 

présentes chez toutes les espèces et à tous les stades. Le système sensoriel comprend aussi 

deux ensembles de papilles simples, l’un apical, présent chez les deux sexes, l’autre caudal 

propre aux mâles. Les Nématodes prédateurs possèdent un stylet dont ils se servent pour 

transpercer l'épiderme de leurs proies pour ensuite sucer leurs fluides. Le système nerveux est 

formé d'un anneau nerveux, autour de l’œsophage, qui se prolonge par un ensemble de 

ganglions nerveux. 

Dans la région caudale, les Nématodes présentent une paire d’organes sensoriels latéraux les 

phasmides (Fig. 2B). L’anus est subterminal. 

Les Nématodes ne possèdent ni appareil respiratoire, ni appareil circulatoire. La surface du 

corps peut être striée, mais ce n'est en aucun cas une métamérie. L'animal a un hydrosquelette 

sous pression, qui s'appuie sur sa cuticule, ce qui lui donne cette forme circulaire. La cuticule 
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est sécrétée par un revêtement non cellulaire : l’hypoderme. Cette cuticule est faite de 

collagène et de cuticuline. Elle est partiellement renouvelée lors des mues larvaires (4 chez les 

Nématodes), entre les mues et chez les adultes, des changements de constitutions chimiques 

de sa surface sont permanents.  

Les Nématodes ne possèdent que des muscles longitudinaux, pas de muscles circulaires. 

L'action de ces muscles longitudinaux permet aux Nématodes de se déplacer en ondulant 

rapidement. Le système reproducteur comprend primitivement deux gonades tubuleuses, l’une 

des gonades disparaît généralement chez les males (monorchie). Chez les femelles, selon qu’il 

y a une ou deux gonades on emploie le terme de monodelphe ou didelphe. Ces gonades 

peuvent être dirigées en sens opposé (amphidelphe) ou dirigées parallèlement vers l’avant 

(prodelphe) ou vers l’arrière (opisthodelphe). Le pore génital femelle s’ouvre ventralement, 

primitivement vers le milieu du corps. Le tube génital mâle s’ouvre dans le rectum formant 

ainsi le cloaque. Dans le cloaque, des pièces fortement cuticularisées, les spicules, activées 

par les muscles font office d’organes copulateurs. Les spermatozoïdes n’ont ni flagelle ni cils. 
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Figure 1 [1]: Structure d'un nématode (d'après by Z. F. Altun & D. H. Hall, dans Atlas of C. 

elegans anatomy. Le chiffre entre crochets représente la référence webographique.  

A

B

amphide

Phasmide

 

Figure 2 : A Schéma de l’extrémité antérieure d’un Nématode, en vue apicale (d’après De 
Cornick, 1965)  B Extrémité caudale de Dipetalonema freitasi (d’après Bain et al., 1987), vue 
ventrale montrant les languettes caudales, les phasmides. 
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1.3. Accouplement chez les Nématodes 

La cuticule lisse des Nématodes pose un problème sérieux pour que le mâle enserre la 

femelle. Chez les Nématodes l’accouplement donne lieu à des adaptations morphologiques 

chez le mâle extrêmement complexes et variées : bourses caudales des Strongylida, sculptures 

cuticulaires ventrales des Oxyurida, ventouses de certains Ascaridida, ailes caudales et 

extrémité postérieure spiralée des  Spirurida. Chez les Filaires, l’area rugosa qui est une sorte 

d’appareil antidérapant (Fig. 3B) a permis de discriminer les souches géographiques du 

parasite humain Brugia malayi (Bain et al., 1988). Cette structure ainsi que certains 

renflements observés dans la partie antérieure du corps jouent un rôle dans l’accouplement en 

favorisant une contention du mâle par la femelle comme l’indique le schéma de 

l’accouplement chez Mansonella (Tetrapetalonema) mariae (Bain & Chabaud, 1988). La 

région caudale du mâle enserre la région antérieure de la femelle où s’ouvre la vulve (Fig. 

3A). 

Chez les Trichinelloides, l’accouplement présente une certaine originalité: 

Chez Trichosomoides nasalis, parasite de la muqueuse nasale d’Arvicanthis niloticus, le mâle 

vit de façon permanente dans l’utérus de la femelle ; chez Anatrichosoma, le mâle pénètre 

entièrement dans les voies génitales de la femelle et vit de façon temporaire dans l’utérus et se 

retire après l’accouplement; la figure 3C montre la moitié postérieure du mâle dans l’appareil 

génital de la femelle (Little & Orihel, 1972). 
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Figure 3 : A. Schéma hypothétique de l’accouplement chez Mansonella (Tetrapetalonema) 
mariae (d’après Bain & Chabaud,.1988) ; a.n. anneau nerveux ; a.r. : area rugosa ; f. :femelle ; 
int. : intestin ; m. : mâle ; oe. : œsophage ; r1. : 1er  renflement ; r2. : 2ème renflement ; ut. : 
utérus ; vu. : vulve. B. Détails de l’area rugosa de Dipetalonema freitasi (d’après Bain et al., 
1987). C Accouplement entre mâle adulte et Femelle adulte d’Anatrichosoma buccalis 
(d’après Little & Orihel, 1972) 
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1.4. Eléments de systématique 

1.4.1. Phylogénie des métazoaires 

 
Figure 4: Phylogénie des métazoaires : A:  Phylogénie "traditionnelle" des métazoaires; B: 

Phylogénie basée sur les séquences 18S de l’ARN ribosomal. (d’après Adoutte et al., 1999). 

 

La phylogénie classique des métazoaires (Fig. 4A), basée sur des critères morphologique et 

embryologique, repose sur une vision gradiste du vivant, c’est-à-dire sur une complexité 

croissante des organismes. Parmi les eucaryotes métazoaires placés à la base de cette 

classification, les éponges (Poriferans) sont suivies par les cnidaires, les cténaires, et enfin les 

acoelomates et les pseudocoelomates. Vient ensuite une divergence majeure qui donne 

naissance aux branches protostomes et deutérostomes, réunies sous le nom de coelomates 

triploblastiques.  
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La classification moléculaire (Fig. 4B), (d’après Adoutte et al. ; 2000), basée principalement 

sur l’analyse phylogénétique des gènes codant pour les ARN ribosomiques 18S, a modifié la 

vision classique de la phylogénie des métazoaires. La nouvelle phylogénie des métazoaires est 

constituée des non-bilatériens (regroupement qui inclut les éponges, les cnidaires et les 

cténophores) et de deux groupes de bilatériens : les deutérostomes et les protostomes. Les 

relations entre les non-bilatériens n’ont pu être précisées, et, fréquemment, ces phylums 

n’apparaissent pas dans un groupe monophylétique. 

Les ecdysozoaires (animaux qui possèdent une cuticule et dont la croissance se fait par mues) 

et les lophotrochozoaires (animaux dont le développement passe par des formes larvaires de 

type trochophore ou possédant des lophophores) constituent le groupe des protostomes. 

Si l’existence de trois grands groupes d’animaux bilatériens est bien établie à savoir les 

deutérostomes et les protostomes, eux mêmes divisés en ecdysozoaires et lophotrochozoaires, 

les relations au sein de ces deux derniers clades restent assez obscures. En particulier, les 

relations de parentés des lophotrochozoaires sont peu résolues alors même que ce groupe 

présente une extrême hétérogénéité de formes et de modes de développement. 

1.4.2. Classification des Nématodes 

1.4.2.1. Position systématique des Nématodes  

L’ancienne classification basée sur des données morphologiques et physiologiques plaçait le 

phylum des Nématodes dans l’embranchement des Némathelminthes, à proximité des 

Plathelminthes, puis, plus tard, au sein des Pseudocoelomates. 

Mais les analyses génétiques, et notamment l’analyse des gènes codant la sous unité d’ARNr 

18S, ont prouvé que les Nématodes appartenaient au groupe des Ecdysozoaires (Aguinaldo et 

al., 1997 ; Lecointre & Le Guyader, 2001). Même si cette conception suscite encore de 

nombreuses interrogations, un consensus se dégage pour considérer que les Nématodes 

peuvent être regroupés avec les Arthropodes (Fig.5) pour former les Ecdysozoa, animaux 
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capables de renouveler leur cuticule par des mues (Aguinaldo et al., 1997; Lecointre & Le 

Guyader, 2001). Ce groupe rassemble les nématodes, les insectes, les arachnides et les 

crustacés. Le nom du taxon vient du mot ecdysis qui désigne la mue. 

Ce taxon se divise en trois groupes : 

• les Céphalorhynches (Kinorhynches, Loricifères, Priapulides)  

• les Panarthropodes contenant :  

o les Onychophores  

o les Tardigrades  

o les Euarthropodes (ou Arthropodes vrais)  

• les Nématozoaires (Nématodes et Nématomorphes)  

Les groupes les plus connus chez les ecdysozoaires sont les arthropodes (ce dernier 

comprenant notamment les insectes et les crustacés). Ce clade rend obsolète l'ancienne notion 

d'articulés (Articulata) qui regroupait arthropodes et annélides sur l'idée que la segmentation 

était un caractère ancestral. C'est bien la mue qui constitue un caractère ancestral et justifie de 

regrouper les ecdysozoaires. La mue des arthropodes est déclenchée par l'ecdysone, mais cette 

hormone n'est probablement pas présente chez tous les Ecdysozoaires : le nématode 

Caenorhabditis elegans utilise une autre hormone stéroïde.  

Les Nématodes et les Nématomorphes forment le groupe des Nématozoaires (Fig.5). 

(Lecointre & Le Guyader, 2001). 
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Figure 5 : Classification phylogénétique des Ecdysozoaires (extrait de Lecointre & Le 

Guyader, 2001) 

1.4.2.2. Classification traditionnelle ou classique 

Classiquement les Nématodes sont divisés en deux classes : Secernentea (ou Phasmidien), et 

Adenophorea (ou Aphasmidien), par la présence chez les Secernentea, ou l’absence chez les 

Adenophorea de phasmides, minuscules organes latéraux glandulaires et nerveux situés sur la 

queue. La classe des Phasmidiens se subdivise en quatre sous-classes: Rhabditia, Spiruria, 

Tylenchia, Diplogasteria; celle des Aphasmidiens en deux sous-classes: Enoplia et 

Chromadoria. La division des ordres en sous-ordres, super-familles, familles et sous-familles, 

puis en genres et en espèces est assez complexe. Avec l'apparition des techniques de biologie 

moléculaire, des phylogénies ont pu être réalisées. 
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1.4.2.3. Classification phylogénétique 

Cette classification est principalement fondée sur les méthodes de la cladistique, méthode 

établie en par Willi Hennig, 1950 (Schmitt, 2003). L'analyse cladistique qui sert de base à 

l'établissement de cette classification considère les caractères à toutes les échelles à valeur 

égale : les caractères macroscopiques et microscopiques issus de l'anatomie comparée et de 

l'embryologie, les caractères moléculaires issus de la biochimie et de la biologie moléculaire, 

ainsi que les données apportées par la paléontologie. 

La classification phylogénétique est un système de classification des êtres vivants qui a pour 

objectif de rendre compte des degrés de parenté entre les espèces et qui permet donc de 

comprendre leur histoire évolutive (ou phylogénie). La phylogénie des Nématodes est basée 

sur les analyses moléculaires établies à partir de l’ARN ribosomique nucléaire 18S (Blaxter, 

2001 ; Blaxter et al., 1998 ; Dorris et al., 1999). Elle utilise aussi la sous-unité ribosomale 

(SSU rRNA), gène homologue chez toutes les formes de Nématodes, pour permettre d’établir 

les relations phylogénétiques. Cette nouvelle classification diffère de façon significative des 

premières hypothèses (De Ley & Blaxter, 2001) (Fig. 6). 

Trois clades majeurs sont à présent reconnus (Blaxter et al., 1998): le clade I, le clade II et le 

clade C et S d’où dérivent les clades III, IV et V. 

Chaque clade doit répondre à une même définition: un clade comprend tous les descendants 

d'un ancêtre et l'ancêtre lui-même. On parle aussi de groupe monophylétique. Ainsi, des 

espèces d'un même clade seront toujours plus proches entre elles que d'une autre espèce 

extérieure à ce clade. 

Chacun de ces clades contient des espèces ayant des modes de vie divers et comptent tous des 

espèces parasites d'animaux ou de végétaux. 
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 Le clade I comprend les Dorylaimida, les Mononchida, les Mermithida et les 

Trichocephalida. Ce clade associe parasites de plantes, de vertébrés et d’invertébrés, avec 

des espèces libres benthiques ou terrestres. 

 Le clade II comprend les Enoplida et les Triplonchida. Il inclut les espèces marines et 

des espèces parasites de plantes. 

 Le clade C et S comprend les Chromadorida et les Secernentea, et parmi les 

Secernentea, trois clades: 

 Le clade III  comprend les Ascaridida, les Spirurida, les Oxyurida et les 

Rhigonematida. Il comprend uniquement des parasites d’invertébrés et vertébrés. 

 Le clade IV comprend les Cephalobidae, les Tylenchida, les Aphelenchida (IVb ) et 

les Strongyloididae, les Steinernematidae, les Panagrolaimidae (IVa) . Il associe parasites 

d’animaux, de plantes ou de champignons mais aussi des formes libres.  

 Le clade V réunit des Nématodes libres comme les Rhabditida et Diplogasterida avec 

les Strongylida, parasites de vertébrés. 

Dans cette étude le parasite étudié appartient à l’ordre des Trichocephalida du clade I : il 

s’agit de Trichosomoides nasalis parasite de la muqueuse nasale d’Arvicanthis niloticus. 

 

Une récente classification du phylum des Nématodes (Hodda, 2007) propose 5 classes, 9 

sous-classes, 23 super-ordres, 39 ordres, 52 sous-ordres, 89 superfamilles et 241 familles mais 

peu de changement sont notés au niveau des familles et superfamilles. Cette classification 

reflète la vue actuelle sur l’évolution dans le phylum et les incertitudes sur l’évolution des 

Nématodes. 
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Figure 6 : Arbre phylogénique du phylum des Nématodes basé sur la séquence de la petite 
sous-unité ribosomale. Pour chaque groupe taxonomique sont indiquées les relations 
trophiques. Les chiffres romains représentent les clades  (extrait de Blaxter, 2001). L’étoile 
rajoutée à la figure originale indique l’espèce étudiée Trichosomoides nasalis du groupe des 
Trichocephalida appartenant à la super-famille des Trichinelloidea). 
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Chez les Nématodes parasites de vertébrés, il est remarquable de constater une excellente 

correspondance entre les clades issus de l’analyse moléculaire (Blaxter, 2001) et l’arbre 

phylogénétique issu de l’analyse morpho-biologique de Chabaud (1974) (Fig.7). 

 

 

 

Figure 7 : Arbre phylogénique des Nématodes Secernentea parasites de Vertébrés (extrait de 
Chabaud, 1974): les couleurs sont celles des clades définis  par l’analyse moléculaire (voir 

Fig. 6) brun, (V, Strongylida), vert (IV a, Rhabdiasidae et Strongyloididae), rouge (III, 
Ascaridida, Spirurida, Oxyurida). 
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2. LES NEMATODES TISSULAIRES 

Les Nématodes du tube digestif des vertébrés, en particulier ceux des rongeurs, ont été très 

bien étudiés, mais ceux qui sont dans les tissus sont ignorés parce qu’ils ne sont mis en 

évidence que par une recherche active au cours des dissections. 

       2.1. Cycles des Nématodes 

La connaissance des cycles biologiques est un élément fondamental pour la mise en place des 

moyens de lutte contre le vecteur et le parasite. Deux types de parasites différents par leur 

mode de transmission ont été étudiés dans le passé ; nous rappelons le cycle évolutif de 

chacun d’eux. Il s’agit premièrement d’un phasmidien, Onchocerca volvulus, appartenant à la 

famille des Onchocercidae, qui compte 78 genres, les plus importants par leur nombre 

d’espèces et par leur importance en médecine humaine et vétérinaire. On connaît les cycles 

évolutifs et les caractéristiques des larves infestantes des 34 genres seulement (Bain et 

Chabaud, 1986). Le deuxième parasite est un aphasmidien qui appartient à la famille des 

Trichuridae, Trichinella spiralis, espèce très bien étudiée à cause de son tropisme musculaire 

et qui pose des problèmes de santé à l’homme et aux animaux. Hormis les trichines, ces 

aphasmidiens tissulaires sont rares et à peine connus, certainement plus diversifiés que ne le 

suggèrent les rares études faites chez les singes (Smith & Chitwood, 1954), les rongeurs 

(Diagne et al., 2000), et des petits marsupiaux (Pence & Little, 1972 ; Spratt, 1982) ; ils 

correspondent chaque fois à une réussite évolutive particulière et étonnante. 

Trichosomoides nasalis parasite de rongeur est un autre aphasmidien tissulaire de la même 

super famille que les trichines fait l’objet de mon travail (chapitres II & III). 

 

        2.1.1 Cycle d’une filaire : Onchocerca volvulus. 

Onchocerca volvulus (Duke, 1990) est un parasite spécifiquement humain et appartient au 

clade III. Les vers adultes ont une longévité de 10 à 15 ans et mesurent 2 à 3 cm de long pour 
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le male, 50 cm pour la femelle ; ils vivent dans le derme, soit libres, soit dans des nodules 

fibreux, les onchocercomes ou kystes onchocerquiens. Les vers mâles et femelles 

s’entrelacent dans les nodules au niveau du tissu sous cutané de la peau (Fig.8A) avec parfois 

plusieurs sections de femelles adultes dans les tissus fibreux de l’hôte (Fig.8B) Après s’être 

accouplées, les femelles émettent des embryons ou microfilaires de 300 µm de long, qui se 

répandent dans le derme, aussi bien le jour que la nuit. 

Figure 8A [2] : Onchocerca volvulus dans  Figure 8B [3] : Sections de femelles adultes 
les nodules du tissu sous cutané.   d’ Onchocerca volvulus dans  
       les tissus fibreux de l’hôte. 

Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 

Le cycle évolutif du parasite est à deux hôtes : l'homme, hôte définitif, et un insecte, la 

simulie, hôte intermédiaire et vecteur (Fig.8C).  

Les microfilaires n’évoluent pas chez l’homme. Elles doivent nécessairement être ingérées 

par une simulie pour continuer leur développement et assurer la pérennité de l’espèce. Seule 

la femelle de simulie pique l’homme, car, après la fécondation, elle a besoin de sang pour la 

maturation des œufs de chaque ponte. Lors d’un repas de sang sur une personne infectée, la 

simulie ingère des microfilaires (L1) qui vont subir des transformations pour donner des 

larves L3. 

Le cycle parasitaire : La simulie s'infecte lors d'un repas sanguin en prélevant, dans le derme 

d'un malade, des microfilaires qui évoluent en larve L1, en larve L2 dans les muscles 
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thoraciques, puis en larve L3 qui migrent vers le labium. Au point de piqûre, les larves L3 

traversent activement l'épiderme. Elles migrent sous la peau, deviennent adultes et forment 

des nodules onchocerquiens. Les microfilaires sont libérées de ces nodules et vont migrées 

dans le tissu sous cutané. 

 
 

 
 

 
 

Figure 8C [4]:  Le cycle de développement d’Onchocerca volvulus (Schéma amélioré) 
Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 
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Très souvent la maladie n'a pas de symptômes, mais l'infection oculaire donne toute sa gravité 

à la maladie, l'onchocercose étant la première cause de cécité dans les zones infestées et la 

deuxième cause de cécité d’origine infectieuse dans le monde. L’atteinte oculaire donne son 

nom à l'onchocercose, la cécité des rivières.  

2.1.1.1. Traitement 

Plus de 15 millions de personnes sont atteintes dont la majorité en Afrique. Le programme de 

lutte contre l’onchocercose en Afrique de l’ouest (OCP) qui a engagé 11 pays dont le Sénégal 

est un véritable succès car, il a ramené pratiquement à zéro la transmission de la maladie. 

Le traitement par l’ivermectine et l’épandage d’insecticides ont permis de maîtriser 

l’onchocercose; l’ivermectine n’ayant qu’un effet macrofilaricide limité. Les traitements 

doivent être répétés régulièrement afin de maintenir les charges microfilariennes au dessous 

du seuil au-delà duquel les signes cliniques de l’onchocercose peuvent apparaître. Les 

traitements répétés qui ont également un effet curatif entraînent une baisse des charges 

parasitaires au niveau oculaire, ils entraînent également une réduction de l’insémination des 

les femelles conduisant à une interruption presque complète de la fécondation des oocytes et 

donc de l’embryogenèse des microfilaires (Duke et al., 1991). 

2.1.2. Cycle de Trichinella spiralis 

Trichinella spiralis est un petit ver blanc, allongé et cylindrique de la Super famille des 

Trichinelloidea, à peine visible à l’œil nu. Les mâles sont longs de 1,4 à 1,6 mm et larges de 

40 µm et les femelles sont longues de 3 à 4 mm et larges de 60 µm.  

Les oeufs intra-utérins sont en forme de tonnelet (30 à 40 μm de diamètre) avec une 

membrane vitelline très fine et sans vraie coque. Les embryons se développent in utero et se 

débarrassent de la membrane vitelline qui les entoure. Ils mesurent 100 à 160 μm de long sur 

9 μm de large. Plus petites qu’une hématie, les larves libérées traversent facilement la lamina 
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propria puis les parois capillaires, spécialement grâce à un stylet buccal mobile 

(particulièrement développé au stade larvaire). 

Le cycle de la trichine est particulier puisqu’il se réalise sans passage par une forme 

intermédiaire dans le milieu extérieur. En effet c’est un cycle indirect qui se fait chez un seul 

et unique hôte mammifère omnivore ou carnivore, dont l’homme. On le qualifie de cycle 

auto-hétéroxène (Bourrée, 2008). 

L’hôte est à la fois: 

- Hôte définitif, hébergeant les formes adultes du nématode. 

- Hôte intermédiaire, où évoluent les formes larvaires. 

- Vecteur : les tissus parasités d’un individu doivent être ingérés par un deuxième individu 

pour assurer la transmission du parasite. 

- Réservoir : les larves enkystées peuvent vivre des années hébergées dans les muscles de leur 

hôte. 

Le cycle du parasite présente la particularité de se dérouler très rapidement au sein du même 

hôte. Il comporte trois étapes (Fig.9 et 10). 

 
Figure 9 [5]: Cycle de développement de Trichinella spiralis. 

Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 
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Figure 10 [6]: Phase intestinale, migration larvaire et phase musculaire chez l’Homme de 

Trichinella spiralis.  
Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 
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2.1.2.1. Phase d’infestation 

Celle-ci commence par l’ingestion par l’homme ou l’animal d’une viande contenant des 

larves enkystées. La coque kystique subit l’action des sucs digestifs libérant ainsi les larves 

qui vont pénétrer dans l'épithélium des villosités intestinales. Elles vont générer des tunnels de 

forme sinusoïdale au cours de leur migration. Ces larves subissent 4 mues successives dans le 

tube digestif durant les douze heures qui suivent l’ingestion de la viande. Elles deviennent 

adultes au bout de 36 heures, se trouvent dans l’épithélium intestinal et sont capables de 

s’accoupler. Après accouplement dans la lumière intestinale, les mâles succombent et les 

femelles fécondées s’enfoncent dans la muqueuse intestinale par les glandes de Lieberkuhn et 

les plaques de Peyer (voie lymphatique). Les oeufs éclosent dans l’utérus de la femelle 

(femelle vivipare) et sont expulsés sous forme de larves L1NN (larves « nouveau-nées »). 

La ponte commence deux jours après l’accouplement et peut durer jusqu'à 6 semaines. 

2.1.2.2. Phase de dissémination 

Les larves L1NN migrent par voie lymphatique, puis sanguine, (seul stade libre du cycle) 

passant par le cœur droit et les poumons. Le cœur gauche est atteint environ un jour après 

l’expulsion des larves, les disperse dans la circulation générale. Les larves atteignent les 

muscles striés (leur lieu de prédilection) et sont à ce niveau aptes à s’enkyster 

2.1.2.3. Phase d’enkystement 

Une fois arrivées dans les muscles striés, les larves quittent les vaisseaux sanguins pour se 

disperser dans les fibres musculaires où elles seront plus aptes à poursuivre leur 

développement (Fig.11). Celles-ci s’enroulent très rapidement en spirale, d’où le nom de 

spiralis donné à la première espèce de trichine observée. 

Les larves L1NN ont un tropisme remarquable pour les cellules musculaires striées 

squelettiques et pratiquement 100 % des larves trouveront leur niche si l'hôte n'est pas 
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immunisé. La cellule musculaire striée pénétrée par une L1NN va subir des transformations 

pour devenir une cellule nourricière qui fonctionne vraisemblablement pour nourrir et 

protéger le parasite (Fig.12). Les larves encapsulées dans les muscles survivent des années 

après l'infestation, (Fig.13) mais peuvent dégénérer à l'issue d'une synthèse abondante de 

collagène étouffant la cellule nourricière qui se calcifie. 

Il se passe donc environ trois semaines entre l’ingestion de la viande contaminée et 

l’enkystement des larves dans le muscle strié. 

 

 

Figure 11 [7]: Schéma d’une larve infestant une fibre musculaire.  
Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 
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Figure 12 [7]: Formation de la cellule nourricière. Il y a au moins deux phases distinctes au 

processus de formation de la cellule nourricière : une différenciation de la cellule musculaire 

et une autre de re-différenciation de la cellule musculaire en cellule nourricière. 

Le chiffre entre crochets représente la référence webographique. 

 

 
 

Figure 13 [7]: Schéma d’une larve de Trichinella spiralée dans la capsule de collagène et 

formation du réseau capillaire. Le chiffre entre crochets représente la référence 

webographique. 
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2.1.2.4. Traitement 

La trichinellose humaine a été identifiée au Sénégal au cours des années 1960, lors de la 

découverte d’une épidémie impliquant des expatriés européens ayant consommé la viande de 

phacochère crue (Vassiliades, 1973) et plus récemment, en 2009, chez des touristes français 

ayant consommé du jambon de phacochère parasité (Dupouy-Camet et al., 2009). 

La trichinellose est une maladie à ce jour incurable, c'est-à-dire qu’une fois les larves 

enkystées dans les muscles, aucun traitement ne peut avoir d’action sur elles. 

L'efficacité des benzimidazoles est limitée par leur faible solubilité dans l’eau et la faible 

biodisponibilité dans les liquides intestinaux mais aussi la faible absorption par l’intestin. De 

nouvelles formulations ont été développées dans le but d’augmenter le taux d'absorption et la 

concentration de ces médicaments dans le sang, mais ces dernières n’ont été utilisées, jusqu’à 

ce jour, que dans des modèles animaux (Dupouy-Camet & Murrell, 2007). 

Spécifiquement, le mébendazole et l’albendazole ont été associés au pyrrolidone de 

polyvinyle pour créer des dispersions solides, et l’albendazole dans des solutions liquides a 

été associé à des promoteurs absorbants, mélangé avec des complexes cristallins de 

Cyclodextrine ou avec huile polysorbate arachis 80 comme excipient (Lopez et al., 1997; 

Castillo et al., 1999). 

De nouvelles études sont nécessaires mais cela pourrait être une approche prometteuse pour 

traiter des patients atteints de trichinellose. 

 

3. TRICHOSOMOIDES NASALIS PARASITE D’ARVICANTHIS  NILOTICUS 

Au Sénégal il a été identifié deux groupes de Nématodes tissulaires parasites de rongeurs : 

• un groupe de nématodes Filarioidea clade III, Monanema martini (Bain, Barlett & 

Petit, 1986) parasite des vaisseaux lymphatiques de la paroi de l’intestin d’Arvicanthis 

niloticus, utilisé pendant des années au Muséum National d’Histoire Naturelle en 
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France, comme modèle pour la pathologie onchocerquienne dont les microfilaires sont 

concentrées dans le tissu sous cutané des lobes auriculaires (Wanji et al., 1994), 

• un autre groupe de nématodes Trichinelloidea clade I, Anatrichosoma sp. parasite de 

la muqueuse stomacale de Mastomys erythroleucus et Trichosomoides nasalis parasite 

de la muqueuse nasale d’Arvicanthis niloticus. 

Nous faisons ici la description de cette dernière espèce parce qu’elle fait l’objet de mon travail 

dans les chapitres II et III. 

Trichosomoïdes nasalis, (Biocca & Aurizi 1961), décrit en Italie chez Rattus norvegicus, a été 

observé au Sénégal chez le muridae A. niloticus où il est fréquent sauf dans la région Sud ; il 

parasite la muqueuse nasale de son hôte entraînant des lésions inflammatoires importantes 

(Diagne et al., 2004). Il est surtout remarquable par son dimorphisme sexuel. Le mâle 

appartient à la catégorie des mâles nains ; il est beaucoup plus petit que la femelle et présente 

la particularité unique chez les nématodes, de vivre obligatoirement dans les voies génitales 

de la femelle. A cette modalité biologique correspond au point de vue morphologique 

l’absence d’appareil copulateur. Nous rappelons ici dans ce qui suit la position systématique 

et une description sommaire du parasite. 

               3.1. Position systématique de Trichosomoides nasalis 

Dans la classification conventionnelle du Règne Animal, Trichosomoides nasalis peut être 

classé comme suit : 

Embranchement Nématode 

Classe : Adenophorea 

Sous-classe Enoplia 

Ordre Trichocephalida 

Sous ordre Trichinellina 

Super-Famille Trichuroidea 

Famille Trichuridae 

Sous-Famille Trichosomoïdinae 
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Actuellement, avec la classification phylogénétique les Trichinelloidea appartiennent l’ordre 

des Trichocephalida du clade I (Blaxter et al., 1998) 

 3.2. Description de Trichosomoïdes nasalis 

� La femelle (Fig.14) mesure 16 à 22 mm de long sur 220 à 250 µm de large, le tiers 

antérieur du corps est mince, constriction à la hauteur de la jonction œsophage-intestin 

et vulve; reste du corps épais, sauf une courte portion postérieure amincie et 

brusquement recourbée ; extrémité postérieure arrondie. Stylet identifié chez la plupart 

des spécimens. Bandes bacillaires latérales (Fig.15) montrant des pores de taille 

variable au sommet des mamelons. Oesophage avec une partie musculaire et une autre 

glandulaire. Intestin élargi dans la région postérieure ; rectum court ; anus terminal ; 

vulve au niveau de la jonction œsophage-intestin ou un peu en arrière, avec une lèvre 

antérieure saillante. 

st

a.n.

oe.m.

stch

stch

j

v

vg

ut

ov

r

A B C

 

Figure 14 : Femelle de Trichosomoides nasalis : A. Extrémité antérieure ; B. Jonction 
œsophage intestin ; C. Extrémité postérieure  (Diagne et al., 2000). Légende : a.n. : anneau 
nerveux ; j : jonction œsophage intestin; oe.m :œsophage musculaire ; ov : ovaire ; r : rectum ; 
st : stylet ; stch : stichocyte ; v : vulve ; vg : vagin. . Barres d’échelles A : 75µm; B-C: 100µm 
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Figure 15 :   Détails au microscope à balayage d’une bande bacillaire à mi-corps chez la 

femelle de Trichosomoides  nasalis (Diagne et al., 2000) 

 

� Le mâle (Fig.16), de petite taille mesure 1,04 à 2,17 mm de long et 30 à 50 µm de 

large, stylet buccal présent, œsophage musculaire puis glandulaire avec formation 

graduelle du stichosome dont les stichocytes ont des noyaux plus ou moins 

régulièrement opposés ; au niveau de la jonction œsophage intestin, présence d’une 

valvule oesophagienne relativement volumineuse ; cloaque court, canal éjaculateur 

deux fois plus court que le cloaque, bandes bacillaires latérales avec un nombre 

variable de files de cellules. 
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Figure 16 : Mâle de Trichosomoides  nasalis (Diagne et al., 2000): A. Silhouette du mâle ; B. 
Extrémité antérieure ; C. Jonction œsophage-intestin ; D. Extrémité postérieure. Légende : 
a.n. : anneau nerveux ; cl : cloaque ; j : jonction œsophage-intestin ; oe.g :œsophage 
glandulaire ; oe.m :œsophage musculaire  st : stylet ; test : testicule. Barres d’échelles : A : 
250µm ; B, C et D : 30µm. 
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� Les œufs en tonnelets caractéristiques des Trichinelloidea sont longs de 75 à 82µm et 

larges de 48 à 55µm; cylindriques quand ils sont très jeunes avec bouchons polaires 

très saillants ; œufs mûrs embryonnés en amande à coque brun doré. (Fig.17A) 

� La larve a un corps un peu trapu dans la partie antérieure ; œsophage occupant les 

deux tiers du corps ; l’intestin est court ; le stylet est présent ; l’anneau nerveux est très 

visible de même que les stichocytes (Fig.17B). 

 

Figure 17 : A. Œufs embryonés  de T. nasalis  (Diagne et al., 2000); B. Larve de 3 jours  de 

T. nasalis. (Fall et al., 2012). Légende : a.n. anneau nerveux ; int : intestin ; st : stylet ; stch : 

stichocyte. . Barres d’échelles : A : 30µm ; B : 50µm 
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CHAPITRE II : DEVELOPPEMENT DE TRICHOSOMOIDES NASALIS CHEZ 

ARVICANTHIS NILOTICUS 

1. Introduction 

Arvicanthis niloticus (Geoffroy) est une espèce de rongeur Africain de la famille des Muridae. 

Il est principalement distribué dans le Sahel et la savane de la ceinture soudano-zambézienne, 

qui englobe le Sénégal. Ses habitats naturels sont: la savane sèche, la savane humide, les 

zones arbustives subtropicales ou tropicales humides, les terres arables, les pâturages, les 

jardins ruraux, urbains, les terres irriguées et inondées de façon saisonnière et les terres 

agricoles. Cependant, sa biologie n’est pas très bien connue (Musser & Carleton, 2005). 

Les Trichosomoidinae avec les genres Trichosomoides Railliet, 1895 et  Anatrichosoma 

Smith & Chitwood, 1954, sont des nématodes rarement étudiés. Ils sont essentiellement des 

parasites de la couche épithéliale de la muqueuse de différents organes (Anderson, 2000). Les 

adultes de certains d’entre eux envahissent le tube digestif, comme chez l’espèce Trichinella 

spiralis (Owen, 1835) (cf Gardiner, 1976) qui est largement étudiée, d'autres parasitent la 

peau, la cavité buccale, la cornée et la sclérotique, les voies et les cavités nasales et la vessie 

de leurs hôtes. Les espèces Trichosomoides spp. parasitent les deux derniers organes 

(Antonakopoulos et al., 1991; Serakides et al., 2001; Diagne et al., 2000 & 2004). 

Le mâle de Trichosomoides sp. est nain et vit dans l'utérus de la femelle. Des œufs 

embryonnés sont pondus et expulsés avec les fèces, l'urine ou le mucus nasal. Les hôtes sont 

infectés lorsqu'ils ingèrent ces œufs. À ce jour, le développement chez l'hôte n'a été étudié que 

chez Trichosomoides crassicauda (Bellingham, 1840), un parasite de la vessie des rats 

(Yokogawa, 1921; Thomas, 1924). Les résultats de Diagne et al., (2000) sur Trichosomoides 

nasalis Biocca & Aurizi, 1961 parasite fréquent des cavités nasales d’Arvicanthis niloticus au 

Sénégal, ont encouragé d'autres études sur la biologie de ce genre. 
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2. Matériel et méthodes 

2.1. Lieux de captures des Arvicanthis niloticus (Fig.18) 

Les Arvicanthis niloticus ont été piégés dans les champs tel que décrit par Diagne et al., 2000. 

Ils ont été capturés près de Dakar dans les Niayes (14 ° 50'270''N, 17 ° 12'360''O) et dans la 

région de Saint Louis, à Savoigne (16 ° 09'247''N, 16 ° 18 '225''O). 

Niay
es

Savoigne

 

Figure 18 :     Sites de piégeage des Arvicanthis niloticus  

 

2.2. Technique de piégeage des Arvicanthis niloticus 

Le piégeage est la technique la plus couramment employée pour la capture des petits 

mammifères tels que les rongeurs. 

Les pièges utilisés sont de type Firobind et Manufrance. Ils sont appâtés avec de la pâte 

d'arachide. Ils sont posés, appâtés et ouverts en fin d'après midi, les captures étant relevées le 

lendemain matin. 

Ce piégeage s'effectue en pleine brousse dans un milieu considéré assez propice à être un 

refuge pour les rongeurs, même pendant les périodes de faible densité. 

Dans les deux sites de capture, du fait d'une présence importante de rongeurs à activité surtout 

diurne, tous les pièges sont fermés après un relevé tardif du matin et ré ouverts pendant 

l'appâtage, relativement tôt l'après midi. Cela a pour but d'éviter une forte mortalité des 

rongeurs par la chaleur tout en augmentant la probabilité de capture d'A. niloticus. 
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2.3. Elevage et entretien des Arvicanthis niloticus 

L’élevage d’A. niloticus sains est maintenant possible, ce qui nous a permis de maintenir 

cycliquement T. nasalis chez son hôte avec possibilité d’étudier son développement. Les 

animaux capturés ont été utilisés pour la reproduction à l’animalerie du département de 

Biologie Animale de l'Université Cheikh Anta Diop de Dakar et ont fourni tous les jeunes 

rongeurs utilisés dans cette étude. Les animaux d'expérience ont été maintenus par groupes de 

2 à 6 dans des cages en polycarbonate transparents d'une superficie de 549 cm2 avec des 

couvercles en acier inoxydable. Les animaux avaient accès à l’eau dans des biberons en 

propylène de 100 ml ou 500ml avec becs en acier inoxydable et à une nourriture disponible 

dans le commerce (Les Moulins Sentenac, Dakar, Sénégal). 

 

2.4. Infestation expérimentale des Arvicanthis niloticus 

Les adultes de T. nasalis utilisés pour les infestations expérimentales ont été récoltés à partir 

d’A. niloticus naturellement ou expérimentalement infectés. Les rongeurs sauvages sont tués 

par étirement, et les femelles gravides de T. nasalis ont été récoltées de la muqueuse nasale en 

conformité avec les études antérieures de Diagne et al., 2000. De jeunes A. niloticus âgés de 

deux à quatre semaines ont été infectés expérimentalement par voie orale ou par voie 

intrapéritonéale. 

2.4.1. Infestation par voie orale 

L’infestation par voie orale est utilisée pour une première série de rongeurs (n = 102). Les 

rongeurs sont d’abord soumis à un jeûn hydrique de 24 heures, avant de recevoir par voie 

orale 1 à 4 femelles gravides fraîchement récoltées à l’aide d'une seringue (sans aiguille) que 

les rongeurs vont lécher. Le liquide restant est ensuite placé au fond de la cavité buccale. 

Depuis que nos tentatives d'infestation des rongeurs avec des femelles intactes se sont avérées 
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sans succès, chaque femelle a d'abord été perforée, à l’aide d’une aiguille, sous un 

microscope. Cela semblait faciliter la libération des œufs et certaines larves. 

2.4.2. Infestation par voie intrapéritonéale 

Les rongeurs  de la deuxième série (n = 52) infectés par voie intra péritonéale reçoivent sur la 

ligne ventrale dans la partie antérieure de l'abdomen une injection d’un grand nombre de 

larves mobiles nouvellement écloses récupérées de femelles matures de T. nasalis. Environ 50 

larves mobiles sont récupérées de chaque femelle  de T. nasalis. Le nombre exact de larves 

administrées n'a pas été déterminé et varie de quelques unes à 35 larves mélangées avec des 

œufs embryonnés. 

 

2.5. Dissection des Arvicanthis niloticus expérimentalement infectés  

Les A. niloticus expérimentalement infectés ont été tués au chloroforme pour éviter les 

saignements. La peau a été enlevée et jetée pour éviter une éventuelle contamination par des 

nématodes phorétiques qui pourraient interférer avec les larves de T. nasalis aux stades 

précoces de leur développement. Les cavités thoracique et abdominale ont été ouvertes 

séparément et chacune plongée quelques minutes dans une solution saline normale (NaCl 

0,9%) pour récupérer tous les vers (chiffres correspondants en italiques sur le tableau 1). 

Pour la cavité thoracique, les vaisseaux sanguins du cœur ont été ligaturés ce qui nous permis 

de faire une ponction du sang cardiaque. Ensuite, le cœur, les poumons et la trachée ont été 

dilacérés séparément dans une solution saline normale.  

Pour la cavité abdominale, l'aorte, la veine cave et des vaisseaux collatéraux ont été ligaturés, 

isolés et leur sang examiné. Comme dans des études précédentes sur la migration des 

nématodes du groupe des filaires (Maréchal et al., 1996; Wanji et al., 1990), les nœuds 

lymphatiques abdominaux principaux (ganglions mésentériques et la chaîne lombo-iliaques) 
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ainsi que les ganglions cervicaux ont été prélevés et disséqués. Le mésentère, le tube digestif, 

le foie et les reins ont été prélevés et dilacérés séparément. 

Initialement, les muscles abdominaux et thoraciques ont été grossièrement lacérés et observés 

(chiffres normaux dans le tableau I). Plus tard, afin d'améliorer les taux de récupération des 

larves, un effort a été fait pour disséquer finement les muscles abdominaux et thoraciques, 

ainsi que le diaphragme et la langue (chiffres en gras dans le tableau I). La muqueuse nasale a 

été disséquée à partir de trois jours après l’infestation. 

Tous les échantillons d'organes, de tissus et de sang, ont été placés dans des boîtes de Pétri 

séparées contenant une solution saline normale, chaque échantillon a été examiné à plusieurs 

reprises, en commençant une heure après la dilacération. Les boîtes de Pétri ont passé la nuit 

au réfrigérateur entre 4 et 7°C et réexaminées. Les boîtes de Pétri contenant du sang ont 

finalement été traitées avec de l'acide acétique à 5% pour lyser les globules rouges, dans le 

but d’éclaircir le milieu, et réexaminées à nouveau. 

Parmi les 102 rongeurs infectés par voie orale, 67 ont été disséqués à partir de 45 minutes 

jusqu’à J17 après l’infestation suivant le protocole complet (voir le tableau 1), tandis que la 

muqueuse nasale a été disséquée sur 35 rongeurs examinés entre J18 et J74 après l’infestation.  

Les 52 rongeurs infectés par voie intrapéritonéale ont été disséqués à partir de 2 heures  

jusqu’à J32 après l’infestation et certains ont été partiellement fixés pour l’histologie, (tableau 

2). 

2.6. Analyse morphologique des vers 

Les larves récoltées ont été fixées dans du formol à 10% et les vers adultes dans de l'alcool 

chaud de 70°. Les femelles gravides de 40 jours ou plus, contenant des œufs embryonnés sont 

utilisées pour de nouvelles infestations. 
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La majorité des vers ont été éclaircis avec du lactophénol et observés sous un microscope doté 

d'une chambre claire. Leurs dimensions ont été mesurées sur les dessins comme décrit par 

Diagne et al. (2000). Sauf indication contraire, les mesures sont en micromètres. 

Des études détaillées ont été réalisées sur plusieurs vers récupérés sur les rongeurs qui ont 

reçu une ou deux injections pour identifier les différents stades de développement du parasite. 

 2.7. Histologie 

Les rongeurs sont infectés par voie intrapéritonéale et fixés pour l’histologie entre J14 et J19, 

la paroi abdominale ou la tête ou les deux sont fixés in toto dans du formol à 10% (tableau 2). 

Après dissection, des échantillons de muscles des parois abdominale et thoracique, et la 

muqueuse nasale ont été préparés comme décrit par Diagne et al.(2004), inclus dans de la 

paraffine puis coupés (coupes de 5 microns)  et colorés avec hémalun de Mayer et éosine. 

 

3. Résultats et analyse 

3.1. Prévalence et intensité moyenne de l'infection 

Les deux voies d'infestation ont réussi, comme le montre les dissections de la muqueuse 

nasale à J30  et au delà. 

• Avec la voie orale, la prévalence de T. nasalis est de 100% (n = 8 rongeurs de J33 à 

J74 après l’infestation). La charge parasitaire  moyenne est de 5 (extrêmes: 1-15), 

basée sur le nombre de femelles qui hébergent presque toutes un mâle intra-utérin. 

De J18 à J25 après l’infestation, la prévalence pour la muqueuse nasale est de 29,6% (n = 27 

rongeurs), ce qui suggère que des vers sont encore en migration dans les tissus trois semaines 

après l'infestation. 

De 45 minutes à J17  après l’infestation, la prévalence est de 46,3% (n = 67), avec une charge 

parasitaire de 6,1 (extrêmes 1-24), basée sur la somme des larves de sexe indéterminé, et les 

larves mâles et femelles. 
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Il est évident que les larves, une fois dispersées dans les tissus, toutes n’ont pu être 

récupérées, même après une amélioration des techniques de dissection. 

• Par la voie intrapéritonéale, la prévalence finale est de 100% (n = 2 rongeurs; J30 et 

J32 après l’infestation) et la charge parasitaire moyenne basée sur les vers femelles est 

de 3,5 (extrêmes 3-5). 

De J4 à J18 après l’infestation, la prévalence est de 75% (n = 28), avec une charge parasitaire 

de 5,1 (extrêmes 1-6). 

3.2. Localisation de T. nasalis chez A. niloticus 

       3.2.1. Localisation de T. nasalis chez les A. niloticus infectés par voie orale 

Après infestation par voie orale, tous les organes de l'hôte ont été examinés à partir de 45mn 

jusqu’à J17 pour étudier la migration larvaire. 

Des larves nouvellement écloses et des œufs larvés pourraient rester dans l'œsophage et 

l'estomac jusqu'à 2 heures après l’infestation, mais pas plus tard que cela. Parmi les nombreux 

organes et tissus examinés, seuls quelques uns étaient parasités. En effet, les vaisseaux 

mésentériques, les vaisseaux collatéraux, les gros vaisseaux sanguins (aorte, veine cave), les 

ganglions lymphatiques, les reins, les intestins, la rate et la langue n'ont jamais été parasités 

donc ne figurent pas dans le tableau 1. Les organes ou les tissus suivants ont rarement été 

infectés et sont également exclus du tableau 1: une seule larve dans l'œsophage de 1 sur 52 

rongeurs deux heures après l’infestation, une larve dans le cœur et le foie de 1 sur 57 rongeurs 

à J5 après l’infestation; une larve dans le diaphragme  de 1 sur 49 rongeurs deux heures après 

l’infestation et de 1 sur 67 rongeurs dans la paroi musculaire du thorax 15jours après 

l’infestation. 

La muqueuse nasale est infectée à partir de J17 après l’infestation et chez un rongeur sur 54, 

on a récolté 10 T. nasalis dans la muqueuse nasale. 

Les organes et les tissus restants ont été très souvent infectés (tableau I).  
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D’abord la cavité abdominale avec 1, 13 et 6 larves récoltées, respectivement à 4, 6 et 8 

heures après l’infection  (chiffres en italiques dans le tableau I). 

Les poumons de 13 des 45 rongeurs examinés soit (28,9%) de 1 heure à J9 après l’infection 

sont parasités avec une charge parasitaire variant de 1 à 19 larves par hôte. En outre, des œufs 

embryonnés étaient présents dans les poumons chez cinq de ces rongeurs. 

Les muscles abdominaux de 17 sur 56 des rongeurs examinés à partir de 8 heures jusqu’ à J17 

soit (30,4%)  ont été parasités avec une charge parasitaire variant 1 à 19 larves par hôte. 
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Tableau I : Localisation de Trichosomoides nasalis chez les Arvicanthis niloticus infectés 

par voie orale (n = 67) 

D.p.i.a 
Infectés/ hôtes 

disséqués Estomac Poumons 
Cavité 

abdominale 
Nombre de 
vers/hôte 

45 mpi 0/1 0 0 0 0 
60 mpi 1/2 0 2/0 0 2/0 
90 mpi 1/1 3* 5 0 8 

2 hpi 3/3 4*/0/2* 19/1/0 0 23/1/2 
1/2 1*/0 0/0 0 1/0 

4 hpi 1/1 0 4 1 5 
6 hpi 1/1 0 1* 13 14 
8 hpi 1/2 0/0 0/0 0/12 + 6 0/18 
2 dpi 0/1 0 0 0 0 

3 dpi 1/1 0 0 5 5 
0/1 0 0 0 0 

4 dpi 2/2 0 0/ 1* 10/ 0   10/1 
1/1 0 0 8 8 
0/1 0 0 0 0 

5 dpi 1/1 0 1 4 5 
0/1 0 0 0 0 

6 dpi 0/2 0 0 0 0 

7 dpi 3/7 0 6*/3/1 0/0/0 6/3/1 
1/1 0 0 19 19 

8 dpi 1/4 0 10* 3 13 
1/1 0 0* 5 5 
0/1 0 0 0 0 

9 dpi 1/6 0 2 0 2 
1/2 0 0 2 2 

10 dpi 1/6 0 0 1 1 

12 dpi 0/2 nd 0 0 0 
1/1 nd 0 5 5 

13 dpi 0/1 nd 0 0 0 
1/1 nd nd 4 4 

14 dpi 1/1 nd nd 2 2 
1/1 nd nd 3 3 
1/1 nd nd 1 1 

15 dpi 0/1 nd 0 0 0 
0/1 nd nd 0 0 

16 dpi 1/3 nd nd 2 2 
17 dpi 1/2 nd nd 2 2 
Total 31/67 10 56 108 174 

adpi: Jour d’autopsie ; hpi: heure d’autopsie ;  mpi: minutes d’autopsie. 
bnd: non déterminer, *larves non développées et œufs embryonnés 
c texte normal : dissection grossière des muscles; gras : dissection fine des muscles ; italique, 

cavité abdominale. 
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       3.2.2. Localisation de T. nasalis chez les A. niloticus infectés par voie intrapéritonéale 

Chez les rongeurs infectés par voie intrapéritonéale (tableau II), les larves sont absentes des 

organes et tissus suivants: la rate, les ganglions lymphatiques, les cavités  du cœur, les 

poumons, le foie, le diaphragme et la langue. Ces organes ne sont donc pas représentés dans le 

tableau II. 

De 2 à 8 heures après l’infestation, 81% des larves récupérées ont été trouvées dans le liquide 

abdominal, lors de l'ouverture et rinçage de la cavité abdominale. 

Les premières larves ont été retrouvées dans la paroi abdominale six heures après l’infestation 

et à J4 toutes les larves sont dans la paroi abdominale. 

De J4 à J20 après l’infection, les parasites ont été trouvés soit dans la paroi abdominale et / ou 

thoracique et à partir de J20, dans la muqueuse nasale. 
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Tableau II : Localisation de Trichosomoides nasalis chez les Arvicanthis niloticus 

infectés par voie intrapéritonéale (n = 52) 

 

D.p.i.a Infectés/ hôtes 

disséqués 

Abdomen c thorax d  Muqueuse 

nasale 

Nombre de 

vers/hôte 

2 hpi 1/1 0 + 19 0 ndc 19 
4 hpi 1/1 0 + 20 0 nd 20 
6 hpi 1/1 2 + 33 0 nd 35 
8 hpi 1/1 13 + 0 0 nd 13 

1/1 7 + 20 0 nd 27 
4 dpi 1/1 4 + 0 0 0 4 
9 dpi 1/1 5 + 0 0 0 5 
12 dpi 1/1 6 + 0 0 0 6 

2/5 0/1/0/0/1 0 0 0/1/0/0/1 
14 dpi 4/4 2/1/1/1 0/2/0/0 0 2/3/1/1 

14 dpi histob 1/3 1 histo 0 0 histo 1 
15 dpi 1/1 2 0 0 2 
16 dpi 1/2 0/0 0/1 0 0/1 
17 dpi 4/4 0/0/0/3 4/2/1/0 0 4/2/1/3 

17 dpi histob 1/4 1 histo 0 0 histo 1 
18 dpi 1/1 0 1 0 1 

18 dpi histob 0/4 0 histo 0 0 histo 0 
19 dpi histob 4/4 0 histo 1/1/2/2 0 histo 1/1/2/2 

20 dpi 3/5 0 0/0/0/3/0 1/0/0/0/2 1/0/0/3/2 
21 dpi 2/3 0 0 0/5/4 0/5/4 
30 dpi 2/2 0 0 3/3 3/3 
32 dpi 2/2 0 0 5/3 5/3 
Total 36/53 143 20 26 189 

 

adpi: Jour d'autopsie  hpi: heure d'autopsie. 
bhisto: Le muscle abdominal et la muqueuse nasale sont utilisés pour l'étude histologique. 
c texte normal : dissection grossière des muscles; gras : dissection fine des muscles ; italique, 

cavité abdominale 
dnd: non déterminer. 
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 3.3. Morphogenèse larvaire : Stades et mues larvaires 

Les larves extraites des œufs et les larves récupérées à partir des résidus de l'abdomen 6 

heures après l’infestation ont en moyenne 288.7 µm (250-310) de long et 15,3µm  (12-18) de 

large (n = 8). On ne note pas de différence apparente sur la croissance des vers quelle que soit 

la voie d'infestation utilisée. Par conséquent les données obtenues avec les deux voies 

d’infestation, orale et intrapéritonéale, ont été regroupées. Les longueurs de 93 vers, récupérés 

de 6 heures à  J24, ont été mesurées (Fig. 19). 

Jusqu'à J9, la croissance des larves est très lente, ne dépassant pas 0,5 mm. Par la suite, la 

croissance devient très rapide et les larves mâles et femelles ainsi que les larves de sexe 

indéterminé sont en mue (fig. 20 et 21). 

Les données sur les dates de mue et les mesures détaillées des parasites issus de l'infestation 

par voie intrapéritonéale sont présentées dans le Tableau III. 

Les larves de tailles croissantes (490, 750, 1425) sont en mue respectivement à J9, J12 et J17 

(Fig. 19). 

A J19, les mâles en mue IV ont environ 1500µm de long (Tableau III).  

Deux femelles en mue IV (la vulve fermée, le tractus génital développés), l’une dans le thorax 

et l’autre dans la muqueuse nasale, ont 4500 et 4650µm de longs respectivement à J19 et J21 

après l’infestation (Tableau III). 

Le premier mâle  adulte a été trouvé à J17 après l’infestation et mesure 2000µm de long alors 

que la première femelle adulte a été trouvée à J21 avec 4700µm de long (Tableau III). 

La croissance des vers dans le temps est présentée par la Figure 19. 

Plusieurs vers en mue de différentes tailles ont également été récupérés à partir de rongeurs 

réinfectés. Ils ne pouvaient pas être datés, mais ont été utilisés pour l'analyse morphologique. 

Le stylet buccal et des bandes bacillaires étaient présents chez toutes les larves et les adultes 

étudiés. 
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A J3, l'œsophage occupe  les 2 / 3 antérieur du corps, et le stichosome pourrait être vu dans la 

moitié postérieure de l'œsophage, à ce stade, l'intestin est court.  

Pendant la croissance du parasite, le ratio oesophage / longueur du corps a été réduit à 1 / 2 

chez le mâle et 1 / 3 chez la femelle. Dans les deux sexes, des stichocytes sombres alternent 

plus ou moins régulièrement avec des stichocytes clairs. Les sexes pourraient être déterminés 

plus ou moins facilement lorsque les larves ont une longueur  ≥ 1 mm, les larves mâles étant 

plus mince que les larves femelles et le cloaque des mâles étant deux fois plus long que le 

rectum des femelles 75 et 30µm de long, respectivement (Fig 14C et 16D). 

La morphologie du parasite adulte est similaire à celle décrite précédemment (Diagne et al. 

2000), et la longueur de cinq femelles, récoltées  à  J32, variait de 9990 à 13600µm. 
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    Figure 19 : Diagramme de croissance de Trichosomoides nasalis 

          chez Arvicanthis niloticus durant  les 24 jours post-infection. 

  

 

 ● Larve 

 ● Larve en mue 

 ■ Mâle en mue IV 

 ■ Mâle adulte 

▲ Femelle stade IV 

▲ Femelle en mue IV 

▲ Femelle adulte 
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Figure 20 : Larve (J9) de Trichosomoides nasalis en mue. Barre d’échelle : 25 µm 

La flèche indique la mue 

 

 

 

 
Figure 21 : Trois femelles de Trichosomoides nasalis en mue IV (J17) : A (muscle 

abdominal),  B et C (muqueuse nasale). Barre d’échelle: A, B, C : 20 µm 

Les flèches indiquent la mue 
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Tableau III : Mensurations de Trichosomoïdes nasalis à différents stades en fonction du 
temps et de la localisation chez  Arvicanthis niloticus  (infestation par voie 
intrapéritonéale). 

Stade Longueur 

du corps 

Largeur à 

mi-corps 

Longueur 

totale de 

l'œsophage 

Apex - 

vulve 

Jour 

d'autopsie 

Localisation 

Larvea 208 18 140 - 3 abdomen 

Larve en mue 490 25 275 - 9 abdomen 

Larve en mue  750 30 380 - 12 abdomen 

Larve en mue  1 425 25 820 - 17 abdomen 

Mâle en mue IV 1 400 40 780 - 19 thorax 

Mâle en mue IV 1 600 40 900 - 19 thorax 

Mâle adulte 2 000 35 1 170 - 17 abdomen 

Mâle adulte 2 000 40 1 100 - 19 thorax 

Mâle adulte 2 100 40 1 100 - 20 Muqueuse nasale 

Femelle stade 4 2 550 50 1 170 1150 17 thorax 

Femelle stade 4 3 625 45 1 450 1500 19 thorax 

Femelle en mue IV 4 500 50 1 500 1550 19 thorax 

Femelle en mue IV 4 650 60 1 700 1750 21 Muqueuse nasale 

Femelle adulte 4 700 60 1 650 1700 21 Muqueuse nasale 

Femelle adulte 5 400 70 1 720 1800 21 Muqueuse nasale 

Femelle adulte 6 400 90 1 800 1850 21 Muqueuse nasale 
ainfestation par voie intrapéritoneale. 

 

3.4. Les sites de la croissance larvaire  

Dans les poumons, aucune croissance n’a été observée. Les larves de premier stade, à J9, ne 

dépassent pas 320µm de longueur, contrairement à celles de la paroi abdominale qui ont une 

longueur de 490µm. Des œufs larvés ont également été récupérés à partir des poumons de 

cinq rongeurs après l'infestation par voie orale. 

Pour le cœur et le diaphragme, deux larves de premier stade, ont été trouvées à J5 sans aucun 

signe de développement.  
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Avec les deux modes d'infestation, des larves en développement ont été trouvées dans la 

musculature de la paroi abdominale et, à une fréquence moindre, dans la paroi thoracique 

(tableau I & II). 

De jeunes larves de sexe indéterminé, des larves femelles de quatrième stade, des mâles en 

mue III et mue IV, sept femelles en mue IV, quelques mâles adultes, mais pas de femelles 

adultes, ont été trouvés dans les muscles abdominaux et thoraciques. 

La muqueuse nasale contient quatre autres femelles en mue IV (entre J17 et J23; tableau 3). 

Ces femelles en mue, et les jeunes mâles, ont été retirés de la couche profonde de la 

muqueuse. 

Plus tard, c'est-à-dire au-delà de J23, des femelles matures, hébergeant 1 à 2 mâles nains, ont 

été récupérées de l’épithélium de la muqueuse nasale alors que les mâles seuls sont très rares. 

 

 3.5. Trichosomoides nasalis dans les fibres musculaires striées abdominales 

Les parois abdominales de 15 rongeurs ont été préparées pour l'histologie (Tableau II). Dans 

les coupes de la paroi abdominale de deux d'entre eux, une section du parasite a été trouvée 

respectivement à J14 et J 17 après l’infestation. Les larves ont été identifiées à l'intérieur d'une 

fibre musculaire (Fig.22). Pas de capsule de collagène mais des cellules inflammatoires ont 

été observées autour de la fibre infectée. En fait, l'inflammation était limitée à l'aspect interne 

du péritoine, qui entoure la zone d'inoculation. Aucun changement majeur n'a été noté dans la 

fibre infectée, mais la structure de myofibrille semblait moins bien définie (Fig.22B). Les vers 

trouvés à J14 et J17 ont à peu près la même largeur (30 et 33, respectivement) et sont  au 

quatrième stade de développement. 
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Figure 22 : Trichosomoides nasalis dans une fibre musculaire abdominale striée à J17 

Grossissements: A X 20 ; B X 100 

 

4. Discussion 

Le développement initial a lieu dans les muscles de l'abdomen et du thorax. Les voies de 

migration, en particulier au début et en fin de développement, ainsi que les principales 

caractéristiques du développement observées dans cette étude seront discutées ici et 

comparées avec d'autres nématodes, principalement les Trichinelloidea. 

 

4.1. Migrations précoces et tardives 

L’étude des voies  de migration larvaire est difficile, et pour une espèce donnée, différents 

auteurs peuvent aboutir à des conclusions controversées (Yokogawa, 1921; Thomas, 1924). 

Pour  T. spiralis, des larves minuscules de 111-125µm de  long et 7µm de large (Ali Khan, 

1966), libérées par la femelle se dispersent dans le système sanguin et lymphatique (revue 

dans Anderson, 2000). Pour T. nasalis, la façon dont les larves de premier stade  passent  du 

tube  digestif à la musculature abdominale n'a pas été clairement élucidée, mais, à l'heure 

actuelle, il n'existe aucune preuve solide qui montre que la migration se fait par la voie 
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sanguine ou lymphatique. Au contraire, plusieurs observations faites durant cette étude 

suggèrent une migration directe par les tissus des parois abdominale et thoracique. 

- Premièrement, malgré une dissection minutieuse des hôtes, aucune larve n’a été 

récupérée à partir des vaisseaux sanguins ou dans le cœur à partir de 45minutes et jusqu’à 8 

heures après l’infestation (une seule larve cardiaque a été récupérée 5 jours après 

l’infestation). Contrairement  aux  espèces  de filaire (Wanji et al., 1990; Maréchal et al., 

1996), aucune larve n’a été récupérée des ganglions lymphatiques. 

-Deuxièmement, les quelques T. nasalis récupérés des poumons ne semblent pas être 

le résultat de la diffusion par le sang. Parce que des oeufs étaient présents dans les poumons. 

Ainsi, il semble que les parasites avaient été accidentellement aspirés lorsque le liquide utilisé 

pour l’infestation orale a été placé au fond  de la cavité buccale des  jeunes rongeurs. La 

même technique (infestation par voie orale) a été améliorée par la suite et les poumons ne sont 

plus infectés. 

-Troisièmement, chez les rongeurs infectés oralement et examinés à un stade précoce 

(2 à 8 heures après l’infection), les larves nouvellement écloses ont été trouvées dans la cavité 

abdominale de trois rongeurs avec respectivement 1, 13 et 6 larves tableau 1). Chez les 

rongeurs infectés par voie intrapéritonéale, les larves ont été observées dans la paroi 

abdominale de trois rongeurs dès 6-8 heures après l’infestation (tableau 2) et aucune larve 

n’a été récupérée à partir des vaisseaux sanguins ou lymphatiques pendant cette même 

période. 

Par conséquent, nous suggérons que les larves de premier stade de T. nasalis progressent de la 

lumière du tube digestif aux fibres musculaires grâce à une migration tissulaire, en utilisant 

leur stylet buccal et les sécrétions du stichosome. Thomas (1924) a observé chez T. 

crassicauda que les mouvements du stylet sont très actifs chez les larves de la cavité 

abdominale. 
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Après leur développement dans la musculature abdominale, des larves  femelles de quatrième 

stade et de jeunes mâles de T. nasalis migrent vers la muqueuse nasale par une voie encore 

inconnue. Une migration lymphatique ne peut pas être exclue, car la citerne de Pecquet dans 

la région abdominale est à proximité. Alternativement, le stylet de T. nasalis, toujours présent 

dans les stades tardifs, peut aider à pénétrer la muqueuse en conjonction avec les sécrétions  

du parasite. Pour les espèces de Trichinella, qui n'ont pas de stylet à la fin du premier stade, il 

a été montré que les excrétion / sécrétion (ES) composée d'antigènes tyvelose portant des 

glycoprotéines, jouent un rôle important dans la pénétration des cellules épithéliales 

intestinales (ManWarren et al.. 1997; Appleton, 2001; Appleton & Romaris, 2001). En effet, 

des sérine-protéases, qui sont abondantes dans les antigènes ES de Trichinella pourraient 

avoir une fonction importante dans le processus d’invasion de l’hôte et faciliter la migration 

dans les tissus (Dzik, 2006). 

Chez T. nasalis, l'accouplement a lieu après la migration tissulaire. Il semble se produire dans 

les couches profondes de la muqueuse nasale. Depuis que des femelles en mue IV, ainsi que 

quelques mâles, ont été récupérés de la couche conjonctive de la muqueuse, nous déduisons 

que l'accouplement se produit dans cet endroit, avant  que les femelles atteignent l'épithélium 

nasal. Ceci est similaire au comportement d'accouplement de A. cynamolgi. Dans les quelques 

études histologiques concernant cette espèce, les mâles ont été trouvés dans la sous-muqueuse 

nasale des singes  rhésus infectés,  Macaca mulatta (Zimmermann), mais pas dans la 

muqueuse épithéliale (Long et al., 1976). Cela contraste avec le comportement 

d'accouplement de deux  autres Trichosomoidinae, décrit comme survenant dans la lumière du 

tractus urogénital chez le rat pour T. crassicauda (Thomas, 1924), et les glandes paracloacales 

d'Antechinus spp. pour A. haycocki (Spratt, 1982). La possibilité que ce dernier soit  un faux 

résultat ne peut être rejetée, du faite que  l'épithélium  est fragile  et peut se rompre très 

facilement  lors de la dissection. 
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4.2. Développement dans les fibres musculaires 

Le développement des larves de T. nasalis jusqu’au stade adulte prend trois semaines, 

semblable à celui de T. crassicauda (Thomas, 1924). Chez T. nasalis, les larves ont été 

observées en  mue avec différentes longueurs à différents moments tout au long de la période 

expérimentale (tableau 3). Au moins trois mues ont été identifiées. Une mue observée à  J9 

(Fig.20) probablement la première mue, chez une larve de  490µm de long. La seconde mue 

probablement à J12, à 750µm de long. La quatrième mue s'est produite lorsque les vers  ont 

pu être identifiés en tant que mâles ou femelles. Au total, 20 larves en mue ont été récupérées 

sur tous les rongeurs infectés expérimentalement, y compris les larves de taille intermédiaire, 

probablement en deuxième ou troisième mue. Kozek (1971 a et b) a démontré que chez T. 

spiralis, le nombre classique de quatre mues était la règle, semblable aux autres groupes de 

nématodes. Cependant, ces mues sont survenues dans un délai très court, de 9 à 28 heures 

après l’infestation. Chez T. spiralis le développement de la larve infectante jusqu’à la fin du 

premier stade larvaire a lieu dans les cellules nourricières  modifiées et sont donc très 

différentes des larves nouvellement écloses de T. nasalis. En conséquence, le calendrier de 

mues pour T. nasalis n'est pas aussi hautement spécialisé que chez T. spiralis. 

Des T. nasalis en croissance ont été régulièrement récupérés à partir de la musculature de la 

paroi abdominale et, à une fréquence moins importante, de la paroi thoracique (tableau 1 & 

2). En outre, les larves en développement ont été trouvées enfermées dans des fibres 

musculaires (Fig.22). Cette localisation spécifique pourrait être un trait biologique particulier 

chez T. nasalis, mais nous suggérons qu'il aurait pu passer inaperçu dans d'autres études, car 

ces muscles ne sont pas parmi les organes examinés (Thomas, 1924; Spratt, 1982). 

La localisation musculaire est particulièrement intéressante, et pourrait avoir une signification 

phylogénétique, comme les espèces de Trichinella sont connues pour se développer dans les 

fibres musculaires. Cependant, la similitude entre Trichinella spp. et T. nasalis n'est pas 
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complète. Tout d'abord, la phase intramusculaire de Trichinella correspond à une phase de 

croissance prolongée du premier stade (Despommier et al., 1975), tandis que chez  T. nasalis, 

tous les stades larvaires se produisent dans la paroi musculaire. Par ailleurs, le développement 

de T. nasalis ne semble pas induire une transformation de la fibre musculaire en une cellule 

nourricière, comme décrit pour T. spiralis (Despommier, 1998). Fait intéressant, aucune 

capsule de collagène n’a été observée autour de T. nasalis dans les tissus musculaires. Ces 

résultats rapprochent T. nasalis des espèces de Trichinella non-encapsulées telles que T. 

pseudospiralis Garkavi 1972, car cette espèce n’induit pas la formation de cellule nourricière, 

et la réponse inflammatoire reste limitée (Hulinska et al., 1985; Haehling et al., 1995; Bruschi 

et al., 2009). Ainsi, ce rongeur  parasité par T. nasalis pourrait être un nouveau modèle qui 

mérite bien des investigations. 

 

5. Conclusion 

La présente étude montre que les femelles de T. nasalis qui hébergent un mâle intra-utérin 

s'installent dans la muqueuse nasale en trois semaines. La récolte des larves de stade 1 dans le 

liquide péritonéal 48 heures après l’infection orale suggère un passage direct de la paroi 

digestive vers la musculature abdominale.  

Un des principaux résultats rapportés ici est que le développement larvaire se produit dans la 

musculature des parois abdominale et thoracique. Le développement initial de T. nasalis a lieu 

principalement dans les muscles abdominaux, puis dans les muscles thoraciques. Ce 

développement  est entrecoupé de mues.  

Ces observations suggèrent que T. nasalis migre directement  par les tissus des parois 

abdominale et thoracique. Par conséquent, nous pensons que les larves de premier stade de T. 

nasalis progressent de la lumière du tube digestif aux fibres musculaires grâce à une 

migration tissulaire, en utilisant leur stylet buccal et les sécrétions du stichosome.  
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Cette localisation musculaire est une découverte chez les Trichosomoidinae et pourrait avoir 

une signification phylogénétique, comme les espèces de Trichinella sont connues pour se 

développer dans les fibres musculaires. Mais ici on constate que le développement de T. 

nasalis n’induit pas la transformation de la fibre musculaire infectée en cellules-nourricières 

ou « nurse-cells » comme dans le cas de Trichinella spiralis. En plus aucune capsule de 

collagène n’a été observée autour de T. nasalis dans les tissus musculaires; ce qui rapproche 

T. nasalis de l’espèce de Trichinella non-encapsulée: T. pseudospiralis. 
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CHAPITRE III  : MIGRATION DE TRICHOSOMOIDES NASALIS CHEZ 

ARVICANTHIS NILOTICUS 

1. Introduction 

Trichosomoides nasalis Biocca & Aurizi, 1961 est un nématode Trichinelloidea dont les 

femelles hébergent un mâle nain intra-utérin vivent dans l'épithélium de la muqueuse nasale 

(Diagne et al., 2004). Au Sénégal, il est un parasite fréquent du Muridé Arvicanthis niloticus 

(Geoffroy) (Diagne et al., 2000). L'élevage de l'hôte a été mis en place dans l’animalerie du 

département de Biologie Animale. Les études sur la migration et sur la biologie dans ce 

groupe des Trichosomoidinae, qui est très rarement étudié, sont devenues possibles. Avec T. 

nasalis, il a été récemment découvert que le développement larvaire se produit dans les fibres 

musculaires striées du rongeur. Cette similitude avec les espèces de Trichinella, suggère que 

la phase larvaire musculaire pourrait être un caractère primitif chez les Trichosomoidinae, 

même si elle n'a pas déjà été suspectée (Fall et al., 2012). Cependant chez Trichinella spp. le 

développement larvaire s’arrête à la fin du premier stade (Kozek, 1971), tandis que chez T. 

nasalis les quatre stades larvaires se produisent dans les fibres musculaires (Fall et al., 

2012).T. nasalis, par la suite, migre vers la muqueuse nasale (Fall et al., 2012.). Les objectifs 

visés dans ce chapitre sont: 

- d’élucider la ou les voie(s) de migration de T. nasalis 

- de préciser le site (lieu) d’accouplement des T. nasalis. 
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2. Matériel et méthodes 

2.1. Technique d’histologie  

Pour cette étude histologique, l'infestation expérimentale des Arvicanthis niloticus a été 

réalisée par voie intrapéritonéale, avec une ou deux injections, telle que décrite par Fall et al., 

2012. Les rongeurs infectés sont isolés afin d'éviter toute contamination incontrôlée. Après 

autopsie à différents temps, les parois abdominale et thoracique ainsi que le maxillaire 

supérieur ont été traités comme décrit par Diagne et al., 2004, pour l’étude histologique 

standard entre J14 et J21, période de la migration larvaire. 

Le maxillaire supérieure et le thorax ont été décalcifiés pendant 3h (décalcifiant Rapide DC-

LMR) avant leur inclusion dans de la paraffine. Pour l'inclusion, les parois abdominale et 

thoracique sont coupées grossièrement à l’aide de ciseaux en 4 parties et le maxillaire 

supérieur en 3 parties déterminées sur la base des observations inédites non encore publiées. 

Lors des discussions et des études sur T. nasalis il était apparu que les adultes de T. nasalis 

ont été généralement récupérés à partir d'un site spécifique du maxillaire supérieur entre les 

racines des incisives. Ainsi, trois pièces frontales du maxillaire, d'avant en arrière, (A, B et C) 

chacune d'environ 0,5cm d'épaisseur ont été coupées (Fig.24). Les échantillons de tissus ont 

été inclus dans de la paraffine et des coupes de 5 µm ont été réalisées et colorées avec de 

l’Hémalun de Mayer et de l'éosine ou à l'hématoxyline de Harris-Eosine. 

La préparation du matériel histologique passe par les étapes suivantes : 

Prélèvement,  Fixation, Inclusion, coupes  et  Coloration 

2.1.1. Prélèvement 

Prélèvement à l’autopsie d’organe complet ou portion d’organe sans dilacération.  

Les parois abdominale et thoracique sont coupées à l’aide de ciseaux en 4 parties et le 

maxillaire supérieur en 3 parties (A, B et C) (Fig.24). 
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2.1.2. Fixation 

La fixation empêche l’hydrolyse et la putréfaction des tissus. C’est donc une opération 

destinée à tuer les cellules en les conservant autant que possible dans l’état où elles se 

trouvaient pendant leur vie. Cela signifie que les tissus doivent résister à toutes les 

manipulations telles que la déshydratation, l’inclusion, la coupe etc. 

La qualité première d’un fixateur est sa puissance de pénétration. Le fixateur doit produire 

une coagulation totale des albuminoïdes (coagulation fractionnée pour éviter les contractions). 

Dans cette étude, le fixateur utilisé est le Formol à 10% tamponné pH7. La durée de fixation 

est déterminée par la vitesse de diffusion de l’agent fixateur, de la consistance et de 

l’épaisseur de l’échantillon. Ici 1 à 2 jours sont nécessaires pour des blocs épais de 0,5cm. 

2.1.3. Décalcification 

Le maxillaire supérieur et le thorax ont été décalcifiés pendant 3h dans une solution de 

décalcifiant Rapide DC-LMR disponible dans le commerce. On détermine la fin de la 

décalcification en enfonçant une aiguille dans une zone représentative du matériel. Le 

matériel décalcifié est cartilagineux ou caoutchouteux et n’est pas très résistant. 

Après décalcification les acides sont éliminés complètement en rinçant plusieurs fois à l’eau 

distillée. 

On peut rectifier la décalcification incomplète du matériel inclus dans un bloc de paraffine en 

mettant le côté coupé du bloc pendant 15minutes dans un récipient contenant le décalcifiant 

puis en le rinçant à l’eau du robinet et en le découpant. 

Le matériel décalcifié est ensuite traité en cours de processus histologique comme un autre 

matériel de taille correspondante pour l’inclusion. 

2.1.4. Inclusion 

Le matériel est lavé à l’alcool 70° et conservé dans des piluliers. Le processus d’inclusion 

comprend les étapes suivantes : déshydratation, éclaircissement, imprégnation et enrobage. 
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2.1.5. Coupes 

Les blocs sont entamés au microtome, on effectue des coupes d’une épaisseur de 20µm 

jusqu’à la mise à nu du matériel ; les blocs sont ensuite placés dans la chambre froide du 

réfrigérateur pendant 30 minutes. 

On procède à la coupe des blocs en effectuant des coupes sériées de 5µm, le ruban de 

paraffine est maintenu et guidé au fur et à mesure qu’il se forme, à l’aide d’un pinceau, puis 

déposé au fond d’une boîte et protégé aussitôt par un couvercle. 

2.1.6. Collage des coupes 

Les coupes sont collées sur une lame avec de l’albumine glycérinée ou avec de l’eau 

gélatinée. 

Pour le collage quatre à cinq gouttes d’albumine glycérinée ou d’eau gélatinée sont étalées 

avec une lame de scalpel, sur la surface d’une lame préalablement nettoyée à l’alcool et 

marquée (numéro d’ordre, nature du matériel) à la pointe diamant, ce qui permet de repérer, 

lors de manipulations ultérieures, la face qui porte les coupes. 

Les lames sont mises sur la plaque chauffante quelques secondes pour permettre un parfait 

étalement des rubans. L’eau en excès est alors versée dans un flacon. Dès que le liquide en 

excès est écoulé et avant que les coupes ne commencent à sécher on les essore soigneusement 

par pression entre plusieurs feuilles de papier Joseph.  

Les lames devant être parfaitement desséchées avant d’être débarrassées de la paraffine pour 

la réalisation des colorations, elles sont rangées dans un portoir et portées à l’étuve à 50° 

pendant au moins 12 heures. 

2.1.7. Coloration 

Le déparaffinage, qui consiste à éliminer le milieu d’inclusion, précède la coloration. Il 

permet de réhydrater le tissu et suit donc, en les inversant, les principales étapes de 

l’inclusion. 
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La coloration à l’hémalun-éosine ou à l’hématoxyline de Harris-éosine nous permet d’obtenir 

un « paysage histologique » ; les coupes sont colorées pendant 5 à7 minutes par l’hémalun 

préparé à chaud selon la formule de Masson ou bien à l’hématoxyline de Harris. 

Elle donne des colorations différentes aux différentes structures. Après un lavage à l’eau 

courante jusqu’à l’obtention d’un virage bleu-noir, les coupes sont colorées pendant 30 

secondes par une solution aqueuse d’éosine à 1% et lavées à l’eau. L’excès d’éosine est 

éliminé par une différenciation à l’alcool à 70°, puis à l’alcool absolu jusqu’à coloration 

cytoplasmique pure. 

La coloration terminée, les lames sont conservées dans le toluène jusqu’au moment du 

montage. 

2.1.8. Montage 

Pour le montage, on met un mince filet de liquide d’Eukitt sur une lamelle, puis on applique 

celle-ci sur la lame dès la sortie du toluène. Les lames sont mises à sécher dans une étuve. 

2.1.9. Lecture 

Pour chaque pièce étudiée, on lit toutes les lames ainsi que tous les rangs de chaque lame 
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3. Résultats et analyse 

  3.1. Trichosomoides nasalis dans les fibres musculaires striées thoraciques. 

Trente rongeurs ont été traités et analysés. Des sections du parasite ont été trouvées chez neuf 

d'entre eux. Le parasite a été localisé au niveau du muscle thoracique de un des six rongeurs 

fixés à J19 où le parasite en développement mesurant 25 µm de large au niveau des 

stichocytes est dans une fibre musculaire striée intercostale. (Fig. 23). 

 
 
Figure 23 : Trichosomoides nasalis dans une fibre musculaire thoracique intercostale à J19. 

La flèche indique le parasite. Barres d'échelles A : 400 µm ; B : 50µm. 

 
3.2. Trichosomoides nasalis dans les parties externes des fosses nasales (museau, 

vestibule) et dans les fosses nasales 

Plusieurs sections du parasite au total 33 sections de T. nasalis, sont toutes trouvées dans la 

région A du maxillaire (Fig.24), y compris le museau, le vestibule nasal et la partie antérieure 

des fosses nasales où se situent les cornets antérieur et médian (Fig.25). La localisation dans 

les tissus, le nombre et le sexe (basé sur la largeur du corps) des T. nasalis sont représentés 

dans le tableau 4 et les figures 24 à 29). 
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Figure 24 : Les trois régions du maxillaire supérieur délimitées pour l'histologie sur un crâne 

d'A. niloticus, en vue latérale, A: région à partir du vestibule nasal jusqu’au début de l'incisive 

(i), B: région de l’incisive, C: région à partir de la  partie postérieure des incisives à la 

première molaire (m). * Indique la position des adultes de T. nasalis. 

 
 

Figure  25: A : Coupe frontale des fosses nasales au niveau du museau montrant les cornets 

saillants dans les cavités nasales. Cornet médian  à  gauche, cornets antérieur et médian à 

droite. B : Coupe frontale des fosses nasales au niveau du museau montrant les cornets  

médians saillants dans les cavités nasales. Les flèches indiquent la localisation des T. nasalis. 

Barres  d'échelles A et B  200µm. 
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Tableau 4: Migration de Trichosomoïdes nasalis chez Arvicanthis niloticus : Localisation 

histologique des T. nasalis dans la partie A du crâne (voir figure 24) 

Date 
d'autopsie 

 Nombre de 
parasites par 

hôte  

Diamètre du 
parasite à mi-corps 

en µm  
Sexe  Tissus infectés 

19 dpi 1 29 (stichocyte)  f 
vaisseau sanguin de la lamina propria 

2 33 (Œsophage) f 
3 25 (Œsophage) f 

lamina propria 4 34 (Œsophage) f 
5 36 (Œsophage) f 
6 37 (stichocyte) f 

épithélium pseudostratifié 
7 28 (stichocyte) f 

20 dpi 
1 48/23 f/m 

épithélium pseudostratifié avec réaction 
inflammatoire 

1 34 f tissu conjonctif dermique du vestibule nasal 
2 30 f 

entre les fibres musculaires du vestibule nasal 
3 28 f 
4 22 m 

lamina propria 
5 22 m 

6 40/20 f/m 
épithélium pseudostratifié avec réaction 

inflammatoire 
7 40/20 f/m 

épithélium pseudostratifié 

1 42/20 f/m 
2 45/20 f/m 
3 38 (stichocyte) f 
4 35/18 f/m 
1 22 m entre les fibres musculaires du museau 
2 30 (stichocyte) f épithélium pseudostratifié 

1 28 (stichocyte) f tissu conjonctif du museau 

2 31 (ovaire) f tissu adipeux du museau 
3 33(stichocyte) f 

épithélium pseudostratifié 
4 33 (stichocyte) f 
5 35 (stichocyte) f 
6 34 (ovaire) f 

21 dpi 1 40/20 f/m 

épithélium pseudostratifié 

2 35 (stichocyte)  f 
3 33 (stichocyte) f 
1 45/20 f/m 
2 42/20 f/m 
3 50/20 f/m 

Total  33       
dpi: Date d'autopsie. f: femelle. m: mâle. f/m: femelle avec mâle intra-utérin 
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Dans les tissus entourant les cavités nasales, les sections de T. nasalis sont trouvées dans les 

tissus, conjonctif et adipeux du museau (Fig. 26A), le tissu conjonctif dermique du vestibule 

nasal (Fig. 26B), et entre les fibres musculaires du vestibule nasal et la partie externe du 

maxillaire supérieur (Fig. 26C & 26D).  

 

 

 
Figure 26 : A : Trichosomoides nasalis dans le tissu adipeux du museau à J20.  
B : Deux sections transversales de Trichosomoides nasalis dans le tissu conjonctif dermique 
du vestibule nasal à J20. C : Trichosomoides nasalis entre les fibres musculaires du museau à 
J20. D : Trichosomoides nasalis entre les fibres musculaires du vestibule nasal à J20. 
Barres d'échelles : A et D : 100µm. B et D ; B et C : 50µm. 



CHAPITRE III : MIGRATION DE T. NASALIS 

64 
 

Dans les cavités nasales (Fig. 27, 28 & 29), les parasites ont été trouvés dans le tissu 

conjonctif de la muqueuse (lamina propria) (Fig. 27A), les vaisseaux sanguins (Fig. 27B), et 

dans l'épithélium pseudostratifié de la muqueuse nasale (Fig. 27C); l'épithélium riche en 

cellules muqueuses n’étant pas parasité (Fig.28A & B). 

Les parasites trouvés hors de l'épithélium de la muqueuse nasale ont été rencontrés chez les 

rongeurs fixés à J19 et J20. 

 

 

 

Figure 27 : A : Section longitudinale de Trichosomoides nasalis dans la lamina propria des 
cavités nasales d’A. niloticus à J21. Barre d'échelle 75 µm. 
B : Trichosomoides nasalis dans un vaisseau sanguin de la lamina propria à J19. V = vaisseau 
sanguin. Barre d'échelle 75 µm. 
C : Trichosomoides nasalis (4)  autour du cornet médian,  (1) dans vaisseau sanguin  de la 
lamina propria, (2) et (3) dans l’épithélium pseudostratifié à J19. Barre d'échelle 100µm. 
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3.3. Trichosomoides nasalis dans l’épithélium pseudostratifié de la muqueuse 

nasale 

Dans l'épithélium de la muqueuse nasale, dix femelles hébergeant chacune un mâle intra-

utérin ont été trouvées à J20 et J21. 

Les mâles ont 20 à 23 µm de large; ce diamètre est légèrement inférieur à celui observé lors 

de l'étude morphologique (Fall et al., 2012.) en raison de la rétraction des tissus déshydratés 

au cours du traitement histologique. 

Les parasites ayant un diamètre supérieur à 25 µm sont considérés comme étant des femelles. 

Trois mâles ont été trouvés libres à J20, l'un entre les muscles (Fig. 26C) et les deux autres 

dans la lamina propria (Fig. 27A). Aucun mâle n'a été identifié libre dans l'épithélium 

pseudostratifié. 

Les femelles ont été identifiées à l'extérieur des cavités nasales, et dans les cavités nasales 

(lamina propria, vaisseaux sanguins, et l'épithélium pseudostratifié). 

Dans l’épithélium relativement mince, certaines femelles étaient enroulées en spirales 

(Fig.29C). 

Les femelles hébergeant un mâle ont été trouvées seulement dans l'épithélium pseudostratifié 

de la muqueuse nasale avec une réaction inflammatoire parfois très intense au niveau de la 

lamina propria (Fig.29A et 29B). 
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Figure 28 : A & B: Les deux types d'épithéliums de la partie antérieure du cornet: 

l'épithélium avec des cellules à mucus et l'épithélium pseudostratifié, mais sans doublure 

supérieure kératinisée. Barre d'échelle 100µm. 

C : Femelle de Trichosomoides nasalis dans l'épithélium pseudostratifié à J21. 

*: indique le contact entre l'épithélium pseudostratifié (à droite) et l'épithélium avec des 

cellules à mucus (à gauche). 
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Figure 29 : A : Deux sections transversales d'une femelle de Trichosomoides nasalis avec un 

mâle intra-utérin dans l'épithélium pseudostratifié dilaté à J21. Barre d'échelle 50µm. 

B : Trichosomoides nasalis dans l'épithélium pseudostratifié avec une réaction inflammatoire 

intense dans le chorion et les détails du mâle intra-utérin. Barre d'échelle 40µm. 

C : Femelle de Trichosomoides nasalis sous la partie supérieure de l'épithélium 

pseudostratifié kératinisé dont les plis indiquent les mouvements du parasite. Barre d'échelle 

50µm. 
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4 Discussion 

Malgré la prévalence et l'intensité de l'infection qui sembleraient plus faibles en histologie 

qu’à la suite des dissections, les 34 vers recensés : un dans le muscle thoracique et 33 dans le 

nez sont suffisants pour étudier la migration de T. nasalis. 

Après le développement des vers au niveau des fibres musculaires des parois abdominale et 

thoracique (Fall et al., 2012), les parasites se déplacent entre les muscles et à travers divers 

tissus conjonctifs de la tête (museau, vestibule nasal, partie externe du maxillaire supérieur). 

Ils atteignent ensuite les tissus des fosses nasales, d’abord la lamina propria, entre J19 et J20 

avant de s’installer dans l’épithélium pseudostratifié qui est leur site définitif de vie. (Tableau 

4). 

A J21, la migration est terminée et les vers ont atteint leur site définitif extrêmement 

spécialisé, la région située entre les incisives, dans l'épithélium des cornets antérieur et 

médian, avec un tropisme exclusif pour l’épithélium pseudostratifié. La migration des vers 

dans la muqueuse induit une réaction inflammatoire, à l’origine d’une rhino sinusite quand les 

femelles deviennent matures (Diagne et al., 2004). Il est donc probable que la compétitivité 

des rongeurs infectés pour la recherche de nourriture et de partenaires soit réduite par rapport 

à ceux qui ne sont pas infectés. 

Dans le cadre de la présente étude, il est également noté que les mâles libres (n = 3) ne se 

trouvent pas dans l'épithélium, mais dans la lamina propria et entre les fibres musculaires du 

museau. Les femelles hébergeant un mâle intra-utérin ne sont rencontrées que dans 

l’épithélium pseudostratifié. 

L'accouplement ou la pénétration du mâle dans l’utérus de la femelle, se fait donc après 

l’installation des femelles dans l'épithélium de la muqueuse nasale. Ces observations 

corroborent l’hypothèse de Diagne et al.( 2004) selon laquelle l'accouplement de T. nasalis est 

tissulaire et non dans la lumière des organes parasités comme suggéré par Thomas (1924) 
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chez Trichosomoides crassicauda (Bellingham, 1840) parasite de la vessie des Rattus 

expérimentalement infectés, et pour Anatrichosoma haycocki Spratt, 1982, parasite des 

glandes paracloacales des marsupiaux naturellement infectés. En effet, ces auteurs ont trouvés 

quelques jeunes adultes dans l’uretère et l'intestin grêle, respectivement. Toutefois, fait 

intéressant, les mâles matures d’Anatrichosoma haycocki ont été trouvés dans l'épithélium des 

glandes alors que les femelles gravides étaient dans la lumière des glandes paracloacales 

(Spratt, 1982). Ceci suggère que la copulation tissulaire peut également se produire chez cette 

espèce. 

La présence de vers en migration dans les vaisseaux sanguins soulève quelques commentaires. 

Cette localisation n'est pas fréquente (2 sur 33) et, elle est uniquement observée dans la 

lamina propria de la muqueuse des fosses nasales où la vascularisation est très importante 

(Fig.27A&B et 28A). Les vers, très actifs au cours de la phase finale de la migration, 

semblent se frayer un chemin entre les tissus, en utilisant leur stylet, toujours présent, et très 

probablement les sécrétions produites par les cellules oesophagiennes spécialisées : les 

stichocytes. , comme on le voit chez Trichinella spiralis Owen, 1835 (Manwarren et al., 1997; 

Dzik, 2006). Ceci suggère qu'ils puissent entrer dans un vaisseau sanguin qui est sur leur 

chemin vers l'épithélium, mais nous ne pensons pas que ce passage dans le système sanguin 

central soit obligatoire. Une localisation vasculaire n'est pas une caractéristique particulière de 

T. nasalis, elle a été observée chez d'autres Trichosomoidinae, avec deux parasites du 

vestibule nasal de singes, Anatrichosoma cutaneum (Swift, Bottes & Miller, 1922) et A 

.cynamolgi Smith & Chitwood, 1954. Chez ces deux espèces, des mâles ont été identifiés dans 

les vaisseaux de la lamina propria (Allen, 1960; Long et al., 1976.). 

Chez Anatrichosoma spp, le mâle, qui est aussi long que la femelle, mais beaucoup plus 

mince ne vit pas en permanence dans l'utérus de la femelle. Au moment de la copulation, le 

mâle introduit la moitié postérieure de son corps dans la vulve de la femelle qui est elle-même 
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dans l'épithélium stratifié du vestibule nasal, comme observé chez A. buccalis  parasite d'un 

marsupial didelphidé (Little & Orihel, 1972).  

La localisation vasculaire des mâles chez des parasites de singes pourrait être un lieu de repos 

entre les copulations. 

 

5. Conclusion 

Les données biologiques observées avec T. nasalis ont mis en évidence certaines 

caractéristiques importantes communes avec Trichinella spp, Comme le tropisme musculaire 

de la larve, et pour T. spiralis l’accouplement a lieu dans l'épithélium de la muqueuse de 

l'intestin (Gardiner, 1976). Cela pourrait être une caractéristique primitive. 

 

5.1. Migration de Trichosomoides nasalis 

Après le développement des vers au niveau des fibres musculaires des parois abdominale et 

thoracique, les parasites se déplacent entre les muscles et à travers divers tissus conjonctifs du 

museau. 

�  Ils atteignent ensuite les tissus des fosses nasales, d’abord la lamina propria entre J19 

et J20, avant de s’installer dans l’épithélium pseudostratifié qui est leur site définitif de 

vie à J21. 

� Dans la muqueuse nasale, la présence de vers en migration dans les vaisseaux 

sanguins soulève quelques commentaires. Cette localisation vasculaire est uniquement 

observée dans la lamina propria de la muqueuse  nasale. 

La vascularisation est très développée dans la lamina propria et les vers, étant très 

actifs au cours de la phase finale de migration, semblent se frayer un chemin entre les 

tissus, en utilisant leur stylet, toujours présent, et très probablement les sécrétions 
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produites par les cellules œsophagiennes spécialisées : les stichocytes, comme on le 

voit chez Trichinella spiralis. 

 

5.2. Migration chez les autres Trichinelloidea 

� Les problèmes de la migration larvaire  ont été étudiés chez d’autres Trichinelloidea 

avec des avis contradictoires. 

-  Chez Trichosomoides crassicauda la voie de migration larvaire n’a pas été démontrée 

de façon convaincante probablement à cause de difficulté liée à la localisation d’un 

petit nombre de larves dans les tissus et les espaces tissulaires de l’hôte (Anderson, 

2000). 

- Chez Anatrichosoma cynamolgi la migration n’est pas étudiée mais 

l’anatomopathologie montre les mâles dans les vaisseaux de la muqueuse nasale qui 

semblent être des lymphatiques car aucune hématie n’ait été identifiée (Long et al., 1976). 

 

5.3. Accouplement de Trichosomoides nasalis 

� Nous n’avons pas observé de femelle de T. nasalis avec un mâle intra-utérin dans les 

muscles abdominaux et thoraciques ainsi que dans le chorion de la muqueuse où les 

sexes sont toujours séparés. 

� Aucun mâle libre n’a été observé dans l'épithélium; les seuls mâles identifiés dans les 

coupes sont trouvés dans la lamina propria et entre les fibres musculaires du museau. 

� Les coupes histologiques montrent que seuls les mâles intra-utérins sont observés chez 

les femelles au niveau de l’épithélium de la muqueuse. 

� Nous pensons que l’accouplement ou la pénétration du mâle dans l’utérus de la 

femelle, se fait après l’installation des femelles dans l'épithélium de la muqueuse 

nasale. 
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�  Ces observations corroborent avec l’hypothèse de Diagne et al., 2004 que 

l'accouplement de T. nasalis est tissulaire et non dans la lumière des organes parasités  

comme suggéré par Thomas (1924) chez T. crassicauda parasite de la vessie des rats 

et par Spratt (1982) chez A. haycocki  parasite des glandes paracloacales des petits 

marsupiaux. 
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CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

Au début de ce travail, suite à la découverte de Trichosomoides nasalis parasite d’Arvicanthis 

niloticus au Sénégal (Diagne et al., 2000), nous avons entrepris des recherches sur le cycle 

biologique du parasite qui était alors inconnu. Ce parasite n’est pas très éloigné de l’espèce 

pathogène pour l’homme : la trichine. 

Un but a dirigé l’ensemble de ce travail: établir un modèle expérimental de T. nasalis chez le 

rongeur A. niloticus. 

Les questions abordées et les méthodes utilisées sont variées, dictées à chaque étape par les 

problèmes posés: 

o  Identification du matériel utilisé, par la morphologie. 

o  Mise au point du cycle: élevage de rongeurs sains. 

o  Mise en place de deux modes d’infestation: oral et intrapéritonéal. 

o  Recherche des parasites: par la dissection des différents organes dans une 

première phase et par l’histologie afin de préciser la nature des tissus parasités 

dans une deuxième étape. 

Cycle biologique  

La connaissance des cycles biologiques est un élément fondamental pour la mise en place des 

moyens de lutte contre les parasites.  

Chez les Nématodes, la transmission cyclique a été réalisée chez un bon nombre de filaires 

sur de petits rongeurs qui se maintiennent aisément en laboratoire.  



 CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

74 

 

Dans la famille des Trichuridae, la localisation de l’adulte chez l’hôte dans l’espèce 

Anatrichosoma et Trichosomoides a été bien étudiée; en revanche on ne connaît pas leur cycle 

biologique. 

Cycle biologique de T. nasalis 

Récemment, le cycle biologique de T. nasalis parasite d’Arvicanthis niloticus a été réalisé 

expérimentalement au laboratoire.  

C’est un cycle direct d’un rongeur infecté (sauvage ou d’expérience) vers un rongeur sain. 

Il comprend une phase larvaire dans les muscles et les autres tissus et une phase adulte dans 

l’épithélium pseudostratifié de la muqueuse nasale. 
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Développement  et Migration de T. nasalis  

Nous avons montré que le développement larvaire jusqu’au stade adulte s’effectue en trois 

semaines.  

Les larves en développement ont été trouvées dans les parois musculaires abdominale et 

thoracique et elles ont été identifiées sur les coupes histologiques dans les fibres musculaires. 

Ce tropisme musculaire n’induit pas la transformation des fibres musculaires infectées en 

cellules-nourricières ou « nurse-cells »comme dans le cas de Trichinella spiralis. 

La dissémination par le sang telle qu’elle est observée avec Trichinella  spiralis ne peut être 

exclue. 

Cet aspect biologique de la migration est important à bien connaître pour les approches 

vaccinales, afin de déterminer le moment et le lieu de la protection et ses mécanismes. 

Accouplement des T. nasalis 

Nous n’avons pas observé de femelles de T. nasalis avec un mâle intra-utérin ni dans les 

muscles abdominaux ni dans les muscles thoraciques ni dans le chorion de la muqueuse 

nasale. 

Grâce aux coupes histologiques nous montrons que seuls les mâles intra-utérins sont observés 

chez les femelles dans l’épithélium pseudostratifié de la muqueuse nasale. 
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PERSPECTIVES 

� Étude de la circulation de T. nasalis: 

- Dynamique de la transmission de Trichosomoides nasalis: impact du parasite sur le 

comportement des Arvicanthis niloticus dans la nature. 

- Recherche de T. nasalis chez les autres muridés: aptitude d'autres rongeurs à jouer le 

rôle d'hôtes.  

�  Essai d’infestation à la souris blanche: un tel modèle permettrait l’analyse génétique 

et immunologique du parasitisme par T. nasalis. 

� T. nasalis appartenant au même groupe que les trichines pourrait être un modèle 

intéressant pour étudier les mécanismes moléculaires des relations entre les larves de 

Trichinelloidea et les fibres musculaires infectées. 

� Caractérisation moléculaire des Nématodes tissulaires parasites de rongeurs au 

Sénégal. 

�  Meilleure estimation de la biodiversité des nématodes au Sénégal par la construction 

de phylogénies fiables dans le cadre d’un réseau international. 
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Résumé : La biologie de la sous-famille des Trichosomoidinae est peu connue. 
Trichosomoides nasalis est un parasite commun de la muqueuse nasale d’Arvicanthis 
niloticus (Muridae) au Sénégal, la femelle héberge un mâle nain intra-utérin. Une technique 
d’infestation expérimentale a été mise au point ; de jeunes A. niloticus d’élevage ont ingéré 
des femelles avec des œufs larvés ou ils ont été inoculés par voie intrapéritonéale avec des 
larves écloses de stade 1, mobiles, extraites de l’utérus des femelles. Les rongeurs se sont 
parasités avec les deux protocoles. Les organes examinés à l’autopsie des rongeurs ont été : 
les systèmes sanguin et lymphatique (coeur, gros vaisseaux, ganglions lymphatiques), les 
poumons, le foie, les reins, les cavités thoracique et abdominale, les parois musculaires 
thoracique et abdominale, le diaphragme, la langue et la muqueuse nasale. Le développement 
jusqu’au stade adulte s’effectue en 3 semaines. Il a été démontré que les larves de T. nasalis 
se développent dans les parois musculaires abdominale et thoracique et elles ont été 
identifiées sur les coupes histologiques dans les fibres musculaires ; ce qui montre une 
remarquable similitude dans le tropisme musculaire entre T. nasalis et les espèces de 
Trichinella. Cependant le développement de T. nasalis ne s’arrête pas au stade 1 et il n’induit 
pas la transformation des cellules infectées en cellules-nourricières. L’étude histologique 
montre aussi que les femelles et les mâles nains de T. nasalis migrent depuis l’abdomen et le 
thorax jusqu’au museau de l’hôte et se déplacent à travers les tissus conjonctifs et entre les 
muscles. Quelques spécimens en migration ont également été observés dans les vaisseaux 
sanguins de la muqueuse nasale. Cependant une dissémination par le sang telle quelle est 
observée avec Trichinella spiralis ne peut être exclue bien que les larves à l’éclosion de T. 
nasalis soient deux fois plus épaisses (15µm). Si les sexes sont toujours séparés dans le 
lamina propria de la muqueuse, des mâles intra-utérins sont observés chez des femelles au 
niveau de l’épithélium. Au niveau nasal, des vers ont été trouvés entre les cornets, antérieur et 
médian, riches en cellules muqueuses. Seul l’épithélium pseudostratifié est parasité. 
 
Mots-clés : Trichosomoides, Trichinella, rongeur, développement intramusculaire, voie 
migratoire, site d’accouplement. 


