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  II.2.1 Méthode de collecte 
Les larves et nymphes d’An. gambiae s.l. ont été prélevées, à l’aide de louches, au niveau de 
gîtes larvaires prospectés et géo-référencés. Des bacs en plastique ont été utilisés pour 
recueillir les larves récoltées, et des passoires à mailles adaptées pour les filtrer. Le tri des 
larves et nymphes ainsi que la purification des bacs (élimination des larves de Culicinae et 
potentiels prédateurs), a été effectué avec des pipettes. Transvasées dans de petits seaux 
(spécifiques de chaque gîte), les stades pré-imaginaux collectés ont été acheminés à un 
insectarium provisoirement aménagé dans les locaux du laboratoire d’entomologie médicale 
de l’IRD où ils ont été élevés jusqu’à émergence.  

  II.2.2 Elevage des larves 

   II.2.2.1 Répartition des larves et alimentation 
Durant toute la durée de l’élevage, un lot de bacs plastiques (33 x 22,5) et de pipettes a été 
affecté à chaque gîte larvaire. A l’insectarium un effectif de 600 à 1200 larves de même stade 
a été maintenu dans chaque bac (rempli à moitié par l’eau du gîte) (Boudin et al., 1989). Les 
larves étaient nourries avec un aliment à base de farine pour alevins, commercialisé sous le 
nom de Tetra Min Baby ®. Cette formule en poudre, riche en protéines et en levures 
naturelles, constitue une nourriture complète pour alevins de poissons tropicaux de moins 
d’un centimètre et convient parfaitement à une croissance larvaire optimale. La quantité de 
poudre à verser dans un plateau est corrélée au stade larvaire. Les larves de stade I ont ainsi 
reçu une quantité médiocre de farine, alors que 300 et 450 mg de poudre ont été versés dans 
les bacs contenant respectivement des larves de stades II et III (ou IV) (Boudin et al., 1989 ; 
Diop et al., 1998).  

L’eau des bacs a été remplacée tous les 2 à 3 jours par celle du gîte ou du robinet 
(préalablement décantée). 

   II.2.2.2 Recueil des nymphes 
Les nymphes ont été quotidiennement triées à la pipette et déposées dans des cristallisoirs à 
moitié remplis d’eau, entre 8h et 10h (Diop et al., 1998). Les nymphes de chaque gîte ont été 
transférées dans une cage d’émergence cubique (de 17,5 cm d’arête) recouverte d’un tulle 
moustiquaire dont l’une des faces présentait une ouverture circulaire contiguë à un manchon 
permettant d’effectuer diverses manipulations. La date suivant immédiatement celle du recueil 
des nymphes a été marquée sur les cages comme date d’émergence, sachant que pour An. 
gambiae s.l., cette dernière a lieu 12 à 24 heures après le stade nymphal (Boudin et al., 1989). 
Les nymphes n’ayant pas émergé ont été récupérées et rajoutées à celles qui venaient d’être 
recueillies.  

   II.2.3 Elevage des moustiques adultes 
Les adultes exigent une température de 25°C-28 °C et une humidité relative allant de 70% à 
80 %. Les cages sont recouvertes de serpillières mouillées qui apportent ainsi l’humidité 
requise. Du coton imbibé d’un tampon sucré 10% déposé sur les cages permet aux moustiques 
de s’alimenter. Pour éviter toute fermentation, le coton est changé tous les 2 jours.  

 Collecte des larves et élevage des moustiques 
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Une estimation quotidienne du nombre de moustiques de chaque localité a été faite, en tenant 
compte de leur âge pour un chronogramme raisonné des bio-essais à effectuer sur les adultes 
obtenus. 

II. 3 Tests de bio-essais en bouteille CDC 

  II. 3. 1 Bouteilles utilisées 

Nous avons utilisé des bouteilles en verre de type Wheaton de 250 ml, selon la méthode 
décrite par Brogdon & McAllister (1998).  

II. 3. 2 Lavage et séchage des bouteilles 

Ces bouteilles ont été au préalable soigneusement lavées au savon liquide et rincées à l’eau de 
robinet, puis à l’eau distillée. Après lavage, elles ont été séchées à l’étuve, à une température 
de 50°C-60 °C, pendant 30 à 60 minutes. Leurs capuchons (en plastique) ont été également 
lavés de la même manière, mais leur séchage dans l’étuve exigeait une température plus basse 
(45°C). La méthode de lavage utilisée est détaillée à l’annexe 3. 

II. 3. 3 Insecticides testés 
Des molécules appartenant aux quatre familles (Pyréthrinoïdes, Organochlorés, 
Organophosphorés et Carbamates) ont été utilisées. Ces produits nous ont été fournis par le 
Centers for Disease Control (CDC) qui, en même temps, a défini la dose et le temps 
diagnostiques pour chaque insecticide (annexe 1). Les insecticides étaient déjà formulés en 
solutions pures hyper concentrées (100X). Des dilutions ont été faites dans de l’acétone pure 
(> 99 %, Sigma Aldrich) pour obtenir la dose diagnostique de chaque insecticide. 

Par ailleurs, des solutions stocks (ou solutions mères) à la dose diagnostique de chaque 
molécule et dont 1ml est à utiliser pour l’imprégnation d’une bouteille ont été préparées. Les 
procédures de préparation des solutions d’insecticide sont disponibles sur le site du CDC 
(http://www.cdc.gov/malaria). Les quantités nécessaires d’insecticide (à leur dose 
diagnostique) à dissoudre dans différents volumes d’acétone pure sont rapportées en annexe 2.  

II. 3.4 Imprégnation et conservation des bouteilles 
Les bouteilles ont été imprégnées selon la méthode décrite par  Brogdon & McAllister (1998), 
légèrement modifiée (annexe 4). Un millilitre (1 ml) de solution d’insecticide diluée à la dose 
diagnostique a servi à l’imprégnation de toutes les surfaces internes de chaque bouteille 

Après imprégnation, les bouteilles  ont été mises à sécher (disparition complète des traces de 
liquide) puis immédiatement utilisées ou conservés (avec leurs capuchons) dans un placard à 
l’abri de la lumière, pour les bio-essais ultérieurs (Figure 10). Le temps de conservation avant 
utilisation des bouteilles imprégnées peut varier de 12 heures à 5 jours de stockage.  

Les bouteilles imprégnées peuvent faire l’objet de plusieurs tests (trois au minimum) espacés 
de 2 à 4 heures.  
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Figure 10 : Stockage de bouteilles imprégnées d’insecticide 

II. 3.5 Exposition des moustiques et détermination des taux de mortalité 
Les adultes d’An. gambiae s.l. utilisés pour les bio-essais étaient à jeun et âgés de 3 à 4 jours 
(Brogdon & McAllister, 1998). 

Les moustiques à tester (issus de la même population) ont d’abord été mis en observation dans 
des cages d’émergence, quelques minutes avant leur aspiration dans des tubes à bouche. 

Ensuite, des échantillons de 80 à 125 moustiques répartis dans 5 aspirateurs, à raison de 20 à  
25 moustiques/aspirateur, sont maintenus en observation pendant 3 à 5 minutes dans les tubes 
d’aspirateur. Enfin, ces échantillons de moustiques ont été délicatement introduits dans 5 
bouteilles, 4 imprégnées et une témoin (Figure 11a) et exposés aux insecticides pendant 120 
minutes. La mortalité a été immédiatement relevée. Par la suite, elle a été déterminée toutes 
les 15 minutes pendant la première heure d’exposition, c'est-à-dire, aux intervalles de temps 
0 ; 15 ; 30 ; 45 ; 60 ; 75 ; 90 ; 105 ; 120 minutes. 

L’enregistrement de la mortalité a été effectué en considérant les critères décrits par Brogdon 
& McAllister (1998) : les moustiques ne pouvant se tenir sur pattes ou s’envoler, quand la 
bouteille est légèrement secouée, sont comptés « morts », ainsi que ceux immobiles ou 
glissant le long de la courbure de la bouteille roulée horizontalement (Figure 11b).   

Les différentes étapes du protocole des bio-essais avec la bouteille CDC sont détaillées en 
annexe 5.  
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      Figure 11a : Exposition des moustiques              Figure 11b : Lecture de la mortalité 

Figure 11 : Bio-essai avec la bouteille CDC en cours 

II.3.6 Interprétation des données  
L’interprétation des données de mortalité pour la détermination du statut de la population 
exposée a été faite selon les critères de l’OMS: 

 98 à 100 % de mortalité au temps diagnostique : population sensible ; 
 80 à 97 % de mortalité au temps diagnostique : résistance suspectée 

(confirmation nécessaire par analyses complémentaires); 
 < 80 % de mortalité au temps diagnostique : résistance.  

Les résultats ont été validés par ceux obtenus avec la bouteille témoin. La mortalité dans la 
bouteille témoin ayant été toujours < 3%, il n’a pas été effectué de correction par la formule 
d’Abbott. 

Les données des bio-essais ont été saisies sur des fiches d’enregistrement dont un exemplaire 
est présenté en annexe 7. 

II.4 Mécanismes de résistance 

  II.4.1 Utilisation de synergistes  
Les populations d’An. gambiae s.l. résistantes à un insecticide ont été soumises à des bio-
essais complémentaires au cours desquels, elles ont d’abord été exposées à des bouteilles 
traitées avec des synergistes, avant d’être mises à nouveau en contact avec l’insecticide.  

Dans un premier temps, deux lots de 80 à 125 moustiques (de la même population) chacun ont 
été constitués dans des cages d’émergence. Ensuite, les moustiques d’un lot ont été exposés à 
l’acétone et ceux de l’autre au synergiste, pendant 1 h, avant d’être tous transférés dans les 
bouteilles imprégnées d’insecticide (annexe 6).  

Les données de mortalité obtenues après exposition préalable aux synergistes ont été 
comparées à celles obtenues directement avec l’insecticide sur la même population d’An. 
gambiae s.l.  
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Deux synergistes ont été utilisés pour inhiber l’activité enzymatique : le pipéronyl butoxide 
(PBO, 400 µg/bouteille) et l’acide éthacrynique (EA, 80 µg/bouteille), qui bloquent les mono 
oxygénases à cytochrome P450 et les glutathion-S-transférases, respectivement. 

II. 4. 2 Prévalence du gène Kdr 
La présence du gène kdr responsable de la résistance croisée DDT-Pyréthrinoïdes a été 
recherchée chez An. gambiae s.l. selon la méthode PCR de Huynh et al., (2007) (annexes 10 
et 11) qui utilise des amorces IMPs (Tableau 2), conformément au modèle de Wilkins et al., 
(2006). La recherche du gène kdr ainsi que l’identification spécifique par PCR (cf 
Identification des espèces du complexe An. gambiae) a porté sur les mêmes échantillons.  La 
souche de référence Kisumu, indemne de toute mutation kdr, a servi de témoin négatif.  

Tableau 2 : Séquences des amorces IMPs (Kdr) 

Amorces Séquences des amorces 

IMPs 
 

F : [CTAACGCGAATTAAATGCTTTGTGACAG] 

R : [CAAAAGCAAGGCTAAGAAAAGGTTAAGC] 

WT [GGTCCATGTTAATTTGCATTACTTACGAaTA] 

East / West 
[CTTGGCCACTGTAGTGATAGGAAAaTC] / 
[CTTGGCCACTGTAGTGATAGGAAATgTT] 

Les lettres en minuscule indiquent les nucléotides délibérément insérés dans les séquences 
(mésappariement), tandis que celles en gras désignent les nucléotides situés au niveau des 
sites SNP; F et R indiquent l'orientation sens et anti-sens des brins 

II. 4 Identification par PCR des espèces du complexe 
A la fin des bio-essais, les survivants de la bouteille « témoin » ont été assommés au froid (-
80 °C) et, au même titre que les spécimens morts, ils ont ensuite été assemblés par lots de 10 
dans des tubes Eppendorf (sur lesquels ont été inscrits l’origine des populations d’An. 
gambiae s.l. et le type d’insecticide testé) soigneusement classés dans des boîtes de 
rangement, avant d’être stockés au réfrigérateur (-20 °C) pour l’identification moléculaire des 
espèces et la recherche du gène kdr.  

L’extraction d’ADN a été faite au CTAB 2 %, sur moustique entier, selon le protocole 
présenté en annexe 8. Les ADNs purs ainsi que ceux dilués ont été mis dans des tubes 
comportant toutes les indications correspondant aux moustiques à tester (insecticide, 
mort/vivant, localité). Les tubes ont été placés dans des boîtes de rangement et conservés au 
réfrigérateur à -20 °C. 

Pour l’identification des espèces, l’amplification par PCR de la séquence cible de l’ADN 
extrait a été effectuée selon la méthode de Wilkins et al., (2006) (annexe 9).  

Dans une cuve conductrice de courant et recevant le portoir, les amplicons mélangés avec du 
bleu de charge ont été déposés dans les puits d’un gel d’agarose à 2 %  (préparé en coulant à 
chaud dans un portoir un mélange constitué de poudre d’agarose, de tampon TAE 1X et de 
Biotium) et soumis à migration pendant 35 minutes sous une tension de 100 volts.  
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Un marqueur de taille déposé dans un ou deux puits du gel (aux extrémités) a servi d’échelle 
de lecture de la taille des bandes après migration. Cependant, la souche d’An. gambiae de 
l’insectarium, dont les bandes migrent à 463 paires de bases, a souvent été insérée pour pallier 
la non apparition du marqueur de taille dans les photos de gel.  

Un trans illuminateur de type Bio-Rad relié à l’ordinateur (piloté par un logiciel : Quantity 
one®) permettait de visualiser les bandes fluorescentes et d’optimiser les résultats, à la fin de 
la migration.  

II. 6 Analyse des données   
L’analyse des données a été effectuée par un logiciel statistique, R version 3.0.1 (R core 
Team., 2013) qui nous a permis de tracer les graphiques et de comparer les taux de mortalité 
entre les différents insecticides, selon les différentes localités d’étude.  
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Chapitre III : Résultats et discussions 

III.1 Résultats globaux 
Entre Septembre et Novembre 2012, le statut des populations d’An. gambiae s.l. vis-à-vis de 
huit insecticides (Bendiocarb, Alpha-cyperméthrine, Deltaméthrine, Lambdacyhalothrine, 
Perméthrine, DDT, Fénitrothion, Malathion) a été déterminé dans 5 localités  (Colobane, 
Cambérène, Guédiawaye, Fass et Mariste) de la région de Dakar (Tableau 3). Les tests de bio-
essais avec la bouteille du CDC ont porté sur un total de 2815 spécimens adultes d’An. 
gambiae s.l. 

 Tableau 3 : Taille de l’échantillon de moustiques testés selon la molécule insecticide et la 
localité.  

Molécules 
Localités 

Colobane Camberène Guédiawaye Fass Mariste 
Bendiocarb 112 92 97 104 105 
DDT 161 

 
96 94 126 

Deltaméthrine 90 144 
 

119 109 
Perméthrine 167 

 
115 118 

 
Lambdacyhalothrine 150 

  
99 

 
Alphacyperméthrine 158 

    
Fénitrothion 167 

    
Malathion 

   
104 

 
Perméthrine-PBO 

  
120 

  
DDT-EA 91 

  
77 

 
Taille échantillon par localité 1096 236 428 715 340 
Total de moustiques testés 2815 
 

III.2 Sensibilité d’An. gambiae s.l. aux pyréthrinoïdes et au DDT 

III.2.1 Pyréthrinoïdes 

 Deltaméthrine 

Les taux de mortalité post exposition à la deltaméthrine ont été de 89,92 % (n=119), 97,25 % 
(n=109), 93,79 % (n=144) et 94,44% (n=90) respectivement à Fass, à Mariste, à Camberène  
et à Colobane (Figure 12). Ces résultats indiquent une suspicion de résistance d’An. gambiae 
s.l. à la deltaméthrine dans ces localités.  
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Figure 12 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Mariste, Colobane, Fass, Camberène) après 2h 

d’exposition à la Deltaméthrine (12,5 µg/bouteille) 

 Perméthrine 

Pour la perméthrine, les taux de mortalité après exposition des échantillons ont été de 94,91 % 
(n=118) à Fass, 40 % (n=115) à Guédiawaye et 98,80 % (n=167) à Colobane, indiquant ainsi 
une situation très hétérogène pour cet insecticide, avec une population sensible à Colobane, 
suspectée de résistance à Fass et fortement résistante à Guédiawaye (Figure 13) 

Figure 13 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Colobane, Fass, Guédiawaye) après 2h 
d’exposition à la Perméthrine (21,5 µg/bouteille) 

 Lambdacyhalothrine 

La lambdacyhalothrine n’a été testée que dans les localités de Colobane (n=150) et de Fass 
(n=99) où la mortalité des échantillons a été totale. (Figure 14). 

Sensibilité de An. gambiae s.l à la Deltaméthrine

Temps (mn)

Mo
rta

lité
 (%

)

Maristes
Colobane
Fass
Camberène

0
20

40
60

80
10

0

0 15 30 45 60 75 90 105 120

Sensibilité de An. gambiae s.l à la Perméthrine

Temps (mn)

Mo
rta

lité
 (%

)

0
20

40
60

80
10

0

0 15 30 45 60 75 90 105 120

Colobane
Fass
Guédiawaye



 
27 

Figure 14 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Colobane, Fass) après 2h d’exposition à la 
Lambdacyhalothrine (12,5 µg/bouteille) 

 Alpha-cyperméthrine 

L’alpha-cyperméthrine n’a été testée qu’à Colobane où la mortalité de l’échantillon testé a été 
totale (Figure 15) 

Figure 15 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Colobane) après 2h d’exposition à l’Alpha-
cyperméthrine   (12,5 µg/bouteille) 

III. 2. 2 DDT 
Pour le DDT, les taux de mortalité ont été de 80,95 % (n=126), 17,39 % (n=161), 27,66 % 
(n=94) et 67,01 % (n=96) respectivement dans les localités de Mariste, Colobane, Fass et 
Guédiawaye, indiquant partout une forte résistance d’An. gambiae s.l. à cet organochloré 
(Figure 16).  
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Figure 16 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Maristes, Colobane, Fass, Guédiawaye) après 2h 

d’exposition au DDT (100 µg/bouteille) 

III. 3 Sensibilité d’An. gambiae s.l. aux Carbamates et aux Organophosphorés 

III. 3.1 Carbamates 
Une mortalité de 100 % a été notée dans les zones de Maristes (n=105), Colobane (n=112), 
Fass (n=104) et Camberène (n=92) pour le bendiocarb. An. gambiae s.l. est encore sensible à 
ce carbamate dans ces localités. Par contre, à Guédiawaye (n=97), les résultats obtenus 
montrent 42,27 % de mortalité, indiquant une forte résistance d’An. gambiae s.l. au 
bendiocarb dans cette dernière zone (Figure 17).  

 
Figure 17: Mortalité chez An. gambiae s.l. (Maristes, Colobane, Fass, Guédiawaye, 

Camberène) après 2h d’exposition au Bendiocarb (12,5 µg/bouteille) 

III. 3.2 Organophosphorés 
Les tests effectués sur les populations d’An. gambiae s.l. de Colobane et Fass ont permis 
d’enregistrer 100 % de mortalité pour le fénitrothion (n=167) et 99,04 % pour le malathion 
(n=104). Ces résultats indiquent qu’An. gambiae s.l. est encore susceptible aux 
organophosphorés dans ces localités (Figures 18, 19).  
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Figure 18 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Colobane) après 2h d’exposition au Fénitrothion 

(50 µg/bouteille) 

 
Figure 19 : Mortalité chez An. gambiae s.l. (Fass) après 2h d’exposition au Malathion (50 

µg/bouteille) 

III.4 Bio-essais avec synergistes  

III.4.1 Pipéronyl butoxide (PBO) 
Une pré-exposition d’une heure au pipéronyle butoxide (PBO, 400 µg/bouteille) a permis 
d’observer une mortalité de 100 % (n=120) pour la perméthrine à Guédiawaye où l’exposition 
directe indiquait une relative tolérance d’An. gambiae s.l. à cet insecticide (avec 96,67 % de 
spécimens sur 138 exposés). Cela démontre l’implication des mono oxygénases à cytochrome 
P450 dans les processus de détoxification puisque l’activité insecticide de la perméthrine a été 
nettement améliorée après l’inhibition de ces oxydases (Figure 20). Toutefois, un test de 
Student apparié effectué n’a pas permis d’observer des différences nettement significatives 
dans l’évolution globale de cette mortalité aux intervalles de temps 0, 15, 30, 45, 60, 75, 90, 
105 et 120 minutes (P=0,3).  
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Figure 20 : Taux de mortalité d’An. gambiae s.l. suite à l’exposition directe à la perméthrine 

et à une pré-exposition au PBO (Guédiawaye) 

III. 4 .2 Acide éthacrynique (EA) 
Après une heure d’exposition à l’acide éthacrynique (EA, 80 µg/bouteille), les taux de 
mortalité face au DDT sont passés de 27,66 % (n=94) à 85,71 % (n=77) à Fass, et de 11,67 % 
(n=60) à 23,08 % (n=91) à Colobane (Figures 21, 22). Un test de Student apparié a permis de 
montrer que l’activité insecticide du DDT a augmenté de manière significative dans les 
localités de Fass (P=0,034) et de Colobane (P=0,003). L’implication des Glutathion-S-
transférases dans la résistance d’An. gambiae s.l. au DDT après pré-exposition à l’EA est ainsi 
démontrée. 

 
Figure 21 : Taux de mortalité d’An. gambiae s.l. suite à l’exposition directe au DDT et à une 

pré-exposition à l’acide éthacrynique (Colobane) 
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Figure 22 : Taux de mortalité d’An. gambiae s.l. suite à l’exposition directe au DDT et à une 

pré-exposition à l’acide éthacrynique (Fass) 

III.5 Identification spécifique et prévalence du gène Kdr 

III.5.1 III.3 Identification des membres du complexe An. gambiae 
L’identification par PCR des espèces du complexe An. gambiae s.l. a révélé la présence 
exclusive d’An. arabiensis dans les localités étudiées (tableau 4). Cependant, quelques 
spécimens n’ont pu être identifiés par défaut d’apparition des bandes dans le gel. 

 

Tableau 4 : Distribution des espèces d’An. gambiae s.l. dans 5 localités de Dakar 

Localités An. gambiae s.s. An. arabiensis An. melas Non interprétés 

Camberène 0 15 0 4 
Colobane 0 23 0 0 
Fass 0 42 0 5 
Guédiawaye 0 20 0 3 
Maristes 0 22 0 2 
Total 0 122 0 14 

 

 

Figure 23 : Photo de gel montrant le résultat de l’identification par PCR des espèces d’An. 
gambiae s.l. 

 

 

 

Fass : Sensibilité de An. gambiae s.l au DDT après exposition à un synergiste
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III. 5. 2 Prévalence du gène Kdr 
Aucune des PCR diagnostiques effectuées chez les populations d’An. arabiensis n’a indiqué 
la présence du gène Kdr dans les sites prospectés (tableaux 5 et 6). 

Tableau  5 : Recherche du gène kdr West chez An. arabiensis dans 5 localités de Dakar 

Localités        Testés RR  RS               SS F(KdrWest) 
Camberène 23 0 0 23 0,0000 
Colobane 23 0 0 23 0,0000 
Fass 46 0 0 46 0,0000 
Guédiawaye 23 0 0 23 0,0000 
Maristes 21 0 0 21 0,0000 

 

Tableau  6 : Recherche du gène kdr East chez An. arabiensis dans 2 localités de Dakar 

Localités Testés (arabiensis) RR RS SS F (Kdr East) 
Colobane 22 0 0 22 0,0000 
Maristes 21 0 0 21 0,0000 

 III.6 Discussion 
An. arabiensis constitue la seule espèce du complexe An. gambiae rencontrée dans nos sites 
d’étude. Cela corrobore davantage les données d’études entomologiques réalisées dans la 
région de Dakar, notamment à Pikine (Vercruysse & Jancloes, 1981 ; Trape et al., 1992, 
Gadiaga et al., 2011), dans les Niayes (Faye et al., 1995a, 1995b), au niveau des districts 
sanitaires Sud (Plateau, Médina, Gueule-Tapée, Fann Hock, Fann résidence, Bel-Air, Fass, 
Colobane) et Centre (Zone B, Liberté I, Liberté VI, HLM III, Derklé-Castors, Cité des eaux, 
Niari Talli, Bop-Cerf-Volant, Zone industrielle) (Diallo et al., 1998, 2000), à Ouakam (Pagès 
et al., 2008), à Thiaroye et à Guédiawaye (Gadiaga et al., 2011). Dakar affiche donc le même 
« visage entomologique » depuis bien des décennies, avec une composition de la faune 
anophélienne caractérisée par la présence exclusive d’An. arabiensis.  

Les populations d’An arabiensis se comportent différemment vis-à-vis des insecticides à 
travers les cinq zones d’étude (Colobane, Fass, Guédiawaye, Camberène et Mariste).  

Les résultats des bio-essais avec la bouteille CDC montrent que les populations d’An 
arabiensis de Guédiawaye sont résistantes au bendiocarb (42,27 % de mortalité sur 97 testés) 
et sensibles aux organophosphorés (mortalité totale). Les résultats sur le bendiocarb 
pourraient être liées à une importante utilisation de ce carbamate (pression de sélection), dans 
la lutte contre les vecteurs de maladies, comme il a été rapporté dans la plupart des pays 
africains et où l’emploi d’organophosphorés est très négligeable (OMS, 2011a). 

Pour les pyréthrinoïdes, la situation est surtout marquée par une forte résistance à la 
perméthrine, notamment à Guédiawaye (40 % de mortalité sur 115 spécimens testés), et une 
certaine tolérance à la deltaméthrine. Une situation comparable a été obtenue en Ouganda 
orientale (Jinja) où An. arabiensis s’était montré résistant à la perméthrine et assez tolérant à 
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la deltaméthrine (Mawejje et al., 2012). Par contre, en faisant le point sur la situation de la 
résistance aux pyréthrinoïdes en Afrique, Chandre et al., (1999) avaient plutôt indiqué que les 
populations d’An. arabiensis de Dakar étaient sensibles à la perméthrine. Pour l’alpha-
cyperméthrine et la lambdacyhalothrine, nous avons obtenu une mortalité totale.  

Par ailleurs, les populations d’An. arabiensis (Colobane, Fass, Mariste, Guédiawaye) 
présentent partout une forte résistance au DDT.  

Les résultats que nous avons obtenus avec la perméthrine et le DDT pourraient être attribués à 
une pression de sélection exercée contre les populations d’An arabiensis, par l’utilisation 
intensive de pesticides, notamment dans les zones de maraîchage ou même au niveau des 
ménages. Diallo et al. (2000) ont montré qu’en milieu urbain, 77,5 % des ménages mettent en 
place un certain nombre de mesures (emploi de moustiquaires, de répulsifs anti moustiques, 
d’insecticides) pour se prémunir contre les piqûres de moustiques. A Guédiawaye, où une 
bonne partie des habitants s’adonnent à des activités maraîchères et horticoles, des analyses 
biochimiques complémentaires menées sur un échantillon de la population d’An arabiensis, 
par recours à un synergiste (PBO, 400 µg/bouteille), ont permis de ramener la mortalité à 100 
% (contre 96,67 %) au temps diagnostique. De même, chez les populations respectives d’An. 
arabiensis de Fass et de Colobane qui montrent une forte résistance au DDT, la mortalité a été 
nettement améliorée (27,66 % à 85,71 % et 11, 67 % à 23, 08 %, respectivement), après une 
pré-exposition au synergiste EA (80 µg/bouteille).  Or, d’après nos résultats sur la recherche 
du gène kdr, il n’a pas été mentionné la présence de ce gène dans aucune des zones étudiées. 
Ces résultats sont différents de ceux enregistrés à Dakar par Pagès et al. (2008) à Bel Air et 
Ouakam et par Niang (2009) dans une zone rurale des Niayes (Deggu Niay).  Nos résultats 
sont conformes à ceux de certaines études qui ont également souligné l’absence de la 
mutation kdr chez An. arabiensis, notamment en Afrique de l’Ouest (Chandre et al., 1999), à 
Madagascar (Ratovonjato et al., 2003) et au Kenya occidental (Ochomo et al., 2013). Les cas 
rares où le gène Kdr L1014F (Kdr West) a été mis en évidence chez des populations d’An. 
arabiensis du Soudan (Sennar et Gezira), n’ont pas permis d’établir la corrélation entre la 
présence de ce gène et les phénotypes résistants (Matambo et al., 2007; Abdalla et al., 2008). 
Récemment, l’allèle kdr L1014S (kdr East) a été détecté chez An. arabiensis en Ouganda 
orientale (Jinja), mais à une fréquence très faible (0,07 %) (Mawajje et al., 2012).  

En intégrant les données de mortalité, les résultats obtenus avec les synergistes et l’absence du 
gène Kdr, nous pouvons élucider la nature biochimique de la résistance observée, en 
soulignant fortement l’implication des oxydases (mono oxygénases à cytochrome P450) et des 
estérases (GST). Toutefois, l’évaluation de l’activité de ces enzymes (mesure de l’absorbance) 
n’a pas été effectuée chez les individus résistants. Cela aurait permis d’établir de bonnes 
corrélations, sachant que la bouteille CDC mesure directement la réponse toxicologique d’un 
insecte soumis à une dose donnée d’insecticide (Brogdon & McAllister, 1998).  
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Conclusion 
La bouteille CDC constitue un outil très accessible de surveillance de la résistance des 
vecteurs et présente un certain nombre d’avantages ; elle permet d’obtenir rapidement des 
résultats, d’identifier les mécanismes impliqués dans la résistance et d’élargir la gamme 
d’insecticides utilisables par le personnel de terrain (Brogdon & McAllister, 1998). Elle a été 
utilisée dans plusieurs études qui ont démontré son efficacité. Par exemple, dans le bassin 
amazonien (Perea et al., 2009) et au sud du Bénin (Aïzoun et al., 2013), des études 
comparatives entre la bouteille CDC et le kit OMS ont donné des résultats similaires, 
respectivement sur des échantillons de populations d’An. albimanus et d’An. gambiae s.s., 
toutes résistantes à la deltaméthrine. Une étude réalisée au Kenya (Ochomo et al., 2013) a 
montré que la bouteille CDC pouvait compléter les résultats du Kit OMS en mesurant le 
temps de knock-down (KTD50) qui constitue un indicateur avéré de la résistance (Chandre et 
al., 1999), et ces résultats ont été complétés par la mesure de l’activité enzymatique avec des 
bio-essais utilisant des microplates.  

Au Sénégal, aucune étude associant la bouteille CDC pour la détection de la résistance n’a été 
faite. Cette étude effectuée avec la bouteille CDC dans quelques centres urbains de Dakar a 
permis de réactualiser les données sur An. arabiensis et d’évaluer son statut de résistance. La 
résistance des vecteurs aux insecticides est devenue un lourd fardeau pour les programmes de 
lutte anti vectorielle. Au niveau national, une étude entomologique sur la situation de la 
résistance des vecteurs à grande échelle, associant bouteille CDC, kit OMS, synergistes et 
microplates, devrait être réalisée. Cela permettrait de mieux caractériser cette résistance, 
notamment dans les zones endémiques, mais également de faire une bonne évaluation des 
AID et des MILDA ainsi que leur impact sur le comportement des vecteurs.     
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Résumé 
Le statut des populations d’An. gambiae s.l. vis-à-vis de huit insecticides a été évalué avec la 
bouteille CDC, entre septembre et novembre 2012, dans cinq localités de Dakar, zone urbaine 
soudano-sahélienne.  
Les résultats PCR ont indiqué la présence exclusive d’An. arabiensis, dont les populations se 
sont particulièrement montrées résistantes à la perméthrine (pyréthrinoïde), au DDT 
(organochloré) et au bendiocarb (carbamate). L’implication des mono oxygénases à 
cytochrome P450 et des GST dans cette résistance (résistance métabolique) a été démontrée 
par recours à des synergistes spécifiques (PBO, EA), et confortée par l’absence de la mutation 
Kdr chez les différentes populations d’An. arabiensis étudiées. 
Mis à part les données entomologiques, les résultats des bio-essais CDC ont davantage 
montré la flexibilité et l’adaptabilité de la bouteille CDC dans la détection de la résistance 
chez les vecteurs du paludisme.  
Mots clés: An. gambiae s.l., An. arabiensis, bio-essais en bouteille du CDC, insecticides, 
résistance, synergistes, Kdr, Dakar 
Summary 
From September to November 2012, the status of An. gambiae s.l. populations towards eight 
insecticides was assessed in five districts in Dakar, a soudano-sahelian area. The PCR results 
showed that An. arabiensis was only the sibling species of the An. gambiae complex met in 
the prospected areas. That species was especially resistant to permethrin, DDT and 
bendiocarb. Bioassays performed on An. arabiensis populations with the use of synergists 
(PBO, EA) indicated an enzymatic key role of the cytochrome P450-dependent 
monooxygenases and the glutathion-S-transferases in the metabolic resistance observed. Such 
a result was reinforced by the absence of the Kdr gene among the different studied 
populations.  
In addition to the entomological data, the CDC bottle bioassays allowed to demonstrate once 
more the flexibility and adaptability of the CDC bottle in the detection of insecticide 
resistance among malaria vectors. 
Key-words: An. gambiae s.l., An. arabiensis, CDC bottle bioassays, insecticides, resistance, 
synergists, Kdr, Dakar.  
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ANNEXES 

ANNEXE 1: Doses et temps diagnostiques de différents insecticides pour An. gambiae s.l. 
(CDC: http://www.cdc.gov/malaria) 

Insecticides Doses diagnostiques des 
insecticides (g/bouteille) 

Temps diagnostiques 
(minutes) 

Bendiocarb 12,5 30 

Cyfluthrine 12,5 30 

Cyperméthrine (alpha) 12,5 30 

DDT 100 45 

Deltaméthrine 12,5 30 

Fénitrothion 50 30 

Lambdacyhalothrine 12,5 30 

Malathion 50 30 

Perméthrine 21,5 30 

Pirimiphos-methyl 20 30 
 

ANNEXE 2 : Préparation des solutions stocks, à la concentration diagnostique         

(CDC : http://www.cdc.gov/malaria) 

Insecticides 
Masse d'insecticide (mg) pour différents volumes d’acétone 

100 ml 500 ml 1000 ml 
Bendiocarb 1,25 6,25 12,5 

Cyfluthrine 1,25 6,25 12,5 

Cyperméthrine (alpha) 1,25 6,25 12,5 

DDT 10 50 100 

Deltaméthrine 1,25 6,25 12,5 

Fénitrothion 5 25 50 

Lambdacyhalothrine 1,25 6,25 12,5 

Malathion 5 25 50 

Perméthrine 2,15 10,75 21,5 

Pirimiphos-méthyl 2 10 20 
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ANNEXE 3 : Lavage et séchage des bouteilles avant leur imprégnation  

1) Commencer par laver les bouteilles et les capuchons à l’eau claire ; 

2) Mettre du savon liquide dans une bouteille, y ajouter de l’eau jusqu’au ¾ et répartir  

cette quantité d’eau savonneuse dans les autres bouteilles ; 

3) Laver l’intérieur des bouteilles avec une brosse à lavage, en s’efforçant de bien 

parcourir les parois des bouteilles ; 

4) Rincer les bouteilles et les capuchons jusqu’à ce qu’il ne reste plus de savon ; 

5) Répéter cette opération de lavage à la brosse et rinçage à l’eau claire au moins 3 fois ; 

6) Une fois toutes les bouteilles lavées, les rincer toutes au moins 10 fois à l’eau claire ; 

7) Après ces 10 rinçages à l’eau claire, rincer encore avec de l’eau distillée, tout en tenant  

compte des parois externes des bouteilles ; 

8) Placer les bouteilles (à l’envers dans leur position verticale) à l’étuve pendant 30 à 60 

minutes, à une température de 65°C ; 

9) Les capuchons sont lavés de la même manière, mais leur séjour dans l’étuve exige une 

température plus basse (40°C) ; 

10) Récupérer ensuite les bouteilles bien sèches et attendre qu’elles se refroidissent pour  

entamer leur imprégnation ; 

11) Pour s’assurer d’un bon lavage des bouteilles, on peut introduire quelques moustiques 

sensibles dans un échantillon de  bouteilles venant d’être lavées ; les moustiques ne 

devraient pas mourir du tout, sinon reprendre l’opération de lavage. 
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ANNEXE 4 : Protocole d’imprégnation des bouteilles Wheaton CDC 250 ml 

1) S’assurer d’abord que les bouteilles et les capuchons sont bien propres et secs ; 

2) Utiliser des pipettes étiquetées, dont une est réservée uniquement à l’acétone 

(bouteille témoin) et les autres aux insecticides à tester (bouteilles à imprégner) ; 

3) Ajouter 1 ml d’acétone (solvant) dans la bouteille témoin et bien la fermer avec son 

capuchon ; 

4) Ajouter 1 ml d’insecticide à la dose diagnostique dans chacune des 4 bouteilles de 

test qui seront bien fermées avec leurs capuchons respectifs (numéroter les 

bouteilles et leurs capuchons) ; 

5) Agiter légèrement la bouteille, maintenue en position verticale, de manière à ce que 

le fond soit bien imprégné d’insecticide ; 

6) Inverser la bouteille et agiter pour imprégner l’intérieur du capuchon ; 

7) Placer la bouteille sur ses flancs (en position horizontale) pendant un petit moment 

pour permettre à l’insecticide de se « rassembler ». Puis, tourner doucement la 

bouteille en décrivant un mouvement rotatoire, tout en la balançant légèrement pour 

imprégner toutes ses parois ; 

8) Procéder de la même manière (6 à 8) pour toutes les bouteilles de test. Bien faire 

répartir également l’acétone contenue dans la bouteille témoin par le même 

procédé ; 

9) Enlever ensuite les capuchons et continuer à rouler les bouteilles sur leur bord 

jusqu’à ce que l’intérieur soit totalement sec ;  

10) Maintenir les bouteilles dans cette position horizontale et les couvrir d’un matériel 

qui puisse les préserver de la lumière. Si ces bouteilles imprégnées ne sont pas 

immédiatement utilisées, les placer dans un endroit sombre (un placard, par 

exemple), à l’abri de la lumière. 

 

 

 

 

 

 


