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RESUME 

Le virus West Nile ou le virus de Nil occidental est un flavivirus largement répandu 

dans le monde, il fait partie de la famille des Flaviviridae et il appartient au sérogroupe de 

l’encéphalite japonaise (un groupe de 12 virus). Maintenu dans la nature dans un cycle de 

transmission enzootique Oiseau-Moustique-Oiseau, comme vecteur les moustiques 

ornithophiles et les oiseaux jouent le rôle de l’amplificateur. L’homme et les chevaux sont 

des hôtes accidentels, chez ces derniers, le virus entraine des infections asymptomatiques 

avec parfois un syndrome nerveux mortel.   

Une enquête transversale à visée descriptive a été menée dans l’objectif de détecter  

d’éventuels anticorps anti VWN dans deux régions en Kabylie. Nous avons prélevé 31 

oiseaux sauvages appartiennent à deux espèces (grive et moineau). Les sérums ont été 

ensuite analysés par la technique ELISA de type compétition en utilisant un kit commercial 

(ID-Vet screening kit). 3 échantillons sont révélés positifs au test, c'est-à-dire une prévalence 

globale de 9,67% (3/31) avec des taux de séropositivité de 13,33% pour la grive et de 6,25% 

pour le moineau. 

Dans cette étude, le site de capture pouvait être un facteur de risque, Tizi-Ouzou 

semblait être plus touchée. Aucune association entre la variable espèce et la séroprévalence 

n’est constatée dans ce travail.  

 

Mots clés : Virus West Nile, Kabylie, grive, moineau, sérologie.  

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

West Nile Virus is a widely replicated flavivirus in the world, it belongs to the family 

of Flaviviridae and belongs to the serogroup of the Japanese encephalitis (a group of 12 

viruses). Kept in the wild in a transmission cycle bird-mosquito-bird, as a vector ornithophilic 

mosquitoes and birds play the role of enchancer. Man and horses are occidental hosts, in 

these latter; the virus causes asymptomatic infections, sometimes with a fatal nervous 

syndrome. 

A cross-sectional descriptive survey was conducted with the objective of detecting 

possible anti von anti VWN in two regions in Kabylia. We caught 31 birds belonging to two 

species (thrust and sparrow). The sera were thene analyzed by ELISA technique competition-

type using a commercial kit (ID Vet screnning kit). 3 samples were tested positive, that is to 

say one overall prevalence of 6,67% (3/31) with seropositivity rates of 13,33٪ for the thrush 

and 6,25٪ for the sparrow. 

In this study, the capture site could be a risk factor; Tizi-Ouzou seemed to be more 

affected. No association between the species variable and the seroprevalence is found in 

this work. 

 

 

Keywords: Virus West Nile, Kabylia, thrush, sparrow, serology. 

 

 

 

 

 

 

 



  ملخص

 عائلة إلى ینتمي العالم، في واسع نطاق على منتشر) Flavivirus( المصفر الفیروس ھو النیل غرب فیروس

 في یتواجد). فیروس 12 من مجموعة( الیاباني الدماغ التھاب مصلیة إلى ینتمي و)Flaviviridae( المصفرة الفیروسات

. مكثف دور تلعب والطیور ornithophiles بعوض وكناقل طیر، – بعوضة – طیر بالحیوانات متواطنة حلقة في الطبیعة

 عصبي اضطراب مع الأعراض عدیمة عدوى یسبب الفیروس الأخیرین، ھذین عند و عرضیان، مضیفان والخیول الإنسان

  .أحیانا ممیت

 منطقتین في النیل غرب فیروس ضد مضادة أجسام وجود احتمال عن للكشف أجریت وصفي لھدف عرضي تحقیق

 الأمصال تحلیل جرى ثم). الدوري والعصفور السمنة( نوعي إلى تنتمي البریة الطیور من 31 جمعنا. القبائل في موجودتین

 كانت عینات ID-Vet screening kit .(3( تجاریة أدوات مجموعة باستعمال منافسة نوع من ELISA تقنیة طریق عن

 السمنة لطائر% 13,33 بـ تقدر المصل ایجابیة معدلات مع) 3/31% (9,67 بـ یقدر عام انتشار معدل بمعني، ایجابیة،

  .الدوري للعصفور% 6,25و

 لا. إصابة منطقة أكثر ھي وزو تیزي أن حیث الخطر، عوامل أحد الصید موقع یكون أن یمكن الدراسة، ھذه وفي

  .العمل ھذا في علیھا العثور یتم ولم المصلي، الانتشار وعامل النوع تغیر بین علاقة یوجد

    

  .الأمصال الدوري، العصفور السمنة، القبائل، النیل، غرب فیروس :البحث كلمات
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Introduction : 

L’observation de larve de Filaire de Bancroft chez un moustique par Manson permet 

pour la première fois en 1877 d’impliquer les insectes dans la transmission des maladies. En 

un quart de siècle, les grands cycles vectoriels étaient établis grâce aux travaux de nombreux 

scientifiques, notamment Bancroft en 1899 sur la Filaire, et Finlay en 1881 sur la fièvre jaune 

[Rodhain et Perez 1985]. 

Néanmoins, depuis une vingtaine d’années on assiste à une dramatique résurgence  

des maladies vectorielles avec émergence de nouvelles maladies ou la recrudescence et la 

globalisation de maladies précédemment sous contrôle [Gulber 2002]. Le changement 

climatique est souvent incriminé dans cette résurgence. Néanmoins, l’interaction entre les 

systèmes vectoriels et leurs environnement est complexe, mais sans doutes les changements 

démographiques et sociaux actuels qui sont responsables de la résurgence des maladies 

infectieuses, en général et vectorielles en particulier [Gulber 2002, Rodhain 2003]. La fièvre 

du Nil occidental   ou fièvre West Nile est un exemple d’arbovirose émergente. 

  Le virus West Nile est un arbovirus, isole la première fois en Ouganda en 1937 dans 

le sang d’une femme fébrile. Il appartient à la famille des Flaviviridae, genre Flavivirus. Son 

cycle naturel fait intervenir les oiseaux qui constituent le réservoir et les moustiques 

ornithophiles essentiellement de genre Culex en tant que vecteur. [Medrouh B., 2015]. 

Initialement, la fièvre WN était considérée comme une arbovirose mineure, essentiellement 

responsable chez l’homme d’infections asymptomatiques ou d’un syndrome pseudo-grippal 

et plus rarement d’encéphalites pouvant être mortelles. La situation a changé dans les 

années 1990 avec des épidémies incluant de nombreux cas humains, comme en Algérie 

(1994), en Roumanie (1996), enTunisie (1997), en Israël (2000), et des cas équins au Maroc 

(1996), Italie (1998), Israël et France (2000) [Zeller et Schuffenecker, 2004].  

En Algérie, le virus a été isolé pour la première fois en 1968 à l’institut pasteur 

d’Alger. Cependant ce n’est qu’en 1994 que les premiers résultats officiels son enregistrés, 

lors d’une enquête dans le cadre du projet GCP/RAB/002 [Medrouh B., 2015]. Ce qui pose 

beaucoup de difficultés à l’étude et à la compréhension de cette maladie dans notre pays. 



 

 

 

 

 

 

CHAPITRE 1 : 

Le virus West Nile 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

1. CHAPITRE I : Le virus West Nile 

 

Historique :  

Après ,60 an après son isolement initial dans  le sang d'une femme fébrile dans le 

province du Nil occidental d'Ouganda en 1937 [Smithburn et al., 1940], le VON reste une 

cause occasionnelle de maladie fébrile en Afrique, au Moyen-Orient, dans certaines parties 

de l'Europe et de l'ex-Union soviétique, au Sud d’Asie et en Australie. Elle est sortie de 

l'obscurité dans les années 90 ou des éclosions de gravité inhabituelle en Algérie (1994 et 

1997), en Roumanie (1996), Tunisie (1997), Russie (1999), États-Unis (1999), Israël (2000) et 

Soudan (2002) [Mackenzie et al., 2004]. Suite à sa reconnaissance dans la ville de New York 

en 1999 [Nash et al., 2001], le virus s'est propagé rapidement dans le nouveau monde, 

atteignant l'Argentine en 2006 [Morales et al., 2006]. 

 En Algérie, une épidémie s'est produite entre août et septembre 1994 dans l'oasis de 

Timimoune au Sahara central. Environ 50 cas présentaient une forte fièvre et des signes 

neurologiques: parmi eux, 20 étaient des cas cliniques d'encéphalite dont 8 morts. La 

sérologie WN a été réalisée sur 18 cas (14 cas cliniques et 4 probables) et 17 d'entre eux ont 

été jugés positifs pour le virus. Quinze patients (dont deux morts) avaient des anticorps IgM 

avec ou sans IgG et deux avaient seulement IgG. Tous les 14 cas cliniques étaient IgM-positifs 

et 13 d'entre eux étaient des enfants âgés entre 10 mois et 9 ans [LE GUENNO et al., 1996]. 

Le VON est un membre du sérocomplexe de l'encéphalite japonaise, qui contient 

trois autres Flavivirus médicalement importants: encéphalite Japonaise, encéphalite de St 

Louis et encéphalite de la vallée de Murray. 

Avant l'apparition du VNO dans les Amériques, chacun de ces virus présentait des 

distributions géographiques relativement uniques (figure 1). Les analyses phylogénétiques 

de la séquence complète du génome ou de la séquence du gène de la protéine E divise les 

souches de VWN en deux lignées génétiques (I et II) [Lanciotti et al., 1999, 2002]. Les 

principales manifestations humaines du VON ont été seulement avec le lignage I WNVs. Les 



lignages II WNVs sont maintenus en enzootique principalement en Afrique et ne sont pas 

associés à des maladies épidémiques. Le virus Kunjin en 

comme séparé dans le sérocomplexe de l'encéphalite japonaise, est maintenant reconnu 

comme un sous-type de lignée I WNV.

 

Figure 1.1 : Distribution géographique  du virus West Nile, Encéphalite de St, Louis, 

Encéphalite Japonaise, et du virus Kunjin  avant 1999.
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Récemment, des virus proches ont été similaire en Europe : le virus Usutu (USUV) , 



rencontré jusque là en Afrique, a été isolé en  Autriche, en Hongrie, en  Allemagne,  en 

Suisse,  en  Italie et en Espagne  [Weissenböck  et  al., 2003 ; Bakonyi et al.,  2007 ; 

Steinmetz et  al.,  2011 ;  Becker et al., 2012; Savini et al., 2011 ; Busquets et al., 2008] ; un 

nouveau virus émergent, le virus  Bagaza  (BAGV), a été identifié en Espagne en 2010 

(Tableau 1.1) [Agüero et al., 2011].  

Les Flavivirus ont des propriétés antigéniques proches, en particulier ceux du 

complexe  de  l’encéphalite  japonaise, ce  qui  cause  des  réactions  sérologiques croisées 

fréquentes [Calisher, C.H et al., 1989]. 

 

Tableau 1.1 : Le sérogroupe de l’encéphalite japonaise 

 

 

Particule virale 

Le VWN est un virus à ARN positif, simple brin et enveloppé de 45 à 50 nm de 

diamètre (figure 2). Le génome du VWN est petit (11000 à 12000 nucléotides) et comporte 

deux régions non codantes aux extrémités 3’ et 5’. Il code pour 10 protéines dont 3 sont 

structurales (protéines C, M et E) et 7 sont non structurales «  NS » [Brinton, 2002, Petersen 

et Roehrig, 2001]. L’enveloppe virale dérive de la membrane cellulaire de l’hôte et contient 

2 glycoprotéines. Les protéines E associées aux protéines M permettent l’adhésion aux 

cellules, le tropisme tissulaire, la stimulation des cellules immunitaire et la réplication 

[Kimura et Ohyama, 1988]. 



	

		

Figure 1.2 : Cryo-microscopie électronique de particules du virus West Nile (d’après Kramer 

et al., 2007).  

Le génome viral 

Le génome viral est constitué d’un ARN simple brin de 11 kb coiffé à son extrémité 5’ 

(7-méthylguanosine), non polyadénylé en 3’ (figure). Les régions non codantes (NC) en 5’ et 

3’ sont conservées et forment des structures secondaires en épingle à cheveux, nécessaires 

pour la transcription, la traduction et l’empaquetage de l’ARN viral [Brault, 2009]. Le 

génome complet est traduit en une polyprotéine qui est clivée pendant et après la 

traduction par des protéases cellulaires et virales. La partie 5’ de la polyprotéine code pour 

les protéines structurales (C, prM, E) et la partie 3’ pour les protéines non structurales (NS1, 

NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B et NS5) (Figure 1.3). Les protéines structurales sont 

nécessaires pour l’encapsidation (par la protéine C) de l’ARN viral, et les protéines de 

surfaces (M et E) sont requises pour l’interaction et la fusion avec la cellule cible [Kimura et 

al., 1988]. M et E sont aussi à l’origine de la stimulation de la réponse lymphocytaire B et T 

[Campbell et al., 2002 ; Sanchez et al., 2005]. La protéine d’enveloppe est la plus 

immunogène et induit la majorité des anticorps neutralisants [Sanchez et al., 2005]. Elle est 

constituée de trois domaines structuraux, parmi lesquels le domaine III est le plus 

immunogène. Les protéines non structurales jouent un rôle dans la réplication virale, 



l’assemblage des virions et l’évasion à la réponse antivirale de l’hôte [Kummerer et Rice, 

2002; Liu et al., 2005; Liu et al., 2003; Munoz-Jordan et al., 2003; Pugachev et al., 2004]. 

 

 

Figure 1. 3 : Représentation schématique de l’organisation du génome du VWN et de la 

traduction des protéines virales avec une indication de leur fonction (d’après Murray et 

al., 2010).  
 
Le cycle viral  

Le virus WN est capable de se multiplier dans divers cultures cellulaires, à savoir les 

cellules aviaires, de mammifères, d’amphibien et d’insectes. Cependant, l’effet 

cytopathologique est observé dans quelques cultures mais pas dans d’autres, malgré 

l’efficacité de la réplication [Brinton, M. A., al ; 1986]. 

Le mécanisme comporte deux étapes l’une au contact de la cellule, l’autre à 

l’intérieur de cette dernière dans le cytoplasme. 

1.1.1. Entrée virale  

L’entrée virale suppose l’internalisation du virus par endocytose suite à l’interaction de 

l’enveloppe virale avec les récepteurs (qui ne sont pas tous identifiés). L’abaissement du pH dans 

l’endosome entraîne le processus de fusion entre l’enveloppe et la membrane endosomale 

libérant ainsi la capside (Figure 1. 4). 

En effet, l’exposition à un pH acide entraîne un changement de conformation majeur de 

la protéine E notamment sa trimérisation et un réarrangement de sa surface exposant le peptide 



de fusion vers la membrane cible [Chu et Ng, 2004 ; Gollins et al., 1986a]. Ce peptide s’insère 

alors et se replie en épingle à cheveux permettant de rapprocher les deux membranes, ce qui 

entraîne la formation d’un pore permettant le passage de la capside. 

 

  

 

Figure 1.4: Mécanisme de fusion de la membrane virale à la membrane cellulaire par 

endocytose (d’après Cosset, 2010).  

1.1.2. Cycle cytoplasmique  

Il se déroule sur 3 volets : 

1.1.2.1. Libération de l’ARN génomique et traduction de la polyprotéine : 

L’ARN(+) est coiffé en 5’ mais ne possède pas de queue polyA en 3’. Par contre, la 

région 3’ NC possède une structure en épingle à cheveux hautement conservée. Les clivages 

protéiques sont co-traductionnels et se font grâce à des protéases virales et cellulaires. Les 

protéines d’enveloppe doivent être glycosylées. Pour cela, elles doivent transiter dans le RE 

et le Golgi, ce qui nécessite une séquence signal. En cours de synthèse, des séquences signal 

adressent les régions prM, E et NS1 de la polyprotéine dans le RE grâce à des régions 



transmembranaires. Les séquences signal sont ensuite clivées par des signalases cellulaires. 

Les protéines prM et E restent ancrées dans la membrane alors que la protéine NS1 est 

libérée dans la lumière du réticulum et sera excrétée. La protéine prM sera clivée plus 

tardivement dans le trans-Golgi par des protéases de types furines résidantes du Golgi. Sur la 

face cytoplasmique, la protéine NS3 nécessite NS2B comme cofacteur pour réaliser les 

clivages protéiques. 

1.1.2.2. Réplication : 

La réplication débute par la synthèse d’un brin d’ARN de polarité négative qui sert 

ensuite de base pour la synthèse d’un ARN génomique positif sous un mode semi-

conservatif et asymétrique. La réplication est couplée à la traduction et à l’assemblage. Le 

complexe de réplication s’assemble avec les protéines qui viennent d’être traduites. La 

réplication est également couplée à l’encapsidation. 

1.1.2.3. L’assemblage des particules virales : 

il se fait par association de l’ARN avec les protéines de capside. L’acquisition de 

l’enveloppe se fait par bourgeonnement au niveau de RE. prM sert de chaperon pour 

maintenir la conformation de la protéine E afin d’éviter l’exposition du peptide de fusion. 

Une fois le bourgeonnement réalisé, il y a formation de particules virales immatures avec un 

aspect hérissé correspondant à l’insertion d’hétérodimères prM-E dans l’enveloppe virale. 

Le clivage de prM en M se déroule dans l’appareil de Golgi permettant la maturation 

de la particule virale [Mackenzie et Westaway, 2001]. 

 

 

 

 

 

 

 



1.1.3. Figure récapitulative 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.5 : Représentation schématique du cycle de multiplication virale du VWN (d’après 

Heinz et Stiasny, 2012). 

 

Symptomatologie  

1.1.4. Chez l’homme : 

Chez l’homme, l’infection est le plus souvent asymptomatique (80%) et ne motive pas 

une consultation médicale. Les manifestations cliniques s’expriment sous la forme d’un 

syndrome grippale bénin, caractérise par une fièvre d’apparition brutale, qui dur 3 à 5 jours, 

avec des maux de tête, une irritation de la gorge, une myalgie, des arthralgies, de la fatigue, 

une conjonctivite et une douleur rétrobulbaire [Kouzana, 2000]. Une éruption 

maculopapulaire ou roséolaire est visible dans environ 50% des cas, partant du tronc vers les 

extrémités et la tête. Une anorexie, des nausées, des douleurs abdominales, de la diarrhée, 

une orchite et des signes respiratoires et hépatiques ont aussi été décrits,  généralement 

chez les jeunes patients. Souvent accompagnés de la lymphodénopathie [Watson, J.T., al; 



2004]. Dans mois de 15% des cas cliniques, une méningite aseptique aigue ou une encéphalite 

se développent, associées à de la raideur, des vomissements, une confusion mentale, des 

anomalies de vigilance, une somnolence, des tremblements des extrémités, des réflexes 

anormaux, des convulsions, parésies, voire un coma. Les atteintes neurologiques sont le résultat 

du neurotropisme du VWN qui s’exprime en général par une méningo-encéphalite [Le Guenno 

et al ., 1996, Pruzanski et Altman ; 1962]. 

Les manifestations cliniques dues à l’infection par le VWN ont été généralement, 

associées aux conditions épidémiologiques. En effet lors des premières épidémies en Israël 

et d’Egypte, l’aspect le plus fréquent a été un syndrome fébrile et algique avec parfois 

polyadénopathies et éruptions cutanées guérissant en quelque jours et sans séquelles. Ce 

syndrome pseudo-grippal atteint surtout les enfants et les adolescents dans les zones de 

forte endémicité [Chastel et al., 1977, Hayes, 2001]. 

L’évolution de la FWN humaine va d’une guérison spontanée totale jusqu’à des 

séquelles neurologiques parfois dramatiques, voir l’installation d’un coma neurologique dont 

l’issue est habituellement fatale. En cas de guérison l’homme développe une immunité 

spécifique et durable [Pruzanski et Altman, 1962]. 

En date d’Aout 2012, 1590 cas humains de la maladie à virus West Nile ont été 

signalés aux États-Unis d’Amérique. Parmi ceux-ci 56% ont été classés comme maladie 

neuro-invasive. Durant cette même année nombreux cas humains ont été observés à travers 

l’Europe, le Moyen-Orient ainsi qu’en Afrique du nord (Tableau 1.2).  

 

 

 

 

 

 

 

 



Tableau 1.2 : Recensement des cas humains de fièvre West Nile en Europe en Tunisie 

(n=775) en 2012 (04/10/2012).Source : European Center for Disease Prevention and   

Control  

 

 

Il n’existe pas à l’heure actuelle de traitement efficace contre le FWN. Toutefois, les 

traitements symptomatiques peuvent être utilisés. 

La vaccination contre le VWN serait la meilleure protection pour les personnes à 

risque, (âgées ou habitant des zones a risque). Le vaccin idéal pour une utilisation chez 

l’homme serait celui qui pourrait être utilisé dans une épidémie imminente et qui 

permettrait de fournir une immunisation rapide, de préférence quelques jours après une 

dose unique. Actuellement il n’existe aucun humain contre le VWN. Toutefois, il existe des 

essais cliniques sur des vaccins comme ChimeriVax-WN02 [Biedenbender et al., 2011] 

hautement immunogène. Ce vaccin est encore dans les phases d’essai. 

 

 

 

 



1.1.5. Chez les oiseaux:  

Chez les oiseaux la sensibilité à l’infection varie en fonction des espèces. Le corbeau 

américain et le geai bleu (Cyanocitta cristata) sont deux espèces sensibles chez qui le virus 

est retrouvé dans le cerveau, le cœur, les reins, les poumons, les gonades, le foie, la rate, les 

intestins, l’œsophage et la peau [Komar et al., 2003 ; Steele et al., 2000]. 

Après infection expérimentale réalisée sur la corneille américaine par la souche NY99, 

les signes cliniques ont été observés 4 jours après inoculation. Plusieurs symptômes tels que 

la dépression, l’anorexie, l’inhabilité au vol et des désordres à la démarche ont été observés. 

Des saignements par la bouche et le cloaque ont été rapportés. La mort survient 24 heures 

après [Weingartl, H. M., al; 2004] [Komar, N., al ; 2003]. Les mêmes signes se sont 

reproduits chez les autres espèces sensibles. Cependant, les moments d’apparition et le 

résultat de la maladie sont différents (généralement 4-10 jours après inoculation). 

En revanche aucune mortalité n’a été enregistrée chez la poule même suite à une 

infection avec des charges virales pouvant aller jusqu’à 5log10 PFU/ml de sérum [Brault, 

2009]. Le virus est pourtant retrouvé dans le myocarde, le foie, les reins, les poumons et les 

intestins. Des examens histologiques montrent des lésions de nécrose dans le myocarde, des 

néphrites, et des congestions pulmonaires [Senne et al., 2000]. 

Les espèces sensibles présentent des lésions macroscopiques et histopathologiques. 

On a observé, la congestion du cortex cérébral, la rate (splénomégalie est observée dans 

plusieurs cas), le cœur et les reins. Des pétéchies au niveau de l’estomac, du foie et des 

muscles squelettiques; la distension de la vésicule biliaire et l’opacité de sacs d’air ont été 

aussi rapportées. L’examen histopathologique révèle la présence des hépatocytes nécrosés 

avec des vacuoles cytoplasmiques, rupture des noyaux et étrange présence des phagocytes 

mononucléaires dans le tissu. La congestion de la rate et accompagnée par la nécrose de 

lymphocytes dans ces nœuds lymphatiques ce qui signale la présence d’inflammation 

cellulaires, en particulier les macrophages du parenchyme splénique. Les fibres des muscles 

squelettiques sont gonflées avec perte de striation et de fragmentation des sarcomères. On 

a souvent observé la nécrose de la moelle osseuse [LaDeau, S., al ; 2007]. 



L’isolement est relativement facile dans les plumes et la peau, augmentant la 

probabilité de transmission au vecteur. Alors que l’isolement du virus dans les ovaires 

indique une possibilité de transmission verticale [Komar, N., al ; 2003]. 

 

1.1.6. Chez les équidés : 

En 1968, le VWN a été le premier arbovirus isolé au Maghreb, à partir d’un lot de 

Culex collectés dans l’extrême sud du Sahara algérien [Pilo-Moron et al., 1970]. En 1996, il a 

été de nouveau isolé chez le cheval au Maroc. Entre temps des enquêtes séro-

épidémiologique réalisées chez les petits mammifères sauvages (Mus musculus, M.spretus, 

Rattus rattus, Eliomys tunetae, Ctenodactylus gundi et Pipistrellus kunli) ne laissent aucun 

doute sur sa circulation en Algérie, au Maroc et en Tunisie [Chastel et al., 1977]. 

En aout 2010, l’office International des Épizooties (OIE) a émis un rapport de 

notification immédiate suite à la déclaration de 5 foyers de FWN, dans la région de 

Macédoine centrale au Nord de la Grèce (Thessalonique) : 6 chevaux sur 18 ont présenté des 

signes cliniques. Un autre bulletin d’alerte a concerné l’émergence de cas de FWN en Italie. 

Sur 59 chevaux présents dans 5 foyers, 13 ont présenté des signes cliniques et un a été 

euthanasié. Un troisième bulletin d’alerte était relatif à une émergence de FWN en Espagne : 

en Andalousie sur les 7 chevaux présents, 2 ont présenté des signes cliniques. Dans la même 

période seize foyers équins ont été identifiés au Maroc essentiellement dans la région de 

Benslimane. Sur 111 chevaux, 17 ont présenté des signes cliniques et 8 sont morts. 

Les infections chez les équidés (cheval, âne, mule) sont similaires aux infections 

humaines (Dauphin et Zientara, 2007). Comme chez l’Homme, des signes cliniques ne sont 

observés que sur une faible proportion d’individus (environ 10%) [Petersen et Roehrig, 

2001]. 

Les signes cliniques rapportés chez les chevaux incluent la fièvre, la paraparésie ou 

tetraparésie et l’ataxie qui peut être symétrique ou asymétrique, le décubitus et des signes 

évidents d’une maladie intracrânienne comprenant une ataxie vestibulaire ou cérébrale et 

des changements de comportement [Cantile, C., al ; 2000] [Venter, M., al 2009] [Kutasi, 

O., al ; 2011] [Steinman, A., al ; 2000]. Les signes ne sont pas pathognomoniques de 



l’infection à VWN. Dans beaucoup des cas cliniques d’infection, les chevaux montrent 

fréquemment la fasciculation et des tremblements [Cantile, C., al ; 2000] [Venter, M., al 

2009]. Les signes cliniques les plus communs étaient l’ataxie, des désordres à la démarche, 

de la fasciculation musculaire, une dépression et un décubitus [Ng, T., al 2003]. 

La sévérité des signes cliniques dépend de plusieurs facteurs dont : l’âge, les 

méthodes d’élevage, la virulence de la souche, les conditions de stabulation, la sensibilité 

génétique, et des infections précédentes à d’autres flavivirus [Autorino et al., 2002 ; 

Steinman et al., 2002 ; Tesh et al., 2002a]. 
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2. Chapitre 2 : Epidémiologie 

Répartition mondiale  

Des cas sporadiques et des épidémies de FWN chez l’homme et les équidés ont été 

rapportés après la découverte de VWN en 1937 en Ouganda. Dans les années 1990, une 

augmentation de l’activité du VWN a été observée, avec d’importantes épidémies en 

Europe : Roumanie (1996), Russie (1999) et bassin méditerranéen (1994, 1997, 1998,2000), 

avec des centaines de cas humains [Murgue et al., 2001]. Le virus a également été introduit 

aux Etats-Unis en 1999 où il a causé une importante épidémie et épizootie, et s’est étendu 

progressivement vers le Canada, l’Argentine et le Brésil [Randolph et Rogers, 2010]. A partir 

des années 2000, une circulation de plus en plus forte du VWN a été observée en Europe 

centrale et dans le bassin méditerranéen, avec des épidémies importantes en Albanie, en 

Hongrie, en Israël, en Italie, en Macédoine, dans le territoire palestinien, en Roumanie, en 

Fédération de Russie, en Serbie, en Espagne, en Ukraine, en Tunisie, en Turquie, et en Grèce 

(2010-2012) [Calistri et al., 2010, Sirbu et al., 2011]. 

 

Figure 2.1 : Distribution globale du virus West Nile dans le monde : le rouge – des cas 

humain ou de séropositivité humaine, bleu – cas non humain/moustique, gris – absence de 

données ou rapport négatif, la ligne noire – représente la distribution mondiale de vecteur 

du VWN. Les pays encerclés indiquent la présence de lignages du VNW que le lignage 1. 

[Chancey, C., al ; 2015]. 



Lignages et souches : Phylogéographie 

L’analyse de la séquence nucléotidique de génome viral à partir des gènes codants 

pour la protéine E ou NS 5, ou bien le séquençage du génome viral complet ont permis 

d’identification plus clairement les relations et les distances entre les souches virales et 

définir la notion de lignage des virus [Castillo-Olivares, J. K. L., al ; 2011]. 

Les analyses phylogénétiques s’appuyant sur le séquençage des ARN viraux et la 

comparaison des séquences obtenues, montrent une variabilité génétique 60 entre les 

souches de VWN et peuvent être classées en sept lignages dont les séquences peuvent 

diverger de 25% à 30% [Lanciotti, R.S., al ; 1999] [May, F.J., al ; 2011] [Papa, A., al ; 2011] 

(Figure 2.2). 

 

Figure 2.2 : les lignages majeurs du VWN [Chancey, C., al ; 2015]. La figure suivante 

représente la répartition géographique des différentes souches de VWN. 

Les VWN appartenant au lignage 1 présentent la distribution géographique la plus 

large et ont été décrits en Afrique de l’Ouest, au Moyen Orient, en Europe du Sud, en Europe 

centrale, en Amérique et en Australie. Ils ont été à l’origine de la majorité des épidémies 

jusqu’en 2008 [Calistri et al., 2010]. Le lignage peut être divisé en 3 clusters : le premier 



regroupe les isolats de l’Inde, le second correspond au virus Kunjin isolé en Australie, et le 

troisième représente les virus isolés en Europe, Afrique et au Moyen Orient [Lanciotti et al., 

2002, Lanciotti et al., 1999] ; Burt et al., 2002 ; [Beasley et al., 2004] (Figure 2.3 et Figure 

2.4). Les VWN de lignage 2, initialement isolés en Afrique (Sénégal, Ouganda, République 

centrafricaine, Kenya et Madagascar), ont probablement été introduits en Europe centrale 

par les oiseaux migrateurs venant d’Afrique en 2004 [Bakonyi et al., 2006] 

 

Figure 2.3 : Arbre phylogénétique des virus West Nile basé sur le séquençage 

complet du génome virale et montrant les groupes 1a et 1b (lignage 1) et le lignage 

2[Jourdain et al., 2007b]. 

 



 

Figure 2.4 : Répartition	géographique	des	virus	West	Nile	de	lignages	1	et	2.	 

 

Le lignage 3 a été isolé pour la première fois près des frontières Autrichienne et 

Tchèque république en 1997. Le lignage 3 dénommé aussi virus Rabenburg par rapport à la 

ville Autrichienne à proximité où on a effectué la première isolation de virus sur un Culex 

pipiens infecté [Bakonyi, T., al ; 2005] [Hubálek, Z., al ; 1998]. En basant sur la diversité 

génomique et antigénique, il a été suggéré de classer le virus Rabenburg comme une 

nouvelle espèce dans le sérogroupe de l’encéphalite japonaise [Bakonyi, T., al ; 2005]. Ce 

lignage n’a pas isolé chez l’homme et son potentiel pathogène reste incertain [Barzon, L., al ; 

2013]. Les virus de lignage 4 (LEIVKmd88-190) circulent en Russie depuis au moins 1988. 

Isolé à partir d’une tique (Dermacentor marginatus) dans le sud ouest de la région du 

Caucase de la Russie en 1998 [Barzon, L., al ; 2013]. Le lignage 5 représente la nouvelle 

classification de cluster 1c de Lignage 1. Le lignage 6 est proposé pour le virus isolé de C. 

pipiens dans le sud de l’Espagne en 2006. Il est très étroitement lie au lignage 4 [Vazquez, A., 

al ; 2010]. Un 7ème lignage est suggéré pour le virus africain Koutango, qui est très proche 

de VWN [Mackenzie, T.S., al ; 2009]. 



 

Figure 2.5 Distribution géographique des différents lignages du VWN [Ahmadnejad, F., 

al ; 2006]. 

 

Cycle de transmission  

Le cycle de transmission du VWN est complexe car il fait intervenir de nombreux 

acteurs. L’amplification du virus (cycle enzootique) s’effectue entre oiseaux et moustiques 

ornithophiles, principalement du genre Culex. Un passage accidentel (épizootique) peut se 

produire entre des « moustiques passerelles » (en anglais : bridge species), aux préférences 

trophiques opportunistes (à la fois ornithophiles et mammophiles) et des mammifères 

(hommes et équidés) qui sont considérés comme des culs de sacs épidémiologiques ca leur 

virémie est courte et de faible amplitude et elle ne permet pas d’infecter les moustiques 

vecteurs potentiels. 

Plusieurs autres espèces de mammifères (y compris des mammifères sauvages et 

domestiques) ont été décrites sensible à l’infection, avec ou sans signes évidents d’infection. 

On peut citer à titre d’exemple le chat, le chien, le mouton, le proc, les vaches, les lapins, les 

lames, cerfs, l’alpaga, le raton laveur, les ourses, les loups, les écureuils…etc [Beasley, D. W., 

al ; 2005] [Blitvich, B.J., al ; 2008]. Comme chez l’homme et les chevaux la virémie chez les 

autres mammifères reste inférieure au seuil qui permet l’initiation du cycle. 



Les moustiques s’infectent lors d’un repas sanguin en ingérant le virus (figure 12). 

Après passage à travers la barrière intestinale, le virus se réplique localement puis atteint les 

glandes salivaires pour ensuite être transmis lors d’un repas sanguin ultérieur. Cette 

dernière étape est directement liée aux conditions climatiques (température, 

hygrométrie…), qui sont déterminantes en termes d’activité des vecteurs et de durée de 

transmission. De nombreuses espèces de moustiques, de genres différents (Culex, Aedes, 

Anopheles, Mansonia…) ont été trouvées porteuses du VWN [Hayes et al., 2005]. 

Au moins 60 espèces de moustiques de 11 genres différents ont été décrites en tant 

que vecteurs compétents dans le nord de l’Amérique. Les plus efficaces sont les espèces de 

genre Culex (Cx. pipiens, Cx. quinquefasciatus, Cx. restuans, Cx. salinarus, Cx. tarsalis et Cx. 

nigripalpus) d’autres espèces telles que Aedes albopictus, Aedes vexcus, Orchlerotatus 

japonicus et orchlerotatus triseriatus peuvent jouer le rôle vecteur dans le cycle et 

transmettre le virus aux mammifères [Brault, A.C., al ; 2009]. En Europe le virus est isolé 

dans plus de 40 espèces différentes, la majorité appartient au genre Culex. Plusieurs d’autres 

espèces ont été également décrites comme vecteurs compétents : Cx. univitatus en Afrique, 

Cx. annulirostris en Australie, et Cx. visbnui et Cx. tritaeniorhyachus en Asie [Brault, A.C., al ; 

2009]  [Hayes, E. B., al ; 2005] [Hall, R.A., al ; 2002]. 

La transmission verticale est supposée entre les moustiques. La transmission trans-

ovarienne naturelle de VWN a été identifiée chez Cx. univattatus au Kenya. En outre des 

études de laboratoires, sur des espèces de Culex et Aedes ont montré une transmission à la 

progéniture [Baqar, S., al ; 1993] [Miller, B.R., al ; 2000] [Turell, M.J., al ; 2001]. La 

transmission entre moustiques a été également documentée [Higgs, S., al ; 2005]. 

Le niveau de virémie varie selon les espèces d’oiseaux et sa durée est assez courte 

(de l’ordre de quelques jours) : ainsi, les passériformes (passereaux), les chradriiformes 

(oiseaux aquatiques), les strigiformes (rapaces nocturnes) et les falconiformes (rapaces 

diurnes) présentent des niveaux de virémie généralement suffisants pour infecter la plupart 

des moustiques. Par contre, les columbiformes, les piciformes (piverts) et ansériformes 

(canards etc…), généralement résistants à l’infection, développent une virémie faible [Komar 

et al., 2003]. Les oiseaux sont considérés comme de bons agents disséminateurs du VWN 



dans la mesure où ils peuvent parcourir de grandes distances lors des migrations [Sotelo et 

al., 2009]. 

Les analyses de laboratoires ont montré que Cx. tarsalis devient infectant après un 

repas sanguin de concentration virale de 107 UFL/ml. Cependant, seulement 30% sont 

infectants si la concentration est de 105 UFL/ml. Les moustiques inoculent des doses virales 

variables dans les hôtes vertébrés pendant l’alimentation, environ 102 UFL sont directement 

inoculées dans le sang [Styer, L.M., al ; 2007]. 

Plus la population locale de moustiques a une faible compétence vectorielle à 

l’infection par le VWN, plus il est primordial pour le virus d’atteindre une virémie forte chez 

son hôte, ce qui est le cas pour certaines espèces américaines de Culex spp. Inversement, les 

vecteurs sensibles au VWN peuvent transmettre efficacement le virus même lorsque la 

virémie aviaire est plus faible, ce qui est le cas dans les régions endémiques (Afrique, 

Europe…) [Brault et al., 2009]. 

En absence des moustiques, le cycle oiseaux-tiques est proposé pour expliquer 

l’infection par le VWN des populations de goélands argentés (Laurus argentatus) infestés par 

C. capensis dans des îles de la mer Caspienne [Lvol, D.K., al ; 1987]. Le cycle oiseaux-tiques 

est aussi suspecté en Israël [Mumcuoglu, K.Y., al ; 2005]. Enfin, la longue vie des tiques 

molles pourrait permettre une persistance du VWN de façon localisée dans certains foyers 

[Diamond, M. S., al ; 2009]. 

Les oiseaux sont les réservoirs naturels de VWN. L’infection dans plusieurs espèces 

d’oiseaux sauvages produit un niveau de virémie suffisant pour infecter le vecteur [Work, 

T.H., al ; 1955]. Ce sont sans doute les oiseaux qui sont à l’origine de l’introduction du VWN 

à partir de l’Afrique sub-saharienne vers l’Europe et la région méditerranéenne [Berthet et 

al., 1997; Charrel et al., 2003; Jourdain et al., 2007]. Depuis la découverte du virus en 1937, 

aucune mortalité aviaire naturelle n’avait été rapportée [Hayes et al., 1988], jusqu’aux 

foyers de la fin des années 1990 en Israël et aux Etats-Unis [Bernard et al., 2001 ; Bin et al., 

2001 ; Swayne et al., 2001]. En 1998, le VWN est isolé à partir d’une cigogne moribonde 

trouvée en Israël [Malkinson et al., 2001b]. Des mortalités élevées chez les jeunes oiseaux 

de 3 à 8 semaines étaient observées dans des populations de cigognes et d’oies [Malkinson 

et al., 2001a]. Aux Etats-Unis, beaucoup d’oiseaux et en particulier le Quiscale bronzé 



(Quiscalus quiscula), le Corbeau Américain (Corvus brachyrhynchos), le geai bleu (Cyanocitta 

cristata), la pie (Pica pica), le roselin (Carpodacus mexicanus) et le moineau (Passer 

domesticus) ont été sévèrement touchés par l’épidémie/épizootie et ont permis une 

amplification efficace du virus [Hayes et al., 2005]. Les passériformes et en particulier les 

corvidés sont hautement sensibles à l’infection [Komar et al., 2003]. 

Des infections expérimentales réalisées sur de jeunes oies avec un isolat nord-

américain ont permis d’observer des taux de mortalité similaires à ce qui est observé dans la 

nature avec des virémies suffisantes pour infecter les moustiques [Swayne et al., 2001]. La 

virulence d’un isolat nord-américain a été évaluée sur 25 espèces aviaires américaines. 

Parmi ces espèces, les corvidés dont le corbeau américain (AMCR, pour AMerican CRow) et 

le geai bleu (Cyanocitta cristata), présentent une virémie comprise entre 8 et 10 log10 

PFU/ml [Komar et al., 2003]. Les espèces sensibles présentent de fortes virémies et des taux 

de mortalité élevés [Ladeau et al., 2007]. 

Enfin une augmentation des signes pathologiques pourraient avantager l’infection 

des moustiques suite à une baisse des comportements de défense des oiseaux contre les 

moustiques [Day et Edman, 1983]. De plus, les moustiques pourraient être davantage attirés 

par des oiseaux en hyperthermie [Kinney et al., 2006]. 

En dehors des mammifères et oiseaux, plusieurs reptiles et amphibiens tels que les 

serpents, crocodiles, alligators et les grenouilles [Kostiukov, MA., al ; 1985] [Steinman, 

A., al ; 2006] ont été également décrits comme sensibles et certains d’entre eux 

développent une virémie élevée. Cependant, leur rôle dans l’entretien de la maladie dans la 

nature reste encore incertain [Martín-Acebes, M.A., al ; 2012]. 

 



 

Figure 2.6 : Cycle de transmission du virus West Nile (d’après Huhn et al. 2003).  

 

La situation de la maladie en Algérie 

2.1.1. Donnés historiques sur la maladie 

2.1.1.1. Isolement de virus 

Après son isolement à l’institut Pasteur d’Alger en 1968 à partir d’un broyat de 

vecteurs constitué d’un pool de 215 moustiques du genre Culex prélevés dans la région de 

Djanet, localité située à l’extrême sud-est de l’Algérie, dans le cadre d’une enquête sur 

l’épidémie de la peste équine survenue en Algérie en 1965 [Metallaoui, A., al ; 2008]. 

Le virus de la fièvre du Nil occidental a été identifié la même année par l’institut 

Pasteur de Dakar [Travaux Estéban Pilo-Moron, Jean Vincent et Vernnick le Corroler – 

Archives Institut Pasteur d’Alger]. 

Depuis, toutes les tentatives d’isolement du virus n’ont pas abouti, que se soit à 

partir des êtres humains ou à partir des animaux. Par exemple, en 1975, un nombre 

indéterminé de vecteur (genre Culex), 189 oiseaux et 19 rongeurs ont servi à une tentative 

d’isolement du virus mais en vain, tous les résultats se sont révélés négatifs. 

 

 



2.1.2. Enquêtes sérologiques sur la fièvre du nil occidental 

 Chez l’homme : 

Si sur le plan clinique, la West Nile n’a pas été décrite chez les humains malgré 

l’isolement du virus à partir des moustiques en 1968, la circulation de son virus à été déjà 

suspectée dès 1968 par séroneutralisation effectué sur 9 sérums humains dont deux se sont 

révélés positifs à un arbovirus (virus WN non identifié) [Metallaoui, A., 2008]. 

Dés 1973, et dans plusieurs régions du sud et intermédiaires entre le sud et le nord, 

les enquêtes sérologiques menées chez les humains ont bien mis en évidence la circulation 

du virus de WN [Metallaoui, A., 2008].  

En 1994, dans le sud ouest algérien (Timimoun, wilaya d’Adrar), il a été décrit des 

symptômes pouvant être rattachées à un tableau clinique de la fièvre WN sur une 

cinquantaine de personnes. Les malades ont présenté une forte fièvre associée à des 

symptômes neurologiques, quelques cas avec un état comateux. 20 patients ont présenté 

des atteintes céphaliques, parmi ces personnes huit sont décédées. La sérologie pratiquée 

sur 08 personnes a donné des résultats positifs de 83,3% [Metallaoui, A., 2008]. 

 

 Chez les animaux : 

Une seule enquête sérologique a été menée en 1975, dans les oasis de localité de 

Djanet sur des ânes sauvages, des oiseaux et des rongeurs et qui abouti aux résultats 

rapportés sur le tableau 2.2 [Metallaoui, A., 2008]. 

 

 

 

 



Tableau 2.1 : Récapitulatif des enquêtes sérologique menées en Algérie [A. 

Benjelloun et al., 2015].  

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 2.2 : Enquête sérologique West Nile, 1975, Djanet [Source : Revue 

medicopharmaceutique N°48, les arbovirus qui menacent l’Algérie]. 

 

2.1.3. Système de surveillance : 

La WN en Algérie est une maladie à déclaration obligatoire (décrit exécutif n° 95-66 

du 22 Ramadhan 1415 correspondant au 22 février 1995 fixant la liste des maladies animales 

à déclarations obligatoires et les mesures générales qui leurs sont applicables) [Ouadahi F., 

al ; 2011]. Ce qui fait que le système d’épidémio-surveillance intègre plus de sept mille 

vétérinaires praticiens et fonctionnaires convenablement répartis à travers la totalité du 

territoire national, mais jusqu’à présent sans surveillance active contre cette maladie 

vectorielle. 
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3. Chapitre III : Etude expérimentale 

Matériel et méthodes : 

3.1.1. Protocole de l’enquête : 

3.1.1.1. Problématique et objectif : 

En bassin méditerranéen tout comme le vieux monde, le virus West Nile est 

considéré comme ré-émergent [Murgue, b., al ; 1950-2000, Ann, N. Y. 2001]. En Algérie, son 

premier isolement remonte à 1968 lors d’une enquête sur la peste équine dans la région de 

Djanet [Metallaoui, A., 2008]. Dans les années soixante-dix, plusieurs enquêtes chez 

l’homme ont révélé une faible prévalence vis-à-vis du virus. En 1994, une épidémie au virus 

West Nile est survenue dans le pays faisant une cinquantaine de victimes et huit personnes 

ont succombé à la maladie [Metallaoui, A., 2008]. Depuis cette date, peu de données sont 

disponibles sur ce virus en Algérie, alors que la maladie est réapparue à maintes reprises 

dans les pays limitrophes (en Tunisie, durant les années 2007, 2010, 2011, 2013 et au Maroc, 

en 2003 et en 2010) et dans la méditerranée.   

L’ensemble de ces facteurs rendent l’épidémiologie de cette arbovirose complexe, si 

on tient compte aussi de l’absence d’un réseau de surveillance spécifique et actif de cette 

maladie dans nos territoires. Notre travail est destiné à faire le point sur la situation actuelle 

du VWN chez une certaine catégorie d’oiseaux sédentaire en Algérie avec pour objectifs: 

1) Evaluer la situation sanitaire de la fièvre du nil occidental chez 

l’amplificateur dans la  wilaya de Bouira et de Tizi-Ouzou. 

2) Etudier le risque de réémergence de cette maladie par l’intermédiaire 

d’oiseaux sédentaires. 

Pour atteindre ces objectifs, nous avons tenté de répondre aux questions suivantes: 

 Quelle est la situation épidémiologique du virus du west nile en Algérie? 

 Le virus West Nile circule-t-il en Algérie et de quelle façon? 



 Les oiseaux sédentaires présentent-ils un risque potentiel dans la 

répartition de cette arbovirose? 

3.1.1.2. Localisation géographique de la zone d’étude: 

 Raffour est un village de la Kabylie, situé dans la commune de M’Chedallah, à 

quelques kilomètres du centre  la wilaya de Bouira, en Algérie. Appelé Iwaquren en langue 

kabyle, il portait le nom de Les Toiles (souvent confondu avec l’étoile) avant l'indépendance 

du pays.  

Il est situé entre 36° 21′ 09″ nord, 4° 17′ 13″ est, limité au Nord par le Parc national 

de Djurdjura, à l’Est par le village de Chorfa (Wilaya de Bouira), au Sud par le village de Ath 

Mensour (Wilaya de Bouira) et à l’Ouest par le village Vouaklan (Wilaya de Bouira). (Figure 

3.1). 

Le climat de la dernière décennie est caractérisé par des étés chauds et des hivers 

doux mais pluvieux  avec un ensoleillement très élevé (Wikipidia.html). 

La Daïra de Ouaguenoun est une circonscription administrative algérienne située à 

quelques kilomètres de la wilaya de Tizi-Ouzou. Elle est situé entre 36° 46’ 12’’ Nord – 4° 10’ 

29’’ Est, limitée au Nord par la daïra de Tigzirt et d’Azeffoun, à l’Est par la Daïra d’Azazga et 

au Sud par la Daïra de Tizi et à l’Ouest par la Daïra de Makouda (Figure 3.2). 

Le climat de la dernière décennie est caractérisé par des étés chauds et des hivers doux 

mais pluvieux (pluviométrie 500 à 800 mm) avec un ensoleillement très élevé (Wikipidia.html). 

 

 



 

Figure 3.1 : La région d’étude  Raffour (Bouira)

 Figure 3.2 : La région d’étude  

La région d’étude  Raffour (Bouira) [Google

 

La région d’étude  Daïra de Ouaguenoun (Tizi-Ouzou) 

[Google-earth]. 

Ouzou) [Google-earth]. 



3.1.1.3. Population d’étude : 

Oiseaux sédentaires : 

Une seule espèce sédentaire et péridomestique (fréquente à proximité des habitations) à 

été choisie parmi la liste des oiseaux amplificateurs jouant un rôle clé dans l’émergence du virus 

West Nile : le moineau domestique « Passer domesticus » (Figure 3.3). 

Le choix du moineau est basé sur: 

(1) Le rôle particulier de cette espèce dans le cycle de transmission du VWN 

[Komar,	N.,	al	;	1999,	Am.	J.	Trop.	Med.	Hyg.	V,	2002] 

(2) Ces oiseaux sont présents en nombre important autour des habitations et 

des écuries (lieux où se trouvent les hôtes accidentels). 

(3) Relativement facile à capturer. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.3 : le moineau  «Passer domesticus» (photo personnelle 2015). 

 

 

 



 

Oiseaux migrateurs : 

La population étudiée est constituée d’une seule espèce de passereaux de la famille 

des turdidés (Turdus philomelos) qui migre en Afrique pour passer l’hiver, en provenance de 

l’Europe et en traversant la Méditerranée (Figure 3.4). 

 

La restriction de notre étude à une seule espèce migratrice de la famille des turdidés est 

justifiée par le fait que :  

 

(1) Cette espèce arrive simultanément et d’une façon massive.  

(2) Facile à capturer en grand nombre comparée aux autres oiseaux migrateurs, candidat à 

l’introduction du virus.  

(3) Le rôle primordial des passereaux dans la circulation du virus West Nile [Komar, N., 2002]. 

  

(4) Les moyens financiers qui ne permettent pas d’élargir le champ de l’enquête.  

 

 

 

 

  

 

 

 



                           Figure 3.4 : la grive « Turdus philomelos » (Photo personnelle 2015). 

 

3.1.1.4. Capture des oiseaux et Période d’étude : 

Méthode de capture : 

Oiseaux sédentaires:  

Les moineaux sont capturés à l’aide d’utilisation de filets japonais (Figure 3.5), ou 

capturer à la main dans l’obscurité (la nuit) au niveau des charpentes des maisons. 

 

             Oiseaux migrateurs :  

               La grive a été capturée par deux méthodes : à l’aide de filets japonais (Figure 3.6) et des 

petits pièges à ressort (pièges traditionnels). 

Choix du site de piégeage : 

Les moineaux ont été capturés dans le village situé dans la daïra de M’Chedallah. Dans 

des sites faciles d’accès (autorisation des propriétaires, facilité de pose des filets).  

 

 

Période de capture : 

La capture des sujets est faite durant la période printanière  (Mars – Mai).  

 



 

Figure 3.5 : Filet japonais placé pour le moineau (Photos personnelles 2015). 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

Figure 3.6 : Filet japonais pour la grive (Photo personnelle 2017). 



3.1.1.5. Définition du cas : 

Dans cette étude, un individu est considéré comme positif, si le sérum analysé par le 

test ELISA compétition IgG WN se montre positif.  

3.1.1.6. L’échantillonnage : 

             Pour pouvoir détecter une séroprévalence minimale de 4%, un minimum de 40 

oiseaux dans chaque catégorie étudiée doit être prélevé. 

             En effet, le nombre minimal d’oiseaux à prélever pour rechercher la maladie dans 

une population infinie (taux de sondage inférieur à 10%) est de 40 pour une prévalence 

limite de 4% et un risque d’erreur de 20%. 

              La taille d’échantillon à été calculée à l’aide de la loi binomial: 

� =
ln �

ln(1 − �)
 

� =
��0,2

ln	(1 − 0.04)
= 40 

3.1.1.7.  Traitement des prélèvements: 

Méthode de prélèvement : 

Le sang est prélevé dans des tubes secs et identifié individuellement après sacrifice 

des sujets. La quantité du sang recueillie pour le moineau varie entre 1 et 2 ml. Le sang est 

immédiatement centrifugé (3000 tours / minute pendant 3 minutes) après prélèvement. Les 

sérums sont transférés dans des tubes à eppendorfs et stockés à – 20° C jusqu’à analyse. 

3.1.1.8. Analyses des échantillons : 

Les sérums des oiseaux ont été testés par la technique ELISA de type compétition, le 

kit «ID Screen West Nile compétition» a été utilisé. Les échantillons ont été analysés au 

niveau de laboratoire de biotechnologie à l’institut des sciences vétérinaire de BLIDA 1. 

 



La technique ELISA de type compétition: 

3.1.1.8.1.1. Principe: 

La technique ELISA par compétition utilise des anticorps monoclonaux, c’est-à-dire 

des anticorps produits par des cellules issues d'un clone, qui reconnaissent un seul épitope 

sur un antigène. Les anticorps monoclonaux viennent se fixer sur les antigènes du test ELISA, 

laissés libres si le sérum à tester ne contient pas d’anticorps spécifiques du virus WN. Les 

étapes sont les suivantes: 

(1) Un antigène WN est adsorbé sur les puits de la plaque ELISA. Une fois les 

puits vidés et rincés, les molécules d’Ag restent fixées sur les parois. 

(2) Une solution diluée d’anticorps (sérum à tester) est ensuite distribuée dans 

chaque puits. Les anticorps non fixés sur les antigènes sont éliminés par rinçage. 

Seuls restent les complexes spécifiques Ag-Ac. 

(3) Une solution d’anticorps monoclonaux est ensuite distribuée. Les anticorps 

monoclonaux se fixent sur les antigènes laissés libres par le sérum testé. Après 

rinçage, il reste dans chaque puits des complexes Ag-Ac sérique et des complexes 

Ag-Ac monoclonal. 

(4) Un conjugué (solution d’anticorps couplés à une peroxydase) anti-souris est 

ensuite ajouté. Il vient se fixer sur les anticorps monoclonaux (produits sur 

souris). 

(5) L’ajout d’un substrat, transformé par la peroxydase du conjugué en un 

produit coloré, permet de révéler les puits contenant les complexes Ag-Ac 

monoclonal-conjugué. La coloration de chaque puits est mesurée par un 

spectrophotomètre lecteur de plaques ELISA. 

Contrairement aux techniques classiques, un résultat positif est indiqué par une 

diminution du signal. En effet, la coloration des puits est d’autant plus faible qu’il y a 

d’anticorps spécifiques du virus WN dans les sérums à tester (puisque ceux-ci empêchent la 

fixation des anticorps monoclonaux). Un pourcentage d’inhibition est calculé pour chaque 

puits par rapport à la coloration observée pour les témoins négatifs. Le bruit de fond de 

chaque sérum est pris en compte par comparaison de l’absorbance des puits coatés avec 



l’antigène WN et des puits coatés avec un antigène négatif. La formule utilisée est la 

suivante : 

100 − (
� − ��

∑ (��� − ���)�
�

) × 100 

Où S : densité optique (DO) du sérum testé sur Ag WN, BF : bruit de fond correspondant,       

STi : DO des sérums témoins testés sur Ag-WN, BFi : bruit de fond des sérums témoins. 

Un sérum est considéré positif si le pourcentage d’inhibition du puits correspondant 

est supérieur à 30% [Blitvich et al. 2003] ou 45% [Jozan et al. 2003] selon les auteurs. 

3.1.1.8.1.2. Description du kit : 

La technique ELISA est une technique sérologique recommandée par l’OIE pour le 

Virus WN. Aucun mode opératoire spécifique n’est préconisé dans la littérature, la méthode 

proposée par «ID Screen West Nile Compétition» est alors bien adaptée pour un screening. 

Le kit «ID-Screen West Nile compétition» a une sensibilité estimée à 9/10 (90%) par 

rapport au test de séroneutralisation, en incluant les résultats douteux en ELISA comme 

résultats positifs et une spécificité à 11/11 c'est-à-dire 100%. 

3.1.1.8.1.3. Objectifs et domaines d’application : 

Ce test est utilisé en première intention à l'occasion d'analyses sérologiques de 

routine pour une surveillance sanitaire (surveillances épidémiologiques surtout pour les 

oiseaux sentinelles) ou pour un certificat d'exportation d’un équidé. 

Ce mode opératoire est dérivé de la Notice d’utilisation, WNC ver 0110 FR, incluse 

dans la trousse commerciale du fabricant ID.Vet (570 rue des Bouissettes, 34070 

Montpellier, France). 

3.1.1.8.1.4. Appareillage et matériel : 

 micropipettes, monocanales et multi-canales, adaptées aux différents 

volumes à prélever.	



 pointes sans filtre ayant été stérilisées, adaptées aux micropipettes 

utilisées.	

 spectrophotomètre (lecteur ELISA).	

 agitateur à microplaques (facultatif).	

 laveur de microplaques (facultatif).	

 éventuellement: plaque 96-puits à fond rond ou plat pour réaliser les 

dilutions des échantillons de sérum à tester.	

 enceintes réfrigérées: -25°C (± 5°C) et + 5 °C (± 3 °C).	

3.1.1.8.1.5. Réactifs et produits : 

3.1.1.8.1.5.1. CONTENU DE LA TROUSSE COMMERCIALE : 

 2 plaques 96 puits, sensibilisées avec l’antigène purifié du virus West-Nile. 

 1 flacon de conjugué concentré 10X, 3mL. 

 1 flacon de contrôle positif, prêt à l’emploi, 0,5 ml. 

 1 flacon de contrôle négatif, prêt à l’emploi, 1 ml. 

 1 flacon de Tampon de Dilution 2, prêt à l’emploi, 60 ml. 

 1 flacon de Solution de Lavage concentrée (20x), 60 ml. 

 1 flacon de Solution de Révélation (chromogène substrat), prête à l’emploi, 

60 ml. 

 1 flacon de Solution d’Arrêt (H2SO4 0,5M), prête à l’emploi, 60 ml. 

3.1.1.8.1.5.2. CONDITIONS DE CONSERVATION : 

À la réception et jusqu’à l’ouverture, la trousse commerciale «ID-Screen West Nile 

Compétition» doit être entreposée à + 5 °C (± 3 °C) en respectant la date limite d’utilisation. 

Après ouverture, le conjugué, les contrôles et la solution de révélation doivent être 

entreposés à + 5 °C (± 3 °C), les autres réactifs (dont les plaques) peuvent être stockés entre 

+ 2 °C et + 26 °C. Par soucis de simplification, l’ensemble de la trousse commerciale entamée 

est stockée à + 5 °C (± 3 °C). 

3.1.1.8.1.5.3.  PRECAUTION : 



La Solution de Révélation peut être irritante pour la peau. Elle ne doit pas être 

exposée à une lumière vive ni à des agents oxydants. 

Attention, la solution d’arrêt est acide et peut provoquer de graves brûlures. Eviter 

tout contact avec la peau. 

Tous les réactifs doivent être équilibrés à la température ambiante du laboratoire 

21°C (± 5°C) et homogénéisés par retournement avant utilisation. 

3.1.1.8.1.5.4.  PREPARATION DE LA SOLUTION DE LAVAGE : 

La Solution de Lavage concentrée doit être ramenée à température ambiante 21°C (± 

5°C) et agitée pour assurer la dissolution des cristaux. Elle est ensuite diluée dans de l’eau 

distillée/désionisée (non fournie dans la trousse). Un volume total de 1,2 litre peut être 

préparé à partir d’un flacon. 

Pour 1 plaque, pour des lavages réalisés manuellement, préparer 200 ml de Solution 

de Lavage (10 ml de Solution de Lavage concentrée + 190 ml d’eau). 

3.1.1.8.1.6. Préparation des échantillons : 

Avant et après utilisation, les échantillons de sérum ou de plasma doivent être 

conservés à +5°C ± 3 °C. 

Pour réduire la différence des temps d’incubation entre les échantillons, il est 

possible de préparer une microplaque de 96 puits contenant les échantillons à tester et les 

échantillons de contrôle, puis de les transférer dans la plaque ELISA avec une pipette 

multicanale. De plus, l’analyste ne traitera pas plus de 2 plaques ELISA à la fois. 

 

 

 

 



 

 

 

 

Plan de plaque : 

 

3.1.1.8.1.7. Mode opératoire : 

3.1.1.8.1.7.1.  ETAPE DE REPARTITION : 

 Préparer les feuilles de paillasse nécessaires (F P A VIRO VII.01.04 / LSA-

FSE-1051-ELISA ID-Screen WN IgG-suivi analytique.doc). 

 Répartir 50 μl de Tampon de Dilution 2 dans toutes les cupules. 

 Ajouter 50 μl du contrôle positif dans les cupules A1 et B1: le contrôle 

positif est donc utilisé deux fois. 

 
1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

 

A C(+)1 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
4 12 20 28 36 44 52 60 68 76 84 

 

B C(+)2 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
5 13 21 29 37 45 53 61 69 77 85 

 

C C(-)1 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
6 14 22 30 38 46 54 62 70 78 86 

 

D C(-)2 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
7 15 23 31 39 47 55 63 71 79 87 

 

E 
T + interne  Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
competWN 8 16 24 32 40 48 56 64 72 80 88 

 

F 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
1 9 17 25 33 41 49 57 65 73 81 89 

 

G 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
2 10 18 26 34 42 50 58 66 74 82 90 

 

H 
Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon Echantillon 

 
3 11 19 27 35 43 51 59 67 75 83 91 

 

              



 Ajouter 50 μl du contrôle négatif dans les cupules C1 et D1: le contrôle 

négatif est donc utilisé deux fois. 

 Ajouter 50μL du T+ prévu pour réaliser la carte des contrôles de l’ELISA 

compétition West Nile dans le puits E1. 

 Ajouter 50 μl de chaque échantillon à tester dans les cupules restantes. 

Réaliser des duplicats, lorsque des échantillons douteux ou positifs doivent 

être re-testés. 

  

3.1.1.8.1.7.2.  INCUBATION : 

 incuber pendant 90 min (± 6 min) à température ambiante du laboratoire 

21°C (± 5°C). 

3.1.1.8.1.7.3.  LAVAGE : 

 vider la plaque et laver 3 fois avec 300 μl de Solution de Lavage par cupule. Eviter le 

dessèchement des cupules entre les lavages. Après le dernier lavage, taper 

fermement la plaque sur du papier absorbant. 

 

3.1.1.8.1.7.4.  ETAPE DE CONJUGUE : 

 préparer la dilution de conjugué en diluant le conjugué 10× au 1/10ème en 

Tampon de Dilution 2 (pour une plaque: 1 ml de conjugué 10× + 9 ml de 

Tampon de Dilution 2). 

 distribuer 100 μl de conjugué 1× dans toutes les cupules utilisées. 

 Incuber pendant 30 min (±3 min) à température ambiante du laboratoire 

21°C (± 5°C). 

3.1.1.8.1.7.5. ETAPE DU CHROMOGENE SUBSTRAT : 

 vider la plaque et laver 3 fois avec 300 μl de Solution de Lavage 

par cupule. Eviter le dessèchement des cupules entre les lavages. 



Après le dernier lavage, taper fermement la plaque sur du papier 

absorbant. 

 distribuer 100 μl de Solution de Révélation dans toutes les cupules 

utilisées. 

 incuber pendant 15 min (± 2 min) à température ambiante du laboratoire 

21°C (± 5°C), à l’obscurité (sous une feuille de papier aluminium, par 

exemple). 

 ajouter 100 μl de la Solution d’Arrêt dans toutes les cupules utilisées. 

 homogénéiser par agitation le contenu des cupules avant de mesurer la 

densité optique (DO) à 450 nm sur un spectrophotomètre (lecteur ELISA). 

 

 

3.1.1.8.1.8.  Expression des résultats : 

3.1.1.8.1.8.1. CALCULS : 

 calculer la moyenne des valeurs de DO des 2 contrôles négatifs = DOCN. 

 calculer la moyenne des valeurs de DO des 2 contrôles positifs = DOCP. 

 calculer, pour chaque échantillon, le pourcentage de négativité selon la 

formule suivante: 

%	 � �⁄ =
��é�ℎ������

����
× 100 

 

3.1.1.8.1.8.2. VALIDATION DU TEST : 

Le test est validé si et seulement si tous les critères suivants sont réunis: 

 la valeur de DOCN doit être supérieure à 0,700 (DOCN> 0,700). 

 le rapport de la moyenne des contrôles positifs sur la moyenne des 

contrôles négatifs doit être inférieur à 0,3 (DOCP/ DOCN< 0,3). 



 le coefficient de variation (CV) des contrôles négatifs doit être inférieur à 

10% (CVCN < 10%). 

Les différents kits ELISA utilisés pour la détection des anticorps anti-virus West Nile 

ou peste équine présentent en effet des CV inter-essais proches de 10% (compris entre 9,6% 

pour le kit ID-Screen West Nile compétition et 14,2% pour le kit Ingezim AHSV Compac Plus). 

Néanmoins, si 10 ≤CVCN≤20%, le résultat des échantillons pourra être donné, à la 

condition d’avoir réalisé le calcul du %S/N avec chacune des valeurs des contrôles négatifs et 

que ce calcul aboutit au même résultat (positif, négatif ou douteux) que celui affiché par la 

feuille de calcul. 

Si l’un de ces critères n’est pas rempli, les échantillons doivent être re-testés. 

 

3.1.1.8.1.8.3.  EXPRESSION DES RESULTATS : 

 % S/N ≤ 40: échantillon positif. 

 40 < % S/N ≤ 50: échantillon douteux. 

 % S/N > 50: échantillon négatif. 

Un échantillon donnant un %S/N proche des seuils de positivité ou de négativité 

définis ci-dessus, avec un statut (positif, négatif ou douteux) qui varie lorsque l’incertitude 

de l’essai «ID-Screen West Nile Compétition» est prise en compte (l’incertitude a été 

estimée à 19,2% suivant l’annexe A de la NF U47-019 (CV intra-plaque compris entre 4,6% et 

5,5% et CV inter-essais de 9,6%)), sera soumis à un nouvel ELISA (avec échantillon testé en 

duplicat). Si la même situation est observée, l’échantillon sera considéré comme douteux en 

ELISA ID-Screen West Nile Compétition. 

Les échantillons douteux et positifs nécessitant une confirmation seront soumis à un 

nouvel ELISA «ID-Screen West Nile Compétition»: les échantillons seront alors testés en 

duplicats, afin d’obtenir un résultat d’analyse plus précis. Les résultats obtenus au cours de 



ce deuxième test seront ceux figurant sur le rapport d’analyse (le résultat final est basé sur la 

moyenne des densités optiques obtenues pour les duplicats). 

Les échantillons positifs feront généralement l’objet d’une recherche d’anticorps IgM 

dirigés contre le virus West Nile (lorsque le commémoratif atteste de la vaccination de 

l’animal contre l’infection à virus West Nile, une recherche d’IgM ne sera entreprise que si le 

vétérinaire ou le propriétaire le demande) (voir MO-VIRO-16), ainsi que d’une confirmation 

par technique de séroneutralisation West Nile ou par approche Luminex. 

 

 

 

 

 

Résultats : 

3.1.2. Bilan de capture : 

31 oiseaux de deux espèces (moineaux et grives) ont été capturés durant la période 

de piégeage, ces animaux ont été capturés et prélevés dans deux régions différentes dont 

Tizi-Ouzou (Ouaguenoun) où 23 oiseau capturés et Bouira (Raffour) où 8 oiseau capturés. 

Tableau 3.1 : Distribution des oiseaux selon la région de capture. 

Lieu Région 1 (Raffour) Région 2 (Ouaguenoun) 

Nombre 8 23 

Pourcentage % 25,8 74,2 

 



 

 

Figure 3.

Résultats sérologique : 

3.1.3. Résultats d’ELISA par compétition

3.1.3.1. Séroprévalence globale

31 prélèvements ont été préparés pour le test ELISA de type compétition capture IgG, 

3 oiseaux se sont montrés séropositifs au test (S/N % 

séropositivité de 9,67% (3/31) pour la population testés par l

la figure reprennent la séroprévalence globale.

Tableau 3.2 : Résultat global de la sérologie par la technique ELISA.

 

Nombre 

Pourcentage % 

Nombre global 

 

Figure 3.7 : Bilan de capture selon la région.  

Résultats d’ELISA par compétition : 

Séroprévalence globale : 

31 prélèvements ont été préparés pour le test ELISA de type compétition capture IgG, 

3 oiseaux se sont montrés séropositifs au test (S/N % ≤ 50) ce qui correspond 

séropositivité de 9,67% (3/31) pour la population testés par la technique ELISA. Le tableau et 

la figure reprennent la séroprévalence globale. 

Résultat global de la sérologie par la technique ELISA.

Séropositifs Séronégatif

3 

9,67 

31 

25,8

74,2

31 prélèvements ont été préparés pour le test ELISA de type compétition capture IgG, 

≤ 50) ce qui correspond à une 

a technique ELISA. Le tableau et 

Résultat global de la sérologie par la technique ELISA. 

Séronégatif 

28 

90,33 

Bouira

Tizi-ouzou



Figure 3.8 : Séroprévalence globale par la technique ELISA.

3.1.3.2.  Séroprévalence en fonction de site d

Parmi les 23 sérums d’oiseaux capturés à Tizi

test ELISA. Et sur les 8 sérums d’oiseaux capturés au niveau de Bouira auc

séropositivité au test. 

Tableau 3.3 

 Effectifs

Site 1 (Tizi-

Ouzou) 

23 

Site 2 (Bouira) 8 

 

Séroprévalence globale par la technique ELISA.

Séroprévalence en fonction de site du capture : 

Parmi les 23 sérums d’oiseaux capturés à Tizi-Ouzou 3 se sont montrés séropositifs au 

test ELISA. Et sur les 8 sérums d’oiseaux capturés au niveau de Bouira auc

 : Séropositivité en fonction de site de capture.

Effectifs N séropositif % séropositivité %séronégativité

3 13,04 

0 0 

9,67

90,33

SEROPOSITIF

SERONEGATIF

 

Séroprévalence globale par la technique ELISA. 

Ouzou 3 se sont montrés séropositifs au 

test ELISA. Et sur les 8 sérums d’oiseaux capturés au niveau de Bouira aucun n’a montré de 

Séropositivité en fonction de site de capture. 

%séronégativité 

86,96 

100 

SEROPOSITIF

SERONEGATIF



Figure 3.9

3.1.3.3. Séroprévalence en fonction de l’espèce :

Parmi les 3 oiseaux séropositifs, 100% sont des oiseaux migrateurs (3/3) et 0% sont des 

oiseaux sédentaires. L’avifaune migratrice semblait la plus touchée que l’espèce sédentaire. (Figu

3.2.6).  

Le tableau de contingence ci

fonction de l’espèce : 

Tableau 3.4 : Tableau de contingence donnant la relation séropositivité

 La grive

Séropositif 3 

Séronégatif 20 

 

Discussion : 

3.1.4. Méthode d’échantillonnage

Ce travail a pour but de détecter des anticorps du virus West Nile  chez l’avifaune 

sauvage (migratrice : la grive et sédentaire

circulation de cette arbovirose dans la région concernée par l’étude. Les prélèvements ont 

été réalisés en se basant sur un échantillon aléatoire c'est
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9 : Résultats en fonction du site de capture. 

Séroprévalence en fonction de l’espèce : 

Parmi les 3 oiseaux séropositifs, 100% sont des oiseaux migrateurs (3/3) et 0% sont des 

oiseaux sédentaires. L’avifaune migratrice semblait la plus touchée que l’espèce sédentaire. (Figu

Le tableau de contingence ci-après reprend la relation entre la séropositivité en 

Tableau de contingence donnant la relation séropositivité

La grive Le moineau Totale 

0 3 

8 28

Méthode d’échantillonnage : 

pour but de détecter des anticorps du virus West Nile  chez l’avifaune 

: la grive et sédentaire : moineau) pour déceler une éventuelle 

circulation de cette arbovirose dans la région concernée par l’étude. Les prélèvements ont 

sés en se basant sur un échantillon aléatoire c'est-à-dire en donnant la même 

Ouzou Bouira

23

8

3

0

Séropositif

Séronégatif

 

 

Parmi les 3 oiseaux séropositifs, 100% sont des oiseaux migrateurs (3/3) et 0% sont des 

oiseaux sédentaires. L’avifaune migratrice semblait la plus touchée que l’espèce sédentaire. (Figure 

après reprend la relation entre la séropositivité en 

Tableau de contingence donnant la relation séropositivité-espèce. 

Totale  

 

28 

pour but de détecter des anticorps du virus West Nile  chez l’avifaune 

: moineau) pour déceler une éventuelle 

circulation de cette arbovirose dans la région concernée par l’étude. Les prélèvements ont 

dire en donnant la même 

Séropositif

Séronégatif



chance pour tous les individus d’être sélectionnés. Cependant, dans le cas de la faune 

sauvage, le principe de tirage au sort n’est jamais respecté, d’une part freiné par 

l’impossibilité d’avoir une liste globale de l’ensemble de la population et d’autre part, il 

existe toujours des biais dits de sélection (technique de piégeage, endroit ….etc.).  

Le choix de la population d’étude est raisonné, deux critères essentiels de sélection 

ont été pris à savoir : - l’abondance de l’espèce ciblée (pour répondre à  la taille de 

l’échantillon), - la facilité relative de capture (notion de temps) [Vikolay, B., al ; 2011]. 

Dans cette enquête, la taille de l’échantillon jugée insuffisante pour apprécier la 

prévalence réelle de la maladie dans la région d’étude. Parmi les facteurs limitant et qui ont 

conditionné la taille de lot on peut citer le facteur temps et le financement de l’étude (un 

seul kit ELISA pour deux PFE). Malgré tous ces obstacles ce modeste travail nous a permis 

d’avoir une idée globale sur la situation épidémiologique de la maladie. 

3.1.5.  Population d’étude : 

Le choix de la population est justifié tout d’abord par le rôle épidémiologique joué 

par ces deux espèces dans la transmission et la circulation du virus (une virémie important 

capable d’infecter le vecteur) [Zeller et Murgue, 2001], deuxièmement par l’abondance de 

ces deux espèces.   

Dans le cadre de ce travail, 31 oiseaux ont été inclus. A notre connaissance  peu de 

travaux ont été consacrés à l’étude du VWN chez l’avifaune sauvage en Algérie, cette 

enquête est parmi les rares orientées dans ce sens. 

 

3.1.6.  Méthode de laboratoire (ELISA par compétition) : 

La technique ELISA fait partie des épreuves sérologiques recommandées par l’OIE 

dans le cadre de screening et pour des fins d’épidémio-surveillance [Office international des 

Epizooties (OIE)]. Par conséquent, ce test sérologique utilisé était adapté au concept de 

cette enquête de séroprévalence car il permet de détecter les IgG persistants dans le sérum 

d’animal plusieurs années après l’infection. La sensibilité de ce test est estimé à 100% 

comparé au test de référence mais avec une spécificité relativement faible de 79,5% 



[Dauphin, G., al ; 2007]. La technique ELISA par compétition présente l’avantage d’être 

indépendante de l’espèce animale à tester  [Blitvich, B.J., al ; 2003]. L’inconvénient de cette 

méthode demeure les réactions croisées avec d’autres flavivirus du même sérocomplexe, 

notamment avec le virus Usutu qui est largement répandu en Europe et en Afrique [Vikolay, 

B., al ; 2011]. Le test de séroneutralisation est recommandé pour confirmer les résultats. 

 

3.1.7. Résultats de sérologie :  

3.1.7.1. Séroprévalence globale :  

Le test sérologique a rapporté une séroprévalence globale de 9,67% (3/31) pour cette 

étude ce que signifiait une faible prévalence endémique dans la région concernée. Ce 

résultat peut être justifié par le caractère endémique de VWN en Afrique [Murgue, 2001] 

mais aussi par le fait que le virus est signalé  à maintes reprises dans les pays voisins de 

l’Algérie à savoir le Maroc [Schuffenecker, I.,al ;  “West Nile virus in Morocco, 2003”, 

Emerg. Infect. Dis. V. 11, (2005)], [World Animal Health Information Database] et la 

Tunisie [Boubaker, M., al; 2008] [Ben Hassine, T., al; 2011].  

Cette prévalence indiquée par notre enquête pourrait soutenir l’hypothèse de rôle 

probable des oiseaux migrateurs dans l’introduction du virus et l’importance des oiseaux 

locaux dans l’amplification. Une hypothèse soutenue par plusieurs auteurs dans de 

nombreux pays [Zeller, H., al ; 2004] ; [Schuffenecker, I., al ; 2005] ; [Figuerola, T., al ; 2007] 

; [Gangoso, L., al ; 2010].  

En comparant nos résultats aux récentes enquêtes sérologiques réalisées en Algérie, 

notre prévalence vient de consolider les taux rapportés par [Younes-Bouacida N.S., al ; 

2013] et ceux signalés par MEDROUH (2015) et chez les oiseaux migrateurs et sédentaires en 

Kabylie. 

Nos résultats semblaient être très proches de ceux obtenus par les deux auteurs cités 

en dessus mais à souligner que la taille de notre échantillon ne permet pas de réaliser une 

comparaison statistique. Notre séroprévalence est également assez similaire à celle obtenue 

par [Barros, S.C., al; 2013] au Portugal qui ont rapporté une séroprévalence de 12,6% chez 

des oiseaux sauvages et ceux des parcs zoologiques en utilisant le même kit Elisa utilisé dans 



cette étude nécessaire pour le screening (ID-Vet). En fin nos résultats semblaient être 

proches à ceux rapportés par [Llopis, I.V., al ; 2015] en Italie avec une prévalence obtenue 

de 4,3% chez des oiseaux sauvages malgré que ce dernier a utilisé le test de référence (la 

séroneutralisation). 

3.1.7.2. Séropositivité en fonction du site de capture :  

Les résultats montrent qu’il y a une différence statistiquement significative entre le 

site de capture et la séropositivité (Test exact de Fisher donne une valeur p inferieure à 

0,05). En effet, nous avons enregistré un taux de 13,04% pour le site de Tizi-Ouzou et 0% 

pour le site à Bouira.  La distribution des individus pourrait être à l’origine de cette 

fluctuation (74,2 % de l’échantillon à Tizi-Ouzou).  

Dans cette enquête, le site de capture peut s’agir d’un facteur de risque mais la taille 

réduite de notre échantillon laisse considérer avec prudence ce constat, des études à grand 

échelle pouvant le confirmer ou l’infirmer.  Ce constat corrobore avec les résultats rapportés 

par [Diaz et al., 2008] ces derniers motionnent une  différence significative entre les sites de 

capture, cette différence a été expliquée par les variations climatiques entre les lieux de 

capture. 

 

 

3.1.7.3. Séropositivité en fonction de l’espèce : 

Au terme de notre travail, nous avons enregistré un taux de séropositivité dans la 

population migratrice de 13,33% contre 6,25% chez l’espèce sédentaire. La présence des 

anticorps anti VWN chez les deux espèces suggérait une circulation du virus produite 

localement chez le moineau. Les suivis des oiseaux sentinelles et des enquêtes 

d’épidémiologies moléculaires  pouvaient identifier l’origine du virus circulant en Algérie. 

Le test exact de Fisher a montré que le risque d’être infecté est le même quelle que 

soit l’espèce migratrice ou sédentaire. Ces résultats sont différents de ceux rapportés en 

Tunisie par [Bargaoui, R., al ; 2012] : 24% pour les espèces migratrices contre 5% pour les 

espèces pré et domestiques. Cependant, [Figuerola, T., al ; 2008] en Espagne n’ont pas 



démontré une différence significative entre les espèces sédentaires (3,32% +/- 8,13) et 

migratrices (5,23% +/- 7,41). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

CONCLUSION 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conclusion 

Depuis l’épidémie de Timimoun dans les années 90, l’épidémiologie du virus West 

Nile reste dans le domaine de l’obscure en Algérie et peu d’enquêtes sont consacrées. Bien 



que cette arbovirose soit classée comme une maladie à déclaration obligatoire pour 

l’avifaune. 

Ce présent travail nous a permis d’avoir une idée générale sur la situation du virus 

West Nile au sein de deux régions à savoir Tizi-Ouzou et Bouira chez deux espèces d’oiseaux 

sauvages. Le test de laboratoire a permis de déceler une faible prévalence globale de l’ordre 

de 9,67% dans la population ciblée, avec des taux de séropositivité de 13,33% et de 6,25% 

respectivement chez la grive et le moineau.  

Malgré que la prévalence de notre étude s’avère faible chez l’amplificateur de la 

maladie, le risque de réémergence restait possible vue sur avec tout les changements 

climatiques et environnementaux de monde actuel. 

Enfin cette enquête a montré que le site de capture pouvait d’être un facteur de 

risque. Il en ressort que la région de Tizi-Ouzou est plus touchée. Concernant l’espèce aucun 

lien statistique entre cette variable et le taux de séropositivité.  

 

 

 

 

 

Recommandation et Perspectives  

 

Dans les pays indemnes ou bien dans les pays où le VWN est endémique ; 

l’introduction de nouvelles souches plus virulentes pourrai provoquer des épizooties chez les 

équidés, à l’image de l’épizootie rapportée au Maroc, en 2003 (Schuffenecker L.al ;2005) ou 

en Afrique du Sud (Venter M.al ;2009) ; ou des cas graves chez l’homme à l’exemple de 

l’épidémie de la Roumanie en 1996 (Sabatino D.D., al., 2014) ou en Italie en 2008 (Sabatino 

D.D.al ;2014) ; (Lelli R., al ;2011) ou enfin celle de Grèce par la lignée 2 en 2010 (Papa 

A.al ;2011). 



Par conséquent, il est nécessaire de concevoir et mettre en œuvre un système 

complet de surveillance de la FWN en Algérie ; sur le long terme qui implique de nombreux 

acteurs de santé animale et santé publique. 

 Surveillance passive : 

Le système de surveillance passive peut se baser sur quatre maillons de la 

chaîne mise en œuvre en période d’activité du vecteur : 

Humain	 : surveillance des cas humains d’encéphalites dans les 

établissements hospitaliers des zones à risque de circulation du VWN en Algérie 

(les endroits proches des zones humides, des marécages…etc.). 

Equin	: la surveillance des cas cliniques d’encéphalite équine, repose sur la 

déclaration obligatoire, sur l’ensemble du territoire, de toute suspicion 

d’encéphalite par les vétérinaires   sanitaires auprès de la direction générale des 

services vétérinaires. 

Le volet équin repose avant tout sur la vigilance des vétérinaires praticiens 

et la rapidité des laboratoires à établir un diagnostic de certitude. Jusqu’à présent, 

les vétérinaires praticiens négligent le virus WN devant les tableaux cliniques 

d’encéphalites ou méningo-encéphalites. 

Aviaire : la surveillance passive de la circulation du VWN dans l’avifaune est basée sur 

un suivi des surmortalités aviaires et ciblée dans les zones et sur des périodes à risque. Elle 

consiste à rechercher le VWN sur les encéphales des cadavres d’oiseaux sauvages collectés 

par les services forestiers. 

Volet entomologique : la surveillance entomologique consiste à faire l’inventaire des 

espèces culicidiènnes et une recherche du VWN chez les moustiques capturés autours des 

foyers équins et humains, ainsi que l’établissement des mesures de lutte anti-vectorielle et 

minimiser la propagation du virus. 

 Surveillance active : 

- Des enquêtes sur le terrain basées sur le suivi sérologique régulier de 

sentinelles aviaires (Oiseaux captifs, volailles domestiques ou oiseaux sauvages 

identifiés) ou équines doivent être menées pour connaitre la situation de 

l’infection. 



- L’établissement, autour de chaque foyer, d’une zone de restriction des 

mouvements des chevaux sur un rayon défini avec une mise en quarantaine des 

chevaux suspectés. 

- La destruction des sources favorables au développement du vecteur sans des 

répercussions sur l’écologie. 
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