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LCR : Liquide-Céphalo-Rachidien 
MEM : Meningo-Encéphalo-Myélite 
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ONCFS : Office National de la Chasse et la Faune Sauvage 
PCO : Piège à CO2 
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RT-PCR : Reverse Transcription- Polymerase Chain Reaction 
nRT-PCR : RT-PCR nichée 
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WN: West Nile 
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INTRODUCTION 
 
 La fièvre du Nil Occidental ou West Nile (WN) est une maladie virale à réservoir 
aviaire transmise par des moustiques à de nombreuses espèces, en particulier aux équidés et à 
l’homme, chez qui elle provoque des troubles de gravité variable (absence de symptômes, 
syndrome grippal, encéphalites, méningo-encéphalites…). Ce virus est également 
potentiellement dangereux pour plusieurs espèces d’oiseaux et peut constituer une menace 
pour la biodiversité, mais aussi pour l’élevage dans certaines régions. Enfin, cette Maladie est 
Réputée Contagieuse (MRC) chez les équidés en France et est donc soumise à une 
réglementation particulière. Chez les oiseaux le WN est une maladie à déclaration obligatoire 
depuis l’arrêté du 18 février 2006.  
 
L’agent étiologique a été isolé pour la première fois chez une femme dans un état fébrile en 
Ouganda dans le district de West Nile en 1937 [Smithburn, 1940]. Longtemps cantonné aux 
régions chaudes de l’ancien monde, on le retrouve sur tous les continents : Afrique, Moyen-
Orient, Europe, Asie, Océanie et depuis quelques années, dans le nouveau monde où il 
poursuit son extension [Hubalek et al., 1999]. Il a été observé sur le continent américain pour 
la première fois en 1999 [Lanciotti et al., 1999]. Certains auteurs parlent de maladie 
émergente car le nombre et la fréquence des épisodes augmentent sensiblement depuis une 
vingtaine d’années. Transmise par des vecteurs, son apparition dépend des conditions 
climatiques ; elle est saisonnière sous les climats tempérés (été - automne) et peut survenir 
toute l’année sous les tropiques, avec un risque accru pendant la saison des pluies, favorable 
au développement des moustiques.  
 
L’apparition du WN en occident est un évènement majeur puisqu’il s’agit de la troisième 
arbovirose d’importance médicale introduite sur le continent, après la fièvre jaune et la 
dengue [Saluzzo et al., 2004]. La diffusion du virus en Amérique du Nord [O’Leary et al., 
2004 ; CDC] et l’infection de quelques pays de la région Caraïbes dès 2002 pose d’une part, 
la question de l’impact du WN sur la biodiversité et d’autre part, celle de l’installation durable 
du virus dans ces zones néotropicales. La région Caraïbes pourrait constituer un relais pour 
l’infection d’oiseaux migrateurs en route vers l’Amérique du Sud et y apporter le virus.  
 
L’archipel guadeloupéen, qui semble être une terre d’élection pour le virus WN- puisqu’on y 
trouve des vecteurs potentiels, des hôtes sensibles et un climat a priori favorable - a été 
concerné par un épisode de circulation viral en 2002 et 2003. Une surveillance 
épidémiologique a été mise en place en Guadeloupe afin de détecter une circulation virale 
précoce dans les populations humaines, aviaires et équines de l’archipel [Quirin et al, 2004 ; 
Pallavicini, 2004] ; le volet entomologique restait à mettre en place.  
 
L’objectif du stage que j’ai effectué dans le cadre du Certificat d’Etude Approfondies 
Vétérinaire – Pathologie Animale en Régions Chaudes (CEAV-PARC) était de mettre en 
place ce volet entomologique avec les acteurs locaux et c’est de ce travail que nous rendons 
compte dans la présente thèse. La première partie sera consacrée à une présentation de la 
maladie, son épidémiologie et ses vecteurs. Dans la seconde partie, nous exposerons les 
objectifs et la mise en place de ce volet après une présentation succincte de la Guadeloupe, 
ainsi que les résultats préliminaires et un bilan de son fonctionnement. Nous terminerons par 
une discussion des améliorations qui pourraient être apportées pour assurer la pérennité d’un 
tel système en Guadeloupe.  
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1 Généralités sur le virus WN 

1.1 Taxonomie 

Le virus WN appartient à la famille des Flaviviridae et au genre Flavivirus qui regroupe de 
nombreux virus classés en 8 complexes taxonomiques ; le virus WN appartient à celui de 
l’Encéphalite Japonaise (EJ) [Calisher et al., 1989; Heinz et al., 2000]. Les flavivirus ont des 
propriétés antigéniques proches, en particulier ceux du complexe de l’EJ, ce qui est à l'origine 
de réactions croisées fréquentes [Calisher et al., 1989] entraînant des difficultés de diagnostic. 
Enfin, c’est un arbovirus transmis de manière biologique par des arthropodes hématophages.  
 
C’est un virus à ARN positif, simple brin et enveloppé de 45 à 50 nm de diamètre. Le génome 
des Flavivirus est petit (11 000 à 12 000 nucléotides) et comporte deux régions non codantes 
aux extrémités 3' et 5'. Il code pour 10 protéines dont 3 structurales (protéines C, M et E) et 7 
non structurales « NS » [Peterson et al., 2001 ; Brinton, 2002]. L'enveloppe dérive de la 
membrane cellulaire de l’hôte et contient 2 glycoprotéines. Les protéines E associées aux 
protéines M permettent l’adhésion aux cellules, le tropisme tissulaire, la stimulation des 
cellules immunitaires et la réplication. La présence de virus dans l’organisme d’un vertébré 
induit une réponse immunitaire de type humoral principalement, après une courte période de 
virémie.  

1.2 Lignées et souches  

Deux lignées de virus ont été mises en évidence par des analyses génétiques comparant les 
structures du gène codant pour la protéine E [Lanciotti, 1999 ; Platonov, 2001] ou de 
l’extrémité 3’ de la protéine NS 5 [Sherret et al., 2001]. La lignée I regroupe les souches 
isolées en Afrique du Nord, de l’Ouest, en Afrique Centrale, en Europe de l’Est et du Sud, en 
France, en Inde, au Moyen-Orient et aux USA, ainsi que les virus Kunjin isolés en Australie. 
La lignée II regroupe celles qui ont été isolées en Afrique de l’Est, du Nord, Centrale et à 
Madagascar [Jia, 1999].  
L’appartenance du virus à une lignée conditionnerait sa pathogénicité. Les souches de la 
lignée I seraient responsables des infections humaines aux formes cliniques graves et des 
mortalités aviaires, tandis que les souches de la lignée II ne seraient pas associées aux formes 
nerveuses [Peterson et al., 2001]. 

1.3 Propriétés physico-chimiques 

Le virus WN est sensible à la chaleur, aux solvants des lipides et à la plupart des détergents. 
Sa résistance dans le milieu extérieur est donc théoriquement très faible. Cela est important 
pour l’épidémiologie mais également pour le diagnostic et la réalisation des prélèvements. La 
survie du virus dans un cadavre est donc probablement de courte durée1.  

1.4 Physiopathologie 

La plupart des souches de WN sont responsables d’affections bénignes ou inapparentes mais 
certaines sont neuropathogènes et correspondent à celles que l’on voit émerger depuis 
quelques années. En particulier, les souches WN NY99 et Isr98

2, sont très proches 
phylogénétiquement [Lanciotti et al., 1999; Giladi et al., 2001] et particulièrement virulentes, 
                                                 

1 Cependant, des alligators en Floride auraient été infectés en consommant de viande de cheval infectée [Miller et  al., 2003]. 
2 Souche isolée à New York en 1999 et en Israël en 1998. 
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caractérisées par une neuroinvasivité et une neurovirulence plus importantes [Steele et al., 
2000]. La diffusion des virus à travers les capillaires cérébraux pendant la phase de virémie 
est la voie communément établie, mais les mécanismes d’invasion du Système Nerveux 
Central (SNC) ne sont pas clairs. Le virus pourrait entrer plus ou moins facilement dans le 
SNC selon son pouvoir neuroinvasif, infectant d’abord le cerveau, les neurones puis la moelle 
épinière [Xiao et al., 2001].  
 
Chez l’arthropode hématophage, le virus effectue ses cycles de réplication sans provoquer de 
lésions cellulaires et ne semble pas altérer la durée de vie de l’insecte. Par ailleurs, le virus ne 
provoque des Effets Cytopathiques (ECP) chez les vertébrés [Mondet et al., 2000]. 
 
2 Epidémiologie 

2.1 Répartition spatiale et temporelle 

L’habitat naturel du virus, étroitement lié à celui de son vecteur principal, est très varié et fait 
du virus WN le flavivirus le plus ubiquiste. Les épidémies peuvent survenir dans des zones 
rurales ou urbanisées, dans des zones humides comme les deltas des fleuves [Platonov et al., 
2001; Murgue et al., 2001], ou au contraire plus sèches : Sénégal [Traore-Lamizana et al., 
2001], département du Var en France [Durand et al., 2005], Californie [Reisen et al., 2004], 
plateaux secs sud-africains [Jupp et al., 2001].  

 
Depuis une quinzaine d'années, les épisodes nerveux de WN chez l’homme se multiplient (cf. 
fig.1). Les gravités des épisodes roumain, américain, russe et israélien sont sans précédent et 
les oiseaux sont de nouvelles victimes [Lanciotti et al., 1999]. 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
                         40 ans                                     10 ans 

Fig.1 : Principaux épisodes de WN dans le monde. 
Légende : * : cas équins, en gras : cas humains, en rouge : mortalité aviaire  Autre : épidémies de fièvre ou mise en évidence 
sérologique.  

2.1.1 Emergence en Europe 

Les foyers ou les traces de circulation de WN en Europe depuis 1962 sont représentés sur la 
carte 1 (carte issue de Murgue et al., 2001, actualisée ici à 2004). La circulation de WN en 
Europe est sporadique dans plusieurs pays. En France, la maladie est apparue en Camargue en 
2000 alors qu’elle n’avait pas été observée depuis 1965. La surveillance mise en place en 
2001 a permis de déceler une circulation régulière du virus à bas bruit [Hars et al., 2002, 2003 
et 2004] avec parfois l’apparition d’épizooties ou de cas humains sporadiques [Durand et al., 
2005]. 
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Carte 1 : Distribution du WN en Europe 
Les points verts représentent les mises en évidence sérologiques ; les points orange : les cas équins et les points rouges : les 
cas humains.  
 
 
 

 

Carte 2 : Statut des pays d’Amérique du Nord, Centrale, d’Amérique du Sud et des Caraïbes (en 
2004) 

En rouge : pays, états ou départements infectés. En gris : zones indemnes ou sans données de surveillance WN.  
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2.1.2 Emergence sur le continent nord-américain 

Observé pour la première fois en 1999 dans l’Est des Etats-Unis, le WN s’est étendu à 
l’ensemble des Etats-Unis (cf. tabl.1) [CDC3 ; O’Leary et al., 2004]. En 2004, deux états n’ont 
encore jamais connu de circulation virale : Hawaï et l’Alaska. Cela illustre la grande capacité 
d’adaptation du virus qui a trouvé localement vecteurs et hôtes amplificateurs pour l’entretien 
de son cycle.  

Tabl.1: Evolution du nombre de cas humains aux Etats-Unis depuis 1999  
 

ANNEE 
 

NOMBRE D’ETAT ATTEINTS 
 

NOMBRE DE CAS 
 

NOMBRE DE MORTS 
Ref 

1999 4 62 7 CDC3 
2000 16 21 2 CDC3 
2001 27 66 9 O’Leary et al., 2002 
2002 44 4156 284 CDC3 

2003 46 9862 215 CDC3 

2004 40 2282 77 CDC3 

 
Il s’est également propagé au Canada dès août 2001, à partir de l’Ontario [Garmendia et al. 
2000]. La surveillance mise en place dans les provinces du Canada a permis de détecter le 
virus jusqu’en Alberta en 2005. 

2.1.3 Situation dans la zone néotropicale.  

Comme le montre la carte 2, le WN s’est étendu au-delà des frontières américaines vers le 
sud. On le retrouve dès 2001 en Amérique Centrale, au Mexique, sur des oiseaux sédentaires 
[Ulloa et al., 2003; Farfan-Ale et al., 2004; Fernandez-Salas et al., 2003], les premières 
preuves d’infection équine sont apportées en 2002 dans les états de Coahuila et du Yucatan 
[Blitvich et al., 2003 ; Lorono-Pino et al., 2003], puis plus largement en 2003. Les premiers 
cas humains, peu nombreux et asymptomatiques, surviennent en octobre 2003 (Sonora et 
Chihuahua) [Promed 08-10-03 & Promed 05-09-04].  
D’autres pays d’Amérique Centrale sont également concernés : au Salvador, des séropositifs 
équins et quelques cas cliniques sont mis en évidence en 2002 et 2003 [Promed 04-05-03 & 
Promed 09-09-02]. Au Belize, aucune circulation n’a été mise en évidence lors des enquêtes 
sérologiques effectuées sur des oiseaux sauvages en 2002 et 2003 mais la première preuve de 
circulation dans le pays est un cas équin survenant fin octobre 2003 [OIE]. 
 
Dans les Caraïbes, la circulation de WN a été mise en évidence à partir de 2002 : au 
printemps, sur des oiseaux résidents de Jamaïque [Dupuis et al., 2003] ; en novembre sur des 
oiseaux sédentaires de République Dominicaine [Komar et al., 2003] et entre juin et 
novembre en Guadeloupe sur des équidés et des volailles [Quirin et al. 2004]. Une enquête 
sérologique réalisée à Puerto Rico en 2002 sur des oiseaux sauvages avait détecté un oiseau 
migrateur positif [Dupuis et al., 2003]. A puerto Rico, le virus circule sur des oiseaux 
sédentaires, puis des chevaux sentinelles en 2004 [Promed 09-06-04 & Promed 20-06-04]. 
Aucun cas humain n’a été confirmé dans la région, seule une suspicion a été faite en 2001 
dans les îles Cayman.  
 
La circulation du virus dans les zones néotropicales, où les conditions climatiques et la 
présence de vecteurs potentiels sont a priori favorables à une circulation régulière, représente 
une menace réelle pour l’Amérique du Sud, où le virus a déjà commencé à circuler, sur des 
chevaux en Colombie en 2004 [Mattar et al., 2005]. Avant cela, des enquêtes sérologiques 
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aviaires au Brésil n’avaient pas permis de détecter de circulation virale en 2004 [Promed 30-
10-04 & Promed 31-10-04].  

2.2 Cycle du virus WN 

Le cycle est complexe car il fait intervenir de nombreux acteurs. L’amplification du virus 
(cycle enzootique) s’effectue entre oiseaux et moustiques ornithophiles, du genre Culex 
principalement. Un "cycle" accidentel (épizootique) peut se produire entre des moustiques 
passerelles, aux préférences trophiques opportunistes (ornithophile et mammophile) et des 
mammifères (cf. fig. 2). 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

Fig.2 : Cycle  naturel du virus et de la transmission aux hôtes accidentels 

2.2.1 Réservoirs 

Le virus est bien adapté aux oiseaux chez qui l’infection n’entraîne pas, le plus souvent, de 
trouble ou de mortalité. La virémie chez les oiseaux est plus longue et plus forte que chez les 
mammifères, mais son amplitude et sa durée varient avec l’espèce, quelques-unes seulement 
constituent des réservoirs [Komar et al., 2003 ; Mondet, 2000].  
 
Les oiseaux migrateurs parcourent des centaines voire des milliers de kilomètres en quelques 
jours. Leur rôle dans l’introduction et la dissémination du virus est couramment admis par la 
communauté scientifique [Rappole et al., 2000 ; Marfin et al., 2001] et récemment confirmé 
par les travaux de modélisation de Peterson et al., 2003. Les oiseaux suivent des axes précis : 
sur le continent américain par exemple, trois axes sont connus : l’axe Atlantique, l’axe 
circumgolfique (ou la voie du Mississipi) et l’axe Caraïbes (cf. carte 3) où, à l’automne, les 
oiseaux qui viennent du Nord - Est des USA et du Canada, font escale dans la région Caraïbes 
pour y nicher ou rejoindre ensuite l’Amérique du Sud, avant de repartir au printemps suivant 
vers le nord. 
 

Incubation extrinsèque 
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OISEAU VIREMIQUE 

Cheval infecté Homme infecté 

1/ Cycle enzootique 
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Moustique infectant 
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Des espèces autochtones peuvent servir de relais pour 
l’amplification virale en l’absence des oiseaux migrateurs, 
mais l’identification des réservoirs est difficile. Plus de 
150 espèces ont été trouvées infecté par le virus aux Etats-
Unis depuis 1999 [Malkinson et al., 2002]. Un réservoir 
doit être capable de développer, après s’être infecté par un 
vecteur, une virémie suffisamment longue et forte pour 
permettre l’infection d’un autre vecteur. Les 
passériformes et les charadriiformes semblent être les plus 
compétents ; le geai bleu (Cyanocitta cristata), le quiscale 
bronzé (Quiscalus quiscula), le pinson (Carpodacus 
mexicanus), la corneille américaine (Corvus 
brachyrhynchos) et le moineau domestique (Passer 
domesticus) semblent être les principaux hôtes 
amplificateurs du virus aux USA [Komar et al., 2003].  

Carte 3 : Trajets migratoires des oiseaux empruntant la voie 
Caraïbes d’après Rappole et al., 2000 

 
Les mammifères sont généralement de mauvais réservoirs car leur virémie est faible et courte, 
à l’exception des lémuriens qui pourraient jouer un rôle dans l’entretien d’un cycle à 
Madagascar, où des espèces de culicidé sont connues pour piquer à la fois l’homme et les 
lémuriens [Rhodain et al., 1985]. 
 
Enfin, les moustiques peuvent aussi servir de réservoir car les femelles infectées peuvent 
transmettre le virus aux générations suivantes, par voie trans-ovarienne. Ainsi la survie à 
l’hiver de formes infectées (larves, œufs ou adultes) peut être à l’origine d’un redémarrage du 
cycle au printemps suivant (overwintering) [Baquar et al., 1993].  

2.2.2 Hôtes  

Les chevaux sont régulièrement touchés en France [Mouchet, 1970 ; Murgue et al., 2001, 
Durand et al., 2005], au Maroc [Abdelhaq, 1996], en Italie [Cantile et al., 2000] et aux Etats-
Unis [Trock et al., 2001]. De nombreuses espèces peuvent être infectées et développer des 
signes cliniques comme les bovins [Blitvich et al., 2003], les ovins, les caprins, les chiens, les 
loups [Lichtensteiger et al., 2003]), les chats, les lémuriens [Beasley et al., 2002], les chauve-
souris, les tortues (Clemmus Caspica) [Lasowski et al., 1969], les alligators [Miller et al., 
2003], les crocodiles (Crocodylus Niloticus) [Steinman et al. 2003] et certains singes [Ratterre 
et al ., 2003, Olberg et al., 2004].  
Les crocodiliens, pourraient selon certains auteurs jouer un rôle d’amplificateur dans le cycle 
du virus WN [Klenk et al., 2004]. 

2.3 Vecteurs : biologie et compétence vectorielle. 

La transmission du WN nécessite un vecteur, le plus souvent un moustique, mais les tiques 
pourraient avoir un rôle important dans certaines zones chaudes et sèches [Lawrie et al., 
2004 ; Hubalek et al., 1999, Anderson et al., 2003]. 



 22

2.3.1 Espèces vectrices principales 

Seules quelques espèces de moustiques sont vectrices comme Culex pipiens Linnaeus dans les 
zones urbaines des zones tempérées, Culex restuans Theobald et Culex salinarius Coquillet 
aux USA, mais aussi Culex nigripalpus Theobald en Floride [Rutledge et al., 2003], Culex 
quinquefasciatus Say en Californie [Reisen et al., 2004], Culex modestus Ficalbi en zone 
rurale en France [Mouchet et al., 1970] et Culex univittatus Theobald au Moyen-Orient.  
Aux Etats-Unis, 60 espèces de moustiques ont été trouvées infectées par le virus WN [CDC1] 
(cf. annexe 6). Cela dépend en effet de leur compétence vectorielle et de nombreux autres 
facteurs comme nous allons le voir.  

2.3.2 Compétence et capacité vectorielle 

Une espèce est compétente si elle est capable, en laboratoire, de s’infecter à partir d’un 
individu virémique, de permettre la multiplication de l’agent pathogène et de le transmettre à 
un individu sain. La capacité vectorielle (C) est la capacité d’une espèce donnée à transmettre 
le virus dans un environnement donné. C’est aussi le taux de contacts quotidien 
potentiellement infectieux entre hôte et vecteur. Elle dépend de la durée de vie, de la densité 
agressive des vecteurs et de la durée de la période d’incubation extrinsèque (cf. formule 
suivante, initialement élaborée par Garrett Jones pour le paludisme reprise dans Reiter, 1988):  
 
 
 
 
 
Elle dépend de facteurs intrinsèques (génétiques) qui déterminent les préférences trophiques 
du moustique et les barrières physiologiques qui conditionnent la capacité du moustique à 
s’infecter oralement, à multiplier le virus dans l’intestin et à devenir infectant. La capacité 
vectorielle dépend aussi des facteurs extrinsèques qui influencent les contacts hôte – vecteur 
comme la densité et l’age de la population vectorielle, les conditions environnementales (qui 
agissent sur l’agressivité et la longévité des vecteurs et sur la population d’hôtes) [Hardy et 
al., 1983]. De plus, des barrières dose- et température- dépendantes réguleraient la sensibilité 
à l’infection orale et la capacité à transmettre le virus [Hardy et al., 1983]. Une espèce 
compétente en laboratoire peut donc être incapable de transmettre le virus dans la nature. De 
la même façon, une espèce faiblement compétente peut constituer le vecteur principal. 
L’intervention de nombreux facteurs rend l’identification des vecteurs longue et difficile.   

2.3.3 Cycle gonotrophique et période d’incubation extrinsèque 

L’étude des arboviroses doit tenir compte de la biologie de reproduction et de nutrition des 
vecteurs (ou cycle gonotrophique, cf. fig.3) car il est étroitement lié à la transmission du virus.  
Après l’accouplement, qui a lieu en général une seule fois après l’émergence de l’adulte, la 
femelle part à la recherche d’un hôte pour prendre un repas sanguin dont les protéines sont 
nécessaires à la maturation complète des œufs et à la ponte. Pendant la digestion, la femelle 
passe par plusieurs « stades gonotrophiques » définis selon le volume de l’abdomen occupé 
par les œufs et le sang: gorgée3, semi-gravide4 et gravide5. Après la ponte, la femelle part à la 

                                                 

3 Le sang occupe tout l’abdomen et n’a pas encore été digéré. 
4 Les œufs occupent la moitié de l’abdomen, le sang a été digéré en partie. 
5 Tout le sang a été digéré, les œufs occupent toute la place et la femelle est prête à pondre.  

C = Capacité vectorielle 
m = nombre de vecteurs/hôte 
a = nombre de repas sanguin pris par un vecteur / hôte / jour 
ma= densité agressive 
p = taux de survie quotidien des vecteurs 
n = nombre de jours séparant l’infection du vecteur et sa capacité à transmettre le virus 
      (ou période d’incubation extrinsèque)

           m.a².p n 
C =  -------------- 
              -ln p 
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recherche d’un nouvel hôte pour effectuer un nouveau cycle, et ainsi de suite. L’incubation 
extrinsèque du virus s’effectue pendant la digestion si le premier repas était infectant (cf. 
fig.4). Si ce cycle est plus rapide que le cycle gonotrophique, la femelle peut transmettre le 
virus lors du repas suivant.  
En fonction de l’espèce de moustique et des conditions de température, la période 
d’incubation extrinsèque et la durée du cycle gonotrophique sont variables. Plus la période 
d’incubation extrinsèque est courte, plus les chances de transmission du virus sont grandes.  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fig.3 : Cycle gonotrophique d’un moustique femelle 
La figure 4 représente les étapes de contamination, multiplication, dissémination et 
transmission du virus chez un vecteur compétent [Turell et al., 2002]. 
 
                                                    

                                   
 
                                               
                                                       

                                    

Fig.4 : Cycle d’incubation extrinsèque du virus chez le vecteur 

2.3.4 Vol d’oviposition et recherche d’hôte 

Le vol d’oviposition est effectué par les femelles à la recherche d’un site de ponte ; il dépend 
des facteurs environnementaux (précipitations, humidité relative, température et vitesse du 
vent entre autres) [Clements, 1999]. Les stratégies de ponte varient selon les espèces : 
certaines pondent sur des surfaces exondées, humides ou sèches et inondables : les œufs, 
résistants à la dessiccation attendent un épisode de submersion et des conditions favorables 
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pour éclore ; d’autres pondent directement à la surface de l’eau. Dans les deux cas, les 
femelles pondent quand le développement des œufs est complet. Certaines espèces pondent à 
la surface de sources d’eau temporaire ou attachent leurs œufs à certaines plantes. En 
l’absence de gîtes immédiatement disponibles, les femelles peuvent attendre les conditions 
favorables pour pondre [Bentley et al., 1989]. Ceci allonge la durée du cycle gonotrophique et 
a des conséquences importantes en terme de transmission des maladies.  
Plusieurs critères physiques et chimiques permettent aux femelles de choisir le lieu de ponte 
(couleur, texture, température, reflectance, etc.) [Clements, 1963] qui utilisent donc la vue, 
l’olfaction et le toucher [Bentley et al., 1989]. Cela a des applications pour la capture de 
moustiques adultes notamment pour la conception de pièges permettant la capture 
préférentielle de certaines catégories ou espèces de moustiques.  

2.4 Facteurs d’émergence 

Les arboviroses se caractérisent par leur survenue irrégulière: on observe des périodes 
épidémiques, suivies de silences plus ou moins longs puis une nouvelle recrudescence, 
difficilement prévisible [Reiter, 1988]. Pour que la transmission ait lieu, il faut la réunion de 
plusieurs éléments : la présence de vecteurs, de réservoirs et d’hôtes amplificateurs au même 
moment et au même endroit ainsi que des conditions favorisant la transmission virale. Les 
facteurs météorologiques semblent être déterminantes : en particulier les précipitations, la 
température et l’humidité relative, étant donné l’influence qu’elles exercent sur la biologie des 
hôtes, des moustiques et du virus [Reiter, 1988 ; Clements, 1999 ; Takeda et al., 2003].  
Dans les zones tempérées, les épidémies surviennent souvent les années avec un hiver 
clément (permettant un redémarrage précoce de la circulation), un été sec et chaud 
(permettant la concentration des populations animales et vectorielles près des mêmes points 
d’eau) et des pluies abondantes à l’automne (qui fournissent de nombreux gîtes larvaires qui 
sont à l’origine d’une explosion de la population de vecteurs). L’augmentation de la 
température agit sur les populations vectorielles (distribution, cycle gonotrophique, durée de 
vie, activité etc.) mais aussi sur la compétence vectorielle [Hardy et al., 1983, Cornel et al., 
1993], la transmission verticale, la modulation6 vectorielle [Reeves et al., 1994] et l’efficacité 
de la transmission [Dohm et al., 2002 ; Shaman et al., 2005]. Il est probable également que les 
changements climatiques globaux permettent aux maladies autrefois cantonnées dans les 
zones tropicales de se déplacer vers le nord [Reeves et al., 1994 ; Epstein, 1999]. 
Enfin, la dispersion active ou passive des vecteurs permet au virus de se disséminer dans des 
zones parfois inattendues: en effet, certaines espèces vectrices de maladies sont plutôt 
sédentaires, comme Ae. aegypti Linnaeus [Muir et al., 1988] mais d’autres comme Culex 
tarsalis Coquilett, se dispersent beaucoup plus [Reisen et al., 2004]. Les tunnels alpins et les 
moyens de transport modernes (voitures, avions ou bateaux) constituent des véhicules qui 
permettent aux vecteurs de franchir les obstacles naturels. 

2.5 Cas de transmission directe 

Pendant la phase virémique, le sang est la principale source de virus (cf. fig.5) mais tous les 
tissus et secrétions (fientes et salive) peuvent contenir du virus en quantité variable selon 
l’espèce, en particulier chez les corneilles et geais bleus [Komar et al., 2003]. On retrouve du 
virus en quantité non négligeable dans le cerveau, les reins, le cœur, le foie, la rate, les 

                                                 

6 La modulation est la limitation de la multiplication du virus dans l’organisme du vecteur par le vecteur. Ce phénomène est 
contrôlé génétiquement et s’exprime dans des conditions particulières (par exemple, au-delà d’une certaine température) 
[Reeves et al., 1994]. 
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poumons, les intestins, les organes reproducteurs et la peau, même après la phase de virémie 
et la mort.  
 

 

Fig.5 : Profils virémiques comparés de 10 ordres d’oiseaux d’après Komar et al., 2003 
  
Bien que la transmission biologique soit la plus importante, d’autres modes de transmission 
ont été mis en évidence expérimentalement : par ingestion (contamination fécale-orale) et par 
contact direct [Komar et al., 2003]. Dans la nature, des rapaces auraient pu être contaminés 
par l’ingestion de proies infectées [Garmendia et al., 2000 ; Marra et al., 2003] et la 
contamination fécale-orale pourrait jouer un rôle important chez les oiseaux sociaux, surtout 
au moment de l’élevage des jeunes.  
Chez l’homme, le virus peut être transmis par transfusion de sang, de composants sanguins 
[Pealer et al., 2003] ou par transplantation d’organes [Lefrère et al., 2003]. Des cas de 
contamination par voie lactée, colostrale et utérine ont également été reportés dans la 
littérature [Alpert et al., 2003]. 
 
3 Symptômes 
Les espèces les plus fréquemment touchées sont les chevaux et les hommes, mais depuis 
1998, les oiseaux peuvent également être affectés. Les signes ne sont pas spécifiques et les 
tableaux cliniques varient selon les individus ou le pouvoir pathogène du virus.  

3.1 Chez l’homme  

L’incubation dure cinq à 21 jours [Mondet, 2000]. Le plus souvent (dans 80 % des cas), 
l’infection est asymptomatique. Dans près de 20 % des cas, l’infection entraîne un syndrome 
grippal qui passe souvent inaperçu, avec une fièvre d’apparition brutale durant en moyenne 3 
jours, accompagnée de courbatures, myalgies, céphalées ou frissons [Weiss et al., 2001]. La 
phase fébrile peut s’accompagner de troubles divers : gastro-intestinaux (vomissements, 
diarrhée), adénomégalie généralisée, éruptions cutanées maculo-papulaires auto-résolutives 
d’une semaine [Sejvar et al., 2003] et, plus rarement, d'hépatites sévères [Cernescu et al., 
2000]. Des signes nerveux peuvent être associés à la fièvre tels que des paralysies flasques7, 
incontinence urinaire, dysphagie ou insuffisance respiratoire [Sejvar et al., 2003]. 
Dans moins de 1 % des cas (1 cas sur 150), des troubles neurologiques impliquant le SNC 
comme des encéphalites, méningites, encéphalomyélites ou méningoencéphalomyélites, 
peuvent conduire à la mort [Platonov et al., 2001]. En cas de guérison, des séquelles 
nerveuses peuvent persister avec une récupération incomplète de la mobilité des membres.  
                                                 

7 D’apparition brutale, se manifestant par une faiblesse musculaire généralement asymétrique dans les bras ou les jambes, 
sans douleur ni perte de sensibilité 
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La létalité peut être importante en fonction de la souche et de l’âge des patients. Les épisodes 
de WN en Amérique, Roumanie, Israël et Russie sont extraordinaires par le nombre de 
manifestations neurologiques et la mortalité chez les patients manifestant des signes 
neurologiques [Han et al., 1999 ; Weinberger et al., 2001 ; Platonov et al., 2001, Cernescu et 
al., 2000 ; Weiss et al., 2001].  

3.2 Chez les chevaux  

L’incubation est courte : trois à six jours en général, parfois 15. La morbidité est plus élevée 
chez les équidés, comme la létalité qui varie de 15 à 45 % (45 % au Maroc, 43 % en Italie, 28 
% en France, 39 % aux USA en 1999).  
Le tableau clinique est variable chez les chevaux. Souvent, cela commence par une légère 
hyperthermie (mais ce n’est pas un signe constant), suivi d’une forte hyperthermie et de 
troubles nerveux et locomoteurs (boiteries d’un ou plusieurs membres, hypermétrie des 
antérieurs ou des postérieurs, mono-, para- ou tétra-parésie évoluant en décubitus) [Snook et 
al., 2001]. D’autres troubles peuvent être observés : cécité, diminution des réflexes 
pupillaires, anisocorie, hyperesthésie, hypersensibilité au bruit [Snook et al., 2001; Malkinson 
et al., 2001], tremblements musculaires de la tête et de la région tricipitale, rigidité musculaire 
et contraction des lèvres et, plus rarement, hépatites sévères [Murgue et al., 2001].  
L’évolution est souvent fatale en cas d’atteinte nerveuse, mais une récupération est possible 
avec une persistance parfois longue de séquelles nerveuses. Il est intéressant de noter la 
viabilité du produit d’une jument infectée au 5ème mois de gestation et ayant exprimé une 
forme nerveuse [Snook et al., 2001]. 

3.3 Chez les oiseaux 

Le plus souvent, les oiseaux ne sont pas sensibles, mais certaines espèces peuvent développer 
des troubles. Des infections expérimentales ont montré l’apparition des signes suivants : 
léthargie, plumage ébouriffé, posture anormale, ataxie, port de tête anormal, hémorragies 
externes buccales ou cloacales et une mort généralement rapide (en moins de 24 heures) 
[Komar et al., 2003]. De jeunes oies infectées par la souche NY99 ont montré des signes de 
dépression, d’amaigrissement, de torticolis ou d’opisthotonos [Swayne et al., 2001].  
Les espèces les plus sensibles aux USA sont les corvidés, en particulier les corneilles 
américaines (Corvus brachirhyncos) et les geais bleus (Cyanocitta cristata) [Steele et al., 
2000 ; Panella et al., 2001 ; Yaremych et al., 2004 ]. Des oiseaux des zoos du Bronx et du 
Queens ont également été sévèrement touché comme des cormorans (Phalacrocorax 
bougainvillea), des flamants du Chili (Phoenicopterus chilensis), des pygargues à tête blanche 
(Haliaeetus leucocephalus), des chouettes Harfangs des neiges (Nyctea scandiaca), des 
canards (Anas specularis) etc. [Steele et al., 2000]. En Israël, le virus a tué des oies d’élevage 
[Swayne et al., 2001] mais aussi des oiseaux sauvages, notamment des cigognes blanches 
(ciconia ciconia), des goélands à iris blanc (larus leucophtalmus) et des vautours oricou 
(torgos tracheoliotus) [Murgue et al., 2001]. Les volailles semblent être beaucoup moins 
sensibles et développent rarement des signes cliniques. 
 
4 Lésions  
La surveillance de la mortalité de l’avifaune aux USA a permis d’établir chez les oiseaux une 
liste de lésions évocatrices: émaciation, splénomégalie, hépatomégalie, lésions cardiaques et 
encéphalites. Elles ne sont pas pathognomoniques et la sensibilité de l’examen post-mortem 
est moyenne (68 %), mais sa spécificité globale est excellente (90,3 %) [Eidson et al., 2001]. 
La sensibilité et la valeur prédictive positive de cet examen dépendent de la période (pendant 
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le pic épidémique ou non) et de l’espèce: la sensibilité est très bonne chez les corneilles mais 
très faible chez les moineaux. Chez les chevaux, le cerveau ne présente pas de lésions 
macroscopiques.  
Les lésions microscopiques varient selon le degré d’atteinte. Des images d’infiltration de 
lymphocytes et d’hétérophiles dans les capillaires du cerveau et des méninges sont assez 
évocatrices en cas d’affection du SNC [Miller et al., 2003]. Chez les chevaux, elles sont 
caractérisées par des infiltrations péri-vasculaires multifocales de neutrophiles au niveau du 
rhombencéphale de la moelle épinière ou de la microglie avec des hémorragies péri-
vasculaires [Snook et al., 2001].  
 
5 Diagnostic  
A des fins de surveillance, de lutte et de prévention, le diagnostic doit être précoce. La 
clinique et l’épidémiologie permettent d’établir une suspicion que le diagnostic de laboratoire 
permettra ensuite de confirmer ou d’infirmer.  

5.1 Epidémio-clinique et différentiel 

En France, un cas humain suspect de WN est défini comme toute personne hospitalisée 
présentant des symptômes évocateurs (fièvre d’apparition brutale et manifestation 
neurologique du type méningite et encéphalite, ou fièvre d’apparition brutale et manifestation 
nerveuse aiguë atypique8) ayant séjourné dans des zones à risque pendant une période à 
risque.  
Chez les chevaux, l’apparition de syndromes nerveux aigus avec ataxie, faiblesse musculaire 
et prostration doit inclure le WN dans le diagnostic différentiel. En Guadeloupe, un cas 
suspect est défini comme tout trouble nerveux chez un équidé, quelle que soit la période de 
l’année. Chez les oiseaux, des comportements anormaux, une mortalité anormale qu’on ne 
peut rattacher à une cause évidente et pendant une période à risque doit également amener à 
une suspicion de WN, en particulier lorsqu’il s’agit de corvidés (corneilles, geais etc.).  
Le diagnostic différentiel chez l’homme doit inclure toutes les encéphalites virales et le 
syndrome de Guillain Barré. Chez les équidés, selon la région, il faut éliminer l’Encéphalite à 
tique (TBE), l’Encéphalite Equine de l’Est (EEE) et de l’Ouest (WEE), l’Encéphalite 
Vénézuélienne (EEV), l’Encéphalite Japonaise (EJ), la rage [Snook et al., 2001] ainsi que 
l’Encéphalite de St Louis (ESL) et l’Encéphalite de la Vallée de Murray (MVE). Chez les 
oiseaux, les troubles principalement nerveux doivent faire penser à la maladie de Newcastle, 
aux encéphalites équines précédemment citées et au virus Usutu. 

5.2 Expérimental 

Les tests de laboratoire comportent des tests sérologiques qui permettent de détecter des 
anticorps ou des antigènes, et des tests virologiques. Le virus WN est un agent classé 
"biosafety level 3" par le CDC d’Altlanta, les analyses virologiques s’effectuent donc dans 
des laboratoires de type P3. Les laboratoires habilités à réaliser le diagnostic sérologique en 
France sont le Centre National de Référence des arboviroses et des fièvres hémorragiques de 
l’Institut Pasteur de Lyon (CNR-IP Lyon) et le laboratoire de l’Institut de Médecine Tropicale 
du Service de Santé des Armées de Marseille (IMTSSA).  

                                                 

8 Syndrome de Guillain Barré, parésie sans étiologie identifiée.  
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5.2.1 Techniques sérologiques.  

Les techniques sérologiques sont nombreuses : ELISA IgG, IgM (permettant de distinguer les 
deux types d’immunoglobulines [Tardei et al., 2000]; ELISA de capture d’IgM ou technique 
"MAC ELISA" [Roehrig et al., 2003]; kit de diagnostic rapide ELISA IgM, surtout utilisé 
pour les prélèvements de LCR. 
Les relations antigéniques existant entre les flavivirus rendent le diagnostic sérologique 
difficile car les anticorps dirigés contre WN, TBE et ESL sont susceptibles d’être détectées 
par la méthode ELISA.  
Des résultats positifs en ELISA doivent donc être confirmés soit par des méthodes 
virologiques, soit par des tests sérologiques de référence : inhibition de l’hémagglutination, 
moins utilisée que la séroneutralisation (SN). La SN consiste à faire passer le sérum à tester 
sur des cultures cellulaires infectées par le virus WN et des cellules infectées par le virus de 
l’ESL afin de discriminer les anticorps dirigés contre ces deux virus.  
Une technique d’ELISA d’inhibition, mise au point récemment aux Etats-Unis, permet de 
détecter des anticorps quelle que soit leur nature (IgG ou M) et l’espèce [Blitvich et al., 2003]. 
Elle se révèle donc très utile pour les programmes de surveillance aviaire car elle permet de 
s’affranchir de l’utilisation d’anticorps spécifiques, c’est cette méthode qui est utilisée en 
Guadeloupe [Lefrançois et al, 2005]. 

5.2.2 Techniques virologiques 

Elles sont également nombreuses.  
Les plus utilisées sont les techniques d’amplification du matériel génétique, les RT-PCR 
(Reverse Transcriptase Polymerase Chain Reaction). La RT-PCR classique permet de détecter 
du virus dans des tissus d’oiseaux, des pools de moustiques ou des cultures cellulaires 
[Johnson et al., 2001], mais elle n’est pas suffisamment sensible avec les tissus nerveux 
équins. Chez le cheval, la culture cellulaire permet d’optimiser les chances de détection du 
virus avec d’autres techniques (RT-PCR par exemple) à partir de prélèvements du bulbe 
rachidien, du cervelet, du cortex et de moelle épinière lombaire [Murgue et al., 2001]. 
La RT-PCR nichée (nRT-PCR), mise au point pour les tissus nerveux de chevaux, est rapide 
(moins de 24 h) et très sensible [Johnson et al., 2001]. Elle ne peut pas se faire à partir de 
sérum ou de LCR de cheval en phase clinique car la virémie précède l’épisode clinique. Une 
autre technique de nRT-PCR a été mise au point pour les pools de moustiques [Shi et al., 
2001]. 
Si une suspicion clinique s’accompagne de la présence d’IgM ou d’un titre élevé en anticorps 
dans le sérum, le cas suspect devient probable. Si le titre en IgM dans le sang ou le LCR 
augmente plus de quatre fois entre deux prélèvements à 15 jours d’intervalle, ou si les tests 
virologiques sont positifs, le cas est confirmé.  
 
6 Traitement, lutte et prévention 

6.1 Traitements et vaccination 

Il n’existe pas de traitement spécifique, seul un traitement symptomatique peut soigner une 
forme grippale ou nerveuse par des antipyrétiques, des perfusions, une assistance respiratoire 
avec ventilation mécanique si nécessaire et l’administration d’antibiotiques à large diffusion 
pour prévenir les surinfections bactériennes [Sejvar et al., 2003]. Quelques molécules comme 
la Ribavirine®, antiviral large spectre dirigé contre plusieurs virus à ARN ou ADN peuvent 
être utilisées [Jordan et al., 2000].  
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Les recherches sur un vaccin humain sont en cours, mais des vaccins pour chevaux et oiseaux 
existent. Un vaccin mis au point en Israël utilise une souche vivante atténuée qui protège 75 
% des animaux après une seule injection et 94 % des vaccinés après une deuxième injection 
15 jours plus tard [Malkinson et al., 2001]. Un vaccin chevaux, mis au point et commercialisé 
par les laboratoires Fort Dodge (sous le nom de West Nile Innovator®) et breveté par le 
Centre for Veterinary Biologics (CVB9), Iowa, est disponible depuis 2001 aux Etats-Unis. 
 
Etant donné l’absence de traitement, la prévention reste donc indispensable.  

6.2 Prévention 

Elle vise à réduire la pression d’infection en détruisant les populations vectorielles adultes, 
leurs larves et leurs gîtes larvaires. Dans les zones urbaines, le vecteur principal est Culex 
pipiens, il faut donc éliminer tout récipient pouvant contenir de l’eau, nettoyer les gouttières, 
créer des courants dans les piscines, les mares, drainer les zones de rétention d’eau et nettoyer 
les abreuvoirs au moins une fois par semaine. Des services de démoustication sensibilisent et 
informent les populations et détruisent les gîtes larvaires des espèces vectrices. En cas 
d’épidémie ou d’épizootie, l’application d’insecticide n’est efficace que si elle est ciblée sur 
les vecteurs et raisonnée, une cartographie des gîtes larvaires est dans ce cas nécessaire pour 
agir avant l’apparition des adultes. La lutte contre un vecteur rural aux gîtes variés, parfois 
difficiles d’accès, est beaucoup plus difficile et quelquefois inapplicables dans des zones 
réglementées comme certaines réserves naturelles.  
La protection individuelle consiste à éviter de sortir au moment du pic d’activité des vecteurs, 
à porter des vêtements longs couvrant bras et jambes, éventuellement imprégnés d’insecticide 
spécial tissu (perméthrine ou deltaméthrine), à appliquer des répulsifs cutanés sur les zones 
non protégées et à installer des moustiquaires imprégnées.  
 
Les conséquences d’une lutte chimique sur l’environnement et les populations non cibles ne 
sont pas négligeables ; une lutte irraisonnée peut également entraîner des intoxications et des 
résistances, qui si elles concernent l’espèce vectrice peuvent se révéler catastrophiques. 
 
7 Règlementation  
Le WN est une MRC chez les équidés en tant que méningo-encéphalo-myélites virales du 
cheval (MEM). Elle est soumise à déclaration obligatoire, suivie de l’application de mesures 
de police sanitaire. Ces mesures sont fixées par l’arrêté ministériel du 27 juillet 2004, 
abrogeant ceux du 14 et 15 février 1977 relatifs respectivement aux mesures applicables en 
cas de MEM virale des équidés et à l’indemnisation des propriétaires d’équidés abattus. 
Des mesures de désinsectisation et une enquête épidémiologique sont immédiatement 
entreprises afin de déterminer l’origine de la maladie chez les équidés, de recueillir des 
données cliniques et épidémiologiques dans l’exploitation infectée et de recenser les 
exploitations à risque dans une même zone géographique.  
Chez les oiseaux, WN est une maladie règlementée à déclaration obligatoire depuis l’arrêté du 
18 février 2006. 
Des enquêtes sérologiques et épidémiologiques peuvent être effectuées sur les populations 
humaines, vectorielles et aviaires afin de recenser les infections asymptomatiques, de suivre 
l’évolution de la circulation virale et de prédire sa propagation. Si des mesures de lutte sont 
mises en place, ces enquêtes permettent également d’évaluer leur efficacité.  

                                                 

9 Appartenant à l’United States Department of Agriculture’s Animal and Plant Health Inspection Services (USDA- APHIS) 
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1 Contexte  

1.1 Géoclimatique 

1.1.1 Présentation de l’archipel Guadeloupéen 

La Guadeloupe, Département d’Outre Mer des Petites Antilles Françaises, est située dans 
l’arc des Caraïbes bordée à l’est par l’Océan Atlantique et à l’ouest, par la mer des Caraïbes. 
L’archipel Guadeloupéen est constitué de sept îles (deux principales et cinq dépendances) 
situées entre 61°15’ et 61°30’ de latitude et 15°55’ et 16°15’ de longitude (cf. carte 4). 
La Guadeloupe Continentale (GC) est constituée par l’île de Grande-Terre (GT) et de Basse-
Terre (BT), séparées par un étroit chenal et reliées par le pont de la Gabarre. Marie-Galante 
(MG), les Saintes et la Désirade sont des dépendances proches de la Guadeloupe (cf. carte 5) ; 
Saint Barthélemy et Saint Martin sont situées à 250 km au Nord Est (cf. carte 4). Plusieurs 
îlets font également partie de la Guadeloupe, parmi elles, les îles de Petite Terre, l’îlet Caret et 
l’îlet Fajou, situées dans le Grand Cul-de-sac Marin (cf. carte 6). 
 
BT est une île volcanique parcourue au centre par une chaîne montagneuse culminant à 1467 
m d’altitude. GT est une île calcaire presque plate, une partie est formée de mornes peu élevés 
(135 m d’altitude) aussi appelés les « Grands Fonds » (cf. carte 6).  
 
Le climat est tropical insulaire, les températures sont relativement élevées oscillant autour de 
27°C et l’humidité souvent supérieure à 80 % mais les variations saisonnières sont 
importantes. L’hivernage (de mai à novembre) est une saison chaude et humide à tendance 
subéquatoriale où des ondes tropicales à caractère orageux et des tempêtes tropicales 
surviennent généralement en août – septembre, à la saison des cyclones, et les pluies sont 
particulièrement abondantes de septembre à novembre. La saison sèche, ou « carême », est 
centrée sur février; elle présente un caractère subtropical avec une pluviométrie et des 
températures plus faibles. La pluie est inégalement répartie sur l’île et détermine les différents 
étages de la végétation - xérophile, mésophile et hygrophile. L’activité agricole, l’urbanisation 
et les tempêtes destructrices ont participé à la dégradation des milieux originels, laissant place 
à des cultures, des savanes herbacées et des fourrés épineux. La Guadeloupe présente donc un 
milieu très diversifié où de nombreux biotopes coexistent sur un petit territoire (cf. carte 6). 

1.1.2 Présentation des zones humides 
Les mangroves – forêts immergées de palétuviers le long des côtes – peuvent être « de bord 
de mer », « arbustives » ou « hautes » en fonction de la salinité de l’eau. Elles sont surtout 
localisées dans le Grand et le Petit Cul-de-Sac marin, avec quelques formations plus isolées 
dans leur prolongement sur les côtes de GT, de BT et de St Louis de MG. Les zones d’arrière 
mangrove sont composées de la forêt marécageuse, constituée essentiellement de Mangle 
médaille (Pterocarpus officinalis), et de marais d’arrière-mangrove. La forêt marécageuse  se 
développe en eau douce à faiblement saumâtre et se prolonge à l’intérieur des terres et le long 
des cours d’eau ; les marais d’arrière mangrove se développent sur des sols tourbeux en eau 
douce ou saumâtre.   
Il existe de nombreuses autres zones humides en Guadeloupe : des mares, très abondantes en 
GT et à MG, des rivières, très nombreuses en BT, des étangs de montagne, des salines, des 
falaises et des récifs.  
Ces formations sont de hauts lieux de diversité biologique et ornithologique, hébergeant de 
nombreux limicoles, ardéidés, anatidés et passereaux migrateurs ou sédentaires [Ibéné, 2000].  
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Cartes 4 et 5 : Petites Antilles et archipel Guadeloupéen  
(Sources : http://www.la-guadeloupe.com/ et http://www.maps.com/cgi-bin/search/hyperseek.cgi?search=CAT 
&Category=Caribbean:Guadeloupe) 
 
 
 

 

Carte 6 : Répartition des différents types de végétation en Guadeloupe [CIRAD-EMVT, Guadeloupe] 
 

10 Km 

Grand Cul  
de sac marin 
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1.2 Sanitaire 

1.2.1 Zone endémique d’arboviroses 

La Guadeloupe est une zone endémique de Dengue, où le vecteur est présent avec des 
épidémies périodiques [Chaud et al., 2003] et depuis une dizaine d’année, la dengue 
hémorragique se manifeste épisodiquement.    

1.2.2 Risque d’introduction du virus WN 

Il existait un risque non négligeable de circulation du virus dans l’archipel étant donné 
l’extension du virus sur le continent nord américain, le passage d’oiseaux migrateurs dans 
l’arc antillais, l’existence de conditions favorables aux arboviroses et la présence de vecteurs 
potentiels et d’hôtes sensibles en Guadeloupe. Dès octobre 2001, un groupe de travail 
composé de professionnels de la santé publique et vétérinaire10 a donc été constitué dans le 
but d’améliorer la surveillance des arboviroses, et du WN en particulier, en Guadeloupe.  

1.3 Surveillance du WN en Guadeloupe 

Une surveillance épidémiologique s’est mise en place en 2002 chez l’homme, les équidés et 
les oiseaux domestiques et sauvages. 

1.3.1 Organisation des volets humain et vétérinaire 

La Direction des Services Vétérinaires (DSV) et le CIRAD-EMVT de Guadeloupe sont 
chargés de la surveillance animale tandis que la Cellule Inter-Régionale d’Epidémiologie 
Antilles-Guyane (CIRE), le Centre Hospitalier Universitaire (CHU) et la Direction de la Santé 
et du Développement Social (DSDS) de Guadeloupe sont chargés de la surveillance humaine.  
 
Le volet humain repose sur une surveillance clinique ou « passive », basée sur la déclaration 
des suspicions cliniques par les médecins et les hôpitaux. La surveillance équine comporte un 
volet sérologique, basé sur des enquêtes transversales régulières, et un volet clinique où les 
vétérinaires doivent déclarer tout cas suspect, procéder à un examen clinique complet de 
l’animal malade et réaliser les prélèvements réglementaires11. La surveillance en élevage 
avicole consiste en la réalisation d’enquêtes sérologiques transversales et d’une surveillance 
de la mortalité où les éleveurs doivent signaler toute mortalité d’origine inconnue au CIRAD-
EMVT ou à la DSV. Des prélèvements de sang et de tissus sont alors réalisés. La surveillance 
de l’avifaune reste à mettre en place avec un certain nombre de partenaires12, mais quelques 
prélèvements sanguins ont été réalisés en 2002 à l’occasion de captures de passereaux 
[Pallavicini, 2004]. 

1.3.2 Résultats des volets humain et vétérinaire 

Cette surveillance a permis de mettre en évidence une circulation virale en 2002 chez les 
équidés et les volailles. Elle a probablement débuté un peu avant juin 2002, une importante 
vague de séroconversions équines a ensuite eu lieu entre juillet et novembre 2002, suivie 
                                                 

10 Le groupe de travail est constitué de représentants du service de démoustication de la DSDS, du CHU de Guadeloupe, de la 
DSV et CIRAD-EMVT. 
11 Prises de sang sur tube sec, dans la mesure du possible, ou sur EDTA, le plus tôt possible après l’apparition des symptômes 
et 14 jours après. Si l’animal meurt, il faut prélever un échantillon de cerveau le plus tôt possible. 
12 Direction Régionale de l’Environnement (DIREN), Parc Naturel de Guadeloupe (PNG), ornithologues, Office National de la 
Chasse et de la Faune Sauvage (ONCFS) et chasseurs.  
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d’une diminution brutale en 2003 [Quirin et al, 2004 ; Lefrançois et al., 2005]. La répartition 
des séropositifs équins ne semblait pas aléatoire mais proche des zones de mangrove 
[Lefrançois et al., 2005]. En dehors d’une suspicion équine non confirmée, aucun cas clinique 
n’a été déclaré à la DSV ou aux services de santé humaine. 

1.3.3 Place du volet entomologique 

La surveillance entomologique n’était pas envisagée avant la mise en évidence de la 
circulation virale en Guadeloupe. En 2002, le CIRAD-EMVT en collaboration avec la DSDS 
de Guadeloupe et de Martinique et avec l’Entente Interdépartementale pour la Démoustication 
du littoral méditerranéen (EID-Méditerranée) a rédigé un protocole de surveillance 
entomologique. Des captures ont été réalisées par les agents de l’équipe de Lutte Anti-
Vectorielle de la DSDS (LAV-DSDS) entre août et octobre 2003 dans des sites de forte 
circulation virale, mais n’ont pas été poursuivies. 
 
2 Organisation 

2.1 Objectifs 

L’objectif principal du travail effectué d’avril à août 2004 était de mettre en place la 
surveillance entomologique avec les agents de la DSDS à partir du protocole établi en 2002, 
de rôder les équipes de terrain et les outils techniques en vue d’une pérennisation de la 
surveillance. L’objectif secondaire était de collecter des moustiques dans des zones à risque, 
dans le but de mieux connaître la population de moustiques et de rechercher la présence 
éventuelle du virus WN.  
A terme, l’objectif de la surveillance entomologique est d’une part, d’identifier les espèces de 
moustique responsables de la transmission du virus aux oiseaux (vecteurs enzootiques), aux 
équidés (vecteurs épizootiques) et aux hommes (vecteurs épidémiques), d’évaluer la 
dynamique de population de ces espèces vectrices potentielles au cours de l’année et 
éventuellement, d’isoler le virus dans le but d’approfondir les connaissances de 
l’épidémiologie du WN en Guadeloupe.  

2.2 Partenaires 

La surveillance est effectuée par le service de démoustication de la DSDS - qui organise les 
captures et identifie les espèces de moustiques - et le CIRAD-EMVT, qui conserve les 
échantillons et effectue les analyses virales. Les mesures de prévention et de contrôle 
éventuels sont réalisées par la DSDS. 

2.3 Matériels et méthodes 

L’étude consiste à échantillonner les populations culicidiennes adultes par des captures 
régulières dans des sites « sentinelles » pendant la période à risque, en vue de l’identification 
des espèces, leur tri et leur conservation pour recherche virologique ultérieure. En cas de 
suspicion clinique ou de séroconversion, tous les moyens disponibles doivent être mis en 
oeuvre pour capturer les larves de moustiques et les adultes dans les zones concernées. Ces 
captures d’urgence doivent permettre d’identifier toutes les espèces culicidiennes présentes au 
moment de la circulation virale et d’augmenter les chances de détection du virus. 
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2.3.1 Période de surveillance 

Les captures ont lieu de juin à décembre pour couvrir la période à risque de circulation virale. 
C’est en effet à la saison des pluies a priori favorable pour la pullulation des moustiques, que 
le virus a fortement circulé en 2002 et qu’une vague de circulation risque de survenir, d’autant 
plus que les premiers oiseaux migrateurs arrivent dès le mois d’août. Le mois de mai est donc 
consacré à la formation des équipes de terrain à la manipulation et à la pose des pièges, aux 
techniques de tri et à la conservation des échantillons.  

2.3.2 Sites de capture 

Les sites d’étude sont localisés en GC et MG si possible, et choisis en fonction de l’intensité 
de la circulation virale en 2002, de la proximité d’importantes populations aviaires et de la 
densité des populations de moustiques. Nous avons également inclus un site dans une zone où 
le virus n’a pas circulé mais répondant par ailleurs aux mêmes critères. En cas de suspicion ou 
de circulation virale avéré, tout autre site pourra être inclus dans la mesure du possible. 

2.3.3 Fréquence de capture 

Chaque site fait l’objet d’une nuit de capture toutes les 3 semaines. Les captures qui ne 
peuvent pas avoir lieu (à cause d’intempéries par exemple) sont reprogrammées le plus 
rapidement possible en fonction de la disponibilité des agents. Dans le cadre des captures 
d’urgence, elles doivent être effectuées pendant deux jours consécutifs au moins.  

2.3.4 Espèces ciblées 

L’étude cible particulièrement quatre espèces de moustiques parmi les 36 recensées en 
Guadeloupe [Schaffner, 2003] (cf. annexe 6 et 7): Culex quinquefasciatus (Say, 1823), Culex 
nigripalpus (Théobald, 1901), Ae. aegypti (Linnaeus, 1762) et Ochlerotatus taeniorhynchus 
(Wiedemann, 1821). Elles sont fréquentes en Guadeloupe, compétentes vis-à-vis de WN aux 
USA en laboratoire (Turell et al., 2001 ; Turell et al., 2005 ; Sardelis et al., 2001 ; Goddard et 
al., 2002), ont été trouvés infectées à plusieurs reprises dans la nature, ou sont des vecteurs 
avérés de WN dans d’autres régions (cf. tabl.2). Elles constituent donc de bons candidats en 
Guadeloupe. 

Tabl.2 : Biologie des vecteurs potentiels de Guadeloupe 

 
Espèce 

 
Habitat 

 
Préférence 
trophique 

 
Infecté 
terrain13 

 
Vecteur 
avéré 

Compétence 
vectorielle de 
laboratoire14 

 
Rôle vecteur potentiel 

Cx. quinquefasciatus Naturel et péri 
domestique 

Ornithophile 
mammophile 

 
Oui 

 
Oui 

 
Modérée 

Enzootique 
épizootique/épidémique 

Cx. nigripalpus Naturel Ornithophile 
mammophile 

 
Oui 

 
Oui 

 
Modérée 

Enzootique 
épizootique/épidémique 

Oc. taeniorhynchus 
Naturel 

mangrove 
littoral 

Mammophile 
(ornithophile) 

 
Oui 

 
Non 

 
Faible  

Epizootique/épidémique 

Ae. aegypti Naturel et péri 
domestique 

Mammophile 
(ornithophile) 

 
Oui 

 
Non 

 
Modérée 

 
Epizootique/épidémique 

 
NB : Ce tableau ne préjuge ni du rôle de vecteur réel de ces espèces en Guadeloupe, ni de l’existence d’autres espèces 
culicidiennes pouvant jouer un rôle dans la transmission du WN en Guadeloupe.  

                                                 

13 Espèces trouvées positives aux USA entre 1999 et 2004.  
14 Basée sur des infections expérimentales, la compétence vectorielle est classée en trois niveaux : « élevée », « modérée » et 
« faiblement » [CDC3] 
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2.3.5 Techniques de capture    

Pour capturer préférentiellement ces espèces cibles, nous utiliserons des pièges à femelles 
gravides (PFG), des pièges à CO2 (PCO) et des appâts humains sur tous les sites. Les captures 
d’urgence prévoiront, en plus de ces pièges, la capture des moustiques au repos et la récolte 
de larves dans tous les gîtes larvaires potentiels.  

2.3.5.1 Piège à femelles gravides 

Ils sont souvent utilisés pour la surveillance des arboviroses aux USA [Guidelines CDC]. Les 
PFG capturent préférentiellement des femelles gravides du genre Culex. Les chances de 
détecter du virus sont donc plus grandes car les femelles gravides ont déjà effectué au moins 
un cycle gonotrophique. 
Il est composé d’un bac contenant une solution attractive, un mélange de foin et d’eau ayant 
macéré environ 5 jours (cf. photo 1). On peut aussi faire macérer des granulés pour lapins au 
moins deux jours avant les captures avec de la levure de bière ou de la poudre de lactalbumine 
[Reiter, 1983]. L’odeur dégagée attire les femelles à la recherche d’un milieu de ponte ; ces 
dernières l’examinent par des séries d’atterrissage - décollage à la surface de l’eau et se 
trouvent aspirées dans le filet grâce aux hélices placées à l’intérieur de la colonne. Le moteur 
est alimenté par une batterie 6V rechargeable. Pour que l’aspiration soit efficace, la distance 
séparant la surface de l’eau de la colonne aspirante doit être de 5 cm. 
Pour évaluer l’efficacité du piège, il convient d’observer la surface de la solution avant de la 
jeter. Si des paquets d’œufs ont été déposés, le piège n’a pas ou mal fonctionné. 

2.3.5.2 Piège à CO2 

Ce piège attire les femelles de culicinés ou d’anophélinés à jeun. Il est constitué d’un 
réservoir contenant 1 à 1,5 kg de carboglace, il est percé de trous en bas permettant au CO2 
produit par sublimation de diffuser selon un gradient décroissant. Attirés par le CO2, les 
moustiques sont aspirés dans le filet à l’approche du piège grâce à la colonne aspirante (cf. 
photo 2). Le piège se suspend à 1,50 m du sol environ à un arbre ou près d’un mur, dans un 
local, un poulailler, une écurie, près d’une habitation ou d’un gîte larvaire etc. 

2.3.5.3 Appât humain 

Les appâts humains exposent une partie de leur corps (bras et jambes) et attendent que les 
moustiques se posent pour les aspirer à l’aide des aspirateurs à bouche (cf. schéma, fig. 6 et 
photo 3). La force de l’aspiration doit être dosée car si elle est trop forte, les femelles gorgées 
peuvent s’abîmer ou exploser. Simple et peu coûteux, ce procédé demande dextérité, patience 
et attention, en particulier lorsque les moustiques sont peu nombreux. Pour optimiser les 
captures, il est recommandé de ne pas se laver, ne pas fumer ou appliquer d’anti-moustiques 
avant les captures et de se placer dans des zones ombragées et fraîches.  

2.3.5.4 Gîtes de repos 

Les aspirateurs à bouche sont également utilisés pour capturer les moustiques au repos. Les 
gîtes de repos des Culex sont généralement des endroits sombres, frais et calmes comme des 
débarras, une écurie ou autre. Ils se posent sur les murs et à la surface de tout objet en restant 
immobiles. Une grande attention et une certaine habitude sont donc nécessaires pour les 
repérer…  
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Photo 1 : Piège à femelles gravides : principe de fonctionnement 
 

                    

Photo 2 : Piège à CO2 : principe de fonctionnement 

 

Ficelle pour suspendre le piège 
 
 

Réservoir de carboglace  
 
 
Papier absorbant 
 
Trous de sortie du CO2  
 
 
 
Compartiment aspirant  
 
Elastique   
 
 
 
 

Filet de récupération des moustiques 
maintenu par une armature métallique 
 
 
 
 
 
 
 

Cordon d’alimentation 
 
 
 
 
 
 
Batterie 

Filet   

Colonne aspirante 
 
 
 
 
 
 
Bac contenant la solution attractive  
 
 
 
 
 
Batterie et cordon d’alimentation 
protégés de la pluie par un sac en 
plastique  

Photo : J. Pradel 

Photo : J. Pradel 
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 Tuyau viseur    Réservoir à moustiques       Tuyau d’aspiration 

Fig.6 : Aspirateur à bouche : principe de fonctionnement 
 

 

Photo 3 : Utilisation des aspirateurs à bouche lors des captures sur appât humain  
 

       

Photo 4 : Récupération des moustiques 
capturés dans un piège à CO2. 

Photo 5 : Séance d’identification au laboratoire 

Photo : M. Pradel

Aspiration d’air 
avec la bouche

Bouchon de liège 

Fine grille métallique
Moustique gorgé 
 

Moustique non gorgé 



 

2.3.5.5 Horaires de capture 

Les horaires de capture doivent être déterminées en fonction du pic d’activité des espèces 
d’intérêt. Ochlerotatus taeniorhynchus est actif toute la journée, Ae. aegypti, à l’aube et au 
crépuscule (dès une heure avant le coucher du soleil) alors que les Culex sont nocturnes avec 
des pics d’activité deux à cinq heures après le coucher du soleil (entre 19 et 22h). Les pièges 
seront donc posés entre 16 et 17h et relevés le lendemain matin au plus tard à 09h (une 
exposition à la chaleur risque de tuer les moustiques et de réduire le titre viral). Les captures 
sur appât, débuteront vers 16h et se termineront vers 20h afin de couvrir le pic d’Aedes (16-
17h) et de Culex (20-21h).  
Une prospection du site est effectuée afin de décrire son environnement et de choisir les 
meilleurs emplacements des pièges et appâts. Les PFG et PCO doivent être posés dans des 
zones humides, ombragées, à l’abri de la pluie et du vent. Ils peuvent se placer à l’intérieur 
d’un bâtiment, près d’une source d’eau existante, de gîtes larvaires, dans un poulailler, une 
cours de stockage de matériel etc. [Guidelines CDC].  
 
Avant de mettre les pièges en place, il convient de vérifier l’état des filets et leur contenu 
(absence de trous, de moustiques, d’insectes, d’araignées ou d’autres prédateurs) et le sens de 
branchement à la batterie (pour créer un courant aspirant et non repoussant). Mettre en place 
de petites affiches « merci de ne pas toucher » permet de s’assurer que les captures peuvent 
d’effectuer correctement… 

2.3.6 Identification des sites et des captures 

Chaque site et série de capture (qui est le résultat des captures sur un site, tous pièges 
confondus, un jour donné) est identifié par un « code site » et « code de capture » (cf. annexe 
1) qui sont ensuite reportés sur les fiches de suivi et les échantillons de moustiques.  

2.3.7 Fiches de renseignement 

Les moustiques sont acheminés au laboratoire avec deux types de fiches : une 
commémorative du site et une de capture (cf. annexes 2 et 3).  
La « fiche commémorative » est renseignée lors de la première visite sur le site avec les 
informations sur le propriétaire, les coordonnées GPS du site et une description de 
l’environnement en animaux, sources d’eau et gîtes larvaires potentiels. Pour cela, une 
prospection complète sera effectuée dans un rayon de 200 m. Des observations 
complémentaires peuvent être ajoutées à l’occasion de captures ultérieures pour rendre 
compte des évolutions de l’environnement et aider à interpréter les variations des résultats de 
capture.  
La « fiche de capture » est remplie lors de chaque capture, il y en a une par type de piège. 
Sont entre autre précisées les heures de pose et de lever des pièges, leurs emplacements ainsi 
que tout paramètre pouvant influencer le résultat des captures (traitement anti-moustique, 
inondations récente, conditions météorologique le jour de la capture…). Le dos de la fiche est 
renseigné lors du tri et comporte les résultats des captures. 

2.3.8 Collecte des moustiques  

Lors de la collecte des moustiques, les filets sont relevés avant de débrancher la batterie pour 
maintenir une aspiration et éviter de perdre des moustiques. La manipulation des filets doit 
être délicate pour ne pas écraser ou abîmer les moustiques, ce qui gênerait leur identification. 
Le contenu des filets est aspiré à l’aide d’un aspirateur à bouche (cf. photo 4). 
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Si l’aspirateur est muni d’un réservoir, les moustiques restent dans l’aspirateur jusqu’au 
laboratoire. Sinon, les moustiques aspirés sont transvasés dans des petits pots. 
Le type et le N° du piège sont reportés sur chaque contenant pour observer les variations entre 
type de piège et entre pièges du même type. On décide de conserver les emplacements qui 
permettent la capture du plus grand nombre de moustiques.  

2.3.9 Transport et identification des moustiques 

Les moustiques sont transportés jusqu’au laboratoire à l’abri de la chaleur, dans une glacière à 
4°C avec la carboglace éventuellement restante. Les moustiques capturés la veille par les 
appâts sont conservés la nuit au réfrigérateur à 4°C en attendant l’identification.  
 
Avant le tri, les moustiques sont tués par le froid au congélateur pendant au moins 20 min à -
18°C. S’il reste de la carboglace, ils meurent quasi-instantanément et permet au tri de 
commencer plus rapidement. 
 
L’identification s’effectue au laboratoire du service LAV de la DSDS dans la matinée de leur 
récupération ou le lendemain des captures sur appât humain. Les moustiques sont triés par 
site, par type de piège, par espèce et par sexe. Sept catégories ont été créées pour les classer. 
Dans les catégories « Ae. aegypti », « Oc. taeniorhynchus », « Cx. nigripalpus » et « Cx. 
quinquefasciatus » sont placés les moustiques identifiées comme tels  avec certitude ; toutes 
les espèces d’anophèles sont classées dans la catégorie « anophèles spp »; tous les autres sont 
placés dans la catégorie « autres ». Ceux qui sont trop abîmés pour être identifiés avec 
certitude entrent dans la catégorie « non identifiables ». 
Un tri préalable des moustiques à l’œil nu permet d’accélérer le tri qui doit être rapide. La 
confirmation de l’espèce sera faite sous la loupe binoculaire (cf. photo 5). Les moustiques de 
même espèce et de même sexe seront regroupés par pools de 50 individus au plus dans des 
tubes épendorfs étiquetés avec le code capture, l’espèce, le sexe, éventuellement l’état 
physiologique (à jeun, gravide ou gorgé) ainsi que le nombre d’individus présents dans le 
tube. Ces tubes seront ensuite transportés dans une glacière à 4°C ou dans de la carboglace 
vers le laboratoire d’analyse au CIRAD-EMVT de Guadeloupe. 
 
Le respect de la chaîne du froid est capital pour optimiser les chances de détection du virus. 
L’identification doit se faire sur plaque réfrigérée, avec une source lumineuse froide et les 
moustiques en attente d’identification sont également placés sur une plaque réfrigérée, 
constituée soit d’un bloc de liquide réfrigérant glacé entouré de papier absorbant (pour éviter 
la perte d’écailles due à la condensation de l’eau), soit d’une boîte métallique posée sur la 
carboglace et recouverte de papier absorbant. La température ambiante du laboratoire est 
contrôlée à 20°C.  

2.3.10  Analyse virologique 

Les échantillons seront conservés à – 80°C jusqu’à l’analyse des pools par nRT-PCR selon la 
méthode de Shi [Shi et al., 2001]. Les analyses concerneront en priorité les pools de femelles 
appartenant aux espèces cibles. Les pools de mâles et ceux des autres espèces le seront en 
seconde intention. 

2.4 Sensibilisation des propriétaires 

Expliquer le principe de cette surveillance entomologique aux personnes résidant sur les sites 
de capture permet d’obtenir leur coopération et de s’assurer qu’elles veilleront à la sécurité 
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des pièges. Un bon contact est également important pour la pérennité de la surveillance ; les 
captures sont l’occasion pour les agents de la DSDS de rappeler les conseils à suivre pour 
limiter la prolifération des moustiques.  

2.5 Circulation des informations 

Les données sont échangées par fax entre le CIRAD-EMVT et la DSDS. Les informations 
relatives à la surveillance entomologique pourraient à terme être restituées et mises en ligne 
sur le site Internet du réseau de surveillance des maladies animales dans la région Caraïbes, 
« Caribvet.net ». 

2.6 Evaluation du système de surveillance 

L’évaluation du volet de surveillance entomologique du WN en Guadeloupe se fait 
conjointement par la DSDS et le CIRAD-EMVT. Elle aura pour objectif principal d’apprécier 
l’efficacité du système en terme de prévention, de contrôle et éventuellement d’apporter des 
améliorations au vu des connaissances acquises sur l’épidémiologie locale du WN. Le volet 
entomologique doit être en constante inter-relation avec les autres volets de surveillance. La 
circulation des informations au sein du programme global de surveillance doit être 
particulièrement efficace notamment pour réaliser, dans les plus brefs délais, une intervention 
ciblée s’il y a des cas suspects de WN. La supervision de ce programme doit se faire sous 
l’égide du comité scientifique et technique regroupant les différents spécialistes qui 
interviennent dans la surveillance active du WN et intégré au comité de pilotage. 

2.7 Mesures de prévention et de contrôle  

Les mesures de prévention et de contrôle seront appliquées au vu des résultats obtenus par les 
échantillonnages et par les connaissances épidémiologiques générales appréhendées à travers 
la surveillance vétérinaire. Elles s’appuieront sur des méthodes de protection collective 
(éducation sanitaire, aménagement de l’habitat et réduction des gîtes) ou individuelles 
(utilisation de répulsifs pour les espèces crépusculaires et nocturnes; des moustiquaires de lits 
imprégnées d’insecticide pour les espèces nocturnes) ; une lutte larvicide et adulticide 
essentiellement basée sur l’utilisation d’organophosphorés ou de pyréthrinoïdes en 
pulvérisation.  
Les mesures doivent reposer sur les protocoles rigoureux, définis et évalués par la DSDS, ce 
qui est déjà le cas pour la lutte contre Cx. quinquefasciatus, nuisant, et Ae. ægypti, vecteur de 
la dengue.  
 
3 Résultats 
Dans cette partie, nous verrons comment s’est déroulée la mise en place de la surveillance 
entomologique. Nous analyserons également quelques résultats de capture, bien que ceux-ci 
soient difficilement interprétables et comparables étant donné l’existence de nombreux biais. 
En effet, de nombreux paramètres tels que le nombre et le choix des sites, le nombre de 
pièges, les méthodes de captures, etc. ont varié.  
Aucune capture d’urgence n’a été effectuée car aucune suspicion clinique ou séroconversion 
n’a été détecté par le réseau de surveillance pendant la période du stage. Nous présenterons 
donc uniquement dans cette partie les résultats de la surveillance entomologique 
« sentinelle ».  
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3.1 Fonctionnement du réseau 

3.1.1 Choix des sites 

Nous avons choisi six sites en GC (cf. carte 7), deux autres ont été ajoutés à MG tardivement, 
à l’occasion de l’enquête sérologique aviaire. Pour simplifier, nous qualifierons les sites de 
« positifs » s’ils se trouvent dans une zone où la circulation virale a été mise en évidence en 
2002 et de « négatifs » dans le cas contraire. Ils sont présentés dans le tableau ci-dessous.  

Tabl.3 : Caractéristiques des principaux sites d’étude 
Statut 
site 

Code 
site Nom Caractéristiques environnementales 

M11 Juston 
(Petit-Bourg) 

Zone rurale proche de champs de canne à sucre, entre le littoral (<3 km) 
et la forêt tropicale humide d’altitude. 

M21 Martingale 
(Baie-Mahault) 

Centre équestre situé en bordure de forêt marécageuse, en zone rurale, 
à quelques kilomètres de la zone industrielle de Pointe à Pitre. 

M22 Gabarre 
(Baie-Mahault) 

Zone de mangrove, bordée par la rivière salée sous le pont de la 
Gabarre, près d’un des plus gros dortoirs de Hérons Garde-Bœuf (HGB). 

M31 Route de Vieux Bourg 
(Abymes) 

Zone urbaine, près de Pointe à Pitre, construite dans la mangrove. 
Nombreuses habitations insalubres en bordure d’un canal très pollué. 

M51 Fonds Dupré 
(Sainte Anne) 

Zone rurale de savane à cabris (forêt sèche). Canton proche de Ste 
Anne (<3 km du bourg), entre le littoral et les Grands Fonds. Présence 
d’une mare bordée par d’importants dortoirs de HGB. 

M61 Vanniers 
(Grand-Bourg de MG) Zone rurale située entre des cultures de canne à sucre et la forêt sèche. 

 
POSITIF 
 

M71 Nesmond 
(Capesterre de MG) Zone rurale localisée au cœur des champs de canne à sucre. 

 
NEGATIF M41 

Sud de la BT 
regroupe 2 sites : 
Bouillante et Baillif 

Premier site : plage en bordure d’une station d’épuration en 
dysfonctionnement et d’un hôtel. Second site : en zone rurale d’altitude 
(environ 300 m) en forêt sèche près des cultures de banane et de café. 

 

 

Carte 7 : Localisation des sites de capture 
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3.1.2 Déroulement des captures 

3.1.2.1 Matériel 

La DSDS disposait d’une dizaine d’aspirateurs à bouche et de 3 PFG complets de type CDC. 
Un PCO a été prêté par l’EID - Méditerranée pour la durée du stage, quatre autres ont été 
commandés pendant l’étude. Sur chaque site, nous avons mis en place un PCO, trois PFG et 
quatre appâts humains (cf. annexe 4) après avoir testé plusieurs protocoles. En particulier, 
nous avons diminué le nombre de pièges sur chaque site pour réaliser des captures 
simultanées sur un plus grand nombre de sites mais cela s’est révélé peu concluant. Les 
captures des moustiques dans les gîtes de repos n’ont été effectuées que dans le centre 
équestre de Martingale, car nous pouvions pénétrer aisément dans les locaux, ce qui était plus 
délicat chez des particuliers. 

3.1.2.2 Planning 

Trois séries de capture ont été organisées début mai, début juin et fin juin à fin juillet (cf. tabl. 
4). Les mauvaises conditions météorologiques ne nous ont pas permis d’organiser une 
quatrième série de capture ; de plus, en raison du départ en congés de la plupart des agents, 
aucune capture n’a eu lieu en août. Nous avons effectué deux captures par semaine de la façon 
suivante : lundi et mercredi, capture sur les sites X et Y ; mardi et jeudi : tri des moustiques 
respectivement des sites X et Y. 

Tabl.4 : Planning des captures 
 

Site 1èrevisite 2ème visite Délai 1-2ème série 3ème visite Délai 2-3ème capture 
M11 25-05 21-06 27 js 12-07 29 js 
M21 04 et 05-05 14-06 40 js 28-07* 44 js 
M22 04-05 07-06 34 js 28-06 21 js 
M31 04-05 09-06 36 js 30-06 21 js 
M51 13-05 16-06 34 js 05-07 19 js 
M41 01-06* 23-06 22 js 26-07* 33 js 
M61 08-07 - - - - 
M71 08-07 - - - - 

Moyenne   32 js  27,5 js 
* Date des captures décalées en raison de fortes pluies. Elles ont été reprogrammées ultérieurement.  
js= jours 

3.1.3 Durée des captures 

Les pièges ont été posés à 18h30 en moyenne en mai, à 16h en juin, à 15h en juillet et 
récupérés comme prévu, avant 9h ; les captures ont donc duré 12,5 heures à 16 heures. Nous 
avons essayé de commencer les captures plus tôt afin de faire correspondre la fin des journées 
des agents (15h), ce qui explique ces variations. Les captures sur appât humain commençaient 
généralement à l’heure, elles ont duré 3h30 en moyenne en mai, comme en juin. Elles ont 
cessé en juillet étant donné le risque accru de circulation de dengue à partir de cette période.  

3.1.4 Tri et identification des moustiques 

Les activités du service LAV-DSDS sont principalement centrées sur la lutte contre les 
nuisants et Ae. aegypti. Les compétences des agents en diagnose étaient donc hétérogènes et 
parcellaires. Ils ont donc été formés dans un premier temps à la reconnaissance des espèces 
ciblées par la surveillance et des principaux genres de moustiques, à l’aide de critères simples 
relevés dans des clefs de détermination existantes et synthétisés dans une clef présentée en 
annexe 5. En cas de doute, nous avons effectué quelques vérifications auprès d’A. Yébakima, 
entomologiste expert de l’OMS à la DSDS de Martinique.  
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3.2 Résultat des captures 

3.2.1 Espèces capturées 

Entre mai et juillet, nous avons capturé 4 282 moustiques de sept espèces différentes. Les plus 
nombreux étaient des Cx. quinquefasciatus (près de 64 % du total). Les autres étaient des Cx. 
nigripalpus (près de 7 %), des Ae aegypti (2.9 %), des Oc. taeniorhynchus (0.7 %) et des 
anophèles (0.3 %). Deux autres espèces, Deinocerites magnus (Théobald, 1901) et Culex 
declarator (Dyar et Knab, 1906) comptent pour 4.1 % du total capturé. De nombreux 
moustiques n’étaient pas identifiables, souvent à cause de la perte d’écailles ou d’une partie 
du corps (cf. graphe 1). En plus des moustiques, les pièges pouvaient contenir d’autres 
insectes, parfois des mouches, des fourmis ou des araignées compromettant souvent la survie 
des moustiques.  

  

Graph.1 : Espèces capturées dans l‘ensemble des sites étudiés de mai à juillet. 
Dans la plupart des sites et sur l’ensemble des captures, Cx. quinquefasciatus était l’espèce la 
plus fréquemment capturée (62,3 % à 86.6 % selon les sites) suivie par Ae. aegypti (jusqu’à 
27.6 % selon les sites). Ochlerotatus taeniorhynchus semblait absent de la plupart des sites. 
Culex nigripalpus était majoritaire à Gabarre avec De. magnus (respectivement 33.7 % et 21.4 
% des moustiques). Nous ne présentons pas les variations des effectifs observés avec le temps 
car les captures ne sont pas comparables entre elles. 

3.2.2 Quantité de moustiques capturés 

Le nombre de moustiques capturés par nuit variait, à nombre de piège égal, de 42 à 1062 en 
fonction des sites et de la période.  

3.2.3 Fonctionnement des pièges 

3.2.3.1 Rendement 

D’après le graphe 2 et le tableau 5, représentant les rendements d’un piège en fonction de son 
type et du temps, les PFG sont de plus en plus productifs, contrairement au PCO dont le 
rendement chute fortement dès juin. Sur l’ensemble des captures, le PFG a le meilleur 
rendement moyen15 et les PFG ont permis de capturer 76,5 % des moustiques (cf. tabl. 5). 

                                                 

15 Nombre moyen de moustiques capturés sur l’ensemble des captures.  
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Graph.2 : Evolution du rendement d’un piège en fonction de son type et du mois de capture.  

Tabl.5 : Nombre de moustiques capturés par type de piège. 

1ère capture 2ème capture 3ème capture Sur toute l’étude 
Rendement 

moyen / piège Type de 
piège 

 Par type  Par piège 16 Par type 
Par 

piège Par type Par piège Par type Pourcentage 
 

PFG 150 14 1224 68 1790 85 3164 76,5 64 

PCO 324 81 186 31 79 13 589 14,2 35 

AH 61 5 320 20 - - 381 9,2 4 

 
En mai, le PCO avait très bien fonctionné, permettant seul de capturer 60.6 % des moustiques 
capturés en mai. Il était 6,5 fois plus productif qu’un PFG et presque 20 fois plus qu’un appât 
humain. En dehors d’un problème de batterie et d’une erreur de manipulation, le piège 
semblait fonctionner parfaitement toutes les autres fois. 

3.2.3.2 Attractivité 

Comme le montre le graphe 3, chaque type de piège a permis d’attirer certaines espèces plus 
que d’autres. Le PCO et les appâts humains ont attiré en proportions comparables quatre 
espèces de moustiques ou plus, tandis que les PFG ont attiré presque exclusivement Cx. 
quinquefasciatus (74,2 % des moustiques attirés par ce type de piège) et semblent être 
beaucoup plus sélectifs que les PCO ou les appâts.  
 
Le graphe 4 montre l’importance de chaque type de piège dans la capture des individus de 
chaque espèce. La grande majorité des Cx. quinquefasciatus a été capturée par les PFG, la 
plupart des Cx. nigripalpus, par les appâts humains et par le PCO, les Ae. aegypti ont été 
attirés autant par les trois types de pièges, tandis que les Oc. taeniorhynchus ont 
principalement été capturés sur appât. 

3.2.4 Influence de la localisation des sites  

Nous avons capturé à peu près autant de moustiques à moins de 1 km de la forêt marécageuse 
que dans des sites plus éloignés (cf. tabl. 6). On peut noter que relativement peu de 
moustiques ont été capturés à Martingale (M21), pourtant victime régulièrement de nuisance. 
En réalité, des traitements ont été effectué quelques mois auparavant et le club a assaini les 
abords des écuries en même temps que nous mettions la surveillance entomologique en place, 
éliminant ainsi un important gîte larvaire.  
 

                                                 

16 Nous avons considéré que chaque piège capturait autant de moustiques qu’un autre piège du même type, ce qui n’est pas 
tout à fait vrai car son emplacement influence le résultat de la capture. 

1ère 2ème 3ème  
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Graph.3 : Nombre et proportion des espèces capturées selon le type de capture 
Légende: NAH, NPCO, NPFG = Nombre total de moustiques capturés respectivement par les appâts humains, les 
pièges à CO2 et les pièges à femelles gravides, toutes espèces confondues.  

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Graph.4 : Contribution de chaque type de piège dans la capture de chaque espèce 

Tabl.6 : Comparaison du nombre de moustiques capturés dans les sites proches de la forêt 
marécageuse (< 1km), et plus éloignés. 
Hors foret marécageuse Forêt marécageuse Capture Site 
Total moustiques par site 

Site 
total moustiques par site 

M51 81 M21 134 
M11 57 M22 3* 1ère capture 

 M41 359 M31 1* 
M51 278 M21 106 
M11 306 M22 463 2ème capture 

 M41 378 M31 208 
M51 215 M21 42 
M11 110 M22 266 3ème capture 

 M41 93 M31 1062 
Total - 1877 (soit 45,1 %) - 2285 (soit 54,9 %) 

Le graphe 5 (p. suivante) montre que les anophèles, les Cx. nigripalpus et les "autres espèces" 
(De. magnus principalement) ont été capturés en plus grand nombre ou exclusivement près de 
la forêt marécageuse. A l’inverse, les Ae. aegypti y étaient beaucoup moins nombreux que 
dans des zones plus éloignées, également plus urbanisées. Par contre, nous avons capturé 
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autant de Cx. quinquefasciatus dans chaque zone. Ces observations sont compatibles avec les 
habitats naturels de ces espèces (cf. annexe 5).  
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Graph.5 : Comparaison de la proportion de moustiques capturés dans la forêt marécageuse et en 
dehors, selon l’espèce 

3.2.5 Captures sur Marie-Galante 

Les deux sites de l’île ont fait l’objet d’une capture en juillet, la même journée, avec un 
nombre réduit de pièges sur chaque site, peu de moustiques ont été capturé (cf. tabl. 7). Les 
espèces capturées en grande majorité étaient des Cx. quinquefasciatus sur les deux sites et Ae. 
aegypti uniquement sur le site de Grand Bourg. 

Tableau N°7 : Résultat des captures à Marie Galante 

 

3.2.6 Analyses de laboratoire 

Les pools de moustiques sont conservés à -80°C au CIRAD-EMVT, ils n’ont pas été analysés. 
En effet, la mise en place de cette surveillance entomologique ne s’est accompagnée d’aucune 
circulation virale apparente [Lefrançois et al., 2005]. Or, même lorsque le virus circule, les 
chances de détection du virus sont très faibles, il était donc inutile dans ce contexte 
d’effectuer des analyses étant donné leur coût. Les analyses pourront toujours être réalisées si 
les acteurs de la surveillance les considèrent nécessaires.  
 
4 Discussion 

4.1 Bilan de la mise en place 

Globalement, le bilan est positif car la mise en place du volet a pu se faire sans interruption de 
mai à août car aucune mission prioritaire de la DSDS (circulation de dengue, inondations ou 
cyclone) n’a mobilisé les agents. Par ailleurs, les agents ont acquis des compétences en 
matière de piégeage et de diagnose. Ils ont été sensibilisés à une problématique de recherche, 
ce qui sort du cadre habituel de leurs missions. Aucun piège n’a été volé ou dégradé et le 

 Site  Nombre et type de pièges  Nombre de moustiques capturés Total 

Grand Bourg (MG) 1 piège à C02 et 1 à femelles 
gravides 81 

Capesterre (MG) 2 pièges à femelles gravides. 
 44 

125 

Proximité immédiate (<1km) de 
la forêt marécageuse 

Zones éloignée (>1km) de la 
forêt marécageuse 
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contact avec les personnes chargées de leur sécurité a été bon. Cependant, plusieurs points 
doivent être améliorés à plusieurs niveaux.  

4.2 Organisation de la surveillance 

4.2.1 Sites 

Le service LAV-DSDS est scindé en trois équipes: celle de GT intervient dans toute la GT et 
dans la partie nord de la BT jusqu’à Petit Bourg ;  celle de BT intervient dans le reste de la BT 
et sur les îlets du Grand Cul de Sac Marin et celle de MG intervient sur MG. Le suivi de la 
plupart des sites était donc effectué par l’équipe de GT. Le suivi du seul site de BT nécessitait 
le déplacement d’un agent de l’équipe de BT la veille et le lendemain des captures pour 
prendre le matériel, la carboglace et ramener ensuite les moustiques et le matériel à la base de 
GT, ce qui surchargeait l’organisation de la surveillance. Le virus semble avoir circulé 
intensément à MG [Lefrançois et al., 2005] cependant cette île n’a pas été initialement inclue 
dans l’étude pour des raisons de coût principalement. L’enquête sérologique aviaire a été 
l’occasion de réaliser quelques captures de moustiques dans les élevages de poulets, mais 
l’unique capture n’a pas été concluante car le nombre de pièges était insuffisant pour effectuer 
les captures simultanément.  
 
Afin de faciliter l’organisation de la surveillance et compte-tenu des moyens financiers 
limités, il a été décidé en concertation avec le CIRAD-EMVT et la DSDS de focaliser la 
surveillance sur des zones à risque de GC uniquement et de réduire le nombre de sites. 
Cependant, la grande motivation des agents de BT est à considérer et à saluer, des captures 
exceptionnelles pourraient être envisagées à l’îlet Fajou, zone a priori favorable à la 
circulation du virus et de forte concentration d’oiseaux. 
Quatre sites ont donc été choisis: Martingale (site M21), la ferme Ti-Bou (qui n’a pas été suivi 
cette année mais l’a été dans le cadre de la surveillance aviaire), Gabarre (site M22) et Juston 
(M11). La mise en place de poulets sentinelles fin 2004 dans ces sites et l’existence d’un suivi 
sentinelle équin dans les centres équestres permettent de compléter et de resserrer le dispositif 
de surveillance. Les captures doivent reprendre dans ces sites en octobre 2004. 

4.2.2 Diagnose des espèces 

La formation en identification des espèces de moustiques pendant le stage a été brève et 
succincte mais a permis une concordance des résultats du tri entre les deux agents 
principalement impliqués dans ce travail. Pour des raisons de simplicité et de hiérarchisation 
des objectifs, nous n’avons pas identifié d’autres espèces car cela requiert des connaissances 
solides, actualisées et une pratique régulière. Néanmoins, une poursuite de la surveillance ne 
peut être envisagée sans formation approfondie d’une ou deux personnes dans ce domaine.  
Dans cette optique, Francis Schaffner, entomologiste à l’EID-Méditerranée, a organisé une 
formation en Guadeloupe, du 13 au 17 décembre 2004, dont le thème était : « Les moustiques 
de Guadeloupe : systématique, biologie, écologie et identification ». Un bilan informel de la 
mise en place de la surveillance lui avait été transmis afin qu’il tienne compte des difficultés 
rencontrées. Sept agents ont participé à la formation à l’issue de laquelle des tests 
d’identification ont été effectués sur trois espèces parmi la dizaine étudiée. Ils ont été réussis à 
76 %. La formation a répondu aux attentes de Joël Gustave car il y avait un réel besoin étant 
donné que les agents étaient plus axés sur la surveillance de routine des vecteurs de la 
Dengue. Les stagiaires ont totalement apprécié et étaient demandeurs pour un prolongement. 
Des suites sont envisagées, en particulier l’organisation d’un séminaire complémentaire sur 
l’identification et l’écologie des larves, une collaboration entre l’EID-Méditerranée et la 
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DSDS de Guadeloupe afin d’améliorer la clé d’identification des moustiques ainsi qu’une 
formation plus complète d’un ou deux agents.  
Il serait également intéressant de constituer une collection des moustiques de Guadeloupe, à 
laquelle les agents puissent se référer. En août, plusieurs individus de Cx. nigripalpus, Cx. 
quinquefasciatus, Ae. aegypti, Oc. taeniorhynchus, De. magnus et An. albimanus ont été 
capturés et conservés provisoirement dans des tubes épendorfs (remplis de silicagel et de 
coton recouvert de papier afin que le coton n’abîme pas les individus).   

4.2.3 Horaires de capture 

En raison de contraintes organisationnelles internes à la DSDS, certaines captures n’ont pas 
suivi le protocole initialement prévu. La pose des pièges pendant les horaires des agents (7h-
15h) semblait faciliter le déroulement des captures. Pour connaître les effets d’une pose 
précoce, nous avons effectué un test en débutant une capture à 9h, puis nous avons observé le 
contenu des pièges à 12h, 16h et 18h et en avons récupéré le contenu le lendemain à 9h. Cette 
expérience a montré qu’aucun moustique n’avait été capturé avant 16h, par contre, des 
parasites (fourmis, araignées) avaient eu le temps de s’introduire ce qui avait compromis la 
survie et l’intégrité de la plupart des moustiques… 
Une alternative consisterait à poser les pièges vers 15h, ce que nous avons fait pour les 
dernières captures, et installer quelques dispositifs simples pour éviter l’introduction de 
nuisants (isolement des pièges posés sur le sol par de l’eau, isolement des pièges suspendus 
par de la glue ou du miel).  

4.2.4 Utilisation des pièges 

L’utilisation des PFG et du PCO a permis de connaître les espèces qui étaient attirées par ces 
pièges ainsi que leur productivité en Guadeloupe. Cependant des captures continues sur une 
ou deux années sont nécessaires pour mieux connaître la dynamique de ces populations. Nous 
avons utilisé 3 PFG et 1 PCO, l’idéal serait de placer le même nombre de pièges de chaque 
type pour équilibrer les résultats. Nous allons discuter des résultats obtenus avec chaque type 
de piège afin de proposer des améliorations. 

4.2.4.1 Captures sur appât humain 

Ce procédé n’a pas permis la capture d’un grand nombre de moustiques. Cela peut être en 
partie dû au fait qu’en mai – juin les populations vectorielles étaient globalement faibles et 
peu agressives. Par ailleurs, même lorsque les moustiques sont très agressifs, le rendement 
peut être moyen si tous les moustiques deviennent agressifs simultanément, dépassant les 
capacités du captureur, c’est ainsi que « seulement » 144 moustiques ont été capturés sur un 
appât piqué plus de 340 fois en moins d’une heure. 
Enfin, les séances peu productives sont particulièrement démotivantes et ressenties comme 
longues. Mais surtout, l’emploi de ce procédé pour la surveillance d’arboviroses est discutable 
en zone endémique de dengue car les agents courent le risque de contracter la maladie 
surveillée ou la dengue. Bien que les appâts attirent de nombreuses espèces de moustiques, 
d’autres procédés comme les PCO pourraient les remplacer. Leur maintient ne paraît donc pas 
justifié dans le cadre de la surveillance entomologique. 

4.2.4.2 Pièges à femelles gravides  

Ces pièges ont très bien fonctionné et ont permis la collecte d’un grand nombre de 
moustiques. Leur intérêt est que les femelles gravides ont pris au moins un repas sanguin ce 
qui augmente les chances de détection de virus. Ils ont attiré presque exclusivement des Cx. 
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quinquefasciatus et très peu de Cx. nigripalpus et d’Ae aegypti; Cx. quinquefasciatus est en 
effet particulièrement attiré par les infusions de foin [Hazard et al., 1967] et la solution était 
parfois laissée à macérer plus longtemps que nécessaire (jusqu’à 21 jours), ce qui les attirait 
d’autant plus. Il est normal de n’avoir observé aucune femelle d’Oc. taeniorhynchus qui ne 
pond que sur de la terre humide... 
 
Il serait intéressant d’essayer d’augmenter l’attractivité des pièges vis-à-vis d’une ou plusieurs 
espèces en particulier en modifiant la solution de mélange. Pour Ae. aegypti, on pourrait 
simplement réduire la durée de macération ou ne mettre que de l’eau douce et en observer 
l’effet (puisque cette espèce préfère les eaux propres et claires). Pour Cx. nigripalpus, 
l’utilisation de la solution de Ritchie (milieu de Reiter mélangé au tiers d’isopropanol) 
pourrait faciliter leur capture [Ritchie, 1984]. Il n’existe pas de PFG pour Oc. taeniorhynchus 
dans la bibliographie, cependant, on pourrait s’inspirer des travaux de Wallace qui a 
développé un piège d’oviposition avec des serviettes imbibées d’eau et recouvertes de 
feuilles ; placer au dessus de ce dispositif une colonne aspirante et un filet permettrait peut-
être la capture des femelles. Cela demande du bricolage, des essais et du temps, ce qui n’est 
pas envisageable dans l’immédiat. Par contre, les deux premières pourraient être testées assez 
facilement et éventuellement adoptés si les résultats se révélaient concluants.   

4.2.4.3 Piège à CO2 

Le premier problème que nous avons rencontré était l’obstruction des trous du piège par de la 
glace. En effet, l’humidité de l’air était telle que de l’eau qui se formait au contact du piège et 
ruisselait jusqu’aux trous du réservoir de carboglace, où elle gelait étant donné la température 
de la carboglace. Nous avons donc mis en place un dispositif absorbant autour du réservoir et 
surélevé la carboglace à l’aide d’une grille pour que la température soit moins froide au 
niveau des trous. Ces deux solutions se sont révélées assez efficace pour la suite des captures. 
La chute de rendement du PCO entre les premières et les dernières captures peut s’expliquer 
de deux manières. La première hypothèse est que la population vectorielle était vieillissante, 
comportant plus de femelles gravides que de femelles à jeun ou néonates (cela expliquerait 
également l’augmentation concomitante de productivité des PFG). L’autre possibilité est que 
les pièges aient interférés entre eux. Pour éviter ces problèmes, les spécialistes recommandent 
de les placer à plusieurs centaines de mètres les uns des autres [guidelines CDC], or nous les 
avons espacés de moins de 100 m le plus souvent. D’autres paramètres, comme le sens et la 
force du vent peuvent accentuer ces phénomènes. Pour optimiser les captures ultérieures, il 
faudrait donc en tenir compte et espacer les pièges de 150 à 200 m au moins.  
L’attractivité du PCO a été moyenne pour Cx. nigripalpus et faible pour Oc. taeniorhynchus. 
Des substances attractives peuvent être ajoutées à la carboglace pour attirer plus spécialement 
une espèce. Par exemple l’octénol a des effets synergiques avec le CO2 sur l’attirance d’Oc. 
taeniorhynchus mais donne des résultats plus mitigés pour Cx. nigripalpus [Takken et al., 
1989 ; Kline et al., 1991]. L’acide lactique permet d’attirer significativement plus de Cx. 
nigripalpus [Kline et al., 1990] mais réduit sensiblement la capture d’Ae. aegypti, pour qui le 
meilleur piège reste l’appât humain d’après Canyon [Canyon et al., 1997]. On pourrait 
envisager de faire de tels ajouts pour cibler les espèces potentiellement vectrices, cependant, il 
faut en évaluer le coût, la faisabilité et l’efficacité.  

4.2.4.4 Bilan 

Pour la poursuite de la surveillance, les captures sur appâts humains ne sont pas justifiées, par 
contre le maintien des deux autres procédés en plaçant 2 pièges de chaque type permet de 
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capturer trois des quatre espèces cibles. Pour équilibrer les résultats de capture, on peut 
envisager d’apporter quelques modifications simples : 
-  Diminuer la durée de macération de la solution du PFG et observer l’efficacité des captures 
sur les espèces autres que Cx. quinquefasciatus, 
- Tester l’ajout d’isopropanol et d’octénol aux PCO sur les captures de Cx. nigripalpus et 
d’Oc. taeniorhynchus. 
 
Le rendement des pièges est très variable d’une capture à l’autre car il dépend de facteurs 
météorologiques, de l’abondance et de la structure d’âge des populations mais aussi de 
l’emplacement des pièges (zones ombragées et fraîches, riches en végétation, loin des autres 
pièges). Tous ces éléments doivent être pris en considération afin d’optimiser les captures.  

4.3 Etude de la population capturée 

Nous ne pouvons faire qu’une interprétation limitée des résultats des captures, néanmoins 
nous pouvons discuter de la représentativité de l’échantillon et des densités observées. 

4.3.1 Représentativité de l’échantillon 

Etant donné que nous recherchons le virus et le vecteur du WN, nous ne cherchons pas à avoir 
un échantillon représentatif de l’ensemble de la population vectorielle. Les pièges que nous 
avons choisis sont ceux qui sont le plus fréquemment utilisés pour la surveillance 
d’arboviroses et qui ont permis de capturer les espèces souhaitées en Guadeloupe ceci en 
proportions variables.  
Pour interpréter les effectifs capturés, il faut tenir compte de la saison à laquelle les espèces 
sont normalement actives. De plus, l’abondance et l’activité des moustiques varient en 
fonction de nombreux paramètres météorologiques, en particulier de la température, des 
précipitations et de l’humidité relative [Reiter, 1988 ; Clements et al., 1999]. Mais l’activité 
des moustiques peut varier sur de courtes échelles de temps en fonction des conditions 
météorologiques, de même que les résultats des captures. Des captures mensuelles sont donc 
largement insuffisantes et donnent une image biaisée de la réalité, de même que l’utilisation 
en surnombre des PFG sélectifs et très productifs. On peut améliorer la représentativité de 
l’échantillon en équilibrant les pièges, en augmentant la fréquence des captures (1 ou 2 
captures hebdomadaires) et en allongeant la durée des captures (2 nuits successives au lieu 
d’une).  

4.3.2 Densité vectorielle  

Si l’on peut dire que les espèces capturées en quantité importante sont sans doute abondantes 
dans le site, l’interprétation de la capture d’un faible nombre d’individus d’une espèce est plus 
délicate. Effectivement, il peut s’agir d’une espèce minoritaire, d’une espèce abondante mais 
faiblement attirée par les pièges ou bien accidentelle dans le site. Dans ce cas, l’étude des 
gîtes larvaires sur le site et autour permet de distinguer une espèce accidentelle d’une autre 
installée et d’avoir une idée de son importance. La densité apparente d’une espèce dans les 
pièges ne reflète donc pas nécessairement sa densité réelle d’autant plus qu’elle n’attire 
qu’une fraction de la population (gravide ou à jeun selon les pièges). De la même façon, il est 
difficile d’interpréter les variations d’effectifs entre des captures peu fréquentes car celles ci 
peuvent refléter les variations de la population tout comme des mauvaises conditions de 
captures d’un jour à l’autre...  
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En ce qui nous concerne, Cx. quinquefasciatus et Ae. aegypti, qui sont des espèces très 
communes en Guadeloupe étaient présentes en nombre important sur l’ensemble des sites 
(bien que peu d’Ae. aegypti aient été capturés, nous en avons observé très souvent). Culex 
nigripalpus et De. Magnus, communes également, ne constituaient des populations 
importantes qu’en mai – juin et dans des zones proches de la mangrove principalement.  

4.4 Vecteur de WN en Guadeloupe 

4.4.1 Détermination du vecteur 

La détermination du vecteur principal passe par la démonstration de plusieurs éléments: 
- que l’espèce ait été retrouvée naturellement infecté à plusieurs reprises sur le terrain,  
- qu’elle soit compétente en laboratoire, 
- qu’elle ait des préférences trophiques compatibles avec son rôle dans le cycle et 
- que sa population soit abondante pendant la période d’amplification (pour les vecteurs 
enzootiques), ou pendant celle de transmission aux hôtes tangentiels (pour les vecteurs 
épizootiques).  
Nous n’avons donc pas d’éléments concrets pour suspecter une espèce particulière et, seuls 
les résultats d’une surveillance entomologique prolongée et pendant un nouvel épisode de 
circulation viral en Guadeloupe pourront apporter des informations  complémentaires 
fondamentales pour la détermination du vecteur. De plus, bien que la compétence vectorielle 
pour les espèces cibles soit connue aux USA, elle devrait être testée sur les espèces 
guadeloupéennes car des populations différentes d’une espèce vectrice peuvent ne pas 
manifester la même capacité à transmettre un agent pathogène [McIntosh et al., 1976]. Enfin, 
l’existence de barrières températures - dépendantes sur la compétence vectorielle pourrait 
également expliquer des différences entre des populations américaines et subtropicales [Hardy 
et al., 1983].  
 
Cependant, nous pouvons affiner les hypothèses sur le vecteur en nous appuyant sur la 
bibliographie et sur les résultats d’une étude épidémiologique analytique qui visait à 
déterminer les facteurs de risque de séropositivité WN chez les équidés de Guadeloupe, ainsi 
que les conditions météorologiques favorables à la circulation du virus.  

4.4.2 Culex nigripalpus vecteur potentiel ?  

Culex nigripalpus est le vecteur de WN en Floride. Dans les modèles de régression logistique 
expliquant le mieux le risque de séropositivité des équidés, la proximité de la forêt 
marécageuse (< 1.5 km), habitat de nombreux oiseaux et de Cx. nigripalpus pendant les 
périodes sèches, était un indicateur de risque important [Pradel, 2005]. 
En outre, une année favorable à la transmission du WN en Guadeloupe semblait caractérisée 
par un carême plus chaud et plus humide que la normale, suivi d’un hivernage chaud et 
contrasté du point de vue des précipitations (alternance régulière de périodes sèches et 
humides) [Pradel, 2005]. En Floride un premier semestre plus humide que la normale s’était 
accompagné de populations estivales de Cx. nigripalpus plus importantes [Zyzak et al., 2002]. 
La bibliographie mentionne que la rupture d’une période sèche par un ou plusieurs épisodes 
pluvieux importants (>50mm en moins de 72h) est déterminante pour l’abondance des 
populations de Cx. nigripalpus en Floride [Day, 1990]. Elle est également d’autant plus 
favorable aux populations vectorielles et à la transmission virale que ces épisodes sont 
fréquents et régulièrement espacés par de longues périodes sèches (les femelles gravides 
attendent la formation des gîtes larvaires adéquats, la durée du cycle gonotrophique augmente 
comme la proportion de femelles gravides dans la population) [Day et al., 1994]. 
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La recherche de tels évènements pluvieux selon ces critères en Guadeloupe a montré que 
2002 était la seule année favorable à Cx. nigripalpus entre 2000 et 2004 [Pradel, 2005]. Enfin, 
une particularité de cette espèce est sa grande sensibilité à la variation de l’humidité relative 
(HR). Pendant des périodes sèches, Cx. nigripalpus est ornithophile et vit dans les zones 
densément boisées, plus humides. A l’occasion de fortes précipitations et quand l’HR devient 
très élevée, les femelles gravides pondent, deviennent mammophiles et quittent la forêt pour 
les pâturages à la recherche d’hôtes [Edman et al., 1968]. 
 
L’ensemble de ces éléments, ainsi que l’étude des conditions météorologiques en Guadeloupe 
depuis 2001 permettent d’établir un scénario de transmission possible : le cycle 
d’amplification pourrait avoir débuté dans la mangrove ou dans la forêt marécageuse, entre 
les oiseaux et Cx. nigripalpus, et ce d’autant plus facilement que les températures étaient plus 
élevées que la normale pendant la période de nidification, où la population sensible est 
importante. Début juin, un épisode de sécheresse intense et l’augmentation des températures 
auraient accéléré le cycle d’amplification et réduit la période d’incubation extrinsèque, 
rapproché les vecteurs des populations aviaires, et accéléré le développement larvaire dans les 
gîtes formés pendant le carême. Les précipitations soudaines de mi-juin, mi-juillet, septembre 
et octobre auraient entraîné la ponte simultanée de nombreuses femelles gravides, suivie de 
vagues de transmission aux mammifères [ Pradel, 2005]. 
 
Les critères utilisés en Floride ne sont peut-être pas comparables pour la Guadeloupe où la 
structure et la texture du sol ne sont pas les mêmes et les populations de Cx. nigripalpus 
différentes.  
 
Il est important de noter que d’autres espèces de moustiques que Cx. nigripalpus peuvent 
jouer un rôle. La recherche du vecteur reste primordial pour adopter un programme de lutte 
adéquat et ciblé sur les gîtes larvaires des vecteurs, qui peuvent être très variés (cf. annexes 7 
et 8).  
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Conclusion/ perspectives 
 
Cette étude entomologique préliminaire a permis de mettre en place la surveillance 
entomologique avec les agents de la DSDS / service de démoustication. Afin que cette 
surveillance apporte des données intéressantes et exploitables par le réseau de surveillance, il 
faudrait améliorer certains aspects, notamment quand les moyens de la DSDS et la 
disponibilité des agents le permettront. En particulier, il faudrait disposer d’un plus grand 
nombre de pièges, augmenter la fréquence des captures (une par semaine ou tous les quinze 
jours) éventuellement avec 2 nuits de captures au lieu d’une. Une surveillance continue sur 
plusieurs mois à partir de mai jusqu’à la fin de la saison des pluies (décembre) et sur plusieurs 
saisons permettrait de connaître les fluctuations des populations et d’améliorer les 
connaissances sur la biologie des espèces d’intérêt.  
 
Une enquête entomologique est coûteuse et lourde en terme de personnel, de temps et de 
matériel. Les agents de la DSDS ont des missions prioritaires, en particulier pendant la 
période cyclonique, ce qui se répercute sur la disponibilité des agents pour la surveillance 
WN. Un volet entomologique dans le cadre de la surveillance de ce virus peut constituer un 
pilier en terme d’alerte précoce mais uniquement si tous les moyens pour la bonne réalisation 
de cette enquête sont mis en œuvre. Les conditions actuelles et le budget quasi inexistant ne 
permettent pas d’envisager une surveillance entomologique ambitieuse avec un rôle d’alerte 
précoce en Guadeloupe.  
Cependant son maintien est important pour connaître le vecteur et isoler la souche ; un suivi 
régulier d’un nombre réduit de sites (quatre sites situés dans une zone à risque) à court terme 
est envisageable. Une inter-relation entre les différents volets de la surveillance WN est 
nécessaire pour inclure éventuellement de nouveaux sites, en cas de circulation virale, pour 
avoir une valence entomologique dans un site « actif ».  
 
Outre la détermination du vecteur, l’isolement de la souche, ou au moins son identification, à 
partir de pools de moustiques reste une priorité en Guadeloupe. En effet, son analyse 
génétique permettrait d’expliquer l’absence de cas cliniques chez les équidés infectés et de 
tester l’hypothèse de la circulation d’une souche atténuée comme cela a été envisagé au Texas 
et à Mexico [Davis et al., 2004]. Cette identification peut aussi être obtenue par l’enquête 
sentinelle sur oiseaux domestiques.  
 
Bien que le virus n’ait plus circulé depuis 2002, il est toujours présent en Floride et dans 
d’autres régions orientales des USA et du Canada ; une introduction par des oiseaux 
migrateurs en provenance de ces zones est donc toujours possible dans les Caraïbes.  
 
Après une circulation importante en Guadeloupe, un cycle local pourrait s’être établit. En 
effet quelques séroconversions ont été détectées depuis 2002 par les surveillances équines et 
aviaires [Lefrançois, comm. pers.]. La circulation se faisant donc peut-être à très bas bruit, il 
émergera peut-être à la faveur de conditions particulières, comme celles observées en 2002.   
 
Cependant, bien que nous soyons dans une zone tropicale, le virus semble ne circuler 
qu’épisodiquement, tandis qu’elle se poursuit chaque année aux USA, qui pourraient 
constitueraient un réservoir important pour ces zones. Cette situation s’inversera peut-être 
lorsque le système sera en équilibre : l’établissement du virus dans les zones néotropicales 
pourrait faire de ces régions un réservoir de virus pour le reste du continent américain et, en 
particulier, pour l’Amérique du Sud…  
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ANNEXES



 i

Annexe 1 : FICHE DE CODES D’IDENTIFICATION 

 
- Identifiant site de piégeage: (« Id site »)      

 

X = 1 7 
1 : Petit Bourg 
2 : Baie-Mahault 
3 : Abymes 
4 : Sud Basse Terre 
5 : Sainte Anne 
6 : Grand Bourg de Marie-Galante  
7 : Capesterre de Marie-Galante 

 
Etant donné que sur une même commune, les sites de capture peuvent varier, (selon 
densités de moustiques, disponibilité de propriétaires de sites…) l’identification du site en 
tient compte avec le chiffre qui suit le Numéro de la commune.  
EX 1: « M 21 » = Martingale à Baie-Mahault, M 22, Gabarre à Baie-Mahault.  
Ex 2: «  M 51 »  = site de Sainte Anne à Fond Dupré. Si le site de Sainte Anne change, il sera 
nommé « M 52 ». Il faudra tenir un listing des sites à jour pour éviter les doublons !  
 
 
- Identifiant du lot de moustiques capturés avec un type de piège (« Id capture ») 
Le rang de capture est le fait de poser un ou plusieurs pièges du même type sur un site. 
Poser un piège à CO2 et 3 pièges à femelles gravides sur un site constitue DEUX captures. 
(M21-1 et M21-2). Lors de la prochaine visite sur le site, il faudra tenir compte de ces deux 
premières captures pour éviter les doublons et commencer à Numéroter les captures à partir 
de M21-3.   
 

A = 01 : 1ère capture effectuée avec  les pièges à 
femelles gravides le 01/01/05 
A = 02 : 2ème capture effectuée avec le piège à 
CO2 O1/O1/O5 
A = O3 : 3ème capture réalisée avec le piège à 
CO2 le 30/O1/O5 

        
            
- Identifiant pools mono spécifiques, (Id ‘lot mono spécifique’) 
 

Y= Aa: Aedes aegypti 
      Ot: Ochlerotatus taeniorynchus 
      Cn: Culex nigripalpus 
      Cq: Culex quinquefasciatus 
      An: Anopheles sp 
      Ni : non identifiables 
      Au : autres, non identifiés 

 
 
 
Exemple: «M42 [01-03] Ot » : Lot mono spécifique d’Ochlerotatus taeniorynchus capturés 
sur le site M42 lors des « premières captures avec tous les types de pièges.  
 
 

Moustiques capturés sur un 
site le même jour de 
capture, quel que soit le type 
de piège 

Code espèce de 
moustique 

 MX [A1-An]    Y          

M X                 A         

Identifiant site   Rang de 

"Moustique »      N° Commune 

M                X               
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Deux identifiants sont à noter sur la fiche capture  

- ‘Identifiant capture’, correspond aux moustiques non triés, mais séparés selon les 
pièges d’origine.           

     M51       02          
 
 

- ‘id lots mono spécifiques’, correspond aux lots de moustiques triés par espèce.   

M51 [01 – 02]      An 
 

  Code groupe de capture      code espèce 
Sur les étiquettes collées sur les tubes épendorfs, doivent être notées les informations 
suivantes : La capture considérée M51[1-3], l’espèce : Ae. aegypti, le sexe : femelles, males, 
le nombre de moustiques dans le tube.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Rang de captureCode site 
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Annexe 2 : FICHE COMMEMORATIVE DE SITE 

 
Auteur de la fiche ______________________                   Code  SITE 
Date : ___ / ___ / 2004           (Ex : M 21) 
         
Site   
Nom Propriétaire* :       Section, lieu dit* :    
Code Postal :                                                            Commune* : 
Coordonnées GPS* :     Téléphone* : 
 
Biotope du site*  

 Mangrove ouverte      Mangrove fermée        Canne à sucre         Bananeraie  
 Marais / Saline           Forêt tropicale             Littoral       
Autre, préciser (Ex. zone urbaine, décharge…)   ________________________________ 

 
 
Animaux dans le site et à proximité.  
0 = absence, dénombrer les individus en questionnant le propriétaire, sinon, compter les 
animaux présents.  

Espèces Quantité  Attachés, divagants, en écurie, pré ?  
préciser :  

Equidés (chevaux, ânes)   
VOLAILLES   

BOVINS   
CAPRINS   

OVINS   
PORCINS   

   
Autre :  
 
Sources d’eau dans  le site et à proximité du site : dans un rayon de 200 m 
Identifier et décrire toutes les sources d’eau ainsi que les gîtes larvaires.  
Pour chaque source : préciser le mouvement (courante ou stagnante), la salinité (douce ou saumâtre) et la 
propreté de l’eau (claire, usée, boueux, vaseux…), le nombre et si elles sont temporaires ou permanentes 
Sources d’eau : canal, rigoles, mares, gîtes artificiels (jarres, pneu), fosses, station d’épuration,  
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________
__________________________________________________________________________________________ 
 
Commentaire  sur ce qui peut influencer la quantité de moustiques piégés p ex : traitements 
insecticides (dates, produits… )__________________________________________ 

 
 

 
 
 

M    
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Annexe 3 : FICHE DE CAPTURE 

 
A remplir sur le terrain 
 
Auteur de la fiche : ______________________     Identifiant capture 
                (Ex : M 11-01) 
Site   

Commune :       Lieu dit :      
 
 
Capture:  
Date de début de capture :  ____  / ____  / 2004    Heure de début de capture : ---- h ----    
Date de fin de capture       : ___ /____ / 2004         Heure de fin de capture ---- h ---- 
                                                                                 Durée de piégeage :  
Type de piège utilisé pour cette capture et nombre:     
 
Environnement du piège 
Décrire l’emplacement et l’environnement direct du piège, dans un rayon de 50 m.  
Si le piège est posé près d’une source d’eau, la décrire : mouvement (stagnante ou courante), 
salinité (douce ou saumâtre), propreté (claire, usée, boueuse, vaseuse…). 
Si le piège a été placé près d’animaux : donner espèce et nombre d’animaux.  
Noter aussi la présence d’oiseaux sauvages, bâtiments, hauteur du piège si suspendu etc…  
Piège 1 (ou appât 1) ________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
Piège 2 (ou appât 2)  ________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
Piège 3 (ou appât 3) ________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
__________________________________________________________________________ 
 
 
Motifs du piégeage 

 Prévu dans le protocole ?          Exceptionnel ? pourquoi: 
-  signes cliniques : espèce, signes, date : ------------------------------------------------------- 
-  mortalité : espèces, nb de morts et dates : ------------------------------------------ 
 

 
 
Nombre de moustiques vivants au moment de la récolte des pièges : ___ 
 
Commentaire particulier sur le résultat de capture : présence de mouches, de moustiques 
mâles… 
___________________________________________________________________________
___________________________________________________________________________
___________________________________________________________________________
_____________________ 
Suivi du prélèvement 

  M     -     
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Identifiant capture:    
Date d’arrivée au laboratoire de tri :   ------  /  ------   / 2004 
 
Suivi du prélèvement 
Mode de conservation avant tri :          -20°C     -80°C    +4°C  
Durée de conservation avant tri :  
 
 
Résultat du tri           

Piège 1 Piège N° 2 Piège N°3 
Espèces TOTAL 

N 
total 

N 
males 

N 
femelles 

N 
total 

N 
males 

N 
femelles 

N 
total 

N 
males 

N 
femelles

Anopheles 
(toutes espèces) 

          

Ae. aegypti           

Cx. 
quinquefasciatus 

          

Cx. 
nigripalpus 

          

Oc. taeniorynchus           

Autres 
(autres que les 5 

précédents) 

          

Non identifiable 
(abîmés) 

          

TOTAL 
 

          

 
 
 
 

M    -     
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Annexe 4 : EXEMPLE DE SCHEMATISATION D’UN SITE, DISPOSITION DES PIEGES 

 

 

Ste Anne 

2 

1 1 

Grands Fonds 

4 

(Jardin) 

3 

Fosse de récupération 
de l’eau domestique 
Bassin de tortues 
Mare 
Récipients divers 
 

Forêt, couvert végétal 
 

Dortoirs de Hérons 
Gardes Bœufs.  
 

Site M51 
 

Pré 
 

Mare permanente 
 
 

Mare temporaire 
 

Fossé  herbeux  
 
 

Habitation 
 

Récipient (sous-pot, 
vase, seau…) 
 

Fut 
 
 
Poulailler 
 
Bovins 
 

Porcs 
Poules 
 

Route 
 

Appât humain 
 

Piège à CO2 
 

Piège à femelles 
gravides 
Gîte positif en larves 

1 
 
2 
3 
4 

100 m (environ) 
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Annexe 5 : CRITERES DE DIAGNOSE DES ESPECES CIBLES ET DES 
PRINCIPAUX GENRES. FICHE ETABLIE EN GUADELOUPE 

 
Rappels de systématique 
Les moustiques appartiennent à la famille des Culicidae, elle-même composée de 3 sous 
familles : Anophelinae, Culicinae et Toxorhynchitinae. Les moustiques aux quels nous nous 
intéressons appartiennent à la sous-famille des Culicinae.  
 

Tableau récapitulant les tribus et genres de la sous-famille des Culicinae 
 

Tribu Genre 

Aedini 

9 genres dont : 
- Aedes 

- Ochlerotatus 
- Psorophora 

Culicini 
3 genres dont : 

- Culex 
- Deinocerites 

Mansoniini Mansonia 

Sabethini 

13 genres dont : 
- Limatus 

- Isostomyia 
- Wyeopyia 

Uranotaenii Uranotaenia 
 
1) Identification de la sous-famille  
- Longueur des palpes :  

 palpes aussi longs que le proboscis  Anophelinae (regroupe moustiques du genre 
Anopheles) 

 palpes courts :  Culicinae 
- Taches alaires : présentes  Anophelinae  
 
2) Identification du genre :   
- Soies post-spiraculaires :  

 Présentes : Ochlerotatus, Aedes, Wyeomyia 
 Absentes : Culex, Deinocerites, Mansonia  

 Soies pré-spiraculaires :  
 Présentes : Culex 
 Absentes : Deinocerites  

- Forme de l’extrémité de l’abdomen  
 Coupe franche : Culex, Deinocerites  
 Extrémité effilée : Aedes, Ochlerotatus 

 
3) Identification de l’espèce :  

- dessin sur le thorax :  
Ecailles blanches formant une lyre sur le mesonotum et deux bandes blanches fines 
longitudinales sur les aires dorso-centrales d’un Aedes : Aedes aegypti.  

- forme des bandes basales au niveau des tergites 
Bandes basales claires en forme de « demi-lune », en particulier 
Présence ou non des soies post spiraculaires 
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Vue de profil du thorax de Cx. nigripalpus          Schéma d’interprétation 

                             
 
 
Forme de l’extrémité de l’abdomen 
 

     
Extrémité de l’abdomen de Culex (A) Aedes (B), Deinocerites (C). L’extrémité de l’abdomen de Deinocerites est moins franche 
que celle des Culex, cela vient de la plus grande proéminence des genitalia des femelles.  
 
Longueur des palpes 
 

                              
Tête d’Anophèle femelle (An. albimanus)                Tête de Culex (Culex nigripalpus ?) 
 
Taches alaires 
 

                   
Ailes d’anophèle (An. albimanus)            Aile de Cx. nigripalpus 
 
 

Photo : J. Pradel 

Photo : J. Pradel

Photo : J. Pradel 
Pho

Photo : J. Pradel 

Photo : J. Pradel Photo : J. Pradel 

Photo: J. Pradel 

Scutum 
 

Aile 
 

Soies post 
Spiraculaires (absentes) 
 

Spiracle 
 

Soies 
préspiraculaire 
 
Pleures thoraciques 

Source : IRD

A/  B/ C/ 

Antennes 
 

Palpes 
 

 
 

Proboscis 
 
 
 

Pattes 
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Bandes basales sur les tergites abdominaux et taches latéro-basales 
                   

                                                                                         
 
Photos d’abdomens de Cx. nigripalpus vue dorso-latérale (A), et de Cx. quinquefasciatus en  vue latérale (B.1), et en vue 
dorsale (B.2) 
 
Motif sur le thorax 

                     
Thorax d’Ae. aegypti, vue de profil (A1) et de face (A2) et thorax de Cx. declarator (B) 
 
 
Présence d’anneaux blancs sur la trompe 

                                               
Photo d’Oc. taeniorhynchus en train de piquer (A) et schéma d’interprétation (B). 
 
Longueur des antennes par rapport à la trompe 
 

                                  
Photos de tête de De. magnus (A) et de Culicini (B)  

Photo : J. Pradel

Photo : J. Pradel 

Photo : J. Pradel 
Photo 
T.Lefrançois 

Photo : J. Pradel 

Taches 
latérales 
 
Absence de 
bande 
basale sur 
les tergites 
abdominaux 

Bandes basales 
claires 
 
« en forme de 
demi lune » ou de 
« M » large, plus 
accentué sur les 
segments IV et V.     
         Avant 
 
 
 
         Arrière 

 

Thorax 
 
Antenne 
Tête 
 
Palpes 
 
 

Labre et hypopharynx  
 
 

Labium 
Surface 

Photo : J. Pradel 

A/ B. 1 B.2 

A1 A2 

Photo : IRD Photo : IRD Photo : IRD 

B 

Photo : IRD 

A B 

   Antennes 
 
     
    
       
    Trompe 

A B 
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Culex quinquefasciatus femelle                                           Culex nigripalpus                
 
Culex : Extrémité de l’abdomen droit, présence de soies pré-spiraculaires et absence de soies 
post-spiraculaires.  
 
Taille : moyenne 
Proboscis et tarses : entièrement sombres 
 
Thorax : présence d’écailles blanches sur 
le côté du thorax 
 
Tergites abdominaux : sombres avec des 
bandes basales claires étroites, élargies en 
leur milieu donnant une forme de demi-
lune qui, avec les taches latérales, donnent 
une forme de « M » élargi. 
 
 
 
 

Taille : moyenne, moustique foncé 
Proboscis et tarses : entièrement sombres 
 
Thorax : généralement dépourvues 
d’écailles. 
 
Tergites abdominaux sombres avec 
occasionnellement des bandes basales 
étroites ou des écailles blanches formant 
des taches irrégulières.  
Présence de taches latérales ayant une 
forme triangulaire.  
 
 

 
 
 

Photo : J. Pradel Photo : J. Pradel 
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Aedes aegypti (Photo : IRD)                                                  Ochlerotatus taeniorhynchus (Photo : IRD) 
 
Aedes : palpes courts, extrémité de 
l’abdomen effilée, présence des soies pré et 
post spiraculaires.  
 
Taille : variable, en général petit, noir et 
blanc.  
 
Mesonotum : présence de deux lignes 
médianes claires et une ligne latérale 
courbe de chaque côté en forme de lyre.  
Pattes : sombres avec des anneaux blancs 
à la base de chaque tarsomère.  
Abdomen : bandes basales blanches et 
présence de taches latérales argentées.  
Proboscis : entièrement sombre. 
 
 
 

 

Ochlerotatus : palpes courts, extrémité de 
l’abdomen effilée, présence de soies pré et 
post spiraculaires. 
Taille : petite à moyenne. 
Proboscis : noir avec un large anneau 
blanc bien visible près du milieu.  
Palpes maxillaires : courts, noirs avec des 
écailles blanches à l’extrémité. 
Mésonotum : sans ornementation. 
Abdomen : tergites abdominaux ornés 
d’étroites bandes basales blanches et de 
taches latérales claires. 
Pattes : fémur et tibia sombres. Des 
écailles blanches forment d’étroites bandes 
blanches au niveau de chaque tarsomère, le 
dernier tarsomère n’est pas entièrement 
blanc. 
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Annexe 6 : LISTE DES ESPECES DE MOUSTIQUES TROUVEES INFECTES PAR 
LE VIRUS WN 

Source (http://www.cdc.gov/ncidod/dvbid/westnile/mosquitoSpecies.htm) 
 

Total list - all years (1999-2004) . Mosquito Species producing WNV positives 
1 Aedes aegypti 
2 Aedes albopictus 
3 Aedes atlanticus/tormentor 
4 Aedes atropalpus 
5 Aedes canadensis 
6 Aedes cantator 
7 Aedes cinereus 
8 Aedes condolescens* 
9 Aedes dorsalis 
10 Aedes dupreei 
11 Aedes fitchii 
12 Aedes fulvus pallens 
13 Aedes grossbecki 
14 Aedes infirmatus 
15 Aedes japonicus 
16 Aedes melanimon 
17 Aedes nigromaculis 
18 Aedes provocans 
19 Aedes sollicitans 
20 Aedes squamiger 
21 Aedes sticticus 
22 Aedes stimulans 
23 Aedes taeniorhynchus 
24 Aedes triseriatus 
25 Aedes trivittatus 
26 

Aedes 

Aedes vexans 
27 Anopheles atropos 
28 Anopheles barberi 
29 Anopheles crucians/bradleyi 
30 Anopheles franciscanus 
31 Anopheles freeborni 
32 Anopheles hermsi 
33 Anopheles punctipennis 
34 Anopheles quadrimaculatus 
35 

Anopheles 

Anopheles walkeri 
36 Coquillettidia Coquillettidia perturbans 
37 Culex coronator 
38 Culex erraticus 
39 Culex erythrothorax 
40 Culex nigripalpus 
41 Culex pipiens 
42 Culex quinquefasciatus 
43 Culex restuans 
44 Culex salinarius 
45 Culex stigmatosoma 
46 Culex tarsalis 
47 Culex territans 
48 

Culex 

Culex thriambus 
49 Culiseta impatiens 
50 Culiseta inornata 
51 Culiseta melanura 
52 

Culiseta 

Culiseta morsitans 
53 Deinocerites Deinocerites cancer 
54 Mansonia Mansonia tittilans 
55  Orthopodomyia Orthopodomyia signifera 
56 Psorophora ciliata 
57 Psorophora columbiae 
58 Psorophora ferox 
59 

Psorophora  

Psorophora howardii 
60 Uranotaenia Uranotaenia sapphirina 
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Annexe 7 : GITES LARVAIRES DES CULICIDES EN GUADELOUPE –Type de 
gîtes et salinité de l’eau (issu de Schaffner, 2003, p58, avec son autorisation). 
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Annexe 8 : BIOLOGIE ET DISTRIBUTION GENERALE DES CULICIDES DE 
GUADELOUPE (issu de Schaffner, 2003, p59 avec son autorisation). 
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