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Glossaire  

Anautogène : Les femelles de diptères hématophages sont dites 

anautogènes lorsqu’il est nécessaire qu’elles prennent un repas sanguin 

pour effectuer chacune de leur ponte, y compris la première. 

Autogène : Les femelles autogènes n’ont pas besoin d’un repas sanguin 

pour effectuer leur première ponte d’œufs.   

Bromure d'éthidium : agent intercalant utilisé pour la détection des 

bandes d'ADN dans les gels de biologie moléculaire. Agit également 

comme mutagène. 

Gîte épigé : gîte à ciel ouvert 

Gîte hypogé : gîte fermé sous terrain 

Microsatellite : un microsatellite est la répétition en tandem d’un certain 

nombre (variable) de fois d'un motif court (de 1 à 4 nucléotides, le plus 

souvent). Pour que ce marqueur puisse être un repère non ambigu, il doit 

être entouré à droite et à gauche de séquences uniques 
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Résumé  
 
Culex pipiens est le moustique le plus répandue en Algérie. Il est  ubiquiste, capable de 
s’adapter à différents biotopes de l’urbain  au rural, pollués ou propres. En plus des 
nuisances qu’il cause, il représente le vecteur potentiel de l’arbovirose du West Nile (WN) 
dans le monde. Il existe sous deux formes, pipiens et molestus, qui sont 
morphologiquement identiques mais qui diffèrent par leurs comportements et leur 
biologie  qui pourraient influencer la transmission du  virus WN. Afin de déterminer le 
profil moléculaire des populations du complexe Culex pipiens présentes dans le lac de 
Reghaïa, des larves de Culicidea ont été récoltées dans différents gîtes (épigé et 
hypogé). L’identification morphologique a révélé la présence de trois espèces 
sympatriques: Culiseta longiareolata (15%), Culex theileri (16%) et Culex pipiens (69%). 
Le typage moléculaire; par PCR multiplex  en se basant sur le microsatellite CQ11 et en 
utilisant soit l’ADN total du moustique ou juste sa patte; a démontré la présence des 
deux formes pipiens (26%) et molestus (37%) ainsi que pour la première fois la forme 
hybride (31%) au niveau des deux  sites étudiés de cette région. D’autre part l’utilisation 
de la patte du moustique comme matrice pour l’identification moléculaire permet 
également de réaliser d’autres tests sur le même spécimen. L’existence de ces formes au 
niveau du lac, associée à la faune aviaire porteuse ou réservoir potentiels (oiseaux 
migrateurs et sédentaires sauvages) risqueraient d’introduire l’arbovirose du WN aux 
alentours du lac  de Reghaia. 
 
Mots-Clés : Culex pipiens, Culex molestus, hybrides, WNV, PCR, Lac de Reghaia, Algérie 

 
Summary 
Culex pipiens is the most common mosquito in Algeria. It is widely distributed and 
colonizes different habitats in urban or rural areas, polluted or cleaned breeding larvae . 
In addition to the nuisance which it causes, it also the potential vector of West Nile Virus 
disease (WNV) worldwide.  Two forms of the species were described: pipiens and 
molestus that are morphologically similar and different in their behavior and biology that 
may influence the transmission of WN virus. To determine the molecular profile of the 
Culex pipiens complex populations in the lake of Reghaïa, Culicidea larvae were collected 
in different habitats (aboveground and underground). Morphological identification 
revealed the presence of three sympatric species Culiseta longiareolata (15%), Culex 
theileri (16%) and Culex pipiens (69%). Molecular typing; multiplex PCR based on 
microsatellite CQ11 by the use of  total DNA from mosquito or just its leg; showed the 
presence of two forms pipiens (26%) and molestus (37%) and for the first time the 
hybrid form (31%) at both of the breeding larvae studied. Furthermore, the use of the 
leg as matrix for the molecular mosquito identification allows further analyzes on the 
same specimen. The existence of these forms at the lake associated with the avian 
wildlife carrier or potential reservoir (migratory and sedentary wild birds) might introduce 
the arbovirus WN surrounding the lake of Reghaia. 
 
Key-words: Culex pipiens, Culex molestus, hybrids, WNV, PCR, Lake of de Reghaia , 

Algeria. 
 
 
 



 الملخص
 من مختلفة بيئات مع التكيف على قادر مكان، آل في نجده. الجزائر في انتشارا الاآثر النوع هو بيبينس آولكس البعوض
 الناقل يمثل فهو ازعاج، من يسببه ما الى بالإضافة. النظيفة او منها الملوثة الريفية، المناطق إلى الحضرية المناطق
 الشكل ناحية من متطابقان" مولستوس"  و" بيبينس" نوعين على يوجد. العالم في البعوض عبر المتنقلة لأمراض المحتمل
. النيل غرب حمى فيروس انتقال على يؤثر قد ما هذا فيها، يعيشان التي المناطق و السلوك حيث من يختلفان ولكنهما

 عدة من" الكوليسديا" يرقات  جمع تّم ، الرغاية بحيرة في الموجودة" بيبينس آولكس"  المرآب لأفراد الجزءي التشخيص
الارض تحت اخرى و الارض فوق مكشوفة البحيرة في مناطق  

%  ٦٩و تليغية آولكس الى% ١٦، لوجيغيولتة لكليست تنتمي%  ١٥ أن بيّن اليرقاثت لهذه المورفولوجي التشخيص
 تستهدفت والتي الأهداف المتعددة) آر س ب( البيلوجية التقنية من نوع باستعمال الجزئي التحليل إن. بيبينس لكولكس
 أظهر قد للتقنية، آأداة فقط ساقه أو للبعوض النووي الريبي الحمض إما باستعمال) ١١ ك س(  المكروستليت منطقة
% ٣١بنسبة  الهجين الشكل مرة ولأول% ٣٧ بنسبة" مولستوس"  و% ٢٦ بنسبة"  بيبينس" الشكلين وجود

 آنموذج البعوض ساق إستخدام فإن أخرى، جهة ومن. الدراسة فيها تّمت التي النقاط في وهذا" مولستوس\بيبينس"
 من الأشكال هذه وجود إن. البعوض من العينة نفس على أخرى إختبارات و تحاليل بإجراء يسمح الجزئي، للتشخيص
 المحتمل الخزان تمثل والتّي المهاجرة و البرية الطيور أنواع مختلف مع جنب إلى جنبا الرغاية بحيرة في البعوض
الرغاية بحيرة ضواحي في المرض هذا إنتقال بداية في سببا يكون أن يمكن النيل، غرب  حمى لفيروس  

 
الجزائر الرغاية، بحيرة آر، س ب النيل، غرب  حمى الهجين، مولستوس، بيبينس، آولكس: البحث آلمات  
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I. Introduction 

  

Les Culicinea causent de graves préjudices tant à l’homme qu’aux 

animaux. Les moustiques du complexe Culex pipiens sont connus comme 

vecteurs d’agents pathogènes dont les principaux sont la filaire de 

Bancroft Wuchereria bancrofti (Brunhes, 1969; Farid et al, 2001), le virus 

de l’encéphalite japonaise (Rodhain  2010), le virus de la fièvre de la valet 

du Rift (Kdira et al, 2011; Amraoui,  2012a) et le virus de la fièvre du Nil 

occidental ou West Nile (Murgue, et al 2001)  

En plus d’une compétence vectorielle démontrée dans la transmission   du  

virus West Nile (VWN), de préférences trophiques variées, d’une 

abondance et d’une longue période d’activité, le virus peut être transmis  

aux œufs des femelles infectées par voie trans-ovarienne (Murgue  et al, 

2001, Farajollah  et a,l 2005), ce qui fait de ce moustique le premier 

suspect dans le  maintien et de la transmission de l’enzootie du VWN 

(Fechter-Leggett et al, 2012). 

Dans la région du Maghreb, le VWN a été responsable de plusieurs 

épidémies, en Algérie (1994) et en Tunisie (1997) et d’épizooties au 

Maroc (1996) (Le Guenno et al, 1996; El Harrak et al, 1997; Triki et al, 

2001). Dès lors, des cas humains et équins ont été recensés. 

L’espèce Cx. pipiens  existe dans la région du Maghreb (Roubaud, 1945). 

Au Maroc, le complexe Culex pipiens a été caractérisé par biologie 

moléculaire et identifié la présence des deux formes morphologiquement 

identiques: la forme pipiens et la forme molestus ayant des caractères 

éco-biologiques et des préférences trophiques différents pouvant 

influencer leurs rôles dans la transmission de certains agents pathogènes 

(Amraoui et al, 2012b).  

L’existence des formes hybrides pipiens/molestus a été largement étudiée 

et prouvé par l’utilisation des techniques moléculaires permettant leur 

distinction et qui ont la particularité d’avoir un comportement trophique 

mixte (humain/oiseau). 
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C’est dans ce contexte que s’inscrit ce travail sur l’identification 

moléculaire des deux formes du moustique Cx. pipiens, dans le marais de 

Reghaia.  

 

II.  Objectif 

 

L’objectif de ce travail est, d’une part, d’identifier les deux formes du 

complexe Culex pipiens au niveau du lac de Reghaia, en comparant 

l’efficacité d’utiliser la patte du moustique et de son l’ADN comme matrice 

pour la technique de réaction de polymérisation en chaîne (PCR) et d’autre 

part de conclure sur la probabilité ou la possibilité d’apparition de la 

maladie du West Nile dans le lac de Réghaïa suivant la faune aviaire 

présente. 
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III.  Généralités 

1. Taxonomie  

Culex pipiens est le moustique le plus fréquemment rencontré en Algérie. 

Les Culex sont des insectes diptères (deux ailes), nématocère (antennes 

longues) appartenant à la famille de Culicinea (Figure 1). 

 

 

Figure 1 : Taxonomie des Culicinea (Rodhan, 1985) 
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2. Les espèce des Culicinaes en Algérie 

Plusieurs espèces du genre Culex ont été étudiées et répertoriées depuis 

très longtemps. Parmi elles, 12 espèces sont connues jusqu’à présent 

(Senevet et al, 1954). 

Tableau I : Les espèces du genre Culex rapportées en Algérie (Brunhes et al, 
2000) 

 
Espèces 

Culex (Culex) pipiens (Linné, 1758) 

Culex (Barrodius) pussillus (Macquart, 1850) 

Culex (Neoculex) territans (Walker, 1856) 

Culex (Neoculex) impudicus (Ficalbi, 1889) 

Culex (Barrodius) modestus (Ficalbi, 1890) 

Culex (Culex) mimeticus (Neo, 1899) 

Culex (Culex) theileri (Theobald, 1903) 

Culex (Culex) perexiguus (Theobald, 1903) 

Culex (Culex) laticinctus (Edwards, 1913) 

Culex (Maillotia) arbieeni (Salem, 1938) 

Culex (Neoculex) hortensis (Ficalbi, 1924) 

Culex (Neoculex) deserticola (Kirkpatrick, 1924) 

 
 

3. Le complexe Culex pipiens 
Le complexe Culex pipiens regroupe plusieurs espèces dont: Cx. pipiens 

(Linnaeus, 1758) avec ses deux formes; la forme pipiens et la forme 

molestus (Forskal, 1775), Cx. quinquefasciatus (Say, 1823), Cx. pallens 

(Coquillett 1898), Cx. globocoxitus (Dobrotworsky, 1953) et Cx. 

australicus (Dobrotworsky et Drummond, 1953). D’autres espèces sont 

étroitement liées ou suggérées appartenir à ce complexe telles que, Cx. 

vagans (Wiedemann 1828), Cx. fatigans (Wiedemann, 1828), Cx. 

pervigilans (Von Bergroth, 1889) et Cx. torrentium (Martini, 1925) 

(Vinogradova, 2003, Smith et Fonseca, 2004). 
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La distinction morphologique de la plupart des espèces appartenant au 

complexe Cx. pipiens est difficile en l’absence de caractères taxonomiques 

discriminants. Ces difficultés taxonomiques existent même pour des 

populations de la même espèce. 

En effet, l’espèce Cx. pipiens comprend deux formes distinctes, pipiens et 

molestus, qui sont morphologiquement identiques, mais éco 

physiologiquement différentes (Harbach  et al, 1984, 1985).  

La forme pipiens est largement distribuée dans toutes les régions 

tempérées (Mattingly, 1951; Farajollahi et al, 2011) et elle est 

responsable des épidémies du West Nile aux Etats Unis depuis 1999 

(LaDeau  et al, 2011; 2013). Elle se développe dans les gîtes épigés c'est-

à-dire à ciel ouvert et entre en diapause en hiver, elle est  essentiellement 

ornithophile, anautogène et exige toujours un repas de sang pour déposer 

sa première ponte. 

La forme molestus, quant à elle, a une répartition plus limité : elle 

prolifère au nord de l’Europe, aux États-Unis, en Australie, au Japon et 

dans les îles voisines (Harbach et al,  1984; Vinogradova, 2003; 

Vinogradova et al, 2007, Higgs et al, 2004; Andreadis, 2012). Elle 

affectionne les gîtes  hypogés (fermés) naturels et/ou artificiels comme les 

stations souterraines du métro (Byrne et al, 1999; Vinogradova, 2000). 

Sa présence a été confirmée dans le sud de la France (Gabinaud et al, 

1985) et  récemment au sud de l’Europe, dans des gîtes à ciel ouvert 

(Gomes et al, 2009, 2012a). 

Elle reste, par conséquent, en activité durant toute l’année, bénéficiant 

des conditions de températures plus douces qui règnent au sous-sol 

(Laven, 1951; Harbach, 1984). Cette forme se nourrit principalement sur 

des mammifères et l’homme y compris (repas de sang obligatoire). 

Par ailleurs, la forme molestus est autogène, capable d’effectuer une 

première ponte sans avoir recours à un repas sanguin.  

Les deux formes diffèrent également par leur mode d’accouplement. La 

forme molestus est sténogame et peut s’accoupler sur un support, dans 

des espaces confinés alors que la forme pipiens est eurygame et 
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s’accouple en vol dans des essaims à ciel ouvert (Harbach et al, 1984 ; 

Berchi  et al, 2012). 

Les deux formes sont génétiquement isolées au nord de l’Europe, alors 

qu’il existe des formes hybrides aux États Unis présentant des préférences 

trophiques mixtes pour les oiseaux et les mammifères (Fonseca et al, 

2004; Kilpatrick, 2007). Depuis, l’étude des hybrides s’est étalée sur toute 

les régions qui abritent les deux formes (Smith et al 2004; Amraoui et al, 

2012b; Gomes et al, 2013; Osório, 2013).  

Des hybrides ont aussi été identifiés pour d’autres espèces  du complexe 

Culex pipiens tel que (molestus/quinquefasciatus et 

pipiens/quinquefasciatus) en utilisant des différences génétiques basés sur 

plusieurs marqueurs moléculaires, ribosomale et nucléaire Ace2, COI et 

CQ11 (Crabtree et al, 1997 ; Bahnk et al, 2006;  Shaikevich,  2007; 

Gomes et al, 2012b; Rudolf et al, 2013).  

 

4. Morphologie des Culicinae  

4.1 Œuf 

L’œuf comprend de l’intérieur vers l’extérieur; l'embryon, la membrane 

vitelline pellucide, un endo-chorion épais et un exo-chorion plus ou moins 

pigmenté et ornementé, il est de 0.5 mm de taille (Rodhan, 1985). 

Au moment de la ponte, les œufs sont blanchâtres et prennent 

rapidement, par oxydation de certains composants chimiques de la 

thèque, une couleur marron ou noire. Les œufs sont pondus sur la surface 

de l’eau réunis par 200 a 400 en nacelle dont l’arrangement leur permet 

d’être insubmersibles  (figure 2) (Berchi, 2000). 

        
     
 

        

   

Figure 2 : Radeau d’œufs de Culex (IPA 2013). 

IPA 2013
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4.2 Larve  

Les larves sont aquatiques et leur évolution comporte quatre stades de 

taille variant du millimètre au centimètre. Les larves sont de type 

eucéphale. Leurs téguments sont formés d'un certain nombre de strates 

dont la plus externe forme le revêtement chitineux (Rodhan, 1985). 

Elles sont composées d'une tête très dure, d'un thorax et d'un abdomen 

plus  ou moins, mous (figure 3).  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : La forme générale d’une larve 

 de Culex (Rodhan, 1985). 

 

 La Tête 

La tête est bien dégagée du thorax. Elle est formée de 3 plaques 

chitineuses unies par des sutures : 

- Une plaque dorso-médiane unique : le fronto-clypeus 

- deux plaques latérales symétriques : les épicrâniennes 

Elle porte dorsalement une paire d'antennes, deux paires d'yeux (yeux 

larvaires et yeux du futur imago) et ventralement deux palpes maxillaires 

et les pièces buccales. Les plaques sont ornées de soies de morphologies 

variables qui servent à l’identification (figure 4). Par ailleurs la tête est 

capable d'effectuer une rotation de 180° autour de son axe qui lui permet 

de se nourrir à la surface de l'eau (Berchi, 2000). 

Tête

Thorax

Siphon

Abdomen
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Figure 4: Epine préclypéale 1-C  

(Brunhes et al, 2000) 

 

 

 

 Le thorax  

Il fait suite au cou et sa forme est grossièrement quadrangulaire. Il est 

formé de 3 segments soudés: le prothorax, le mésothorax, le métathorax. 

La face dorsale est ornementée de soies dont les plus utilisées pour 

l’identification sont la soie 3P, 4P et 8P prothoraciques (figure 5), 

(Brunhes et al, 2000). 

  

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Soies prothoracique du thorax d’une larve  

(Brunhes et al, 2000). 

 

 L’abdomen  

Il est formé de 09 segments distincts, les 7 premiers sont morphologiquement 

similaires.  

Sur la partie dorsale du 8ème segment se situe le siphon (organe de respiration). 

Il porte également le peigne constitué d'un nombre variable d'épines utilisé dans 

l’identification morphologique. 
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Sur le IXème segment s'insèrent les soies anales et les papilles anales, 

translucides (figure 6), (Brunhes et al, 2000). 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

 

Figure 6: Soie d’identification de l’abdomen  

de larve (Brunhes et al, 2000) 

4.3 Nymphe  

C'est une pupe mobile en forme de virgule vivant dans l'eau qui ne se 

nourrit pas. Elle est formée d’un céphalothorax globuleux sur lequel 

s'insèrent 2 trompettes respiratoires, d’un abdomen dont le 8ème segment 

porte 2 palettes natatoires (Rodhan, 1985). 

Au fur et à mesure qu'approche la fin du stade nymphal, la morphologie 

de l'adulte contenu dans l'exuvie devient de plus en plus visible par 

transparence ; l'augmentation de la pression interne entraîne un 

déchirement de la cuticule du céphalothorax, émettant l'émergence de 

l'imago. La dépouille nymphale va servir de radeau jusqu’ au durcissement 

complet de l'adulte (Figure 7), (Berchi, 2000). 
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Figure 7 : Structure de la nymphe (Rodhan 1985) 
 

4.4 L’adulte  

Le corps est composé de 3 parties la tête, thorax et l’abdomen. 

L’exosquelette est composé de plaques rigides (sclérites) reliées entre elles par 

des membranes chitineuses minces. Chaque segment du corps (métamère) est 

formé par un tergite appelé sclérite (dorsal), sternite (ventral) et pleurite 

(latéraux), (Rodhan, 1985). 

Les téguments portent des ornementations (soies ou écailles) qui jouent un rôle 
protecteur. La disposition, la couleur des écailles servent dans la taxonomie 
(Figure 8). 

 
 
 

 

 

Figure 8: Adulte Culex pipiens, mâle (à gauche) et femelle (à droite) (IPA 
2013).. 

 

 

IPA 2013 IPA 2013

Sclérite 

Sternite 

Pleurite 



11 
 

 La tête  

La tête globuleuse et bien dégagée du thorax est portée par un cou étroit. 

Les yeux, très grands, réniforme sont composés d'yeux élémentaires 

(ommatidies) juxtaposés et occupent la majeure partie de la tête. Les 

antennes, implantées dans la région faciale sont formées de plusieurs 

segments et d’un bourrelet d'insertion globuleux, le scape. Une autre 

partie, le flagellum ou flagelle est composé d'article en nombre variable 

selon le sexe. Entre chaque article s'insèrent des soies courtes chez les 

femelles (antennes glabres) et très longues chez les mâles (antennes 

plumeuses) (Figure 8), (Brunhes et al, 2000). 

La trompe ou proboscis est un organe impair situé dans la partie inféro-

médiane. Sa structure est différente selon le sexe : 

Chez la femelle hématophage le proboscis est composé de: 

 Trois pièces impaires qui sont de haut en bas : l'épipharynx, 

l'hypopharynx et le labium. 

 Quatre pièces paires et symétriques représentées par deux 

mandibules en haut et deux maxilles en bas. 

Toutes ces pièces pénètrent dans la peau lors de la piqûre sauf le labium 

qui se coude. Ce dernier, forme la gaine de la trompe et enveloppe donc 

toutes les autres pièces (Rodhan, 1985). 

Chez le mâle, qui ne se nourrit pas de sang mais de sucs végétaux, seuls 

persistent l'epipharynx et le labium. Les autres pièces buccales foreuses 

sont atrophiées (Brunhes et al, 2000). 

 

Figure 9: La composition de la tête  

d’un moustique (Brunhes et al, 2000). 

 

 

Antenne

Yeux Proboscis 
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 Le thorax  

Il est formé, de 3 segments fusionnés : le prothorax, le mésothorax et le 

métathorax. Chaque segment porte une paire de pattes. Le mésothorax 

est très volumineux et porte les ailes (figure 10) (Brunhes et al, 2000).  

Le métathorax porte les balanciers (équilibration), une paire de patte 

articulée et les ailes. Ces dernières, longues et étroites, sont formées par 

deux membranes accolées soutenues par des nervures longitudinales et 

transverses. Ces nervures sont garnies d’écailles squameuses dont la 

disposition sert en taxonomie.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10: le thorax d’une femelle adulte et critères 
d’identification (Brunhes et al, 2000). 

 

 L’abdomen  

Généralement pourvu d’écaille (Figure 11), l’abdomen est composé de dix 

segments dont huit seulement sont visibles extérieurement. Les sept 

premiers sont identiques. Les pleurites sont souples et à leurs niveaux 

s'ouvrent les stigmates respiratoires (Brunhes et al, 2000).  
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Figure 11 : Abdomen d’un adulte de Culex (Brunhes et al, 2000).  

Chez la femelle, le dernier segment porte le cerque. L'orifice anal est 

dorsal par rapport à l'orifice vaginal. 

Chez le mâle, il existe une rotation de 180° des segments 8, 9 et 10. Ce 

phénomène apparaît entre la 12ème et la 24éme heures, après l’émergence. 

Ainsi l'orifice anal devient ventral, tandis que l'orifice génital devient 

dorsal (Rioux, 1958). 

5.  Cycle biologique du moustique Culex pipiens 

Le cycle vital du moustique Culex est holométaboles ou à métamorphose 

complète. Les stades : œuf, larve et la nymphe sont aquatiques, alors que le 

stade adulte est aérien.  

L'accouplement se fait en vol dans les essaims. La femelle une fois fécondée,  

part en quête d'un repas de sang et se pose dans un endroit abrité pour digérer 

son repas. Quelques jours plus tard, elle pond dans différents milieux 

aquatiques. Après sa sortie de l'œuf, la minuscule larve grandit en passant par 

quatre stades larvaires puis se transforme en nymphe qui reste active     et ne se 

nourrit pas.  

Les mâles ne vivent généralement que quelques jours, puisant dans le nectar des 

fleurs, les sucres qui leur fournissent de l'énergie et dont le rôle se résume à la 

fécondation des femelles. 

L'émergence de l'insecte adulte a lieu à la surface de l'eau. La nymphe s'étire, 

son tégument se fend dorsalement et, très lentement, le moustique s'extirpe de 

l'exuvie (Figure 12) (Anonyme 1).  
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Figure 12: Cycle biologique du moustique Culex pipiens 
(Anonyme 1) 

 

6. Le virus du West Nile  

Le VWN est un arbovirus (ARthropod BOrne 

VIRUS) isolé pour la première fois en 1937 en 

Ouganda dans la province du Nil occidental dans le 

sérum d’une femme souffrant d’un syndrome 

fébrile (Haye,  2001,  Campbell et al, 2002). 

 

 

 

Longtemps resté confiné en Afrique subsaharienne, en Asie et au Moyen-

Orient où il sévissait de façon endémique,  

le VWN est actuellement présent sur tous les continents avec des flambées 

épidémiques de gravité, de fréquence et d’ampleurs variables (Calistri et al, 

2010).  

Figure 13 : Structure du 
flaviviridae (Anonyme 2) 
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Le virus a été isolé à partir de Culex pipiens à plusieurs reprises (Esteves  et 

al, 2005; Faradj et al, 2006). Dans une étude réalisée à Madagascar, plus de 

70 souches de virus ont été isolées de vertébrés et de Culicidae, ce qui en 

fait l’arbovirose la plus  répondue dans cette région (Fontenille et al, 1989). 

 La compétence vectorielle de ce vecteur pour le virus du West Nile a été 

prouvée expérimentalement dans plusieurs régions du monde (Turell et al, 

2001;  Tiawsirisup et al, 2005).  

 
6.1 Structure et génome 

Le VWN est un Flavivirus de la famille des Flaviviridaea  (Figure14). C’est un 

virus enveloppé,  sphérique de 50 nm de diamètre. Le génome viral est un 

ARN simple brin de polarité positive qui code une poly protéine d’environ 

3400 acides aminés. Le clivage de cette protéine génère trois protéines 

structurales (protéines C de la capside, prM/M de la membrane et E de 

l’enveloppe) et sept protéines non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, 

NS4A, NS4B, NS5) nécessaires à la réplication virale (Petersen  et Roehrig, 

2001; Zeller et al, 2004). 

 
 

 
 

 
 
Figure 14 : Schéma de l’ultra structure (a) et du génome (b) d’un 
Flavivirus (Petersen et Roehrig, 2001). 
 

 

(a) 

(b) 
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Des études phylogénétiques basées sur l’analyse des séquences 

nucléotidiques d’un fragment de 255 pb du gène codant pour la 

glycoprotéine  E, ont montré que les isolats du VWN de différentes régions 

géographiques sont classés en deux lignages majeurs (1 et 2), présentant 

25 à 30% de différences nucléotidiques (Lanciotti, 2002) (figure 15). 

 
 Le lignage 1 : Souches qui circulent en Afrique de l’Ouest, Moyen 

Orient, Europe de l’Est, Amérique du Nord et Australie (Lecollinet et al, 

2012). 

 Lignage 2 : Répartition géographique restreinte, il circule en Afrique 

sub-saharienne et Madagascar, Hongrie, en Grèce et en Italie (Bakonyi 

et al, 2006; Papa et al, 2011). 
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Figure 15 : Arbre phylogénétique du virus West Nile, établi à partir du 
séquençage du génome complet des souches virales (Lecollinet et al, 
2012). 
 

6.2 Le West Nile dans le monde 

Plusieurs épidémies ont éclaté à travers le monde depuis la réémergence 

de la maladie. Parmi elles, celle de Roumanie en 1996 et 2010 avec plus 

de 500 cas d’encéphalite et 17 morts (Tsai et al, 1998), Tunisie 1997 

(Triki et al, 2001), Russie en 1999 et 40 décès rapportés (Platonov, 2001) 

et celle des Etats Unis durant la même année où 62 cas d’encéphalite 

humaine ont été enregistrées avec 7 morts et plusieurs cas équins et 

aviaires.  
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Depuis le VWN a élargi son aire de distribution en atteignant l’ensemble 

des Etats Unis, le Canada (Pepperell et al, 2003), l’Amérique latine 

(Adrianet et al, 2008) et l’Asie (Dehghan et al, 2010a et 2013b).   

L’extension de l’infection du VWN à l’échelle mondiale est favorisée par la 

multiplicité du réservoir, constitué par plusieurs espèces aviaires, 

notamment les oiseaux migrateurs, et par l’abondance, dans le monde 

entier, du principal vecteur, le moustique ornithophile du genre Culex.  

L’infection par le VWN constitue l’exemple type de maladie émergente et 

ré émergente avec une intensification de la circulation ces dernières 

années particulièrement sur le pourtour du bassin méditerranéen 

(Balenghien, 2006). 

 
 6.3 Le West Nile en Algérie 

 Le virus a été isolé la première fois en Algérie en 1968 à partir d’un pool de 

215 moustiques du genre Culex prélevé dans la région de Djanet, dans le 

cadre d’une enquête sur la peste équine (Pilo-moron et al, 1970).  

La fièvre West Nile a fait son apparition dans le sud ouest algérien en 1994 

(Tinerkouk, wilaya d’Adrar)  et était responsable de 20 cas dont 8 décès (Le 

Guenno et al, 1996; Murgue al, 2001; Mesbah, 2009). Les malades ont 

présenté une forte fièvre associée à des symptômes neurologiques, 

quelques fois avec un état comateux 

Le dernier cas a  été reporté en Octobre 2012. Il s’agit d’un vacancier de 74 

ans qui a séjourné en Algérie pendant l’été 2012 et est rentré en France en 

Septembre où il décède après être hospitalisé à cause d’une forte fièvre et 

des troubles cognitifs (Anonyme3, 2012). 

 

6.4 Conditions écologiques nécessaires à la circulation du 

virus du West Nile  

L’amplification du virus mettant en jeu des oiseaux et des moustiques 

ornithophiles, elle implique d’une part la présence d’hôtes qui s’infectent à 

partir des moustiques et vis-versa. La réalisation de ces différentes étapes 
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dépend de la présence de plusieurs facteurs liés aux vecteurs et aux 

hôtes : 

- Des moustiques compétents : Apte à être infecté par le virus, assuré 

son développement et à le retransmettre efficacement à un autre 

hôte sensible (Balenghien, 2006). 

- Des oiseaux compétents ou réservoirs compétents : qui représente 

la capacité d’une espèce hôte à être infectée et à présenter l’agent 

infectieux à des vecteurs (Komar et al, 2003). 

- Des interactions entre moustiques et hôtes compétents : Le contact 

vecteurs-hôtes dépend de plusieurs facteurs tels que, les 

préférences écologiques et le cycle d’activité des hôtes et des 

vecteurs ; les préférences trophiques des vecteurs ; le 

comportement de défense des hôtes ; la densité et la diversité des 

vecteurs et des hôtes (Balenghien et al, 2006). 

- Une météorologie favorable : en particulier la température qui 

favorise non seulement l’abondance et l’activité des moustiques 

vecteurs, mais aussi la période d’incubation extrinsèque, qui 

correspond  au temps nécessaire à l’amplification du virus chez les 

vecteurs (Jourdain. et al, 2007). 

 
6.5  Cycle de transmission du virus du West Nile 

 

Le cycle naturel du virus West Nile comprend les oiseaux, qui sont les 

principaux hôtes amplificateurs, et plusieurs espèces de moustiques qui 

jouent le rôle de vecteurs (figure 15). Les auteurs font le point sur les 

découvertes les plus récentes relatives à l’épidémiologie, à la dynamique 

de la transmission et aux aspects cliniques de l’infection par le virus West 

Nile, en mettant l’accent sur les facteurs spécifiques susceptibles de 

favoriser les changements de distribution de la maladie, tels que le 

changement climatique et ses effets sur les vecteurs potentiels du virus ou 

sur les routes migratoires des oiseaux. (Pradier.et al, 2012). 
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Figure 16 : Cycle de transmission du virus du West Nile (Pradier, 2012 
modifié). 
 
 

6.6 Pathogénèse et manifestations cliniques 

Chez l’oiseau sensible, après une piqûre de moustique infecté, le virus 

provoque une petite nécrose au point d’inoculation et se propage dans les 

ganglions lymphatiques.  

Le virus atteint le système nerveux central, infecte directement les 

neurones et induit leur destruction et conduit à une paralysie.  

Chez l’homme la maladie se caractérise par une fièvre, maux de tête, 

fatigue, douleurs musculaire, symptômes gastro-intestinaux et quelques 

éruptions sur le tronc sont parfois signalées. Des complications sévères 

peuvent se présenter pouvant aller jusqu’à la méningo-encéphalite aigue 

(Hayes et al, 2005). 
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Le diagnostic repose sur la recherche des anticorps de type IgM et IgG 

spécifiques du virus dans le sérum et dans le liquide céphalorachidien 

(LCR Lecollinet et al, 2012) par la technique ELISA. Quand ces derniers 

s’avèrent positif, le résultat est confirmé en recherchant la molécule d’ARN 

du virus par RT-PCR (Zientara et al, 2001; Triki et al, 2001; Hachid et al, 

2013). Le virus a aussi été retrouvé dans le sang des donneurs ce qui a 

amené a l’installation de système de surveillance des banques de sans 

(Sharifi et al, 2010).  

La plus part des informations sur la pathogénèse des encéphalites à West 

Nile sont tirées des études expérimentales effectuées chez les 

mammifères notamment les rongeurs. 

Les mécanismes d’infection chez les hôtes aviaire sont toujours mal 

connus. Une étude récente a montré que le virus se multiplie dans le site 

de piqure puis atteint le système nerveux centrale (par le biais du sang) 

et/ou d’autres organes majeurs tel que le foie, la rate, les reins et le cœur 

(Gamino, 2013).  

 
Figure 17 : Distribution géographique des cas de méningo-encéphalite à 

virus du West Nile dans le monde (Bougatef et al, 2012). 
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6.7 Réservoir du virus  

L’étude du rôle des oiseaux sauvages migrateurs dans les cycles 

épidémiologiques, en tant qu’hôtes principaux ou secondaires, nécessite 

de comprendre les relations qu’ils entretiennent avec les autres 

organismes (hôtes et pathogènes) et leur  environnement. 

Plusieurs études de terrains ont suggéré que la dynamique de 

transmission du virus du West Nile est fortement influencée par la 

distribution de certaines espèces d’oiseaux considérés comme réservoirs 

du virus (Hamer et al, 2009). Les oiseaux peuvent avoir un rôle dans 

l’introduction, l’amplification, l’émergence et la dissémination du VWN. Ils 

jouent aussi un rôle de sentinelles pouvant ainsi signaler les périodes 

d’activité du VWN dans les zones à risque (Jourdain et al, 2007).    

L’étude sur la richesse de l’avifaune dans la région d’Alger (Milla et al, 

2012), a révélé la présence de 78 espèces d’oiseaux dont 54 au niveau du 

marais de Réghaïa. L’ordre des Passeriformes (exemple de passereau) 

occupe la première place suivit par celui des Colombiformes (exemple 

colombe et pigeon). 

L’origine biogéographique de l’avifaune du sahel algérois est résolument 

paléarctique (Europe, Asie, Afrique du Nord et une partie de du moyen 

orient).   

D'après les connaissances actuelles, les oiseaux constituent la composante 

la plus remarquable du site. 206 espèces y ont été répertoriées, soit 54,5 

% du total présumé des espèces d’Algérie qui est de 378 espèces 

(Thibault, 2006). Parmi celles-ci, 55 sont protégées par la réglementation 

algérienne. 

Les recensements réalisés jusqu’à 2004 montrent que le site est riche en 

période hivernale, avec 2000 à 3000 oiseaux d’eau recensés chaque hiver. 

Les espèces les plus abondantes durant cette période sont le Fuligule 

nyroca (Aythya fuligula), le Canard colvert (Anas platyrhynchos),  canard 
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souchet (Anas clypeata), le Fuligule milouin (Aythya ferina) et la Foulque 

macroule (Fulica atra).  

Les autres oiseaux d’eau hivernants le plus régulièrement sont le Grèbe à 

cou noir (Podiceps nigricollis), le Grèbe castagneux (Tachybaptus 

ruficollis), le Canard siffleur (Anas penelope) et le Tadorne de Belon 

(Tadorna tadorna),  (Thibault, 2006). 

  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

De très nombreuses espèces d’oiseaux migrateurs et hivernants  inféodés 

aux milieux aquatiques font étape de façon plus ou moins prolongée sur le 

lac et en période de migration et d’hivernage (canards, marouettes, 

guifettes, petits échassiers de rivage, passereaux paludicoles). Plusieurs 

espèces emblématiques sont régulièrement présentes comme le Flamant 

rose (Phoenicopterus rube). Des oiseaux bagués originaires de Camargue, 

France, qui sont régulièrement contrôlés ont aussi été retrouvé dans la 

région tel que l’Echasse blanche (Himantopus himantopus) et l’Ibis 

falcinelle (Plegadis falcinellus) (Thibault, 2006).  

D’autres espèces sauvages telles que le Perdrix rouge, très abondant en 

Algérie, semble avoir un rôle important dans l’amplification et la diffusion 

du virus du West Nile (Sotelo et al, 2011). 

Figure 19 : Canard souchet,  

Figure 20: Ibis falcinelle 

Figure 18 : Fuligule nyroca  

Figure 21: Flamant rose 

Figure 22: Echasse blanche 
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VI. Matériels et méthodes  

1. Zone d’étude  

Le lac de Réghaïa est la seule zone humide de la région algéroise qui 

donne face directement à la mer méditerranée, permettant de jouer un 

rôle d’étape pour les oiseaux migrateurs après la traversée de la 

méditerranée. L’intérêt du marais est souligné par son isolement 

géographique et sa position face à la Camargue et à mi-chemin entre les 

voies migratoires classiques de Gibraltar et du détroit Sicilo-Tunisien. 

Cette réserve naturelle est un lieu de passage et de reproduction très 

important pour les oiseaux migrateurs. 

Elle est d’une importance internationale puisqu’elle est répertoriée dans la 

liste Ramsar et abrite une grande diversité biologique, on y retrouve une 

richesse floristique de 243 espèces végétales, ainsi qu’une richesse 

faunistique remarquable avec 203 espèces d’oiseaux, 11 mammifères ,09 

espèces entre reptiles et amphibiens ainsi qu’environ 40 espèces marines 

(Thibault, 2006). 

2. Situation géographique   

Le lac de Reghaïa est situé à 30 km d’Alger, à la limite Nord- Est de la 

plaine de la Mitidja (3°10’E ,36°25’N). 

Ce périmètre est bordé au Nord par la mer Méditerranée, au Sud par la 

route nationale n°5 reliant Alger à Constantine ,à  l’Est  par la ville  de  

Boudouaou  et à l’Ouest  par la  ville  de Ain-Taya. 

La région d’étude appartient à l’étage bioclimatique allant de l’humide à 

sub humide à hiver tempéré selon les données de 2000 à 2009. 

L’avifaune sauvage du lac de Réghaïa comprend 206 espèces d’oiseaux. 

Ce total représente  54,50% du total présumé des espèces d’Algérie qui 

est de 378 espèces (Thibault, 2006).  
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Figure 23: Plan général de la réserve naturelle du lac de Réghaia 

 

3. Echantillonnage des populations de Culex pipiens 

 3.1  Récolte des larves : 

L’étude de la faune et de la dynamique des espèces de moustiques se fait 

par la collecte des larves au niveau des gîtes (hypogé et épigés) chaque 

15 jours du début du printemps jusqu’à la fin de l’été. 

 Durant ce travail, les prélèvements ont été réalisés entre le mois d’Avril 

et Juin 2013 après la saison des pluies. Nous avons choisi : 

 Des sites ouverts tel que : rentrée de la réserve, chalet 

d’hébergement, stations de pompage et le quai flottant. 

 Des sites fermés : représentés par les regards des eaux 

d’assainissements. 

Nous avons utilisé la technique de ″Dipping″ ou de la louche (Service, 

1993;  Roy, 2001) (Figure 24). Elle consiste à récupérer 10 coups de 

louches (0.5 litres d’eau par louche environ) en bordure du gîte larvaire. 

L’estimation de la densité larvaire des gîtes se fait selon le tableau II. 
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Tableau II : Estimation de la densité larvaire 

Classe Nombre approximatif de Stade pré-imaginaux 

1 0 et < 1 

2 10 (1 - 10) 

3 50 (11 - 50) 

4 100 (51 - 100) 

5 500 et > 100 

 

Les larves sont placées dans un récipient en plastique non fermés 

hermétiques et placer à l’ombre lors de leurs acheminements au 

laboratoire.  

  

Figure 24: Récolte des larves (Dipping) et gîtes de récolte 

 

3.2 Elevage des larves : 

Une fois au laboratoire, les larves sont placées dans des bacs en plastique 

(30cm x 20cm x 5cm) contenant l’eau du gîte et sont nourries avec des 

aliments pour poissons. 

 

 

Figure 25 : Larves de 
moustique en élevage 
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4. Mise en couple  

 Après émergence des adultes, ces derniers sont mis en couple dans des 

gobelets en carton d’un volume de 50 cl dans lesquels on a préalablement 

introduit une petite boite de Petrie contenant un peu d’eau distillée et sans 

couvercle qui servira de pondoir.  

Les gobelets sont soigneusement couverts avec un tulle moustiquaire 

maintenue avec un élastique et sur laquelle est déposé un bout de coton 

imbibé d’une solution sucrée de 10%.  

Ainsi, nous avons formé 40 couples pour chaque type de gîte.  Pour le gîte 

épigé, nous avons choisi des adultes des différents points de récolte à 

savoir : Rentrée du lac, chalet d’hébergement, station de pompage et le 

quai flottant.  

Durant la période d’élevage, une température de 27°C et un taux 

d’humidité de 60% à 70% sont maintenus dans l’insectarium, avec une 

photo période de 12h/12h (lumière/obscurité). 

Après un mois de mise en couple, les femelles qui ont ou pas pondu ainsi 

que les mâles ont été retirés à l’aide d’un aspirateur à bouche. Ils ont été 

identifiés  puis placés au congélateur (-20°C) pour l’étude moléculaire. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  Figure 26 : Mise en couple d’adultes de moustiques  
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5.  Comptage des pontes 

Après la ponte, les œufs de chaque femelle sous forme de nacelle sont 
comptés sous loupe binoculaire. 

 

 

 

 

           

Figure 27 : Nacelle d’œufs de Culex pipiens (IPA 2013) 

6. Identification morphologique 

Les larves du stade 4 et les adultes ont été identifiés après leurs 

montages en utilisant le logiciel d’identification des moustiques (Brunhes 

et al. 2000).  

6.1 Montage des larves  

Afin d’avoir une vue globale sur les espèces de Culicidea présentes dans 

les différents gîtes, nous avons procédé comme suit : 

- Les larves sont tuées avec de l’éthanol 70% puis déposer sur une 

lame en position ventro-dorsale. 

- Le siphon respiratoire est séparé du reste de la larve après le 7éme 

segment à l’aide d’un bistouri. 

- La larve est éclaircie avec une goutte de polyvinyle alcool (PVA) puis 

recouverte avec une lamelle et laisser toute la nuit pour une bonne 

diffusion du PVA.  

- Observation sous microscope optique à différents grossissements. 

6.2 Montage des adultes 

- Après émergence, les adultes sont récupérés avec un aspirateur et 

mobilisés par le froid (– 20°C) pendant une demi heure. 

IPA 2013 
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- Les adultes sont montés sur un minucie et identifiés sous loupe 

binoculée.  

    7. Typage moléculaire des moustiques 

Les moustiques du complexe Cx. pipiens ont été préalablement triés et 

retenus pour le typage moléculaire.   

 7.1 Extraction d’ADN de moustique  

Nous avons adopté la méthode d’extraction au Cetyl Trimethyl Ammonium 

Bromide (CTAB) sur un moustique entier suivant le protocole de Myriam et 

Cécile (2003), (Wagner et al, 1987).  

 Protocole expérimental  

1. Broyer chaque moustique dans 200 µl de CTAB 2% (Annexe). 

2. Mettre au Bain-marie 65° pendant 5 minutes. 

3. Ajouter 200 µl de chloroforme et mélanger par inversion. 

4. Centrifuger 5 minutes à 12000 rpm à Température Ambiante (TA). 

5. Prélever la phase supérieure, la mettre dans un autre tube puis 
ajouter 200 µl d’Isopropanol froid et bien mélanger par inversion. 

6. Centrifuger 15 minutes à 12000 rpm à TA. 

7. Vider l’Isopropanol, bien égoutter et ajouter 200 µl d’éthanol 70%. 

8. Centrifuger 5 minutes à 12000 à TA. 

9. Vider l’éthanol 70%, sécher le culot à TA. 

10.  Reprendre le culot dans 20 µl de tampon d’élution, laisser 
suspendre sur la paillasse toute la nuit (ou une demi journée). 

11. Conserver l’ADN à +4°c jusqu’au jour d’utilisation. 

 

7.2. PCR multiplexe 

 La réaction de polymérisation en chaine (PCR) est une méthode 

d’amplification génique qui permet de générer d’une manière 

exponentielle un nombre de copies 2n de la région d’ADN cible par le biais 

d’amorces spécifique en passant par trois étapes essentielles : la 

dénaturation, l’hybridation et l’élongation. 
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Afin de distinguer entre les deux sous espèces jumelles du complexe 

Culex pipiens, nous avons utilisé une PCR multiplexe qui repose sur 

l’amplification de la région flanquée du microsatellite CQ11, selon le 

protocole de (Bahnck et al, 2006). 

Protocol expérimental  

- Dans un volume final de 20µl de mélange réactionnel on rajoute à 

des concentrations finales 250µM de dNTP, 2mM de MgCl2, 1X de 

tampon, 0,5U/µl de Taq polymérase, 0,15 µM des amorces 

PiPCQ11R et MolCQ11R et 0,25 µM de  l’amorce CQ11F. 

- Bien mélanger et répartir dans des barrettes à PCR. 

- On ajoute dans le mélange réactionnel soit 2µl de l’ADN total du 

moustique, soit juste sa patte.  

Le détail de la réaction d’amplification est résumé dans le tableau III. 

 

Tableau III: Protocole expérimental et programme de la PCR multiplexe 

Solutions Concentration 
finale 

Volume en µl 
pour 1 

échantillon  

Séquences des 
amorces 

Programme 
pour chaque 

cycle 

H2O  8,2 µl  -Dénaturation 
initiale 

94°c :  10 min. 

-Dénaturation : 

 94°c : 30 sec. 

-Hybridation  

54°c : 30 sec. 

-Elongation  

72°c : 40 sec. 

-Terminaison : 

 72°c :5 min. 

 

Solution Q  5 µl 

dNTP 250 µM 2 µL 

MgCl2 2 mM 1,6 µl 

Tampon 1 X 2 µl 

Taq 
polymérase 

0,5 U/µl 0,1 µl 

PiPCQ11R 0,15 µM 0,3 µl 5’-CATGTTGAGCTTCGGTGAA-3’ 

MolCQ11R 0,15 µM 0,3 µl 5’-CCCTCCAGTAAGGTATCAAC-
3’ 

CQ11F 0,25 µM 0,5 µl 5’-GATCCTAGCAAGCGAGAAC-3’ 

ADN ou 

une patte 

 2 µl  

Total  20 µl 
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7.3. Révélation des produits PCR 

Les produits d’amplifications (amplicons) sont révélés par une 

électrophorèse horizontale sur gel d’agarose.  

Principe : Cette méthode de séparation est basée sur la capacité de 

l’ADN chargé négativement à migrer dans un champ électromagnétique à 

l’intérieur d’une matrice de gel d’agarose à 1,5%. (Ameziane et al 2006). 

Cette migration s’effectue plus au moins vite selon la taille des d’ADN ce 

qui permet leur séparation. Après la migration, les bandes d’ADN sont 

visualisées sous transilluminateur à UV. (Annexe 1). 

 

8. L’analyse statistique :  

L’analyse statistique a été réalisée par le logiciel STATA® version 11.0. par 

le calcul du KH2 et détermination des P value.  
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V. Résultats et discussion 

 1. Résultats 

Pendant la période de la récolte la température était basse (environ 18°c 

à 20°c) même pendant le mois de Mai et juin. Ceci a influencé la densité 

des larves récupérées au niveau des gîtes du marais de Reghaïa. Au 

niveau du gîte hypogé la densité des larves est de classe 1 alors que celle 

des gîtes épigés est de classe 3.    

1.1 Identification morphologique  

L’identification des larves montées entre lame et lamelle et des adultes 

sur des minuci, s’est soldée par la mise en évidence de trois espèces de 

Culicidae (Tableau IV). 

 

Tableau IV: Distribution des différentes espèces de Culicidea dans les 

gîtes prospectés au Lac de Reghaïa 

 

 

Espèce 

 

Nombre 

 

Hypogé 

 

Epigé 

Culex pipiens 23 40 

Culex theileri 02 12 

Culiseta longiareolata 00 15 

Total 25 67 

 

Au niveau du gîte hypogé, l’espèce Cx. theileri est associée faiblement au 

Cx. pipiens, contrairement aux autres gîtes épigés, où Cx. theileri et 

Culiseta longiareolata sont fortement associé au Cx. pipiens.  
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Au niveau des deux gîtes, la distribution des hybrides est moins 

importante  37% dans le gîte hypogé et 25% dans l’épigé. D’autre part le 

résultat de l’analyse statistique (test de khi 2) ne révèle pas de différence 

significative dans la distribution des hybrides entre les deux gîtes étudiés, 

P=0,067. 

 

2. Discussion 

Le marais de Reghaia est une région côtière, entourée d’habitations et de  

zone urbaine avec une grande variété de végétation présentant un 

environnement propice à la pullulation des moustiques du genre Culex. 

Cette région abrite plusieurs espèces d’oiseaux migrateurs (Mila et al, 

2012) considérées comme réservoir potentiel du virus du West Nile. Les 

études sérologiques menées dans l’algérois a révélé la circulation du virus 

WN et précisément dans la région de Boudouaou et de Reghaïa (Hachid et 

al, 2013). 

Le statut taxonomique du complexe Culex pipiens a été longtemps 

débattu, plusieurs hypothèses ont été émises à propos de l’origine des 

deux formes pipiens et molestus (Gomez et al, 2009).  

L’identification moléculaire des espèces jumelles a un très grand intérêt 

épidémiologique, ce qui permet de connaitre leur distribution surtout dans 

les zones à risque où peut se rencontrer le moustique et le réservoir du 

virus.  

La faune culicidienne de cette région présente une sympatrie entre 

l’espèce Cx. pipiens, Cx. theileri et Culiseta longiareolata dans les  gîtes à 

ciel ouvert (gîtes épigés), déjà reporté par plusieurs études antérieur 

(Fonseca et al, 2004; Gomes et al, 2009; Reusken et al, 2010, Messai et 

al, 2011 ; Bouabida et al, 2012). Contrairement au gîte hypogé, qui est 

colonisé que par l’espèce Cx. pipiens en concordance avec les travaux de 

(Byrn et Nichols, 1999).  
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L’étude du comportement de reproduction par la mise en couple a permis 

dans un premier temps de confirmer le profil des larves collectées, où 

juste 20% des femelles ont pondu certifiant ainsi leur profil autogène 

caractéristique de la forme molestus en concordance avec les travaux de 

Byrne et Nichols (1999). Le faible taux de femelles qui ont pondu est 

probablement du aux facteurs thermo-hygrométriques de l’insectarium  au 

début de l’expérimentation où la température ne dépassée pas 21°C. 

Contrairement à l’étude de Vinogradova (2000) étalée sur sept années qui 

décrit qu’à Saint-Petersburg en Russie des populations de la forme 

molestus retrouvées dans les gîtes hypogés (caves des maisons) sont 80 à 

100 % autogènes. Cette forme a aussi était retrouvée dans les gîtes 

ouvert du lac de Reghaia mais à faible pourcentage par rapport à la forme 

pipiens pipiens, ceci concorde avec le résultat de Vinogradova (2007) et 

de Amraoui  et al, (2012b).  

 La forme molestus ainsi que la forme hybride pipiens/molestus ont aussi 

été retrouvées pour la première fois au nord de l’Europe. Ceci prouve que 

ces formes peuvent s’adapter à différents biotopes et par conséquent 

contribuer à la transmission du VWN (Reusken et al, 2010). 

Le caractère anautogène des femelles, issues des gîtes épigés, a confirmé 

leur appartenance à la forme pipiens puisqu‘aucune ponte n’a été 

enregistrée conformément aux travaux de (Gabinaud et al, 1985). Depuis 

la description des formes hybrides aux USA (Fonseca et al, 2004; Kent et 

al, 2007; Huang et al, 2008) au Sud de l’Europe (Gomes et al, 2009) et 

en Allemagne (Rudolf et al, 2013), l’étude physiologique est 

nécessairement accompagnée d’une étude moléculaire qui permettra une 

identification rapide et précise des sous espèces du complexe Culex 

pipiens.  

La source d’ADN (patte ou ADN complet) pour les PCR réalisées n’a pas 

révélé de différence significative, ce qui permet de dire que l’utilisation de 

la patte du moustique comme matrice pour la PCR donne un grand 
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avantage, et permet de réaliser d’autre analyses sur le même spécimen 

d’ordre biochimique, morphométrique, confection de collection….etc.   

Le typage moléculaire en utilisant les séquences flanquées de la région 

des microsatellites CQ11 a démontré la présence  de Culex pipiens sous la 

forme molestus (décrite pour la première fois en Egypte (Byrne et Nichols, 

1999) , la forme pipiens et pour la première fois la description des formes 

hybride en Algérie au niveau du lac de Réghaia, confirmant ainsi que les 

formes hybrides existent au niveau de l’Afrique du nord et qui ont une 

distribution plus large allant du Maroc (Amraoui et al, 2012b) et peut être 

jusqu’à la Tunisie où plus d’investigation pourrait bien mettre en évidence 

la présence de cette forme de Culex puisque des travaux récents à El 

KALA à la frontière algéro-tunisienne ont mis en évidence la présence de 

cette forme (données non publiées). 

La compétence vectorielle des Cx. pipiens du Maghreb au virus du WN 

(Amraoui et al, 2012a) ainsi que la présence des oiseaux migrateurs 

réservoirs du virus pourrait dégager une zone de risque à la transmission 

du VWN à la population locale autour du lac. En effet, la présence des 

formes hybrides dans tous les gîtes échantillonnés a une importance 

épidémiologique de part leurs préférences trophiques intermédiaires, 

puisqu’ils piquent des hôtes aviaires et mammaliens, jouant ainsi le rôle 

de vecteurs des pathogènes comme le VWN des oiseaux à l’homme 

(Fonseca et al, 2004; Hamer et al, 2008).  
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VI. Conclusion et perspective  

Le moustique du complexe Culex pipiens est largement répandu en 

Algérie, ses larves sont retrouvées dans les gîtes épigés et hypogés au 

niveau du lac de Reghaïa.  

Les méthodes d’identifications morphologiques des diptères restent 

limitées dans la distinction des espèces jumelles et sont depuis les années 

90 appuyées pas des méthodes biochimique et moléculaire. 

L’amplification génique en utilisant la patte seule du moustique donne le 

même résultat que l’ADN extrait ce qui donne l’avantage de faire plus 

d’analyses sur les spécimens à savoir biochimique, génétique, 

morphométrique et confection de collection.  

Dans notre zone d’étude, le complexe Culex pipiens existe sous trois 

formes pipiens, molestus et la pour la première fois en Algérie, la 

description de la forme hybride (pipiens/molestus). Par conséquent, ces 

formes pourraient jouer un rôle important dans la transmission de 

l’arbovirus du WN à l’ensemble de la population humaine et équine aux 

alentours du lac. 

Ces deux formes pipiens et molestus diffèrent par leurs préférences 

trophiques qui est un caractère sous contrôle génétique par conséquence, 

la forme hybride (pipiens/molestus) pourrait acquérir les deux préférences 

trophiques (ornithophile et anthropophile) ce qui augmenterait le risque 

d’apparition de la maladie surtout avec la présence de nombreuses 

espèces d’oiseaux migrateurs suspectés d’être à l’origine de l’introduction 

du VWN dans de nouvelles zones 

L’étude des préférences trophiques serait un axe de recherche à 

développer pour mieux définir les contacts trophiques et ainsi, mieux 

définir le rôle vecteur de chaque forme de Cx. pipiens. 

En perspective, il serait judicieux d’installer des sentinelles de surveillance 

par l’utilisation de poules dans des cages pour suivre la trace du virus aux 

alentours du lac, réaliser une étude sérologique par un dépistage actif de 
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la population avoisinante, étudier la compétence génétique des différentes 

espèces du complexe  au virus du WN. L’ensemble des actions 

permettraient d’établir des cartes de risques de transmission du WN par le 

système d’information génétique pour mieux diriger les méthodes de 

luttes et de préventions. 
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Annexe 1 : Tampons et solutions. 

 

Solution sucrée 10% 

•  Sucre  cristallisé      10 gr 
• d’H2O distillée      qsp 100 ml 
• Chauffer au micro onde jusqu’à dissolution. 

 

Solution de montage à l’alcool polyvinylique (PVA) 

• Alcool polyvinylique (Rhodoviol BS 125)  12 gr. 
• Acide formique       20 ml. 
• Hydrate de chloral      24 gr. 
• Phénol        24 gr. 

 

 

 Kit QIAGEN Quality®  

• MgCl2       25mM. 
• Q-Solution      5X 
• PCR Buffer       10X 
• Hot Star Taq DNA Polymerase  5 units /µl 
• Mix dNTP       100mM 

 

 Solution de  Cetyl Trymethyl Ammonium Bromide (CTAB) 2%  

• Tris HCL  (1M) pH 8.0       100 ml. 
• EDTA (0,5M)                    20 ml. 
• NaCl                                81,8 gr. 
• CTAB                               20 gr. 
•  H

2
O distillée                    qsp 1l. 

  

Tampon de migration Tris-Acetate-EDTA (TAE 50X)  

• Tris base        242 gr  
• EDTA (0,5M) pH 8      100 ml 
• Acide acétique glaciale 100 %     57,1 ml 
• H2O distillée       qsp 1l 

 



Solution EDTA (0,5 M) pH 8  

• EDTA         93,5 gr  

• H2O distillée       qsp 400 ml 

• Ajuster pH 8 avec du NaOH et compléter à  500 ml 

Tampon de charge 

• Bleu de bromophénol       30 mg  

• Glycerine        15 ml  

• EDTA (0,5M) pH 8       6 ml 

• Tampon Tris (1M) pH 8     0,3 ml 

• H2O distillée      qsp 30 ml 

• Conserver à -20°C 

 

Gel d’agarose à 1,5 % 

• Peser 1,5 gr d’agarose (spéciale biologie moléculaire) 

•  100 ml de tampon TAE 1X. 

• Dissoudre au micro onde jusqu’à obtention d’une solution limpide 

• Laisser refroidir jusqu’à une température de 50°C.  

• Ajouter 5 µl de Bromure d’Ethidium (BET), jouant le rôle d’agent 

intercalent. 

• Mélanger délicatement sans faire de bulles. 

• Couler dans la cuve à électrophorèse préalablement préparée avec 

le peigne adéquat. 

• Laisser polymériser le gel (devient blanchâtre et rigide). 

• Retirer le peigne tout doucement et placer le gel dans la cuve 

d’électrophorèse contenant le tampon TAE 1X. 

 

 



Annexe 2 : Appareillages  

• Aspirateur à bouche 

• Bain marie MEMMERT 

• Cage pour élevage de moustique 

• Hôte à flux laminaire   

• Louche de 500 ml 

• Loupe binoculaire 

• Thermocycleur TECHNE GENUS 

• Transilluminateur à UV. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Annexe 3 : Liste des espèces d’oiseaux observées dans la zone 
humide de Reghaïa  

Famille Nom scientifique Nom français Statut 
      Circus pygargus     Busard cendré  

Pandionidae   Pandion haliaetus    Balbuzard pêcheur M.E 

Falconidae    Falco tinnunculus    Faucon crécerrelle S.N 

   Falco peregrinus    Faucon pèlerin  

   Falco subbutéo    Faucon hobereau  

Phasianidae   Coturnix coturnix    Caille des blés  

   Alectoris barbara    Perdrix gambra  

   Rallidae   Crex crex    Râle des genêt S.N. 

 Rallus aquaticus    Râle d’eau S.N 

 Gallinula chloropus    Poule d’eau S.N 

 Porphyrio porphyrio    Poule sultane S.N 

 Fulica atra    Foulque macroule S.N 

 Porzana porzana Marouette ponctuée M 

 Porzana porva Marouette poussin  

 Porzana pusilla Marouette de baillon M.E 

Haematopodidea Haematopus ostralegus Huîtrier pie  

Recurvirostridae  Himantopus 
himantopus 

Echasse blanche M.E 

 Recurvirostra avocetta Avocette  

Charadriidae Vanellus vanellus Vanneau huppé M.H 

 Charadrius hiaticula Grand gravelot M 

 Charadrius dubius Petit gravelot M.N 

 Pluvialis squatarela Pluvier argenté M 



 Pluvialis apicaria Pluvier doré M.H 

Burhinidae Burhinnus 
oeeedicnemus 

Oedicnème criard M 

Scolopacidae Limosa limosa Barge à cou noire M 

 Limosa lapponica Barge rousse  

 Numenius phoeopus Courlis corlieu  

 Numenius arquata Courlis cendré M.H 

 Tringa   totanus Chevalier  gambette M.E.H. 

 Tringa erythropus Chevalier arlequin M.E.H 

 Actitis hypoleucos Chevalier guinette S 

 Philomachus pugnax Chevalier 
combattant 

M.E 

 Tringa ochropus Chevalier à cul blanc M.E. 

 Tringa stagnatilis Chevalier stagnatile M.E.H 

 Tringa glareola Chevaliersylvain M.E 

 Tringa nebularia Chevalier aboyeur M.H 

 Arenaria interpres Tournepierre à 
collier 

 

 Lymnocryptes minimus Bécasseau sourde M.H 

 Gallinago gallinago Bécasseau des 
marais 

M.H 

 Calidris temminckii Bécasseau temmink M.E 

 Calidris alba Bécasseau 
sanderling 

M.H 

 Calidris ferruginea Bécasseau corcoli M.E 

 Calidris minuta Bécasseau minute M.E 

 Calidris canuta Bécasseau M.E 



maubéche 

 Calidris alpina Bécasseau variable M.E 

Laridae Larus caehinnans Goeland leucophée Niche sur l’ilot 

 Larus canus Goeland cendré M.H 

 Larus ridibundus Mouette rieuse M.H 

 Larus melanocephalus Larus 
mélanocephale 

 

 Larus minutus Mouette pygmé  

 Rissa tridactyla Mouette tridactyle  

 Chlidonias niger Guifette     noire M.E 

 Chlidonias hybridus Guifette moustac M.H 

 Chlidonias leucopterus Guifette leucoptère M 

 Gelochelidon nilotica Sterne hansel M 

 Sterna albifrons Sterne naine M 

 Sterna sanduicensis Sterne caugek M 

 Sterna caspia Strene caspienne M.H 

 Larus fuscus Goeland brun M.H 

Columbidea Columba livia Pigeon biset S 

 Columba palumbus Pigeon ramier M 

 Streptopelia turtur Tourterelle des bois M 

 Streptopelia 
senegalensis 

Tourterelle maillée S 

 Streptopelia decaocto Tourterelle turque M 

Cuculidae Cuculus canorus Coucous gris  

 Tytonidae Tyto alba Chouette effraie S 

Strigidae Otus scops Hibou petit-duc  



 Asio flammeus Hibou des marais  

 Athene noctua Chouette chevêche  

Apodidae Apus melba Martinet alpin  

 Apusp apus Martinet noir M.E 

 Apus pallidus Martinet pâle S 

Alcedinidae Alcedo atthis Martin pêcheur  

Upudidae Upupa epops Huppe fasciée S.N 

Meropidae Merops apiaster Guêpier d’Europe  

Picidea Jynx torquila Torcol fourmilier S 

Alaudidae Calandrella 
brachydactyla 

Alouette calandrelle M.E 

 Meelanocoryypha 
calandra 

Alouette calandre  

 Alauda arvensis Alouette des champs M.H 

 Galerida cristata Cochevis huppé N 

Hirundidae Hirundo rustica Hirondelle de 
cheminée 

 

 Riparia riparia Hirondelle de rivage M.E 

 Hirundo daurica Hirondelle rousseline  

 Ptyonoooprogne 
rupestris 

Hirondelle de 
rochers 

 

 Delichon urbica Hirondelle de fenêtre M.H 

Motacillidae Anthus trivialis Pipit des arbres  

 Anthus pratensis Pipit des prés M.H 

 Anthus cervinus Pipit à gorge rousse M.H 

 Anthus spinoletta Pipit sponcielle M.H 

 Anthus spinoletta Pipit maritime  



 Anthus campestris Pipit rousseline  

 Motacilla alba Bergeronnette grise M.H 

 Motacila flava Bergeronnette 
printanière 

M 

 Motacilla cinerea Bergeronnette des 
ruisseaux 

 

Pycnonotidae Pycnonotus barbatus Bulbul des jardin S.N 

Laniidae Tchagra senegala Tchagra à tête noire N 

 Lanius excubitor Pie-grièche grise S 

 Lanius senator Pie-grièche à tête 
rousse  

M 

Sylviidae Locustelle naevia Locustelle tachetée  

 Locustelle luscinoides Locustelle luscinioîde N 

 Acrocephalus scipaceus Rousserole 
effarvatte 

N 

 Acrocephalus 
arundinaceus 

Rousseline turdoîde N 

 Acrocephalus 
melanopogon 

Lusciniole à 
moustaches 

H 

 Acrocephalus 
schoenobaenus 

Pragmite des joncs  

 Cettia cetti Bouscale de cetti S 

 Cisticola juncidis Cisticole des joncs S 

 Acrocephalus paludicola Phragmite aquatique  

 Hippolais icterina Hypolais ictéérine  

 Hippolais polyglotta Hypollais polyglotte  

 Hippolais pallida Hypolais pale  

 Sylvia communis Fauvette grisette N 



 Sylivia borin Fauvette des jardins  

 Sylvia atricapilla Fauvette à tête noire S.N 

 Sylvia melanocephala Fauvette 
mélanocéphale 

S 

 Sylvia rueppelli Fauvette de Rüpelle  

 Sylvia conspicillata Fauvette à lunettes  

 Sylvia sarda Fauvette sarde  

 Sylvia undata Fauvette pitchou M 

 Phylloscopus trochilus Pouillot  fitis  

 Phylloscopus collybita Pouillot véloce M.H 

 Phylloscopus sibilatrix Pouillot siffleur  

Muscicapidae Muscicapa striata Gobe –mouche gris  

 Ficedula hypoleuca Gobe- mouche noir  

Turdidae Saxicola torquata  Traquet pâtre  

 Saxicola rubetra Traquet des prés  

 Oenanthe oeenanthe Traquet  motteux  

 Oenanthe hispanica Traquet oreillard  

 Turdus merula Merle noir S.N 

 Turdus torquatus  Merle à plastron  

 Phoenicurus ochrusos Rouge queue noir  

 Phoenicurus 
phoenicurus 

Rouge queue à front 
blanc 

 

 Erithacus rubecula Rouge gorge M.E.H 

 Luscinia svecica Gorge bleue à miroir M.H 

 Luscinia megarhnchos Rossignole philomèle M 

 Cercotrichas galactotes Agrobate roux  



 Turdus philomelos Grive musicienne  

Paridae Parus caeruleus Mésange bleue S.N 

 Parus  major Mésange 
charbonnnière 

S 

Troglodytidae Troglodytes troglodytes Troglodyte mignon N 

Emberizidae Emberiza hotulana Bruant ortolan  

 Emberiza schoeniclus Bruant des roseaux M.H 

 Miliaria calandra Bruant proyer  

Fringillidae Fringilla coelebs Pinson des arbres N 

 Fringilla montifringilla Pinson du nord  

 Carduelis carduellis Chardonneret 
élégant 

S.N 

 Carduelis chloris Verdier d’Europe S 

 Coccothraustes 
coccothraustres 

Gros- bec casse 
noyaux 

 

 Acanthis caccabina Linotte mélodieuse N 

 Serinus serinus Serin ceni N 

Phoecidae Passer hispaniolensis Moineau espagnol S 

 Passer domesticus Moineau domestique S 

  Moineau hybride  

Sturnidae Sturnus vulgaris Etourneau 
sansonnet 

M.H 

 Sturnus unicolor Etourneau unicolore S 

Oriolidae Oriolus oriolus Loriot d’Europe  

Corvidae Corvus corax Grand corbeau S 

 Pica pica Pie bavarde  

 



<<
  /ASCII85EncodePages false
  /AllowTransparency false
  /AutoPositionEPSFiles true
  /AutoRotatePages /All
  /Binding /Left
  /CalGrayProfile (Dot Gain 20%)
  /CalRGBProfile (sRGB IEC61966-2.1)
  /CalCMYKProfile (U.S. Web Coated \050SWOP\051 v2)
  /sRGBProfile (sRGB IEC61966-2.1)
  /CannotEmbedFontPolicy /Warning
  /CompatibilityLevel 1.4
  /CompressObjects /Tags
  /CompressPages true
  /ConvertImagesToIndexed true
  /PassThroughJPEGImages true
  /CreateJDFFile false
  /CreateJobTicket false
  /DefaultRenderingIntent /Default
  /DetectBlends true
  /DetectCurves 0.0000
  /ColorConversionStrategy /LeaveColorUnchanged
  /DoThumbnails false
  /EmbedAllFonts true
  /EmbedOpenType false
  /ParseICCProfilesInComments true
  /EmbedJobOptions true
  /DSCReportingLevel 0
  /EmitDSCWarnings false
  /EndPage -1
  /ImageMemory 1048576
  /LockDistillerParams false
  /MaxSubsetPct 100
  /Optimize true
  /OPM 1
  /ParseDSCComments true
  /ParseDSCCommentsForDocInfo true
  /PreserveCopyPage true
  /PreserveDICMYKValues true
  /PreserveEPSInfo true
  /PreserveFlatness true
  /PreserveHalftoneInfo false
  /PreserveOPIComments false
  /PreserveOverprintSettings true
  /StartPage 1
  /SubsetFonts true
  /TransferFunctionInfo /Apply
  /UCRandBGInfo /Preserve
  /UsePrologue false
  /ColorSettingsFile ()
  /AlwaysEmbed [ true
  ]
  /NeverEmbed [ true
  ]
  /AntiAliasColorImages false
  /CropColorImages true
  /ColorImageMinResolution 300
  /ColorImageMinResolutionPolicy /OK
  /DownsampleColorImages true
  /ColorImageDownsampleType /Bicubic
  /ColorImageResolution 300
  /ColorImageDepth -1
  /ColorImageMinDownsampleDepth 1
  /ColorImageDownsampleThreshold 1.50000
  /EncodeColorImages true
  /ColorImageFilter /DCTEncode
  /AutoFilterColorImages true
  /ColorImageAutoFilterStrategy /JPEG
  /ColorACSImageDict <<
    /QFactor 0.15
    /HSamples [1 1 1 1] /VSamples [1 1 1 1]
  >>
  /ColorImageDict <<
    /QFactor 0.15
    /HSamples [1 1 1 1] /VSamples [1 1 1 1]
  >>
  /JPEG2000ColorACSImageDict <<
    /TileWidth 256
    /TileHeight 256
    /Quality 30
  >>
  /JPEG2000ColorImageDict <<
    /TileWidth 256
    /TileHeight 256
    /Quality 30
  >>
  /AntiAliasGrayImages false
  /CropGrayImages true
  /GrayImageMinResolution 300
  /GrayImageMinResolutionPolicy /OK
  /DownsampleGrayImages true
  /GrayImageDownsampleType /Bicubic
  /GrayImageResolution 300
  /GrayImageDepth -1
  /GrayImageMinDownsampleDepth 2
  /GrayImageDownsampleThreshold 1.50000
  /EncodeGrayImages true
  /GrayImageFilter /DCTEncode
  /AutoFilterGrayImages true
  /GrayImageAutoFilterStrategy /JPEG
  /GrayACSImageDict <<
    /QFactor 0.15
    /HSamples [1 1 1 1] /VSamples [1 1 1 1]
  >>
  /GrayImageDict <<
    /QFactor 0.15
    /HSamples [1 1 1 1] /VSamples [1 1 1 1]
  >>
  /JPEG2000GrayACSImageDict <<
    /TileWidth 256
    /TileHeight 256
    /Quality 30
  >>
  /JPEG2000GrayImageDict <<
    /TileWidth 256
    /TileHeight 256
    /Quality 30
  >>
  /AntiAliasMonoImages false
  /CropMonoImages true
  /MonoImageMinResolution 1200
  /MonoImageMinResolutionPolicy /OK
  /DownsampleMonoImages true
  /MonoImageDownsampleType /Bicubic
  /MonoImageResolution 1200
  /MonoImageDepth -1
  /MonoImageDownsampleThreshold 1.50000
  /EncodeMonoImages true
  /MonoImageFilter /CCITTFaxEncode
  /MonoImageDict <<
    /K -1
  >>
  /AllowPSXObjects false
  /CheckCompliance [
    /None
  ]
  /PDFX1aCheck false
  /PDFX3Check false
  /PDFXCompliantPDFOnly false
  /PDFXNoTrimBoxError true
  /PDFXTrimBoxToMediaBoxOffset [
    0.00000
    0.00000
    0.00000
    0.00000
  ]
  /PDFXSetBleedBoxToMediaBox true
  /PDFXBleedBoxToTrimBoxOffset [
    0.00000
    0.00000
    0.00000
    0.00000
  ]
  /PDFXOutputIntentProfile ()
  /PDFXOutputConditionIdentifier ()
  /PDFXOutputCondition ()
  /PDFXRegistryName ()
  /PDFXTrapped /False

  /Description <<
    /CHS <FEFF4f7f75288fd94e9b8bbe5b9a521b5efa7684002000500044004600206587686353ef901a8fc7684c976262535370673a548c002000700072006f006f00660065007200208fdb884c9ad88d2891cf62535370300260a853ef4ee54f7f75280020004100630072006f0062006100740020548c002000410064006f00620065002000520065006100640065007200200035002e003000204ee553ca66f49ad87248672c676562535f00521b5efa768400200050004400460020658768633002>
    /CHT <FEFF4f7f752890194e9b8a2d7f6e5efa7acb7684002000410064006f006200650020005000440046002065874ef653ef5728684c9762537088686a5f548c002000700072006f006f00660065007200204e0a73725f979ad854c18cea7684521753706548679c300260a853ef4ee54f7f75280020004100630072006f0062006100740020548c002000410064006f00620065002000520065006100640065007200200035002e003000204ee553ca66f49ad87248672c4f86958b555f5df25efa7acb76840020005000440046002065874ef63002>
    /DAN <>
    /DEU <>
    /ESP <>
    /FRA <>
    /ITA <>
    /JPN <>
    /KOR <FEFFc7740020c124c815c7440020c0acc6a9d558c5ec0020b370c2a4d06cd0d10020d504b9b0d1300020bc0f0020ad50c815ae30c5d0c11c0020ace0d488c9c8b85c0020c778c1c4d560002000410064006f0062006500200050004400460020bb38c11cb97c0020c791c131d569b2c8b2e4002e0020c774b807ac8c0020c791c131b41c00200050004400460020bb38c11cb2940020004100630072006f0062006100740020bc0f002000410064006f00620065002000520065006100640065007200200035002e00300020c774c0c1c5d0c11c0020c5f40020c2180020c788c2b5b2c8b2e4002e>
    /NLD (Gebruik deze instellingen om Adobe PDF-documenten te maken voor kwaliteitsafdrukken op desktopprinters en proofers. De gemaakte PDF-documenten kunnen worden geopend met Acrobat en Adobe Reader 5.0 en hoger.)
    /NOR <>
    /PTB <>
    /SUO <>
    /SVE <>
    /ENU (Use these settings to create Adobe PDF documents for quality printing on desktop printers and proofers.  Created PDF documents can be opened with Acrobat and Adobe Reader 5.0 and later.)
  >>
  /Namespace [
    (Adobe)
    (Common)
    (1.0)
  ]
  /OtherNamespaces [
    <<
      /AsReaderSpreads false
      /CropImagesToFrames true
      /ErrorControl /WarnAndContinue
      /FlattenerIgnoreSpreadOverrides false
      /IncludeGuidesGrids false
      /IncludeNonPrinting false
      /IncludeSlug false
      /Namespace [
        (Adobe)
        (InDesign)
        (4.0)
      ]
      /OmitPlacedBitmaps false
      /OmitPlacedEPS false
      /OmitPlacedPDF false
      /SimulateOverprint /Legacy
    >>
    <<
      /AddBleedMarks false
      /AddColorBars false
      /AddCropMarks false
      /AddPageInfo false
      /AddRegMarks false
      /ConvertColors /NoConversion
      /DestinationProfileName ()
      /DestinationProfileSelector /NA
      /Downsample16BitImages true
      /FlattenerPreset <<
        /PresetSelector /MediumResolution
      >>
      /FormElements false
      /GenerateStructure true
      /IncludeBookmarks false
      /IncludeHyperlinks false
      /IncludeInteractive false
      /IncludeLayers false
      /IncludeProfiles true
      /MultimediaHandling /UseObjectSettings
      /Namespace [
        (Adobe)
        (CreativeSuite)
        (2.0)
      ]
      /PDFXOutputIntentProfileSelector /NA
      /PreserveEditing true
      /UntaggedCMYKHandling /LeaveUntagged
      /UntaggedRGBHandling /LeaveUntagged
      /UseDocumentBleed false
    >>
  ]
>> setdistillerparams
<<
  /HWResolution [2400 2400]
  /PageSize [612.000 792.000]
>> setpagedevice




