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Introduction

Les deux derniéres décennies ont vu apparaitre de nombreuses maladies infectieuses (Daszak,
2000 ; Jones et al., 2008 ; Loh et al., 2015). Ces maladies infectieuses émergentes affectent les
populations animales domestiques et sauvages mais aussi I’homme, les deux-tiers de ces
maladies étant des zoonoses (Jones et al., 2008 ; Loh et al., 2015). Elles ont donc un impact

majeur d’un point de vue économique et sanitaire.

Le virus de I’Influenza aviaire et le virus de la maladie de Newcastle sont connus et étudiés
depuis longtemps. Les volailles, population domestique sensible a ces virus et en contact
direct avec I’homme, ont fait 1’objet de nombreuses études portant sur le portage et 1’excrétion
de ces virus (Mohran et al., 2011 ; Leventhal et al., 2013 ; Shekaili et al., 2015a ; Nagy et al.,
2017). Le rble de I’avifaune sauvage, fortement suspecté dans la transmission de virus
aviaires aux populations domestiques, est maintenant le sujet principal des dernieres études.
En effet, ’avifaune sauvage jouerait un réle clé en représentant un bassin zoonotique (Daszak,
2000) et une surveillance s’avére donc nécessaire afin de comprendre son implication exacte

et de mettre en place des mesures de prévention et de contrdle adaptées (Loh et al., 2015).

Depuis quelques années, de nombreuses études se sont penchées sur I’interaction entre les
populations sauvages et domestiques et la transmission de virus aviaires (Tian et al., 2015 ;
Keawcharoen et al., 2011 ; Abolnik, 2014 ; Cappelle et al., 2015 ; Devlin et al., 2016). Les
oiseaux d’eau appartenant a I’ordre des Ansériformes et des Charadriiformes sont considerés
comme especes réservoirs du virus de I’Influenza aviaire et du virus de la maladie de
Newcastle (Alexander, 2000 ; Causey, Edwards, 2008 ; Caron et al., 2014 ; Cappelle et al.,
2015) et leur role dans la transmission des virus aux oiseaux d’¢levage est fortement suspecté.
Cependant, les élevages de volailles sont rarement proches de 1’habitat de ces oiseaux

migrateurs, mettant a mal cette hypothese.

La sensibilité aux virus de I’Influenza aviaire et de la maladie de Newcastle ainsi que leur
excretion ont été démontrees chez 1’avifaune sauvage autre que oiseaux d’eau a de
nombreuses reprises, en laboratoire et sur le terrain (Cross, 1995 ; Silva et al., 2006 ; Boon et
al., 2007 ; Brown et al., 2009 ; Forrest et al., 2010 ; Thinh et al., 2012 ; Assam et al., 2014).
Les sites d’¢levage abritent de nombreuses espéces d’oiseaux résidentes, qui y trouvent
nourriture et refuge. C’est ainsi qu’est apparue la notion d’especes relais désignant des

espéces sensibles au virus en contact a la fois avec les oiseaux domestiques et les oiseaux
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d’eau réservoirs (Caron et al., 2014). Elles pourraient ainsi représenter le chainon manquant

dans la transmission de virus.

Notre étude a été réalisée aux Emirats Arabes Unis (EAU), au sein d’élevages conservatoires
d’outardes houbara (Chlamydotis macqueenii). Ces élevages ont été mis en place par
I’International Fund for Houbara Conservation (IFHC) a partir de 1977. 1l s‘agit d’un
programme commun a plusieurs pays du Moyen Orient, d’ Afrique du nord et d’Asie centrale
dont le but est de soutenir les populations sauvages d’outardes houbara par des relachés
conservatoires. En effet, 1’Outarde houbara est une espéce sur la liste rouge des espéces en
voie de disparition et présente en Annexe 1 de la convention sur le commerce international
des espéces menacées d’extinction (CITES). Deux sites ont fait partie de 1’étude : le National
Avian Research Center (NARC) et le Sheikh Khalifa Houbara Breeding Center — Abu Dhabi
(SKHBC-AD).

L’étude porte sur six especes résidentes, retrouvées abondamment autour d’élevages
conservatoires d’outardes houbara (Chlamydotis macqueenii): le Moineau domestique (Passer
domesticus), le Bulbul a oreillons blancs (Pycnonotus leucotis), la Tourterelle turque
(Streptopelia decaocto), la Tourterelle maillée (Spilopelia senegalensis), le Pigeon biset
(Columba livia) et le Francolin gris (Francolinus pondicerianus). Ces espéces font parties de

familles reconnues comme especes relais (Caron et al., 2014).

Le but est de connaitre les prévalences du virus de 1’Influenza aviaire et du virus de la maladie
de Newcastle chez ces espéces. Il s’inscrit dans un projet de plus grande ampleur dont le but
est de comprendre la transmission de virus aviaires des oiseaux sauvages aux élevages afin de

mettre en place des mesures adaptées pour éviter cette transmission.
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Partie 1:  Etude bibliographique

I. Le virus de I’Influenza aviaire

1. Propriétés du virus

a) Classification

Le virus de I’Influenza aviaire est un Influenza virus A de la famille des Orthomyxoviridae
(Whitworth et al., 2010 ; ANON., 2002). L’Influenza aviaire fait partie de la liste des
maladies réglementées en France. Les sous-types H5 et H7 ainsi que tout virus Influenza A
hautement pathogéne (indice de pathogénie supérieur a 1,2) sont considérés comme danger
sanitaire de premiere catégorie (OIE, The Center for Food Security and Public Health, 2016)

et soumis a déclaration obligatoire.

b) Morphologie

11 s’agit d’un virus enveloppé de 80 a 120 nm de diamétre. Il comprend huit segments d’ARN
monobrins négatifs codant pour dix protéines virales : deux glycoprotéines de surface,
I’hémagglutinine et la neuraminidase, deux protéines de matrice M1 et M2, une
nucléoprotéine NP, un complexe polymérase constitué de trois protéines PA, PB1, PB2, une
protéine non structurelle NS1 et une protéine de transport NS2 (Rutvisuttinunt et al., 2013).
Le génome a une taille totale de 13.6 kilobases (Rutvisuttinunt et al., 2013). La surface
externe est recouverte de glycoprotéines virales ayant une activité hémagglutinante et de
fusion, noté HA, ou une activité neuraminidase, notée N (Figure 1). La glycoprotéine HA, et
dans une moindre mesure la glycoprotéine N, sont les cibles de la réponse immunitaire.

Les différents sous-types du virus se caractérisent par la combinaison d’une hémagglutinine et
d’une neuraminidase. Il existe au sein de I’espéce Influenza A dix-huit hémagglutinines et
onze neuraminidases différentes (Liu et al., 2018). 1l y a généralement peu ou pas de
protection croisée entre les sous-types. Chaque sous-type comprend plusieurs souches qui

différent par mutation, recombinaison ou réarrangement de genes (Whitworth et al., 2010).
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Pour nommer une souche du virus de 1’Influenza aviaire, on utilise la nomenclature officielle
qui comprend : I’espéce virale de 1’Influenza, I’espéce hote a partir de laquelle la souche a été
isolée, 1’origine géographique, le numéro de référence désigné par le laboratoire, 1’année
d’isolement et le sous-type du virus. Par exemple, la souche HON2 détectée dans une étude
aux Emirats Arabes Unis entre 2000 et 2003 était tres proche de la souche A/Quail/Hong
Kong/G1/97 (HON2): c'est-a-dire un virus Influenza A de sous-type HINZ isolé chez la caille
a Hong Kong en 1997 (Aamir et al., 2007).

DWW NN
—_— .
nm

Figure 1 : Virus de I’Influenza aviaire : schéma et micrographie électronique (Whitworth et al., 2010)
HA : glycoprotéine & activité hémagglutinante ; NA : glycoprotéine a activité neuraminidase ; M : matrice ;
RNP : ribonucléoprotéine
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c) Propriétés biologiques

La transmission du virus a lieu par contact direct avec un individu infecté ou par contact
indirect via les sécrétions respiratoires ou une contamination fécale (Whitworth et al., 2010).
La survie du virus dans I’environnement dépend de I’humidité, de la température et de la
salinité. 1l peut survivre plusieurs mois dans un habitat frais et humide, environnement
souvent fréquenté par les oiseaux d’eau, principaux hotes du virus de I’Influenza aviaire. Dans

des feces, le virus peut survivre jusqu’a 105 jours (OIE, 2012).

2. Signes cliniques chez les oiseaux

a) Signes cliniques chez les volailles

La virulence de la souche dépend de ’hémagglutinine, selon les acides aminés présents au
niveau du site de clivage. Jusqu’a présent, seuls deux sous types ont généré par mutation dans
la région du site de clivage des souches hautement pathogénes pour les volailles: H5 et H7.
On peut aussi définir une souche hautement pathogéne par son indice de pathogénie apres

inoculation intraveineuse du virus qui sera supérieur a 1.2 (OIE, 2015).

Lorsqu’une volaille domestique est infectée par un virus Influenza aviaire faiblement
pathogene, elle peut répondre de différentes fagons. Soit la réponse immunitaire de 1’hote
répond efficacement a I’infection et permet 1’élimination du virus, soit il y a un échappement
a la réponse immunitaire et une adaptation a 1’hdte par réassortiment lors de co-infections ou
par glissement antigénique. Dans le cas des virus H5 et H7, les mutations successives peuvent
entrainer I’apparition de souches hautement pathogénes (OIE, The Center for Food Security
and Public Health, 2016).

e Souches faiblement pathogénes

On observe une infection sub-clinique a modérée. Les poulets présentent des signes
respiratoires, entériques et reproductifs bénins (OIE, The Center for Food Security and Public
Health, 2016). On note une réduction de I’activité, de I’appétit et de la consommation d’eau,
une diminution de la production et de la qualité des ceufs. Les signes respiratoires se
manifestent par de la toux, des éternuements et du jetage. 1ls peuvent aussi avoir de la

diarrhée et des signes neurologiques (tremblements). Les gibiers (faisans, cailles) peuvent
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présenter les mémes symptémes ou une forme asymptomatique de la maladie. De la méme
facon, les canards présentent des formes le plus souvent sub-cliniques, avec parfois une

sinusite.
e Souches hautement pathogénes

L’infection provoque une maladie sévére chez le poulet et la dinde. On observe une atteinte
importante de 1’état général avec un cedéme de la téte, une cyanose de la créte, des barbillons
et de ’extrémité des pattes, des troubles respiratoires, digestifs et parfois nerveux. Les
oiseaux meurent en un a deux jours avec une mortalité supérieure a 75%. Il n’y a aucun signe
pathognomonique.

L’infection peut étre asymptomatique, modérée ou sévere chez les autres oiseaux. Chez les
gibiers, on observe de I’anorexie, une léthargie, des signes neurologiques et une mort rapide.
Les gibiers d’eau domestiques présentent une infection modérée, mais on peut observer des

signes respiratoires, de la diarrhée et une augmentation de la mortalité.

b) Signes cliniques chez I’avifaune sauvage

L’infection a été confirmée chez au moins 105 espéces (Smietanka et al., 2012). Elle est
particuliérement commune chez les oiseaux de 1’ordre des Ansériformes (canards, oies,
cygnes), des Charadriiformes et dans une moindre mesure des Passéeriformes (OIE, The
Center for Food Security and Public Health, 2016 ; Caron et al., 2014 ; Alexander, 2000 ;
Causey, Edwards, 2008).

e Souches faiblement pathogénes

La majorité des oiseaux sauvages ne présentent pas de signes cliniques suite a ’infection
(Smietanka et al., 2012). 1l a parfois été observé une diminution des capacités de recherche de

nourriture et de migration.
e Souches hautement pathogenes

Les oiseaux sauvages peuvent €tre affectés par le virus mais la sensibilité a I’infection et
I’apparition de signes cliniques dépend de 1’espece hote. Les signes cliniques causés par le
virus H5N1 de la lignée asiatique peuvent aller de signes non spécifiques isolés a de la
diarrhée, de la détresse respiratoire, des signes neurologiques et/ou une mortalité élevée (Tian
etal., 2015 ; Al-Azemi et al., 2008)
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3. Moyens diagnostiques

Les signes cliniques dus a une infection par le virus de I’Influenza aviaire ne sont pas
pathognomoniques. C’est pourquoi, le diagnostic passe nécessairement par la détection du
virus en laboratoire. Plusieurs moyens diagnostiques sont a disposition, notamment
I’isolement viral et la RT-PCR en temps réel (Reverse Transcriptase Polymerase Chain
Reaction) (OIE, 2015).

a) Choix des échantillons

Sur les oiseaux vivants, les prélevements de choix sont les écouvillons cloacaux et
oropharyngés. Lorsque les prélevements par écouvillons sont difficiles a réaliser, il est
possible de récupérer des fientes fraiches. Sur les oiseaux morts, on peut aussi réaliser des
écouvillons sur différents organes (trachée, poumons, sacs aériens, intestins, rate, reins,
cerveau, foie, cceur). L’analyse des échantillons peut ensuite se faire en pools ou séparément

(OIE, 2015).

b) Isolement du virus

Il s’agit du gold standard en terme de test diagnostique, bien que la méthode soit
chronophage. On inocule le produit a tester dans le sac allantoique de trois a cinq ceufs de
poules embryonnés de trois a onze jours. On réalise ensuite une incubation a 37°C pendant
deux a sept jours. Le fluide allantoique est ensuite récupéré et testé pour I’activité
d’hémagglutination. Cette activité peut étre due a un virus Influenza A mais aussi a un
Paramyxovirus, ¢’est pourquoi on utilise souvent la RT-PCR afin de confirmer I’infection par
le virus de I’Influenza aviaire, et de déterminer le sous-type. On peut aussi identifier le sous-

type avec des tests d’inhibition de I’hémagglutination (OIE, 2015).
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L’OIE défini le pouvoir pathogénique d’un virus Influenza aviaire selon trois moyens
diagnostiques :

- Une suspension de fluide allantoique infectée et diluée au dixieme est inoculée par voie
intraveineuse chez huit poulets de 4 a 8 semaines. Le virus est considéré comme hautement
pathogene s’il est 1étal pour six a huit poulets, au bout de dix jours d’incubation.

- Un virus est hautement pathogeéne si I’index de pathogénie est supérieur a 1.2. Pour le
calculer, une suspension de fluide allantoique infectée et diluée au dixieme est inoculée par
voie intraveineuse a dix poulets 4gés de six semaines. Les poulets sont examinés toutes les 24
heures pendant dix jours et a chaque observation ils sont scorés entre 0 et 3 (0 : absence de
signe clinique ; 1 : signes cliniques modérés ; 2 : signes cliniques sévéres ; 3 : mort). L’index
est la moyenne des scores par oiseau et par observation sur les dix jours.

- Tous les virus H5 et H7 peuvent étre considérés comme hautement pathogenes si la
séquence en acides aminés de I’hémagglutinine est similaire a celle des virus connus comme
étant hautement pathogenes. La détermination de la séquence du site de clivage est devenue la
méthode de choix pour connaitre le pouvoir pathogénique d’un virus Influenza A. Les virus
hautement pathogenes présentent de multiples acides aminés basiques au niveau du site de
clivage alors que les virus faiblement pathogénes n’en présentent qu’un en premiere position

et un en troisieme ou quatriéme position (Li et al., 2017).

c) Méthodes moléculaires

La RT-PCR en temps réel permet d’identifier rapidement I’ ARN viral. C’est une méthode trés
sensible mais il faut faire attention aux risques de contaminations croisées entre les
échantillons a tester. La sensibilité et la spécificité de la RT-PCR en temps réel sont similaires
a celles de 1’isolement viral, a partir des écouvillons trachéaux et oropharyngés. Par contre, la
sensibilité est plus faible lorsque les échantillons sont des écouvillons cloacaux, des féces ou
des organes du fait de la présence d’inhibiteurs de la PCR, induisant des faux négatifs.

11 est possible d’identifier le sous-type viral par PCR en utilisant des amorces spécifiques, en

seéquencant les produits d’amplification (OIE, 2015).
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d) Tests sérologiques

Il s’agit de tests ELISA ou de test d’inhibition de I’hémagglutination (IHA).
Le test ELISA permet de détecter les anticorps dirigés contre la protéine de nucléocapside,
I’hémagglutinine, ou la neuraminidase. Il existe différents kits commerciaux, certains sont

specifiques de sous-types du virus, comme H5, H7 et N1.

Le test d’THA est considéré comme le gold standard parmi les tests sérologiques. Cependant,

comme il s’agit d’une méthode assez laborieuse, les tests ELISA sont couramment utilisés.

Une étude a déterminé la sensibilité et la spécificité de tests ELISA, en les comparant au test
d’ITHA dont la sensibilité est de 98.8% et la spécificité de 99.5% (Comin et al., 2013). Il a
ainsi été démontré que des tests ELISA de blocage (blocking ELISA) ont une sensibilité et
une spécificité qui ne sont pas différentes significativement de celles du test d’THA. La

sensibilité est plus faible pour le test ELISA par compétition et dépend de ’espece étudiée.

4. Portage du virus de I’Influenza aviaire par I’avifaune sauvage

Les oiseaux d’eau de 1’ordre des Ansériformes (canards, oies, cygnes en particulier) et de
I’ordre des Charadriiformes (mouette et sternes en particulier) sont considérés comme
réservoir naturel du virus de 1’Influenza aviaire (Tian et al., 2015 ; Aamir et al., 2007 ; Chen
et al., 2006 ; Munster et al., 2007). Le premier isolement chez une espéce sauvage a eu lieu en
1961 sur une Sterne commune (Wobeser, 1997) ; depuis le virus a été isolé chez plus de 90

espéces de 13 ordres différents (Stallknecht, Brown, 2007).
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I1. Le virus de la maladie de Newcastle

1. Propriétés du virus

a) Classification

Le virus de la maladie de Newcastle, dénommeé Avian avulavirus 1, est classeé dans la famille
des Paramyxoviridae, et le genre des Avulavirus (OIE, 2013). 11 s’agit d’une maladie
réglementée soumise a déclaration obligatoire aupres de I’OIE. C’est un danger sanitaire de

premiere catégorie et une zoonose mineure.

b) Morphologie

Il s’agit d’un virus enveloppé a ARN simple brin négatif, non segmenté. 11 est constitué d’un
génome viral d’environ 15kb, comprenant six génes qui codent pour six protéines de
structure : protéine de fusion F, nucléoprotéine NP, protéine de matrice M, phosphoprotéine
P, polymérase L et hémagglutinine-neuraminidase HN (Cattoli et al., 2011). Il existe
différentes souches du virus, réparties en deux clades, le clade | comprenant un génotype et le

clade 1l comprenant dix-huit génotypes (Diel et al., 2012 ; Dimitrov et al., 2016).

c) Propriétés biologiques

La transmission du virus a lieu par contact direct avec un oiseau infecté ou par contact
indirect, via les aérosols ou la contamination fecale de la nourriture, de I’eau et de
I’environnement (Bailey et al., 1998 ; OIE, 2013). Le virus peut survivre pendant de longues

périodes a température ambiante, notamment dans les fientes.

2. Signes cliniques chez les oiseaux

Les signes cliniques et la sévérité de I’infection dépendent de la souche ; on parle alors de
souche faiblement pathogéne ou hautement pathogene. On décrira ici les signes cliniques

selon la virulence de la souche, mais elle n’est pas la seule a rentrer en compte dans la sévérité
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des signes cliniques. 11 faut aussi prendre en compte 1’age et le statut immunitaire de 1’espéce,

la voie de contamination, le stress environnemental, et les co-infections (Cattoli et al., 2011).

a) Les signes cliniques chez le poulet

On pourra observer des symptomes respiratoires (toux, haletement, éternuements, rales), des
symptdmes nerveux (tremblements, paralysie, torticolis), des symptémes digestifs (diarrhée)
ou une diminution de la production d’ceufs avec des ceufs malformés. Le taux de létalité est
variable et peut atteindre les 100% (OIE, 2013 ; Cattoli et al., 2011).

b) Signes cliniques chez I’avifaune sauvage

Les oiseaux d’cau présentent souvent une infection sub-clinique. Les passereaux ont une
sensibilité qui différe selon 1’espéce : Certains n’auront qu’une infection sub-clinique alors
que d’autres développent des signes cliniques séveres. Des cas de mortalité ont été rapportés

chez des corbeaux (OIE, 2013) et des colombidés (Isidoro-Ayza et al., 2017).

3. Moyens diagnostiques

Tout comme une infection par le virus de I’Influenza aviaire, une infection par le virus de la
maladie de Newcastle n’entraine pas de signes pathognomoniques. Un diagnostic en
laboratoire est donc nécessaire (OIE, 2012). Les préléevements a effectuer sont les mémes que

ceux décrits pour le virus de I’Influenza aviaire.

a) Isolement viral

L’isolement peut étre effectué par inoculation dans la cavité allantoique d’ceufs de poule,
comme cela a été décrit pour le virus de I’'Influenza aviaire.

Il est aussi possible de réaliser un isolement par culture cellulaire (OIE, 2012). Les souches
virales peuvent se répliquer dans de nombreux types cellulaires d’origine aviaire ou non
aviaire. Les plus utilisés sont les hépatocytes, les cellules rénales ou les fibroblastes

d’embryons de poule, les cellules rénales de Grivet, ou encore les cellules myogéniques
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aviaires. La multiplication virale est souvent accompagnée d’effets cytopathiques, avec une

rupture de la monocouche et la formation de syncitia.

L’identification du virus est ensuite réalisée par recherche de I’activité d’hémagglutination.
Cependant, un test d’hémagglutination positif ne confirme pas 1’isolement du virus de la
maladie de Newcastle. En effet, I’activité hémagglutinante est commune aux virus Influenza
et de la maladie de Newcastle. On peut confirmer une infection par le virus de la maladie de
Newcastle par un test d’inhibition de I’hémagglutination mais il existe tout de méme des
réactions croisées avec d’autres Avulavirus. Les techniques de RT-PCR sont donc devenues
les techniques de choix pour la détection et le typage du virus de la maladie de Newcastle
(OIE, 2012).

L’évaluation du pouvoir pathogéne d’une souche est fondée sur la mesure de 1’index de
pathogénicité intracérébral. Cela consiste a inoculer par voie intracérébrale du fluide
allantoique infecté a dix poussins de 24 a 40 heures d’ages. Ils sont ensuite examinés toutes
les 24 heures pendant huit jours et scorés de 0 a 2 (0 : absence de signe clinique, 1 : présence
de signes cliniques ; 2 : mort). L’index est la moyenne des scores par poussin et par
observation sur les huit jours. Les souches virulentes auront un index proche de 2 et les
souches faiblement pathogénes un score proche de 0. Cependant, les méthodes moléculaires,
plus rapides et moins fastidieuses, permettent maintenant de connaitre la virulence d’une
souche en déterminant la séquence en acides aminés de la protéine F au site de clivage. La
présence de deux paires d’acides aminés basiques en position 112, 113 et 115, 116 suivis par
la phénylalanine en position 117 défini une souche virulente. La présence d’acides aminés
uniques en position 113 et 116 suivis de la leucine en position 117 amene a une souche
faiblement pathogéne (Nanthakumar et al., 2000 ; Collins et al., 1996).

On mesure I’index de pathogénicité intracérébral lors d’un épisode épizootique mais pas lors

d’une surveillance de routine sur des oiseaux en bonne santé.

b) Techniques moléculaires

La RT-PCR est une méthode sensible et rapide. On réalise souvent une amplification d’une
partie du géne de fusion qui contient le site de clivage et permet ainsi de déterminer la
virulence de la souche. L’inconvénient est qu’il est impossible d’utiliser les mémes amorces
pour détecter les virus de classe | et de classe Il car les souches sont trop distinctes. Par
ailleurs, au sein d’une méme classe, le géne de matrice n’est pas hautement conservé et il peut
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y avoir des faux negatifs (OIE, 2012).

c) Tests sérologiques

11 s’agit de tests ELISA ou de test d’inhibition de I’hémagglutination. Les tests ELISA ont une

haute sensibilité et spécificite.

4. Portage du virus de la maladie de Newcastle par I’avifaune sauvage

L’infection par le virus de la maladie de Newcastle a été rapportée chez au moins 250 especes
dans le monde et plus de la moitié des 50 ordres (Xiang et al., 2017 ; Munir et al., 2015). Les
espéces sauvages, et notamment les oiseaux d’eau, sont considérés comme réservoir naturel.
Les souches faiblement pathogénes semblent circuler couramment chez les populations
sauvages, comme nous I’indique la diversité phylogénétique des virus circulant chez les
oiseaux d’eau et les espéces des littoraux (Cappelle et al., 2015). Des souches virulentes sont
couramment isolées chez les pigeons et les cormorans (Ganar et al., 2014 ; Cappelle et al.,
2015).

Entre 2013 et 2015, sur 2024 échantillons récoltés sur des oiseaux sauvages dans la province
de Guangdong en Chine, 0.93% étaient positifs. La majorité des souches étaient faiblement
pathogenes mais des souches virulentes ont été isolées chez trois oiseaux dont deux oiseaux
résidents, une tourterelle tigrine et une poule d’eau (Xiang et al., 2017). Au Pakistan, aprés
une épidémie causant la mort de 190 paons dans un parc, le virus a été isolé chez quatre des
especes les plus communes du pays, le pigeon biset, le moineau domestique, le corbeau

familier et le martin triste (Munir et al., 2015).
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I11. Contexte épidémiologique au Moyen Orient face au virus Influenza

aviaire et au virus de la maladie de Newcastle

1. Importance de la réalisation d’études épidémiologiques au Moyen Orient

a) Position actuelle du Moyen Orient dans [l’industrie aviaire

Le Moyen-Orient est constitu¢ de I’ensemble des pays a la jonction entre 1’ Afrique du Nord et
I’ Asie, et comprend : la Syrie, I’lraq, 1’Israél, les territoires palestiniens, 1’ Arabie saoudite, les
Emirats Arabes Unis, le Yémen, ’Oman, le Liban, la Jordanie, I’Iran, le Koweit, le Qatar, le
Bahrein et Chypre (Insee, 2016). Néanmoins d’autres pays sont parfois inclus a cet ensemble
comme la Turquie, I’Egypte, I’ Afghanistan, et le Pakistan (Aamir et al., 2007). C’est donc une

région a ’interface entre I’ Afrique, 1’ Asie et I’Europe.

Le Moyen-Orient et I’ Afrique du Nord représentent a eux deux 10.4% de la production
mondiale de volaille, avec 2.4 milliards d’oiseaux élevés en 2017 (Nagy et al., 2017). Cette
5éme

production est en constante augmentation. En 2017, I’Iran était placé au rang mondial de

la production de poulets ; ’Egypte, 1’ Arabie Saoudite et la Jordanie étaient aux 1, 3°™ et
9°™ rangs respectivement dans la production de pigeons. L’industrie de la volaille est un
secteur en plein essor dans cette région, avec des échanges importants avec les Etats-Unis, la
Chine, le Brésil et I’Europe. Au vue de I’importance locale de la production de volailles, il
semble donc nécessaire de connaitre la situation épidémiologique de cette région face a des

virus aviaires majeurs comme les virus de I’Influenza aviaire et de la maladie de Newcastle.

b) Particularité de l'industrie aviaire au Moyen Orient

Il 'y a encore beaucoup de marchés de volailles vivantes au Moyen Orient. Les volailles de
differents élevages sont en contacts et parfois mélangées. Cela favorise la transmission des
virus et leur transit vers de nouveaux élevages, les mesures de biosecurités étant souvent
absentes. Par ailleurs, il n’y pas seulement de gros systemes d’élevage en batiment mais
encore énormément de production en basse-cours. Les especes de basses-cours sont les
premiéres touchées par des virus comme 1’Influenza aviaire et le virus de la maladie de

Newcastle (Shekaili et al., 2015a ; Lu et al., 2010 ; Alkhalaf, 2010). Cela s’explique par des
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mesures de biosécurité qui ne sont pas appliquées, un défaut de vaccination et des volailles en
liberté, facilitant le contact avec les espéces sauvages. Une étude réalisée sur 243 basse-cours
en Oman a montré une séroprévalence de 37.5% pour le virus Influenza aviaire et de 42.1%
pour le virus de la maladie de Newcastle (Shekaili et al., 2015) avec respectivement 84% et
90% des élevages touchés par ces virus. Cette prévalence varie selon la région, et se trouve
étre plus importante dans des zones avec une densité d’oiseaux importante, avec la présence
de marchés d’oiseaux vivants & proximité ou la présence d’espéces sauvages (notamment dans
les lieux de nidification d’espéces migratrices). Les oiseaux de basse-cours sont donc
fortement touchés par les virus aviaires et peuvent les transmettre aux autres élevages lors des

marchés par exemple.

c) Importance des programmes de surveillance face aux épidémies

La mise en place de programmes de surveillance au Moyen-Orient comme partout dans le
monde est nécessaire afin d’appliquer des mesures adéquates pour limiter la propagation des
virus. En effet, ces derniers causent de gros dégats a 1I’échelle de ’homme comme a I’échelle

de I’animal.

Chez I’homme, 860 infections par le virus de 1’Influenza aviaire hautement pathogéne H5N1
de génotype Z ont été confirmées entre 2003 et 2018, avec 454 déces (WHO, 2018 ;
Puthavathana, 2005). Des virus faiblement pathogénes comme HIN2 causent dans la majorité
des cas des maladies respiratoires mais les personnes immunodéprimées peuvent présenter des
défaillances multiples d’organes entrainant la mort (Nagy et al., 2017). Il est donc nécessaire
de limiter au mieux la propagation de tels virus.

Chez les oiseaux, les signes cliniques sont différents selon le virus, la souche du virus,
I’espece d’oiseau et les infections concomitantes. Les volailles sont des especes sensibles aux
virus de la maladie de Newcastle et au virus de 1’Influenza. Selon la souche, on peut avoir une
forte baisse de la production, avec des chutes de ponte, des animaux affaiblis, ou alors une
mortalité importante. Cela engendre de gros dégats financiers.

Des virus faiblement pathogenes chez I’oiseau peuvent entrainer des cas grave chez I’homme
comme le virus H7N9 qui a provoqué 39 décés en Chine en mars 2013 suite a une infection
confirmée chez la volaille. La propagation silencieuse du virus dans les élevages a provoque

un important probleme de santé publique (Tenzin et al., 2015).
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La Jordanie, 1’Israél et la Palestine ont créé en 2003 le partenariat MECIDS (Middle East
Consortium on Infectious Disease Surveillance) afin de mettre en place des programmes de
surveillance des maladies infectieuses. D’abord dédié aux partage d’informations concernant
les épidémies de maladies liées a I’alimentation, ils s’intéressent maintenant aussi aux
maladies vectorielles et a I’Influenza aviaire (Leventhal et al., 2013). L’épizootie survenue au
Moyen Orient en 2005 due au virus H5N1 s’est propagée de la Turquie a la Jordanie. Les
moyens mis en ceuvre par le MECIDS avec la création de zones de protection et 1’abattage des

élevages infectés a permis de limiter la propagation du virus.

Plus la détection des épizooties est précoce, plus vite des mesures peuvent étre adoptées pour
endiguer la propagation. L’épizootie de H5N1 qui a eu lieu entre 2007 et 2008 en Arabie
Saoudite en est un bel exemple (Lu et al., 2010). De novembre 2007 a janvier 2008, 19
élevages ont été touchés par le virus H5N1, avec une premiere détection du virus dans des
élevages de basse cours. La détection du virus par le laboratoire central de diagnostic
vetérinaire a été rapide et des mesures de contrdle ont pu étre mises en place dans la foulée.
Celles-ci comprenaient 1’établissement de zones de quarantaine, avec trois zones distinctes.
La premiére zone était considérée comme infectée, I’ensemble des espéces était abattues, un
vide sanitaire de 21 jours était effectue et des oiseaux sentinelles étaient replacés avec
prélevements trachéaux et cloacaux. Dans la deuxieme zone (zone de protection) il y avait des
restrictions de vente et de déplacement et dans la troisiéme zone (zone de surveillance) tous

les élevages étaient testés. Ces mesures ont permis de contrdler 1’épizootie en un an.

d) Mise en danger d’espéces protégées

L’infection par des virus aviaires ne menace pas seulement les élevages, mais aussi des
espéces sauvages dont certaines sont protégées. C’est le cas de 1’Outarde houbara
(Chlamydotis macqueenii), une espece appartenant a 1’ordre des Otidiformes et vivant en
Afrique du nord et en Asie, proie traditionnelle de la chasse au faucon. Depuis 2004, elle est
sur la liste rouge des espéces en voie de disparition et elle est classee comme vulnérable par
I’Union Internationale pour la Conservation de la Nature. Elle est par ailleurs mentionnée en
Annexe 1 de la convention sur le commerce internationale des espéces de la faune et de la

flore sauvages menacées d’extinction (CITES) (Khant et al., 2009). Le déclin de la
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population d’outardes houbara est dd a une chasse intensive, au braconnage et a la

dégradation de leur habitat.

Depuis plus de 20 ans, des programmes de conservation ont été mis en place en Afrique du
nord, au Moyen Orient et en Asie centrale. 1l a été créé des élevages d’outardes en captivité,
dans le but de soutenir les populations sauvages par des relachés conservatoires. Les élevages
créés au Moyen Orient sont situés dans des régions désertiques ou semi-désertiques ou des
installations ont été mises en place pour assurer une certaine autonomie, comme des cultures
pour nourrir les outardes. Ces oasis artificiels attirent la faune sauvage, augmentant le risque
de contact avec les outardes (Le Loc’h et al., 2014 ; Bock et al., 2008).

Une étude réalisée sur des outardes houbara introduites en Arabie Saoudite pour
I’entrainement des faucons a permis de montrer qu’elles étaient sensibles au virus de
I’Influenza aviaire (Khan et al., 2009). Deux jours aprées leur introduction, les outardes ont
commencé a présenter des signes cliniques ; 93% sont décédées par la suite, de méme que
62% des faucons qui sont rentrés en contact avec des outardes ou qui ont été nourris avec des
carcasses infectées. Le virus aviaire HS5N1 a été isolé sur chacun des préléevements effectués, a
la fois sur les outardes et sur les faucons. Les outardes sont donc fortement touchées par le
virus H5N1 hautement pathogene, qui peut décimer un élevage entier. Il est donc important de
connaitre la situation épidémiologique de la région afin d’éviter au mieux I’infection.
Cependant, 1’origine de I’infection des outardes reste inconnue. Le transport des outardes
d’Asie centrale vers des fauconneries du Moyen Orient est souvent illégal, et se réalise dans
de mauvaises conditions avec un mélange d’espéces. Dans une étude réalisée en 2013
(Wernery et al., 2013), des prélévements ont été effectués sur des oiseaux transportés dans des
fauconneries aux Emirats Arabes Unis : des cailles communes, des faisans vénérés et des
outardes sénégalaises. Ces oiseaux présentaient des signes respiratoires. Le virus HON2 a été
isolé chez ces trois especes. Ainsi, le transport illégal d’especes infectées est un bon vecteur

de propagation de virus.
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2. Situation épidémiologique du Moyen Orient

a) Epizootie de H5N1, virus hautement pathogéne

Le Moyen Orient n’a pas échappé a 1’épizootiec de H5N1, qui a débuté en Chine. Le virus a
d’abord été isolé de facon sporadique sur des oiseaux sauvages trouvés morts dans la région
de Hong Kong, puis en avril 2005 sur des oies sauvages dans la réserve naturelle du lac de
Qinghai (Al-Azemi et al., 2008). Le virus s’est rapidement propagé avec une détection chez
des espéces sauvages puis chez des especes d’élevage en Asie centrale, au Moyen Orient, en
Europe et en Afrique. La grande majorité des pays du Moyen Orient a connu une épizootie
due au virus H5N1 entre 2006 et 2007 (Figure 2). La majorité des analyses réalisées au
Moyen Orient a été effectuée dans des élevages, hormis en Oman ou une étude a aussi
concerné des oiseaux sauvages. Il aurait été intéressant d’étudier 1’infection chez les espéces
sauvages, sachant que 6000 oiseaux de huit espéces différentes de gibiers d’eau ont été
retrouvés morts au lac de Qinghai, dont six especes migratrices, reconnues comme infectées
par le virus HSN1 (Williams, Peterson, 2009). Leur réle dans la propagation du virus est donc

fortement suspecté.
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Figure 2 : Le virus de I’Influenza aviaire au Moyen Orient (Al-Azemi et al., 2008 ; Lu et al., 2010 ; Nagy et al., 2017 ;
Williams, Peterson, 2009)

b) Virus HON2, faiblement pathogéne

Le virus HIN2 est enzootique en Asie depuis les années 90 (Aamir et al., 2007). Son infection
entraine souvent une diminution de la production d’ceufs, et des signes cliniques modérés.
Cependant, lors de co-infections avec un autre agent, la morbidité et la mortalité peuvent étre
élevées.

Avant 1992, le virus n’avait été isolé qu’en Asie, sur des canards. Le virus s’est ensuite
propagé dans le sud de I’ Asie puis au Moyen Orient, avec une premiére détection en Arabie
Saoudite et en Iran en 1998 (Nagy et al., 2017). Il a depuis été détecté dans tous les pays du
Moyen Orient, sur des volailles domestiques.

Aux Emirats Arabes Unis, la premiére detection a eu lieu en 1999 dans des élevages de
poulets (Nagy et al., 2017). Le virus a ensuite été isolé entre 2000 et 2003 dans des élevages
de cailles et de poulets, ou les oiseaux présentaient des signes cliniques (Aamir et al., 2007).
Les souches isolées étaient proches de celles détectées en Iran et au Pakistan. Les échanges

commerciaux importants entre les Emirats Arabes Unis et le Pakistan pourraient jouer un réle
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dans la circulation du virus HON2. Le virus a par la suite encore été isolé de 2005 a 2015 sur
de nombreuses especes d’¢élevage différentes.

La encore, tres peu d’études se sont penchées sur le cas des oiseaux sauvages au Moyen
Orient.

c) Virus de la maladie de Newcastle

Le virus de la maladie de Newcastle est largement répandu dans le monde (Figure 3). La
premiere panzootie mise en évidence a débuté en 1926 (Alexander et al., 2004). Elle a touché
les poulets, et s’est propagée de 1’Asie du sud a I’Europe de I’Est dans un premier temps puis
a toute I’Europe, a I’Amérique et a I’ Afrique. La deuxiéme panzootie a commencé en 1960 au
Moyen Orient avant de se propager rapidement a I’ensemble des continents. Une troisiéme est
a noter, qui a touché en premier lieu les pigeons dédiés a la course en Iraq en 1977. Du fait de
I’importation des pigeons pour la participation aux courses en Belgique, le virus s’est

largement et rapidement propagé.

De nos jours, les souches faiblement pathogenes sont largement répandues dans le monde. Les
souches virulentes sont endémiques en Amérique centrale, en Amérique du sud, en Asie, au

Moyen Orient, en Afrique et chez les cormorans sauvages en Amérique du Nord.
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Figure 3 : Le virus de la maladie de Newcastle au Moyen Orient en 2017 (OIE)
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1VV. Données biologiques et épidémiologiques des espéces d’oiseaux inclues

dans I’étude expérimentale

Nous avons réalisé notre étude aux Emirats Arabes Unis, sur deux sites d’élevages
conservatoires d’outardes houbara : le National Avian Research Center (NARC) et le Sheikh
Khalifa Houbara Breeding Center — Abu Dhabi (SKHBC-AD). Nous avons voulu savoir si les
especes d’oiseaux sauvages les plus abondantes autour des sites étaient infectées par le virus
de I’'Influenza aviaire et le virus de la maladie de Newcastle. Une étude préalable nous a
permis de choisir les espéces résidentes les plus représentées au sein des deux sites : le
Moineau domestique (Passer domesticus, PASDOM), le Bulbul a oreillons blancs
(Pycnonotus leucotis, PYCTIS), la Tourterelle turque (Streptopelia decaocto, STRDEC), la
Tourterelle maillée (Spilopelia senegalensis, STRSEN), le Pigeon biset (Columba livia,
COLLIV) et le Francolin gris (Francolinus pondicerianus, FRAPON).

1. Connaissances sur la transmission du virus de I’Influenza aviaire et du virus

de la maladie de Newcastle par I’avifaune sauvage

a) Virus de I’Influenza aviaire

Depuis la découverte en 2005 d’oiseaux migrateurs morts au lac de Qinghai en Chine infectés
par le virus H5N1, le rdle des oiseaux sauvages dans la propagation du virus est envisagé. Des
études expérimentales sur des canards, des oies et des cygnes ont montré qu’ils étaient
capables de diffuser le virus HSN1 pendant quelques jours sans montrer de signes cliniques de
la maladie (Tian et al., 2015). Une étude de suivi satellitaire a montré que des canards ont
survécu a I’infection par le virus H5N1 et ont été capables de migrer sur une distance
minimale de 655 kilométres (Tian et al., 2015). Des especes sauvages seraient donc capables
de propager sur de longues distances non seulement des virus faiblement pathogénes mais
aussi des souches plus virulentes. Certains espéces sont d’ailleurs partiellement immunisées
contre le virus H5N1 aprés avoir été exposées a des virus faiblement pathogénes comme
HINZ2 (Tian et al., 2015).

Une étude s’est attachée a objectiver la transmission du virus hautement pathogéne H5N1 des

oiseaux sauvages aux oiseaux domestiques (Keawcharoen et al., 2011). Plus de 24000
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¢chantillons d’espéces sauvages (migratrices et résidentes) ont été collectés entre janvier 2004
et décembre 2007 en Thailande. Parmi les résultats obtenus, il a été démontré que la capacité
d’un élevage a infecter d’autres élevages est 1.7 fois supérieure les mois ou on retrouve des

oiseaux sauvages infectés.

Le rble des especes résidentes commence aussi a étre étudié. En effet, les oiseaux d’eau sont
rarement au contact des oiseaux domestiques du fait de leurs niches écologiques respectives.
De ce fait, des « espéces relais » ont été recherchées parmi les oiseaux terrestres (Caron et al.,
2014). Une espéce est définie comme telle lorsqu’elle a la capacité a étre infectée et a excréter
le virus ; elle doit aussi étre en contact avec les oiseaux d’eau et la population domestique.
C’est souvent le cas de nombreuses especes résidentes qui partagent I’habitat des oiseaux
d’cau et visitent les élevages en quéte de nourriture. Une étude réalisée pendant deux ans sur
des especes relais a ainsi montré que le contact indirect entre les espéces réservoirs et les
espéces domestiques a travers ces relais est vingt fois plus fréquent que le potentiel contact
direct entre les deux populations (Caron et al., 2014). Dans cette étude, ils ont aussi remarqué
des especes relais dominantes appartenant a trois familles : la famille des Passéridés, des
Colombidés et des Ciconiidés. Le role des pigeons et des tourterelles est d’ailleurs souvent
suspecteé ; en 2014 une souche faiblement pathogene H7N9 touchant les volailles avait été
détectée chez des pigeons en bonne santé (Abolnik, 2014) ; cette souche avait causée 139 cas

humains en 2013, dont 47 décés en Chine.

b) Virus de la maladie de Newcastle

De nombreuses souches faiblement pathogénes isolées chez les volailles sont reliées par
phylogénie aux souches isolées chez les oiseaux sauvages, suggérant une transmission du

virus entre les deux populations (Cappelle et al., 2015).

La transmission du virus de la maladie de Newcastle ne se fait pas uniquement des espéces
sauvages vers les especes domestiques. La situation inverse a aussi été remarquée, notamment
avec le transfert de souches vaccinales (Devlin et al., 2016 ; Rohaim et al., 2017). Les
éleveurs utilisent souvent des vaccins vivants atténués afin de protéger les volailles contre la
maladie. L’excrétion de virus proches de souches vaccinales a été mise en évidence chez 17
especes appartenant a dix ordres différents ; en majorité des Colombiformes et des

Anseériformes (Ayala et al., 2016). La distance génétique entre les souches isolées et les
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souches vaccinales est minime et ne va pas au-dela de 0.093%.

2. Oiseaux de la famille des Passéridés

a) Moineau domestique (Passer domesticus)

e Taxonomie et distribution

Le Moineau domestique est un petit passereau de la famille des Passéridés et de I’ordre des

Passériformes.

On retrouve le moineau en Europe, dans le sud de I’ Asie, au nord-ouest de 1’ Afrique (du
Maroc a la Libye) et au Moyen Orient (Figure 4). Il a été introduit dans de nombreuses

régions habitées du monde, dont I’ Amérique et I’ Australie (del Hoyo et al., 2009).

Figure 4 : Distribution du Moineau domestique dans le monde (del Hoyo et al., 2009)

e Description et biologie

Les males présentent une téte caractéristique : une calotte grise, une bande noire allant de la
base du bec aux yeux, une bordure marron derriére les yeux, une tache blanche au-dessus de
I’ceil qui est parfois absente, et des joues blanchatres (Figure 5) (del Hoyo et al., 2009). lls
présentent un manteau brun-roux strié de noir, une couleur brun-grise du dos a la queue et une
bavette noire du bec a la poitrine. L’iris est marron foncé, le bec noir et les pattes marrons
(Géroudet, 1957).

Les femelles sont plus ternes avec la téte, le dos et le croupion gris et un ventre blanchéatre.

Les juvéniles ressemblent aux femelles.
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Figure 5: Moineau domestique male (Ravi, 2011)

Le Moineau domestique vit autour des batiments et des fermes dans les zones urbanisées.
Dans la péninsule arabique, on le retrouve en petites colonies, éloignées de ’homme, des
plaines aux montagnes.

Ce sont des oiseaux opportunistes, qui se nourrissent de graines, de baies, de bourgeons,

d’insectes et de petits mollusques.

La période de reproduction a lieu de février a septembre mais peut étre interrompue par les
hautes températures ou les pluies de mousson. Le moineau fabrique son nid dans les falaises,
les arbres ou sur les batiments. Le nid est fait de tiges et de feuilles, tapissés de plumes et de
duvet. Il y a trois & quatre couvées par an, avec deux a cinq ceufs couvés par le male et la
femelle pendant 11 a 14 jours (del Hoyo et al., 2009 ; Chantelat, 2001).

Le moineau est un oiseau commun, dont la taille de 1’habitat a augmenté avec son
introduction dans certaines régions. Cependant, depuis 1980 son déclin est observé dans les
pays d’Europe de I’ouest et d’Amérique du nord, dans les zones urbanisees et les fermes. 1l a
de ce fait était mis sur liste rouge au Royaume-Uni en 2002, et listé comme « quasi-menacé »
en Allemagne (del Hoyo et al., 2009). Son habitat s’étend cependant dans d’autres pays

comme le Kazakhstan, la Sibérie, la Thailande, le Soudan et 1’ouest de 1’ Afrique.
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b) Bulbul a oreillons blancs (Pycnonotus leucotis)

e Taxonomie et distribution

Le Bulbul a oreillons blancs appartient a la famille des Pycnonotidés et a I’ordre des
Passériformes. On le retrouve au Moyen Orient (Iraq, Iran, Koweit, Arabie Saoudite, Emirats

Arabes Unis, Qatar, Oman) et au sud-ouest de I’ Asie (Afghanistan, Pakistan, Inde) (Figure 6).

Figure 6: Distribution du Bulbul a oreillons blancs dans le monde (del Hoyo et al., 2005)

e Description et biologie

Le Bulbul a oreillons blancs a une téte et une gorge noires, et de larges taches blanches de
chaque c6té de la téte. La partie supérieure des ailes est gris clair, le poitrail gris pale et le
dessous de la queue jaune orange (Figure 7). L’iris est brun, le bec noir et les pattes grises a
noires. Le male et la femelle sont similaires. Les juvéniles sont bruns sur la téte, avec un corps

et une queue plus péles et un jaune plus pale sous la queue (del Hoyo et al., 2005).
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Figure 7: Bulbul a oreillons blanc (Goyal, 2014)

Le bulbul habite les régions boisées seches et semi-désertiques, les jardins, les vergers, et les
zones cultivées. 1l se nourrit de fruits, de bourgeons, de graines, d’invertébrés et d’insectes.

On le rencontre par paire ou en petits groupes, parfois en bande de 20 a 30 individus.

La période de reproduction est de février a septembre, souvent d’avril a juillet en Iraq et de
juillet a septembre en Inde. Le nid est fait de brindilles, de racines, et il est placé proche du sol

dans les buissons ou les arbustes. La femelle couve pendant 10 a 14 jours deux a quatre ceufs.

Il s’agit d’une espéce commune et visible dans de nombreuses régions, notamment au nord de

I’Inde, au Pakistan et au sud de I’Iraq. Elle n’est pas menacée.

c) Epidémiologie face aux virus Influenza et Newcastle

e Virus de I’Influenza aviaire

Depuis quelques années, les passereaux sont de plus en plus étudiés, leur réle dans la
propagation de virus étant suspecté. Le virus de I’Influenza aviaire a été détecté chez de
nombreux oiseaux de la famille des Passéridés. Une étude réalisée en 2007 au Vietnam a mis
en évidence la présence d’anticorps dirigés contre les sous-types H5 et H9 chez deux oiseaux
du genre Pycnonotus : le Bulbul a téte noire (Pycnonotus melanicterus) et le Bulbul orphée
(Pycnonotus jocosus), respectivement (Thinh et al., 2012). Ces deux espéces ne présentaient
pas de signes cliniques.

La sensibilité du Moineau domestique au virus Influenza a été étudiée par inoculation
intranasale de virus. Face a une infection par le virus H5N1, plus de 50% des oiseaux

meurent, le taux de létalité dépendant de la dose inoculée (Boon et al., 2007). La mort
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survient 5 a 8 jours post-infection. Les signes cliniques ne sont pas spécifiques et
comprennent de la Iéthargie et des signes neurologiques (Brown et al., 2009). Les moineaux
excretent de hautes charges virales détectées par écouvillons oropharyngés et dans une
moindre mesure par écouvillons cloacaux (Forrest et al., 2010).

Face a une infection par le virus HINZ2, les moineaux présentent des signes cliniques variés
(faiblesse, troubles respiratoires, jetage). Ils excrétent le virus entre deux et huit jours post-
infection. Lorsque des moineaux domestiques naifs sont mis en contact avec des poulets
infectés, tous les moineaux sont infectés au bout de quatre jours. Dans le cas inverse, les
poulets sont aussi rapidement infectés, avec une excrétion du virus six a huit jours apres la

mise en contact avec les moineaux (Igbal et al., 2013).
e Virus de la maladie de Newcastle

Les passereaux sont considérés comme especes réservoirs du virus de la maladie de
Newcastle. Au Brésil, parmi des moineaux domestiques capturés autour d’un élevage de
poulets, 3.8% présentaient une sérologie positive (Silva et al., 2006). Peu d’études concernent

les oiseaux du genre Pycnonotus.

3. Oiseaux de la famille des Colombidés

a) Tourterelle turque (Streptopelia decaocto)

e Taxonomie et distribution

La Tourterelle turque appartient a la famille des Colombidés et a I’ordre des Colombiformes.
On la retrouve de I’Europe a I’ Asie mineure, au sud de 1’Asie et au Moyen Orient (Iraq, Iran,

territoires palestiniens) (Figure 8). Elle a été introduite aux Etats Unis (del Hoyo et al., 1997).
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Figure 8: Distribution de la Tourterelle turque dans le monde (del Hoyo et al., 1997)

e Description et biologie

La Tourterelle turque a une téte gris clair avec une nugue chamois rosée, un manteau brun
sablonneux et un demi-collier noir bordé de blanc a ’arri¢re du cou (Géroudet, 1962). Le
ventre et les flancs sont gris pales, et le poitrail gris-rosé (Figure 9) (del Hoyo et al., 1997).
L’iris est rouge, le bec noir et les pattes rougeéatres. Les deux sexes sont similaires. En

revanche, les juvéniles ne présentent pas de collier noir et sont de couleur sable.

Figure 9 : Tourterelle turque (Rgnning, 2010)

En Asie, la Tourterelle turque est présente dans les régions semi-désertiques et arides, et
évitent les villes. Ailleurs, on la retrouve dans les centres villes, les parcs, les jardins et les
vergers. En Iraq, on retrouve les nids a moins d’un kilométre des habitations (del Hoyo et al.,
1997).

Elle se nourrit de graines, de racines, de fruits et d’insectes.
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La période de reproduction s’étend de mars a octobre, mais peut durer toute 1’année dans les
régions du sud. Les nids sont batis dans les buissons, les arbres, les grandes haies et les
batiments. 1l y a généralement trois a cing couvées par an, avec deux ceufs couvés pendant 14
a 16 jours (Chantelat, 2001).

La tourterelle est un oiseau commun, abondant en Inde, au Pakistan, et qui se propage

rapidement aux Etats Unis et en Europe depuis son introduction.

b) Tourterelle maillée (Spilopelia senegalensis)

e Taxonomie et distribution

La Tourterelle maillée appartient a la famille des Colombidés et a 1I’ordre des Colombiformes.
On la retrouve en Afrique du Nord (Maroc, Algérie, Tunisie), en Afrique sub-saharienne, au
Moyen Orient (Arabie Saoudite, Yémen, Iran), au sud-ouest de 1’Asie, et au nord-ouest de la
Chine (Erreur ! Source du renvoi introuvable.). Elle a été introduite en Australie et

probablement en Israél, en Syrie, au Liban, en Turquie et a Malte (del Hoyo et al., 1997).

Figure 10: Distribution de la tourterelle maillée dans le monde (del Hoyo et al., 1997)

e Description et biologie

La Tourterelle maillée présente une téte, un cou et un poitrail rosés, un ventre blanc, manteau
rouge-brun et une couverture des ailes bleu-grise (Figure 11). Elle posséde une large bande de
plumes noires avec des pointes cuivrées autour du cou. Le dessous de sa queue est blanc, sa

croupe noire, son iris et son bec noirs et ses pattes violettes. La femelle est similaire au male
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mais avec des teintes plus ternes (Svensson et al., 2012).

Figure 11: Tourterelle maillée (Dupont, 2015)

En Afrique, la Tourterelle maillée occupe des régions séches, mais toujours dans un rayon de
dix kilométre d’un point d’eau. On la retrouve dans les savanes boisées, les villages, les
jardins, mais surtout dans les foréts d’acacias.

Elle se nourrit de graines, de fruits et d’insectes.

La période de reproduction est de février & juin au nord de 1’ Afrique, de février a octobre en
Egypte, toute I’année dans le sud de I’ Afrique, et apres les pluies en Afrique de I’est. Le nid
est constitué de racines, de brindilles et se situe souvent dans les buissons et les arbres.

L’incubation des ceufs dure de 12 a 13 jours.

Il s’agit d’une espéce abondante.

c) Pigeon biset (Columba livia)

e Taxonomie et distribution

Le Pigeon biset appartient a la famille des Colombidés et a 1I’ordre des Colombiformes. Sur
les sites étudiés, on retrouve surtout le pigeon biset domestique ; il est le descendant des
pigeons bisets issus de pigeonniers, retournés a 1’état sauvage (Svensson et al., 2012). Ils sont
encore utilisés comme pigeons de course. D’abord présents en Europe, en Afrique du sud et

de I’est et en Asie du Sud, ils ont été introduits partout dans le monde depuis (Figure 12).
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[ Introduit

- Présent naturellement

Figure 12: Distribution du pigeon biset dans le monde (Lepage, 2018)

o Description et biologie

Le Pigeon biset féral peut présenter diverses robes. Parfois, il est semblable au Pigeon biset
sauvage (Columba livia livia). Celui-ci est de couleur gris bleuétre, avec une téte plus foncée,
et le dessus des ailes plus clair. Deux bandes noires sont remarquables sur les ailes
lorsqu’elles sont repliées ainsi qu’une bande noire a I’extrémité de la queue, la queue étant
gris sombre. Le cou est iridescent, violet et vert (Géroudet, 1962 ; Chantelat, 2001).

Il existe des variantes chez le Pigeon biset féral : un manteau gris et blanc ou chamois rosé, un

croupion blanc ou encore quelques rémiges blanches (Figure 13) (Svensson et al., 2012).
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Figure 13: Pigeon biset (Hulbert, 2017)

Le Pigeon biset féral vit surtout dans les villes. Il se nourrit de graines et d’invertébrés qu’il
trouve dans les cultures proches des villes, dans les ports et les chemins de fer, ou au cceur de
la ville (Rose, Nagel, et al., 2006). Ils adoptent souvent un nombre restreint de lieux qu’ils

visitent régulierement (Rose, Haag-Wackernagel, et al., 2006).

La période de reproduction varie selon la région, généralement de mars a juillet. Le nid est
constitué de tiges, de feuilles, de racines, et de plumes, souvent dans des batiments

abandonnés. Ils font jusqu’a cinq couvées par an, avec deux ceufs couvés par les deux sexes
(del Hoyo et al., 1997 ; Chantelat, 2001).

d) Epidémiologie face aux virus

e Virus Influenza aviaire

Les pigeons et les tourterelles sont peu sensibles a 1’infection par le virus de 1’Influenza
aviaire. Plusieurs études s’appuient sur des infections expérimentales par inoculation du virus
au pigeon biset.

Lors d’infection par des virus hautement pathogénes comme H5N1, les signes cliniques
dépendent de la dose inoculée. A forte dose (titre de 10° EIDsp), on observe une mortalité de
40%, de la faiblesse, des signes neurologiques, ou une absence de symptémes. Les pigeons

excretent le virus mais sur une courte durée et en faible quantité. A des doses moins élevées
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(inférieures & 10* EIDsy), les pigeons sont asymptomatiques et n’excrétent pas le virus (Brown
et al., 2009).

e Virus de la maladie de Newcastle

Les pigeons et les tourterelles sont sensibles au virus de la maladie de Newcastle. L’infection
a été mise en évidence chez les pigeons dédiés a la course a partir de 1977. lls présentaient
des signes neurologiques (torticolis, paralysie, perte d’acuité visuelle) et une diarrhée
persistante mais les signes respiratoires étaient rares (Cross, 1995). Le virus a été nommé
PPMV-1 (Pigeon Avulavirus 1). Les pigeons de courses étant a 1’époque ignorés par les
autorités de contrdle, ils ont été a I’origine de nombreuses épizooties, tout comme la
Tourterelle maillée. Une étude au Nigeria a permis de détecter des anticorps dirigés contre le

virus de la maladie de Newcastle chez la Tourterelle maillée (Assam et al., 2014).

Des souches virulentes ont été détectées ces dernieres années dans de nombreux pays
d’Europe chez les oiseaux sauvages de la famille des colombidés, surtout chez la Tourterelle

des bois et la Tourterelle turque (Napp et al., 2017).

4. Francolin gris (Francolinus pondicerianus)

a) Taxonomie et distribution

Le Francolin gris est un gibier a plume de la famille des Phasianidés, et de 1’ordre des
Galliformes. On le retrouve surtout dans les régions arides et séches de 1’ Asie ; au Pakistan,
en Inde, au Bangladesh, au Sri Lanka et en Iran (Figure 14) (Khalil et Anwar, 2016). Il est

aussi présent dans les zones cultivées.
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Figure 14: Distribution du Francolin gris dans le monde (del Hoyo et al., 1994)

b) Description et biologie

Le Francolin gris mesure entre 33 et 35 centimétres. Il présente une gorge de couleur jaune
bordée de noir, une calotte marron, un bec noir et des pattes rougeatres (Figure 15). Les
rectrices externes sont de couleur marron (del Hoyo et al., 1994). La femelle est semblable au

male mais ne présente pas d’éperons. Les juvéniles sont plus ternes.

Figure 15: Francolin gris (Kasambe, 2017)

Le Francolin gris vit dans les prairies, les plaines séches et les plateaux, et notamment dans

les zones proches des cultures.

Ils se nourrissent de graines, de céréales, de pousses de cultures, de baies et d’insectes.
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Les francolins se reproduisent I'année suivant leur éclosion. Ils construisent leur nid au
printemps et pondent aux mois de mars et d’avril ou parfois aux mois de septembre et
d’octobre, apres les moissons (Khalil et al., 2016). Le nid est un trou rempli d’herbes et de
feuilles, souvent a couvert mais parfois exposé dans les champs. Ils pondent six a neufs ceufs

incubés par la femelle pendant 18 a 19 jours (del Hoyo et al., 1994).

La population est en déclin, et le francolin gris fait partie de la liste rouge de I'TUCN
(International Union for Conservation of Nature). Le déclin de cette espéce s explique par la
chasse illégale, la destruction de son habitat, I’intensification de 1’agriculture et un manque de

nourriture disponible.

c) Prévalence face aux virus

Peu d’études ont été réalisées sur le statut des oiseaux du genre Francolinus vis-a-vis du virus
Influenza et au virus de la maladie de Newcastle. Une analyse réalisée sur des oiseaux de la
famille des Phasianidés a Hong-Kong a permis d’isoler une souche virulente du virus de la
maladie de Newcastle chez le Francolin perlé (Francolinus pintadeanus) qui ne présentait pas
de signes cliniques (Shortridge et al., 1978). Au Nigéria, des anticorps dirigés contre le virus
de la maladie de Newcastle ont été mis en évidence chez le Francolin a double éperons
(Francolinus bicalcaratus) (Assam et al., 2014).
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Partie 2:  Etude expérimentale

. But de ’étude

Nous avons cherché a savoir si les oiseaux sauvages proches d’élevages conservatoires
d’outardes houbara étaient porteurs de virus aviaires tels que le virus de I’Influenza aviaire et
le virus de la maladie de Newcastle. Cette étude s’insére dans un projet plus important visant
a évaluer le risque que représentent les oiseaux sauvages dans la transmission d’agents

infectieux aviaires aux oiseaux d’élevages.

L’étude a été réalisée sur deux sites des Emirats Arabes Unis présentant des élevages
conservatoires d’outardes houbara mis en place par ’IFHC : NARC créé en 1989 et SKHBC-
AD crée en 2012.

I1. Présentation des échantillons

1. Prélévements

L’étude a concerné six espéces d’oiseaux sauvages : le Moineau domestique (Passer
domesticus), le Bulbul a oreillons blancs (Pycnonotus leucotis), la Tourterelle turque
(Streptopelia decaocto), la Tourterelle maillée (Spilopelia senegalensis), le Pigeon biset
(Columba livia) et le Francolin gris (Francolinus pondicerianus). Ces especes ont été
sélectionnées selon deux critéres : ce sont des especes résidentes, et ce sont les especes les

plus représentées dans les zones étudiées.

Les oiseaux ont été capturés sur les deux sites afin d’effectuer des prélévements en vue de
tests sérologiques et virologiques. Lors de leur premiere capture, les oiseaux ont été bagués.
Leur sexe et leur ge ont été identifiés selon des critéres morphologiques. Pour les espéces
dont les deux sexes ont des morphologies identiques, leur distinction s’est faite lors de la
période de reproduction, avec la présence d’une plaque incubatrice chez les femelles et d’une
plaque copulatoire chez les males.

Des prises de sang ont été réalisées, permettant de récolter 4005 séra ; 2832 en 2016 et 1173
en 2017 (Tableau 1), issus de 3740 individus différents.
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Pour la recherche des virus, 4696 écouvillons, a la fois cloacaux et trachéaux, issus de 4384
individus ont été réalisés entre 2016 et 2017 (Tableau 2). Sur les oiseaux retrouvés morts ou
morts lors de la capture, des autopsies ont été effectuées afin de prélever leurs organes entre
2015 et 2017; cela correspond a 1893 organes (trachée, poumons, foie, rate, pancréas,

intestins, reins) issus de 349 individus.
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Tableau 1 : nombre de prises de sang réalisées par espece et nombre d’individus prélevés par espéce.
PASDOM : Passer domesticus, PYCTIS : Pycnonotus leucotis, STRDEC : Streptopelia decaocto, STRSEN : Spilopelia
senegalensis, COLLIV : Columba livia, FRAPON : Francolinus pondicerianus, PS : prise de sang

Espece PASDOM PYCTIS STRDEC STRSEN COLLIV FRAPON
Année de 2016 | 2017 2016 2017 2016 | 2017 | 2016 2017 2016 2017 2016 | 2017
préléevement
Nb total de PS 783 | 200 | 666 | 384 | 427 | 177 | 684 | 262 | 235 | 103 & 37 47

Nb d’individus 964 966 561 888 286 60
prélevés

Tableau 2 : nombre d’écouvillonnages et d’autopsies réalisés par espece

Année de Nombre d’individus Nombre d’individus
prélévement prélevés (écouvillons) autopsiés
2015 24
PASDOM 2016 984 34
2017 218 0
2015 63
PYCTIS 2016 903 25
2017 447 16
2015
STRDEC 2016 452
2017 174 2015 : 104
2015 2016 : 24
STRSEN 2016 771 212
2017 262
2015 16
COLLIV 2016 244 16
2017 107 4
2015 2
FRAPON 2016 44 2
2017 44 3
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2. Stockage et expédition

Les séra ont été stockés sur place a -20°C jusqu’a leur envoi en France dans des containers
réfrigérés a 1’aide de glace carbonique.

Le transport d’écouvillons ou d’organes depuis les EAU étant impossible, les écouvillons et
les organes ont été déposes sur des cartes FTA (Fast Technology analysis) (le transport des
prélévements eux-mémes étant interdit). Lors du dép6t d’un échantillon sur la carte, il y a une
lyse des cellules, une dénaturation des protéines, et les acides nucléiques sont stabilisés (Liang
et al., 2014). Cela permet de les protéger des nucléases, de 1I’oxydation, des ultra-violets et du
développement microbien. lls peuvent ainsi étre transportés sans chaine de froid et sans risque
de dissémination d’agents infectieux. Les écouvillons et les organes sont conservés sur place a
-80°C.

A leur arrivée, I’ensemble des séra et des cartes FTA a été stocké dans des congélateurs a -

20°C en attendant leur exploitation.
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I11. Matériels et méthodes

1. ELISA (Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay)

Il s’agit ici d’un test sérologique par compétition. Au fond des puits sont fixés des antigénes.
Le sérum a tester est déposé dans le puits, et les anticorps dirigés contre le virus étudié, s’ils
sont présents, se fixent aux antigénes. Un premier lavage est effectué, permettant d’éliminer
tout élément non fixé. Un anticorps dirigé contre 1’antigéne et couplé a une enzyme, la
peroxydase, est déposé dans le puits et se fixe aux antigénes libres. Un nouveau lavage est
effectué pour éliminer les anticorps non fixés. On ajoute un substrat, qui lorsque la
peroxydase est présente, entraine une coloration bleue. L’intensité de la coloration dépend de
la concentration en enzyme.

Lorsque le sérum contient I’anticorps recherché, peu voire aucun anticorps couplé a la
peroxydase ne peut se fixer, et la solution reste incolore. Si le serum ne contient pas
I’anticorps recherché, la solution devient bleue. La mesure de ’intensité de la coloration se

fait au spectrophotomeétre par mesure de la densité optique a 450 nanometres.

Les tests ELISA ont été réalisés avec les kits ID Screen® Influenza A Antibody Competition
Multi-species et ID Screen® Newcastle Disease Competition (ID Vet, France) pour la
recherche d’anticorps dirigés contre la nucléoprotéine du virus Influenza A et la recherche
d’anticorps dirigés contre le virus de la maladie de Newcastle respectivement (Annexe 1 et
Annexe 2).

Dans des plaques de 96 puits, 10 pL de sérum a été déposé dans chaque puits hormis dans les
puits Al, B1, C1 et D1 destinés aux témoins positifs et négatifs. Si la quantité de sérum était
trop faible pour réaliser les tests sérologiques afin de détecter les deux virus, il a tout d’abord
été décide d’effectuer les analyses Influenza A en priorité. Par la suite, nous avons décidé de
diluer les sérums au demi afin de réaliser les deux tests ; cela correspond a 53 séra. Au total,
4012 séra ont été analysés pour le virus de I’Influenza aviaire et 3767 séra pour le virus de la
maladie de Newcastle (Annexe 3). Nous avons suivi les protocoles fournis avec les kits
(Annexe 1 et Annexe 2). Les densités optiques ont ensuite été mesurées avec le lecteur
Clariostar® (BMG Labtech).
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2. RT-PCR quantitative et RT-PCR conventionnelle (Reverse Transcription
Polymerase Chain Reaction)

Extraction des acides nucléiques

Sur chaque carte FTA ont été déposés cing empreintes de cing individus différents ou cing
empreintes d’organes d’'un méme individu.

Les cartes FTA ont été découpées a I’emporte-piece (Harris Uni-Core™, 6mm de diamétre)
afin que tous les échantillons prélevés soient de méme taille. La découpe a éte realisée sur la
zone contenant le plus de matériel biologique. Chaque échantillon a été déposé dans un
Eppendorf de 1,5mL, avec ajout de 300uL de buffer TE (PanReac Applichem TE buffer (1x)
pH 8.0), puis mis sous agitation pendant quatre heures dans une piéce a 4°C.

Au vu du nombre important d’échantillons, il a été décidé de réaliser des pools de cing
échantillons (Annexe 4). Des plaques de 96 puits ont été utilisées afin de réaliser I’extraction.
Dans chaque puits, nous avons déposé 40uL de cing échantillons, soit un total de 200pLL.
Deux puits étaient destinés aux témoins positif et négatif d’extraction. L’extraction a ensuite
été réalisée avec I’automate QIAcube® HT a I’aide du kit cador® Pathogen 96 QlAcube®
HT (Qiagen, Allemagne) (Annexe 5). La réussite de I’extraction est vérifiée grace aux
témoins positif et négatif. Les produits d’extraction sont ensuite stockés dans un congélateur a

-80°C jusqu’a la réalisation de la RT-PCR quantitative.

A partir des pools reconnus comme positifs par RT-PCR quantitative, nous avons par la suite

réalisé une extraction individuelle de chaque échantillon, en suivant le méme protocole.

RT- PCR quantitatives en temps réel

Afin de détecter les virus étudiés, nous avons réalisé des RT-PCR quantitatives en temps reéel
avec I’automate ViiA™ 7 Real-Time PCR System. Elles permettent d’amplifier le génome
viral en suivant le processus au cours du temps par fluorescence. Au plus I’échantillon aura
une charge virale élevee, au moins il faudra de cycles pour atteindre un point pour lequel le
signal fluorescent sera significativement supérieur au bruit de fond ; il s’agit du cycle seuil
(Cyclethreshold, Ct), début de la phase exponentielle d’amplification.

Des plagues de 96 puits chacune, contenant les échantillons a étudier, sont placées dans
I’automate, ainsi que le mix permettant de réaliser la RT-PCR quantitative. A chaque RT-PCR

un témoin positif et un témoin négatif ont été ajoutés. Les résultats ont été analysés a partir du
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logiciel QuantStudio™ Real-Time PCR Software V1.3.

- RT-PCRg pour I’amplification et la détection du virus de I’Influenza aviaire

La PCR quantitative a été réalisée a partir du kit iTag™ Universal SYBR® Green One-Step
(Bio-Rad). Le fluorophore utilisé s’ incorpore a la double hélice d’ADN et émet une
fluorescence une fois lié a I’ADN. La spécificité dépend ici de la spécificité des amorces. On
analysera la courbe de fusion dont le pic est atteint a une température spécifique (ANON.,
2018).

Les amorces M52C 5’-CTTCTAACCGAGGTCGAAACG-3’ et M253R 5°-
AGGGCATTTTGGACAAAG/TCGTCTA-3’ (Fouchier et al., 2000) sont utilisées afin
d’amplifier une région conservée du géne M (codant pour la protéine de matrice) de 244bp.
La composition du mélange permettant la réaction et les caractéristiques de la PCR sont

détaillées dans les tableaux ci-dessous (tableaux 3 et 4).

Tableau 3 : composition du mix pour un puits

RNase-free water 2.275
Itaq 2x 5

i Script RT 0.125
Amorce M52C 10uM 0.3
Amorce M253R 10uM 0.3
ARN 2
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Tableau 4 : conditions de la RT-PCRq

Etape Température Temps Cycles
°C)

Reverse transcription 10min
Activation de la 95 Imin 1
polymérase
Dénaturation 95 15s 40
Hybridation/Extension 60 30s

95 10s 1
Courbe de fusion 65 Imin

97 1s
Refroidissement 37 30s 1

- RT-PCRqg pour I’amplification et la détection du virus de la maladie de Newcastle

La RT-PCRq a été réalisée a partir du kit QuantiNova™ Probe RT-PCR (Qiagen, Allemagne).
Elle utilise une sonde Tagman ; la dégradation de cette sonde au cours de chaque passage de
la Taq polymérase est accompagnée d’une augmentation de la fluorescence (ANON., 2001).
Les amorces M+4100 5>-AGTGATGTGCTCGGACCTTC-3’ et M-4220 5’-
CCTGAGGAGAGGCATTTGCTA-3’ et la sonde M+4169 5°-
[FAM]TTCTCTAGCAGTGGGACAGCCTGC[TAMRA]-3’(Kim et al., 2008) sont utilisées
afin de rechercher une région conservée du géne M (codant pour la protéine de matrice) de
121bp des Paramyxovirus de classe Il. La composition du mélange permettant la réaction et

les caractéristiques de la PCR sont détaillées dans les tableaux ci-dessous (tableaux 5, 6 et 7).

Tableau 5 : composition du mix amorces + sonde

Quani 1)

Eau 64
Amorce M+4100 100puM 16
Amorce M-4220 100uM 16
Sonde M+4169 100uM 4
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Tableau 6 : composition du mix pour un puits

Mix amorces + sonde 1
2x QuantiNova Probe RTPCR Master Mix 10
QN Probe RT Mix 0.2
Eau 6.8
ARN 2

Tableau 7 : conditions de la RT-PCRq

Reverse transcription 45 10min 1
Activation initiale de la 95 5min 1
PCR

Dénaturation 95 5s 45
Hybridation/extension 60 30s

Ces PCR quantitatives sont réalisées de la méme facon sur les échantillons issus des pools

positifs.

RT-PCR conventionnelle et séquencage

A partir des pools reconnus comme positifs, nous avons réalisé une RT-PCR conventionnelle
avec I’automate thermocycleur peqSTAR® 2X (Peqglab, Allemagne) et le kit Qiagen OneStep
RT-PCR Kit, suivie d’une électrophorése, afin de réaliser par la suite du séquencage. Des
témoins positif et négatif ont été ajoutés a la RT-PCR conventionnelle. Le but du séquencage
est a la fois de confirmer nos résultats et de connaitre la diversité des souches mises en
évidence.

Nous n’avons pas utilisé les mémes amorces que pour la RT-PCR quantitative. En effet, pour
le virus Influenza A, les amorces M52C et M253R ne permettent pas d’identifier les sous-
types du virus car elles amplifient une région conservée du géne M.

Pour I’Avian avulavirus 1, les amorces M+4100 et M-4220 entrainent I’amplification d’une

région trop courte, qui ne permet pas un séquengage correct.
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- Virus de I’Influenza aviaire

Nous avons tout d’abord utilisé les amorces HA-1134F 5°-

GGAATGATHGAYGGNTGGTATGG-3’ et Bm-NS-890R 5°-
ATATCGTCTCGTATTAGTAGAAACAAGG-3’ qui permettent de rechercher une région
conservée du gene HA2 et de déterminer les quinze sous-types HA (Phipps et al., 2004). La

taille du fragment est de 640 paires de bases. La composition du mélange et les

caractéristiques de la RT-PCR sont détaillées dans les tableaux ci-dessous (Tableau 8 et

Tableau 9).

Tableau 8 : composition du mix pour un puits

QIAGEN OneStep RT-PCR Buffer 5x
dNTP 10 mM

HA-1134F 10uM

Bm-NS-890R 10puM

RNaseOUT (5-10 unités/réaction)
RNase-free water

QIAGEN OneStep RT-PCR Enzyme Mix
ARN

Tableau 9 : conditions de la RT-PCR conventionnelle

Reverse transcription 50
Activation initiale de la 95
PCR

Dénaturation 94
Hybridation 50
Extension 72
Extension finale 72

30min

15min

30s
30s
Imin

10min

60

1.5

15

0.2
11.8
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Nous avons recherché par la suite les deux sous-types d’Influenza aviaire hautement
pathogene, H5 et H7, ainsi que le sous-type H9, déja mis en évidence aux EAU.

Pour la recherche des sous-types H9, les amorces HOF 5°-
GGAAGAATTAATTATTATTGGTCGGTAC-3’ et H9R 5°-
GCCACCTTTTTCAGTCTGACATT-3’ ont été utilisées permettant d’amplifier une région
conservée du géne HA9 de 182bp (Ben Shabat et al., 2010).

Pour la recherche des sous-types H5, les amorces H5-khal 5°-
CCTCCAGARTATGCMTAYAAAATTGTC-3’ et H5-kha3 5°-
TACCAACCGTCTACCATKCCYTG-3’ ont été utilisées permettant d’amplifier une région
conservée de 300pb (Pérez et al., 2012).

Pour la recherche des sous-types H7, les amorces GK7.3 5°-
ATGTCCGAGATATGTTAAGCA-3’ et GK7.4 5>-TTTGTAATCTGCAGCAGTTC-3’ ont
¢té utilisées permettant d’amplifier une région conservee de 201pb (Slomka et al., 2009).

La composition du mélange et les conditions de RT-PCR sont identiques a la RT-PCR HA

hormis pour la température d’hybridation qui est de 60°C, 58°C et 54°C pour H9, H5 et H7

respectivement.

- Virus de la maladie de Newcastle

Nous avons utilisé les amorces SealF 5’-CCTTGGTGAITCTATCCGIAG-3’ et SealR 5°-
CTGCCACTGCTAGTTGIGATAATCC-3’ qui permettent de rechercher des séquences de
254bp du géne F (Seal et al., 1995). Nous avons effectué la RT-PCR uniquement sur les pools
positifs comprenant les écouvillons et non les organes. Le protocole de la PCR est présenté

dans les tableaux ci-dessous (Tableau 10 et Tableau 11).
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Tableau 10 : composition du mix pour un puits

QIAGEN OneStep RT-PCR Buffer 5x
dNTP 10 mM

SealF 10uM

SealR 10uM

RNaseOUT

RNase-free water (5-10 unités/réaction)
QIAGEN OneStep RT-PCR Enzyme Mix
ARN

Tableau 11 : conditions de la RT-PCR conventionnelle

Reverse transcription 50 30min
Activation initiale de la 95 15min
PCR

Dénaturation 94 30s

Hybridation 50 30s

Extension 72 1min
Extension finale 72 10min

e Electrophorése

1.5
1.5
0.2
11.8

40

Une électrophorese des produits de RT-PCR a été effectuée, en utilisant un gel d’agarose

1,5 % et un marqueur de poids moléculaire comme repére. La migration des produits de PCR
est visualisée sous UV (en présence de SYBR® Safe DNA Gel Stain utilisé a 20000X) apres

une migration d’environ une heure et trente minutes a 100 volts.

e Séquencage

Apres I’électrophorese, les bandes ayant migré jusqu’a la position correspondant a la taille du

fragment recherché sont découpees et placées dans des Eppendorf de 1,5mL. L’ ADN est

purifié grace au kit QIAquick Gel Extraction Kit (Qiagen) (Annexe 7) puis préparé pour le

séquencage par le laboratoire GATC Biotech. Les séquences obtenues sont corrigées grace au
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logiciel BioEdit et les fragments sont comparés aux sequences présentes dans la banque de

données du National Center for Biotechnology Information grace a 1’outil BLAST.

3. Analyses statistiques

Pour les techniques ELISA, les prévalences réelles ont été calculées a partir du site

http://epitools.ausvet.com.au, d’aprés le calcul décrit par Rogan et Gladen (Rogan et Gladen,

1978). Nous avons choisi des intervalles de confiance de 95%, calculés avec la méthode de
Baker (Reiczigel et al., 2010).

La spécificité et la sensibilité du test sont estimées a 99% et 90% respectivement. Une étude
réalisée avec le kit utilisé pour la détection sérologique du virus de I’'Influenza aviaire a
montré que la sensibilité et la spécificité du test dépendaient de I’espéce. Elles sont
supérieures a 98% pour les poulets mais égales a 89% pour les canards (Terregino).

Le test ELISA par compétition du virus de la maladie de Newcastle a une spécificité
supérieure a 98% et une sensibilité supérieure a 95% (Rasamoelina Andriamanivo et al.,
2012)

Nous avons considéré les résultats douteux comme positifs pour le calcul de la prévalence.
Lorsqu’un oiseau a été analysé plusieurs fois, nous n’avons gardé que le résultat le plus
récent. Nous avons comparé les résultats selon le site de prélevement, 1’espece et 1’age de

I’individu par régression logistique a 1’aide du logiciel R (R Core Team, 2018).

A partir des résultats par pools des RT-PCR quantitatives, nous avons calculé des prévalences
réelles par optimisation du maximum de vraisemblance (Williams, Moffitt, 2001 ; 2010 ;
Lyles et al., 2012). La vraisemblance quantifie la probabilité que les observations (étre positif
ou négatif au virus) proviennent d’un échantillon donné (et donc d’une espéce parmi les six
représentees) ; en d’autres termes, que 1’hypothése a partir de laquelle telle espéce est positive
ou négative est la plus vraisemblable (Chesneau, 2018). En effet, les pools contiennent
plusieurs individus différents, potentiellement issus de plusieurs espéces différentes et il s’agit
de savoir quel individu, et donc quelle espéce, est effectivement positif au sein du pool. Afin
de réaliser ces tests statistiques, nous avons d considérer les tests de RT-PCR comme

parfaits.
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1V. Résultats

1. Résultat des tests ELISA

a) Virus de I’Influenza aviaire

Les prévalences sont faibles pour chacune des espéces, avec une prévalence réelle de 0%
comprise dans I’intervalle de confiance (Tableau 12). Il n’a pas été possible d’effectuer de
régression logistique sur ces résultats du fait du faible nombre d’oiseaux positifs. Pour chaque
espece et sur chaque site, il y a donc tres peu d’individus présentant des anticorps dirigés

contre le virus de I’Influenza aviaire (Tableau 12 et Tableau 13).

Tableau 12: résultats des tests sérologiques dirigés contre le virus de I’Influenza aviaire

Espéce Effectif Positifs Douteux | Prévalence réelle —
IC 95%
PASDOM 964 13 1 0.5% [0-1,6]
PYCTIS 966 4 1 0% [0-0,2]
STRSEN 888 0 1 0% [0-0]
STRDEC 561 0 4 0% [0-0,9]
coLLIv 286 0 0 0% [0-0,4]
FRAPON 60 0 0 0% [0-5,6]
Total 3725 19 7 0% |0-0]

Tableau 13 : résultats des tests sérologiques dirigés contre le virus de I’Influenza aviaire par site de prélévement

Site NARC Site SKHBC-AD
Espeéce Nombre de Prévalence réelle | Nombrede | Prévalence réelle
positifs IC 95% positifs IC 95%

PASDOM 7/636 0,1% [0-1,4] 7/328 1,3%[0,1-3,8]
PYCTIS 2/354 0% [0-1,2] 3/612 0% [0-0,5]
STRSEN 1/339 0% [0-0,7] 0/549 0% [0-0]
STRDEC 1/187 0% [0-2,2] 3/373 0% [0-1,5]
COLLIV 0/264 0% [0-0,5] 0/19 0% [0-17,8]
FRAPON 0/22 0% [0-15,6] 0/38 0% [0-9,2]

Total 11/1802 0% [0-0,1] 14/1919 0% [0-0,2]
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Durant les prélévements, des prises de sang ont été effectuées chez d’autres espéces. Un
goéland brun (Larus fuscus) a été retrouve positif. Les outardes houbara présentes sur les sites
n’ont pas été prélevees car elles sont vaccinées et les résultats pourraient donc étre faussement

positifs.

b) Virus de la maladie de Newcastle

On observe une prévalence importante pour le virus de la maladie de Newcastle, notamment
chez les pigeons, les tourterelles et le Francolin gris (Tableau 14).

A partir de la régression logistique, lorsqu’on compare 1’espéce la plus représentée, le Bulbul
a oreillons blancs avec 927 oiseaux prélevés, aux autres espéces, elles ont toutes
significativement plus de chance de présenter des anticorps dirigés contre le virus de la
maladie de Newcastle, hormis le Moineau domestique. Ce dernier est d’ailleurs 1’oiseau qui a
la probabilité la plus faible d’avoir une sérologie positive, avec une prévalence de 2.0%.

Le Francolin gris est I’espéce qui a significativement la probabilité la plus élevée d’avoir
rencontré le virus et développé des anticorps avec une prévalence de 73.2%, mais il faut rester
vigilant sur ce résultat du fait du faible nombre de francolins prélevés par rapport aux autres

oiseaux.

Tableau 14 : résultats des tests seérologiques dirigés contre le virus de la maladie de Newcastle

Espéce Effectif Positifs Douteux | Prévalence réelle —
IC 95%

PASDOM 877 15 9 2,0% [1,0-3,4]
PYCTIS 927 61 24 9,2% [7,3-11,5]
STRSEN 831 218 7 29,3% [26,0-32,8]
STRDEC 537 227 19 50,8% [46,1-55,5]
coLLIv 270 32 8 15,5% [11,3-20,8]
FRAPON 59 36 3 73,2% [58,9-85,2]

Total 3501 589 70 20,1% [18,7-21,6]

Il y a significativement plus d’adultes (oiseaux de plus d’un an) que de juvéniles qui
présentent des anticorps dirigés contre le virus de la maladie de Newcastle (OR = 1.35[1.13-
1.62], p<0.001). Cela pourrait s’expliquer par un systéme immunitaire naif chez les juvéniles
au contraire des adultes qui ont une probabilité plus grande d’avoir rencontré le virus

auparavant et d’avoir créé des anticorps. Il a plusieurs fois été décrit des signes cliniques et
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une mortalité plus importants chez les juvéniles que chez les adultes expliqués par leur
systeme immunitaire immature (Hoque et al., 2012).

Les oiseaux présentant des serologies positives sont plus présents sur le site SKHBC-AD que
sur le sitt NARC mais ce n’est pas significatif (OR = 1.65 [1.4-1.94], p = 0.021) (Tableau
15).

Tableau 15 : résultats des tests serologiques dirigés contre le virus de la maladie de Newcastle par site de prélevement

Site NARC Site SKHBC-AD
Espéce Nombre de Prevalence réelle Nombre de | Prévalence réelle
positifs IC 95% positifs IC 95%

PASDOM 13/572 1,4% [0,4-3,2] 11/305 2,9% [1,2-6,0]
PYCTIS 27/338 7,9% [5,1-11,7] 58/589 9,9% [7,5-12,9]
STRSEN 90/308 31,8% [26,4-37,8] 135/523 27,8% [23,8-32,2]
STRDEC 69/180 42,3% [34,7-50,5] 177/356 55,1% [49,3-60,9]
COLLIV 38/249 15,9% [11,5-21,5] 2/19 10,7% [2,2-34,2]
FRAPON 12/22 60,2% [37,8-81,0] 27137 80,9% [63,0-93,9]

Total 249/1669 15,8% [14-17,9] | 410/1830 24,1% [22,0-26,3]

2. Résultats des tests PCR

a) RT-PCR quantitative

L’¢étude a été réalisée sur 1318 pools. Le virus de I’Influenza aviaire a ét¢ détecté dans 36
pools, 9 pools contenant des écouvillons et 27 pools contenant des organes; et le virus de la
maladie de Newcastle dans 46 pools, 28 pools contenant des écouvillons et 17 pools contenant
des organes. Lors de I’¢tude individuelle des échantillons, nous n’avons pas eu pour chaque
pool positif au moins un échantillon positif, nous n’avons donc pas pu évaluer le nombre

d’échantillons positifs.

Nous avons constitué les pools écouvillons au fur et mesure de la réception des cartes FTA.
Les pools ne sont pas forcément monospecifiques et peuvent contenir de une a quatre especes
différentes. C’est pourquoi nous avons utilisé I’optimisation du maximum de vraisemblance

afin de calculer les prévalences, a partir des résultats des pools écouvillons.

Nous avons des prévalences qui sont relativement faibles, a la fois pour le virus de 1I’Influenza

aviaire et le virus de la maladie de Newcastle (Tableau 16). Pour ce dernier, cela dénote avec
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les résultats des tests sérologiques, pour lesquels les prévalences sont nettement supérieures.
D’autres especes ont été prélevées, dont les outardes sentinelles. Aucun de ces oiseaux n’a été

retrouve positif pour aucun des deux virus.

Tableau 16 : prévalences réelles des pools a partir de la RT-PCR quantitative

Virus de I’Influenza Virus de la maladie de

Espéce aviaire Newcastle
Prévalence réelle Prévalence réelle IC 95%
IC 95%

PASDOM 0.3% [0-0.8] 0.2% [0-0.8]
PYCTIS 0.2% [0-0.5] 0.4% [0.1-1.0]
STRSEN 0.1% [0-0.4] 1.0% [0.4-1.9]
STRDEC 0.8% [0.2-1.7] 1.4% [0.4-2.7]
COLLIV 0.5% [0-1.6] 1.0% [0.2-2.4]
FRAPON 1.2% [0-4.2] 3.1% [0.2-8.3 ]

Total 0.3% [0-0.9] 0.6% [0.2-1.3]

A chaque RT-PCR quantitative réalisée, nous avons utilisé trois ttmoins positifs avec des

charges virales différentes : 10%, 10 et 10° copies de génomes par 2uL. A partir des cycles

seuils des témoins positifs et de nos échantillons (Tableau 17), nous avons essayé de

déterminer quelle était la charge virale moyenne de nos échantillons positifs.

Tableau 17 : Cycles seuils (Ct) moyens des témoins positifs et des échantillons obtenus par RT-PCR quantitative pour le
virus de I’Influenza aviaire et pour le virus de la maladie de Newcastle

Virus de Moyenne Ct = 21,591 26,164 32,659 30,679 34,154
P’Influenza Ct maximal 32,591 36,33
aviaire Ct minimal 26,34 29,674
Virus de la Moyenne Ct | 16,767 21,074 22,391 31,877 25,546
maladie de Ct maximal 39,362 27,801
Newcastle Ct minimal 20,223 20,406
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A partir des résultats des témoins positifs, nous avons effectué une courbe de la charge virale
en fonction du cycle seuil ou inversement (Figure 16 et Figure 17). Une courbe de tendance y
a été insérée nous donnant 1’équation f(cycle seuil) = charge virale la plus probable (avec un

coefficient de corrélation proche de 1). A partir de cette équation, la charge virale moyenne de
nos échantillons est évaluée.

35
30 \

- y = 39,84x-0,08
x = -In(y/39,84)/0.08 \
R? = 0,997

20

15

Cycle seuil

10

1 10 100 1000

Charge virale (nombre de copies de génome/2pL)

Figure 16 : Cycle seuil moyen obtenus par RT-PCR quantitative en fonction de la charge virale des témoins positifs du virus
de I’Influenza aviaire (courbe orange) et courbe de tendance (courbe noire)
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Figure 17 : Charge virale des témoins positifs de RT-PCRq concernant le virus de la maladie de Newcastle en fonction du
cycle seuil moyen obtenu (courbe orange) et courbe de tendance (courbe noire).

Nous avons ainsi pu déterminer a partir de 1’équation la charge virale moyenne des

échantillons lorsque le cycle seuil correspondant était compris dans 1’intervalle des cycles

seuils des témoins positifs (et donc lorsque le cycle seuil appartenait a la courbe) (Tableau

18). 1l faut cependant rester vigilant sur les résultats trouvés. En effet, 1’écart théorique devrait

étre de trois cycles seuils par puissance de 10 ce qui n’est pas le cas avec notre gamme de

témoins positifs. Pour le virus de I’Influenza aviaire, 1’écart est plus élevé et pour le virus de

la maladie de Newcastle nous aurions di trouver un cycle seuil entre 19 et 20 pour le témoin

positif de charge viral 10%/2pL.

Tableau 18 : Charge virale moyenne (en copies de génomes/2pL) des échantillons calculée a partir des valeurs des cycles

seuils moyens.

Virus de I’Influenza
aviaire
Virus de la maladie

de Newcastle

Cycle seuil 30,679 [26,34-32,59]
26,2 [12,3-176]
31,877 [20,22-39,36]

Maximum 205,7

34,154 [29,67-36,33]
Maximum 39.74
25,546 [20,40-27,80]
Maximum 180,2

Charge virale
Cycle seuil

Charge virale
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Pour le virus de I’Influenza aviaire la charge virale moyenne a partir des écouvillons est de 13
copies de génome par microlitre. Nous n’avons pu obtenir pour les organes qu’une valeur de
charge virale maximale de 19 copies de génome par microlitre, ce qui est relativement faible.
Pour le virus de la maladie de Newcastle, seules les charges virales maximales ont pu étre
calculées. Cependant, les cycles seuils moyens ayant une valeur supérieure a celui du témoin
positif 10, nous pouvons conclure que les charges virales moyennes sont inférieures a dix
copies de génome, a la fois pour les écouvillons et les organes.

Les échantillons positifs pour le virus de I’Influenza aviaire et pour le virus de la maladie de

Newcastle ont donc des charges virales faibles en moyenne.

b) PCR conventionnelle et séquencage

Nous n’avons obtenu aucune séquence a partir de la RT-PCR conventionnelle ciblant le virus

de ’Influenza aviaire.

Concernant 1’Avian avulavirus 1, nous avons obtenu huit séquences provenant des pools
écouvillons. Toutes ces séquences sont différentes du controle positif. Elles sont présentées

dans I’arbre phylogénétique ci-dessous (séquences surlignées en rouge) (Figure 18).
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Figure 18: Analyse moléculaire phylogénétique des séquences génétiques de PMV-1. Les séquences retrouvées dans notre
étude sont surlignées en rouge. Les séquences surlignées en vert sont celles retrouvées aux EAU.
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On observe deux types de séquences, appartenant au génotype V1. La premiere concerne une
seule séquence (pool 124) proche des souches décrites en Europe de 1’ouest chez des pigeons.
La deuxiéme concerne les sept autres seéquences (pools 783, 1301, 1361, 1362, 1407, 1416 et
1442) et est proche des souches décrites en Asie du sud-est chez des pigeons.

Deux pools présentent des échantillons d’une seule espéce uniquement : le pool 783, qui est
constitué d’échantillons provenant de pigeons biset, et le pool 1442 qui est constitué
d’échantillons provenant de bulbuls a oreillons blancs.

Dans chacune des sequences, nous avons identifié de multiples acides aminés basiques entre
les positions 113 et 116 et une phénylalanine en position 117 (Figure 19). Les Avian
avulavirus 1 présentant ces caractéristiques sont considérés comme virus de la maladie de
Newcastle (OIE, 2012 ; Nanthakumar et al., 2000 ; Collins et al., 1996).

Wild birds/URE/2016/124
Wild birds/URE/2017/783
Wild birds/URE/2017/1416

RRCREREVGRIIGSIAR
i v

ERCERE

T
Wild birds/URE/2017/1442 RECERF[IGLII
Wild birds/URE/2017/1301 RECERF[IGLII
Wild birds/URE/2017/1361 RRCRRE[ICGEII
Wild birds/URE/2017/1362 RRCRRE[ICGEII
Wild birds/URE/2017/1407 BRCRRE[IGEII

Figure 19 : séquences en acides aminés issues des séquences du géene de fusion F de PMV-1 isolées a partir des souches
identifiées dans 1’étude. Dans le rectangle noir on peut observer les multiples acides aminés basiques entre les positions 113
et 116 suivis de la phénylalanine en position 117, caractéristique des souches hautement pathogénes de PMV-1.

Les séquences identifiées ne sont pas exactement similaires aux séquences précédemment
retrouveées et décrites aux EAU (séquences surlignées en vert dans I’arbre phylogénétique).

Ces huit séquences sont donc considérées comme nouvellement décrites aux EAU.
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V. Discussion

Plusieurs études expérimentales existent sur la sensibilité des passereaux aux virus de
I’Influenza aviaire et de la maladie de Newcastle. Par contre, il y en a peu sur la recherche du
virus au sein des populations sauvages. Une étude réalisée au Vietnam en 2006 sur des
moineaux domestiques proches de fermes de poulets a montre que 3.80% excrétaient le virus
de la maladie de Newcastle, contre 0.2% dans notre étude (Silva et al., 2006). Il n’existe pas

de publications sur le Bulbul a oreillons blancs.

On retrouve plus de publications chez les pigeons et les tourterelles, notamment avec la
caractérisation du PPMV-1 (Pigeon avulavirus 1). La recherche d’anticorps dirigés contre le
virus de la maladie de Newcastle montre souvent des prévalences élevées. Une étude réalisée
en Slovénie en 2000 a montré une prévalence sérologique de 84.2% chez le Pigeon biset
(Dov¢ et al., 2004), alors qu’une autre réalisée au Brésil en 2010 a montré une prévalence de
5.5% (de Sousa et al., 2010). On retrouve des prévalences élevées dans notre étude avec
15,5%, 29.3% et 50.8% pour le Pigeon biset, la Tourterelle maillée et la Tourterelle turque
respectivement.

Une étude rétrospective sur le portage du virus Influenza aviaire chez les pigeons et les
tourterelles a rassemblé 32 recherches réalisées dans 24 pays différents de 1985 a 2013
(Abolnik, 2014). 11 s’agissait surtout de régions ou des épizooties étaient en cours. Au total la
séroprévalence était de 8.01% avec une séroprévalence pour les virus hautement pathogénes
de 0.37%. Le virus a été isolé chez 1.1% des oiseaux. Dans notre étude, les séroprévalences
sont quasi nulles et le virus n’est isolé que chez 0.1 a 0.8% des oiseaux. Ces différences
pourraient s’expliquer par le fait qu’il n’y avait pas d’épizootie connue en cours dans la région
étudiée.

Plusieurs études ont été réalisées sur le virus de 1’Influenza aviaire et sur le virus de la
maladie de Newcastle au Moyen Orient.

Des recherches récentes ont montré des seroprévalences élevées concernant le virus de la
maladie de Newcastle. En 2012, une étude réalisée en Iran sur des volailles de basse-cours a
montré une séroprévalence de 40.13% (Saadat et al., 2014). De méme, une étude réalisée en
2016 en Oman a montré une seroprévalence de 33.8% (Alsahami et al., 2018). Dans notre
étude, la séroprévalence totale est elle aussi élevée (20.1%).

On retrouve aussi des séroprévalences importantes pour le virus Influenza aviaire chez les

volailles domestiques : 34.28% et 21.28% chez des canards et des poulets respectivement en
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Arabie Saoudite en 2010 (Alkhalaf, 2010), 39% en Iran en 2012 (Saadat et al., 2014), et
37.5% en Oman en 2015 (Shekaili et al., 2015). 11 s’agissait a chaque fois de souche H9. Dans

notre étude, qui porte sur des oiseaux sauvages, la séroprévalence est nulle.

Nous pouvons observer dans notre étude des prévalences sérologique et virologique trés
faibles pour le virus de I’Influenza aviaire. La circulation et I’excrétion du virus sont donc
limitées et les oiseaux semblent infectés de maniére sporadique. Les especes étudiées, qui sont
les oiseaux résidents les plus présents dans la zone d’étude, ne semblent donc pas representer
un risque majeur dans la transmission du virus aux outardes et ne joueraient qu’un réle
secondaire. Cependant, méme si on ne peut pas les considérer comme espece réservoir elles

sont capables d’étre des especes relais.

Concernant le virus de la maladie de Newcastle, nous pouvons observer une différence
importante entre les résultats des tests serologiques et virologiques. La séroprévalence est
élevée pour deux ordres : les Colombiformes représentés par le Pigeon biset, la Tourterelle
maillée et la Tourterelle turque et les Galliformes représentés par le Francolin gris. On
retrouve ces résultats dans une moindre mesure pour les prévalences virologiques. Il en est de
méme dans la littérature. En effet, les Galliformes sont infectés par tous les génotypes de
I’Avian avulavirus 1 et on retrouve souvent des séroprévalences élevées (Alsahami et al.,
2018 ; Dimitrov et al., 2016 ; Saadat et al., 2014). Les Colombiformes sont surtout infectés
par les souches du génotypes VI que 1’on nomme souvent Pigeon avulavirus 1 (Dimitrov et
al., 2016).

On peut donc supposer que les Colombiformes et les Galliformes joueraient un réle important
dans le maintien du virus de la maladie de Newcastle avec une circulation du virus entre les
oiseaux. Les oiseaux sont ainsi régulierement infectés et peuvent transmettre le virus lors de la

période d’excrétion.

Nous avons rencontrez plusieurs limites dans notre étude.

Nous avons observé des prévalences différentes pour le virus de la maladie de Newcastle,

avec des prévalences élevées pour les tests ELISA mais faibles pour les RT-PCR. Cela a déja

été rapporté dans des études concernant le virus de 1’Influenza aviaire. Une premiére étude

réalisée en octobre 2007 en Egypte sur 200 oiseaux de basse-cours a montré une

séroprévalence de 4.9% mais aucun écouvillon positif par RT-PCR (El-Zoghby et al., 2011).
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Une autre étude réalisée en Egypte entre 2010 et 2013 sur 135 oiseaux sauvages avait montré
une séroprévalence allant de 44.8% pour les pigeons & 87.9% pour les aigrettes mais
seulement deux oiseaux positifs en RT-PCR (Fadel, Afifi, 2017). Ces études émettaient
I’hypothése d’une infection ancienne par le virus, avec des oiseaux qui n’excrétent donc plus
le virus mais qui présentent encore des anticorps. Dans notre étude, certains oiseaux ont eté
captures plusieurs fois et lors de chaque capture des prises de sang ont été effectuées (Annexe
6). Nous avons constaté que 47 oiseaux positifs au premier test ELISA 1’étaient aussi au
deuxiéme, le prélévement ayant eu lieu de 2 a 18 mois plus tard ; cette hypothése est donc
valide.

De plus, nous n’avons étudié que les Avian avulavirus 1 de clade Il. Les Avian avulavirus de
clade | pourraient étre recherchés bien qu’ils aient surtout été identifiés chez des oiseaux

d’eau.

Nous n’avons pas pu déterminer le sous-type du virus Influenza détecté a la fois par ELISA et
RT-PCR. Nous voulions effectuer des tests ELISA spécifiques des sous-types H5 et H7 mais
nous n’avions pas assez de sérum. Les prises de sang sont difficiles a réaliser sur les

oiseaux et on ne peut d’ailleurs pas prélever plus d’un pourcent de leur poids corporel sans

atteinte de 1’état général, ce qui limite les quantités prélevées (Doneley, 2011).

Nous avons eu des problemes de détection par RT-PCR quantitative lors de 1’étude des
échantillons analysés individuellement. En effet, parmi les pools reconnus comme positifs
nous aurions da avoir au moins un échantillon par pool concerné positif avec le méme
protocole. Nous avons émis plusieurs hypotheses face a ces problémes de détection.

La premiére est un manque de matiére sur les cartes FTA. Sur chaque carte, une découpe a
déja été effectuée une premiere fois lors de 1’étude des pools. Ainsi, lors de la deuxiéme
découpe, le morceau prelevé ne présentait pas forcément des dépdts de matiere organique sur
toute sa surface. Les charges virales pouvant étre faibles, cela réduit encore plus la
concentration en virus, qui peut ne pas étre détecté pas la suite. De plus, I’empreinte sur carte
FTA diminue la quantité de matériel biologique et I’envoi des Emirats Arabes Unis en France
entraine un risque de rupture de la chaine du froid.

Des études sur les problémes de detection par PCR ont été realisées montrant que plusieurs
facteurs pouvaient rentrer en compte. Tout d’abord le dépdt sur écouvillon, qui est la méthode
de choix pour effectuer les prélévements : d’aprés des recherches il y aurait une perte de
charge virale dans la matrice de 1’écouvillon méme si les conditions de stockage sont

respectees (Fereidouni et al., 2012). Le deuxiéme facteur est la présence d’inhibiteurs de la
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PCR dans les matiéres fécales (sels biliaires, complexes de polysaccharides) diminuant
Defficacité de la PCR (Fereidouni et al., 2012 ; Radstrém et al., 2004). La mise en pool des
échantillons a diminué la concentration de ces inhibiteurs et a pu augmenter de ce fait la
sensibilité de la PCR.

Nous avons pu constater a partir de nos resultats que les charges retrouvées sont faibles.

Ainsi, les problémes de détection peuvent aussi étre dus a des charges virales trop faibles.

Nous avons eu des problemes de gestion des échantillons et de constitution des pools, ce qui a
rendu difficile le calcul des prévalences par espece. Nous avons pris en compte cette erreur

afin de ne pas la reproduire par la suite.

Nous avons pu obtenir des séquences de | ’Avian avulavirus 1 a partir de huit pools. Les
souches mises en évidence appartiennent au génotype V1. Ce géenotype, faisant parti de la
clade 11, est consideré comme panzootique et on le référe parfois au Pigeon avulavirus 1
(Dimitrov et al., 2016). 1l s’agit d’un génotype trés diversifié génétiquement avec neuf sous-
types (Vla a Vi), qui est hautement pathogéne chez les volailles. La majorité des sous-types
est rencontrée chez les oiseaux de la famille des Colombidés mais les autres sont souvent
rencontrés chez la volaille. Ce génotype est répandu la ou il y a des courses de pigeons et dans
les régions ou on retrouve des pigeons et des tourterelles.
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CONCLUSION

Cette étude a permis de montrer que pour six especes d’oiseaux sauvages résidentes présentes
aux Emirats Arabes Unis, la prévalence d’infection par le virus de I’Influenza aviaire est
faible. Le risque de transmission aux élevages conservatoires présents sur les zones étudiées
est donc mineur. Nous avons par contre remarqué une séroprévalence élevée pour le virus de
la maladie de Newcastle bien qu’il y ait peu d’oiseaux qui excrétent le virus. Ces especes, et
notamment celles appartenant a 1’ordre des Colombiformes et des Galliformes, jouent donc un
role important dans le maintien du virus et peuvent étre considérés comme espéce réservoir. Il
est donc important de continuer la surveillance des oiseaux sauvages, qui peuvent étre
porteurs du virus de la maladie de Newcastle et du virus de 1’Influenza aviaire.

Par ailleurs, un oiseau migrateur de la famille des Laridés, le Goéland brun, a présenté une
sérologie positive pour le virus de I’Influenza aviaire. Cela remet en lumiére la notion
d’especes relais, avec des oiseaux résidents proches a la fois de 1’habitat d’oiseaux migrateurs
et des élevages et étant sensibles aux virus aviaires. Il serait donc intéressant d’étudier aussi

les oiseaux d’eau afin de comprendre I’ensemble de 1’écologie des deux virus.

Nous n’avons pas pu exploiter les résultats découlant de 1’étude des organes prélevés sur les
oiseaux morts. De nouvelles expériences vont étre effectuées en étudiant chaque oiseau de
maniére individuelle. Les résultats des RT-PCR concernant les organes pourront ainsi
compléter les résultats obtenus a partir des écouvillons.
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Annexe 1 : protocole du kit kits ID Screen® Influenza A AntibodyCompetition Multi-species

Systéme de

management

2 Distribuer 50 i de Conjugué 1X dans its. stati certifie ==
50 ui de Conjugué chaque pu Interprétation .

3. Couvrir la plaque et incuber 30 min 3 min & 21°C (+ . Innovative Diagnostics
Pour chaque échantillon, calculer le

pourcentage de compéttion (SN%):
4.lavage
Vider les puits. Laver 3 fois chaque puits avec environ 300 S/N % = DOypmmica/ DOy x 100
ul de Solution de lavage. Eviter le desséchement des puits . N : @)
enve s s bkt i ID Screen

B = supérieur ou égal 3 50% sont
5. Révélation iy

0 N s ey Influenza A Antibody Competition

puits. - entre 45% et 50% sont considérés
. . -
2. Conreialaus o cbr 0min A min 2170 250 e Multi-species
% K - inférieur ou égal 3 45% sont
a lobscunte.
sadess S
3. Distribuer 50 yl de Solution d'arrét dans chaque puits
pour améter la réaction. Résultat Statut
4. Mesurer et enregistrer les densités opth 3450 nm. SN % < 45% POSITIF
45% < SN % <50% DOUTEUX
Validation SNz NECATE *
Le test est validé si- Note: Le logiciel de traitement de données ID
Soft™ est disponibile gratuitement. P ey :
¥ 1a valeur moyenne de densité optique des Contréles Finformations, veuillez bosiie ELISA de compétition pour la détection des anticorps dirigés contre la
Négatfs (DOc) est supérieure 3 0.700. support software@id-vet com nucléoprotéine du virus Influenza A dans les sérums ou plasma aviaires,
DO > 0.700 Ce logiciel permet de cakculer les diférents porcins ou équins ou fluides oraux porcins.
parametres du kit (critéres de validation, valeurs
S SI/P, ttres, déterminaton de lage de Ia zes
v lavﬂeur moyennede densne optique des Controles e ialions oroises) o ur?symhése Usage in vitro
Positifs (DOcr) est inférieure 3 30% des (DOcw). ique des profils sé : des ani
testés.
DOgp/ DOy < 0.3 ¥) Décembre 2016: Ajout d'une nouvelle application pour fluide oral porcins

FLUACA ver 1216 FR

007224

IDvet, 310, rue Louis Pasteur — Grabels - FRANCE
Page 4 Tel+ 33 (04 67 414033 -Fax: +33 (0)4 67453605
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Information Générale

Ce kit de diagnostic est destiné 3 la mise en évidence
d'anticorps dirigés contre la nuciéop fl
A

du virus |

1 peut étre utlisé sur sérum ou plasma porcin, £quin ou aviaire
ou sur fluide oral porcin.

Description et Principe

Les puits sont ibilisé i€oprotéine (NP).

Les &chantillons 3 tester et les contrdles sont distribués dans

kswltsLesaWpsam-NP s'ils sont présents, forment un
£ @ icorps qui masque les épitopes de fa

NP.

Un conjugué ant-NP qué 3 la peroxydase (HRP) est

distribué dans les puits. IseﬁxesurlesepmpesNPqu

restent libres, formant un ! &-HRP.

avecla

Aprés élimination du conjugué en excas par lavage, la réaction
estrévélée par une solution de révélation (TMB).
La coloration qui en résulte est Bée 3 la quantité danticorps
specifiques présents dans léchantilion 3 tester -
- en labsence danticorps dans Téchantilon,
apparait une coloration bleue qui devient jaune aprés
avoir ajouté de |a solution damét.

- en présence d'anticorps dans [I'échantlion, i
n'apparait pas de coloration

La lecture est réalisée 3 450 nm.

Composants du kit
Reéactifs*
Microplaques sensibilisées avec la NP
Conjugué Concentré {10X)
Tampon de dilution 3
Tampon de dilution 2
de lavage £e (20X)
Solution de révélation
Solution d'arrét (0,5 M)

* La composition du kit est indiquée sur
létiquette de dessus de kif.

1. Le conjugué, les contrdles. les plaques et Ia
solution de révélation doivent étre stockés 3
5°C (£ 3°C).

2. Les autres réactifs peuvent étre stockes entre
+2°C et +26°C.

Les solutions de lavage concentré, de

révélation et d'amét peuvent étre utilisées

dans I'ensemble de la gamme IDvet. Les

m‘aonsdedllmnponz'nlesmenms
de lot sont i h

Matériel nécessaire mais non
fourni

1. Pipettes de précision mono ou multi -canaux
capables de délivrer des volumes de 10 pi,
100 i, 200 .

. Embouts de pipette 3 usage unique.
. Lecteur de microplagues 3 96 puits.
. Eau distiée ou désionisée.

. Systéme de lavage manuel ou automatique.

s W N
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Remargues et précautions

d’emploi

1. Ne pas pipeter a la bouche.

2. La solution de révélation peut &tre imtante
pour a peau.

3. La solution d'arrét (0,5 M) peut étre nocive
en cas d'ingestion et peut entrainer une
sensibilisation par contact avec la peau
(R22-43). Eviter le contact avec I3 peau
(524-37).

4. Ne pas exposer la solution de révéation 3
une lumiére vive ni 3 des agents oxydants.

5. Tous les réactifs doivent étre décontaminés
am ellrmnaon Elminer les produts

3 la régl en

Vw‘ .
Préparation des échantillons
Pour réduire la différence des temps
d'incubation entre les échantillons, 3 est possible
de préparer une microplague de 96 puits
contenant les échant@ons 3 tester et les
échantilions de dle, puis de les :
dans la plaque ELISA avec une pipette
multicanaux.
Préparation de la solution de
lavage

Si né i a de lavage
ée (20X) 3 tempé iante (21°C
+ 5°C) et bien agiter pour assurer la dissolution
des cristaux. Préparer la Solution de lavage (1X)
par dilution au 1/20*™ de la Solution de lavage
{20X) dans de I'=au distillée/désionisée.
La qualité de I'étape de lavage peutimpacter les
résultats. S'assurer que les puits soient
complstement vides entre les lavages. En cas
dutilisation d'un Iaveur aubmawpe il est
crucial de p
(mode, typeethauteudaspimﬁm) Pou'plus
du ion, veuillez le “Guide de
Lavage IDvet”, disponble sur demande 3
info@id-vet.com
Mode opératoire
NOTE 1: IDvet propose des protocoles pour des
échantlions de poules. dindes, pintades, oies,
- i ot .
Contacter IDvet pour l'utlisation du kit sur
d'autres espaces.

NOTE 2 Si le test est utlisé pour screening, et si les

éel'lantiﬂonsposii&sont 25 par une autre techni il
estp d' ladé bilité par une i ion de
MemiﬂidMaS‘C(ﬂ'C) toutes les autres étapes
restant identiques au protocole court.
Rmmerﬁouslesreawfsazevmermanbmte(ﬂ'c*'
5°C) avant Femploi et les homogénéiser par ou
au Vortex.

1. Incubation des échantilions
1. Dilution des échantiions
Pour les échantillons de poule, dinde, piniade et cheval (sérum
ou plasma), gjoufer:
- 80 pl du Tampon de dilution 2 dans chaque puits.
-10;IduControIePostfdmslespmsA|etB1
- 10 pl du Controle Négatif dans les puits C1 et D1.
- 10pyl de chaque échantiion 3 tester dans les puits
restants.

Pour les échantilons de canard, oie, autruche (sérum ou
plasma), gjouter:

- 20 pl du Tampon de dilution 2 et 10 pl du Controle
Positif dans les puits A1 et B1.

-MplduTanpondedlubonZeHOﬂduCowde
Négatif dans les puits C1 et D1.

- 190;ldu1‘ampondediuhon2e(10|ldedlaque
échantillon 3 tester dans les puits restants.

Pour les échantillons de porc (sérum ou piasma), ajouter:

- 90 pl du Tampon de dilution 2 et 10 pl du Controle
Positif dans les puits A1 et B1.

- 80 pl du Tampon de dilution 2 et 10 pl du Controle
Négatif dans les puits C1 et D1.

- 200 pl du Tampon de dilution 2 et 5 pl de chague
échantilon 3 tester dans les puits restants.

1) Pour les échantillons de pore (fiuide oral), ajouter:

- 0 yl du Tampon de dilution 2 et 10 pl du Controle
Positif dans les puits AT et B1.

- 20 pl du Tampon de dilution 2 et 10 pl du Controle
Négatif dans les puits C1 et D1.

-manmdedlubonzetﬂ)pldeduque
échantilon 3 tester dans les puits restants.

2. Couvrrrla plaque et incuber 60min £ 6 min 3 37°C (£ 2°C).
alavage

Vider les puits. Laver 5 fois chague puits avec environ 300 pl
de Solution de lavage. Eviter le desséchement des puits entre
les lavages.

3. Incubation du conjugué

1. Préparer le Conjugué 1X en diluant iz Conjugué 10X au
1/10*™ en Tampon de dilution 3.
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Validation

Le test est validé si-

¥ la valeur moyenne de densité optique des Contrdies
Négatifs (DO ) est supérieure 3 0.6.

DOy > 0.6

v la valeur moyenne de densité optique des Contrdles
Positifs {DOcs) a un p tage d'inhibition (P1) supérieur 3
40.

Plep > 40 %"

“Equivalent a:

DOcy /DOy < 0.6
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Annexe 2 : protocole du kit ID Screen® Newcastle Disease Competition

Interprétation
Pour chaque échantillon. calculer Je pourcentage
dinhibition (PI%):
DO - DOucrmoticn
Pl% = _— x100
DOy

Les échantillons présentant un Pl %:

P 340 % sont
comme positfs.
entre 30 et 40 % sont considérés comme
douteux.
inféneur 3 30 % sont considérés
Résuitat Statut

Pl%>40% POSITIF
30 % <Pl%<40% DOUTEUX

Pl%<30% NEGATIF

Nota : Les échantilions présentant un Pl entre 30% et
40% sont idérés comme et i
étre re-testés. Si les résultats sont touj

aprés le nouveau test [I'élevage dewrait étre
échantillonné et re-testé 3 nouveau dans les 10 3 14
jours.
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Information Générale

Ce kit de diagnostic est destné 3 la mise en évidence
d'anticorps dirigés contre le virus de la maladie de
Newcastle (NDV).

1 peut étre utilisé sur sérum ou jaune d'ceuf aviares.

Description et Principe

Les des sont avec I

purifié.

NOV

Les échantillons 3 tester et les controles sont distribués
dans les cupules. Les anticorps anti-NDV. s'ils sont
présents, forment un complexe antigéne-anticorps qui
masque les épitopes de NDV.

Un conjugué ant-NDV qué a la p ¥ (HRP)
est distribué dans les cupules. Il s fixe sur les épitopes
du virus, restés libres, formant un complexe antigéne-
conjugué-HRP.

Aprés élimnation du conjugué en excis par lavage, la

Composants du kit

Reéactifs*

Microplaques sensibilisées avec
I'antigéne NDV purifié

Tampon de dilution 14

Conjugué concentré (10X)

Tampon de dilution 3

Solution de lavage concentrée (20X)
Solution de révélation

Solution d'amét (0.5 M)

2
»

* La composition du kit est indiquée sur 'étiquette de

dessus de kit.

1. Le conjugué. les contriies, et la solution de révéiati
doivent &tre stockés 3 5°C (+3°C)

2. Les autres réactifs peuvent étre stockés entre +2°C et

+26°C.
Les composants portant la méme dénomination

réacton est révélée par une solution de réwélats
(TMB).

La coloration qui en résulte =st liée 3 la quantité
d'anticorps  spécifiques présents dans [échantilion a
tester -

- en l'absence d'anticorps dans Féchantiion, il
apparait une coloration bleue qui devient jaune

aprés blocage.
- en pré d'anticorps dans I'&chantiion, il
n'apparait pas de coloration.

La lecture est réalisée 3 une longueur d'onde de 450
nm.
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de lavage, diluants) peuvent étre utilisés
dans I'ensemble de |a gamme [Dvet.

Matériel nécessaire mais non fourni

1.

Pipettes de précision mono ou multi -canaux capables
de délivrer des volumes de 10 i, 100 pl, 200 pl.

Embouts de pipette 3 usage unique.
Lecteur de microplaques 3 96 puits.
Eau distiiée ou désionisée.

Systéme de lavage manuel ou automatique.

95

Remargues et précautions d’emploi

1.

2

Si

Ne pas pipeter 3 la bouche.

La solution de révélation peut &tre irritante pour la
peau.

La solution d'arét (0.5M) peut étre nocive en cas
dingestion et peut iner une ibilisation par
contact avec Ia peau (R22-43). Eviter le contact avec
la peau ($24-37).

Mode opératoire

Ramener tous les réactifs 3 tempeérature ambiante (21°C +

5°C) avant I'emploi et les genss

par

ou au Vortex.

1.

Ajouter:
- 100 pl du Controle Positif dans les cupules A1 et
B1.
- 100 pl du Controle Négatif dans les cupuies C1 et
D1.

Ne pas exp la solution de révélaton 3 une 2. Ajouter dans les puits restants:
lumiére vive ni 3 des agents oxydants. Séum:
5 . ¢ NS ;)- 40 pl de Tampon de dilution 14
Décontaminer tous les réactfs avant elimination. - 10 plde sérum non dilué dans chacun des puits et
bien mélanger.
Jaune d'osuf :
Préparation des échantillons - 80 pl de Solution de lavage 1X.
- 20 pl de jaune d'ceuf.
Pour réduire |a différence des temps d'incubation entre les 3. Couvrir |a plague &t incuber 30 minutes (+ 3 min) 3
échantiions, 1 est possible de préparer une microplag pé iante (21°C = 5°C).
de 96 puits contenant les échantillons 3 tester et les 4. Préparer le Conjugué 1X en diluant le Conjugué
échantions de contrdle, puis de les transférer dans la concentré 10X au 1/10"™ en Tampon de dilution 3.
plague ELISA avec une pipette multicanaux. 5. Laver 2 fois chaque cupule avec environ 200 pl de
Solution de lavage 1X_ Eviter le desséchement des
cupules entre les lavages.
- . . 6. Distribuer 100 de Conj é 1X dans chague
Préparation de la Solution de lavage oupue. 7 OTHAE g
la ion de lavage 7. Couvrir |a plague et incuber 30 minutes (+ 3 min) 3
3 mpérature i 1° 2
{20X) & température ambiante (21°C + 5°C) et bien agiter " ambiank {21°C+5°C)
" . - 8. Laver 3 fois chaque cupule avec environ 300 pl de
pour assurer a dissolution des cristaux. Solution de la 1X. Eviter le dessich e
Préparer la Solution de lavage (1X) par diution de la cupules entre les lavages.
9 . dicERaaldacionica 2. Distrib 100 pl de Solution de révélation dans
Solution de | dans de S
nage (20X} ks deTes chaque cupule. Incuber 15 min (+ 2 min) 3
température ambiante (21°C + 5°C) 3 I'obscurité.
10. Distribuer 100 pl de Solution d'arrét dans chaque

1.

cupule pour arréter la réaction. Ajouter la solution
d'amét dans le méme ordre qu'en étape #2.

Mesurer et les d 3450 nm.
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Annexe 3 : extrait du tableau référencant pour chaque oiseau son espéce, son age, le site de préléevement et les résultats des tests sérologique

M : male, F : femelle, U : sexe inconnu, PUL : poussin, N : négatif, P : positif

28/01/2016 C0801 0007691361 PASDOM NARC F +1A 1 A 2 N N
03/02/2016 C0803 000769158B PYCTIS SKHBC U +1A 1 A 3 N N
03/02/2016 H0454 000769355F STRSEN NARC U +1A 1 A 4 N N
03/02/2016 H0455 00077011DC STRSEN NARC U +1A 1 A 5 N N
03/02/2016 H0456 000770BF61 STRSEN NARC U +1A 1 A 6 N P
03/02/2016 C0805 00076908A0 PYCTIS NARC U +1A 1 A 7 N

03/02/2016 C0810 000770CCB7 PYCTIS NARC U +1A 1 A 8 N P
03/02/2016 L1054 0007691A26 COLLIV ~ NARC U +2A 1 A 9 N N
07/02/2016 L1056 00074D9754 COLLIV  NARC U PUL 1 A 10 N

08/02/2016 C0812 0007700D81  PASDOM NARC M +1A 1 A 11 N N
08/02/2016 C0815 000770BE91 PYCTIS NARC U +1A 1 A 12 N N
08/02/2016 C0817 0007691A0C PYCTIS NARC U +1A 1 B 2 N

08/02/2016 C0818 0007693BF8 PYCTIS NARC U +1A 1 B 3 N N
08/02/2016 C0819 0007691428 PYCTIS NARC U +1A 1 B 4 N N
08/02/2016 C0820 0007691635 PYCTIS NARC U +1A 1 B 5 N N
08/02/2016 C0821 00074F24F7 PASDOM NARC M +1A 1 B 6 N N
08/02/2016 C0823 0007700CB3 PASDOM NARC M +1A 1 B 7 N N
08/02/2016 C0825 000769141D PASDOM NARC M +1A 1 B 8 N N
08/02/2016 C0827 000770C2B3 PASDOM NARC M +1A 1 B 9 N

08/02/2016 C0829 00074F1429 PASDOM NARC F +2A 1 B 10 N N
08/02/2016 C0831 00074ED530 PASDOM NARC F 2A 1 B 11 N N
08/02/2016 C0833 00074F2DD9 PASDOM NARC M +2A 1 B 12 N

08/02/2016 C0834 000770BFEC PASDOM NARC F +1A 1 C 2 N N
08/02/2016 C0836 000769092F PASDOM NARC F +1A 1 C 3 N N
08/02/2016 C0837 00074F1089 PASDOM NARC M +2A 1 C 4 N N
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Annexe 4 : extrait du tableau référengant tous les oiseaux prélevés pour 1’étude moléculaire et

la composition de chaque pool

05/04/2016 XG00410 00074EF27D STRDEC 835 1
05/04/2016 C0702 00074FAEA8 PASDOM 836 1
05/04/2016 XG00411 0007500697 STRDEC 837 1
05/04/2016 XG00412 00074FBE7F STRDEC 838 1
05/04/2016 C0703 00074F1BOF PASDOM 839 1
05/04/2016 C0704 00074FD4A1 PASDOM 840 2
05/04/2016 XG00413 00074DD80C STRDEC 841 2
05/04/2016 C0705 00074FBCO5 PASDOM 842 2
05/04/2016 C0706 00074ED3CO PASDOM 843 2
05/04/2016 C0707 00074EF9B2 PASDOM 844 2
05/04/2016 C0708 00074D9312 PASDOM 845 3
05/04/2016 C0709 00074EDDF4 PASDOM 846 3
05/04/2016 H1866 00074DCBBB STRSEN 847 3
05/04/2016 Cco710 00074DE289 PASDOM 848 3
05/04/2016 H1867 00074F2DE6 STRSEN 849 3
06/04/2016 H1868 00074F01A6 STRSEN 850 4
06/04/2016 H1869 00074EE19F STRSEN 851 4
06/04/2016 H1870 00074DAD9B STRSEN 852 4
06/04/2016 C0711 00074DB0SA PYCTIS 853 4
06/04/2016 C0712 00074FB0O9A PYCTIS 854 4
06/04/2016 C0713 00074EEFO0 PASDOM 855 5
06/04/2016 C0714 00074DB664 PYCTIS 856 5
06/04/2016 H1871 00074FA820 STRSEN 857 5
06/04/2016 H1872 00074EE77A STRSEN 858 5
06/04/2016 C0715 00074ED8D3 PYCTIS 859 5
06/04/2016 XG00414 00074ED1E5 STRDEC 860 6
06/04/2016 XG00378 STRDEC 861 6
06/04/2016 XG00416 00074F36D7 STRDEC 862 6
06/04/2016 XG00415 00074DC3DC STRDEC 863 6
06/04/2016 C0716 00074D8D8D PASDOM 864 6
06/04/2016 C0717 00074FAA25 PASDOM 865 7
06/04/2016 H1873 00074F3676 STRSEN 866 7
06/04/2016 L1089 00074F5BF4 COLLIV 867 7
06/04/2016 L1094 00074F7CFC COLLIV 868 7
06/04/2016 L2820 00074DDESE COLLIV 869 7
06/04/2016 L2821 00074DEA62 COLLIV 870 8
06/04/2016 L2822 00074DE28E COLLIV 871 8
06/04/2016 L2802 00074EDA80O COLLIV 872 8
06/04/2016 L2823 00074ECF2E COLLIV 873 8
06/04/2016 L2804 00074DB883 COLLIV 874 8
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Annexe 5 : Protocole d’extraction d’ARN a partir du kit cador® Pathogen 96 QlAcube® HT

Procedurs

1. Place the tip discard chute on the workiable so that the chute is over the tip
disposal box.
Ensure that the fip discard chute is open and unblocked. Remove the UV
profective cap from the tip chute.

Ensure that the fip dispﬂ5u| b is amphy and that the opening is -:||ignad
with the fip discard chute.

2. Switch on the instrument. . The switch is located at the back of the
instrument, on the lower left

3. Launch the QlAcube HT Software.
Mote: If the GlAcube HT Software is already open, click ' in the toclbar.

4. The fellowing screen appears.

QlAsube HT ﬁé
e | B | b |

Al tmrmirrn amerrirms = 1]
| ——— |

5. Select the “QProtocols™ tab.
All G Protocals that are saved in the appropriate *CProtocols” foldar will be
listad.

6. To open the run file, select the @ Protocel and then click

“Open”. Akernatively, double lefi-click on the Q Profocol

7. A “Protocol Description” of the selected Q Protocel will be displayed and the
icon will appear in the toolbar.

8. Check that the G Protocol meets your requirements, and then dick “Closa”.
Mote: To view the G Protocel informafion box again, click on the il icon in
the toolbar.

9. Click /] in the toolbar.

The “Configuration (1]” step of the “Viacuum extraction” wizard opens. This
wizard displays protocol parameters. For information about adjusting the
paramelers, see the GlAcube HT User Manual.

cador Pathogen 96 QlAcube HT Kit Hondbook  12,/2013 23
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10. Select the appropriate number of samples arranged in celumns in the 96-

12.

13.

well plate. Ensure the “Turn the HEPA filter on automatically” option is
checked, and click “Jump te End”.

Reagent and consumable lot numbers can be entered in the
"Configuration [1)" window for tracking.

The “Jump o End” bution is located at the botiom left of the
"Configuration [1)" window.

The “Wizard Summary” window opens. The information in this window can
be printed for documentation purposes.

. Confirm the protocel by clicking “Finish”. The wizard deses.

The QlAcube HT Software calculates the reagent volumes and the number of
tips required to complete the protocol. These values are displayed with the
workiable kayout in the GlAcube HT workspace. For detailed information,
sea the QlAcube HT User Manual.

Ensure that there are sufficient numbers of tips for at least all steps until and
including lysate transfer, that tip boxes are placed in the indicated positions,
and that the lids have been removed from the fip boxes.

Check that the number and position of available and unused tips is the
same on the instrument workiable and in the software workspace.

If more fips are required, you will be prompted to replace empty tip racks
with new fip racks during the run. Information about the approximate fime
for refill will be given in the pre run check. For more information, see the

GHAcube HT User Manual.

In the software workspace, click on a fip in any fip position to open the "tip
info™ praview.

Prepare the vacuum chamber as|described in “Assembling the vacuum
chamber ", page 18. See the QlAcube HT User Manual for more
information.

Note: If fewer than 12 columns (96 wells] are o be processed, seal the
vrused columns of the GlAamp 94 plate with adhesive lope [supplied).

Unused wells must be sealed to ensure proper vacuum operation.
Mote: Trim any excess lape.
Note: When reusing GlAamp 94 plate, S-Block, or elution plate, take care

to avoid cross-confamination.

Note: Be sure the GlAamp 96 plate is aligned to the leff in the carriage and
that the carmriage is positioned to the left inside the vacuum chamber.

cador Pathogen 96 GlAcube HT Kit Handbook  12/2013
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14, Add mplmnq:la to the selected 5-Block wells. Place the 5-Block in the B1
position of the QlAcube HT worktable.
Mote: Sam p|a5 are pn:u:assad in columns of 8 wells. We recommend
covering unused wells during pipetting for subsequent reuse of the 5-Block.

Mote: If fewer than 8 per columns samples are fo be processed, unused
wellz in the column must contain water or buffer. The velume added o
unused wells should be the same as the sample volume 1o aveid foaming.

15. Transfer the indicated volumes of all reagents, except Buffer VXL mixiure,
inte the corresponding reagent roughs, close the lids, and place them on the
indicated positions on the workiable.

16. Prepare the indicated volume of VXL mixture accerding fo table below and
mix well.

Table 2. Preparation of Buffer VXL, carrier RMA, internal conirel (if applicable)
and GIAGEM Proteinase K mixture.

Somples 8 14 24 32 A0 48
Buffer VAL [m) 14 21 27 34 4D 46
Ell:‘fw Profeinase  2.n 520 680 840 1000 1140
Carrier RNA (4] 18 26 34 42 50 58
Iniermal Conirel [l 90 130 170 210 250 290
Samples 34 &4 72 B aa 24
Buffer VAL [m] 53 59 66 72 7B B85
ﬁ:‘ﬁ;m Profeindse 1300 1480 1440 1800 1960 2120
Carrier RNA (ul) 66 74 82 90 98 106

Internal Coniral (pl) 330 370 410 4350 490 530

IMPORTAMT: Prepare VXL mixiure immadiuhahr before starting the run.
17. Start the run immediately by clicking ﬂ

The presun check appears.

18. Perform the pre-run check.

codor Pathogen 96 GllAcube HT Kt Handbook  12/2013 25
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Check the stafe of the workiable items.
Confirm that weorktable is setup correctly [instrument does not perform
chacks for all items). Check the box to the left of the itlems. A pre-run report
can be saved for documentation purposes b}r -::|ii:king ;

19. Afer complefing the pre-run check, close the insirument hood and click
“oK".
The “CK" buton is disabled until all pre-run check ilems have been
checked.

20. Click "Cancel” when the “Save as” dialeg bex appears.
Optienal: Save the run file with a unigue file name. 3ee the GlAcube HT
Usar Manual for more details.

21. The protecel run begins.

IMPORTAMNT: At the beginning of each run an open circuit fest and a plaie
defection test is performed automatically. If the GlAamp 94 plate in the franster
carriage is improperly aligned io the left side of the vocvum chamber you will be

prompted fo ploce it correctly. Aler adjusting the posifion, click "Retry” ko initiate
the tests again.
22. Cover the elution plate [EMTR} with the lid and remove from the elution
chamber, when the protocel is complete.
See the QlAcube HT User Monval for detailed instructions.
Twao liquid phases might be found in the Elufion Microtubes. If this is the
case, TopElute Fluid will be found as a top layer over the elution buffer. It is
inert and has no effect on downstream applications.

Cleaning the instrument after completing a run
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Annexe 6 : extrait du tableau référencant les oiseaux prélevés plusieurs fois avec les résultats des tests sérologiques

10/10/2016 HO192 000770091A STRSEN  NARC 2644 30 B 11 N Y
29/01/2017 HO192 000770091A STRSEN  NARC 1082 13 B 5 N o
12/10/2016 H0209 000757EB47 STRSEN SKHBC 2675 30 E 8 N N
04/12/2016 H0209 000757EB47 STRSEN SKHBC 3397 38 D 6 N N
12/10/2016 HO0216 00075A705A STRSEN SKHBC 2682 30 F 3 N N
24/11/2016 H0216 00075A705A STRSEN SKHBC 3317 37 E 6 N N
12/10/2016 H0218 00076B3B44 STRSEN SKHBC 2684 30 F 5 N Y
07/12/2016 H0218 00076B3B44 STRSEN SKHBC 3469 39 F 3 N P
19/10/2016 H0247 00077008ED STRSEN ~ NARC 2790 31 G 7 N N
21/02/2017 HO0247 00077008ED STRSEN ~ NARC 1260 15 A 10 N N
25/09/2016 HO270 000770C3FB STRSEN  NARC 2295 26 D 8 N Y
23/02/2017 HO270 000770C3FB STRSEN  NARC 1262 15 A 12 N -
25/09/2016 H0271 00076905FD STRSEN ~ NARC 2296 26 D 9 N o
16/11/2016 HO271 00076905FD STRSEN ~ NARC 3153 35 G 2 N o
26/09/2016 H0276 000770E3DF STRSEN ~ NARC 2350 27 A 4 N N
28/11/2016 H0276 000770E3DF STRSEN ~ NARC 3343 37 G 8 N N
27/09/2016 HO0281 0007691314 STRSEN SKHBC 2366 27 B 9 N N
14/04/2017 HO281 0007691314 STRSEN SKHBC 1577 18 E 6 N N
06/11/2017 HO281 0007691314 STRSEN SKHBC 3859 44 A 5 N T
27/09/2016 H0289 000770BSES STRSEN  SKHBC 2372 27 C 4 N N
26/02/2017 H0289 000770BSE5 STRSEN SKHBC 1276 15 C 4 N N
07/12/2016 H0294 000770FD38 STRSEN SKHBC 3463 39 H 2 N N
12/02/2017 H0294 000770FD38 STRSEN SKHBC 1155 13 H 8 N N
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Annexe 7 : Protocole d’extraction de I’ADN a partir d’un gel grace au kit QIAquick® Gel
Extraction

Quick-Start Protocol July 2015
QlAquick® Gel Extraction Kit

The GlAquick Gel Extraction Kit [cat. nos. 28704 and 28708) can be stored at room
temperature |15-25°C) for up to 12 month,

Further information

o  QlAquick Spin Handbook www.giagen.com/HB-1196
» Safety Data Sheets: www.qiogen.com/safety

® Technical assistance: support.giagen.com

MNotes before starting

® This protocol is for the purification of up to 10 pg DNA |70 bp to 10 kb).

# The yellow color of Buffer QG indicates a pH =7.5. DMA adsorption to the membrane is
only efficient at pH =7.5.

o  Add ethanol (96-100%) to Buffer PE before use [see bottle label for volume).

o lsopropanal [100%) and a heating block or water bath at 50°C are required.

» All centrifugation steps are carried out at 17,900 x g (13,000 rpm| in a conventional
table-top microcentrifuge.

1. Excise the DMNA fragment from the agarose gel with a clean, sharp scalpel.

2. Weigh the gel slice in a colorless tube, Add 3 volumes Buffer QG to 1 volume gel

(100 mg gel ~ 100 pl). The maximum amount of gel per spin column is 400 mg. For
»2% agarose gels, add 6 volumes Buffer QG.

3. Incubate at 50°C for 10 min (or until the gel slice has completely dissolved). Vortex the
ube every 2-3 min lo help dissolve gel. After the gel slice has dissolved completely,
check that the color of the mixture is yvellow (similar to Buffer GG without dissolved
agarosa), If the color of the mixture is orange or viclet, add 10 pl

3 M sodium ocetate, pH 5.0, and mix. The mixture turns yellow,
00000

00000
— Sample to Insight QIAGEN —

103



4. Add 1 gel velume isopropanal to the sample and mix.

5. Place a QlAquick spin column in a provided 2 ml collection tube or inte a vacuum
manifald. To bind DNA, apply the sample o the QlAquick column and centrifuge for
1 min or apply vacuum ko the manifold uniil all the samples have passed through the
column. Discard flow-through and place the QlAquick column back into the same tube.
For sample volumes of =800 pl, loaod and spin/apply vacuum again,

&, IF DA will subsequently be used for sequencing, in vifro franscriplion, or micreinjection,
add 500 pl Bulfer QG to the QlAquick column and centrifuge for 1 min or apply
vacuum. Discard Aow-through and place the GlAquick column back into the some tube.

7. To wash, add 750 pl Buffer PE to GlAquick column and cenirifuge for 1 min or apply
vacuum. Discard Aow-thraugh and place the GlAquick column back into the same tube.

Mote: If the DMNA will be used for saltsensitive applications (e.g., sequencing, blunt
ended ligation|, let the column stand 2-5 min after addition of Buffer PE.

Cenfrifuge the GlAquick column in the provided 2 ml collection tube for 1 min to remove
residual wash buffer.

8. Place QlAquick calumn inte a clean 1.5 ml microcentrifuge tube.
2. To elute DNA, add 50 pl Buffer EB (10 mM Tris-Cl, pH 8.5) or water to the center of the

QlAgquick membrane and centrifuge the column for 1 min. For increased DNA
concentration, add 30 pl Buffer EB to the center of the QlAquick membrane, let the
column stand for 1 min, and then centrifuge for 1 min. After the addition of Buffer EB o
the GQlAquick membrane, increasing the incubation time to up to 4 min can increase the
yield of purified DINA.

10. If purified DMNA is to be analyzed on a gel, add 1 volume of Loading Dye to 5 volumes

of purified DMNA. Mix the solution by pipetting up and down before loading the gel.
a - i) 1 .|

Scan GR code for handbook.
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TITRE : ETUDE EPIDEMIOLOGIQUE DU VIRUS DE L’INFLUENZA AVIAIRE ET DU VIRUS DE LA
MALADIE DE NEWCASTLE CHEZ L’AVIFAUNE SAUVAGE AUX EMIRATS ARABES UNIS

RESUME : L’infection des élevages avicoles par le virus de ’Influenza aviaire et par le virus de la maladie de
Newcastle a un impact sanitaire et économique majeur. Le rdle de I’avifaune sauvage dans la transmission de
tels virus est souvent étudié méme si on manque encore d’informations dans certains pays comme c’est le cas
aux Emirats Arabes Unis. Aprés avoir exposé une synthése des données scientifiques sur les deux virus étudiés
et sur le contexte épidémiologique au Moyen Orient, nous présenterons les résultats de notre étude. Celle-ci vise
a connaitre le statut épidémiologique de six espéces d’oiseaux sauvages proches d’élevages conservatoires
d’outardes houbara (Chlamydotis macqueenii) afin d’évaluer le risque potentiel de transmission aux outardes.
Notre étude a montré des prévalences faibles pour le virus de ’Influenza aviaire par ELISA et RT-PCR. Les
séroprévalences sont plus élevées pour le virus de la maladie de Newcastle mais la prévalence par RT-PCR reste
faible. A partir de produits de PCR, nous avons pu séquencer les souches virales du virus de la maladie de

Newcastle.

MOTS CLES : Virus de la maladie de Newcastle, virus de I’Influenza aviaire, ELISA, RT-PCR, Outarde

houbara (Chlamydotis macqueenii)

TITLE : EPIDEMIOLIGICAL STUDY ABOUT AVIAN INFLUENZA VIRUS AND NEWCASTLE
DISEASE VIRUS AMONG WILD BIRDS IN UNITED ARAB EMIRATES

SUMMARY : The infection of poultry farming by the avian influenza virus and by the Newcastle Disease Virus
has a major health and economic impact. The role of wild birds in the transmission of such viruses is often
studied, even though some information is still missing in countries such as the United Arab Emirates. After a
synthetic review of scientific data about these two viruses and about epidemiological context in Middle East, we
will present the results of our study. The aim of our study is to know the epidemiological status of six wild bird
species staying close to protective farms of Houbara bustard (Chlamydotis macqueenii) in order to provide an
evaluation of the potential risk of transmission to Houbara bustards. Our study has shown low prevalences of
Avian Influenza virus by ELISA and RT-PCR. Seroprevalences are higher for the Newcastle Disease Virus but
the prevalence by RT-PCR is still low. Thanks to PCR products, we were able to sequence viral strains of the

Newcastle Disease.

KEY WORDS : Newcastle disease virus, Avian Influenza virus, ELISA, RT-PCR, Houbara bustard

(Chlamydotis macqueenii)

106



