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Introduction 

Les affections respiratoires équines constituent le deuxième motif de consultation vétérinaire. 

La forte prévalence de la grippe équine et les contre-performances qu’elle occasionne, rendent 

nécessaire le dépistage de cette maladie et la mise en œuvre de tous les moyens de prévention 

existants. 

Le virus influenza équin, plus communément appelé virus de la grippe équine, appartient à la 

famille des Orthomyxoviridae, genre Influenzavirus, type A. C’est l’un des principaux agents 

pathogènes responsables de maladies respiratoires du cheval. Deux sous-types distincts H7N7 

et H3N8 sont connus comme agents infectieux des équidés (Sovinova et al., 1958; Waddell et 

al., 1963). Le sous-type H7N7 ne semble plus circuler à ce jour, la dernière épizootie datant 

de la fin des années 70 (Webster, 1993 ; Damiani et al., 2008; Bryant et al., 2009; Rozek et 

al., 2009) et des foyers sporadiques ont été retrouvés à la fin des années 80 en Inde (Singh, 

1994) et en Égypte (Ismail et al., 1990). Depuis une vingtaine d’années, seul le sous-type 

H3N8 a été isolé à partir d’équidés malades (Daly et al., 2004; Newton et al., 2006; Callinan, 

2008; Ito et al., 2008; Virmani et al., 2010). Depuis la fin des années 80, différentes études 

phylogénétiques des virus influenza équins de sous-type H3N8 ont démontré l’existence de 

deux lignages distincts : un lignage Eurasien et un lignage Américain (Daly et al., 1996). Ce 

dernier est lui-même subdivisé en 3 clusters appelés cluster Argentin, Kentucky et Florida 

(Lai et al., 2001). Le cluster Florida est composé de deux Clades, le Clade 1 et le Clade 2, 

principaux responsables des épizooties actuelles (OIE, 2008a; Bryant et al., 2009 ; Bryant et 

al., 2011).  Entre 2007 et 2010 des épizooties dues au sous-type H3N8 ont été rapportées au 

Japon, en Australie, en Mongolie, en Chine, en Inde et en Irlande respectivement (Yamanaka 

et al., 2008; Reeve-Johnson, 2007; Callinan, 2008; Wei et al., 2010; Qi et al., 2010; Virmani 

et al., 2010; Gildea et al., 2011). 



La grippe équine est une maladie virale très contagieuse qui se transmet rapidement par voie 

respiratoire. Les équidés infectés par le virus de la grippe équine sont prédisposés à 

développer une infection bactérienne secondaire due à un dysfonctionnement du rôle de la 

barrière mucocilliaire. Sur le plan économique, la grippe équine est considérée comme une 

des maladies ayant le plus d’impact sur l’industrie de la filière équine (Bonnie and Tim, 

2004).  

En 1971-72, l’Algérie a connu une épizootie de grippe équine, ou l'affection avait atteint un 

très grand nombre de chevaux dans la région frontalière algéro-marocaine et dans la région 

d’Alger (Benmansour et al., 1977a,b). Deux virus du sous-type H3N8 ont été isolés 

A/Equine/Alger/6/71 et A/Equine/Alger/1/72. Depuis cette date, aucune donnée sur la 

circulation du virus de la grippe équine en Algérie n’a été publiée.  

En Algérie, la recherche et l’identification des différentes pathologies équines ne sont pas 

prises en charge. Il n’existe aucun programme national permettant de lutter contre la 

propagation du virus influenza équin (aucune vaccination n’étant réalisée actuellement en 

Algérie) et l’unique action des services vétérinaires se limite à la mise en œuvre d’un 

traitement symptomatique et à la gestion d’éventuelles infections bactériennes secondaires.  

L’objectif de cette étude est d’étudier la séroprévalence de la grippe équine en Algérie 

afin d’obtenir une information objective sur la situation de la maladie dans ce pays, ainsi que 

la répartition des chevaux séropositifs dans les différentes régions du pays en fonction de 

l’âge, du sexe et de la race des animaux. De plus, ce travail a pour but la mise en évidence et 

la caractérisation moléculaire du virus responsable de l’épizootie de grippe équine qui avait 

sévi en 2011 à Tiaret (ouest Algérien). 
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Chapitre I : Le Virus Influenza Équin (EIV) 

1. Importance  

 Les virus de la grippe sont rencontrés chez plusieurs espèces y compris les oiseaux, les 

êtres humains,  les suidés, les chevaux et les chiens. Chez les mammifères auxquels ils sont 

adaptés, ces virus causent une pathologie respiratoire avec une morbidité élevée et une 

mortalité faible. De plus, des cas sévères de grippe peuvent se produire conjointement avec 

d’autres maladies ou avec des états d'affaiblissement, aussi bien chez les jeunes sujets que 

chez les âgés (Anna, 2007).  

Chez le cheval, la grippe a un impact économique sur la filière équine avec des 

épizooties majeures qui interrompent les courses hippiques, les compétitions et les ventes... 

En effet, l’épizootie de grippe équine qui a sévi pour la première fois en Australie en 2007 a 

touché près de 75000 équidés et les pertes économiques directes et indirectes associées ont été 

estimées à près de 1 milliard de dollars. Le foyer signalé au Japon en 2007 affecta près de 

2000 chevaux et représenta la première incursion du virus dans ce pays depuis 1971. Les 

foyers décrits en Mongolie et en Chine, affectèrent plus de 50000 chevaux. De nombreux 

foyers de faible envergure ont également été signalés en Europe et aux États-Unis d’Amérique 

(OIE, 2008b). En 2004, il a été mis en évidence, aux États-Unis, la présence de virus 

influenza de sous-type H3N8 chez des chiens de course (Crawford et al., 2005). Cette 

épizootie a été importante puisque, selon un suivi sérologique, 20000 chiens auraient été 

touchés, et 5 à 8% seraient morts suite à cette infection (Legrand et al., 2008a). 

2. Classification  

La classification des virus de la grippe est influencée généralement par le besoin 

pratique, pour l'estimation du  risque représenté par l'apparition de nouveaux variants du virus 

(Frederick et al., 2008). Le virus de la grippe équine, appartient à la famille des 

Orthomyxoviridae (Mumford, 1992 ; Van Maanen et Cullinane, 2002 ; Bonnie et Tim, 2004), 



genre Influenzavirus, type A (OIE, 2005). Le nom de la famille est dérivé du grec myxa, 

signifiant mucus et orthos, signifiant exact (Zientara, 2001). Les virus influenza de type A 

sont classés selon l’antigénicité de leurs molécules HA (hémagglutinine) et NA 

(neuraminidase), lesquels sont importants pour la virulence, l’immunité protectrice et la 

classification du virus. A l’heure actuelle, seize sous-types d’hémagglutinine (H1 à H16) et 

neuf sous types de neuraminidase (N1 à N9) ont été identifiés parmi les virus influenza de 

type A (Beard, 1998 ; Olsen et al., 2002 ; Fouchier et al., 2005 ; OIE, 2006 ; CDC, 2007).  

Tous ces sous-types ont été isolés chez les oiseaux aquatiques qui sont considérés comme un 

réservoir naturel pour les virus de la grippe de type A (Webster et al., 1992 ; Daly et 

Mumford, 2001) (fig. 1).  

 

Figure 1: Réservoir des virus influenza A (Landolt, 2006). 

Toutefois, les virus influenza infectant les mammifères sont limités à quelques sous-types 

seulement (Horimoto et Kawaoka, 2001). Deux sous-types sont connus, pour causer des 

maladies chez les équidés (H7N7 ou equi-1 et H3N8 ou equi-2). En effet, 2 sérotypes seuls 

d’hémagglutinine (H3 et H7) (Webster et al., 1992) et aussi de neuraminidase (N7 et N8) 

(Manuguerra, 1999) à avoir été retrouvés chez le cheval. Dans chaque cas, il n'y a aucune 

réaction immunologique croisée (Timoney, 1996). La nomenclature établie pour répertorier le 



virus de la grippe dans les banques de données se base sur ces deux protéines et est faite de la 

manière suivante : (Type/Espèce hôte du virus/Lieu de l’isolement/Nombre de cas/Année de 

l’isolement (HxNx)) (Carter et Wise, 2006), exemple : Influenza A virus 

(A/Equine/Algiers/1/72 (H3N8)). Une souche sera notée ainsi (Wilson, 1993) : 

 

 

 

A / equine / Miami / 1 / 63 (H3N8) 

 

 

3. Structure générale de l’EIV:  

Le virus de la grippe (fig. 2) contient un génome formé d’ARN segmenté constitué de 

8 fragments (Tableau 1) linéaires, simples brins de polarité négative, avec une nucléocapside 

à symétrie hélicoïdale (Zientara et Dauphin, 2003 ; Etienne, 2006 ; Bouvier et Palese, 2008). 

Six de ces segments codent des protéines uniques hémagglutinine (HA), neuraminidase (NA), 

nucléoprotéine (NP), et 3 sous-unités de la polymérase virale (PA, PB1 et PB2). Un segment 

code les protéines de matrice 1 et 2 (M1 et M2) et un segment code la protéine non-structurale 

1 (NS1) et la protéine d’export nucléaire (NEP : nuclear export protein) (Wilson, 1993 ; 

Studdert, 1996). Les virions des Orthomyxovirus sont polymorphes, souvent sphériques ou 

légèrement étirés, d'une manière prédominante filamenteuse dans les isolats frais, de 80 à 120 

nm de diamètre (Webster et al., 1992 ; Frederick et al., 2008) et les filaments formés souvent  

en excès de 300 nm de longueur (Peter et Shaw, 2007).  

Espèce concernée 

 

Numéro de souche 

 

Type de virus 

 
Lieu d’isolement 

 

Année d’isolement 

 

Sous type 

 



 

Figure 2 : Représentation schématique du virus influenza A 

          (D’après Karlsson Hedestam et al., 2008) 

Le virus est enveloppé par une membrane lipidique à deux feuillets contenant les 

glycoprotéines de surface majeures, l’hémagglutinine (HA) et la neuraminidase (NA) (Minke 

et Bublot, 2004). L’enveloppe est soutenue par des protéines de matrice adhérentes (M1 et 

M2) et elle entoure la nucléocapside qui est constituée des segments d’ARN enfermés chacun 

dans une structure en hélice composée de protéine NP. Les protéines PB1, PB2 et PA, qui 

forment le complexe ARN polymérase dépendante de l’ARN, sont associées à la 

nucléocapside. Les ARN viraux (vRNAs) associés aux molécules NP et à la polymérase 

forment les ribonucléoprotéines virales (vRNPs) (Paillot, 2007).  

 

 

 

 



Segment génomique Protéine codée Rôle(s) biologique(s) 

1 PB2 Sous unité de la polymérase, activité d'addition de la coiffe 

et d'endonucléase 

2 PB1 Sous unité catalytique de la polymérase 

3 PA Sous unité de la polymérase active pour la synthèse de 

l'ARN viral 

4 HA Hémagglutinine : attachement au récepteur cellulaire et 

fusion membranaire 

5 NP Nucléocapside : liaison à l'ARN viral pour constituer le 

complexe ribonucléoprotéique (RNP) 

6 NA Neuraminidase : hydrolyse du récepteur lors du 

bourgeonnement de la particule virale 

7 M1 Protéine de la matrice 

M2 Canal à ions 
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NS1 Protéine non structurale 1 : inhibitrice de la réponse en 

interféron 

NS2 Protéine non structurale 2 : exportation extranucléaire des 

complexes RNP 

 

Tableau 1: Rôles biologiques des protéines codées par les 8 segments génomiques du 

virus influenza A (D’après Sebbag, 1998). 

4. Les glycoprotéines d’enveloppes   

4.1. L’hémagglutinine (HA) 

L’hémagglutinine est la glycoprotéine de surface la plus abondante du virus, elle représente 

35% des protéines totales (Wilson, 1993). Elle possède une structure tridimensionnelle 

(Wilson et al., 1981). C'est un trimère de protéines identiques où chaque monomère possède 

un corps fibrillaire et un domaine globulaire ; ces derniers sont associés en une « tête » et très 

proches les uns des autres (White, 1992). Son poids total est de 220kDa et sa taille est 

comprise entre 8 et 10 nm ; elle est synthétisée sous la forme d’un polypeptide précurseur 

(HA0) d’environ 550 acides aminés, comprenant un peptide signal de 16 acides aminés qui 

assure la translocation de la protéine dans le réticulum endoplasmique (Wiley et Skehel, 

1987). L’hémagglutinine est responsable de la liaison du virus au récepteur cellulaire (acide 

neuraminique, acide sialique). Le blocage de cette protéine par les anticorps, prévient 



l'attachement du virus aux cellules sensibles; donc elle est très importante dans l'immunité 

protectrice à médiation par les anticorps neutralisants (Carter et Wise, 2006).  

4.2. La neuraminidase (NA) 

La neuraminidase est une protéine d'enveloppe caractérisée par une activité enzymatique qui 

résulte en la liquéfaction du mucus, ce qui contribue à la propagation virale (Carter et Wise, 

2006). Elle représente 5% des protéines totales du virus (Wilson, 1993). Sa structure est 

tridimensionnelle (Colman, 1994). Elle est formée d’environ 470 acides aminés et a une 

forme de champignon avec une région globulaire. C’est un homotétramère, lui aussi 

glycosylé, inséré dans la membrane par une séquence hydrophobe unique de 29 acides aminés 

près de son extrémité N-terminale. C’est dans chaque sous-unité de la partie globulaire que se 

trouve le site actif de l’enzyme et les sites antigéniques de neutralisation (Colman, 1994). La 

neuraminidase joue un rôle clé dans la libération de la progéniture du virus de la cellule hôte 

et elle est visée dans les recherches thérapeutiques de l'antivirus (Christine et David Wilson, 

2006). Son rôle exact n'est pas encore totalement connu, elle interviendrait également dans 

l’assemblage et la maturation du virion, elle favoriserait la fusion des membranes virales et 

cellulaires lors de la phase de pénétration dans la cellule (Tissier, 2008).  

5. Mode d’évolution des protéines HA et NA de l’EIV   

Le virus de la grippe évolue perpétuellement avec l’apparition de nouveaux variants. Les 

modifications des deux protéines de surface se font soit par mutation ponctuelle appelée 

glissement antigénique « drift » (Fenner et al., 1987), soit par un changement majeur d’une 

partie entière du génome du virus « shift » (Studdert, 1996).  

Le glissement antigénique relève de mutations ponctuelles sur les gènes codant les 

protéines HA et NA. Ceci ne concerne que quelques acides aminés constituant la protéine 

(Saito et al., 1993). Ces mutations auront plus d’importance si elles sont situées au niveau des 

sites antigéniques, c’est-à-dire les parties des protéines exposées et donc soumises aux 



défenses de l’organisme infecté (anticorps…). Un tel évènement peut avoir plusieurs 

conséquences. Une mutation peut induire une diminution de la reconnaissance du virus par le 

système immunitaire de l’hôte et donc favoriser sa propagation. Elle peut aussi augmenter 

l’affinité de la protéine aux récepteurs des cellules, est donc favoriser l’infection de celles-ci 

par le virus. Mais ces mutations peuvent aussi être non significatives et ne rien changer au 

pouvoir infectieux du virus. Tous ces changements mineurs forment les différents variants à 

l’intérieur d’un sous-type et participent à l’évolution du virus (Legrand et al., 2008c).  

Le changement majeur survient brutalement (Anna, 2007) et est la conséquence 

d’échanges de fragments génomiques entre souches d'origine animale variée à l’occasion 

d’infections mixtes au cours desquelles deux virus différents infecteraient la même cellule et 

échangeraient des segments d’acides nucléiques (Reid et Taubenberger, 2003). Ils portent sur 

l’hémagglutinine seule ou simultanément sur l’hémagglutinine et la neuraminidase (Zientara 

et Dauphin, 2003). Par exemple, si un virus de sous-type H3N8 infecte un individu de 

manière concomitante avec un virus H7N7, ceux-ci vont infecter des cellules de l’organisme, 

se multiplier, infecter une même cellule et vont pouvoir échanger des segments et donner 

naissance à une nouvelle souche virale qui pourrait être de sous-type H3N7 (Legrand et al., 

2008c). Les modifications antigéniques majeures entrainent l’émergence de nouveaux sous-

types du virus de la grippe qui sont, en général, responsables de vastes épidémies (Anna, 

2007). 

6. Cycle réplicatif du virus influenza (fig. 3) 

6.1. Activation du virus 

Le virus, diffusé par aérosol, possède une hémagglutinine immature, il n’est pas infectieux. 

Dans les cellules cibles, l'hémagglutinine virale est activée par clivage en deux parties HA1 et 

HA2 en présence d’une protéase sérine (Bouvier et Palese, 2008), restent liées par des liaisons 

disulfides (Frederick et al., 2008). La portion HA2 sert comme médiateur de la fusion 



d'enveloppe du virus avec les membranes cellulaires, alors que la portion HA1 contient le 

récepteur liant et aux sites antigéniques (Steinhauer, 1999). 

6.2. Fixation et endocytose 

Les virions s’attachent aux cellules par adsorption de leur hémagglutinine activée aux 

récepteurs de l'acide sialique sur la membrane plasmique (Frederick et al., 2008). 

L’adsorption virale sur la cellule permet l’endocytose du virus et donc la pénétration de celui-

ci dans la cellule sous la forme d’un endosome (Carr et Kim, 1993). L'acidité du 

compartiment endosomal est cruciale pour les virus influenza non enveloppés (Bouvier et 

Palese, 2008). Une baisse du pH va permettre une modification de la structure de 

l’hémagglutinine (Stegmann, 2000 ; Sieczkarski et Whittaker, 2005) et lui donner une 

structure amphiphile menant à la fusion de l’enveloppe virale avec la membrane cellulaire 

(Carr et Kim, 1993). 

6.3. Libération des segments ribonucléoprotéiques  

Le contenu du virion subit lui aussi un changement de conformation facilitant le détachement 

des ribonucléoprotéines par rapport à la protéine M1 (Martin et Helenius, 1991). L’acidité va 

permettre aussi aux ions hydrogènes de l'endosome d’être pompés dans la particule du virus 

par le canal ionique M2. La protéine M2, est un canal ionique trans-membranaire trouvé 

seulement dans le virus de la grippe A, a des portions externes dans l'enveloppe virale, avec 

HA et NA (Pinto et al., 1992 ; Wharton et al., 1994). L’acidification interne du virion par le 

canal M2 interrompt les interactions internes protéine–protéine, en permettant aux complexes 

ribonucléoprotéiques (RNPs) viraux d'être détachés de la matrice virale et d’entrer dans le 

cytoplasme cellulaire (Martin et Helenius, 1991).  

6.4. Transcription et réplication du génome viral 

Une fois libéré du virion, les RNPs sont véhiculés au noyau de la cellule hôte par les protéines 

virales ″ Signaux de la Localisation Nucléaire ″ (NLSs), lesquelles sont des protéines 



cellulaires directes, importent les RNPs et les autres protéines virales dans le noyau de la 

cellule hôte (Cros et Palese, 2003). 

L'ARN viral dépendant de l'ARN polymérase, utilise l’ARNv- de polarité négative comme un 

gabarit pour synthétiser deux espèces d’ARN de polarité positive : gabarit de l’ARNm pour la 

synthèse de la protéine virale, et l’ARN complémentaire (ARNc) par lequel l’ARN 

polymérase transcrit par la suite plus de copies de polarité négative, du génome de l’ARNv. 

Le casque de l'ARN messager se produit dans une façon unique de la même manière que les 

protéines PB1 et PB2 “steal” casques d'amorces de transcriptions du pré ARNm de l'hôte pour 

commencer la synthèse du ARNm viral; Ce processus est appelé “ cap snatching ” (Krug, 

1981). 

Les ARNm d'origine virale peuvent être exportés et traduits comme ARNm de l'hôte. 

Cependant, l'exportation nucléaire de segments de l’ARNv se fait par l’intermédiaire des 

protéines virales M1 et  NEP/NS2 (Cros et Palese, 2003). M1 réagit réciproquement avec 

ARNv et NP, et réunit ces deux composants ensemble dans le complexe RNP; M1 s’associe 

aussi avec la protéine de l'exportation nucléaire NEP, lequel M1-RNP sert médiateur de 

l’exportation via les nucléopores dans le cytoplasme (Bouvier et Palese, 2008).  

6.5. Traduction, transport et assemblage 

Les protéines de l'enveloppe HA, NA et M2 sont synthétisées, à partir de l'ARNm d'origine 

virale, sur membrane bornée de ribosomes dans le réticulum endoplasmique où elles sont 

pliées et transportées à l'appareil de Golgi pour des modifications post-traductionnelle. Toutes 

les trois protéines ont des signaux apicaux assortis qui les dirigent par la suite à la membrane 

cellulaire pour s’assemblé en virion. Bien que comparativement peu de connaissances au sujet 

de la traduction et assortirsement des protéines non enveloppées soient disponibles, M1 

pourrait jouer un rôle d'apporter le  complexe RNP–NEP en contact avec l'enveloppe - borné 



HA, NA, et protéines M2 pour l’assembler à la membrane cellulaire de l'hôte (Palese et Shaw, 

2007).  

6.6. Encapsidation et bourgeonnement 

Le virus de la grippe n'est pas complètement infectieux à moins que ses virions contiennent 

un génome plein de huit segments. Précédemment, l'ARNv assemblé était peut être un 

processus tout à fait aléatoire, dans lequel les segments de l'ARNv sont incorporés à 

l'aveuglette dans des particules en bourgeonnement du virus, et seulement se termine avec un 

génome complet devient infectieux. Cependant, la plus nouvelle évidence suggère que cet 

assemblage est un processus plus sélectif du quel les signaux de l'assemblage discrets sur tous 

les segments de l'ARNv s'assurent qu'un génome plein est incorporé la majorité des particules 

du virus (Bancroft et Parslow, 2002 ; Fujii et al., 2003).      

Le bourgeonnement du virus de la grippe se produit à la membrane cellulaire, probablement 

commencé par une accumulation de la protéine matrice M1 à côté de la bicouche lipidique du 

cytoplasme. Le mode de contrôle pour l’inclusion des 8 fragments génomiques est encore 

inconnu (Studdert, 1996). Il semble que celui-ci soit aléatoire permettant de nombreuses 

combinaisons. Toutefois, des études récentes montrent qu’il existe un signal sur les 21 

nucléotides situés en 3’ de la région codant pour la neuraminidase, indispensable à son 

incorporation. De plus, il existe un modèle selon lequel les ARN viraux seraient associés par 

un appariement de bases au niveau de séquences spécifiques permettant l’encapsidation de 

l’ensemble (Fujii et al., 2003). 

Quand le bourgeonnement est complet, les pointes HA, continuent à lier les virions à l'acide 

sialique sur la surface cellulaire jusqu'à ce que les particules du virus soient libérées par 

l'activité sialidase de la protéine NA (Bouvier et Palese, 2008). Dans les virus avec NA inactif 

ou absent, ou dans la présence d'inhibiteurs de neuraminidase, les particules du virus se 

groupent à la surface cellulaire et par conséquent l'infectivité est réduite. La NA enlève aussi 



les résidus de l’acide sialique de l'enveloppe du virus elle-même qui prévient l'agrégation de 

la particule virale pour rehausser l’infectivité (Palese et al., 1974 ; Palese et Compans, 1976). 

 

Figure 3 : Schéma du cycle réplicatif du virus influenza A (D’après Vester et Genzel, 2005) 

 

 

 

 



7. Immunité et EIV 

7.1 Immunité innée 

La réponse immunitaire innée est la première ligne de défense de l’organisme. Elle est 

importante pour limiter la diffusion du virus au cours des premières heures qui suivent 

l’infection (Pronost, 2010).  

L’infection des cellules épithéliales par le virus EIV stimule très probablement une réponse 

immunitaire innée chez le cheval, comme celle qui est décrite chez l’homme après infection 

par un virus influenza (Tamura et Kurata, 2004). Toutefois, cette réponse n’a pas été étudiée 

de manière approfondie chez cette espèce. L’infection par EIV a été associée à la synthèse au 

niveau local d’IL-6 et d’IFN, probablement des IFN de type I (i.e. IFNa/b) (Wattrang et al., 

2003). L’IL-6 interagit de manière diverse avec les lymphocytes T et B et se trouve impliquée 

dans le développement d’une réponse humorale mucosale à base d’anticorps d’isotype IgA 

(Ramsay et al., 1994). 

7.2. Immunité adaptive 

La réponse immunitaire adaptive ou spécifique apparaît après la réponse innée, elle est 

spécifique du pathogène et induit une réponse mémoire qui persiste et peut être réactivée dans 

le cas d’un contact ultérieur avec ce pathogène. La réponse est généralement divisée entre la 

réponse des anticorps humoraux et la réponse à médiation cellulaire, qui impliquent les 

lymphocytes B et T, respectivement (Pronost, 2010), protègent contre l’infection par le virus 

EIV (Slater et Hannant, 2000). 

L’infection naturelle par le virus EIV confère une immunité de longue durée qui protège 

l’animal contre une réinfection par le même type de virus en réduisant les signes cliniques et 

l’excrétion virale. La protection complète contre ces signes de la maladie peut persister 

jusqu’à 32 semaines après l’infection naturelle, une protection partielle est encore observée un 

an après (Hannant et al., 1987). L’immunité conférée par une infection surmontée, n’est pas 



dépendante des anticorps circulants anti-HA, contrairement à l’immunité post-vaccinale. La 

réponse à médiation cellulaire et l’immunité muqueuse à IgA et IgG sécrétées jouent donc un 

rôle important dans la protection contre l’infection par le virus  influenza A équin (Etienne, 

2006).   

Les molécules HA et NA sont les principales cibles de la réponse immunitaire humorale 

spécifique du virus influenza. Chez des poneys naïfs, l’infection expérimentale par le virus 

EIV induit un taux élevé d’anticorps sériques d’isotype IgM (Hannant et al., 1987), des 

anticorps d’isotype IgA, des IgGa et IgGb dans le sérum et les sécrétions nasales (Nelson et 

al., 1998). Chez les mammifères, les anticorps IgA au niveau des sécrétions nasales pourraient 

avoir un rôle important dans l’arrêt de la réplication du virus influenza au niveau des cellules 

infectées, pour prévenir l’excrétion virale induite par l’infection et pour la protection dite 

croisée contre des virus influenza antigéniquement différents (Tamura et al., 1991; Mazanec 

et al., 1995). Chez le poulain, les IgA peuvent être induites localement au niveau de la 

muqueuse ou être transportées du sérum aux sécrétions nasales dans le cas des IgA 

dimériques (Galan et al., 1986). Chez l’adulte, les anticorps IgA spécifiques sériques et 

mucosales (nasopharynx et trachée) augmentent au cours de la seconde semaine suivant 

l’infection par EIV puis disparaissent rapidement. La réponse secondaire des IgA sériques est 

plus rapide et persistante que leur réponse primaire (Hannant et al., 1987; Nelson et al., 1998). 

Le taux d’anticorps fixant le complément (FC) par hémolyse radiale simple augmente 

également de manière significative dans le sérum 7 jours après l’infection primaire des 

poneys. Toutefois, la réponse des anticorps décroît rapidement, et la majorité des chevaux 

sont séronégatifs pour ces anticorps après 62 semaines post infection. Les anticorps d’isotypes 

IgGa et IgGb augmentent également 7 jours post infection par EIV mais déclinent lentement 

sur une période de 15 mois (Hannant et al., 1987). Les anticorps d’isotypes IgGa et IgGb sont 

impliqués dans le mécanisme de fixation du complément et d’ADCC (Antibody Dependent 



Cellular Cytotoxicity Assays) in vitro (McGuire et Crawford, 1973; Fujimiyaet al., 1979), 

mais leur fonction effectrice in vivo n’a pas été déterminée.  

De petites modifications antigéniques au niveau des épitopes des molécules HA et NA (dérive 

antigénique) permettent au virus d’échapper à la réponse immunitaire protectrice humorale 

(Daly et al., 2003). Chez le cheval, les anticorps ne confèrent pas de protection croisée entre 

les virus influenza de sous-type H7N7 et H3N8 (Wilson, 1993). L’infection par un virus 

influenza induit une immunité de longue durée indépendante des anticorps circulants 

spécifiques de la molécule HA (Paillot, 2007).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre II : La Grippe Équine (EI) 

1. Définition  

Le mot grippe viendrait, quant à lui, du mot allemand « greifen » qui signifie saisir 

(Tissier, 2008). Le mot « influenza » utilisé pour qualifier cette maladie semble provenir de 

l’expression italienne du latin « influentia » qui signifie influence, si utilisé car les épidémies 

peuvent être dues à des astrologies ou à d’autres influences surnaturelles (Frederick et al., 

2008). La grippe équine est une maladie virale très contagieuse qui se transmet rapidement 

par voie respiratoire. Les équidés infectés par le virus de la grippe équine sont prédisposés à 

développer une infection bactérienne secondaire due à un dysfonctionnement du rôle de la 

barrière mucocilliaire. Sur le plan économique, la grippe équine est considérée comme l’une 

des maladies ayant le plus d’impact sur l’industrie de la filière équine (Bonnie et Tim, 2004). 

2. Historique   
 En 1956, la première manifestation rapportée du virus de la grippe équine s'est 

produite en Europe de l'Est et a été causée par la forme H7N7 (prototype 

A/équine/1/Prague/56), anciennement désignée par « sous-type 1 » ou « équi 1 » (Sovinova et 

al., 1958). Cette forme ne semble plus circuler à ce jour ou elle est présente à très bas niveaux 

dans quelques parties  du monde, y compris l’Amérique du Nord, l’Europe (Rooney et Ames, 

1996 ; Daly et Mumford, 2001 ; Kahn et  Line, 2003) et l’Asie du centre (Acha et Szyfres, 

2003), la dernière épizootie ayant été décrite en Italie en 1979 (Legrand et al., 2008a). 

Quelques cas sporadiques ont été retrouvés en Inde (Singh, 1994) et en Égypte (Ismail et al., 

1990), vers la fin des années 80, et, au début des années 90. L’existence des anticorps dirigés 

contre ce sous-type dans des sérums de chevaux d’Europe Centrale et d’Asie, est une preuve 

d’une circulation à bas bruit encore persistante (Madic et al., 1996). Depuis, bien que des 

anticorps spécifiques aient été décelés chez des chevaux non-vaccinés au Maroc, en Tunisie et 

au Mali, aucun virus H7N7 n’a été isolé (Ellouze, 1980 ; Bousseta et al., 1994 ; Baazaoui, 

1996 ; El Harrak et al., 1998 ; Sidibé et al., 2002).  



En 1963, le sous-type H3N8 (prototype A/équine/2/Miami/63) anciennement désigné 

par « sous-type 2 » ou « équi 2 », a créé une épizootie de grippe équine à Miami (USA) 

(Wadell et al., 1963), par la suite il est devenu enzootique dans beaucoup de pays du monde 

(Bonnie et Tim, 2004). Depuis 1963, l’infection par le virus H3N8 a été rapportée chez les 

chevaux, les ânes et les mulets (Frederick et al., 2008) et avait créé les premières 

manifestations massives pendant 1964 et 1965 (Christine et David Wilson, 2006). En 1971-

72, l’Algérie a connu une épizootie de grippe équine, où l'affection avait atteint un très grand 

nombre de chevaux (Benmansour et al., 1977a,b). Deux virus du sous-type H3N8 ont été 

isolés A/Equine/Alger/6/71 et A/Equine/Alger/1/72.  

Toutefois, les virus H3N8 ont continué à circuler à ce jour (Webster, 1993 ; Damiani 

et al., 2008 ; Bryant et al., 2009 ; Rozek et al., 2009). L'isolement de ce sous-type a été décrit 

pendant une épizootie de grippe équine au Maroc en 1997, en Égypte 2000 et 2008, au 

Nigeria 1991 et en Afrique du Sud 1986 et 2003 respectivement (Kaddissi et al., 1998 ; Abd 

El-Rahim et Hussain, 2004 ; http:\\www.oie.int ; Adeyefa et McCauley, 1994 ; Guthrie et al., 

1999 ; Guthrie, 2006) révélant que le virus en circulation est le sous-type H3N8. Depuis une 

vingtaine d'années, seul le sous-type H3N8 a été isolé d’équidés malades (Daly et al., 2004 ; 

Newton et al., 2006 ; Callinan, 2008 ; Ito et al., 2008 ; Virmani et al., 2010).  

Depuis les années 1980s, différentes études phylogénétiques des virus influenza 

équins de sous-type H3N8 ont démontré l’existence de deux lignages distincts, qui semblent 

avoir évolué indépendamment l'un de l'autre (Timoney, 1996) : un lignage Eurasien et un 

lignage Américain (Daly et al., 1996 ; Mumford, 1999). Ce dernier est lui-même subdivisé en 

3 clusters appelés cluster Argentin, Kentucky et Florida (Lai et al., 2001). Le cluster Florida 

est composé de deux Clades, le Clade 1 et le Clade 2, principaux responsables des épizooties 

actuelles (OIE, 2008 ; Bryant et al., 2009 ; Bryant et al., 2011). L’étude réalisée par Bryant et 

al. en 2011, sur les virus isolés dans la période 2008-09, démontre que la majorité des EIVs 



circulant en Europe appartiennent au sous-groupe Floridien Clades 1 et 2 tandis que ceux 

circulant en Amérique du Nord appartiennent au sous-groupe Floridien Clade 1.  

Les virus responsables des épizooties actuelles en 2007 au Japon et en Australie, et en 

2008 en Égypte sont apparentés aux virus appartenant au sous-lignage Floridien Clade 1 au 

sein du groupe Américain (Callinan, 2008 ; Yamanaka et al., 2008 ; http://www.oie.int). Les 

virus isolés en Mongolie 2008, en Chine 2007-08 et en Inde 2008-09 ont été classés en clade 

2 du sous lignage Floridien (Qi et al., 2010 ; Virmani et al., 2010 ; Wei et al., 2010). Tous les 

virus isolés et caractérisés en Irlande entre 2007 et 2010 sont apparentés aux virus appartenant 

au sous-lignage Floridien Clades 1 et 2 (Gildea, 2011). Les virus isolés en 2010 en France et 

au Royaume-Uni correspondaient tous au clade 2. Ainsi, le virus isolé chez le cheval exporté 

de Belgique vers le Japon était également un virus de clade 2 (OIE, 2011).  

3. Épidémiologie  

L’infection par le virus influenza A équin est répandue presque dans toutes les 

populations de chevaux du monde (Rooney et Ames, 1996) à l’exception de la nouvelle 

Zélande et l’Islande (Cowled et al., 2009 ; Kittelberger et al., 2011). L’infection a été 

introduite pour la première fois en Australie en 2007 (Reeve-johnson, 2007), pays qui, 

jusqu’alors, était totalement indemne de cette maladie.  

La grippe est surtout une maladie saisonnière survenant sous une forme sub-clinique 

(Etienne, 2006) d’apparition brusque (affection explosive), sévit souvent par vagues 

successives, suivies de périodes de relative accalmie (Zientara et Dauphin, 2003). L’EIV, est 

très contagieux. Il se transmet par voie aérogène, par l’intermédiaire d’aérosols émis par la 

toux (Zientara, 2003). La toux est contaminante sur un rayon de 35 mètres et l’aérosol 

contaminant peut être transporté jusqu'à 8 km (Tissier, 2008). Le virus peut aussi être 

transporté par le personnel et les véhicules (Etienne, 2006). Le virus de la grippe est fragile et 

facile à éliminer par l’acidité (pH=3), la chaleur (56°C pendant 30 minutes), les solvants de 



lipides et les détergents (Frederick et al., 2008). La morbidité peut être élevée à 100% dans les 

populations sensibles, alors que la mortalité est généralement faible (Christine et David 

Wilson, 2006 ; Anna, 2007). La gravité de la maladie dépend de l’état immunitaire du cheval, 

de la dose virale infectante, de la virulence de la souche virale (Mumford et al., 1988 ; 

Mumford et al., 1990) et de la voie d’inoculation (Etienne, 2006). 

Le virus de la grippe équine est proche de celui de la grippe humaine, mais aucune 

transmission de la grippe du cheval à l’homme (ou inversement) n’a été observée. Ces virus 

présentent une forte capacité de se modifier génétiquement, d’où plusieurs sous types (Barrier 

et Grobois,  2006). L'ARN du virus de la grippe est très sensible à la mutation ; par 

conséquent, les virus de la grippe chez les autres espèces constituent un réservoir potentiel 

pour une nouvelle infection. Cela est particulièrement vrai pour le virus de la grippe aviaire.  

Une nouvelle souche de grippe équine avait causé une épizootie en Chine en 1989 avec une 

morbidité totale de 80% et un taux de mortalité de 20% dans certains élevages. Le prototype 

du virus de cette épizootie (A/eq/Jilin/89) a été identifié comme étant plus proche des virus 

influenza aviaires de sous-type H3N8 que du virus influenza équin contemporain (Guo et al., 

1992). Cette observation permit d’évoquer pour la première fois la possibilité de transmission 

d’un virus influenza aviaire au cheval. Cette souche ne s’est pas disséminée ou maintenue en 

Chine au-delà de 1990. Le virus responsable de l’épizootie de 1993-94 en Chine est un virus 

H3N8, apparenté aux virus isolés en Europe depuis 1991, et qui n’avait donc rien de commun 

avec A/eq/Jilin/89, qui était d’origine aviaire (Guo et al., 1995). 

Le cheval est généralement considéré comme un cul-de sac épidémiologique pour les 

souches d’influenza de type A car il ne transmet pas ce virus à d’autres espèces. Cependant, 

en Janvier 2004, une équipe de chercheurs Américains aurait identifié le premier cas de grippe 

équine ayant sauté la barrière d’espèces et ayant causé la mort de 8 lévriers à Naples (Floride) 

(Wozniak, 2004 ; Crawford et al., 2005). Il y a aussi des rapports de la souche H3N8 qui 



cause les premières manifestations de la maladie respiratoire chez les populations des chiens 

de meute et de lévriers Anglais en Angleterre (Newton et al., 2007 ; Daly et al., 2008). De 

plus le virus H3N8 a été détecté comme agent causal de la maladie respiratoire chez les 

populations de chiens de tout âge et race, durant l’épizootie de grippe équine en Australie en 

2007 (Kirkland et al., 2010).    

La propagation mondiale du virus de la grippe équine est associée à l’augmentation 

des mouvements de chevaux participant à des compétitions ou destinés à l’élevage ou à la 

vente, comme en témoignent les épizooties observées à Hong Kong en 1992, à Dubaï en 

1995, en Afrique du Sud en 2003, au Japon et en Australie en 2007 respectivement (Powell et 

al., 1995 ; Wernery et al., 1998 ; Guthrie, 2006 ; Toulemonde et al., 2005; Yamanaka et al., 

2008; Cowled et al., 2009).  

Les épizooties sévères de grippe équine, apparaissent dans des populations de chevaux 

non vaccinés ou lorsqu’une nouvelle souche infecte une population vaccinée (Minke et 

Bublot, 2004). Ainsi l’introduction de chevaux vaccinés et infectés de manière sub-clinique 

dans une population sensible fut à l’origine de graves épizooties, en Afrique du Sud en 1986, 

en Inde en 1987, en Europe en 1989, en Croatie en 2004 et en Italie en 2005 respectivement 

(Guthrie et al., 1999 ; Uppal et Yadav, 1987 ; Livesay et al., 1993 ; Barbic et al., 2009 ; 

Martella et al., 2007). Bien que la vaccination réduise la gravité de la maladie, elle ne semble 

pas en mesure de contrôler la propagation du virus d’autant plus que celui-ci évolue par 

dérive antigénique. 

4. Physiopathologie    

Tout comme le virus influenza humain, l’EIV est hautement contagieux, il est 

contracté par inhalation de particules aérosols infectieuses. L’EIV infecte, et se réplique dans 

les cellules épithéliales ciliées du système respiratoire supérieur (cavités nasales, pharynx et 

larynx) et inférieur (trachée et poumons), entraînant la destruction de larges portions de 



l’épithélium respiratoire dans les 4 à 6 jours suivant le début de l’infection (Daly et Mumford, 

2001; Paillot, 2007). Le virus s’attache aux glycoprotéines et aux mucopolysaccharides du 

mucus, qui enveloppe la muqueuse respiratoire et devient lié dans cette couche du mucus et 

incapable d'infecter l'épithélium des cellules respiratoires. Si la dose infectante du virus est 

élevée, la neuraminidase virale abondante brise les couches de mucus, en autorisant l'accès du 

virus au-dessous de l'épithélium des cellules. Le virus s'attache à l'épithélium des cellules, lie 

la pointe de l'hémagglutinine aux récepteurs de l'acide N-acétylneuraminique  de la cellule. Le 

virus entre dans la cellule par endocytose, par fusion et par phagosome de la membrane, et est 

libéré dans le cytoplasme cellulaire où il se réplique pour produire de nouveaux virions qui 

sont par la suite libérés dans le tractus respiratoire par bourgeonnement du virus de la cellule 

infectée (Beech, 1991).  

La dissémination locale du virus dans le tractus respiratoire durant 1 à 3 jours, 

provoque la nécrose des cellules de l’épithélium respiratoire et détruit l’appareil ciliaire. La 

clearance muco-ciliaire est fortement perturbée (Etienne, 2006) et le taux de la clearance 

trachéale peut être réduit jusqu'à 32 jours après l'infection (Willoughby, 1992). Dans les cas 

graves, l’infection virale produit une forte inflammation, avec de la congestion, des 

infiltrations péribronchiques ou péribronchioliques de cellules mononuclées, de l’exsudation 

fluide riche en protéines de polymorphonucléaires neutrophiles et de macrophages dans les 

voies respiratoires et alvéolaires. La régénération de l’épithélium respiratoire peut durer au 

moins 3 semaines (Christine et David Wilson, 2006 ; Etienne, 2006). 

La destruction de larges portions de l’épithélium respiratoire favorise les infections 

secondaires (Zientara et Dauphin,  2005). Des bactéries opportunistes peuvent infecter la 

muqueuse respiratoire et causer des complications telles que de la broncho-pneumonie, de la 

bronchite, de la bronchiolite et un risque accru de maladie pulmonaire obstructive chronique 

(Etienne, 2006). Une pneumonie virale primaire rapidement fatale se produit chez les jeunes 



poulains suivie par une nécrose des bronchioles, la congestion des vaisseaux sanguins, 

l'infiltration de neutrophiles, un œdème inflammatoire, affaissement des alvéoles et la 

dégénérescence du myocarde. A long terme les complications peuvent inclure l’hémorragie 

pulmonaire induite par l'exercice (EIPH) et obstruction des voies respiratoires récurrentes 

(RAO) (Christine et David Wilson, 2006). 

Une phase de virémie peut parfois être observée mais sans doute exclusivement au 

cours de la première infection (Zientara et Dauphin,  2005). Dans ce cas, le virus traverse la 

membrane basale et pénètre dans la circulation sanguine causant potentiellement une 

inflammation des muscles squelettiques et cardiaques (myosite et myocardite), signes 

d'encéphalite, et œdème des membres. Les jeunes chevaux, âgés, affaiblis et stressés semblent 

être exposés à un grand risque de virémie et ses conséquences (Christine et David Wilson, 

2006). Durant cette phase, le virus peut être retrouvé dans le système nerveux et le liquide 

péricardique (Zientara et Dauphin,  2005).  

5. Tableau clinique  

La période d’infectiosité est de 14 jours (Wilson, 1993) et la période d'incubation est 

de 1 à 5 jours (Etienne, 2006). Le tableau clinique est très proche de celui observé chez 

l'homme (Zientara, 2003). Les signes cliniques initiaux, une tuméfaction transitoire des nœuds 

lymphatiques pharyngés (Etienne, 2006) précèdent une brutale hyperthermie (39,1 à 41,7°C), 

une léthargie et l’anorexie. Ces signes accompagnés, d’une toux caractéristique, sèche, dure, 

explosive, répétitive non productive, persistent entre 1 et 5 jours, en l’absence de 

complications. La toux est une caractéristique clinique prédominante, mais n’existe pas 

toujours. Lorsqu’elle existe, elle peut persister pendant 1 à 3 semaines ou la fréquence 

diminue avec la guérison du cheval (Christine et David Wilson, 2006). Le cheval présente une 

grande fatigue, des écoulements nasal (Van Maanen et Cullinane, 2002) et oculaire, de 

l’hyperémie de la muqueuse nasale et de la conjonctivite. D’autres signes cliniques peuvent 



être observés, l’œdème des membres postérieurs, la raideur (Etienne, 2006), un épiphora, une 

myalgie, une tachypnée et/ou une dyspnée (Zientara, 2003), une congestion des muqueuses 

nasale et oculaires, des douleurs musculaires et articulaires (Gerber, 1969). 

La guérison survient en 1 à 2 semaines, lorsque les chevaux sont maintenus au calme 

et au repos, en l’absence de tout stress (Etienne, 2006). En l’absence de complications 

majeures, il y a une amélioration en 5 à 7 jours et une guérison de l’épithélium respiratoire en 

3 semaines (Coggins, 1979). 

La mortalité est pratiquement nulle chez les chevaux adultes. En revanche, les 

poulains et les jeunes chevaux naïfs peuvent développer une pneumonie grave, à évolution 

rapide qui peut s'avérer fatale (Zientara, 2003). La fièvre prolongée au-delà de 5 jour et/ou le 

développement d'un jetage nasal muco-purulent, est évocateur d'une infection bactérienne 

secondaire (fig. 4). 

 

Figure 4: Cheval infecté par un EIV représente un écoulement nasal muco-purulent  

(Abd El-Rahim et Hussein, 2004) 

L’exposition des chevaux à une infection virale sévère ou l'apparition d'une infection 

bactérienne secondaire peut montrer « nostril flare » narine gorgée d’un écoulement muco-



purulent, une augmentation des efforts respiratoires, des craquements et des sifflements à 

l'auscultation du thorax, l'anxiété et la réticence à se déplacer (Christine et David Wilson, 

2006). 

Des avortements non spécifiques ont été mis en évidence chez des juments gestantes 

suite à une hyperthermie prolongée (Hannant et Mumford, 1996). L’observation dans de rares 

cas, d’une atteinte neurologique caractérisée par une encéphalite probablement due à une 

réaction immunitaire chez des chevaux non vaccinés a été rapportée au Royaume Uni (Daly et 

al., 2006), ou myocardique et peut entraîner une tachycardie, des anomalies 

électrocardiographiques et des arythmies telles que la fibrillation auriculaire. Lors des 

myocardites les chevaux sont fébriles, déprimés, et intolérants de l'exercice, et dans les cas 

graves, peuvent développer une insuffisance valvulaire et une insuffisance cardiaque 

congestive (Adams, 1959 ; Gerber, 1969). La caractéristique clinique d’une entérite a été 

observée uniquement en 1989 en Chine lors d’une épizootie de grippe équine provoquée par 

la souche Jilin/1989 (Mumford, 1990). Les signes cliniques chez les animaux partiellement 

immunisés à la suite d’une vaccination ou d’une infection antérieure par le virus influenza A 

équin sont plus difficiles à reconnaître comme il peut y avoir peu ou pas de la toux ou de 

fièvre (Jaeschke et Lange, 1993 ; Newton et Mumford, 1995). L’infection peut être sub-

clinique, et a été décrite particulièrement chez des chevaux vaccinés pendant 18 jours avant de 

provoquer des signes cliniques reconnaissables (Powell et al., 1995), mais ces animaux 

excrètent et ils sont souvent les premiers cas d’une épizootie importante (Etienne, 2006). 

Chez les chevaux de course vaccinés, seule une diminution des performances peut être due à 

une infection par le virus influenza A équin (Mumford, 1990).  

 

 

 



6. Diagnostic 

La grippe se propage d’une manière très rapide. Par conséquent, le vétérinaire doit agir 

le plus vite possible dès qu'on soupçonne une infection pour empêcher le déclenchement 

d’une épizootie. Un diagnostic rapide associé à l'isolement des chevaux touchés sont les 

lignes fronts de défense contre les épizooties. Ainsi, la reconnaissance des signes cliniques 

(fièvre, dépression, toux quinteuse et écoulement nasal) en conjonction avec une enquête 

prête sur le potentiel vital de l’infection. Les caractéristiques importantes de l'enquête sont, le 

statut vaccinal, l’âge des chevaux touchés, les déplacements, les conditions d’élevage et les 

évènements récents (rencontres de nouveaux chevaux, la participation dans les courses ou 

dans les spectacles) (Christine et David Wilson, 2006). Un diagnostic présomptif de la grippe 

équine repose sur les signes cliniques, qui doivent être confirmés par l’isolement ou la 

détection du virus, ou par les tests sérologiques (Daly et Mumford, 2001). 

6.1) Diagnostic de laboratoire 

De nombreuses méthodes de diagnostic ont été décrites pour la détection du virus 

basées sur la virologie classique, l’immunologie ou la biologie moléculaire (Legrand et al., 

2008a). Le diagnostic repose sur l’isolement du virus à partir de chevaux en phase de maladie 

respiratoire aiguë ou sur la mise en évidence d’une réponse sérologique à l’infection. Dans 

l’idéal les deux méthodes sont mises en œuvre. L’infection peut aussi être mise en évidence 

par la détection de l’antigène viral dans les secrétions de l’appareil respiratoire à l’aide d’une 

méthode immuno-enzymatique (ELISA), ou par la détection du génome viral par une épreuve 

d’amplification en chaîne par polymérase (PCR) (OIE, 2008a). 

6.1.1) Virologie 

Le diagnostic virologique est la méthode de choix. Le virus grippal équin est responsable 

d'une infection localisée et seule la recherche du virus au niveau des voies respiratoires 

permettra de la mettre en évidence (Zientara, 2003).  



a. Les écouvillons nasopharyngés (ENP) 

Les écouvillons nasopharyngés pour l'isolement ou la détection du virus doivent être collectés 

aussi rapidement que possible. Les résultats des études expérimentales suggèrent que les titres 

du pic viral sont obtenus au cours des premières 24 à 48 heures de fièvre, dans le deuxième ou 

le troisième jour après l'infection, et la durée de l'excrétion virale est généralement pas plus de 

4 ou 5 jours (Mumford et al., 1990). Les échantillons des écouvillonnages nasopharyngés sont 

pris par passage d'un écouvillon aussi loin que possible dans le naso-pharynx du cheval via le 

méat ventral pour l’absorption des sécrétions respiratoires (fig. 5).  

 

Figure 5: Technique de prélèvement par écouvillon nasopharyngé (Tissier, 2008). 

Les écouvillons sont transférés immédiatement après usage dans un tube contenant du milieu 

de transport viral (VTM) (fig. 6) pour maintenir la viabilité du virus (Daly et Mumford, 

2001).  



 

Figure 6: Écouvillon mis dans un milieu de transport (VTM) (Tissier, 2008). 

Si les échantillons doivent être inoculés dans les 1 à 2 jours qui suivent, ils peuvent être 

maintenus à 4 °C, mais s’ils sont gardés plus longtemps, ils doivent être conservés à –70 °C 

ou en dessous. Il est préférable par ailleurs que les prélèvements soient transportés sur glace 

(OIE, 2008a). 

b. Les tests rapides 

Aujourd'hui, une large gamme de tests de laboratoire sont disponibles qui permettent un 

diagnostic plus rapide et moins coûteux de la grippe en détectant la présence d'antigènes 

viraux (Cook et al., 1988), l'acide nucléique viral (Oxburgh et Hagstrom, 1999), ou des 

cellules infectées par des virus dans les sécrétions respiratoires. Pour ce faire, plusieurs 

méthodes sont réalisables comme : 

- L’immunofluorescence (IF) (Anestad et Maagaard, 1990) qui présente l’avantage 

d’être légèrement plus sensible que la plupart des tests rapides commerciaux. Ce 

procédé est utilisé dans les hôpitaux pour le diagnostic chez l’homme mais moins 

pratiqué dans le cas du virus grippal équin (Pronost et al., 2008).  

- La NP-ELISA (Nucleoprotein Enzyme-linked Immuno-sorbent Assay) (Cook et al., 

1988; OIE, 2004b ; Bryant et al., 2009) utilisant un anticorps monoclonal (AcM) 

dirigé contre la nucléoprotéine (Cook et al., 1988 ; Livesay et al., 1993), employé chez 



l’homme, est utilisé pour détecter en 20 à 30 minutes, les virus équins à partir 

d’écouvillons naso-pharyngés (Zientara et Dauphin, 2005).  

- Les tests rapides immuno-chromatographiques tel que le test Directigen Flu A (DFA) 

(fig. 7), utilisé dans le diagnostic de la grippe humaine, commercialisé et peuvent être 

utilisés pour la détection de l’antigène du virus de la grippe équine directement dans 

les échantillons de prélèvement nasal et ne nécessite que 15 minutes pour obtenir un 

résultat (Chambers et al., 1994) et AGDP (Agar Gel Diffusion Precipitation)  

(AUSVETPLAN, Animal Health Australia, 2007).  

 

Figure 7: Le test Immuno-chromatographique Directigen Flu A® (DFA) (Tissier, 2008). 

L’utilisation de ces tests rapides s’avère plus simple que la technique d’isolement viral, les 

résultats sont plus rapides, et la lecture, plus aisée, requièrent moins de savoir-faire (Legrand 

et al., 2008a), peuvent rendre le processus d'isolement du virus beaucoup plus efficace en 

aidant le personnel de laboratoire dans leur choix des échantillons à partir desquels l'isolement 

du virus est le plus susceptible d'être couronné de succès (Daly et Mumford, 2001). Ce type 

de méthode directe de détection ne doit cependant pas être préféré à l’isolement du virus 

(OIE, 2008a).  



c. Isolement du virus  

L'isolement du virus est une méthode spécifique de diagnostic, mais n'est pas adapté pour la 

détection rapide car il peut prendre plusieurs passages (jusqu’à 5 passages successifs) et jours 

(chaque passage nécessite 3 à 4 jours) ou semaines pour être complété. Néanmoins, 

l'isolement du virus est un élément essentiel du dispositif de surveillance des dérives 

antigéniques et de l’émergence de nouveaux virus mais également pour fournir les isolats qui 

permettront la production de vaccins efficaces (Foord et al., 2009). L’isolement des souches 

de grippe se fait principalement par culture sur œuf embryonné de poule ou directement sur 

des cellules permissives comme les MDCK (Madin Derby Canine Kidney).  

- Sur œuf de poule embryonné : Traditionnellement, pour le sous-type H3N8, les œufs 

sont préférés car la culture directe sur cellule présente un faible rendement (Legrand et 

al., 2008a) ainsi les virus cultivés sur les œufs sont plus susceptibles de ressembler au 

virus des échantillons cliniques (Ilobi et al., 1998). Le prélèvement est inoculé à 

l’embryon de poulet par voie amniotique ou par voie allantoïque aux œufs 

embryonnés de poule âgés 9 - 11 jours (fig. 8). Après incubation à 34-35 ºC pendant 3 

jours (OIE, 2008a), le virus est détecté et identifié au bout de quelques jours (Zientara 

et Dauphin, 2005) par l’activité hémagglutinante de son hémagglutinine. Un typage 

doit être effectué via des sérums polyclonaux spécifiques d’un sous-type qui inhibera 

alors cette activité (Legrand et al., 2008a). Il peut être nécessaire de réaliser jusqu’à 5 

passages pour isoler le virus notamment à partir d’animaux vaccinés. Si aucun virus 

n’a été isolé au cinquième passage, il est peu probable d’en isoler à partir d’un nombre 

de passages supérieur. 



 

Figure 8: Inoculation du virus avec une seringue à insuline a un œuf embryonné  

(Tissier, 2008). 

- Sur culture cellulaire : Des cultures de cellules MDCK (MDCK ATCC CCL34) 

peuvent être utilisées pour isoler le virus de la grippe équine. Les cellules sont 

multipliées en tube jusqu’à confluence puis chaque échantillon est inoculé. En cas de 

positivité ou dans tous les cas après 7 jours, les surnageants sont testés vis-à-vis de 

l’activité HA. Une autre façon de procéder est la mise en évidence d’un phénomène 

d’hémadsorption (HAD). Cette technique permet de détecter l’expression d’antigènes 

viraux à la surface des cellules (OIE, 2008a). 

La comparaison des virus H3N8 isolés sur œufs ou sur cellules rénales canines (MDCK) 

montre que ces dernières peuvent sélectionner des variants viraux qui ne sont pas 

représentatifs du virus prédominant dans l’échantillon clinique (Ilobi et al., 1994). Cependant, 

au cours des dernières années quelques virus ont été isolés avec succès en cellules MDCK 

mais pas sur l’œuf et la sélection des variants s’est faite par culture sur œuf (Oxburgh et 

Klingeborn, 1999) ; les isolements peuvent par conséquent être réalisés sur l’un ou l’autre 

support. 

 



6.1.2) Biologie Moléculaire : Réaction d’amplification en chaîne par polymérase (PCR)  

Des épreuves PCR sont de plus en plus utilisées dans la détection par la mise en évidence de 

la présence du génome du virus de la grippe équine dans les sécrétions nasales et pour les 

études d’épidémiologie moléculaire (Donofrio et al., 1994 ; Oxburgh et Hagstrom, 1999 ; Lai 

et al., 2001). Le virus de la grippe a cette particularité d’être en constante évolution, 

d’incorporer régulièrement des mutations au sein de son génome. Ainsi, est-il nécessaire de 

réaliser la RT-PCR dans une région très peu variable coïncidant généralement à une protéine 

peu exposée et donc peu soumise à la pression immunitaire de l’hôte. Un des gènes le plus 

communément ciblés est celui situé sur le segment 7 codant pour une protéine de structure, 

non située à la surface du virus, la protéine matricielle 1 (M1). La RT-PCR peut être effectuée 

de deux manières différentes, soit une RT-PCR dite « classique », avec une révélation sur gel 

d’agarose en présence de bromure d’éthidium ou par hybridation spécifique, soit une qRT-

PCR en temps réel dite quantitative, avec une analyse en direct de l’évolution des résultats. 

Avec cette dernière méthode, une quantification est réalisable via un plasmide pré-quantifié, 

permettant l’évaluation de la charge virale du prélèvement (Legrand et al., 2008a). La 

technique qRT-PCR s’est révélée plus sensible pour la détection d’échantillons positifs que 

l’isolement du virus sur œufs ou en culture cellulaire, la détection de l’antigène par DFA, la 

détection de la nucléoprotéine par ELISA ou la sérologie (Quinlivan et al., 2004, 2005; 

Legrand et al., 2008b; Foord et al., 2009; Lu et al., 2009). Même si la séquence génétique des 

isolats peut être obtenue par les tests PCR, il est, néanmoins, essentiel d’isoler les virus afin 

d’étudier les propriétés et les dérives antigéniques (OIE, 2008a). Cette technologie peut 

s'avérer utile dans les programmes de surveillance dans l’avenir quand des difficultés sont 

rencontrées avec l'isolement du virus. 

 

 



6.1.3) Sérologie 

Les infections peuvent être mises en évidence à l’aide d’épreuves sérologiques sur des 

sérums couplés montrant une élévation des titres d’anticorps. Le premier échantillon doit être 

recueilli aussitôt que possible après le début des signes cliniques (phase aigüe) et le second 

environ 2 semaines après (phase de convalescence). Il existe 2 méthodes simples, l’inhibition 

de l’hémagglutination (HI) et l’hémolyse radiale (SRH) toutes deux également efficaces et 

largement utilisées. La fixation du complément (FC) peut aussi être utilisée, mais n’est 

habituellement pas pratiquée. Les 2 sérums couplés doivent être testés en parallèle en même 

temps afin de diminuer la variabilité. Ces épreuves doivent être pratiquées qu’il y ait tentative 

ou non d’isolement de virus (OIE, 2008a), mais rarement utilisées dans la prise en charge 

clinique immédiate. Cependant, le diagnostic rétrospectif peut établir un diagnostic clinique 

en l'absence des techniques d'isolement viral ou de détection de l'antigène. En outre, la 

détection sérologique de l'infection par le virus influenza, reste un outil de surveillance très 

utile (Daly et Mumford, 2001 ; Christine et David Wilson, 2006). 

- Le test d'inhibition de l’hémagglutination (HI)  

Il mesure la capacité des anticorps spécifiques de la grippe équine présents dans les 

échantillons de sérums d'inhiber l'agglutination des globules rouges (GR) par 

l’antigène. Les sérums sont traités au préalable afin d’éliminer les hémagglutinines 

non spécifiques et inactivés à 56 °C pendant 30 min. L’épreuve est réalisée de 

préférence en micro plaques à l’aide d’un dispositif de dilution en série approprié 

avant l'incubation avec une dose standard de l’antigène (titre HA 1/4 par puits en 

microméthode). Une suspension de GR est ajoutée, et après une période d'incubation, 

on lit la plaque (Fig. 9).  

Le titre HI est donné par la plus haute dilution du sérum inhibant complètement la 

réaction d’hémagglutination (Daly et Mumford, 2001 ; OIE, 2008a). Une 



augmentation par quatre ou plus du titre observée sur 2 sérums couplés indique une 

infection récente (US Department of Health and Human Services, 1982 ; Wood et al., 

1994). Un test ELISA qui détecte les anticorps contre l'hémagglutinine a été 

récemment décrit et peut être plus utile que le test HI (Sugiura et al., 2001). 

 

Figure 9: Test de l’IHA montrant 6 échantillons de sérum avec des titres de 1/32 (S1, 

S2 et S3), 1/16 (S4) et < 1/8 (S5 et S6) (Daly et Mumford, 2001). 

- Le test d’hémolyse radial simple (SRH) 

Bien que, il soit moins spécifique de souches, plus reproductible et présent moins, 

d’erreurs que le test IH et comme c'est un test linéaire il est plus sensible, permettant 

la détection de petites hausses en anticorps induits par l'infection chez les chevaux 



fortement vaccinés (Livesay et al., 1993). Dans cette épreuve, l’antigène viral est fixé 

à des GR en suspension dans un gel d’agarose contenant du complément de cobaye 

(C’). Des puits sont percés dans le gel et remplis de sérums à tester. Les anticorps anti-

grippe équine et le C’ provoquent une lyse des GR couplés avec l’antigène et 

entraînent l’apparition d’une zone claire d’hémolyse autour du puits. La taille de cette 

zone est directement proportionnelle aux taux d’anticorps spécifiques présents dans le 

sérum à tester (Schild et al., 1975 ; Plateau et Cruciere, 1983 ; Morley et al., 1995) 

(Fig. 10).  

 

Figure 10: Plaque de SRH montrant les zones claires de l'hémolyse autour de 9 puits  

des 16 échantillons de sérum et d'un échantillon de contrôle positif dans le puits 16  

 (D’après Daly et Mumford, 2001) 

L’augmentation de surfaces (de 50% ou de 25 mm
2
)

 
des zones d’hémolyse des sérums 

convalescents comparés avec la surface des sérums prélevés en phase aiguë est la 

preuve d’une infection (Wood et al., 1994). La surface peut être calculée à partir d’une 

courbe standard effectuée par dilutions successives d’un sérum de référence. 

Cependant, il est difficile de distinguer par les deux tests (HI et SRH), les anticorps induits 

par une infection grippale de ceux induits par la vaccination. Un test ELISA permettant de 

détecter des anticorps dirigés contre la protéine non structurale NS1 du virus grippal, est en 

développement (Ozaki et al., 2001). Cette protéine (NS1) est produite lors d'une infection 



virale et n'est pas présente dans les vaccins à virus inactivés, elle doit permettre de 

différencier les réponses humorales à une infection de celles à une vaccination avec ce type de 

vaccin (Birch-Machin et al., 1997). 

6.2) Diagnostic différentiel 

Le diagnostic différentiel repose surtout sur l’évolution de la maladie au sein de 

l’effectif. En effet, il est très difficile de différencier les manifestations cliniques initiales 

d’une infection à virus grippal de celles d’une infection à herpèsvirus 1 ou 4 par exemple 

(Zientara, 2003). Chez les animaux non vaccinés, la maladie est caractérisée par sa 

propagation rapide et par une toux sèche et profonde. La rapidité de la propagation de la 

grippe équine est une observation clé pour la différencier des autres maladies respiratoires 

infectieuses (Daly et Mumford, 2001), alors que la contagiosité des herpèsvirus est beaucoup 

plus faible que celle du virus grippal. Il en est de même pour le virus de l’artérite virale sous 

sa forme respiratoire. L’intensité des symptômes est plus modérée lors d’infections par 

d’autres virus des équidés à tropisme respiratoire (rhinovirus équin, adénovirus, réovirus…). 

Néanmoins, certaines souches de virus influenza peuvent, en particulier dans un contexte de 

large couverture vaccinale, induire parfois des formes cliniques atténuées (Powell et al.,  

1988 ; Powell, 1991 ; Zientara, 2003), ce qui rend le diagnostic de la grippe équine plus 

difficile en raison de la réduction de l’évidence clinique de la maladie (Daly et Mumford, 

2001). 

7. Traitement  

Il n’existe pas vraiment de traitement réellement efficace pour lutter contre ce virus. 

Chez le cheval, le traitement instauré est essentiellement symptomatique. Un repos strict et 

une alimentation adaptée dans un environnement propre et correctement ventilé afin que les 

épithéliums respiratoires retrouvent leur intégrité physique et fonctionnelle (Powell, 1991) 

sont indiqués. Ce sont les premiers soins à apporter, avec une règle générale recommandant 



une semaine de repos par jour de fièvre, suivie d'un retour progressif au travail (Chambers et 

al., 1995). Le non-respect de ces prescriptions simples est souvent à l’origine de 

complications ultérieures qui se manifestent par des cardiopathies ou des pathologies 

pulmonaires regroupées dans le complexe des maladies pulmonaires obstructives chroniques 

(Timoney, 1996 ; Zientara et Dauphin, 2005). La mise à disposition d’eau propre et fraîche 

ainsi que Le foin doit être mouillé ou encore remplacé par un aliment appétant et riche en 

fibres sont recommandés. L’animal doit être couvert et installé confortablement à l’abri des 

courants d’air et de la poussière (Tissier, 2008). Des solutions d'électrolytes peuvent être 

distribuées et placées d’une manière facilement accessible aux chevaux fébriles et 

léthargiques. Des anti-inflammatoires non stéroïdiens peuvent être donnés pour faire baisser 

la fièvre et éviter le risque d’avortement chez les juments gestantes, mais ils doivent être 

administrés avec précaution chez les chevaux déshydratés et peuvent masquer parfois des 

complications. L’utilisation d’antibiotiques peut s’avérer intéressante notamment en cas de 

surinfection bactérienne. Il est recommandé d’utiliser la pénicilline G ou le triméthoprime 

(sulfamide) sur une période de 7 à 10 jours et s'étendant sur au moins 3 jours après la 

résolution des signes cliniques (Daly et Mumford, 2001 ; Christine et David Wilson, 2006). 

Dans une étude récente on démontré que l’administration de la marbofloxacine, par aérosol 

serait efficace et permettrait d’obtenir de fortes concentrations dans le liquide broncho-

alvéolaire (Art et al., 2005). Quelques composés antiviraux utilisés en médecine humaine 

peuvent être utilisés pour les chevaux de grande valeur, comme l’amantadine, la rimantidine, 

qui sont des inhibiteurs de la réplication virale agissant sur la protéine M2 et en bloquant les 

canaux ioniques (Scholtissek et Faulkner, 1979), ou l’oseltamivir et le zanamivir, qui sont des 

inhibiteurs de la neuraminidase empêchant le nouveau virus de quitter la cellule infectée 

(Yamanaka et al., 2006). Ces molécules sont coûteuses et apportent peu d'avantages chez un 

cheval déjà infecté. Elles sont utilisées à titre préventif dans un contexte épizootique.  



8. Prophylaxie  

8.1)  Sanitaire  

La séparation stricte et immédiate entre animaux indemnes et animaux infectés 

constitue la principale mesure qui puisse minimiser la propagation du virus. De plus, il faut 

repérer les chevaux sensibles et ceux susceptibles de transmettre l’affection (Daly et 

Mumford, 2001 ; Christine et David Wilson, 2006). Le respect des règles d'hygiène doit éviter 

la transmission de manière directe du virus de la grippe, et les mouvements du personnel sont 

à contrôler. La ventilation de l’écurie permet la diminution de la charge virale ; enfin, 

l’enveloppe du virus est faite de lipides, le rendant sensible aux détergents et désinfectants. Il 

est possible d’utiliser des ammoniums quaternaires, des phénols, du formol ou des dérivés 

phénicolés pour les locaux, le matériel de transport et de soin (Tissier, 2008). 

8.2) Médicale : Vaccination 

La prévention et le contrôle de la grippe dépendent étroitement des mesures de 

vaccination et de conduite de l'élevage. La vaccination est à ce jour le moyen le plus usuel 

pour limiter la propagation du virus au sein de la population équine. Les vaccins contre la 

grippe équine doivent contenir les sous-types et, à l’intérieur de ceux-ci, les variants 

antigéniques qui circulent dans la population équine. Chaque année, l’Organisation mondiale 

de la santé animale (OIE) recommande les souches de virus influenza A équin que doivent 

contenir les vaccins. En l’absence de circulation de souches des sous-types  H7N7 et H3N8 

appartenant à la lignée eurasienne, les vaccins actuels doivent inclure les variants antigéniques 

des virus représentant chacun des clades 1 et 2 de la sous-lignée Florida (OIE, 2011). Les 

vaccins contre la grippe équine sont largement disponibles et sont utilisés en routine chez les 

chevaux de course et de compétition dans plusieurs pays du monde.  

Historiquement, les vaccins contre EIV étaient composés principalement de virus complets 

inactivés conférant différents niveaux de protection contre la maladie. Les vaccins composés 



de virus vivants atténués ou de vecteurs viraux de type poxvirus codant des protéines virales 

ont été développés et commercialisés pour le cheval. Les stratégies de vaccination peuvent 

être divisées entre l’administration de vaccins inertes ou vivants. D’autres approches, comme 

la construction par génétique inversée de virus vivants atténués, sont également en cours de 

développement (Paillot, 2007). 

8.2.1) Les vaccins inertes  

Les vaccins dits inertes contiennent du virus complet tué ou inactivé, des protéines 

sous-unitaires ou sont à base d’ADN recombinant. 

a. Vaccins à base de virus complets inactivés 

Les vaccins antigrippaux dits conventionnels ou à virus inactivés, contiennent des 

antigènes de surface (split vaccines) ou des virus complets (Etienne, 2006) pour une 

administration parentérale. Ils sont soit monovalents, soit combinés avec la toxine tétanique, 

l'herpès virus EHV-1 et le réovirus équin 1 et 3 (Zientara, 2003 ; Zientara et Dauphin, 2003). 

La protection par ce type de vaccins est fortement associée aux taux élevés d’anticorps 

circulants spécifiques de la molécule HA (Paillot, 2007). Ces anticorps sont mesurés par la 

méthode d’hémolyse radiale simple (SRH) (Mumford et Wood, 1992 ; Newton et al., 2000). 

Le profil des anticorps induit par les vaccins à base de virus influenza inactivé est composé 

seulement d’anticorps ayant une durée de vie courte (<100 jours post vaccination), d’isotype 

IgG(T) majoritairement (Nelson et al., 1998), les animaux sont protégés cliniquement jusqu'à 

3 mois après vaccination (Lunn et al., 2001), ce qui nécessite des revaccinations fréquentes 

tous les 3 à 4 mois pour conférer une protection. De nouvelles formulations, comprenant des 

adjuvants mieux adaptés, augmentent la durée d’immunité jusqu’à 6 mois en conditions 

expérimentales (Mumford et al., 1994a,c).   

 

 



b. Vaccins sous-unitaires  

Les vaccins sous-unitaires actuels contiennent les protéines purifiées HA et NA qui 

présentent de nombreux épitopes reconnus par les anticorps et sont les principales cibles de la 

réponse immunitaire développée après une infection naturelle par EIV (Paillot, 2007). Des 

molécules telles que les saponines (Quil A) (Equilis Equenza®, Intervet) ou des systèmes de 

présentation d'antigènes (Immune Stimulating complexes, ISCOMS) (Equip®, Schering-

Plough) permettent également d'élargir et de prolonger la réponse des anticorps jusqu'à 15 

mois après la 3
ème

 dose vaccinale (2 immunisations intramusculaires à 6 semaines d’intervalle 

et une immunisation de rappel 5 – 6 mois plus tard) (Mumford et al., 1994a,b). Les vaccins 

ISCOM seraient également en mesure de stimuler la réponse immune à médiation cellulaire 

(Heldens et al., 2009). Ce vaccin a montré qu’il stimulait davantage l’immunité et sur un laps 

de temps plus long qu’un vaccin inactivé (Mumford et al., 1994a,b). De plus, Crouch et al. 

(2004, 2005) ont permis de montrer l’efficacité de ce vaccin, celui-ci induit un taux d’IgG 

circulants qui permet une protection immunitaire semblable à celle observée lors d’une 

infection naturelle. Toutefois, l’immunité induite par les vaccins sous-unitaires est limitée et 

dépend du rôle des antigènes composant le vaccin dans la protection  (Hannant et al., 1994). 

c. Vaccins à ADN  

Ces vaccins ont été mis au point chez le cheval suite à son efficacité démontrée chez 

d’autres espèces (Fynan et al., 1993 ; Webster et al., 1994 ; Olsen et al., 1997). Ils sont 

constitués de plasmides recombinés avec le gène de l’hémagglutinine, sont encore à l’étude. Il 

semble qu'ils confèrent une protection partielle à complète plus semblable à l'infection 

naturelle (Lunn et al., 1999; Soboll et al., 2003a, 2003b) par injection intramusculaire ou 

sous-cutanée. La protection est associée, pour des raisons encore inexpliquées, à la présence 

d'IgG locales et à l'absence d'IgA dans les sécrétions nasales (Zientara, 2003 ; Zientara et 

Dauphin, 2003). Malgré un coût peu élevé, une bonne stabilité ainsi qu’une lyophilisation 



facile, il est difficilement utilisable en pratique car il existe une variabilité quant à la 

protection qu’il conférerait. De plus, il nécessite de nombreux points d’inoculation (peau et 

muqueuses) ainsi que de nombreux rappels (Lunn et al., 1999 ; Paillot et al., 2006). Mais les 

techniques actuelles ne sont pas pratiques sur terrain et aucun vaccin n'a été autorisé à ce stade 

(Soboll et al., 2010). 

8.2.2) Vaccins vivants 

Les vaccins dits vivants regroupent ceux contenant du virus vivant atténué ou des 

vecteurs viraux.  

a. Vaccins à base de virus vivants atténués « Cold-Adapted » 

L’immunisation par un virus vivant atténué est similaire à l’infection naturelle. 

Récemment, un vaccin contenant un virus thermosensible (Ts) vivant adapté au froid (Flu 

Avert
®
 I.N. Vaccine; Intervet) dérivé d’un virus sauvage A/eq/Kentucky/1/91 (H3N8) 

administré par voie intra-nasale est commercialisé aux USA et au Canada (Lunn et al., 2001 ; 

Townsend et al., 2001 ). Ce vaccin protège également les poneys contre une infection par un 

virus influenza hétérologue (Chambers et al., 2001). Les poneys vaccinés présentent 

également une protection significative quand ils sont infectés 6 mois post immunisation (Daly 

et Mumford, 2001) et une pyrexie réduite lors d’une infection 12 mois post immunisation. 

Ainsi donc, la vaccination avec ce vaccin vivant atténué a induit une immunité de longue 

durée qui limite très clairement la sévérité des signes cliniques de la maladie et l’excrétion 

virale après infection expérimentale par EIV (Paillot et al., 2006).  

b. Vaccins à base de poxvirus recombinant 

Les vaccins à base de vecteurs vivants recombinants sont construits par l’insertion de 

gènes sélectionnés provenant du pathogène d’intérêt à l’intérieur de virus vivants et 

infectieux. Plus récemment, un vaccin vectorisé basé sur un virus canarypox recombinant 

(Proteq Flu®, Mérial Ltd, UK) a été développé pour une utilisation chez le cheval (Minke et 



al., 2004 ; Minke et al., 2006). Il est composé de deux virus (canarypox) recombinants 

exprimant les gènes HA (Minke et al., 2007) des souches influenza de sous-type H3N8 

A/eq/Newmarket/2/93 (lignage Américain) et A/eq/Kentucky/94 (lignage Européen) (Bryant 

et al., 2010). Ce vecteur viral a la capacité d’infecter une cellule hôte et permet l’expression 

des hémagglutinines immunogènes mais n’est pas capable de se répliquer dans les cellules 

équines (Vandaële, 2004). L'immunité se développe alors deux semaines après la vaccination 

(Edlund et al., 2005) et elle semble persister plus longtemps qu’avec les vaccins 

conventionnels. Ce vaccin appartient au groupe des vaccins influenza de la deuxième 

génération, induit à la fois une immunité cellulaire et humorale (Soboll et al., 2010). La durée 

de l’immunité est plus de 5 mois après 2 primovaccinations et d’au moins un an après 3 

immunisations (Minke et al., 2007). Le vaccin ProteqFlu
®

 est donc efficace pour prévenir 

l’infection induite par une souche récente du virus EIV (Paillot et al., 2006).  

c. Virus influenza vivant atténué développé par génétique inversée 

La génétique inversée permet de générer des virus influenza recombinants totalement 

artificiels à partir de plasmides d’ADN (Schickli et al., 2001). De tels virus recombinants 

restent néanmoins à tester in vivo chez le cheval afin d’analyser et d’évaluer leur antigénicité 

comme virus vaccinal et leur efficacité à protéger contre une infection expérimentale avec un 

virus sauvage (Paillot et al., 2006). 

8.2.3) Protocole 

Les plannings de vaccination diffèrent selon les réglementations nationales, les types 

de vaccin, les recommandations des fabricants et la présence d’anticorps maternels. Le 

protocole habituel de primovaccination consiste en 2 injections de vaccin à 4-6 semaines 

d'intervalle, avec un premier rappel après 6 mois. Le programme des rappels ultérieurs doit 

être respecté, car la durée d'immunité des vaccins contre la grippe équine, est assez courte. 

Les fabricants de vaccins prescrivent, des rappels de vaccination  6 à 12 mois plus tard. Il est 



recommandé de vacciner les juments dans les 4 à 6 semaines qui précédent la mise-bas, afin 

d'assurer le transfert par le colostrum d'un niveau suffisant d'anticorps protecteurs. La majorité 

des poulains nés de mères correctement vaccinées ne sont pas vaccinés avant l’âge de 6 à 9 

mois (OIE, 2008a), afin que les anticorps d’origine maternels aient eu le temps de disparaître, 

à cause de la tolérance et, au long terme, une faible réponse immunitaire (Cullinane et al., 

2001). Les poulains issus de mères non vaccinées, peuvent être vaccinés plus jeunes à partir 

de l’âge de 2 mois en particulier en période de risque élevé. Avant cet âge, le poulain n’est 

pas encore capable de développer une bonne réponse immunitaire (Barrier et Grobois, 2006). 

De plus, dans certains pays la vaccination est obligatoire pour les chevaux de sport qui 

participent à des compétitions relevant des organismes équestres. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Partie expérimentale 

 

 

 

 

 

 

 
 

 



Chapitre I : Matériels et méthodes 

I/ Matériels 

I.1. Les lieux d’étude 

I.1.1/ La Jumenterie de Chaou Chaoua et son Club Équestre 

La Jumenterie de Chaou Chaoua est une institution située dans la commune de Tiaret, 

daïra de Tiaret, Wilaya de Tiaret, appartenant foncièrement au Ministère de l’Agriculture et 

du Développement Rural. Cette Jumenterie est spécialisée dans la reproduction des chevaux 

de race Pur-Sang Arabe et Barbe, parfois croisements des Arabes Barbes.  

I.1.2/ L’annexe de l’ONDEEC   

L’annexe est une institution située dans la commune de Tiaret, daïra de Tiaret, Wilaya 

de Tiaret et gérée par l’Office National de Développement de l’Élevage Équin et Camelin 

(ONDEEC), appartenant foncièrement au Ministère de l’Agriculture et du Développement 

Rural. Cette annexe joue le rôle d’une station de monte où se déroule la saillie des juments de 

l’ONDEEC et celles des propriétaires privés de la région, parfois la programmation des 

courses d’endurance et de saut d’obstacles. Les chevaux qui peuplent cette station, sont de 

races différentes : Pur-Sang Arabe, Barbe, Arabe Barbe, Anglo-Barbe et Pur-Sang Anglais. 

I.1.3/ Les champs de course de Barika, d’El-Eulma (Bazer-Sakra) et de Tiaret (KAID 

Ahmed)  

Les champs de courses de Barika, d’El-Eulma et de Tiaret sont des institutions 

appartenant foncièrement respectivement aux communes de Barika, de Bazer-Sakra et de 

Tiaret, aux daïras de Barika, d’El-Eulma et de Tiaret, et aux Wilayas de Batna, de Sétif et de 

Tiaret respectivement. Ces hippodromes sont gérés par la société des courses hippiques et du 

pari mutuel (SCHPM) dont la direction générale est Alger. Ainsi, chaque champ de course est 

géré par un directeur d’hippodrome. Dans ces champs sont programmées les courses de 

chevaux de race Pur-Sang Arabe et Pur-Sang Anglais une fois par semaine.  

 



I.2. Les animaux  

Les chevaux ayant fait partie de l’étude appartiennent à la Jumenterie de Chaou 

Chaoua, le Club Équestre, l’annexe de l’ONDEEC et le Champ de course de la région de 

Tiaret et à des propriétaires privés dans les champs de courses d’El-Eulma et de Barika. La 

majorité des chevaux est nés et élevés en Algérie. Au total, l’étude sérologique a été réalisée 

sur un effectif de 297 chevaux, dont 113 mâles et 184 femelles âgés de 8 mois à 26 ans. La 

majorité des équidés est de races Pur-sang arabe, Barbe et Pur-sang anglais. Aucun équidé né 

et élevé en Algérie de cette étude n’a été vacciné contre le virus de la grippe équine, alors que 

l’état vaccinal des chevaux importés est inconnu. 

Des écouvillons naso-pharyngés (ENP) ont été prélevés sur 12 chevaux non vaccinés, 

de races Pur-sang arabe, Barbe et Arabe-Barbe, âgés entre 18 mois et 13 ans dans la Wilaya 

de Tiaret (ouest algérien), dont 7 dans la Jumenterie de Chaou Chaoua en Mai 2011 et 5 et 

dans un haras privé à Sougueur (Daïra située à 27 Km au Sud-Est du chef-lieu de la Wilaya de 

Tiaret) en Juillet 2011.  

II/ Méthodes  

II-1) Prélèvements sanguins  

Les échantillons sanguins ont été prélevés par ponction de la veine jugulaire dans des 

tubes stériles sans anticoagulant (type Vacutainer) entre Mai 2009 et Janvier 2010. Après 

coagulation pendant 24 heures à 4°C, les échantillons ont été centrifugés (3000g, 15 minutes, 

température ambiante) et les sérums ont été recueillis puis stockés à -20°C jusqu’à analyse. 

II-2) Les écouvillons naso-pharyngés (ENP) 

Les écouvillons naso-pharyngés ont été collectés par les vétérinaires cliniciens des 

Haras sur des chevaux présentant des symptômes similaires à ceux provoqués par les virus 

grippaux tels que de la toux quinteuse, l’écoulement nasal et une forte fièvre (39-40°C). Après 

collection, les échantillons d’ENPs ont été placés dans 5 ml du milieu de transport virologique 



(VTM) constitué du tampon de phosphate salé (PBS), 5000 u/ml de pénicilline, 250 mg/ml 

Amphotéricine B et 2 % v/v de sérum de veau fœtal, puis conservés à – 20 °C pendant 3 mois 

jusqu’à analyse.  

II-3) Analyses  

II-3.1) Analyses sérologiques  

Deux techniques de diagnostic sérologique de l’infection grippale ont été utilisées : la 

technique ELISA et le test d’Inhibition de l’Hémagglutination (test IHA). Cette dernière est 

considérée à ce jour comme méthode de référence par l’organisation mondiale de la santé 

animale (OIE) (OIE, 2008a). 

A) La technique ELISA : La technique ELISA a été réalisée à l'aide de deux trousses de 

diagnostic sérologique. 

A.1) Le coffret Flu DETECT
TM

 BE (Synbiotics): Selon les instructions du fabricant de 

la trousse ELISA Flu DETECT® BE (Synbiotics), 113 sérums provenant de la région de 

Tiaret (la Jumenterie de Chaou Chaoua, le Club Équestre, ONDEEC et le Champ de 

course) ont été analysés au Laboratoire de la Faculté des Sciences de la Nature et de la Vie 

de l’Université de Mascara (Algérie). 

A.1.1) Principe du test : Le coffret Flu DETECT
TM

 BE utilisé pour la technique Immuno-

Enzymatique en vue de la détection des anticorps anti-influenza A dans les échantillons de 

sérum ou de plasma. La réaction est composée de trois étapes :  

- Chaque échantillon de sérum ou de plasma est déposé dans un puits sensibilisé 

avec la nucléoprotéine virale (NP) de l’antigène. Les anticorps présents dans 

l'échantillon se lient avec l'antigène qui enduit la plaque. 

- Après avoir bien rejeté, le liquide en dehors de chaque puits, un HRP-

Conjugué anti-anticorps AIV est ajouté. Cet anticorps monoclonal, lie la 



nucléoprotéine viral (NP) de l’antigène spécifique épitope, se fixe sur les sites 

libres de l'antigène formant un complexe:  

(Ag) - (Mab nucléoprotéine anti - (NP) viral antigène / peroxydase). 

- L'excès de conjugué est éliminé par l’étape du lavage. L'enzyme lié au 

complexe est révélé par l'addition du substrat qui est transformé en un produit 

coloré (couleur verdâtre). Les densités optiques correspondantes sont lues à 

une seule longueur d'onde 405 ou 410 nm: 

 En l'absence d'anticorps dans l'échantillon, une coloration de la réaction est 

observée due à la réaction de l'enzyme conjugué, lequel est lié à l'antigène libre      

fixé au support solide.  

 En la présence des anticorps anti- virus grippal dans l'échantillon, moins 

d'enzyme conjugué est lié aux sites antigéniques dans le support solide et la  

coloration de la réaction est diminuée. 

A.1.2) Composition et Conservation (Tableau 2)   

Nature du réactif Reconstitution et conservation 

4 micros plaques contiennent 12 bandes de 8 puits 

sensibilisé par la nucléoprotéine virale (NP) de 

l’antigène. 

Utilisez dans les 4 semaines après avoir ouvert le 

sachet qui doit être fermé après usage. 

Conjugué : la nucléoprotéine virale (NP) de l’antigène 

spécifique Mab- peroxydase (CJ) (100 x concentré).  

Diluée 100 fois dans le tampon de la dilution et 

utilisée 2 heures après la dilution. 

Substrat tamponné peroxydase (ABTS)  Préparez à usage 

Control Négative (NC) Préparez à usage 

Contrôle positive (PC) Préparez à usage 

Solution de lavage (W)  

(20 x concentré) 

Diluée 20 fois dans l’eau distillée ou 

déminéralisée. Utilisée 48 heures après la dilution. 

Le Tampon de la dilution (DB) pour les échantillons et la 

dilution du conjugué.  

Préparez à usage. 

Solution d’arrêt (S)  

(5 x concentré)  

Diluée 5 fois dans l’eau distillée ou déminéralisée. 

Utilisée 48 heures après la dilution. 

Les films adhésifs 12 films 

 

* Matériels nécessaires (non fourni)     

 L'eau distillé ou déminéralisée.     



 Pipettes réglables ou résolues pour mesurer et délivrer entre 10 à 1000 µl. La déviation 

de la mesure doit être ≤ 10% pour les volumes ≤ 10 µl et ≤ 5% pour tous les autres 

volumes. 

 Les embouts  

 Papier absorbant    

 Cylindres gradués (100 ml et 1000 ml).     

 Appareil du lavage manuel, automatique ou semi-automatique pour la microtitration 

des plaques.     

 Lecteur de microplaques, avec des filtres à lecture monochromatique à 405 ou 410nm.   

A.1.3) Procédure  

a) Les étapes préliminaires : Avec soin distribution et identification des contrôles et des 

échantillons. 

a.1) Préparation des échantillons de sérum : Pour un grand nombre d'échantillons:   

Dispenser au minimum 100 µl d'échantillon dans un tissu de culture propre de 96 puits 

de la micro-plaque. Laissez les puits A1 à A4 vides. Les échantillons du sérum gelés doivent 

être complètement fondus ; mélanger avant de les diluer entièrement. 

a.2) Préparation de la solution conjuguée  

Les Anticorps de l'anti-NP HRP - Conjugué est fourni comme une solution de réserve. 

Dilué 100μl de la solution conjuguée de réserve dans 10 ml du tampon de la dilution (Les 

dilutions, 1:100). Mélanger bien. Cette préparation de 10 ml obtenue est suffisante pour la 

conjugaison d’une plaque ELISA de 96 puits. 

a.3) Préparation de la solution de lavage (1 x W)  

Diluer 25 ml du concentré de la solution de Lavage dans 475 ml d’eau distillée ou 

déminéralisée (Les dilutions, 1:20). Mélanger bien. Chaque plaque de 96 puits nécessite 

approximativement 500 ml de la solution de lavage. 



a.4) Préparation de la solution de substrat  

La solution de substrat est prête à utiliser. Chaque Plaque exigera approximativement 

10 ml de la solution du substrat.  

a.5) Préparation de la solution d’arrêt (1 x S)  

Diluer 2,5 ml du concentré de la solution d’arrêt dans 10 ml d’eau distillée ou 

déminéralisée (Les dilutions, 1:5). Mélanger bien. Approximativement 12,5 ml de la solution 

d’arrêt est exigée par une plaque ELISA de 96 puits. 

b) Procédure du Test   

b.1) Distribution des échantillons et du contrôle  

b.1.1) Distribution des échantillons  

Les échantillons du sérum gelés doivent être complètement fondus et entièrement 

mélangés avant dilution.   

 Ajout de 75μl du tampon de la dilution  dans les puits de la plaque du test sauf 

les puits A1 à A4.   

 Ajout de 25μl du sérum à tester par puits (dilution, 1:4). Débuter avec le puits 

A5 et en terminer avec le puits H12. Le transfert d'échantillons à la plaque de 

l'épreuve devrait être effectué aussi rapidement  que possible.   

 Secouer doucement la plaque manuellement pour mélanger. 

b.1.2) Distribution du contrôle  

 Ajout de 100µl de contrôle négatif (CN) aux puits A1 et A2, et 100 µl de contrôle 

positif (CP) aux puits A3 et A4.   

 Couverture des puits par le film adhésif.   

 Secouer doucement la plaque manuellement pour mélanger. 

b.1.3) Incubation de la plaque   

 Incubation pendant 1 heure à la température de la pièce du laboratoire (23 ± 3°C). 



b.2) Addition du conjugué  

b.2.1) Distribution du conjugué  

Ajout de 100 µl du conjugué dilué dans tous les puits et les couvrir avec un nouveau 

morceau de film adhésif.  

b.2.2) Incubation du conjugué  

  Incubation pendant 30 minutes à la température de la pièce du laboratoire (23 ± 3°C). 

b.2.3) Lavage  

 Avec soin, enlèvement du film adhésif, puis lavage 5 fois avec un appareil du lavage 

automatique. 

 Renversement de la plaque pour s’assurer que tout le liquide résiduel est enlevé. 

b.3) Révélation  

b.3.1) Addition du substrat   

 Ajout de 100µl du substrat tamponné peroxydase par puits.  

 Secouer doucement la plaque manuellement pour mélanger. 

b.3.2) Incubation du substrat   

 Incubation pendant 15 minutes à la température de la pièce du laboratoire (23 ± 3°C), 

à l’abri de la lumière. 

b.3.3) Addition de la solution d’arrêt   

 Ajout de 100µl de la solution d’arrêt diluée par puits. 

 Secouer doucement la plaque manuellement pour mélanger. 

b.3.4) Mesure de la densité optique   

 Mesure de la densité optique (D.O) monochromatique à 405 nm (la bande verte). 

A.1.4) Validation du Test : Le  Flu DETECT™ BE est valide, quand le résultat obtenu:   

 La valeur moyenne de la densité optique (D.O) des contrôles négatifs (A1, A2) est 

0,500 + / -  0,15. 



 Le rapport S/N, de la valeur moyenne de la densité optique (D.O) des contrôles 

positifs (A3, A4) doive être inférieur à 0,6. Ce rapport S/N est calculé comme suit:  

S/N = DO CP 

DO CN  

Les valeurs obtenues pour notre étude sont (Tableau 3) :  

        Densité optique  

        Plaque  

DOCP  DOCN DOCP / DOCN 

Plaque n°1 0,299 0,509 0,587 

Plaque n°2 0,277 0,491 0,564 

Plaque n°3 0,260 0,497 0,523 

Plaque n°4 0,288 0,512 0,562 

 

A.1.5) Expression et interprétation des résultats  

 Divisez D.O lue de l'échantillon par la D.O moyenne Négative.  

 Lorsque le rapport S/N est supérieur ou égal à 0,6 l’échantillon est considéré négatif et 

lorsqu’il est inférieur à 0,6 l’échantillon est considéré positif. 

Ce rapport S/N est calculé comme suit:  

S/N = DO lue pour l’absorbance de l’échantillon  

 DO CN  

A.2) Le coffret ID Screen
®
 Influenza A Antibody Competition (ID VET)  

Selon les instructions du fabricant de la trousse ELISA ID Screen
®
 Influenza A 

Antibody Competition (ID VET), 184 échantillons (15 sérums d’équidés provenant de la 

région de Tiaret (Jumenterie de Chaou Chaoua), 64 sérums d’équidés de la région de Barika 

(Champ de Course) et 105 sérums d’équidés provenant de la région d’El-Eulma (Champ de 

Course) ont été analysés au Laboratoire Régional de Médecine Vétérinaire de Tlemcen 

(Algérie). 

A.2.1) Description et principe  

 Les puits sont enduits par l’antigène A.  



 Les spécimens à tester et les contrôles sont ajoutés au micro-puits. S’il y a présence 

des anticorps anti-antigène A, il y aura formation d'un complexe anticorps-antigène 

lequel masque les épitopes de l'Ag A.  

 Un anti-Ag A peroxydase (Po) conjugué, est ajouté au micro-puits. Il se fixe au reste 

des épitopes libres de l’Ag A, formant un complexe antigène-conjugué-peroxydase.   

 Après le lavage pour éliminer l'excès du conjugué, la solution du substrat (TMB) est 

ajoutée. 

 La coloration résultante, est dépendante de la quantité des anticorps spécifiques 

présents  dans le spécimen à tester : 

- En l’absence d’anticorps, les solutions apparaissent bleues lesquelles 

deviennent jaunes après addition de la solution d'arrêt. 

- En présence des anticorps, il n’y a aucune coloration observée. 

 Les micro-plaques sont lues à 450 nm. 

A.2.2) Composition et conservation (Tableau 4)  

Réactifs Avant 

ouverture 

Après ouverture 

Micro-plaques enduit avec 

l’antigène A. 

+ 2°C à + 26°C Refermer hermétiquement le sachet. Se conserve ainsi 

2 mois après ouverture à + 2 à + 8°C  

Solution du conjugué (10 X) + 2 à + 8°C Non dilué : + 2 à + 8°C 

Dilué : Se conserve jusqu’à 24 heures à + 2 à + 26°C     

Contrôle positif + 2 à + 8°C + 2 à + 8°C 

Contrôle négatif + 2 à + 8°C + 2 à + 8°C 

Tampon de la dilution 3 + 2 à + 26°C + 2 à + 26°C     

Tampon de la dilution 2 + 2 à + 26°C + 2 à + 26°C     

Solution de lavage (20 X) + 2 à + 26°C Non dilué : + 2 à + 26°C 

Dilué : Se conserve jusqu’à 3 jours à + 2 à + 26°C    

Solution du substrat + 2 à + 8°C + 2 à + 8°C. Bien refermer le flacon après chaque 

utilisation. Préserver le contenu de la lumière  

Solution d’arrêt (H2SO4 0,5 M) + 2 à + 26°C + 2 à + 26°C     

      

* Matériels nécessaires (non fourni)  

 Mono ou multicanaux micropipettes pour délivrer des volumes de 10 µl, 100 µl et 200 

µl. 



 L'eau distillé ou déminéralisée.     

 Les embouts  

 Papier absorbant    

 Appareil du lavage manuel ou automatique. 

 Lecteur de microplaques de 96 puits.       

A.2.3) Procédure  

a) Préparation de la solution de lavage  

 Préparer la solution de lavage (1X) par la dilution de la solution du concentré du 

lavage (20X) dans l’eau distillée ou déminéralisée. 

b) Procédure du Test   

b.1) Préparation de la plaque  

b.1.1) Distribution des échantillons et du contrôle  

 Ajout de 90 µl du tampon de la dilution (2)  dans tous les puits de la plaque 

 Ajout de 10 µl du contrôle positif dans les puits A1 et B1. 

 Ajout de 10 µl du contrôle négatif dans les puits C1 et D1. 

 Ajout de 10 μl du sérum à tester  dans le reste des puits. 

b.1.2) Incubation de la plaque   

 Incubation pendant 1 heure ± 5 minutes à 37°C (± 2°C). 

b.2) Lavage   

 Videz les puits.  

 Lavez bien tous les puits 3 fois avec approximativement 300 µl de la solution de 

lavage.  

 Évitez de sécher des puits entre lavages. 

 

 



b.3) Incubation du conjugué  

 Préparation du conjugué (1X) par la dilution de la solution du conjugué concentré 

(10X) à 1/10 dans le tampon de la dilution 3. 

 Ajout de 50 µl de la solution du conjugué (1X) pour chaque puits. 

 Incubation pendant 30 minutes ± 5 minutes à 21°C (± 5°C). 

b.4) Lavage  

 Videz les puits.  

 Lavez bien tous les puits 3 fois avec approximativement 300 µl de la solution de 

lavage.  

 Évitez le dessèchement des puits entre lavages. 

b.5) Révélation   

 Ajout de 50 µl de la solution du substrat pour chaque puits. 

 Incubation pendant 10 minutes ± 1 minutes à 21°C (± 5°C) à l’abri. 

 Ajout de 50µl de la solution d’arrêt pour chaque puits pour arrêter la réaction. 

 Lecture des plaques à une densité optique (D.O) de 450 nm. 

A.2.4) Validation   

Le test est validé si :  

 La valeur moyenne de la densité optique (D.O) des contrôles négatifs (DOCN) est 

supérieure à 0,700. 

DOCN > 0,700 

 La valeur moyenne de la densité optique (D.O) des contrôles positifs (DOCP) est 

inférieure à 30 % de DOCN 

  DOCP / DOCN < 0,3 

 

 



Les résultats obtenus pour notre étude sont (Tableau 5) :  

        Densité optique  

    Plaque  

DOCP  DOCN DOCP / DOCN 

Plaque n°1 0,1165 1,242 0,093 

Plaque n°2 0,1435 1,367 0,104 

 

A.2.5) Interprétation   

 Pour chaque puits, on calcule le pourcentage de compétition (% compétition) : 

      % Compétition =   DO spécimen           x 100 

     DOCN 

 Les échantillons qui présentent un % de compétition :  

- Supérieur ou égal à 50 % sont considérés négatifs 

- Compris entre 45 % et 50 % sont considérés douteux 

- Inférieur ou égal à 45 % sont considérés positifs 

B) La technique d’Inhibition de l’Hémagglutination (IHA)  

Le test d’Inhibition de l’Hémagglutination (IHA) a été réalisé au Laboratoire de 

Pathologie Équine (LPE) de l’Anses de Dozulé (France) selon les recommandations de l’OIE. 

Après avoir été acheminés sous régime du froid, les sérums ont été analysés par le test IHA en 

utilisant différentes souches du virus de la grippe équine, une souche de sous-type H7N7 

Prague/1956 (H7N7), et deux souches de sous-type H3N8 appartenant au lignage pré-

divergent: la souche H3N8/Russie/1983 et H3N8/Miami/1963. Les témoins sérums (positifs 

et négatifs) ont été  fournis par le laboratoire. 

B.1) Matériels et solutions nécessaires  

 Eau physiologique (Tableau 6) : à 8.5% 

Solution Quantité 

Chlorure de Sodium (NaCl) 8.50 g 

Eau distillée ou de qualité équivalente QSP 1L 



Stériliser par autoclavage à 121°C±2°C pendant 30 min. 

 Solution tamponnée au phosphate PBS (Phosphate Buffered Saline Solution) 

(Tableau 7) 

Solution Quantité 

Dihydrogénophosphate de Potassium (KH2PO4) 0.21g 

Hydrogénophosphate de di-sodium dihydraté (Na2PO4, 

2H2O) 

0.80g 

Chlorure de Sodium (NaCl) 8.12g 

Eau distillée ou de qualité équivalente QSP 1L 

 

Ajuster le pH=7.2±0.1. 

Stériliser par autoclavage à 121°C±2°C pendant 30 min. 

 Solution de périodate de potassium : Préparer extemporanément une solution de 

périodate de potassium à 0,016 M (soit 0,38 g de périodate de potassium dans 100 ml 

de PBS). 

 Solution de glycérol à 3 % en PBS (volume à volume).    

 Les plaques à fond rond de 96 puits ; 

 Mono et multicanaux micropipettes réglables ou résolues pour mesurer et délivrer 

entre 10 à 1000 µl ; 

 Embouts ; 

 Solution de NaCl 0,85 %. 

B.2) Préparation des Globules Rouges de poulet CRBC (Chicken Red Blood Cells)  

 Prélever le sang de poulet en présence d’un anticoagulant (Héparine par exemple) 

 Mélanger par agitation douce. 

 Centrifuger le sang prélevé en présence d’anticoagulant à 1 500 t/mn pendant 5 min à 

5±3°C. 

 Éliminer le surnageant. 



 Laver les globules rouges (CRBC) avec de l’eau physiologique (le volume d’eau 

physiologique doit être à peu près égal au volume de surnageant éliminé après la 

première centrifugation). 

 Centrifuger à 1500 t/mn pendant 5 min à 5±3°C. 

 Répéter cette étape de lavage des CRBC avec de l’eau physiologique trois fois. 

 Après ces trois lavages, laver les CRBC avec la solution tamponnée au phosphate 

(PBS). 

 Centrifuger à 1 500 t/mn pendant 20 min à 5±3°C. 

 Éliminer le surnageant. 

 Dénombrer les CRBC. 

 Diluer les CRBC de manière à obtenir une solution de CRBC à 8 ± 5.10
6
 cellules/ml. 

Cette suspension de CRBC peut-être conservée pendant 7 jours à 5±3°C. 

B.3) Prétraitement des sérums avant test IHA   

 Mélanger 150µl de sérum avec 300µl de solution de périodate de potassium 0,016M ; 

 Incuber à 22°C±2°C pendant 15 minutes ; 

 Ajouter 150µl de glycérol à 3 % ; 

 Mélanger et incuber à 22°C±2°C pendant 15 minutes ; 

 Inactiver le mélange à 56°C pendant 30 minutes.  

B.4) Mode opératoire 

B.4.1) Titration de l’activité hémagglutinante du virus EIV  

 Distribuer 25µl de PBS dans toutes les cupules d’une plaque de 96 puits à fond rond, à 

l’exception des quatre dernières cupules de la première colonne (E1, F1, G1 et H1) qui 

en reçoivent 33 µl. 



 Introduire la suspension virale à titrer dans les cupules de la première colonne, à 

raison de 25µl dans les quatre premières cupules (A1, B1, C1 et D1) et de 18 µl dans 

les quatre dernières autres (E1, F1, G1 et H1). 

 A l’aide d’une micropipette, mélanger le contenu de chaque cupule de la première 

colonne et en transférer 25 µl dans la cupule suivante de la même rangée. Procéder 

ainsi de suite de colonne en colonne jusqu’à l’extrémité de la plaque et éliminer les 25 

µl de la dilution faite dans la dernière colonne. 

(Note : réserver les quatre dernières cupules de la dernière colonne  (E12, F12, G12 et H12) 

pour les témoins-hématies. Ces cupules ne reçoivent pas d’antigène). 

 Ajouter 25 µl de suspension de CRBC préalablement à 8 ± 5.10
6
 cellules/ml. 

 Mélanger en tapotant les rebords de la microplaque 

 Incuber à 22 ± 3°C pendant 30 minutes. 

 Lire les résultats et en déduire le titre de la suspension virale utilisée. 

B.4.2) Ajustement à 4 HA de la suspension virale  

 Diluer la suspension virale de manière à obtenir une 4HA. 

 Contrôler le titre de la suspension virale diluée à 4HA comme suit (Fig. 11) : 

 A B C D E F G H 

1 2*  

 

Z1 

4* 8*      

2   

Z4 

Z8  

3  

4  

5 3*  

 

Z2 

6* 12* 

6   

Z5 7  

8  

9 5*  

 

Z3 

10* 20* 

10   

Z6 11  Z7 

12  

 

 



Légende  

Z= Zone 

Z1 et Z4 = dilutions de la suspension virale à 4HA du ½ au 1/8. 

Z2 et Z5 = dilutions de la suspension virale à 4HA du 1/3 au 1/12. 

Z3 et Z6 = dilutions de la suspension virale à 4HA du 1/5 au 1/20. 

Z7 = témoins CRBC 

Z8 = non utilisé 

*= inverse de la dilution obtenue. 

Les cupules de 

la zone 

Reçoivent avant dilution Reçoivent de la colonne 

précédente après 

homogénéisation 

µl 

Suspension de 

CRBC 

µl 

PBS 

µl 

Suspension 

virale à 4HA 

µl 

Z1 25 25 - 25 

Z2 34 17 - 25 

Z3 40 10 - 25 

Z4,Z5,Z7 25 - 25 
(a)

 25 

Z7 25 - - 25 

(a) Rejet de 25 µl des cupules de la dernière colonne, après homogénéisation. 

 

 Après avoir ajouté la suspension de CRBC (Fig. 12), mélanger en tapotant les rebords 

de la microplaque. 

 Incuber à 22 ± 3°C pendant 30 minutes. 

 Lire les résultats et en déduire le titre de la suspension virale utilisée. 

 L’ajustement à 4HA de la suspension virale est considérée comme correct si toutes les 

cupules contenant les dilutions de celle-ci ≤ ¼ (A1 à A8 et B1 à B4), et seulement 

elles, présentent une hémagglutination totale. 

B.4.3) Titration des anticorps inhibant l’hémagglutination (test IHA) 

 Distribuer dans toutes les cupules 25µl de suspension virale à 4HA 

 Ajouter dans les cupules de la première ligne 25 µl de sérum à tester (deux cupules par 

sérum à tester). 



 A l’aide d’une micropipette, mélanger le contenu de chaque cupule de la première 

ligne et en transférer 25 µl dans la cupule de la ligne suivante. Procéder ainsi de suite 

de ligne en ligne jusqu’à l’extrémité de la plaque et éliminer les 25 µl de la dilution 

faite dans la dernière ligne. 

Nota : Garder deux cupules pour réaliser un témoin de la suspension virale (25µl de 

suspension virale) et deux cupules pour réaliser un témoin « CRBC » (25µl de PBS). 

 Incuber à 22 ± 3°C pendant 30 minutes. 

 Ajouter 25 µl de la suspension de CRBC à 8 ± 5.10
6
 cellules/ml. 

 Mélanger en tapotant les rebords de la microplaque 

 Incuber à 22 ± 3°C pendant 30 minutes. 

 Lire les résultats. 

B.4.4) Expression des résultats : Le test IHA n’est validé que si toutes les conditions 

suivantes sont satisfaisantes : 

 Les cupules témoins CRBC présentent une sédimentation totale 

 Le titre annoncé du sérum contrôle positif est retrouvé à une dilution près 

 Le titre du sérum contrôle négatif est ≤1/8 

 Les cupules témoins « suspension virale » présentent une hémagglutination totale. 

Le titre IHA d’un sérum correspond à la dilution la plus élevée de ce dernier entraînant 

une inhibition totale de l’hémagglutination. 

Tout sérum ayant un titre ≥ 1/16 est considéré comme positif. 

II.3.2) Analyse statistique 

Le traitement statistique des données sérologiques a été réalisé par un test 

paramétrique (test du Khi-2) avec correction de Yates si nécessaire, à l’aide du logiciel Excel 

Stat (Version, 2010.4.01) et a permis d’analyser les effets de l’âge, de la race, du sexe et de 



l’origine géographique sur la séroprévalence du virus grippal. Les différences ont été 

considérées comme significatives avec un risque d’erreur de 5%.   

II.3.3) Analyses virologiques 

Les analyses virologiques ont étés réalisées au Laboratoire de Pathologie Équine 

(LPE) de l’ANSES de Dozulé (France). Après avoir été acheminés sous régime du froid, les 

ENPs ont été analysés par deux techniques de diagnostic virologique de l’infection grippale : 

la PCR en temps réel dite quantitative (qRT-PCR) et l’isolement de virus infectieux.  

A) Traitement des écouvillons 

L’écouvillon naso-pharyngé, immergé dans le milieu de culture, est trituré et écrasé 

afin de libérer les particules virales dans le liquide. Ce liquide est ensuite aliquoté en 1,25 ml 

et congelés à - 80°C pour l’extraction et la mise en culture. 

B) Isolement du virus  

L’isolement de virus infectieux a été réalisé par culture sur œufs, exempts 

d’organismes pathogènes spécifiés (EOPS), embryonnés de poule et sur des cellules de rein 

de chien  (MDCK). 

B.1) Sur œufs   

B.1.1) Matières premières et tampons nécessaires  

a) Matériels  

- Micropipettes 

- Pipettes stériles 

- Cônes à filtres stériles 

- Seringues de 1 ml stériles 

- Aiguilles de type 26G 0.45x12 mm ( x l) 

- Tubes stériles 

- PipetAid 



- Incubateur à œufs 

- Autoclave 

- Ciseaux stériles (une paire par échantillon) 

- Pinces à disséquer stériles 

b) Matières premières  

- Échantillons à analyser 

- Œufs embryonnés (au minimum 5 par échantillon + 4 à 5 pour les contrôles positifs et 

négatifs) 

- Pénicilline 

- Streptomycine 

- Gentamycine 

- Fungizone 

- Tampon de dilution (PBS, MEM ou autre) 

B.1.2) Mode opératoire  

a) Les œufs embryonnés  

- Placer les œufs embryonnés dans l’incubateur à œufs dont la température est réglée à 

37°C sous agitation. 

- Mirer les œufs après 9 jours d’incubation. Marquer d’une croix l’endroit où 

l’inoculation de l’échantillon sera réalisée (environ 2 mm au-dessus de la ligne du sac 

aérien et où la distance entre l’embryon et le point d’inoculation est la plus grande). 

- Éliminer tous les œufs à embryon morts.  

b) Préparation des échantillons à analyser  

 Ajouter les antibiotiques (Pénicilline-Streptomycine et Gentamycine) et 

l’antifongique (Fungizone) à l’échantillon à analyser et aux concentrations 

finales suivantes : 



b.1) Concentrations finales lors du passage P1 des échantillons à 

analyser (Tableau 8) 

Antibiotique et/ou antifongique  Concentration finale dans l’échantillon à analyser 

Pénicilline 10 000 U 

Streptomycine 10 mg/ml 

Gentamycine 0.25 mg/ml 

Fungizone 0.25 mg/ml 

 

b.2) Concentrations finales lors des passages supplémentaires des échantillons à 

analyser (Tableau 9)  

Antibiotique et/ou antifongique  Concentration finale dans l’échantillon à analyser 

Pénicilline 200 U 

Streptomycine 2 mg/ml 

Gentamycine 0.05 mg/ml 

Fungizone 0.05 mg/ml 

 

Nota : Prévoir par échantillon au minimum 1.2 ml d’échantillon surchargé avec les 

antibiotiques et l’antifongique.  

Le volume d’inoculation des échantillons à analyser est de 0.2 ml/œuf embryonné et 

un minimum de 5 œufs embryonnés par échantillon est inoculé.  

Pour les échantillons connus comme positifs en isolement sur œuf, le volume 

d’inoculation peut-être de 0.1ml uniquement. 

Incuber ensuite l’échantillon à 2-8°C pendant 1 heure.  

c) Inoculation des échantillons dans les œufs embryonnés  

- Désinfecter les œufs avec de l’alcool ou de la teinture d’iode. 

- Percer un petit orifice dans la coquille sans percer la membrane à l’aide d’un graveur 

de lame au niveau de la croix. 



- Injecter 0.1 à 0.2 ml d’échantillon préalablement traité à l’aide d’une seringue munie 

d’une aiguille de type 26G. 

- Fermer l’orifice soit avec du ruban adhésif soit avec de la paraffine 

- Désinfecter les œufs ainsi inoculés avec de l’alcool 

- Incuber les œufs à 35°C pendant 3 à 6 jours 

- Après 24h d’incubation, les œufs sont mirés. Les œufs embryonnés morts 24h après 

l’inoculation sont éliminés. Les œufs embryonnés vivants après 24 h sont mirés toutes 

les 24h pendant 6 jours maximum.  

d) Récolte du liquide allantoïdien 

- Pour chaque œuf embryonné mort ou après 6 jours d’incubation, les placer à 2-8°C 

pendant 4h minimum (possible durant toute la nuit) 

- Désinfecter les coquilles 

- Découper la coquille à l’aide de ciseaux juste au-dessus de la ligne du sac aérien 

(prévoir une paire de ciseaux par échantillon) 

- Prélever le liquide allantoïdien  

- Tester chaque liquide allantoïdien par le test d’Hémagglutination (HA Test) 

- Pour un échantillon identique, les liquides obtenus sur des œufs différents et ayant un 

titre HA identique peuvent être mélangés entre eux 

- Centrifuger les échantillons positifs en HA test (titre supérieur à 16) à 2500 rpm 

pendant 10 minutes à 4°C 

- Récupérer le surnageant après centrifugation puis l’aliquoter et réserver un volume 

pour le titrer à nouveau en réalisant un test HA. Conserver à une température 

inférieure à -70°C 

Nota : Pour les échantillons négatifs ou dont le titre est inférieur à 16, un deuxième isolement 

sur œufs embryonnés peut-être réalisé avec le liquide allantoïdien obtenu lors du 



premier isolement. Si un résultat négatif persiste après 5 passages, l’échantillon est 

considéré comme négatif.  

B.2) Sur cellules MDCK 

B.2.1) Matériels et matières biologiques nécessaires  

a) Matériels  

- Micropipettes 

- Pipettes stériles 

- Cônes à filtres stériles 

- Flasques 

- Tubes stériles 

- PipetAid 

- Filtres 0.45 µm 

- Seringues (2 ou 5 ml) stériles 

- Microscope inversé 

- Autoclave 

b) Matières biologiques  

- Échantillons à analyser 

- Tampon MEM  

- Sodium Pyruvate 100 mM 

- Pénicilline-Streptomycine 

- Solution d’Hépès 1M 

- Cellules MDCK (ATCC N°: CCL-34). 

- Trypsine-TPCK  

B.2.2) Mode opératoire  

a) Préparation des tampons nécessaires   



 Milieu de culture MEM complet à 0% SVF (sérum de veau fœtal) à 2 µg/ml de 

trypsine-TPCK : Préparer le milieu de culture en ajoutant au milieu MEM le 

Sodium Pyruvate à 1 mM, les antibiotiques (Pénicilline à 50 U/ml et 

Streptomycine à 50 µg/ml), l’Hépès à 0.025M et la trypsine TPCK à 2 µg/ml. 

b) Cellules MDCK  

 Pour chaque échantillon et à chaque passage, prévoir au minimum trois 

flasques de cellules à confluence.  

c) Isolement Viral   

- Laver le tapis cellulaire une fois avec du milieu de culture sans sérum à 2 µg/ml de 

trypsine-TPCK. 

Nota : À partir de cette étape, le milieu de culture des cellules MDCK est sans sérum et à une 

concentration de trypsine-TPCK comprise entre 0.5 et 2 µg/ml. 

- Éliminer le milieu de culture 

- Inoculer en triple 0.25 ml à 0.5 ml d’échantillon à analyser 

- Incuber 1 heure à 37°C - 5% CO2 

- Ajouter du milieu de culture sans sérum contenant de la trypsine-TPCK. 

- Incuber à 37°C - 5% CO2 

- Observer quotidiennement au microscope la présence d’un effet cytopathogène (ECP) 

- Pour les échantillons induisant un effet cytopathogène ou après 7 jours d’incubation, 

tester le surnageant de culture en réalisant un test HA ou une PCR. 

- Aliquoter les surnageants dont le titre est supérieur à 16 en HA. 

- Pour les surnageants négatifs ou ceux dont le titre est inférieur à 16, il est possible de 

réaliser des passages supplémentaires (jusqu’à 5 passages par échantillon). 

Nota : Pour chaque passage si un effet de lyse est observé au microscope, conserver le 

surnageant de culture, l’identifier et le congeler à –20°C. 



C) Extraction de l’ARN viral  

 L’ARN a été extrait à partir de 140 µl de sécrétions nasales à l'aide de la 

trousse Mini kit QIAamp Viral RNA (Qiagen) conformément aux instructions 

du fabricant dans un volume final de 50 µl. 

C.1) Préparation du carrier lyophilisé 

 Ajouter 310 µl du tampon AVE dans le tube contenant 310 µg du carrier solide 

pour l’obtention à une solution de 1 µg/µl. 

 

C.2) Préparation du tampon lyse   

- Chauffage du tampon AVL pendant 5 min à 70 °C. 

- Tampon lyse: 560 µl d’AVL + 5.6 µl du carrier par échantillon. 

- Ajouter 560 µl de tampon de lyse pour chaque échantillon de 140 µl de 

sécrétion nasal, puis vortex plus pulse de centrifugation. 

C.3) Étape de lyse   

- Incubation pendant 10 min à température ambiante. 

- Ajouter 560 µl d’éthanol, puis vortex plus pulse de centrifugation.     

C.4) Étape de lavage    

- Passer 130 µl du lysat sur une colonne du kit. 

- Centrifugation 1 min à 6000 g. 

- Changer de tube collecteur et renouveler l’opération avec 630 µl du lysat. 

- Centrifugation 1 min à 6000 g. 

- Changer de tube collecteur, rincer avec 500 µl de la solution AW1 

- Centrifugation 1 min à 6000 g. 

- Changer de tube collecteur, rincer avec 500 µl de la solution AW2 

- Centrifugation 3 min à 20000 g. 



C.5) Étape d’élution  

- Changer le tube collecteur en mettant un cryotube. 

- Ajouter 50 µl de tampon AVE. 

- Incubation pendant au moins 3 min à température ambiante. 

- Centrifugation 1 min à 6000 g. 

- Éluat. 

D) La PCR en temps réel 

Afin de vérifier la positivité des spécimens, une qRT-PCR de contrôle a été 

réalisée, ciblant la portion du gène codant pour la protéine de matrice (M). La qRT-PCR a 

été réalisée à l'aide du coffret QuantiTect Virus et du coffret Rox Vial (Qiagen). En bref, 

le mélange réactionnel (mix) contenant 1 x un mélange de réaction de concentration 

finale, 1 µL de chaque amorce sens (5`-AATGGCTAAAGACAAGACC-3`) et anti-sens 

(5`-TTTGGACAAAGCGTCTAC-3`), 0.5 µL de la sonde 

(CTGCAGTCCTCGCTCACTG), 5 µL du Master mix,  0.25 µL du RT mix et 14.75 µL 

d’eau additionnée à 2.5 µL de l’ARNv. Le programme du thermo-cycler réalisé est le 

suivant : 20 min à 50 °C, 5 min à 95 °C, suivie par 45 cycles à 95 °C pendant 15 s et 60 

°C pendant 45 s. 

E) Amplification du gène HA1 

Une deuxième PCR (nested) a été réalisée afin d'obtenir une quantité d'ADN 

suffisante pour la détermination de la séquence de l'ARN extrait de l'échantillon clinique. 

La synthèse de l'ADNc a été réalisée selon la méthode des amorces du gène spécifique 

« Gene Specific Primer » en utilisant la trousse SuperScript III (Invitrogen life 

technologies) conformément aux recommandations du fabricant, le segment hybride 

codant l'hémagglutinine GCTATTGCTCCAAAGATTC. Pour l'amplification des produits 

de l'ADNc en utilisant la trousse Phusion of Finnzyme. Pour la PCR nested, 2 µL de 



l’ADNc a été ajouté à un mélange de réaction contenant 1 x mélange de réaction de 

concentration finale, 1.25 µL de chaque amorce sens (5`-GAATGTGACAATGCCTAAC-

3`) et anti-sens (5`-GCTATTGCTCCAAAGATTC-3`), 5 µL du Master mix, 0.5 µL de 

dNTP, 0.75 µL de DMSO et 13.75 µL d'eau additionnée à 0.25 µL de chlorure de 

magnésium et d'Enzyme Phusion. Le mélange a été chauffé à 95 °C pendant 5 min dans le 

thermo-cycler, suivi par 35 cycles de 94 °C pendant 30 s, 55 °C pendant 30 s et 72 °C 

pendant 30 s et enfin 10 min à 72 °C. 

F) Séquençage et analyse phylogénétique  

Le génotypage de ce virus a été entrepris par séquençage du gène codant pour 

l’hémagglutinine (HA). Les produits PCR purifiés ont été séquencés par la société 

Beckman Coulter Genomics en utilisant les amorces utilisées pour l'amplification de 

l'ADNc. Nous avons donc pu comparer la séquence obtenue à celles déjà présentes dans 

les banques de données dans un contexte épidémiologique mondial. Pour cela, une analyse 

phylogénétique a été menée sur cette souche via le logiciel de phylogénie MEGA software 

version 5.0. 

 

  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre II : Résultats et discussion 

I. Résultats 

I.1 Les résultats sérologiques  

Dans le cadre de cette enquête, et d’après les tests IHA, 164 échantillons de sérums 

(55.2%) sont positifs vis-à-vis de la souche H3N8/Russie/1983 avec des titres en anticorps 

variant pour une majorité du 1/16
ème

 au 1/128
ème

. D’autre part, 86 sérums (29.0%) ont 

présenté des anticorps reconnaissant la souche H3N8/Miami/1963 avec des titres compris 

entre le 1/16
ème

 et le 1/256
ème 

(Fig.13).  

 

Figure 13 : Nombre de sérums positifs retrouvés dans la population étudiée par IHA. 

Tous les sérums positifs vis-à-vis de la souche H3N8/Miami/1963 se sont également révélés 

positifs vis-à-vis de la souche H3N8/Russie/1983. Pour les tests IHA réalisés avec la souche 

H7N7/Prague/1956, l’ensemble des sérums de chevaux nés et élevés en Algérie n’ont pas 

réagi alors que 5 sérums de chevaux importés (soit 1.7%) ont été positifs avec des titres 

variant du 1/16
ème

 au 1/128
ème

 (Tableau 10). Parmi ces 5 chevaux, 3 (âgés de 2 à 4 ans) ont 

réagi uniquement avec le sous-type H7N7 avec un titre d’anticorps allant du 1/16 à 1/32, et 2 

(âgés de 6 à 24 ans) ont réagi non seulement avec le sous-type H7N7 (le titre d’anticorps était 

compris entre 1/32 et 1/128) mais aussi avec les 2 souches du sous-type H3N8. 
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Tableau 10 : Titres d’anticorps obtenus par la technique d’Inhibition de l’Hémagglutination 

(IHA) en fonction de la souche du virus influenza équin (VIE) utilisée. 

Souches 1/16 1/32 1/64 1/128 1/256 1/512 

Russie/1983(H3N8) 

Miami/1963(H3N8) 

H7N7/Prague/56 

43 (14.5%) 

29 (9.8%) 

1 (0.3%) 

39 (13.1%) 

33 (11.1%) 

3 (1.0%) 

31 (10.4%) 

18 (6.1%) 

0 (0.0%) 

43 (14.5%) 

4 (1.3%) 

1 (0.3%) 

5 (1.7%) 

2 (0.7%) 

0 (0.0%) 

3 (1.0%) 

0 (0.0%) 

0 (0.0%) 

 

I.1.1 Séroprévalence du virus grippal chez le cheval en fonction de la technique utilisée 

Sur 113 sérums analysés avec le coffret ELISA Flu DETECT® BE, 84 sérums 

(74.3%) ont été trouvés positifs. Avec le coffret ID Screen® Influenza A Antibody 

Competition, 38 sérums sur les 184 (20,7%) se sont révélés positifs (Fig. 14).  

 

Figure 14 : Nombre de sérums positifs retrouvés dans la population étudiée par ELISA. 

Les résultats obtenus avec la souche H3N8/Russie/1983 ont été utilisés pour évaluer la 

spécificité, la sensibilité et l’agrément des coffrets ELISA. Ainsi, la sensibilité des 2 coffrets 

ELISA, Flu Detect et ELISA ID Screen, est respectivement de 100% et de 43.5%. Les 

spécificités relatives sont de 85.3% pour le coffret Flu Detect, 98.9% pour le coffret ID 

Screen conduisant à un agrément de 95.6% pour le coffret Flu Detect, 73.4% pour le coffret 

ID Screen (Tableau 11). 
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Tableau 11 : Comparaison des séroprévalences du virus grippal chez le cheval en fonction de 

la technique utilisée (Inhibition de l’hémagglutination (IHA) du sous-type Russie/1983 

(H3N8) versus ELISA Flu Detect et ELISA ID Screen). 

 ELISA 

Flu Detect ID Screen 

Positifs Négatifs Positifs Négatifs 

IHA 

Russie/1983(H3N8) 

Positifs 

Négatifs 

79 

5 

0 

29 

37 

1 

48 

98 

Sensibilité (%) 

Spécificité (%) 

Agrément (%) 

100 

85.3 

95.6 

43.5 

98.9 

73.4 

Sensibilité : fréquence des « vrais » positifs (ELISA et IHA positifs); Spécificité : fréquence des « vrais » 

négatifs (ELISA et IHA négatifs); Agrément : nombre de scores identiques par les 2 méthodes. 

 

I.1.2 Séroprévalence de la grippe équine en fonction de la région 

La séroprévalence de la grippe équine est relativement modérée dans les régions de 

Barika, El-Eulma et Tiaret (Tableau 12), les valeurs s’étendant respectivement de 57.8%, 39% 

et 67.2% par les tests d’IHA réalisés à l’aide de la souche H3N8/Russie/1983, de 26.6%, 

13.3% et 43% pour ceux réalisés avec la souche H3N8/Miami/1963 et de 1.6%, 2.9% et 0.8% 

pour le sous-type H7N7/Prague/1956. Les résultats obtenus par les tests ELISA sont de 74.3% 

par le coffret Flu Detect et varient de 14.3% à 31.3% avec le coffret ID Screen. La 

séroprévalence totale de l’infection virale (détectée par ELISA ID Screen) (p < 0.01), de 

même que celles du sous-type H3N8/Russie/1983 (p < 0.05 à p < 0.001) et du sous-type 

H3N8/Miami/1963 (p < 0.05 à p < 0.001) ont été significativement plus faibles dans la région 

d’El-Eulma que dans les 2 autres régions. De plus, ces résultats mettent en évidence une 

différence hautement significative (p < 0.001) de la séroprévalence vis-à-vis de la souche 

H3N8/Russie/1983 et de la souche H3N8/Miami/1963 entre l’Est algérien (régions de Barika 

et d’El-Eulma) et l’Ouest algérien (région de Tiaret). 

 



Tableau 12 : Séroprévalence de la grippe équine détectée par ELISA ou par Inhibition de 

l’hémagglutination (IHA) dans les différentes régions algériennes incluses dans cette étude. 

 

 

Régions 

Séropositivité 

ELISA IHA 

Flu Detect ID Screen Russie/1983/H3N8 Miami/1963/H

3N8 

Prague/1956/H7N7 

Barika (n = 64) 

El-Eulma (n = 105) 

Tiaret (n = 128) 

NT 

NT 

84/113 (74.3%) 

20/64 (31.3%) 

15/105 (14.3%) 

3/15 (20.0%) 

37/64 (57.8%) 

41/105 (39.0%) 

86/128 (67.2%) 

17/64 (26.6%) 

14/105 (13.3%) 

55/128 (43.0%) 

1/64 (1.6%) 

3/105 (2.9%) 

1/128 (0.8%) 

Total (n = 297) 84/113 (74.3%) 38/184 (20.7%) 164/297 (55.2%) 86/297 (29.0%) 5/297 (1.7%) 

NT : non testé. 

I.1.3 Séroprévalence de la grippe équine en fonction de l’âge des chevaux 

Comme le montre le tableau 13, la séroprévalence globale de la grippe équine est 

nettement plus élevée chez les chevaux de plus de 10 ans par rapport aux jeunes équidés et ce 

indépendamment de la méthode d’analyse. Les différences entre les classes d’âge regroupant 

les jeunes chevaux (de 1 à 3 ans et de 4 à 9 ans) et celles regroupant les chevaux les plus âgés 

(de 10 à 15 ans et de 16 à 26 ans) variaient de significatives (p < 0.05) à hautement 

significatives (p < 0.001). 

Tableau 13 : Séroprévalence de la grippe équine détectée par ELISA ou par Inhibition de 

l’hémagglutination (IHA) en fonction de l’âge des chevaux. 

 

 

Classes d’âge 

Séropositivité 

ELISA IHA 

Flu Detect ID Screen Russie/1983/H3N8 Miami/1963/H3N8 Prague/1956/H7N7 

1-3 ans (n = 108) 

4-9 ans (n = 117) 

10-15 ans (n = 42) 

16-26 ans (n = 30) 

10/27 (37.0%) 

26/36 (72.2%)  

22/22 (100%) 

26/28 (92.9%) 

1/81 (1.2%) 

22/81 (27.2%) 

14/20 (70.0%) 

1/2 (50.0%) 

20/108 (18.5%) 

79/117 (67.5%) 

37/42 (88.1%) 

28/30 (93.3%) 

0/108 (0.0%) 

34/117 (29.1%) 

28/42 (66.7%) 

24/30 (80.0%) 

1/108 (0.9%) 

2/117 (1.7%) 

1/42 (2.4%) 

1/30 (3.3%) 

Total (n = 297) 84/113 (74.3%) 38/184 (20.7%) 164/297 (55.2%) 86/297 (29.0%) 5/297 (1.7%) 

 

I.1.4 Séroprévalence de la grippe équine en fonction de la race des chevaux 

Les résultats de l’influence de la race sont représentés dans le Tableau 14. Le taux de 

séropositivité a été plus faible chez les races peu représentées comme les chevaux Arabes-

barbes (n = 13), Anglo-arabes (n = 3) et Anglo-barbes (n = 4). Aucun équidé de race Anglo-



Arabe (n = 3) n’a présenté d’anticorps dirigés contre le virus de la grippe équine. Les résultats 

obtenus en IHA à l’aide de la souche de sous-type Russie/1983(H3N8) révèlent une 

séroprévalence de la grippe équine au sein de la population équine totale étudiée 

significativement plus élevée dans la race Pur-sang Arabe que dans la race Pur-sang Anglais 

(p < 0.01) et dans les races peu représentées (p < 0.05). Il s’avère aussi que, d’après le test 

IHA réalisé avec la souche Russie/1983(H3N8) dans la région de Tiaret, que le pourcentage 

d’équidés infectés est plus élevé chez les chevaux de race Barbe, que chez les chevaux des 

races peu représentées (p < 0.05). 

Tableau 14 : Séroprévalence de la grippe équine détectée par ELISA ou par Inhibition de 

l’hémagglutination (IHA) en fonction de la race des chevaux. 

 

 

Races 

Séropositivité 

ELISA IHA 

Flu Detect ID Screen Russie/1983/H3N8 Miami/1963/H3N8 Prague/1956/H7N7 

PSAr (n = 148) 

PSAn (n = 63) 

Barbe (n = 66) 

Autres (n = 20) 

51/66 (77.3%) 

2/4 (50.0%)  

24/32 (75.0%) 

7/11 (63.6%) 

23/82 (28.0%) 

11/59 (18.6%) 

4/34 (11.8%) 

0/9 (0.0%) 

94/148 (63.5%) 

28/63 (44.4%) 

34/66 (51.5%) 

8/20 (40.0%) 

47/148 (31.8%) 

12/63 (19.0%) 

22/66 (33.3%) 

5/20 (25.0%) 

2/148 (1.4%) 

3/63 (4.8%) 

0/66 (0.0%) 

0/20 (0.0%) 

Total (n = 297) 84/113 (74.3%) 38/184 (20.7%) 164/297 (55.2%) 86/297 (29.0%) 5/297 (1.7%) 

PSAr : Pur-sang Arabe ; PSAn : Pur-sang Anglais ; Autres : Arabes-barbes (n = 13), Anglo-arabes (n = 3) et 

Anglo-barbes (n = 4). 

 

I.1.5 Séroprévalence de la grippe équine en fonction du sexe des chevaux 

L’étude de l’influence du sexe sur la séroprévalence de la grippe équine n’a pas mis en 

évidence de différence significative au sein de la population équine totale de l’étude ou à 

l’échelle de chacune des 3 régions. Cependant, dans le cas des chevaux de race Pur-sang 

Arabe, et plus particulièrement pour ceux de la région de Barika, le pourcentage d’équidés 

infectés a été plus élevé chez les mâles que chez les femelles d’après le test IHA réalisé avec 

la souche Miami/1963(H3N8) (p < 0.05) (Tableau 15). 

 

 



Tableau 15 : Séroprévalence de la grippe équine détectée par ELISA ou par Inhibition de 

l’hémagglutination (IHA) en fonction de la région, de la race et du sexe des chevaux. 

 

 

Facteurs épidémiologiques 

Séropositivité 

ELISA        IHA 

Flu Detect ID Screen Russie/1983/ 

H3N8 

Miami/1963/ 

H3N8 

Prague/195

6/ H7N7 

 

 

Barika 

(n = 64) 

PSAr (n = 29) F (n = 16) 

M (n = 13) 

NT 

NT 

37.5% (6/16) 

53.8% (7/13) 

75.0% (12/16) 

76.9% (10/13) 

18.8% (3/16) 

53.8% (7/13) 

0.0% (0/16) 

0.0% (0/13) 

PSAn (n = 27) F (n = 17) 

M (n = 10) 

NT 

NT 

23.5% (4/17) 

10.0% (1/10) 

41.2% (7/17) 

40.0% (4/10) 

17.6% (3/17) 

20.0% (2/10) 

5.9% (1/17) 

0.0% (0/10) 

Barbe (n = 5) F (n = 3) 

M (n = 2) 

NT 

NT 

33.3% (1/3) 

50.0% (1/2) 

66.7% (2/3) 

50.0% (1/2) 

33.3% (1/3) 

50.0% (1/2) 

0.0% (0/3) 

0.0% (0/2) 

Autres (n = 3) F (n = 3) NT 0.0% (0/3) 33.3% (1/3) 0.0% (0/3) 0.0% (0/3) 

 

El-Eulma 

(n = 105) 

PSAr (n = 44) F (n = 27) 

M (n = 17) 

NT 

NT 

7.4% (2/27) 

29.4% (5/17) 

37.0% (10/27) 

47.1% (8/17) 

7.4% (2/27) 

17.6% (3/17) 

0.0% (0/27) 

5.9% (1/17) 

PSAn (n = 32) F (n = 20) 

M (n = 12) 

NT 

NT 

25.0% (5/20) 

8.3% (1/12) 

50.0% (10/20) 

41.7% (5/12) 

30.0% (6/20) 

8.3% (1/12) 

10.0% (2/20) 

0.0% (0/12) 

Barbe (n = 29) F (n = 13) 

M (n = 16) 

NT 

NT 

7.7% (1/13) 

6.3% (1/16) 

30.8% (4/13) 

25% (4/16) 

0.0% (0/13) 

12.5% (2/16) 

0.0% (0/13) 

0.0% (0/16) 

 

 

 

Tiaret 

(n = 128) 

 

PSAr (n = 75) F (n = 47) 

M (n = 28) 

32/43 (74.4%) 

19/23 (82.6%) 

1/4 (25.0%) 

2/5 (40.0%) 

34/47 (72.3%) 

20/28 (71.4%) 

20/47 (42.6%) 

12/28 (42.9%) 

0/47 (0.0%) 

1/28 (3.6%) 

PSAn (n = 4) F (n = 1) 

M (n = 3) 

1/1 (100%) 

1/3 (33.3%) 

NT 

NT 

1/1 (100%) 

1/3 (33.3%) 

0/1 (0.0%) 

0/3 (0.0%) 

0/1 (0.0%) 

0/3 (0.0%) 

Barbe (n = 32) F (n = 23) 

M (n = 9) 

18/23 (78.3%) 

6/9 (66.7%) 

NT 

NT 

17/23 (73.9%) 

6/9 (66.7%) 

14/23 (60.9%) 

4/9 (44.4%) 

0/23 (0.0%) 

0/9 (0.0%) 

Autres (n = 

17) 

F (n = 14) 

M (n = 3) 

5/8 (62.5%) 

2/3 (66.7%) 

0/6 (0.0%) 

NT 

6/14 (42.9%) 

1/3 (33.3%) 

5/14 (35.7%) 

0/3 (0.0%) 

0/14 (0.0%) 

0/3 (0.0%) 

PSAr : Pur-sang Arabe ; PSAn : Pur-sang Anglais ; Autres : Arabes-Barbes (n = 13), Anglo-Barbe (n = 4) et 

Anglo-Arabe (n = 3); F : femelle ; M : mâle ; NT : non testé. 

 

I.2 Les résultats virologiques  

I.2.1 Chronologie et description du foyer de grippe équine rencontré en 2011 en Algérie 

La première suspicion d’une infection par le virus de la grippe équine a été signalée 

début Mai 2011 à Tiaret. Le virus s’est ensuite propagé aux autres régions du pays (figure 15). 

L’épizootie, est survenue chez plusieurs propriétaires et les infrastructures concernées 

hébergeaient plusieurs races de chevaux dont des Pur-Sang. Cet épisode a touché près de 900 

chevaux et s’est traduit par l’annulation des courses,  dans tout le pays, durant une période de 

2 mois. Les signes cliniques associés à l’infection se caractérisaient par des signes évocateurs 

tels que la pyrexie et la fatigue. Toutefois, peu de chevaux présentaient une légère anorexie. 

Chez certains équidés l’écoulement nasal est devenu mucopurulent dans un délai de 4 à 5 

jours. Les symptômes observés ont disparu après 7 à 10 jours, cependant la plupart des 



équidés infectés présentaient une toux sèche jusqu’à 3 à 4 semaines après l’apparition des 

signes cliniques. Les chevaux âgés de 18 mois à 7 ans ont été plus affectés et la morbidité 

pour ces derniers a été d’environ 100%. En revanche, les chevaux âgés de 1 à 15 mois et ceux 

âgés de plus de 8 ans ont été moins sensibles à l’infection et la morbidité a été de 10 à 15 % 

pour les plus jeunes chevaux et de 5% pour les plus âgés. Dans ces catégories d’âge les signes 

cliniques étaient  une toux fréquente avec l'absence de fièvre et de complications. 

 

Figure 15: Carte d'Algérie, montrant les régions ou se localise la majeure partie de la 

population équine (90%), et qui sont affectées par la grippe équine (en vert) durant les mois 

de Mai et Juillet 2011 (Bouaakkaz, communication orale). 

I.2.2 Détection du virus et analyse génétique de l’isolat EIV (H3N8) responsable de          

         l’épizootie 2011 

L’analyse par qRT-PCR a permis de mettre en évidence la présence de génome viral 

d’un virus grippal équin, appartenant au sous type H3N8, dans l’ensemble des 12 ENPs 

prélevés. Cependant, aucun virus infectieux n’a pu être isolé et amplifié par inoculation sur 

œuf ou par culture cellulaire. L’analyse phylogénétique montre que les 12 isolats 

appartiennent à la clade 2 du sous-groupe Florida au sein du lignage Américain (figure 16). 
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Tableau 16: Origine des échantillons 

Date Location  Cheval Sexe  Age 

(année) 

Race  Positivité par qRT-PCR 

 

 

 

Mai 

2011 

 

 

 

Chaou 

Chaoua   

1 

2 

3 

4 

5 

6 

7 

M 

M 

M 

M 

M 

M 

M 

6 

6 

4 

3 

5 

11 

4 

Barbe 

PSAr 

PSAr 

PSAr 

Ar-Barbe 

PSAr 

PSAr 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

 

 

Juillet 

2011 

 

 

Sougueur   

8 

9 

10 

11 

12 

M 

M 

F 

M 

M 

1.5 

13 

5 

1.5 

3.5 

Barbe 

Ar-barbe 

Barbe 

Barbe 

Barbe 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 
PSAr : Pur-sang Arabe ; Ar-barbe: Arabe-Barbe ; F : femelle ; M : mâle  



  

 

 Figure 16: Analyse phylogénétique de la séquence nucléotidique du gène HA des différents virus  

                    H3N8 isolés par rapport à l’isolat A/Equine/Tiaret/H3N8/2011. 
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II. Discussion  

Cette étude, a permis de mettre en évidence, pour la première fois depuis les années 70 

(WHO, 1972 ; Benmansour et al., 1977a,b), la présence et la circulation du virus de la grippe 

au sein de la population équine Algérienne.  

Les résultats obtenus à l’aide des tests IHA sur les 297 sérums démontrent que 5 (soit 

1.7%) sérums réagissent avec le sous-type H7N7. L’origine de ces anticorps n’est pas 

expliquée, mais comme les sérums proviennent de 5 chevaux importés dont le statut vaccinal 

est inconnu, il est probable qu’une précédente vaccination soit à l’origine de la présence de 

ces anticorps circulants. En outre, la faible séroprévalence globale vis-à-vis de ce sous-type et 

l’absence de ces anticorps chez tous les chevaux nés et élevés en Algérie suggèrent que le 

sous-type H7N7 ne circulerait plus en Algérie depuis 20 ans, corroborant ainsi les 

observations réalisées dans d’autres pays (Webster, 1993 ; Damiani et al., 2008; Bryant et al., 

2009; Rozek et al., 2009). Il s’agit de la première mise en évidence de la disparition de ce 

sous-type en Algérie ce qui est en adéquation avec une étude tunisienne parue en 2001 et 

menée sur 31 chevaux non vaccinés (Chabchoub et al., 2001). La circulation de ce sous-type 

avait été pour la première fois décrite lors d’une épizootie de grippe équine survenue en 

Tunisie en 1978-1979 (Ellouze, 1980) durant laquelle la séroprévalence du sous-type 1 était 

de 65%. La présence du sous-type 1 a été suspectée jusqu’au début des années 90, avec des 

taux d’anticorps sériques compris entre 7% et 16,9% pour le sous-type H7N7 et compris entre 

0,9% et 10% pour le sous-type H3N8 (Boussetta et al., 1994 ; Baazaoui, 1996 ; El Harrak et 

al., 1998). De plus, des anticorps dirigés contre les sous-types 1 et 2 ont été mis en évidence 

dans une étude au Mali en 2002 (Sidibé et al., 2002). Au début des années 90, cette 

persistance de la circulation du sous-type H7N7 a également été démontrée en Europe et aux 

États-Unis chez des chevaux non vaccinés (Mumford et Wood, 1993 ; Webster, 1993 ; Madic 

et al., 1996). 



Sur les 297 sérums testés, la mise en évidence d’anticorps reconnaissant la souche 

Miami/1963(H3N8) et la souche Russie/1983(H3N8) par les tests IHA démontre le passage 

de virus grippaux proches de ces deux sous-types dans les régions étudiées. Ces résultats sont 

en corrélation avec ceux précédemment obtenus par Benmansour et al. (1977b) qui avaient 

isolé une souche virale appartenant au sous-type H3N8 lors d’une épizootie d’infection 

respiratoire aiguë chez les équidés sévissant en Algérie en 1971-1972. Ceci est aussi en 

adéquation avec les différentes descriptions d’épizooties dans le monde puisque la plupart des 

virus grippaux équins isolés récemment dans la majeure partie des pays du monde 

appartiennent au sous-type 2 (Borchers et al., 2005 ; Barbic et al., 2006 ; Martella et al., 

2007 ; Muller et al., 2009 ; Rozeka et al., 2009 ; Qi et al., 2010). Le nombre de chevaux 

positifs étant plus élevé lorsque le test IHA est réalisé avec la souche Russie/1983(H3N8), les 

titres en anticorps élevés fréquemment obtenus et vu que tous les sérums positifs envers la 

souche Miami/1963(H3N8) étaient aussi positifs envers la souche Russie/1983(H3N8), il est 

probable que l’affinité des anticorps soit plus importante envers la souche 

Russie/1983(H3N8) qu’envers la souche Miami/1963(H3N8). Ainsi, les épitopes de 

l’hémagglutinine de la souche Russie/1983(H3N8) sont certainement mieux reconnus que  

ceux de la souche Miami/1963(H3N8). En revanche, comparé aux différentes enquêtes 

sérologiques déjà menées, le pourcentage de chevaux séropositifs est moyen. Cependant, les 

deux souches utilisées dans cette étude sont relativement anciennes et il est très peu probable 

qu’elles circulent encore à l’heure actuelle (Daly et al., 1996 ; Lai et al., 2001). En effet, les 

souches circulant actuellement dans le monde appartiennent presque exclusivement au lignage 

américain, cluster Florida (OIE, 2008a ; Bryant et al., 2010 ; Bryant et al., 2011). L’existence 

d’équidés séropositifs vis-à-vis du sous type H3N8 du virus de la grippe équine met en 

évidence que les virus grippaux de sous type H3N8 ont circulé, ou circulent encore en 

Algérie, mais ne donne aucune information quant à l’appartenance phylogénétique des 



souches potentiellement circulantes. Une IHA réalisée à l’aide d’une souche appartenant au 

cluster Florida pourrait être plus adaptée à la recherche d’anticorps dirigés contre des souches 

isolées dans les années 2000. 

Les deux techniques sérologiques utilisées dans cette enquête (IHA et ELISA) 

détectent à la fois les anticorps post-vaccinaux et les anticorps issus d‘infections chez les 

chevaux et informent sur les souches ayant circulé en Algérie (Dannacher et al., 1977 ; 

Tizard, 1977 ; Fontaine et Moraillon, 1980 ; Le Minor et Viron, 1982 ; Alzieu et Bichet, 

1989 ; Suguira et al., 1997). Lors de cette enquête, la spécificité relative entre la technique 

ELISA quel que soit le coffret utilisé et le test IHA réalisé avec la souche Russie/1983(H3N8) 

est élevée (85.3% pour le coffret Flu Detect et 98.9% pour le coffret ID Screen). En revanche, 

les sensibilités relatives sont très variables puisqu’elle est de 100% pour le coffret Flu Detect 

contre 43.5% pour le coffret ID Screen. Ces résultats conduisent à un agrément important 

pour le coffret Flu Detect (95.6%) mais beaucoup plus modéré pour le coffret ID Screen 

(73.4%). Ces divergences ne peuvent s’expliquer par les différences de capacités analytiques 

de chacune de ces techniques, ces tests n’ayant pas été réalisés dans les mêmes conditions. 

L’agrément important (95.6%) obtenu entre l’identification sérologique du sous-type 

Russie/1983(H3N8) par le test d’IHA et la technique ELISA par le coffret Flu Detect, associé 

à une  forte spécificité et sensibilité de l’IHA, suggère dans la présente étude que la technique 

ELISA semble sensible pour la mise en évidence d’une réponse sérologique dirigée contre la 

grippe équine, ce qui est en accord avec les résultats d’Adeyefa et al. (1996) et de Sugiura et 

al. (2001). Cette constatation reste à confirmer par une analyse de nos échantillons par une 

souche du sous type 2 appartenant au lignage Américain et plus particulièrement au sous 

lignage Floride. 

Cette enquête séro-épidémiologique montre que le taux d’équidés infectés est 

significativement moins élevé pour les chevaux stationnés dans la région d’El-Eulma par 



rapport à ceux stationnés dans les régions de Tiaret et de Barika. De même, la séroprévalence 

de la grippe équine évaluée par IHA à l’égard de la souche Russie/1983(H3N8) est 

significativement plus fréquente dans l’Ouest (région de Tiaret) que dans l’Est algérien (El-

Eulma et surtout Barika). Ces disparités dans la séroprévalence de la grippe équine sur le 

territoire algérien pourraient être liées non seulement à la densité de la population équine dans 

chacune des régions (une forte densité de population favorisant la circulation virale comme 

dans le cas de la région de Tiaret) mais aussi à la circulation des souches virales dans les pays 

frontaliers, en particulier en Tunisie située à l’Est et au Maroc située à l’Ouest. 

En dépit des disparités des nombres des sérums collectés par tranche d’âge dans la 

présente étude, il existe une forte corrélation positive entre l’âge et le degré de réceptivité des 

animaux à la maladie. Les animaux les plus âgés (de 16 à 26 ans) étaient souvent les plus 

infectés (93.3% de séropositifs), ce qui est pleinement en accord avec les travaux antérieurs 

de Barquero et al. (2007) et ceux de Newton et al. (2006). En revanche, Boussetta et al. 

(1994) et Sidibé et al. (2002) ont observé une forte hétérogénéité de la fréquence des animaux 

séropositifs en fonction de l’âge. D’après Nyaga et al. (1980), les taux de séroprévalence 

seraient nettement plus bas chez les jeunes équidés (de moins de 2 mois) et chez les animaux 

âgés de plus de 10 ans que chez ceux âgés de 6 mois à 7 ans. Selon Waldeman et al. (1934), 

les jeunes chevaux seraient plus sensibles à l'infection grippale. D’autre part, Newton et al. 

(1999, 2000) n’ont observé aucun effet significatif de l’âge sur la séroprévalence de la grippe 

équine. Chez les chevaux âgés non vaccinés, la protection vis-à-vis des pathologies équines 

serait plus efficace en raison du développement d’une immunité acquise (Newton et al., 

2006). Dans la présente étude, la forte prévalence des anticorps antigrippaux chez les chevaux 

de plus de 16 ans prouve l’existence d’une infection virale ancienne par le sous-type 2 

(H3N8) ayant largement circulé au sein de la population équine durant les 15-20 dernières 

années, probablement là où les souches responsables de ces infections virales sont plus 



proches antigéniquement de la souche Russie/1983(H3N8). Le faible taux d’équidés 

séropositifs âgés entre 1 et 3 ans pourrait être principalement lié à une circulation virale de 

faible amplitude dans les régions algériennes étudiées durant ces 3 dernières années. 

Néanmoins, il est important de souligner que, depuis les années 2000, les virus influenza issus 

du lignage américain sont les principaux responsables des épizooties dans le monde. Or, les 

souches utilisées pour l’IHA sont génétiquement et antigéniquement assez éloignées des 

souches de lignage américain et leur efficacité pour détecter des anticorps dirigés contre ces 

dernières peut en être amoindrie (Oxburgh et al., 1994 ; Oxburgh et Klingeborn, 1999 ; 

Manguerra et al., 2000 ; Borchers et al., 2005 ; Martella et al., 2007). 

D’après Nyaga et al. (1980), l’appartenance à la race quarter constitue un facteur de 

risque important à l’égard de l’infection virale alors que les races pur-sang seraient nettement 

protégées. Il ressort de notre étude qu’une sensibilité à l’égard du virus influenza équin est 

significativement associée à la race. La séropositivité des chevaux de race Pur-sang Arabe, 

sans considérer l’origine géographique des animaux dans un premier temps, vis-à-vis de la 

souche Russie/1983(H3N8) est plus élevée que celle des chevaux de race Pur-sang Anglais et 

des races peu représentées. Il apparait aussi, dans cette enquête, que les chevaux Barbes, 

notamment ceux de la région de Tiaret (Ouest algérien) possèdent plus d’anticorps 

reconnaissant la souche Russie/1983(H3N8) que les races peu représentées. Ces résultats 

confirment ceux obtenus par Ellouze (1980) et Boussetta et al. (1994) qui ont également 

observé une sensibilité accrue des chevaux barbes à l’infection grippale comparée à celle des 

chevaux pur-sang. 

Selon Nyaga et al. (1980), le sexe ne constituerait pas un facteur de risque de 

l’infection grippale. De même, sur l’ensemble des échantillons de la population équine 

étudiée, les 2 sexes présentent des taux de séropositivité comparables quelle que soit la 

technique. 



L’analyse par qRT-PCR a permis de confirmer la présence du virus de la grippe 

équine, dans l’ensemble des 12 ENPs prélevés. Cette technique s’est révélée plus sensible 

pour la détection d’échantillons positifs que l’isolement du virus sur œufs embryonnés ou en 

culture cellulaire, la détection de l’antigène par DFA, la détection de la nucléoprotéine par 

ELISA ou la sérologie (Quinlivan et al., 2004, 2005; Legrand et al., 2008; Bryant et al., 

2010). Cependant, aucun virus infectieux n’a pu être amplifié par inoculation sur œufs 

embryonnés ou  sur culture cellulaire. Cet échec peut être expliqué par la longue conservation 

des ENPs à -20°C (3 mois) avant isolement ce qui aurait altéré le pouvoir infectieux des virus 

grippaux présents dans ces ENPs. En effet, ces dernières années plusieurs laboratoires du 

monde rapportent des difficultés pour isoler le sous-type H3N8 du virus de la grippe équine à 

partir d’écouvillons qui ont fourni des résultats positifs avec d'autres méthodes de détection 

(Newoton et al., 1999). La collection en temps opportun et la bonne conservation des 

écouvillons nasopharyngés sont nécessaires pour isoler le virus et la surveillance des virus 

pour la dérive antigénique. Cette dernière est essentielle pour la surveillance de la grippe et la 

mise à jour des vaccins (Foord et al., 2009; Gildea et al., 2011). 

L’étude réalisée par Benmansour et al. (1977a,b) durant l’épizootie d’infection 

respiratoire aigüe des équidés qui a sévi en Algérie en 1971-72, avait permis d’isoler deux 

souches appartenant au sous-type H3N8. Depuis cette date, aucune donnée sur la circulation 

du virus de la grippe équine en Algérie n’a été publiée. Selon les enquêtes de terrain réalisées 

auprès des vétérinaires cliniciens de nombreux haras, l’Algérie aurait connu deux épizooties 

d'infection respiratoire aiguë des équidés en 1998 et en 2005 mais aucune recherche ou 

analyse de confirmation de l'agent responsable de ces épisodes respiratoires n’a été réalisée. 

Le virus grippal de sous-type H3N8 a été à l’origine d’épizooties de grippe équine au Maroc 

en 1997, en Égypte en 2000 et en 2008, au Nigeria en 1991 et en Afrique du sud en 1986 et 

2003 respectivement (Kaddissi et al., 1998; Abd El-Rahim and Hussain, 2004; 



http://www.oie.int; Adeyefa and McCauley, 1994; Guthrie et al., 1999; Guthrie, 2006). Daly 

et al. (1996) ont classé les virus H3N8 en deux lignages distincts: American et Eurasien. De 

plus, Lai et al., (2001) ont classé les isolats du lignage Américain en trois groupes appelés 

groupe Argentin, Kentucky et Florida. Les virus du groupe Floridien avec les séquences de 

l'hémagglutinine divergentes ont été provisoirement regroupés dans les Clades 1 et 2 (OIE, 

2008a). 

Afin de caractériser le virus responsable de l’épizootie de Tiaret en 2011, le 

génotypage des isolats a été entrepris par séquençage du gène codant pour l’hémaglutinine 

(HA). L’analyse phylogénétique a montré que les isolats de grippe équine algériens 

appartiennent tous au lignage américain, groupe Florida, Clade 2. Le séquençage du gène HA 

des isolats des virus responsables de l’épizootie de grippe équine qui a sévi en Algérie en 

1971-72 démontre que le virus A/Equine/Algiers/6/71 est étroitement apparenté à 

A/Equine/Hong-Kong/157/71 et à A/Equine/Hungary/2/71, et le virus A/Equine/Algiers/1/72 

se trouve groupé avec les isolats A/Equine/Tokyo/1/71 (pré divergent), ont été largement 

différents de l'épizootie actuelle. L’étude réalisée par Bryant et al. (2011) sur les virus isolés 

dans la période 2008-09, démontre que la majorité des EIVs circulant en Europe 

appartiennent au sous-groupe Floridien Clade 1 et 2 tandis que ceux circulant en Amérique du 

Nord, ils appartiennent au sous-groupe Floridien Clade 1. Les virus responsables des 

épizooties récentes en 2007 au Japon et en Australie, et en 2008 en Égypte sont apparentés 

aux virus appartenant au sous-lignage Floridien Clade 1 au sein du groupe Américain 

(Callinan, 2008 ; Yamanaka et al., 2008 ; http://www.oie.int). Les virus isolés en Mongolie 

2008, en Chine 2007-08 et en Inde 2008-09 ont été classés en clade 2 du sous lignage 

Floridien (Qi et al., 2010 ; Virmani et al., 2010 ; Wei et al., 2010). Tous les virus isolés et 

caractérisés en Irlande entre 2007 et 2010 sont apparentés aux virus appartenant au sous-

lignage Floridien Clades 1 et 2 (Gildea, 2011). Les virus isolés en 2010 en France et au 

http://www.oie.int/


Royaume-Uni correspondaient tous au clade 2. Ainsi, le virus isolé chez le cheval exporté de 

Belgique vers le Japon était également un virus de clade 2 (OIE, 2011). 

Dans le cadre de cette épizootie de Tiaret 2011, les chevaux âgés de plus de 8 ans 

paraissent moins sensibles à l’infection (morbidité 5%). Ce ci laisse supposer le 

développement d’une immunité acquise contre une infection virale naturelle ancienne par le 

virus H3N8 ayant largement circulé au sein de la population équine durant les dernières 

années, probablement là où les souches responsables de ces infections virales sont plus 

proches antigéniquement de la souche détectée à Tiaret en 2011 (H3N8). Il se pourrait que ces 

chevaux aient été réinfectés par la même souche si on considère que le virus de la grippe 

équine est le responsable des épizooties d'infections respiratoires aiguës en 1998 et en 2005. 

Chez les chevaux âgés non vaccinés, la protection vis-à-vis des pathologies équines serait plus 

efficace en raison du développement d’une immunité acquise (Newton et al., 2006). 

L’infection naturelle par le virus EIV confère une immunité de longue durée qui protège 

l’animal contre une réinfection par le même type de virus en réduisant, la gravité des signes 

cliniques et l’excrétion virale (Hannant et al., 1988; Paillot, 2006). Le faible taux de chevaux 

infectés âgés entre 1 et 15 mois (morbidité 10 – 15 %) pourrait être dû principalement à une 

immunité passive conférée par les anticorps maternels, ainsi tous les poulains de l'étude sont 

nés dans le même site et issus de mères âgées (plus de 8 ans). Toutefois, la durée de 

persistance des anticorps maternels des poulains est controversée (Liu et al., 1985 ; Van 

Maanen, 1992), mais les anticorps spécifiques contre la grippe équine diminuent en général à 

un niveau faible, mais détectable à l’âge de 6 mois (Cullinane et al., 2001 ; Wilson et al., 

2001). Dans cette épizootie, la morbidité élevée (100 %) observée vis-à-vis du virus de la 

grippe équine chez les chevaux âgés entre 18 mois et 7 ans, prouve l'exposition de cette 

tranche d’âge de chevaux à une nouvelle infection par le sous-type H3N8, soit il s’agit de 

chevaux naïfs à la grippe équine qui ont été infectés pour la première fois, ou probablement de  



chevaux réinfectés par la même souche détectée à Tiaret en 2011 (H3N8) si on considère que 

le virus de la grippe équine est le responsable de l'épizootie d'infection respiratoire aiguë 

durant 2005.  

Les périodes d'augmentation du risque de la propagation du virus de la grippe équine 

associées à la saison et l’augmentation des mouvements de chevaux, ont été identifiées 

antérieurement par Newton et al., (1999). Dans cette étude, la grippe équine a été confirmée 

dans 2 endroits après le mouvement de chevaux entre les différentes régions principalement 

dans les saisons d'été et de printemps. Dans les endroits où il n'y n'avait aucun mouvement et 

de contact de chevaux, il n'y a aucune propagation de la maladie. Une étude par Morley et al., 

(2000) a identifié la fréquence du contact direct comme étant un facteur de risque majeur de la 

grippe.          

En Algérie, la vaccination contre la grippe équine n'est pas obligatoire. Aucun signe 

clinique n’a été observé dans des endroits où il y a les chevaux vaccinés contre la grippe. 

Dans cette étude, aucune preuve de rupture de la vaccination de la grippe équine, le virus a été 

détecté uniquement chez les animaux non vaccinés contre la grippe équine. Des vaccins à 

virus vivants ayant été à l’origine d’épizooties de grippe équine, ont été signalés lors de 

l’usage de souches Européennes (Martella et al., 2007 ; Barbic et al., 2009). 
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Conclusion 

La caractérisation et le suivi génétique du virus de la grippe équine sont des éléments 

essentiels pour essayer de réduire le potentiel épizootique de la maladie. Connaître le sous-

type circulant dans un pays, permet la mise en œuvre d’une prophylaxie adaptée afin de 

prévenir le phénomène et d’utiliser des vaccins composés de souches qui provoqueront une 

réaction immunitaire capable de lutter contre le virus circulant sur le territoire. Ainsi, un 

typage des deux protéines les plus immunogènes, l’hémagglutinine et la neuraminidase, est 

régulièrement réalisé pour étudier l’évolution du virus et surveiller l’apparition d’un nouveau 

variant ou la persistance d’un ancien. De plus, la mise sur le marché de vaccins de nouvelle 

génération permet d’instaurer une immunité plus proche de celle induite par les souches 

sauvages. 

Les résultats sérologiques et de séquençage montrent que le virus de la grippe équine de sous 

type H3N8 circule en Algérie, contrairement aux virus de sous-type H7N7 qui, comme dans 

le reste du monde, ne semblent pas être présents puisque les 5 sérums retrouvés positifs en 

IHA étaient issus de chevaux importés dont le statut vaccinal est inconnu. Cette étude décrit, 

pour la première fois depuis 1972, la détection et la caractérisation génétique du virus de la 

grippe équine (A/equine/H3N8/Tiaret/2011) sur le territoire Algérien. Les résultats de cette 

étude ont permis d’obtenir des informations épidémiologiques détaillées sur la circulation du 

virus de la grippe au sein de la population équine en Algérie. Ces données permettront 

d’élaborer des stratégies de dépistage, de prévention et de contrôle efficaces de la grippe 

équine en Algérie. La mise en œuvre d'un programme national de vaccination contre la grippe 

équine, à l'aide d'un vaccin moderne et efficace contre le sous-type 2 du virus de la grippe 

équine, semble essentielle en Algérie.  
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Résumé  

Le virus influenza équin (EIV), appartient à la famille des Orthomyxoviridae, genre 

Influenzavirus, type A. L’EIV se caractérise par une dissémination très rapide et provoque 

une maladie à fort enjeux économique pour la filière équine. Deux sous-types distincts H7N7 

et H3N8 sont décrits comme agents infectieux des équidés, mais seul ce dernier continue de 

circuler et d’évoluer. En Algérie, la recherche et l’identification des différentes pathologies 

équines ne sont pas prises en charge. Il n’existe aucun programme national permettant de 

lutter contre la propagation du virus influenza équin et l’unique action des services 

vétérinaires se limite à la mise en œuvre d’un traitement symptomatique et à la gestion 

d’éventuelles infections bactériennes secondaires. L’objectif de cette étude est d’étudier la 

séroprévalence de la grippe équine en Algérie afin d’obtenir une information objective sur la 

situation de la maladie dans ce pays, ainsi que la répartition de chevaux séropositifs dans les 

différentes régions du pays en fonction de l’âge, du sexe et de la race des animaux. De plus, 

ce travail présente la mise en évidence et la caractérisation moléculaire du virus responsable 

de l’épizootie de grippe équine qui avait sévi en 2011 à Tiaret. 

Mots clés : Virus de la Grippe Équine (EIV), Sous-type 1 (H7N7) et 2 (H3N8), Clade 2,Séro-

épidémiologie, Inhibition de l’hémagglutination (IHA), qRT-PCR, phylogénie, Cheval, 

Algérie. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Abstract  

Equine influenza virus (EIV), belongs to the family of the Orthomyxoviridae, genus 

Influenzavirus, type A, is one of the main pathogenic agents responsible of equine respiratory 

diseases. Two distinct subtypes H7N7 and H3N8 are known to be infectious agents of the 

equines, but only the latter continues to circulate and to evolve. In Algeria, the research and 

the identification of the different equine diseases are not taken in charge. The vaccination 

against EI is not mandatory and the unique action of the veterinary services is restricted 

symptomatic treatment and to the prevention of possible secondary bacterial infections. The 

aim of this study is to investigate the seroprevalence of equine influenza in Algeria in order to 

obtain an objective information on the situation of the disease in this country, and the 

distribution of seropositive horses in different regions of the country according to the age, the 

sex and the bred of the animals. In addition, this work presents the isolation and molecular 

characterization of the virus responsible for the outbreak of equine influenza that surged in 

2011 in Tiaret. 

Keywords: Equine Influenza Virus (EIV), sub-type 1 (H7N7) and 2 (H3N8), Clade 2, 

Seroepidemiology, Inhibition of Haemagglutination (HI), qRT-PCR, Phylogeny, Horse, 

Algeria. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 ملخص

. يتميز فيروس إنفلونزا A، جنس الإنفلونزا, نوع Orthomyxoviridae(، ينتمي إلى أسرة EIV) فيروس إنفلونزا الخيول

ن ان فرعيايوجد نوع ل.وتربية الخيا على اقتصادي ارويعتبر من  الأمراض التي تشكل خطالخيول بالانتشار السريع، 

في الجزائر، البحث  .تطورو يينتقل يزاللا  هذا الأخير ولكن فقطللخيول, كعوامل معدية  H3N8و  H7N7ن امتميز

برنامج وطني لمكافحة انتشار فيروس إنفلونزا  في الجزائر وجدي . لاغير معتمدة والتعرف على أمراض الخيول المختلفة

التهابات جرثومية  أي محاربةتنفيذ علاج الأعراض وعلى  فقط من الخدمات البيطرية الوقائي الخيول ويقتصر العمل

 من أجل الحصول على الجزائر في الخيول لإنفلونزا لانتشار المصليا التحقيق في هذه الدراسة هو الهدف من ثانوية.

من جهة،  مختلفة من البلاد في مناطق مصلايجابية ال الخيول توزيعكذا و. المرض في البلاد عن حالة معلومات موضوعية

 للفيروسي نتوصيف الجيو التحديد ال لالعم اذه قدمي، ذلك وعلاوة على من جهة أخرى. الحيوانات رقعالعمر والجنس وو

 .تيارت في 1122في عام  إنفلونزا الخيول وباءالمسؤول عن 

السيرولوجية ،   1( ، كلاد H3N8) 1( و H7N7) 2، النوع الفرعي  (EIVفيروس انفلونزا الخيول ) الكلمات المفاتيح :

 ، الجزائر، الحصان، نسالة qRT-PCR ( ،IHA، تثبيط تراص كريات الدم الحمراء ) الوبائية
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