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Résumé 

La filariose lymphatique (FL) est une maladie tropicale négligée en voie d’élimination au 

Mali. Le paludisme est hyper-endémique dans plusieurs régions du Mali où il constitue un 

grave problème de santé publique. La lutte anti-vectorielle à l’instar de la chimio-prophylaxie 

est utilisée comme un outil de prévention contre ces deux maladies à transmission vectorielle. 

A cet effet le village de Tiénéguebougou au nord du Mali a connu  huit (8) campagnes de 

traitements de masse (TDM) pour la FL à base d’ivermectine et d’albendazole et aussi une 

distribution de moustiquaires imprégnées d’insecticide dans le cadre de la couverture 

universelle en MILDA (Moustiquaire imprégnée à longue durée d’action) pour la lutte anti-

vectorielle. La méthode de capture sur appât humain (CSH) demeure la meilleure technique 

pour les études entomologiques. Cette méthode a cependant des inconvénients du fait de 

l’exposition des volontaires durant toute la séance de capture de moustiques. La tente Ifakara 

Type C (TITC) est une méthode de collecte des moustiques qui avait été comparée à la 

méthode CSH dans une étude à Sikasso (zone à forte densité vectorielle) en 2011 (Coulibaly 

et al, 2012). Aucune étude similaire n’avait été menée au Nord (zone à faible densité 

vectorielle) du Mali. Nous avons ainsi entrepris une étude comparative des deux méthodes de 

collecte (CSH et TITC) de vecteurs dans le village de Tiénéguebougou  afin de déterminer la 

capacité du TITC à fournir les paramètres entomologiques de la transmission du paludisme et 

de la FL  dans l’optique de l’utiliser comme une méthode alternative à la CSH. Sur 1516 An. 

gambiae s.l. collectés d’Août à Octobre 2013, 1089 ont été capturés par la technique de la 

CSH  contre 427 par la méthode TITC. Il y avait une corrélation positive significative entre le 

nombre d’An gambiae s.l. capturé par la méthode CSH et celui capturé par la méthode TITC 

(r= 0,69; p= 0,003). Nous pouvons dire que les tendances sont les mêmes entre les deux 

techniques même si le nombre de moustique collectés n’est pas égal et que la TITC pourrait 

être une bonne alternative à la CSH. 

La TITC semble être une bonne méthode de collecte alternative à la CSH car elle est sensible 

et protègerait mieux les captureurs. Ce piège qui ne demande pas de personne qualifiée peut 

être un outil d’échantillonnage utile pour la surveillance de routine des moustiques vecteurs 

de la FL et du paludisme.  

 

Mots-clef: Paludisme; Filariose lymphatique; TITC; CSH; An. gambiae s.l.; Tiénéguebougou 
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Abstract 

Lymphatic Filariasis (LF) is a neglected tropical disease being eliminated in Mali. Malaria is a 

serious public health problem and is hyper-endemic in several regions of Mali. The vector 

control and chemo-prophylaxis are used as preventive tools against these two vector-borne 

diseases (LF and Malaria). Tiénéguebougou village in northern Mali has received eight (8) 

mass drug administration (MDA) with ivermectin and albendazole for LF and insecticide-

treated nets have also been distributing as part of universal coverage (mosquito net 

impregnated long acting) for vector control. The human landing catch (HLC) is the best 

technique for entomological studies. However, this method has drawbacks because of the 

exposure of volunteers throughout the mosquitoes catching. The Ifakara Tent Trap C (ITTC) 

is a method of collecting mosquitoes that had been compared to the HLC method in a study in 

Sikasso with a high vector density area in 2011 (Coulibaly et al., 2012). No similar study had 

been conducted in the North of Mali with a low vector density area. We did a comparative 

study of the two methods of collection (HLC and ITTC) vectors in the village of 

Tiénéguebougou to determine ITTC ability to provide entomological parameters of the 

transmission of malaria and LF in the context of use as an alternative method to the HLC. 

About 1516 An. gambiae s.l. collected from August to October 2013, 1089 were captured by 

the HLC against 427 ITTC. 

There was a significant positive correlation between the number of An. gambiae s.l. captured 

by the HLC and the ITTC (r= 0.69; p= 0.003). Trends were similar between the two 

techniques even if the number of mosquito is collected was not equal.  Moreover, the ITTC 

could be a good alternative to the HLC for entomological studies. The ITTC seems to be a 

good alternative collection method to the HLC because it is sensitive and protects better the 

mosquitoes catchers. 

This trap that does not request qualified persons can be a useful tool for routine mosquitoes 

sampling to monitor malaria and LF vectors. 

Keywords: Malaria; Lymphatic Filariasis; Ifakara Tent Trap C; human landing catch; An. 

gambiae s.l.; Tiénéguebougou. 
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I. Introduction 

Le paludisme est la première maladie parasitaire qui constitue un fléau mondial par sa 

morbidité et sa mortalité. Il se transmet par la piqûre infectante du moustique femelle du 

genre Anopheles. Il existe quatre espèces plasmodiales pathogènes pour l’Homme: 

Plasmodium falciparum, P. ovale, P. malariae, et P. vivax. Cependant, P. knowlesi, qui était 

jusque-là connue comme un agent pathogène pour le singe, a été découvert chez l'Homme en 

Asie du sud-est (Singh et al., 2004; Ong et al., 2009). 

Selon le rapport de l’Organisation mondiale de la santé (OMS) en 2014, on estime à 3,2 

milliards, le nombre de personnes qui continuaient d’être exposées au  risque du paludisme en 

2013, principalement en Afrique et en Asie du sud-est avec 90% des cas de paludisme en 

Afrique. 

La filariose lymphatique (FL) est une autre maladie parasitaire due à des vers du genre 

Wuchereria (W. bancrofti), Brugia (B. malayi et B. timori). Ces parasites sont transmis d’une 

personne à une autre par des moustiques du genre Anopheles, Aedes, Culex et Mansonia 

(Gerusa et al., 2003). La FL est l’une des causes majeures d’invalidité dans les zones 

tropicales avec près de 120 millions de personnes à risque d’infection dans le monde (Walther 

et al, 2005). La plupart des cas de FL dans le monde et tous les cas de FL en Afrique sont dus 

au nématode W. bancrofti (Ottessen et al., 1997). Sur le plan mondial, le paludisme et la FL à 

W. bancrofti comptent parmi les maladies parasitaires tropicales à transmission vectorielle les 

plus ubiquitaires (Ernst et al., 2003; Ephantus et al., 2008) constituant ainsi une priorité pour 

les programmes de lutte. 

La FL et le paludisme sont co-endémiques dans de nombreuses régions tropicales et partagent 

dans certaines régions les mêmes vecteurs (Burkot et al., 1990; Chadee et al., 2003; Kelly-

Hope et al., 2006) comme c’est le cas au Mali. 

En effet au  Mali, le paludisme demeure l’endémie majeure et la première cause de morbidité 

et de mortalité (PNLP, 2010; RBM, 2008). Les espèces plasmodiales les plus fréquemment 

rencontrées sont P. falciparum (plus de 85%), P. malariae (10-15%) et P. ovale (1%) 

(Doumbo et al., 1991). Et un cas de paludisme à P. vivax a été rapporté au Nord du pays 

(Koïta, 1988).  

De même, selon le Programme National d’Elimination de la FL (PNEFL) du Mali, la 

prévalence nationale moyenne de la FL obtenue par les tests de diagnostic rapide à base de 

carte immuno-chromatographique (ICT) était de 7,07% en 2004 avec une répartition 

géographique variable. En effet, elle était de 1% à Tombouctou au Nord du pays et de 18,6% 

à Sikasso au Sud du pays. 



 2 

Au Mali, la FL à W. bancrofti et le paludisme à P. falciparum sont transmis par An. gambiae 

s.l. et An. funestus (Touré, 1982) et sont  endémiques dans plusieurs  régions.  

La co-infection humaine est fréquente pendant la saison de transmission du paludisme 

(Konaté 2008, données non publiées).  

Dans le cadre de la lutte anti-vectorielle, plusieurs méthodes de captures de moustiques ont 

été utilisées pour évaluer les paramètres entomologiques de la transmission des pathogènes au 

cours du contact hôte-vecteur (Kelly-Hope et al., 2009). La CSH pour le cas des anophèles  

toujours nocturnes et les pièges lumineux des centres de contrôle des maladies (the Centers 

for Disease Control, CDC) ont tous des avantages et des limites (Kelly-Hope et al., 2009; Le 

Goff et al., 1993). 

La méthode CSH reste toujours la méthode la plus efficace en entomologie pour la capture 

des moustiques (Wong et al., 2013),  mais, elle expose directement et de façon délibérée les 

captureurs aux piqures de moustiques infectés soit par des parasites soit par des virus et par 

d’autres agents infectieux (Overgaard et al., 2012).  Elle est par conséquent de plus en plus 

mal acceptée pour des raisons éthiques entrainant un refus des comités d’éthiques à approuver  

des protocoles qui prévoient d’en faire usage (Ndebele et al., 2012).  

Les pièges lumineux CDC sont les plus couramment utilisés pour l'échantillonnage dans le 

cadre des études des vecteurs du paludisme en Afrique (Overgaard et al., 2012; Sudia, 1962). 

L’inconvénient de ce piège est qu’il tue et assèche les moustiques, rendant difficile leur 

dissection afin d’isoler les glandes salivaires pour la recherche microscopique des sporozoïtes 

(Le Goff et al., 1993).   

La TITC est une tente qui mesure deux (2) mètres de long et un (1) mètre de large dans 

laquelle peut dormir un homme. Ce piège comporte six (6) fenêtres sous forme d’entonnoirs 

comme entrées pour les moustiques qui y sont piégés et a pour avantage de protéger le sujet 

qui y dort à l’intérieur  par une moustiquaire malgré que les moustiques soient attirés par son 

odeur. 
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1.1. Enoncé du problème 

La CSH est considérée comme la meilleure technique pour l’échantillonnage des moustiques 

anthropophiles et à l'estimation du contact hôte-vecteur (Karajacich et al., 2014). Cette 

méthode nécessite des captureurs hautement qualifiés et peut donner des résultats biaisés en 

raison des différences individuelles dans la compétence des captureurs ou de leurs attractivités  

pour les moustiques (Kelly-Hope LA et al., 2009; Lindsay SW et al., 1993; Knols BGJ et al., 

1995). L’utilisation de la CSH a diminué ces dernières années pour des raisons éthiques 

concernant l'exposition potentielle des captureurs aux agents pathogènes transmis par les 

moustiques (OMS, 2003; Mathenge EM et al.,  2002). Pour toutes ces raisons, la méthode 

CSH est mal acceptée pour faire un échantillonnage à grande échelle des vecteurs du 

paludisme (Wong et al., 2013). Plusieurs méthodes de piégeage ont été utilisées comme 

alternatives aux CSH, mais leur fiabilité pour estimer le taux d’agressivité et le taux 

d’infection varient considérablement en fonction des caractéristiques des populations de 

vecteurs (Ndiath M et al., 2011 ; Mathenge EM et al., 2002). Les pièges CDC sont les plus 

couramment utilisés en Afrique et sont efficaces lorsqu'ils sont suspendus à côté d'un hôte 

humain qui est protégé sous une moustiquaire (Lines JD et al., 1991 ; Costantini et al., 

1998). Plusieurs études ont montré une corrélation étroite entre le nombre d’anophèles 

capturés par le piège CDC par rapport à la CSH (Ndiath M et al., 2011 ; Sikaala et al., 2013). 

Cependant de nombreuses études ont aussi  rapportés de faibles taux de capture (Govella et 

al., 2011) ou des résultats incohérents en utilisant le piège CDC (Overgaard et al., 2012).   

Les pièges Exit trap sont faciles à déployer et ne nécessitent pas un collecteur qualifié 

(Service MW, 1977 ; Odiere et al., 2007), mais l'efficacité de ce piège est fortement affectée 

par des variables environnementales (Service MW, 1977 ; Govella  et al., 2011 ; Mnzava et 

al., 1995). La TITC a été conçue comme un outil alternatif à la CSH pour l’échantillonnage 

des vecteurs du paludisme et de la FL (Govella et al., 2009). Ce piège a été utilisé dans la 

zone sud soudanienne au Mali en 2011 à 2012 dans le cadre d’une étude comparative entre 

trois (3) méthodes de collecte de moustiques notamment la CSH, les pièges sentinelles BG 

(Biogents) et la TITC. Les résultats ont montré une corrélation positive entre les tentes Ifakara 

et la méthode CSH en milieu sud-soudanien du Mali (Zone à forte densité vectorielle) 

(Coulibaly et al., 2012).  
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1.2. Question de recherche  

La méthode de capture de moustiques par les TITC peut-elle être utilisée comme une 

alternative à la CSH? 

 

1.3. Hypothèse de recherche 

Les paramètres entomologiques de la transmission du paludisme et de la FL observés au cours 

des captures par la méthode TITC sont comparables à ceux de la méthode CSH.   
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II. Objectifs de l’étude 

2-1. Objectif général 

L’objectif général de notre étude est de comparer les paramètres entomologiques de la 

transmission du paludisme et de la FL obtenus avec les pièges TITC à ceux  des CSH.  

2-2. Objectifs spécifiques 

Plus spécifiquement, il s’agira de : 

i.   Comparer la densité d’An. gambiae s.l. (nombre d’An. gambiae s.l. capturés)  obtenue avec 

chaque méthode de capture;  

ii. Comparer la densité agressive mensuelle des An. gambiae s.l. obtenue avec chaque 

méthode de capture ;  

iii. Comparer les taux d’infection des femelles d’An. gambiae s.l. collectées par les deux 

méthodes de capture. 
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III. Généralités 

3.1. Le paludisme 

3.1.1. Agent pathogène 

Le paludisme est une maladie parasitaire fébrile et hémolysante due à la présence et à la 

multiplication dans l’organisme humain d’un protozoaire du genre Plasmodium. C’est un 

parasite intracellulaire qui colonise les hématies (Adl et al., 2005). 

Il appartient au phylum des Apicomplexa, à la classe Aconoidasidea, à l’ordre Haemosporida, 

à la famille Plasmodiidae et au genre Plasmodium.  

Ces parasites sont transmis à l’Homme au cour d’une piqûre infectante d’un moustique 

femelle du genre Anopheles  (Harbach, 2004). 

 

3.1.2. Cycle du Plasmodium   

Le cycle du Plasmodium se déroule successivement chez l’Homme qui est l’hôte 

intermédiaire, et chez l’anophèle femelle qui est l’hôte définitif (Figure 1).  

 

3.1.2.1. Chez l’Homme 

Chez l’Homme le cycle est divisé en deux (2) phases : 

La phase hépatique ou pré-érythrocytaire ou exo-érythrocytaire : Elle correspond à la 

première partie de la phase d’incubation, cliniquement asymptomatique. 

La phase sanguine ou érythrocytaire : C’est au cours de cette phase qu’on observe les 

manifestations cliniques de la maladie.  

 

a. Phase hépatique ou schizogonie pré-érythrocytaire 

La piqûre infectante de l’anophèle femelle inocule les parasites dans le sang humain sous 

forme de sporozoïtes qui parviennent au foie en une trentaine de minutes. Le sporozoïte 

pénètre dans un hépatocyte et grossit rapidement. Son noyau se divise en un très grand 

nombre de fois et forme un schizonte pré-érythrocytaire (forme multi nucléée). Après 

quelques jours de maturation, le schizonte éclate et libère des milliers de mérozoïtes dans le 

sang.  

La schizogonie hépatique est unique dans le cycle, la cellule hépatique ne pouvant être infectée 

que par des sporozoïtes.  

Dans les infections à P. vivax et P. ovale, une schizogonie hépatique retardée (hypnozoïtes) peut 

entraîner la libération dans le sang de mérozoïtes plusieurs mois après la piqûre du moustique, 

expliquant ainsi les rechutes tardives observées avec ces deux espèces.  
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b. Phase sanguine ou schizogonie érythrocytaire 

Une partie des mérozoïtes (ou peut-être la totalité dans le cas de P. falciparum) va passer dans 

le sang et pénétrer dans des hématies. La pénétration du mérozoïte dans l’érythrocyte et sa 

maturation en trophozoïte puis en schizonte prend 48 ou 72 heures, et conduit à la destruction 

du globule rouge hôte et à la libération de 8 à 32 nouveaux mérozoïtes. Ces mérozoïtes 

pénètrent dans de nouveaux globules rouges et débutent un nouveau cycle de réplication. 

Après plusieurs cycles schizogoniques érythrocytaires, certains trophozoïtes mûrs, vont se 

transformer en gamétocytes, formes sexuées mâles et femelles, qui restent dans le sang sans 

évoluer.  

 

3.1.2.2. Chez l’Anophèle 

Lors d’un repas sanguin sur un individu infecté, l’anophèle femelle ingère des gamétocytes, à 

potentiel sexuel mâle ou femelle. Ceux-ci parviennent dans l'estomac du moustique et se 

transforment en gamètes. Le gamète mâle subit un processus d'ex flagellation à la suite duquel 

les gamètes femelles sont fécondés. Il en résulte un zygote appelé ookinète ; celui-ci 

s'implante sous la paroi stomacale en formant l'oocyste. Cette brève phase diploïde s’achève 

par une division méiotique et est suivie par plusieurs milliers de mitoses qui conduisent au 

développement de sporozoïtes. L'éclatement de l'oocyste libère ces éléments mobiles et 

haploïdes dans l’hémolymphe. Les sporozoïtes gagnent préférentiellement les glandes 

salivaires du moustique d'où ils pourront être injectés avec la salive lors d'une piqûre 

infectante. Chez le moustique, l'ensemble de ce cycle se déroule en 10 à 40 jours, suivant la 

température extérieure et les espèces en cause (Chabasse et al., 2007). 
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Figure 1: Cycles biologiques de Plasmodium 

Source:http://www.dpd.cdc.gov/dpdx/html/ImageLibrary/Malaria_il.htm (date de dernière 

consultation : le 02 Août 2013). 
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3.1.3. Epidémiologie 

En 2013, selon les dernières estimations, 198 millions de cas de paludisme dont 584 000 

décès ont été rapportés dans le monde. Ce qui représente de 2000 à 2013 une diminution de 

l'incidence et du taux de mortalité du paludisme de 30% et de 47% respectivement. Aussi, 

parmi les 3,3 milliards de personnes dans 97 pays et territoires à risque d’infection du 

paludisme, 1,2 milliard présentent un risque élevé. Le rapport OMS 2014 basé sur ces 

données 2013 confirme que le paludisme reste toujours un problème de santé publique dans le 

monde. (OMS, 2014).  

 

3.2. La filariose lymphatique  

La FL est causée par des vers parasites du genre W. bancrofti, B. malayi et B. timori qui sont 

transmis d’une personne à une autre au cour d’une piqûre infectante des moustiques femelles 

qui peuvent appartenir à plusieurs  genres dont Anopheles, Aedes, Culex ou Mansonia (Gerusa 

et al., 2003; Pichon et al., 1979).  

 

3.2.1. Agent pathogène 

Les parasites adultes ou macro-filaires sont des vers ronds, blancs, filiformes, et long de 4 à 

10 cm. Les mâles et les femelles vivent enroulés en peloton dans le système lymphatique de 

l'Homme, le réservoir naturel sauf pour B. malayi pour lequel il existe un réservoir animal. 

Leur longévité est de 15 ans ou plus. Les femelles donnent des embryons ou microfilaires qui 

circulent en permanence dans la lymphe et périodiquement dans le sang. Elles mesurent 250 à 

300 µm de longueur, 8 µm de diamètre et sont entourées d'une gaine (Gentillini et al., 2000). 

Trois filaires lymphatiques se rencontrent chez l'Homme : W. bancrofti ou filaire de Bancroft, 

qui comporte une variété pacifica en Océanie; B. malayi, ou filaire de Malaisie; B. timori 

retrouvée surtout dans les Iles Célèbes et Timor. W. bancrofti est largement répandu dans 

toute la zone inter- et subtropicale du globe (Aubry, 2014). 

 

3.2.2. Cycle de la filariose lymphatique 

Il nécessite l’intervention de deux hôtes : un hôte vertébré (l’Homme ou l’animal  qui est 

l’hôte définitif) et un hôte invertébré (un moustique qui est l’hôte  intermédiaire) (Figure 2). 

a. Chez l’Homme qui est l’hôte définitif (HD) : C’est lors de la piqûre infectante d’un 

anophèle femelle hébergeant des larves infectantes au stade III que l’Homme est contaminé.  

Lorsque le moustique pique, la gaine de la trompe sans pénétrer dans la peau, s’infléchit, sa 

partie moyenne devient béante et permet l’échappement des larves.  
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Lorsque le moustique prend du jus sucré, les larves peuvent s’échapper et ceci explique que le 

vecteur se déparasite spontanément. Les larves pénètrent ainsi activement dans la peau, puis 

gagnent les espaces lymphatiques. Les vers adultes vivent dans les canaux lymphatiques en 

amont des ganglions et parfois même à l’intérieur de ceux-ci. Arrivée à la maturité sexuelle, la 

femelle expulse des embryons vivipares ou microfilaires. Ces microfilaires sont entraînées par 

la lymphe et se concentrent dans le sang circulant ou elles peuvent vivre environ 3 mois. 

Pendant la journée, les microfilaires se cachent dans le système artériel profond, 

essentiellement au niveau des artérioles pulmonaires, du cœur gauche et de l’aorte.  

 

b. Chez l’anophèle l’hôte intermédiaire (HI): Au cours de son repas de sang, le moustique 

pique les sujets infectés et ingère les microfilaires (mf) de W. bancrofti entre 22 heures et 02 

heures. Les microfilaires ainsi ingérées perdent leur gaine, atteignent l’estomac du moustique, 

pénètrent la paroi intestinale avant de migrer vers les muscles thoraciques où elles vont subir 

une première mue. Elles évoluent vers le stade larvaire 1 (LI) en 5 à 6 jours. Du stade LI, elles 

passent au stade intermédiaire LII appelé «corps de saucisse ». Quelques jours après, une 

autre mue s'effectue donnant ainsi le stade LIII (infectant). Les larves sont alors très mobiles, 

longues et fines. L’ensemble du cycle dure en moyenne un peu moins de quinze jours à 25ºc-

30ºC. Cette durée est fonction de la température, de l’espèce ou de la souche (Brunhes, 

1969). 
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Figure 2: Cycle de Wuchereria bancrofti 

Source:http://www.dpd.cdc.gov/dpdx/HTML/ImageLibrary/Filariasis_il.htm (date de dernière 

consultation : le 02 Août 2013). 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.dpd.cdc.gov/dpdx/HTML/ImageLibrary/Filariasis_il.htm


 14 

3.2.3. Epidémiologie  

La cartographie de la distribution de la FL a fait de rapides progrès ces dernières années, de 

sorte que des données fiables sont disponibles sur le nombre de personnes qui ont besoin d’un 

traitement et sur le nombre de celles qui ont été traitées. A l’échelle mondiale, 1,39 milliard 

de personnes ont besoin d’une chimio-prophylaxie, et 70 des 72 pays d’endémie ont des 

programmes pour éliminer la FL.  

Dans les Régions OMS de l’Asie du sud-est et de l’Afrique que le nombre de personnes ayant 

besoin d’un traitement préventif est le plus élevé : 877 millions de personnes dans neuf pays 

(63 %) de la Région de l’Asie du sud-est et 432 millions de personnes dans 34 pays 

(31 %) de la Région africaine. La zone du Mékong (6 pays d’endémie: Brunei Darussalam, 

Cambodge, République démocratique populaire de Lao, Malaisie, Philippines et Viet Nam) 

compte 3 % de la population mondiale ayant besoin d’un traitement préventif ; 3 % 

supplémentaires se trouvent dans la Région des Amériques (4 pays d’endémie), dans la 

Région de la Méditerranée orientale (3 pays d’endémie) et en Océanie (16 pays d’endémie). 

Les infections à Brugia se limitent à la Région de l’Asie du sud-est (PMEFL, 2010). 

 

3. 3.  Les vecteurs du paludisme et de la FL 

Bien que la transmission de la FL puisse être assurée par plusieurs espèces de culicidés, en 

Afrique de l’Ouest, le paludisme et la FL peuvent avoir les mêmes vecteurs qui sont des 

moustiques du genre Anopheles. Ce sont des insectes diptères appartenant à la famille des 

culicidés. 

 

A.  Morphologie des adultes  

Le moustique adulte comprend trois parties bien distinctes : La tête, le thorax, et l’abdomen 

La tête: Comporte deux gros yeux, une paire d’antennes à soies nombreuses et longues chez 

le mâle et courtes chez la femelle, la trompe ou proboscis représente les pièces buccales. 

Le thorax: Est formé de trois segments (prothorax, mésothorax, métathorax) qui porte chacun 

une paire de pattes. Sur le second et le troisième segment, s’insèrent, respectivement une paire 

d’ailes et une paire d’haltères ou balanciers. 

L’abdomen: Est formé de dix segments, dont sept sont bien visibles. Chaque segment est 

constitué d’une plaque chitineuse dorsale et d’une plaque ventrale reliée par une membrane. 

Les trois derniers segments portent l’anus et appendices génitaux ou genitalia.  
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L’ensemble trompe-tête-thorax-abdomen est dans le même alignement. Au repos, cet 

alignement détermine par rapport au support un angle aigu caractéristique des anophèles 

(Holstein, 1949). 

 
 

 
Figure 3: Morphologie générale des Anophèles adultes (OMS, 2003) 
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B. Cycle  de reproduction des anophèles  

Le développement de toutes les espèces de moustiques est caractérisé par la succession de 

deux phases : la phase aquatique qui recouvre la vie pré-imaginale c'est-à-dire l'œuf, les stades 

larvaires et la nymphe, la phase aérienne qui concerne l'adulte ou imago [Hervy et al., 1998]. 

Les anophèles femelles pondent des œufs fécondés sur l'eau.  

Ces œufs mesurent moins de 1 mm de longueur, sont pondus isolement, et sont munis de 

flotteurs qui leurs permettent de rester en surface durant l'embryogénèse. 

Après éclosion, chaque œuf donne une seule larve d'environ 1 mm de longueur. La larve 

aquatique des anophèles se nourrit en filtrant les débris organiques et les micro-organismes de 

l'eau. Il y a quatre stades larvaires séparés par trois mues larvaires. La larve de stade 4 mesure 

5 mm à 1 cm de longueur et effectue une mue particulière, la nymphose qui libère une 

nymphe aquatique mobile qui ne se nourrit pas. De profonds remaniements de la morphologie 

s'effectuent au cours du stade nymphal.  

De la nymphe émerge un adulte, mâle ou femelle, qui reste sur place pour sécher les ailes et 

permettre la solidification de l’exosquelette et une rotation de la genetalia surtout chez le 

mâle (rotation à 180°) (Figure 2).  C'est au cours de la phase aérienne, le plus souvent dans un 

essaim de mâles réunis au crépuscule, que s'effectue l'insémination de la femelle néonate.  

Les spermatozoïdes sont introduits dans la bourse copulatrice de la femelle, puis ils migrent 

dans une spermathèque, une sorte d'annexe du système sexuel femelle, dans laquelle ils 

conservent leur pouvoir fécondant pendant plusieurs semaines jusqu'à la mort de la femelle. 

Mâles et femelles se nourrissent de jus sucrés, nectars et autres exsudats végétaux. Le mâle ne 

pique pas et ne se nourrit pas de sang, seule la femelle est hématophage. Le repas sanguin 

n'est pas indispensable à sa survie mais intervient à la maturation de l’ovaire qui comprend 

habituellement 150 œufs chez An. gambiae. La fécondation s'effectue dans le tractus génital 

de la femelle, lors de la ponte, les spermatozoïdes sont libérés à partir de la spermathèque.  

A la température de 25 °C, la durée de la phase pré-imaginale est d'une dizaine de jours pour 

An. gambiae et d'une vingtaine pour An. funestus. Cette phase s'allonge quand la température 

diminue et se raccourcit quand elle augmente (cinq jours à 30 °C pour An. gambiae) (Hervy et 

al., 1998). 
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Figure 4: Cycle de développement des anophèles  
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C. Distribution géographique des Anophèles vecteurs en Afrique  

En Afrique, la faune anophélienne comporte environ 145 espèces d'anophèles mais 16 espèces 

seulement sont impliquées dans la transmission du paludisme à l'Homme. Cinq vecteurs sont 

qualifiés d'importance majeure : An. gambiae forme moléculaire M  qui a été dénommé An. 

coluzzii et An. gambiae Giles qui est la forme S (Coetzee et al., 2013), An. funestus largement 

répartis sur tout le continent, An. nili et An. moucheti confinés en régions forestières et post 

forestières et An. arabiensis rencontré en zones de savane (Gillies et Meillon, 1968). 

D'autres vecteurs secondaires tels que An. paludis, An. flavicosta transmettent le paludisme 

occasionnellement dans certaines localités où ils sont peu nombreux et peu infectés (Hamon et 

Mouchet, 1961). A ces vecteurs secondaires, s'ajoute une autre espèce vectrice,  An. 

ovengensis  découvert au sud du Cameroun (Awono-Ambene et al., 2004). 

Au Mali, An. gambiae s.l. et An. funestus sont les principaux vecteurs de la FL à W. bancrofti 

et du paludisme (Touré, 1979; Coulibaly et al., 2006; Balam, 2007). 

 

D. Interaction de la co-infection Plasmodium-Wucheriria chez les mêmes vecteurs  

Si le rôle des anophèles comme vecteur pour le paludisme et pour la FL est bien connu, la 

survenue et la prévalence des infections concomitantes de ces deux parasites et leurs 

interactions au niveau du vecteur sont encore mal comprises. Les rapports récents sur ces 

phénomènes portaient plutôt sur des co-infections observées lors des dissections de routine de 

moustiques pour le paludisme ou la FL (Ephantus et al., 2008).  

Des études ultérieures ont confirmé que la transmission simultanée des parasites du paludisme 

et ceux de la FL par le même moustique était rare dans la nature (Burkot et al., 1990; Muturi 

et al., 2006). De récentes études dans des régions endémiques en Afrique ont montré que 

malgré la transmission des deux maladies par le même vecteur, une maladie tente de dominer 

l’autre probablement à cause d’une compétition inter-espèces entre la microfilaire et le 

Plasmodium chez le vecteur (Muturi et al., 2006). 

 

 3.4. Les Méthodes de capture les plus utilisées en Afrique 

 3.4.1. Capture sur homme (CSH) 

La méthode la plus directe de mesure du contact hôte-vecteur est la technique de capture sur 

sujet humain (CSH). Elle consiste à un individu ("captureur") assis sur une chaise ou un 

tabouret, à capturer à l'aide de tubes (en verre ou en plastique), les moustiques qui viennent se 

poser sur une partie de son corps laissée nue (souvent la partie inférieure des jambes, en 
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dessous des genoux) (Coffinet et al.,  2009). Idéalement, les moustiques sont capturés avant 

d'avoir eu le temps de piquer.  

Cette méthode ne tue pas les moustiques capturés qui peuvent être conservés pour des 

analyses ultérieures (identification morphologique, dissection, analyse de biochimie et de 

biologie moléculaire). Parmi les limites de cette technique, il y a le risque d’exposer les 

captureurs à d’éventuelles piqûres infectantes de moustiques qui pourraient leur transmettre 

des maladies vectorielles (Moiroux, 2012). 

 

 
Figure 5 : Volontaire en capture (MRTC/ Laboratoire de Génomique 2014) 

 

3.4.2. Les captures par piégeage 

3.4.2.1.  Le piège CDC 

Le piège CDC Light-trap (Sudia, 1962) est certainement le plus utilisé parmi les pièges 

lumineux. Il est facilement transportable et peu encombrant. Ce qui  permet de l’installer sans 

problème à l’intérieur aussi bien qu’à l’extérieur des habitations.   

Il est essentiellement destiné à la capture de moustiques nocturnes et par conséquent, a été 

abondamment utilisé pour la capture des vecteurs du paludisme. Il permet la capture d’Ae. 

aegypti lorsque celui-ci est nocturne ou crépusculaire (Odetoyinbo, 1969).  

Cependant les auteurs qui l’ont testé spécifiquement pour cette espèce mentionnent tous un 

très faible rendement (Mboera et al., 2000 ; Valder et al., 1971 ; Vargas et Prusak, 1994). La 

modification du spectre lumineux avec utilisation de lumière UV (Service, 1970), ou encore 

de lumière chimique (Service et Highton, 1980), n’améliore en rien les captures de cette 
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espèce. L’inconvénient de ce piège est qu’il tue et assèche les moustiques rendant donc 

difficile la dissection pour l’observation microscopique.  

 
Figure 6 : Piège lumineux CDC (David Basile, 2006) 
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3.4.2.2. Le piège Biogent-Sentinel (BGS) 

Le BGS est un piège facile à transporter, pliable avec une gaze blanche couvrant son 

ouverture. Dans le milieu de la couverture de la gaze, il y a un tube noir à travers lequel un 

débit descendant est créé par un ventilateur électrique alimenté par une batterie 12 V (7 A) 

aspirant les moustiques qui sont au voisinage de l'ouverture dans un sac de capture. Un 

attractif (BG-Lure) libère des odeurs synthétiques de la peau humaine qui attire 

préférentiellement les femelles à la recherche d'hôtes (De Freitas, 2006) (Figure 7). 

 

 
                               Figure 7: Piège biogents sentinel (De Freitas, 2006) 
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3.4.2.3. Le piège Exit trap 

Cette méthode consiste à fixer les pièges aux fenêtres des chambres pour déterminer le 

mouvement des moustiques pendant la nuit et leur comportement de repos (Figure 8). 

Les moustiques sont récupérés à l’intérieur des pièges, généralement le matin et sont placés 

dans des gobelets en papier pour être transportés au laboratoire. Au laboratoire, les 

moustiques femelles sont disséqués pour déterminer leur état physiologique. La présence de 

jeunes moustiques non gorgés suggère qu’ils n’ont pas réussi à se nourrir ou non pas encore 

essayé de se nourrir. La présence de moustiques gorgés de sang suggère qu’ils sortaient de la 

pièce pour aller se reposer ailleurs et développer leurs ovaires. La présence de moustiques 

gravides suggère qu’ils ont développé leurs ovaires au repos à l’intérieur et sortent pour 

pondre à l’extérieur (OMS, 1975). 

  

 
      Figure 8 : Exit trap (Manuel de formation en Entomologie, Septembre 2012) 
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3.4.2.4. Tente Ifakara type C 

La TITC est une tente qui mesure deux (2) mètres de long et un (1) mètre de large dans 

laquelle peut dormir un homme. Ce piège comporte six (6) fenêtres qui sont protégées  par des 

mailles ou sont piégées les moustiques. Cependant le sujet qui est à l’intérieur malgré que les 

moustiques soient attirés par son odeur est protégé par la moustiquaire qui y est incorporée 

prévenant tout contact direct avec le sujet (Govella et al., 2009) (Figure 9). Ce piège ne 

nécessite pas de personnel qualifié. Son inconvénient est qu’il est lourd pour le transport.  

 

 
                       Figure 9 : Tente Ifakara Type C (Govella et al., 2010) 
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3.4.2.5. Le piège OBET 

La technique des OBET (Costantini et al, 1993) (figure 10). Le terme OBET veut dire odor-

baited-exit-trap. Elle consiste à retenir sous les tentes différents hôtes et de faire parvenir 

leurs odeurs respectives dans des cages accessibles aux moustiques. 

Sous chaque tente il y a un générateur de courant (batterie) qui fait tourner un ventilateur qui 

propulse l’odeur de l’hôte à travers un tuyau en caoutchouc jusqu’à une cage où les 

moustiques viennent se faire piéger à l’intérieur et ne peuvent plus sortir. Son inconvénient est 

qu’il est lourd pour le transport et d’un coût  élevé. 

 

 
Figure 10: Piège OBET (MRTC/ Laboratoire de Génomique 2014)   
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3.4.2.6. Les captures dans les lieux de repos extérieurs  

Cette méthode est utilisée pour capturer les moustiques se reposant dehors dans leurs lieux de 

repos naturels (exophiles) (Figure 11). Certains vecteurs se nourrissent à l’intérieur et se 

reposent à l’extérieur, d’autres par contre se nourrissent à l’extérieur et se reposent à 

l’extérieur. La source des repas de sang de moustiques se reposant dehors indique 

normalement leur préférence en matière d’hôte et leur comportement trophique. Les données 

provenant des collectes effectuées à l’extérieur sont importantes dans l’évaluation de l’impact 

de mesures anti vectorielles et fournissent des informations sur: Les espèces qui se reposent 

habituellement à l’extérieur; la proportion de moustiques se reposant à l’extérieur; les 

changements saisonniers des lieux de repos extérieurs;  les variations du nombre relatif de 

moustiques se reposant à l’extérieur après le traitement à l’insecticide de l’intérieur 

d’habitations (valable après une pulvérisation intra domiciliaire (PID) mais pas comme un 

paramètre de routine). Les captureurs recherchent des moustiques au repos dans des lieux 

extérieurs susceptibles d’abriter les moustiques. Il s’agit généralement des endroits ombragés 

et humides tels que les végétations environnantes, les trous d’arbres, les trous de crabes ou les 

parois extérieures de maisons près du toit, ainsi que les abris d’animaux domestiques (étables, 

enclos). Les captures se font généralement pendant la journée, normalement le matin mais 

parfois en début de soirée, selon l’espèce vectrice. 

 

 
                Figure 11 : Prélèvement dans une étable à l’aide d’aspirateurs mécaniques 

(photo : C.A. Sousa) 

 

 



 26 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

MATERIEL 

ET 

METHODES 
  



 27 

IV. Matériel et Méthodes 

 
4.1. Type et période d’étude 

Notre étude était de type transversal avec des passages mensuels d’Août à Octobre 2013. 

 

4.2. Site d’étude 

Cette étude a eu lieu dans le village de Tiénéguebougou faisant partie du district sanitaire de 

Kolokani dans la région de Koulikoro. Tiénéguebougou est situé à 105 km au Nord de 

Bamako. Ce village est connu co-endémique pour la FL et le paludisme malgré que la 

population ait déjà reçu huit (8) séances de traitements de masse (TDM) avec l’albendazole et 

l’ivermectine et des distributions de moustiquaires imprégnées d’insecticide à longue durée 

d’action (MILDA).  

 

 
              Figure 12 : Carte du Mali montrant le site d’étude 

              Source: Filariasis Lab/ MRTC 
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4.3. Echantillonnage 

L’échantillon était constitué de l’ensemble des moustiques capturés d’Août à Octobre 2013 

par les deux méthodes de collecte. Les deux méthodes ont été utilisées mensuellement et 

simultanément durant les trois mois de capture (Août à Octobre 2013).  

Durant ces trois mois, deux postes ont été utilisés par les deux méthodes de capture. Ces 

captures s’étendaient sur quatre jours par mois. Les postes de captures étaient distants les uns 

des autres d’au moins cinquante mètres.  

Toutes les collectes se sont déroulées de 18 heures à 6 heures du matin (avec un changement 

de collecteurs à minuit) au niveau de chaque point de capture.  

 

4.3.1. Capture CSH 

Deux cases ont été choisies dans le village à chaque passage de l’étude. 

Les collecteurs utilisaient la lumière d’une lampe torche pour s’aider à voir les moustiques. Ils 

travaillaient de 18 heures à minuit et de minuit à 6 heures du matin. En cas de pluie, les 

collecteurs de l’extérieur utilisaient un hangar pour se protéger. Il y avait deux collecteurs de 

moustiques à chaque point de capture. Ces deux collecteurs travaillaient de 18 heures à minuit 

et les deux autres de minuit à 6 heures du matin. Au total, huit personnes ont été impliquées 

dans les CSH. 

 

4.3.2. Les collectes à l’aide du piège tente Ifakara type C 

Deux TITC ont été utilisés dans le village à chaque passage de l’étude. 

Un collecteur travaillait de 18 heures à minuit et un autre de minuit à 6 heures du matin sous 

la tente. De 18 heures à 6 heures du matin, le technicien utilisait un aspirateur pour collecter 

les moustiques piégés à travers les petites ouvertures de l’intérieur. Au total, quatre personnes 

ont été impliquées dans la capture sous TITC.  

 

4.3.3. Identification des espèces de moustiques 

Les moustiques ont été triés et examinés macroscopiquement en utilisant les clés 

d’identification morphologiques publiées par Gillies & De Meillon (1968).   

 

4.3.4. Dissection et détermination de la parturité   

Après l’identification morphologique, les ovaires des spécimens d’anophèles ont été extraits 

et examinées pour établir la parturité selon la technique de Detinova (1945).  
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Leur examen a permis de distinguer les femelles pares (qui avaient déjà pondu au moins une 

fois) des femelles nullipares (qui n’avaient pas encore pondu).  

 

4.3.5. Détection  de l’infection des moustiques à Wuchereria et au Plasmodium par RT-

PCR 

Les carcasses des moustiques ont été mises en lots de 20 dans des tubes étiquetés contenant 

une solution d’éthanol à 70% pour des fins de traitement par RT-PCR en vue de  la 

détermination du taux d'infection à W. bancrofti et/ou par P. falciparum. Le logiciel «Pool 

Screen® 2.0» a été utilisé pour le calcul du taux d’infection à W. bancrofti et/ou à P. 

falciparum. Ce logiciel utilise un modèle statistique pour calculer la probabilité d'infection 

des vecteurs à partir du nombre de pools positifs avec IC à 95%. (Katholi et al., 1995). 

4.3.5.1. Principe général de la PCR 

La polymérisation en chaîne est basée sur le principe de la réplication de l'ADN double brin 

lors de la mitose (Clavel, 1993). Cette réaction se fait sur plusieurs cycles comprenant chacun 

3 étapes: 

A. La dénaturation 

Phase au cours de laquelle l'ADN double brin est dénaturé en simple brin par l'augmentation 

de la température entre 90°C et 97°C (De Bruijn, 1988 ; Innis et Gelfand, 1990).  

En fonction de la longueur et de la composition en bases de la séquence d'ADN cible, cette 

phase de dénaturation dure de 15 à 30 secondes. En général, la dénaturation de tout le génome 

dure 5 minutes à une température de 94°C; 

B. L’hybridation 

Phase de refroidissement au cours de laquelle les amorces s'apparient (ou s'hybrident) à leur 

séquence complémentaire sur l'ADN cible. La température d'hybridation varie entre 50°C et 

72°C. Elle dépend de la séquence et du nombre de nucléotides des amorces; 

C. L’élongation 

Au cours de laquelle chaque amorce fixée sur l'un des brins va s'étendre à partir de son côté 3' 

par juxtaposition de nucléotides (dNTPs) par l'ADN polymérase. L'élongation des amorces se 

fait en sens opposé en intercalant la séquence à amplifier. Elle dure de 30 secondes à  

2 minutes et se déroule à une température de 72°C. 

 

4.5. Collecte, saisie et analyse des données   

Tous les moustiques collectés ont été enregistrés sur des fiches de base sur le terrain. Les 

données ont ensuite été saisies dans Microsoft Excel et analysées en utilisant les logiciels 
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SPSS®  et Graph Pad Prism version 6 (qui a été utilisé pour faire les tests de corrélation de 

Pearson).  

 Pool Screen® 2.0 a été utilisé pour l’estimation des taux d’infection avec un intervalle de 

confiance (IC) à 95%. Tous les tests ont été réalisés avec un niveau de significativité de 5% 

(p<0,05) 

4.5.1. Les paramètres entomologiques suivants ont été calculés  

a. Le taux d’agressivité  

L’agressivité d’un moustique est le nombre de piqûres par homme et par nuit (PHN) pour 

chaque espèce vectrice. En capture de nuit, elle est égale au nombre total de moustiques divisé 

par le nombre total de captureurs multiplié par le nombre de nuits de captures. 

 

    
                                 

                                                   
 

 

b. Le  taux d’infection 

Le taux d’infection à P. falciparum et celui à W. bancrofti, est la proportion du nombre de 

pools positifs par  le test RT-PCR, dont la détermination se fait par le logiciel « Pool Screen® 

2.0» avec un IC à 95%. Ce pendant le taux de coinfection est le nombre de pools positifs à P. 

falciparum et à W. bancrofti par  le test RT-PCR. 

 

c. Le taux de parturité 

La détermination de la parturité se fait par dissection des ovaires. Leur examen permet de 

reconnaître une femelle pare (qui a déjà pondu au moins une fois), d’une nullipare (qui n’a 

pas encore pondu). Pour le calcul du taux de parturité (TP) exprimé en pourcentage, nous 

avons utilisé la formule : 

                 
                              

                             
      

 

4.6. Les aspects éthiques 

L’accord du chef de village, de ses conseillers et des chefs de famille du village a au préalable 

été obtenu après une séance d’explications du protocole pour obtention du consentement 

collectif.  
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Les collecteurs de moustiques ont été informés des risques encourus lors de la CSH et ont 

donné leur consentement avant chaque séance de capture. Ils ont été suivis mensuellement 

pendant les trois mois de l’étude pour détecter précocement tout cas de paludisme dont le 

traitement était entièrement à notre charge.  
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V. Résultats 

Au terme  de la capture sur les trois mois, 71,8% (1089/1516) An. gambiae s.l. avaient été 

collectés par la CSH contre 28,2% (427/1516) An. gambiae s.l. par le TITC durant toute notre 

étude. Le rendement mensuel (nombre de moustiques capturé par mois) du piège TITC a été 

toujours inférieur à celui de la CSH en terme de fréquence absolue (Tableau I). 

La différence de la fréquence de la densité anophélienne entre les deux méthodes de capture 

était statistiquement significative avec un (X²=81,6 ; p<0,001) (Tableau I).  

Tableau I : Variation mensuelle de la densité d’An. gambiae s.l. en fonction des 

techniques de collecte 

 

 

Nombre de gambiae s.l. 

collecté* 
CSH  TITC 

Août 2013 337 (100%) 299 (88,7%) 38 (11,3%) 

Sept 2013 1045 (100%) 678 (64,9%) 367 (35,1%) 

Oct 2013 134 (100%) 112 (83,6%) 22 (16,4%) 

Total 1516 (100%) 1089 (71,8%) 427 (28,2%) 
CSH: Capture sur homme  TITC: Tente Ifakara Type C   *un seul An. fenestus a été capturé pendant toute la période d’étude 

par la TITC. 
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Le taux de parturité pour CSH, le plus bas a été enregistré au mois d’Août  2013 (74,2%) et le 

taux le plus  élevé au mois d’Octobre 2013 (92,9%). Le taux de parturité pour TITC, le plus 

bas a été enregistré au mois d’Août  2013 (57,9%) et le taux le plus  élevé au mois de 

Septembre 2013 (89,4%). 

Il n’y avait pas de différence statistiquement significative du  taux de parturité entre les deux 

méthodes de capture (p>0,05) (Tableau II). 

 

Tableau II : Variation des taux de parturité en fonction du type de capture et du mois de 

capture des anophèles 

 

  CSH 

 

TITC 

 

P NP+P TP% 

 

P NP+P TP% 

Août 2013 222 299 74,2 

 

22 38 57,9 

Sept  2013 581 678 85,7 

 

328 367 89,4 

Oct 2013 104 112 92,9 

 

18 22 81,8 

P: Pare ; NP: Nullipare ; TP: Taux de parturité  
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Sur un total de 1516 moustiques captures, 299 moustiques avaient été capturés par la CSH 

contre 38 pour la TITC en Août 2013, et 678 moustiques avaient été capturés par la CSH 

contre 367 par la TITC en Septembre 2013 et enfin 121 moustiques avaient été capturés par la 

CSH contre 22 par la TITC en Octobre 2013. Il a été observé une corrélation positive 

significative entre le nombre d’An gambiae s.l. capturé par CSH et TITC (corrélation de 

Pearson: r= 0,69; p= 0,003) (Figure 13).  
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Figure 13: Corrélation entre le nombre de spécimens d’An. gambiae s.l. collectés par les 

CSH et les TITC d’Août à Octobre 2013 à Tiénéguebougou 
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Les agressivités mensuelles subissaient des variations, en présentant le plus grand pic pour les 

deux méthodes en Septembre, avec 42 piqures/pers/mois pour CSH et 46 piqure/pers/mois 

pour  TITC. Et le plus bas pic en Octobre, avec 7 piqures/pers/mois pour CSH et  

3 piqures/pers/mois pour  TITC. Il y avait une différence statistiquement significative entre 

les deux méthodes durant les mois de capture pour l’agressivité  avec un (F=21,26 ; p= 0,04) 

par le test d’ANOVA (Figure 14). 
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Figure 14: Variation de l’agressivité moyenne mensuelle d’An. gambiae s.l. par mois de 

collecte selon les méthodes de capture 
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Sur un total de 1089 An. gambiae s.l. collectés par la CSH, le taux d’infection à W. bancrofti a 

varié de 0,9% en Octobre 2013 à 4,7% en Août 2013. Sur un total de 427 An. gambiae s.l. 

collectés par la TITC, le taux d’infection a varié de 0,6% en Septembre 2013 à 1,03% en 

Octobre 2013. Avec un IC 95%, les taux d’infection d’An. gambiae s.l. à W. bancrofti obtenus 

par la CSH et la TITC du mois d’Octobre respectivement (0,9; [0,02- 4,7]) et (1,03; [1- 3,2]) 

étaient comparable. Les taux globales d’infection par les deux méthodes étaient 

statistiquement différents durant les mois d’Août à Octobre 2013 avec un (Fisher's exact test 

p=0.005).  (Tableau III).  

 

Tableau III: Variation du taux d’infection à W. bancrofti chez  An. gambiae s.l. par mois 

de collecte selon les deux  méthodes de capture à l’analyse en pool screening 

 
  

Espèces 

CSH 

Espèces 

TITC 

  
Nbre 
Pool 

Nbre  
Pos TI IC 95% 

Nbre  
Pool 

Nbre 
pos TI IC 95% 

Août 2013 An. gambiae s.l. 19 10 4,7 [2,1- 8,9] An. gambiae s.l. 8 0 0 [0- 4,9] 
Sept 2013 An.gambiae s.l. 35 13 2,4 [1,2- 4,1] An.gambiae s.l. 20 2 0,6    [0,07- 2] 
Oct 2013 An. gambiae s.l. 9 1 0,9 [0,02-4,7] An. gambiae s.l. 7 2 1,03      [1-3,2] 
Total An. gambiae s.l. 63 24 8 [3,3-17,7] An. gambiae s.l. 35 4 1,6 [1,07-9,1] 

Nbre: Nombre; TI: Taux d’infection; Pos: positif; IC 95%: intervalle de confiance à 95% 
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Sur un total de 1089 An. gambiae s.l. collectés par la CSH, le taux d’infection à P. falciparum 

a varié de 1,6% en Octobre 2013 à 2,8% en Août 2013. Sur un total de 427 An. gambiae s.l. 

collectés par la TITC, le taux d’infection a varié de 1,03% en Octobre 2013 à 1,8% en 

Septembre 2013. Avec un IC 95% les taux d’infection d’An. gambiae s.l. à P. falciparum 

obtenus par la CSH et la TITC du mois d’Octobre respectivement (1,6; [0,3- 5,9]) et  

(1,03; [1- 3,2]) étaient comparable. Les taux globales d’infection par les deux méthodes à P. 

falciparum n’étaient pas statistiquement différents durant les mois d’Août à Octobre 2013 

avec un (Fisher's exact test p= 0,65). (Tableau IV).  

 

Tableau IV: Variation du taux d’infection à P. falciparum parmi les An. gambiae s.l. par 

mois de collecte selon les deux méthodes de capture à l’analyse en pool screening 

 
  

Espèces 

CSH 

Espèces 

TITC 

  
Nbre 
Pool 

Nbre  
Pos TI IC 95% 

Nbre  
Pool 

Nbre 
pos TI IC 95% 

Août 2013 An. gambiae s.l. 19 7 2,8 [1,1- 5,9] An. gambiae s.l. 8 0 0 [0- 4,9] 
Sept 2013 An.gambiae s.l. 35 12 2,2 [1,04-3,8] An.gambiae s.l. 20 8 1,8 [1,1-5,6] 
Oct 2013 An. gambiae s.l. 9 3 1,6 [0,3- 5,9] An. gambiae s.l. 7 2 1,03 [1-3,2] 
Total An. gambiae s.l. 63 22 6,6 [2,4- 15,6] An. gambiae s.l. 35 10 2,8 [2,1- 8,8] 

*le seul An. funestus n’était pas infecté ; Nbre: nombre ; TI: taux d’infection; Pos: Positif;  IC 95%: intervalle de confiance 

95% 
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Sur un total de 1089 An. gambiae s.l. collectés par la CSH, le taux de co-infection a varié de 

0,6% en Septembre 2013 à 3,4% en Aout 2013. Sur un total de 427 An. gambiae s.l. collectés 

par la TITC, le taux de co-infection a varié de 0,3% en Septembre 2013 à 4,8% en Octobre 

2013. Avec un IC 95% les taux de co-infection d’An. gambiae s.l. à W. bancrofti et P. 

falciparum obtenus par la CSH et la TITC du mois de Septembre respectivement 0,6%  

[0,02- 1,6] et 0,3% [0,09- 1,4] étaient comparable. Les taux globales de co-infection par les 

deux méthodes n’étaient pas statistiquement différents durant les trois mois d’Août à Octobre 

2013 avec un (Fisher's exact test p= 1). (Tableau V).  

  

Tableau V: Variation du taux de co-infection à W. bancrofti et P. falciparum chez An. 

gambiae s.l. par mois de collecte selon les deux méthodes de capture à l’analyse en pool 

screening 

 

  

Espèces 

CSH 

Espèces 

TITC 

  
Nbre 
Pool 

Nbre 
Pos TI IC 95% 

Nbre 
Pool 

Nbre  
Pos TI IC 95% 

Août 2013 An. gambiae s.l. 19 1 3,4 [0,01- 5,8] An. gambiae s.l. 8 0 0 [0- 4,9] 
Sept 2013 An.gambiae s.l. 35 4 0,6 [0,02- 1,6] An.gambiae s.l. 20 1 0,3 [0,09- 1,4] 
Oct 2013 An. gambiae s.l. 9 0 0 [0- 1,7] An. gambiae s.l. 7 1 4,8 [0,2- 5,2] 

Total An. gambiae s.l. 63 5 4 [0,03- 9,1] An. gambiae s.l. 35 2 5,1 [0,3- 11,5] 
 Nbre: Nombre; TI: Taux d’infection; Pos: Positif;  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 40 

 

 

 

 

 

COMMENTAIRES 

ET 

DISCUSSION 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 41 

VI. Commentaires et Discussion  

Au terme de  notre étude, nous avons comparé l’efficacité des méthodes de collecte des 

moustiques (la TITC et la CSH)  en estimant les paramètres entomologiques (l’agressivité, le 

taux d’infection des moustiques) et leur rendement (le nombre de moustiques capturés par 

mois). Les résultats attendus de la TITC doivent générer des estimations épidémiologiques 

représentatives de l'exposition humaine aux piqûres de moustiques.  

 

6.1. Comparaison des rendements selon les méthodes de capture par les pièges Ifakara 

de type C et la méthode CSH et description de la dynamique  de la population 

anophélienne  

Lors de la capture, 71,8% (1089/1516) An. gambiae s.l. avaient été collectés par la CSH 

contre 28,2% (427/1516) An. gambiae s.l. par la TITC durant toute notre étude. Le rendement 

mensuel (nombre de moustiques capturé par mois) du piège TITC a été toujours inférieur à 

celui de la CSH en terme de fréquence absolue (Chi2= 81,6; p<0,001) (Tableau I). Carnevale 

et al., en 1974 avaient utilisé au Congo la capture par les pièges CDC placé au-dessus d’une 

moustiquaire imprégnée dans une même pièce que la CSH et avaient rapporté un résultat 

similaire. De même, Coulibaly et al. en 2012 avaient utilisé en zone sud soudanienne la CSH 

en comparaison avec la TITC et le BGS. Sur 1745 Anophèles collectés de juin à décembre 

2011, 1019 anophèles ont été collectés par la CSH. Malgré la différence statistiquement 

significative observée, nous avons obtenu une corrélation positive significative entre les deux 

méthodes de capture (r= 0,69; p= 0,003) (Figure 13). Nous pouvons dire que les tendances 

sont les mêmes entre les deux techniques même si le nombre de moustiques collectés n’est 

pas égal et que la TITC pourrait être une bonne alternative à la CSH. En effet,  Govella et al., 

en 2009 rapportèrent que Ifakara B corrélait bien avec la CSH (r= 0,73; p< 0,001) dans une 

zone urbaine en Tanzanie (Govella et al., 2009). De même, Coulibaly et al., en 2012 ont 

rapporté que la tente piège Ifakara de type C corrélait bien avec la CSH (r=1; p=0,003) dans 

une zone sud soudanienne du Mali (Coulibaly et al., 2012). Nous pouvons dire qu’en termes 

de qualité et respect des normes éthiques, la TITC pourrait être une bonne alternative même si 

quantitativement son rendement est inférieur à celui de la CSH.  

Par rapport à la composition de la faune anophélienne, nous avons collecté essentiellement 

des An. gambiae s.l. et un seul An. funestus en Septembre 2013 par la TITC.   
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Siaka Konaté en 2008 n’ayant pas utilisé les mêmes méthodes avait aussi collecté seulement 3 

An. funestus contre 619 An. gambiae s.l. en Juillet et en Septembre 2008 dans la région de 

Sikasso au Sud du Mali. De même Muturi et al., en 2006 n’ayant pas utilisé les mêmes 

méthodes avaient pu collecter 60 An. funestus sur 1979 moustiques en faune résiduelle.  

La place d’An. funestus dans la transmission du paludisme est bien établie comme en a 

témoigné la résurgence des épidémies de paludisme dans le Kwazulu Natal en Afrique du Sud 

dans les années 90.  

Ainsi que pour la filariose lymphatique, sa place comme vecteur est bien établie en Afrique de 

l’Ouest. Ce vecteur succède à l’An. gambiae s.l. selon un modèle de transmission dit de 

″relais″ durant toute l’année (Touré, 1979; Brengues et  al., 1968).     

Nous pouvons cependant expliquer la rareté de ce vecteur dans notre échantillon, peut-être par 

la faible densité de ce vecteur au niveau du site pendant notre période d’étude. Cette rareté 

s’explique par l’environnement de la zone qui ne dispose pas de cours d’eau ou de gîtes 

favorables à l’écologie de cette espèce. 

 

6.2. Variation de l’agressivité moyenne mensuelle et du taux de parturité chez An. 

gambiae s.l. par mois de collecte selon les deux méthodes de capture 

Il y a eu une variation assez importante et statistiquement significative entre le nombre de 

moustiques collectés selon les deux méthodes de capture durant les trois mois avec un 

(p=0,04). Les taux le plus bas et le plus élevé d’agressivité moyenne mensuelle pour la TITC 

et la CSH ont été respectivement enregistrés  aux mois d’Octobre et Septembre (Figure 14). 

Cette tendance de l’agressivité moyenne mensuelle avait été déjà rapportée par plusieurs 

investigateurs maliens dans différents sites d’étude (Banambani dans la région de Koulikoro 

et Kolokoba dans la région de Sikasso)  (Touré, 1979; Coulibaly, 2002 ; Balam, 2007). Nous 

pensons que cette observation serait due à l’abondance des pluies. Le taux de parturité d’An. 

gambiae s.l. des deux méthodes de capture ne variaient pas de manière significative entre les 

mois (P>0,05). Durant la période d’étude, le taux de parturité le plus bas a été enregistré au 

mois d’Aout (57,9%) par  la TITC et le taux le plus élevé au mois d’Octobre (92,9%) par la 

CSH (Tableau II). Ceci pourrait s’expliquer par le risque élevé d’être exposé à l’infection 

dans la population. Ces taux de parturité témoignent à suffisance qu’un pourcentage élevé de 

moustiques étaient déjà vieille et donc potentiellement infectantes à P. falciparum et/ou W. 

bancrofti.  
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6.3. Variation du taux de co-infection à W. bancrofti et P. falciparum chez An. gambiae 

s.l. par mois de collecte selon les deux méthodes de capture  

Sur un total de 1089 moustiques collectés par la CSH, le taux d’infection d’An. gambiae s.l. 

variait de 0,9% en Octobre 2013 à 4,7% en Août 2013 pour W. bancrofti (Tableau III), et de 

1,6% en Octobre 2013 à 2,8% en Août 2013 pour P. falciparum (Tableau IV).  Sur un total de 

427 moustiques collectés par la TITC, le taux d’infection d’An. gambiae s.l. variait de 0,6% 

en Septembre 2013 à 1,03% en Octobre 2013 pour W. bancrofti (Tableau III), et de 1,03% en 

Octobre 2013 à 1,8% en Septembre 2013 pour P. falciparum (Tableau IV).  

Le seul An. funestus capturé dans notre étude n’était pas infecté comme c’était le cas aussi 

pour les trois (3) An. funestus capturés par Siaka Konaté en 2008 à Sikasso au Mali.  

Nous remarquons que les taux d’infection les plus élevés pour W. bancrofti et P. falciparum 

étaient les moustiques capturés par la CSH. Au vu de la prévalence de la FL de 13,6% dans la 

tranche d’âge de 18 – 45 ans (Diarra, 2012) et de celle du paludisme de 50% dans la 

population générale de Tiénéguebougou (EDSM-V), nous estimons que les moustiques gorgés 

ou pares étaient potentiellement dangereux et infectants et pourraient transmettre les parasites 

(Wuchereria et/ou Plasmodium) aux captureurs pendant les séances de captures nocturnes. 

Les captureurs en CSH courent un risque élevé de se faire infecter d’où les considérations 

éthiques qui en découlent. Par conséquent, nous pensons que la méthode de la TITC pourrait 

être utilisée comme alternative aux CSH pour évaluer les paramètres entomologiques de la 

transmission de ces deux maladies. Avec un IC 95% les taux de co-infection d’An. gambiae 

s.l. à W. bancrofti et P. falciparum obtenus par la CSH et la TITC du mois de Septembre 

respectivement 0,6% [0,02- 1,6] et 0,3% [0,09- 1,4] n’étaient pas différents (Pool screen). Les 

taux de co-infection des deux méthodes étaient similaires en Septembre 2013, mais ils étaient 

différents pendant les mois d’Août et d’Octobre 2013 (Tableau V). Sur un total de 1089 An. 

gambiae s.l. collectés par la CSH, le taux de co-infection a varié de 0,6% en Septembre 2013 

à 3,4% en Août 2013. Sur un total de 427 An. gambiae s.l. collectés par la TITC, le taux de 

co-infection a varié de 0,3% en Septembre 2013 à 4,8% en Octobre 2013. Nous pouvons dire 

que nous avons eu un taux de co-infection faible, mais il attire l’attention sur la possibilité de 

transmission concomitante du paludisme et de la FL aux captureurs de moustiques. Siaka 

Konaté en 2008 n’avait trouvé aucun moustique co-infecté dans son étude. Muturi et al. en 

2006 ont rapporté des taux de co-infection de 1,1% dans le village de Jilore et 1,6% dans le 

village de Shakahola au Kenya après avoir collecté un total de 1919 An. gambiae s.l. Siaka 

Konaté en 2008 avait déjà rapporté une fréquence relativement faible de co-infection dans la 

population adulte de Kolokoba à Sikasso, Mali.  
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VII. Conclusion-Perspectives 

La TITC peut être une bonne méthode de collecte alternative à la CSH car elle est sensible et 

protège mieux les captureurs. Ce piège qui ne demande pas de personne qualifiée peut être un 

outil d’échantillonnage utile pour la surveillance de routine des moustiques qui transmettent le 

paludisme et la FL. Il peut aider les programmes tels que le PNLP (Programme National de 

Lutte contre le Paludisme) et le PNEFL dans leurs luttes contre les vecteurs.  

Tout outil d’échantillonnage de moustiques, en plus d'être protecteur et sensible, doit 

également produire des estimations épidémiologiques représentatives de l'exposition humaine 

aux piqûres de moustiques et la transmission de l'agent pathogène (Service MW, 1977).  

La TITC par rapport à la CSH est aussi capable de produire des estimations épidémiologiques 

représentatives de l'exposition humaine aux piqûres de moustiques et de déterminer le taux 

d’infection.  

Au vu de ces résultats, nous pouvons donc recommander l’utilisation de la TITC comme 

alternative aux CSH ce qui permettrait de lever les contraintes éthiques liées aux collectes de 

moustiques par les CSH.  

Cependant en terme de perspectives, il conviendrait de faire plus d’investigations dans 

d’autres  faciès éco-climatiques pour mieux documenter la relation entre les deux méthodes de 

capture. 
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X. Annexes 

10.1. Extraction de l’ADN matricielle : les provisions nécessaires par échantillon 

1 grinding tube (tubes Eppendorf à fond rond de 2 ml)  

1 Bille en zinc 2 tubes Eppendorf (1.5 ml)  

1 tube column/wash DNeasy (dans le kit Qiagen)  

1X PBS La solution Protéinase K (dans le kit Qiagen) 

95-98% Et OH Solution AW1 (dans le kit), Solution AW2 (dans le kit), Solution AE (dans le 

kit Qiagen) Embouts de Pipettes 

10.2. Le protocole de l’extraction de l’ADN matricielle  

1. Ajoutez 1 bille en Zinc autoclave à chaque tube de 2 ml qui broiera les moustiques dans le 

tube  

2. Mettre 20 moustiques dans le tube Eppendorf de 2 ml pour broyer (pour le contrôle positif, 

ajoutez 1 L3 dans le tube)  

3. Ajoutez 180 μl de 1x PBS 

 4. Enveloppez chaque tube avec le para film et attachez au Vortex en position horizontale 

pendant 15-20 mins à grande vitesse. Puis en position verticale sur le vortex pendant 5 mins a 

grande vitesse.  

5. Centrifuger brièvement (1mins ?) pour rassembler les débris loin de la fermeture du tube.  

6. Ajoutez 20 μl de Protéinase K (PK) et 200μl d’AL (les deux sont fournis avec le kit 

Qiagen). Mélangez immédiatement (3-5 secondes de vortex)  

7. Incubez à 70°C x 10 mins. Centrifuger brièvement (5 mins ?) pour enlever le liquide de la 

fermeture du tube et prévenir la contamination croisée en ouvrant les tubes.  

8. Ajoutez 20 μl supplémentaires de PK. Et vortex brièvement 

9. Incubez à 56°C pendant 1 heure.  

10. Centrifuger à la vitesse maximum pendant 5 mins pour amasser les débris de moustique 

au fond du tube.  

11. En centrifugeant, Mettre 200 μl d’Et OH 95-98% Et OH dans un nouveau tube Eppendorf 

de 1.5 ml.  

12. Après centrifugation, Transférez le surnageant dans le tube qui contient l’Et OH 95-98% 

et pipeter pour mélanger le surnageant avec l’Et OH.  

13. Appliquez l'échantillon entier à la colonne DNeasy. (En utilisant un P1000 ?)  

14. Centrifuger à 8000 x g (rcf) pendant 1 minute.  

15. Déplacez  la colonne sur un nouveau tube de Collection, ajoutez 500 μl de la solution 

AW1 à chaque tube.  
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16. Centrifuger à 8000 x g (rcf) pour 1 minute.  

17. Verser le liquide de décharge dans un vase de collection à bec, Renverser le tube de 

décharge sur le mouchoir et mettre la colonne encore sur le même tube de décharge.  

18. Ajoutez un autre 500 μl de la solution AW1, centrifuger @ 8000 x g (rcf) pour 1 minute.  

19. Mettre la colonne sur un nouveau tube de collection, ajoutez 500 μl de la solution AW2 à 

chaque tube.  

20. Centrifugez à la vitesse maximale pendant 3 minutes.  

21. Verser le liquide de décharge dans un vase de collection à bec, Renverser la colonne sur le 

mouchoir et mettre la colonne encore sur le même tube de décharge.  

22. Centrifugez pour 3 mins supplémentaires à la vitesse maximale pour sécher la colonne.  

23. Transférez la colonne un nouveau tube de collection étiqueté  

24. Ajoutez 125 μl de l’élution Buffer (AE) et laisser sur la membrane pour au moins 2 

minutes.  

25. Centrifugez à 8000 x g (rcf) pendant 2 mins, gardez la colonne dans le même tube de la 

collection 

26. Ajoutez encore 125 μl de l’élution Buffer (AE) et laisser sur la membrane pour au moins 2 

minutes.  

27. Centrifugez à 10,000 x g (rcf) pendant 2 mins, gardez la colonne dans le même tube de la 

collection. 

28. Transférez l’éluât dans de nouveaux tubes Eppendorf de 1,5 ml (ils contiennent l’ADN 

extrait). Utilisez 1 μl d'extrait pour la réaction PCR. 
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10.3. Protocole de la réaction PCR  

Les provisions dont on a besoin par échantillon:  

• 1 tube PCR avec 1 boule (faite de DNTPs et de Taq polymérase)  

• H2O (eau distillée)  

• Les amorces  

• ADN (1 μl d'extrait pour le test ou d’ADN pour le contrôle) L’utilisation des contrôles est 

nécessaire:  

1. contrôle positif pour l'extraction (1 L3 dans un tube avec 20 moustiques non infectés)  

2. contrôle négatif pour l'extraction (20 moustiques non infectes)  

3. contrôle positif pour la PCR (ADN de W.bancrofti ou extrait d’un moustique positif connu)  

4. contrôle négatif pour la PCR (les mêmes ddH2O seront utilisée pour volume total de la 

réaction PCR  

5. contrôle des inhibiteurs de la PCR: dans un autre tube Mettre10 μl du control négatif pour 

l’extraction et 5 picogrammes de l’ADN de W. bancrofti; alors utilisez 1 μl de cela pour la 

PCR.  

* Centrifugez les tubes avant de les mettre dans la machine PCR.  

* La réaction PCR dans la machine se déroule comme suit: 

 a- Dénaturation à 94ºc pendant 30secondes au cours de laquelle les deux brins de la molécule 

d’ADN se séparent, 

b- Appariement se passe à 56ºc pendant 30secondes ou les amorces par jeu de la 

complémentarité des bases (A-T ; C-G) se fixent sur les différents brins séparés.  

c- Extension se passent à 72ºc pendant 30 secondes où sous l’action de la Taq polymérase les 

desoxynucleotides triphosphates (dNTPs) viennent compléter l’action des amorces.  

En résume la PCR permet à partir d’une seule molécule d’ADN d’obtenir deux molécules qui 

vont subir à 94ºc une dénaturation suivie des autres phénomènes précédemment décrits.  

Le cycle est repris plusieurs fois selon un programme préalablement enregistré dans la 

machine PCR. 
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FICHE DE DISSECTION POUR CSH / IFAKARA A TIENEGUEBOUGOU 

Village :                                                                                Espèce disséquée : 

Date :                                                                                  Nombre disséqué : 

Initial du technicien : ___________ 

Poste Tranche horaire Nombre Espèces Réplétion Parité Infection Autres 

espèces 

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

        

 

 

 


