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RESUME 

 

Le virus West nile est un arbovirus appartenant à la famille des Flaviviridae, au 

genre Flavivirus et au sérocomplexe de l’encéphalite japonaise. Transmis par des moustiques 

ornithophiles principalement de genre Culex, les oiseaux jouent le rôle de l’amplificateur 

dans le cycle. L’homme et le cheval sont des hôtes accidentels constituant un cul de sac 

épidémiologique, chez ces derniers, le virus entraine un simple syndrome fébrile,  avec 

parfois un syndrome nerveux grave. 

 

L’objectif de cette enquête est de détecter les anticorps anti VWN en Kabylie. 37 

sérums ont été prélevés chez les pigeons dans deux régions à savoir Tizi-Ouzou et Bouira. Les 

prélèvements ont été analysés par la technique ELISA de type compétition. 4 échantillons 

ont fourni un résultat positif, soit une prévalence de 10,81% (4/37 échantillons), avec des 

taux de séropositivité de 18,75% et de 4,67% à Tizi-Ouzou et à Bouira respectivement. 

Aucune association statistiquement significative n’est observée pour ce facteur et la 

séroprévalence. 
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ABSTRACT 

 

The West Nile virus is an arbovirus belongs to the family of Flaviviridae, to the 

genus Flavivirus and to the Japanese encephalitis sero-complement. Transmitted by 

ornithophilic mosquitoes mainly of the genus Culex, The birds play the role of the amplifier 

in the cycle.  Man and Horse are accidental hosts constituting an epidemiological dead end, 

among them; the virus causes a simple febrile syndrome, with sometimes severe nervous 

syndrome. 

 

The objective of this survey is to detect anti - WNV antibodies in kabylie. 37 

serums were collected from mugs in two regions namely Tizi-Ouzou and Bouira. The swabs 

were analyzed by the ELISA technique of competition type. 4 patterns provided a positive 

result, whether a prevalence of 10,81% (4/37 patterns), with seropositivity rates of 18,75% 

and 4,67% at Tizi-Ouzou and at Bouira respectively. No statistically significant association is 

observed for this factor and seroprevalence. 
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 ملخص

 

 )Flaviviridae( المصفرة الفیروسات لعائلة  ینتمي بالمفصلیات المنقول الفیروس ھو النیل غرب فیروس

 المستودع المضیف دور تلعب الطیور ،)Culex( النوع من الیاباني الدماغ بالتھا ولمصلیة  (Flavivirus)النوع من

)Amplificateur (في لكن أعراض، بدون إصابات الفیروس لھما یسبب عرضیین مضیفین الحصان و الإنسان. الحلقة في 

  .ممیت عصبي اضطراب لدیھما یحدث أن یمكن الأحیان بعض

 

 تم. القبائل منطقة في النیل غرب فیروس – ضد المضادة جسامالأ عن الكشف ھو الدراسة ھذه من الھدف

 عینات 4. منافسة نوع من ELISA تقنیة بواسطة المحللة العینات. والبویرة وزو تیزي منطقتي في الحمام من مصل 37 جمع

 ٪4,67 و ٪18,75 ـب المقدرة المصل إیجابیة معدلات مع ،)4/37( ٪10,81 یعادل مصلي  بانتشار إیجابیة، نتیجة لنا قدمت

 .المصلي وللانتشار العامل لھذا إحصائیة دلالة ذات علاقة وجود عدم لوحظ وقد. التوالي على والبویرة وزو تیزي في

 

 

  

 .انتشار ،ELISA الحمام، القبائل، النیل، غرب فیروس :البحث كلمات
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INTRODUCTION 
 

Isolé pour la première fois en Ouganda en 1937, le virus West Nile (VWN) est un 

arbovirus appartenant à la famille des Flavivridae genre Flavivirus (Kramer et al., 2007). 

L’arbovirose la plus répondue au monde, largement signalée en Afrique, le sud de l’Europe, 

la Russie, le moyen orient, l’Inde et l’Australie, et depuis 1999 dans le nord de l’Amérique 

(Garmendia, 2001 ; Murgue et al., 2001). Son cycle naturel fait intervenir les oiseaux qui 

constituent le réservoir et les moustiques ornithophiles, essentiellement de genre Culex, en 

tant que vecteur. La contamination de l’homme et le cheval se fait de façon accidentelle. 

Les oiseaux sont des porteurs de nombreux microorganismes dont certains sont 

des pathogènes potentiellement transmissibles à l’homme (zoonoses) ou aux animaux 

domestiques (Janovy, 1997 ; Clergeau, 2006 ; Nuttal, 1997 ; Friend, 2001). Les oiseaux ont 

de plus la particularité de pouvoir se déplacer rapidement sur des grandes distances. En 

quelques semaines, des milliards d’oiseaux transitent chaque année d’un continent à un 

autre pour rejoindre, selon la saison, leur site d’hivernage ou de nidification (Alerstam et al., 

1990). Au cours de ces déplacements, ils véhiculent avec eux tout un panel de pathogènes 

susceptibles de conduire à l’émergence de maladie dans des zones jusqu’alors indemnes 

(Moutou, 2001 ; Walendström, 2002 ; Hubalek, 2004 ; Comstedt, 2006 ; Olsen, 2006). 

Jusqu’à la fin des années 80, les épidémies à VWN étaient sporadique, 

surviennent dans quelques pays d’Afriques et les formes neurologiques étaient 

exceptionnelles (Karmer, 2007). Depuis les années 1990, la maladie a changé de statut, des 

épidémies à VWN plus graves par la fréquence des formes neurologiques sont survenues en 

Algérie 1994, en Romanie 1996, en Russie et aux Etats-Unis d’Amérique (USA) en 1999 

(Murgue et al., 2001 ; Tsai et al., 1998 ; Platonov et al.,2001, Karmer et al., 2007), donc le 

VWN est devenu un grand problème de santé à la fois publique et vétérinaire en Europe et 

dans le bassin méditerranéen et ensuite les Etats-Unis d’Amérique. 

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

d’Alger, à partir d’un broyat de vecteurs constituée d’un pool de 215 moustiques de genre 

Culex prélevé 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. Depuis, 

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



 

 
 

humains où à partir des animaux. En revanche, plusieurs enquêtes menues chez l’homme et 

chez les animaux ont révélé des cas positifs (Metallaoui, 2008). 

Cependant, dans notre pays, les derniers résultats officiels remontent aux 1994, 

enquête prévue dans le cadre du projet GCP/RAB/002, ce qui met un point d’interrogation 

sur la situation actuelle de la maladie dans notre pays, ajoutant à ça l’absence de système de 

surveillance spécifique à cette maladie, contrairement à nos voisins la Tunisie et le Maroc. 
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CHAPITRE I 
GENERALITE SUR LE VIRUS WEST NILE 

 

1.1. Historique : 

En 1937, Le virus West Nile (VWN) ou virus du Nil occidental a été isolé pour la 

première fois  en Ouganda chez une femme souffrant d’une forte fièvre (Smithburn et al, 

1940) venant du West Nile distrect d’où son nom (Smithburn et al, 1940). Treize ans après 

sa découverte, le virus West Nile est isolé chez l’homme en Égypte, Aujourd’hui l’arbovirose 

est présente sur tous les continents à l’exception de l’Antarctique faisant de lui le virus le 

plus répandu au monde (Murgue, 2002). 

En se basant sur des analyses phylogénétiques, le virus West Nile a émergé 

comme un virus distinct il y a 1000 ans (Galli, 2004). En 2009, le CDC (the Centers for Disease 

Control and Prevention) a rapporté que le virus West Nile peut être une des causes possible 

de la mort d’Alexandre le grand qui est décédé après 10 jours de fièvre (Marr, 2009). 

Certains auteurs ont cru reconnaitre dans ces lignes et dans les symptômes d’Alexandre le 

grand, la première description de l’activité du virus West Nile 323 avant J.C. près de 

l’actuelle Bagdad (Cunha, 2004 ; Oldach et al, 2004). 

La première épidémie due au VWN a été rapportée en Israël (1951-1952) 

(Bernkopf, 1953) où les premières manifestations neurologiques sévères ont été rapportées 

en 1957 et en 1962 (Hayes, 1989). Le virus a également sévi en France au courant de l’année 

1962 (Joubert, 1970) et en Afrique du Sud (1974, 1984-1986) (Mclntosh, 1976 ; Jupp, 1986). 

À partir de 1994, le VWN regagne de l’activité dans l’ancien monde et des 

premiers cas humains ont été rapportés en Algérie (Le Guenno, 1996). L’arbovirus révèle 

une pathogénicité plus importante et est à l’origine de plusieurs épisodes épidémiques  

observés chez l’homme et/ou les chevaux. En 1996, une épidémie éclate à Bucarest 

(Roumanie) avec plus de 500 cas d’encéphalite dont 17 mortelles (Tsai, 1998). En 1999, 40 

décès sont rapportés dans les villes de Voljski et Volvograd, en Russie (Platonov, 2001) et en 

2000, 8 décès ont été rapportés en Israël (Weinberger, 2001). Une situation différente est 

observée au Maroc (1996), en Italie  et en France (2000, 2003, 2004 et 2006) où le virus a 

touché essentiellement les chevaux (Murgue, 2001 ; El Harrack, 1997 ; Cantile, 2000 ; Zeller, 

2004 ; Durand, 2005). 



 

 
 

En 1999 un tournant majeur est atteint, lorsqu’une épidémie éclate à New York, 

sur un territoire vierge de VWN, 62 cas d’encéphalite humaine (7 décès), 20 cas équins (9 

décès). 10 ans plus tard le virus est considéré comme endémique sur tout le territoire nord-

américain. Près de 12000 cas humains de méningites ou d’encéphalites dont plus de 1000 

infections fatales y ont été répertoriés. Une mortalité massive de la faune aviaire locale y a 

aussi été observée (Murray et al, 2010). 

Cependant, l’épidémie va élargir son aire de distribution en atteignant 

l’ensemble des États-Unis ainsi qu’une grande partie du continent américain, du Canada 

(Pepperell et al, 2003) jusqu’en Argentine (Morales et al, 2006). En 2011, plus de 712 et 110 

cas ont été déclarés respectivement aux USA et Canada (CDC, 2011; PHAC, 2011) ainsi que 

303 cas ont été recensés entre l’Europe et les pays voisins (ECDC, 2011). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

1.2. Classification : 

Le virus west nile (VWN) appartient à la famille des Flaviviridae, genre Flavivirus 

(Gubler, 1998). Ce genre regroupe plus de 70 virus, avec approximativement 40 virus 

pathogènes pour l’homme (virus de la dengue, virus de l’encéphalite à tique, virus de 

l’encéphalite japonaise, virus de la fièvre jaune, etc.) (Knipe, 2007). Le genre est subdivisé en 

12 complexes taxonomiques. 

Le virus West Nile est un virus à ARN positif, enveloppé de 45 à 50 nm de 

diamètre. Il appartient à la famille des Flaviviridae et au genre Flavivirus comme d’autres 

virus humains, par exemple, ceux de la dengue et de la fièvre jaune (tableau1.1). 

Plus particulièrement, il fait partie de sérocomplexe des encéphalites japonaises 

avec les virus de l’encéphalite de la Murray Valley et de Saint Louis, les virus Kunjin, Usutu, 

Koutango, Cacipacore, Alfuy et Yaounde. Tous les virus de ce complexe taxonomique sont 

des arbovirus (arthropod-borne virus) essentiellement transmis par des moustiques et 

affectant naturellement les oiseaux que l’on retrouve en Asie (encéphalite japonaise), 

Afrique (virus Usutu, Yaounde), en Amérique (encéphalite de Saint Louis), en Australie 

(encéphalite de la Murray Valley, virus Kunjin) et en Europe (virus Usutu). 

Tableau 1.1: classification des Flaviviridae (d’après Lecollinet, 2013). 

Genre Virus Espèces sensibles Transmission 

Flavivirus 

Encéphalite Japonaise Hommes, Chevaux, Porcs 

Arboviroses 

West Nile Hommes, Chevaux, 
Oiseaux 

Dengue Hommes 

Fièvre Jaune Hommes 

Encéphalite à tiques 
d’Europe Centrale 

Hommes 

Louping ill Ovins 

Pestivirus 

Maladie des muqueuses 
 

Bovins 

Non arboviroses 

Border disease Ovins 

Peste Porcine Classique 
 

Porcs 

Hepacivirus 

Hépatite C 
 

Hommes 

Hépacivirus canin Chiens 
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-   la protéine C (nucléocapside icosaédrique composée de multiples protéines C).

-   la protéine M (bloque la fusion virale).

- la protéine E (tropisme, attachement viral, hémagglutination, fusion de la membrane, 

assemblement). 

Figure 1.1: structure de la polyprotéine virale et sites d’action des protéases 

(d’après Valiakos et al, 2013)
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la transcription virale, assurent la réplication et participent à l’échappement à la réponse 

immunitaire de l’hôte. 
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Figure 1.2: Schéma structurel du virus West Nile d’après (Petersen et al, 2001). 

 

1.3. Cycle de multiplication viral: 

La première étape du cycle viral est l’attachement du virus sur la surface 

cellulaire qui implique une interaction entre la protéine d’enveloppe E et des récepteurs 

spécifiques de la surface cellulaire (Figure 3). Les récepteurs DC-SIGN, alphaVbeta3 integrin 

(Bogachek et al, 2010) et la minin-binding protein (Bogachek et al, 2008) ont été rapportés 

comme potentiel récepteurs. Un processus d’endocytose récepteur-dépendante conduit 

alors à l’internalisation de la particule virale dans une vésicule à clathrines (Chu & Ng, 2004). 

Une acidification de l’endosome s’opère entrainant un changement de conformation de la 

protéine E et induisant ainsi la fusion de l’enveloppe virale et de la membrane endosomale 

(Gollins & Porterfield, 1986). La nucléocapside est libérée dans le cytoplasme de la cellule 

hôte et l’ARN génomique est décapsidé. Ce dernier étant de polarité positive, fait office 

d’ARNm et est transcrit en une seule polyprotéine. La maturation protéolytique de la 

polyprotéine virale, puis de ces produits de clivage, génère les trois protéines structurales et 

les sept protéines non-structurales. 



 

 
 

Les protéines virales NS3 et l’ARN polymérase ARN-dépendante NS5 (Rice et al, 

1986; Poch et al, 1989) s’associent probablement à des protéines cellulaires pour former un 

complexe de réplication réalisant la synthèse de brins d’ARN (-). Ceux-ci servent à leur tour 

de matrice pour la synthèse de brins d’ARN (+) destinés soit à être traduits, soit à être 

encapsidés dans les virions en cours de maturation. Les protéines de capside s’assemblent 

avec l’ARN viral pour former la nucléocapside. Les nucléocapsides nouvellement formées 

seraient ensuite internalisées dans la lumière du réticulum endoplasmique (RE) selon un 

processus de bourgeonnement. La membrane du RE, dans laquelle sont ancrées les 

protéines E et protéine M, formerait ainsi l’enveloppe des virions immatures. Ces derniers 

seraient ensuite transportés, dans des vésicules de sécrétion, vers l’appareil de Golgi. Dans le 

réseau trans-golgien, il a été démontré qu’une protéase cellulaire assure la maturation de 

l’enveloppe virale par le clivage de prM en M (Konishi & Mason, 1993). La libération des 

virions dans le milieu extracellulaire se ferait ensuite par exocytose au travers de la 

membrane plasmique (Mukhopadhyay et al, 2005). 

 

Figure 1.3 : Cycle de multiplication des Flavivirus (Samuel, 2002). 



 

 
 

1.4. Symptomatologique: 

1.4.1. Chez l’homme: 

L’infection est le plus souvent asymptomatiques (80٪) et ne motive pas une 

consultation médicale. Les manifestations cliniques sont constituées dans la majorité des cas 

par un syndrome pseudo-grippal « grippe estivale » faisant suite à une courte période 

d’incubation de quelques jours avec une résolution sans séquelles. La fièvre peut être 

modéré ou sévère. Les autres signes cliniques rencontrés lors d’infection sont céphalées, 

myalgies, arthralgies, asthénie, éruption cutanée (dans 50٪ des cas), pharyngite, 

manifestations digestives (nausées, vomissements, diarrhées, douleurs abdominales). Une 

faible proportion (environ 1٪) des personnes ayant des signes cliniques présentent des 

formes graves avec des manifestations neurologiques à type de méningites aigües ou 

encéphalites (un tiers de forme méningites et deux tiers ayant une composante 

encéphalitique). La mortalité lie à ces formes est variable et peut être estimée aux alentour 

de 10٪. La fréquence des formes graves et un mauvais pronostic vital sont associes à l’âge de 

plus de 65 ans et à l’état du système immunitaire de patient (Wiess D. et al, 2000). 

Ces critères péjoratifs d’âge et d’altération d’immunocompétence sont plus 

fréquemment retrouvés chez les malades nécessitant une transfusion. Ces donnés ont été 

objectivées lors d’épidémie Nord-Américaine au cours de laquelle il a été décrit que les 

receveurs de produits sanguins contaminés (23 cas certains en 2002 et 06 en 2003) 

présentaient dans environ deux tiers des cas des formes cliniques neurologiques graves. 

1.4.2. Chez les équidés: 

L’infection à VWN peut donner des tableaux variés allant d’un simple syndrome 

pseudo-grippal à une encéphalomyélite mortelle. La maladie se manifeste généralement 

sous forme épidémique (Cantile C. et al, 2000 ; Zientara S, 2000). La forme neurologique de 

l’infection équine est connue en Camargue sous le nom « Lourdige ». 

L’infection expérimentale du cheval révèle que la maladie se traduit par deux 

formes complémentaires mais souvent dissociées, l’une de type myélitique subaigüe ou 

chronique, l’autre de type méningo-encéphalo-myélitique aigüe ou subaigüe (Lapras M. ; 

Florio R. et al, 1968). Les symptômes liés aux deux formes sont récapitulés dans le tableau 

 



 

 
 

 

Tableau 1.2: Symptomatologie lors d’incubation expérimentale de virus West 

Nile chez le cheval (Lapras M. ; Florio R. et al, 1968). 

 
Forme Myélitique 

Forme méningo 

encéphalo-myélitique 

Hyperthermie  +++ 

Abattement  Par alternance 

Paraplégie  Oui Oui 

Mydriase  ++ 

Absence de sensibilité localisée  +++ ++ 

Abolition des réflexes tendineux +++  

Diminution de reflex palpébral et photo-

moteur 
++  

Œdème de fond de l’œil ++  

Ataxie ++ +++ 

Hypermétrie  +++ 

Ptyalisme  ++ 

Nystagmus  + 

Crise convulsive   Rare 

 

1.4.3. Chez les oiseaux: 

L’infection des oiseaux par le VWN est généralement asymptomatique. 

Cependant, des manifestations cliniques (notamment neurologiques) ont été observées lors 

d’infection naturelle chez des pigeons et les corvidés. 

Les symptômes généraux observés chez les oiseaux sont de l’anorexie, une 

faiblesse générale forçant l’oiseau à beaucoup dormir ou à rester au repos, une perte de 

masse et de pinçage des plumes à pulpe (Glaser, 2004 ; Marra, Griffing et al, 2004). Comme 

le virus West Nile est un virus neurotrope, on peut observer également de nombreux 

symptômes neurologiques associés aux symptômes généraux, que sont: ataxie, 

tremblement, désorientation, déplacement en cercle, vision et audition altérées, 



 

 
 

positionnement anormaux de la tête et de cou, convulsions (Steele ; Linn et al, 2000 ; 

Glaser, 2004 ; Marra, Griffing et al, 2004). 

Selon une étude expérimentale par le VWN (souche NY99) effectuée sur de 

nombreux espèce d’oiseau, il semblerait que la famille des corvidés soit particulièrement 

sensible (Komar, Langevin et al, 2003). 

1.5. Traitement et prophylaxie : 

1.5.1. Traitement : 

1.5.1.1. Chez l’homme : 

Malgré l’intérêt particulier à développer un traitement spécifique contre le virus 

West Nile durant cette dernière décennie, aucun traitement spécifique et efficace contre 

cette maladie n’a été décrit. Les essais cliniques pour le développement d’une thérapie 

spécifiques sont difficiles. En particulier, en raison de la logistique d’essai complexe, liée à la 

caractéristique sporadique de la maladie et aux difficultés des prévisions des manifestations 

d’année en année. En outre, le diagnostic de l’infection est toujours retardé et la majorité 

cas déclarés sont des vieux avec des complications graves (Peterson, A. T., al ; 2003), (Sayao, 

A.L., al ; 2004). 

Le rôle des corticoïdes dans la maladie neuroinvasive reste controversé en raison 

du manque de preuves cliniques et de l’état d’immunosuppression qui peut empirer la 

maladie (Kramer, A.H., al ; 2013). En général, chez l’homme, on utilise trois molécules 

antivirales qui sont: Ribavirin, l’interféron α et les immunoglobulines. 

Le Ribavirin est un analogue de la guanosine avec une activité in vitro rapportée 

contre plusieurs virus à ADN ou ARN, y compris les Flavivirus (Huggins, J.W., 1989). In vitro, 

le Ribavirin à de hautes concentrations empêche la réplication et l’effet cytopathologique du 

virus west nile dans des cellules nerveuses (Jordan, I., al ; 2000). Des essais cliniques de cette 

molécule chez les animaux sont contradictoires et ne montrent pas clairement l’efficacité de 

cette molécule (effet protecteur chez la souris et non protecteur pour les hamsters) 

(Anderson, J.F., al ; 2002), (Morrey, J.D., al ; 2006). La désconcordance des résultats in vitro 

et in vivo semble être due à la faible diffusion de la molécule dans le système nerveux 



 

 
 

central (Anderson, J.F., al ; 2002). D’autres essais cliniques sont à exiger avant la 

commercialisation de la Ribavirin (Tunkel, A.R., al ; 2008). 

Les interférons sont des glycoprotéines médiatrices de la réponse immunitaires 

innée contre les infections virales. L’effet inhibiteur de l’interféron α contre l’infection à 

VWN a été démontré in vitro avec des concentrations aisément réalisable dans le sérum 

humain (Anderson, J.F., al ; 2002). Aussi, une mortalité accrue est remarquée chez des 

souris déficientes en récepteur d’interféron α/β. Les donnés disponibles pour l’utilisation 

humaine sont manquantes (Jackson. A.C., 2004). 

Les immunoglobulines spécifiques ont montré une efficacité dans le traitement 

de plusieurs Flavivirus (Agrawal, A.G., al ; 2003), (Ben-Nathan, D., al ; 2009). Les 

immunoglobulines ont donné des résultats satisfaisants chez les animaux en particulier chez 

les souris et les hamsters traités tôt (Agrawal, A.G., al ; 2003), (Camenga, D.L., al ; 1974), 

(Morrey, J.D., al ; 2006). Les donnés disponibles pour l’homme sont limitées à des rapports 

de cas de patients souvent traités tard au cours de la maladie clinique, montrant des 

résultats décevants (Haley, M., al ; 2003), (Levi, M.E., al ; 2010). Une molécule a été 

développée par ClinicalTrials.gov nommée NCT00068055 est en phase I d’essai (National 

Institute of Allergy and Infectious Diseases [NIAID] 2014). Les donnés disponibles restent 

insuffisantes pour recommander l’utilisation des immunoglobulines contre l’infection à VWN 

(Timothy, J.G., al ; 2014). 

1.5.1.2. Chez le cheval : 

Le traitement de l’infection à VWN chez les cheveux reste un traitement 

symptomatique et de soutien. Aucune thérapie spécifique efficace contre le virus n’est 

actuellement disponible (Steinman, A., al ; 2002), (Johnson, A.L., 2011). Les soins de soutien 

ne s’accompagnent pas toujours de succès (Abutarbush, S. M., al ; 2004). Cependant, des 

études récentes ont montré l’efficacité des immunoglobulines en IV chez les cheveux 

présentant des signes cliniques (Johnson, A.L., 2011). 

1.5.2. La vaccination : 



 

 
 

Le VWN à été isolé pour la première fois il y a plus de 70 ans (Smithburn KC, al ; 

1940. Actuellement, il n’y a aucun vaccin commercialisé pour l’homme. Plusieurs vaccins 

restent encore en phase I ou II (stades expérimentaux) aux USA (Beasley, D.W., al ; 2013). 

Parmi les raisons qui empêchent le développement d’un vaccin humain, est le manque 

d’intérêt commercial, notamment son coût de production élevé ainsi qu’un marché très 

restreint pour l’homme (Monath, T.P. 2001). Dans ce contexte, Crucell Inc. a lancé une 

initiative pour le développement d’un vaccin mais plus tard ce projet est annulé (Arun, V., 

al ; 2013). 

Contrairement à ce qui a été rapporté chez l’homme (absence de vaccins), de 

nombreux vaccins sont disponibles à usage vétérinaire. Un large nombre d’approches 

vaccinelles ont été testées chez la souris, les hamsters, les oiseaux, les chevaux et chez les 

primates non-humains. Les vaccins à usage humaine sont encore aux stades expérimentaux 

(Stade I et II). 

1.5.2.1. Les vaccins humains : 

Actuellement et malgré les nombreux efforts entrepris durant cette dernière 

décennie, aucun vaccin humain n’est disponible sur le marché. 

Du fait que le virus WN appartient à un genre qui contient des virus avec 

plusieurs caractéristiques en communs tel que le virus de la dengue, de la fièvre jaune et de 

l’encéphalite japonaise, cela a permis aux scientifiques de développer des vaccins basés sur 

les découvertes vaccinelles précédentes ayant le pouvoir de contrôler la propagation de 

certains virus du même genre. Il est à signaler que plusieurs vaccins sont présentement à 

l’essai clinique. 

Juste après la première épidémie du WN en USA en 1999, l’Institut National des 

Allergies et Maladies Infectieuses (NIAID) a commencé à travailler sur un vaccin nommé 

ChimeriVax-WN02 (Epp, T., al ; 2007). C’est un vaccin à virus atténué fabriqué en se basant 

sur le vaccin de la fièvre jaune commercialisé sous le nom de Yallow Fever 17D. Initialement, 

les gènes des protéines prM et E du virus de la fièvre jaune ont été remplacés par ceux du 

VWN formant le ChimeriVax-WN01. L’atténuation par mutation en protéine E mène vers le 

ChimeriVax-WN02 (Cantile, C., al ; 2001). Ce vaccin est en phase II et montre un pouvoir 

immunogène élevé et une bonne tolérance lors des essais cliniques (Biedenbender, R., al ; 

2011), (Repik, P.M., al ; 2012). Un autre vaccin recombinant atténué et développé à partir 



 

 
 

du virus de la dengue ainsi que des gènes du virus WN (WN/DEN4-3Dalta30) a été décrit 

(références). Ce vaccin exprime les protéines prM et de l’enveloppe du VWN. Aussi, ce 

vaccin reste en phase d’essai clinique (Phase I). Le VRC est un autre vaccin à ADN pour 

l’homme. Il a donné des bons résultats en phase I d’essai expérimental (Martin, J.E., al ; 

2007), (Ledgerwood, J.E., al ; 2011). D’autres vaccins sont en phase d’essai clinique comme 

le HBV-002 (nommé encore WN-20E) développé à partir de la protéine E (sans le domaine 

transmembranaire de cette protéine) et des vaccins recombinants (Ledizet, M., al ; 2005). 

Le tableau  suivant (Tableau 1.3) résume les principaux vaccins expérimentaux 

pour l’homme: 

 

Tableau 1.3 : Les vaccins contre le VWN en cours de développement clinique. 

 

1.5.2.2. L’immunité passive : 

La sérovaccination a été employée pour la prophylaxie passive de nombreuses 

maladies comprenant le VWN. Plusieurs essais sur des souris ont donné des résultats 

satisfaisants (Ledizet, M., al ; 2005), (Wang, T., al ; 2001), (Engle, M.J., al ; 2003), (Ledizet, 

M., al ; 2007). La prophylaxie passive a également été employée chez l’homme avec des 

résultats encourageants. Deux patients traités en Israël par l’administration en IV d’anticorps 



 

 
 

Omr-IgGs ont montré des améliorations spectaculaires (Shimoni, Z., al ; 2001), (Hamdan, A., 

al ; 2002). 

1.5.2.3. La vaccination chez les animaux : 

Plusieurs vaccins sont développés chez les animaux. Le tableau (Tableau 1.4) 

récapitule les vaccins licenciés pour les animaux (De Filette, M., al ; 2012): 

Tableau 1.4: Les vaccins commercialisés et les vaccins en stade clinique 
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2. CHAPITRE II 
EPIDEMIOLOGIE DU VIRUS WEST NILE 

 

2.1. La répartition géographique : 

L’épidémiologie du virus WN est toujours en évolution. Le virus est isolé 

initialement chez une femme fébrile en 1937 en Ouganda (Smithburn, Kc., al ; 1940). Depuis 

cette découverte, à l’exception de l’épidémie d’Israël en 1950 et celle de la France en 1960, 

seulement quelques cas sporadiques chez l’homme et les équidés ont été rapportés, en 

Albanie, la Bulgarie, Belarusse, Ukraine, et Moldavia (Hubalek, Z., al ; 1999). Jusqu’aux 

années 90, la maladie chez l’homme était sans grande importance car juste des syndromes 

fébriles et les complications neurologiques sont rares (Murgue, B., al ; 2001), (Hyes,  C.G., 

al ; 2001). À partir de 1994, on assiste à la multiplication d’épidémies importantes 

d’encéphalites à virus West Nile dans le bassin méditerranéen et en Europe (Murgue, B., al ; 

2001), (Dauphin, G., al ; 2004). Son statut peu pathogène est remis en question. 

Des épidémies de plusieurs dizaines à centaines de cas sont recensées en Algérie 

en 1994 (Le Guenno., al ; 1996), en Roumanie en 1996, en Tunisie en 1997 (Triki, H., al ; 

2001), en Russie en 1999 (Platonov, A., al ; 1999) et en Israël en 2000 (Weinberger, M., al ; 

2001). En fin août 1999, le virus est introduit aux USA où il a causé des cas d’encéphalites 

chez l’homme accompagnés d’encéphalites équines et de la mort de plusieurs centaines 

d’oiseaux sauvages (Garmendia, A.,al ; 2001). Le virus est étendu progressivement vers le 

Canada, l’Argentine et le Brésil (Randolph, S.E., al ; 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, Hongrie, en Israêl, en Italie, en Macédoine, dans le territoire 

palestinien, en Romanie, en Russie, en Serbie, en Espagne, en Ukraine, en Tunisie, en 

Turquie et en Grèce (2010-2012) (Calisteri, P., al ; 2010), (Sibru, A., al ; 2011). La figure ci-

dessous (Figure 2.1) montre la répartition spatiale de virus à travers le monde.     

 

 



 

 
 

 

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. Pour le Japon la Corée du sud, la Finlande et la Suède : la 

séropositivité est seulement signalée pour des oiseaux migrateurs non-résidents sans 

indication de transmission locale. Kiding et al ont rapporté des infections chez des gorilles 

près des frontières du République du Congo et de Rwanda (Chancey, C., al ; 2015). 

2.2. Lignages et souches :  

2.2.1. 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 (Casttilo-Olivares, J.K., al ; 2011). 

 

 



 

 
 

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

comparaison des séquences obtenues, montrent une variabilité  génétique 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). 

Le lignage 1 peut être divisé en 03 clusters : cluster 1a représente le virus isolé en 

Afrique, en Europe, en Moyen orient et en Amérique. En 2011, le 1a de VWN à été isolé pour 

la première fois en Inde (Blakrishnan, A., al ; 2013). Jusque à ce moment le cluster 1a 

contient tous les isolats des épidémies d’encéphalite humaine (Lanciotti, R.S., al ; 1999) ; le 

cluster 1b correspond au virus Kunjin (KUNV) isolé en Australie, cette souche est considérée 

comme un subtype de VWN (Hall, R.A., al ; 2001). Le 1b est une cause rare de la maladie 

humaine, la plus grande épidémie causée par cette souche est celle déclarée chez les 

chevaux en Australie en 2011 (Frost, M.J., al ; 2012). Le troisième cluster 1c correspond aux 

virus isolés en Inde (Beasley, D., al ; 2005), (Lanciotti, R.S., al ; 2002). 

Le lignage 2, initialement isolé en Afrique, où il cause des syndromes fébriles 

bénignes chez l’homme (Lanciotti, R.S., al ; 1999). Rarement responsable d’épidémies. 

Cependant, en 2004 et 2005, le virus appartient a ce lignage a été identifié chez des oiseaux 

sauvages en Hongrie, rapidement propagé vers l’Europe centrale (Bakonyi, T., al ; 2005), 

(Bakonyi, T., al ; 2006). Des cas aviaires, équins et humains due au lignage 2 ont été 

rapportés en Russie, la Hongrie, l’Italie et la Grèce (May, F.J., al ; 2011), (Nash, D., al ; 2001), 

(Magurano, F., al ; 2012), (Barzon, L., al ; 2013). 

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), (Hubalek, 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 2.2 : Les lignages majeurs du VWN (Chancey C.al ;2015). La figure 

représente la répartition géographique des différentes souches de VWN. 

 

 

 

 

 



 

 
 

 

Figure 2.3 : Distribution géographique des différents lignages du VWN 

(Ahmadnejad, F., al ; 2006). 

2.3. Cycle de transmission : 

Le cycle de transmission du WNV est très complexe car il fait intervenir de 

nombreux acteurs. Le virus WN est maintenu dans la nature par le cycle de transmission 

enzootique entre les oiseaux hôtes amplificateurs et les moustiques ornithophiles comme 

vecteurs. Un passage accidentel peut se produire entre des moustiques et des mammifères 

(figure 2.4). Ce cycle est identifié dans les années 50 par des études menées en Egypte 

(Brault, A.C., al ; 2009). 

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). 



 

 
 

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). 

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). Ce 

mécanisme est très important pour l’entretien du virus pendant les périodes froides en 

absence de moustiques adultes. La transmission entre moustiques a été également 

documentée (Higgs, S., al ; 2005). 

Les moustiques s’infectent lors d’un repas sanguin en ingérant le virus. 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 (Hayes, E.B., al ; 2005). 

Le virus a été aussi isolé à maintes reprises à partir d’autres arthropodes 

hématophages. Il a été isolé de différentes espèces de tiques molles (Argasidae), des tiques 

dures (Ixodidae) et d’autres acariens nidicoles (Mumcuoglu, K.Y., al ; 2005). Cependant, 

l’acquisition de virus durant le repas sanguin n’indique pas nécessairement la compétence 

vectorielle des arthropodes pour la transmission de virus (Diamond, M.S., al ; 2009). 

Plusieurs expériences de laboratoires sur des ixodides ont montré l’incapacité de 

ces dernières à transmettre le virus à d’autres hôtes. (Reisen et al., en 2007) ont montré que 

les tiques juvéniles d’ixodidae maintiennent le virus par transmission trans-stadiale jusqu’au 

stade adulte, mais non transmis à la descendance. Ixodes pacificus maintient le virus acquit 

sur un moineau virémique. Cependant, incapable de transmettre le virus à un autre moineau 

naïf. Alors, il semble que les tiques dures ne jouent aucun rôle dans la transmission. La 

situation est différente pour les Argasidae, certaines espèces de tiques molles s’infectent sur 

des animaux septicémiques (taux inférieurs à 50%) et elles sont capables de transmettre le 

virus durant plusieurs centaines de jours après exposition. (Hutcheson et al ; 2005) ont 



 

 
 

démontré que Carios capensis (tique molle) peut transmettre le virus après 35 jours, 10 mois 

pour Carios coniceps,  45 jours pour Ornithodoros erraticus (Vermeil, C., al ; 1960), 57 à 224 

jours pour Ornithodoros moubata (Lawrie, C.H., al ; 2004), et 418 jours pour Argas reflexus 

(Hannoun, C., al ; 1970). 

En revanche, la présence de virus dans les ectoparasites laisse supposer qu’il 

existe un risque de transmission aux oiseaux par voie orale si les parasites infectés sont 

ingérés (Komar, N., al ; 2003), (Anderson, J.F., al ; 2003). 

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 en absence des moustiques (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). Une étude aux USA a montré que, le geai bleu, le Quiscale bronzé, la 

corneille d’Amérique et particulièrement le moineau sont parmi les plus importants 

amplificateurs de l’infection à VWN (Komar, N., al ; 2003). Les oiseaux domestiques sont 

considérés comme des hôtes accidentels de virus car la plupart des espèces, excepté des 

oies domestiques ne développent pas de virémie suffisante pour assurer la continuité du 

cycle. Des études expérimentales ont montré que les oies domestiques (Anser anser anser) 

produisent un niveau suffisant de virémie après infection (Swayne, D.E., al ; 2001). 

Beaucoup d’espèces d’oiseaux secrètent des grandes quantités de virus dans 

leurs excréments et secrétions orales une fois infectés par le VWN (Komar, N., al ; 2003), 

laissant suggérer une transmission directe oiseau-à-oiseau et même des oiseaux à l’homme. 

L’infection orale expérimentale de l’avifaune est démontrée, et une transmission proie 

prédateur est suggérée (infection des corbeaux en Amérique et des rapaces en Hongrie) 

(Garmendia, A.E., al ; 2000), (Zientara, S., al ; 2010). 

Bien que la mortalité aviaire élevée n’avait été rapportée qu’à la fin des années 

1990 en Israël et en 1999 aux USA (Swayne, D.E., al ; 2001), (Bernard, K.A., al ; 2000), (Bin, 

H., al ; 2001). Cependant, des centaines d’espèces représentant plus de 20 familles sont 



 

 
 

sensibles (Martin-Acebes, M.A., al ; 2012). Il est avéré que les espèces les plus sensibles 

appartiennent aux passériformes, en particulier les corvidés (Komar, N., al ; 2003). 

L’homme, les équidés et autres mammifères sont sensibles à l’infection. 

L’apparition des cas est lié à une circulation importante du virus dans l’avifaune et la 

présence des moustiques vecteurs (Murgue, B., al ; 1998). Ils sont considérés comme des 

culs-du- sac épidémiologiques car la réplication virale n’aboutit pas à une virémie suffisante 

pour assurer une transmission efficace au vecteur. À titre d’exemple, la virémie chez un 

cheval infecté expérimentalement est de l’ordre de 103 UFP/ml (Bunning, M.L., al ; 2002), 

insuffisante pour soutenir le cycle. 

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. 

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

les serpents, crocodiles, alligators et les grenouilles (Kostiukov, M.A., 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 (Martin-Acebes, M.A., al ; 2012).  



 

 
 

 

Figure 2.4 : Représentation schématique de cycle de transmission du VWN: Le 

virus WN transmit par les moustiques aux oiseaux. Plusieurs espèces sont des 

hôtes accidentels (modifié) (Dauphin, G., al ; 2007). 

 

2.4. La situation de la maladie en Algérie : 

2.4.1. Donnés historiques sur la maladie : 

2.4.1.1. 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. 

2.4.1.2. Enquêtes sérologiques sur la fièvre du nil occidental : 

A. 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). 

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 WN1. 

En 1994, dans le sud ouest algérien (Timimoune, 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٪. 

 

Tableau 2.1 : Récapitulatif des enquêtes sérologique menées en Algérie 

(Benjelloun A.et al ; 2015). 

Années Région Nbr de sérums testés Résultats 

1965 (Metallaoui, 2008) Nord de l’Algérie 281 P= 0% 

1973 (Metallaoui, 2008) Djanet (Illizi) 171 P= 14,6% 

1975 (Metallaoui, 2008) 
Illizi et Djanet  

Tamanrasset 

48 

143 

P= 58,3% 

P= 3,5% 

1976 (Metallaoui, 2008) 
Biskra  

Ouled Djellal 

24 

21 

P= 37,5% 

P= 19% 

1994 (Pradier, 2012) Timimoune 18 

P= 83,3% 

2 cas douteux 

non comptabilisés 



 

 
 

 

B. 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 suivant (Tableau 2.2) : 

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

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

 

 

Animaux Nbr de sérums testés Résultats (observation) 

Ânes sauvages 52 
p = 96,6% Non spécifique à 

VW 

Oiseaux-Rongeurs 131 0 cas 
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3. CHAPITRE III 
ETUDE EXPERIMENTALE 

3.1. 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., al ; 2001). En 

Algérie, sa première isolation 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 notre pays avec des symptômes chez une cinquantaine de 

personne 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 les pigeons en Algérie avec pour objectifs: 

1) Evaluer la situation sanitaire de la fièvre du nil occidental chez l’amplificateur dans la 

wilaya de Tizi-Ouzou et Bouira. 

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: 

Takerbouzt est le plus grand village kabyle en Algérie située dans la Commune 

d’Aghbalou, Daïra de M’chedellah Wilaya de Bouira. Elle est situé entre 36° 25’ 05’’ Nord     

4° 20’ 34’’ Est, limitée au Nord par le Parc national de Djurdjura, à l’East par le village de 

Bahalil (Wilaya de Bouira), au Sud par le village de Chorfa (Wilaya de Bouira) et à l’Ouest par 

le village de Selloum (Wilaya de Bouira). (Figure 3.1). 

Mahbane est un village kabyle située dans la Commune de Boghni Daïra de Boghni, 

Wilaya de Tizi-Ouzou. Elle est située entre 36° 30’ 02’’ Nord - 3° 59’ 24’’ Est, limitée au nord 

par le village de Taguemounte (Wilaya de Tizi-Ouzou), à l’East par le village Assi Youcef 

(Wilaya de Tizi-Ouzou), au sud par la Wilaya de Bouira et à lOuest par le village d’Ath Koufi 

(Wilaya de Tizi-Ouzou). (Figure 3.2). 

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

doux mais pluvieux (pluviométrie 800 à 950 mm à Takerbouzt, et 450 à 500 mm à Mahbane) 

avec un ensoleillement très élevé (Wikipidia.html). 

 



 

 
 

Figure 3.1 : La région d’étude  Takerbouzt (Google-earth). 

 

Figure 3.2 : La région d’étude Mahbane (Google-earth). 

3.1.1.3. Population d’étude : 

3.1.1.3.1. Oiseaux sédentaire : 

Une seule espèce sédentaire et péridomestique (fréquente à proximité des 

habitations) a été choisie parmi la liste des oiseaux amplificateurs jouant un rôle clé dans 

l’émergence du Virus West Nile: le pigeon biset domestique «Columba livia». (Figure 3.3). 

Le choix du pigeon 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 pigeon biset domestique «Columba livia». (Photos 

personnelles). 

3.1.1.4. Capture des oiseaux et Période d’étude : 

 Méthode de capture : 

Les pigeons sont capturés à l’aide d’utilisation de filets japonais (Figure 3.4), ou 

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

 Choix du cite de piégeage : 

Les pigeons ont été capturés dans deux villages différents, un situé dans la Daïra 

de M’chedellah à savoir Takerbouzt Wilaya de Bouira, L’autre situé dans la Daïra de Boghni 

village de Mahbane Wilaya de Tizi-Ouzou. 

 Période de capture : 



 

 
 

La capture du sujet est faite durant la période hivernale (Décembre - Janvier) 

avant la période d’accouplement. 

 

 

Figure 3.4 : Filet japonais pour les oiseaux (Photo personnelle 2017). 



 

 
 

 

Figure 3.5 : pigeon dans une charpente de maison (Photo google). 

3.1.1.5. Définition de 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 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: 

3.1.1.7.1. Méthode de prélèvement : 

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

sacrifice des sujets. La quantité de sang recueillie varie entre 3,5 et 4 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. Analyse 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. 

3.1.1.8.1. 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 kit 

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 sentinels) 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 : 

 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 

 

              
 

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. 

 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. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



3.2. Résultats : 

3.2.1. Bilan de capture : 

40 oiseaux d’une seule espèce (Pigeon) ont été capturé durant la période de 

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

Ouzou (Mahbane) 19 oiseau capturé et Bouira (Takerbouzt) 21 oiseau capturé.

Tableau 3.1 : Distribution des oiseaux selon la région de capture

Lieu 

Nombre 

Pourcentage % 

Figure 3.6

 

 

40 oiseaux d’une seule espèce (Pigeon) ont été capturé durant la période de 

animaux ont été capturés et prélevés dans deux régions différentes dont Tizi

Ouzou (Mahbane) 19 oiseau capturé et Bouira (Takerbouzt) 21 oiseau capturé.

: Distribution des oiseaux selon la région de capture

Région 1 (Takerbouzt) Région 2 

21 

52,5 

 

Figure 3.6 : Bilan de capture selon la région. 
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40 oiseaux d’une seule espèce (Pigeon) ont été capturé durant la période de 

animaux ont été capturés et prélevés dans deux régions différentes dont Tizi-

Ouzou (Mahbane) 19 oiseau capturé et Bouira (Takerbouzt) 21 oiseau capturé. 

: Distribution des oiseaux selon la région de capture 

Région 2 (Mahbane) 

19 

47,5 

 

 



3.2.2. Résultats sérologique

3.2.2.1. Résultats d’ELISA par compétition

3.2.2.1.1. Séroprévalence globale

40 prélèvements ont été préparés pour le test ELISA

été pris en compte dans ce test (sérums avec hémolyse). Sur les 37 sérums d’oiseaux restés 

et testés par la technique ELISA de type compétition capture IgG, 4 oiseaux se sont montrés 

séropositifs au test (S/N % ≤ 50) ce qui correspond 

pour la population testés par la technique ELISA. Le tableau et 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 : Séroprévalence globale par la technique ELISA

 

 

Résultats sérologique : 

Résultats d’ELISA par compétition : 

Séroprévalence globale : 

40 prélèvements ont été préparés pour le test ELISA, 3 prélèvements

pris en compte dans ce test (sérums avec hémolyse). Sur les 37 sérums d’oiseaux restés 

et testés par la technique ELISA de type compétition capture IgG, 4 oiseaux se sont montrés 

≤ 50) ce qui correspond à une séropositivité de 

pour la population testés par la technique ELISA. Le tableau et la figure reprennent la 

: Résultat global de la sérologie par la technique ELISA

Séropositifs Séronégatif

4 

10.81 

37 

 

: Séroprévalence globale par la technique ELISA
 

11%

89%

Résultats de sérologie 

SEROPOSITIF SERONEGATIF

 

 

, 3 prélèvements n’ont pas 

pris en compte dans ce test (sérums avec hémolyse). Sur les 37 sérums d’oiseaux restés 

et testés par la technique ELISA de type compétition capture IgG, 4 oiseaux se sont montrés 

à une séropositivité de 10,81% (4/37) 

pour la population testés par la technique ELISA. Le tableau et la figure reprennent la 

: Résultat global de la sérologie par la technique ELISA 

Séronégatif 

33 

89.19 

 

: Séroprévalence globale par la technique ELISA 



3.2.2.1.2. Séroprévalence en fonction de site de capture

Parmi les 16 sérums d’oiseaux capturés à Tizi
séropositifs au test ELISA. Et sur les 21 sérums 
est montré séropositif au test.

Tableau 3.3 : Séropositivité en fonction de site de capture.
 Effectifs

Site 1 (Tizi-Ouzou) 16

Site 2 (Bouira) 21

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 3.8 : Résultats en fonction de site de capture.
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Séroprévalence en fonction de site de capture : 

Parmi les 16 sérums d’oiseaux capturés à Tizi-Ouzou 3 se sont montrés 
séropositifs au test ELISA. Et sur les 21 sérums d’oiseaux capturés au niveau de Bouira 1 seul 
est montré séropositif au test. 

: Séropositivité en fonction de site de capture.
Effectifs N séropositif % séropositivité 

16 3 18,75 

21 1 4,76 

 

 

 
: Résultats en fonction de site de capture.
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Ouzou 3 se sont montrés 
d’oiseaux capturés au niveau de Bouira 1 seul 

: Séropositivité en fonction de site de capture. 
 %séronégativité 

81,25 

95,24 

: Résultats en fonction de site de capture. 
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3.3. Discussion : 

3.3.1. Echantillonnage :  

Cette présente étude a pour objectif de détecter des marqueurs 

immunologiques du virus West Nile chez des oiseaux sédentaires (les pigeons) dans deux 

régions différentes (Tizi-Ouzou et Bouira) pour apprécier la vraie situation épidémiologique 

de cette arbovirose. Les prélèvements étaient basé sur un échantillon aléatoire simple (la 

sélection est aléatoire c'est-à-dire les sujets ont la même probabilité de chance d’être dans 

l’échantillon). Cependant, dans le cas de l’avifaune sauvage, le tirage est quasiment 

impossible d’être aléatoire freiné d’une part par l’impossibilité d’avoir une liste exhaustive 

de tous le sujets et d’autre part par les maints biais de sélection  (technique de piégeage, 

refus, vol……). 

Le choix de la population d’étude est guidé par deux critères essentiels à savoir : 

l’abondance de l’espèce visée et la facilité relative de capture de cette dernière (Wobeser, 

G., al ; 1994). 

Dans notre travail, la taille de l’échantillon reste insuffisante pour répondre au 

vrai objectif qui est d’étudier la prévalence réelle du ce virus dans les régions concernées car 

la précision relative est assez faible.  Cette étude a été heurtée à plusieurs facteurs limitant à 

savoir le temps consacré (ce genre d’enquête doit être longitudinale) et le matériel ( un seul 

Kits d’analyse pour deux PFE). Au terme de cette enquête et malgré tous les obstacles 

rencontrés ce travail nous a permis d’avoir une idée globale sur la situation de la maladie 

dans ce territoire.  

3.3.2. Population d’étude : 

Le choix de la population d’étude est justifié par l’abondance de l’espèce inclue 

mais réellement par le rôle d’indicateur épidémiologique joué par la famille des colombidés   

cette dernière développe une faible virémie mais qui garde des anticorps anti-VWN durant 

plusieurs années (Zeller et Murgue, 2001). Pour cette étude 37 sujets ont été inclus.  

Il est à souligner qu’avant ce travail rien n’était connu sur la situation sérologique 

du VWN chez les pigeons en Algérie, cette enquête reste la première. 

3.3.3. Technique 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 2008). Par conséquent, ce test sérologique utilisé était adapté au concept de 

cette enquête de séroprévalence car il permettait 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 

(test de référence). 

3.3.4. Etude de séroprévalence : 

C. Prévalence globale : 

Le résultat global de sérologie indique que 10,8% des sujets testés sont positifs 

au VWN, ce qui suggère une faible prévalence endémique. Ce taux peut être expliqué par le 

caractère endémique du virus dans la région d’étude (Murgue, B., al ; 2001). Cette 

séroprévalence vient aussi consolider les résultats obtenus par MEDROUH et al en 2015 chez 

les oiseaux migrateurs et sédentaires en Kabylie (MEDROUH, B., et al., 2015) et aussi les 

résultats rapportés par  (Younes-Bouacida, N.S.,al ; 2013) qui a signalé une prévalence de 

12% chez les chevaux dans le centre de l’Algérie, avec une séropositivité plus élevée chez les 

chevaux vivants au voisinage des oiseaux migrateurs et sédentaires (résultats non 

communiqués).  De plus, la maladie circule périodiquement en Afrique du Nord, signalée 

dans les pays voisins, en Tunisie (Bargaoui, R., al ; 2012) et au Maroc (World Animal 

Information Database). 

La séroprévalence détectée dans cette enquête pourrait soutenir l’hypothèse 

proposée par plusieurs auteurs dans plusieurs pays à savoir le rôle probable des oiseaux 

migrateurs dans l’introduction du virus dans des régions indemnes et le rôle de l’avifaune 

sédentaire dans l’amplification et la circulation du cet arbovirus (Zeller, H., al ; 2004), 

(Schuffenecker, I., al ; 2005), (Figuerola, T., al ; 2007), (Gangoso, L., al ; 2010). 



 

 
 

Nos résultats semblaient être proches de ceux obtenus par MEDROUH et al., et 

par ceux rapportés par YOUNES DOUACIDA avec des séroprévalence de 7,8% [3,8%-11,8% à 

IC de 95%] et de 12% respectivement chez des oiseaux et chez des chevaux de centre 

algérien (MEDROUH, B. et al., 2015), (Younes-Bouacida, N.S., al ; 2013). Ce taux est 

également similaire à celui rapporté par (Figuerola, T., al ; 2008) en Espagne (10,4%) en 

utilisant la technique de la séroneutralisation. Enfin, nos résultats semblaient proches de 

ceux rapportés par (Llopis, I.V., al ; 2015) en Italie avec une prévalence obtenue de 4,3% 

chez des oiseaux sauvages en utilisant le test de référence du VWN. 

La séroprévalence rapportée dans notre étude semblait être inferieure à celle 

déclarée dans l’enquête réalisée par (Diaz, L.A., al ; 2008) en Argentine, cette 

séroprévalence s’élève à 25,6%. Cette différence pourrait être justifiée par la taille de la 

population animale et de la diversité des espèces étudiées (117 espèces). Il faut noter que 

(Bargaoui, R., al ; 2012) ont rapporté une séroprévalence de 24% chez les oiseaux sauvages 

en Tunisie. Cette fluctuation dans les prévalences pourrait être due aux zones humides où 

les prélèvements ont été effectués (un écosystème favorable à la transmission de cette 

arbovirose). 

D’autres travaux ont rapporté des taux nettement plus faibles comparant à notre 

étude. Citons l’exemple des travaux de (lopés, G., al ; 2011) dans le Sud de l’Espagne qui ont 

montré une prévalence de 2,2%. Cette différence est probablement due à la technique 

utilisée dans leur travail (L’IF). 

Cependant, Ces résultats doivent être considérés avec prudence vue les 

nombreuses réactions croisées rencontrées avec les autres flavivirus de même sérogroupe 

notamment avec le virus Usutu qui est largement répandu en Europe et en Afrique. Il faut 

aussi savoir que ces résultats ne donnent pas des informations sur le moment où les 

séropositifs sont infectés ni sur l’éventuelle circulation du virus dans l’environnement car les 

IgG persistent longtemps dans les sérums des animaux (Petersen, L.R., al ; 2002). 

 

D. Séroprévalence en fonction du site de capture : 

A l’issue de notre étude, nous avons enregistré un taux de séropositivité de 

18,75% et de 4,76% dans la wilaya de Tizi-Ouzou et Bouira respectivement. Ces résultats 

montrent qu’il y a aucune  relation statistiquement significative entre le site et le taux de 



 

 
 

l’infection (Test de Khi2 corrigé de Yets p(p-value)= 0,4950). Ce résultat pourrait être 

expliqué par le fait que les deux régions sont proches (situées au centre les deux) et 

présentent le même climat et le même relief (les conditions géo climatiques sont 

semblables). 

Il semble alors que le site de capture n’est pas un facteur de risque dans notre 

enquête, ce qui corrobore avec les résultats rapportés par (Hammouda, A., al ; 2015) où  

aucune différence significative n’a été relevée dans la séroprévalence des moineaux 

capturés à Kébili (1/54 une séropositivité de 1,8%) et ceux capturé à Gabès (1/154 un taux 

de 0,65%). En revanche, (Diaz, L.A., al ; 2008)  ont rapporté une différence significative entre 

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

lieux de capture. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CONCLUSION 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

CONCLUSION 

Peu d’enquêtes sont consacrées en Algérie à étudier les flavivirus et en 

particulier le Virus West Nile. La vraie situation épidémiologique de ce dernier demeure 

inconnue. En effet, depuis l’épidémie de 1994, plusieurs points d’interrogations entourent 

cette arbovirose. Cependant, le virus à déclaration obligatoire dans notre pays et à un 

intérêt médical et économique considérable. 

Cette présente enquête nous a permis d’avoir un aperçu vague sur la réelle 

situation du VWN. Nous avons détecté une faible séroprévalence chez les pigeons des deux 

régions concernées à savoir Tizi-Ouzou et Bouira. L’ELISA par compétition a révélé une 

prévalence globale de 10,81% dans la population étudiée avec des taux de séropositivité de 

18,75% et de 4,76% respectivement à Tizi-Ouzou et à Bouira. 

Même si la prévalence est faible, le risque de réémergence de ce virus est à ne 

pas écarter vue de nombreuses considérations (Les mouvements des oiseaux migrateurs, les 

changements climatique….Etc.). 

Enfin, le site de capture n’est pas un facteur de risque pour notre étude. Cependant, ces 

résultats doivent être considérés avec prudence vue la taille de l’échantillon réduite mais 

aussi vue le manque de spécificité de test utilisé. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 
 

RECOMMANDATIONS ET PERSPECTIVES 

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

l’introduction de nouvelles souches plus virulentes pourraient 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 animal 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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