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PARTIE 3	 Intégrité des échantillons et variables pré-
analytiques

	 Kieron Hickey

SUJETS ABORDÉS
	✓ Prélèvement de sang
	✓ Plasma pauvre en plaquettes (PPP)
	✓ Substances interférentes

	✓ Conservation
	✓ Décongélation

Quelques facteurs doivent être pris en compte avant le prélèvement sanguin. Pour la plupart des examens 
hémorragiques et thrombotiques, il n’est pas nécessaire d’être à jeun avant le prélèvement sanguin, à 
l’exception cependant du dosage de l’homocystéine. L’activité physique (Venema et al., 2017) et le stress 
(Austin et al., 2012) peuvent provoquer des hausses transitoires du FVIII et du FW. L’activité physique peut 
également affecter le dosage des Ddimères (Huskens D et al., 2016). Il est possible qu’une inflammation 
ait un effet sur les facteurs de coagulation et d’autres paramètres hémostatiques (Hardy et al., 2024). La 
grossesse influe sur divers paramètres, notamment le FVIII (Castaman, 2013), le VWF (Delbrück et al., 
2019) et les Ddimères (Blombäck et al., 2007). De nombreux produits pharmaceutiques et anticoagulants 
peuvent interférer avec les bilans d’hémostase. Par conséquent, les informations concernant les traitements 
des patients sont essentielles pour le laboratoire (Gosselin et al., 2019).

Prélèvement de sang : plusieurs lignes directrices décrivent les bonnes pratiques de collecte et de trai-
tement des échantillons pour les bilans d’hémostase (CLSI, 2024 ; CLSI, 2017). Le sang doit être prélevé 
dans un dispositif de prélèvement à vide ou une seringue en plastique de calibre 19 à 21 pour les adultes 
et de 22 ou 23 pour les enfants (Srivastava et al., 2021). Les tubes ne sont pas tous du même type ; les 
centres ne doivent utiliser qu’un seul type et générer des intervalles de référence sur cette base (Bowen et 
al., 2016). Même pour un type de tube, la composition est importante ; les tubes en plastique et en verre 
ne sont pas interchangeables (Fiebig et al., 2005). Les tubes de prélèvement sanguin doivent contenir 
du citrate trisodique de 0,105 M à 0,109 M (3,2 %) (CLSI, 2024). La séquence de prélèvement est impor-
tante pour prévenir la contamination croisée par l’EDTA (Lima-Oliveira et al., 2015) ou l’héparine (Keppel 
et al., 2019) ; ainsi, les bonnes pratiques en matière de prélèvement d’échantillons doivent être suivies 
(OMS, 2010 ; Simundic et al., 2018). Les échantillons nécessitent une anticoagulation immédiate après 
la ponction veineuse, avec un remplissage à au moins 80 % du volume cible (Kitchen et al., 2021) pour 
atteindre un ratio sang:anticoagulant de 9:1. Les tubes doivent être retournés délicatement (trois à cinq 
fois) après la ponction pour une mélange approprié des échantillons. Des changements hémostatiques 
indésirables se produisent dans les tubes qui ne sont pas suffisamment remplis (Lippi et al., 2012). Pour les 
échantillons présentant des taux d’hématocrite > 55 %, la solution de citrate doit être ajustée de manière 
à compenser ces taux et parvenir au ratio 9:1 adéquat. Des variations significatives du TP, du TCA et de 
l’INR peuvent être observés si ce ratio n’est pas préservé (Marlar et al., 2006). La formule recommandée 
pour l’ajustement des taux de citrate est indiquée ciaprès (Kitchen et al., 2021). Les échantillons doivent 
être correctement étiquetés immédiatement avant ou après la ponction veineuse, conformément aux 
politiques réglementaires ou de l’établissement applicables.

C = (1,85 × 10-3)(100 − HCT)(V)

C = volume de citrate en millilitres (ml) à ajouter à un volume de sang (V)

HCT = hématocrite du patient
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V = volume de sang ajouté en ml

Et 1,85 × 10-3 est la constante

Exemple : un HCT à 70 % et 4,5 ml de sang prélevés avant ajout d’anticoagulant donnent le calcul suivant, 
à savoir 0,25 ml de citrate mélangé à 4,5 ml de sang.

(1,85 × 10-3)(100 − HCT)(V) = C

(1,85 × 0,001)(100− 70)(4,5 ml) = 0,25 ml de citrate

Plasma pauvre en plaquettes (PPP) : la plupart des tests de coagulation peuvent être réalisés avec du PPP 
après centrifugation à > 1700 g pendant 10 minutes (CLSI, 2024 ; Kitchen et al., 2021). Les centrifugeuses 
réfrigérées doivent être évitées, car l’activation par le froid du facteur plaquettaire 4 peut affecter la sur-
veillance de l’héparine, ainsi que les tests de la fonction plaquettaire, du FVIII et du FW (Favaloro, 2004). 
Certains tests, tels que celui de l’héparine non fractionnée (HNF) et de l’anticoagulant de type lupique, 
nécessitent du plasma sans plaquettes obtenu après une double centrifugation (< 10 × 109) si le test est 
effectué sur des échantillons préalablement congelés. Dans ce cas, le plasma est retiré du tube de sang 
centrifugé, placé dans un deuxième récipient approprié et à nouveau centrifugé avec des sous-aliquotes 
retirées pour la congélation. Le test de la fonction plaquettaire nécessite un plasma riche en plaquettes 
(PRP), préparé après centrifugation à 170 g pendant 15 minutes ou 250 g pendant 10 minutes (Gomes 
et al., 2021).

Substances interférentes : les échantillons hémolysés ne doivent pas être analysés, car on pourrait 
observer des changements significatifs, du TCA en particulier (Woolley et al., 2016 ; Lippi et al., 2013), 
sauf lorsque l’hémolyse est intravasculaire (Arachchillage et al., 2014). Les analyses de routine ne sont 
généralement pas affectées par la jaunisse/l’ictère (Woolley et al., 2016) et il est possible de contourner 
la lipémie par ultracentrifugation (Lippi et al., 2013, Dimeski et Jones, 2011).

Conservation : l’analyse des échantillons est sensible au facteur temps. Le traitement et l’analyse doivent 
être effectués dans la fenêtre de stabilité suivant la ponction veineuse et les échantillons doivent être 
conservés à température ambiante dans l’intervalle. Les lignes directrices recommandent de procéder à 
l’analyse dans les quatre heures (CLSI, 2024) pour tous les échantillons, à moins que les données locales 
ne confirment une stabilité étendue pour une combinaison spécifique de tube/dosage (Kitchen et al., 
2021 ; Linskens et al., 2018). Une conservation à température élevée peut entraîner une perte de facteurs 
de coagulation, le facteur VIII notamment (Omidkhoda et al., 2011). La libération du facteur plaquettaire 4 
peut entraîner la neutralisation de l’héparine non fractionnée dans les échantillons. Par conséquent, ces 
tubes doivent être centrifugés dans l’heure et analysés dans les quatre heures (Baker et al., 2020). Si le 
plasma est stocké pour analyse ultérieure, les conditions de conservation peuvent affecter certains dosages. 
Il est acceptable de conserver le plasma à -24 °C pendant trois mois. Cependant, pour une conservation 
à plus long terme (six mois environ), les échantillons doivent être conservés à 70 °C (Woodhams et al., 
2001 ; Fenclova et al., 2023).

Décongélation : les échantillons congelés doivent être décongelés dans un bain-marie à 37 °C pendant 
trois à cinq minutes et retournés à plusieurs reprises avant l’analyse de manière à homogénéiser l’échan-
tillon (Jo et al., 2020). Il faut éviter de recongeler du plasma décongelé pour d’autres tests.
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