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RESUME 
 

Les flavivirus ayant un impact en médecine vétérinaire sont largement distribués dans le monde (à 

l’exemple de la fièvre West Nile (WNF) présente sur les cinq continents ou de l’Encéphalite japonaise 

(EJ) en Asie) et sont responsables de maladies à dominante neurologique chez l’homme et/ou le 

cheval.  

La virémie étant généralement brève lors de ces infections virales, les méthodes de diagnostic 

utilisées sont essentiellement sérologiques. Or le chevauchement fréquent des aires de répartition 

des flavivirus complique le diagnostic sérologique. En effet, des réactions sérologiques croisées entre 

flavivirus sont observées lors de l’utilisation de méthodes de diagnostic usuelles telles que l’ELISA et 

l’immunofluorescence (IF). Les résultats sérologiques doivent donc être confirmés par la méthode 

fastidieuse de séroneutralisation (SNT) virale avec les différents flavivirus existants dans la région. De 

plus, le risque d’émergence sur un territoire donné de nouveaux flavivirus, comme le virus Zika au 

Brésil ou en Amérique du Nord, ne peut être exclu. 

Nous avons donc développé dans la première partie de ce travail une nouvelle stratégie de diagnostic 

sérologique multiplexe à l’aide de la méthode d’immuno-essai (MIA) sur billes. Sachant que la 

glycoprotéine d’enveloppe soluble (sE) des flavivirus est divisée en 3 domaines (D) structuraux, DI, DII 

et DIII et que les épitopes du DIII sont spécifiques de chaque flavivirus, des protéines EDIII 

recombinantes de différents flavivirus d’intérêt ont été synthétisées en système d’expression 

Drosophila S2 et leur antigénicité a été testée sur sérums équins et ovins. Nous avons obtenu des 

résultats très encourageants en démontrant que l’utilisation des EDIII, associée à la capacité de 

multiplexage de la méthode MIA, apparaît comme une réponse adaptée au défi du diagnostic 

sérologique des infections à flavivirus. 

Nous avons en outre utilisé la même méthode de multiplexage mais avec des antigènes NS1 du WNV 

pour mettre en place un test DIVA (Differentiating Infected from Vaccinated Animals) permettant de 

différencier les chevaux infectés par le WNV des chevaux vaccinés avec un vaccin recombinant WNV.  

Un autre écueil en médecine vétérinaire est le traitement des affections à flavivirus. En effet l’arsenal 

thérapeutique est limité et le traitement est avant tout symptomatique. Nous avons dans la seconde 

partie de ce travail testé in vitro une molécule antivirale à large spectre, le sr1057 sur nos virus 

d’intérêt (WNV et JEV). Cette molécule qui provient d’une stratégie de criblage développée par 

l’Institut Pasteur a probablement pour cible la cellule de l’hôte car elle est capable d’inhiber des virus 

très différents, à génome à ARN de polarité positive ou négative et ADN.  

Les résultats que nous avons obtenus avec ce composé sont en demi-teinte pour les flavivirus testés 

avec une efficacité démontrée pour le JEV mais plus modeste pour le WNV. Ils n’excluent cependant 

pas une possible utilisation de cet antiviral en médecine vétérinaire équine car une activité inhibitrice 

in vitro sur les virus de l’Herpes équin de type I et de l’artérite virale a été confirmée par d’autres 

collaborateurs.  
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ABSTRACT 

Flaviviruses with a major impact in veterinary medicine are widely distributed (e.g. West Nile fever 

(WNF) has spread across the five continents and Japanese Encephalitis (JE) is reported in South-East 

Asia) and are mainly responsible for neurological diseases in humans and/or horses. 

After flavivirus infection, viremia in mammal hosts is generally short and consequently indirect 

methods are mostly used to diagnose flavivirus infections. However, frequent spatial overlapping in 

their circulation areas renders the interpretation of serological assays difficult. Indeed, cross-

reactions between flaviviruses are observed in rapid serological tests such as in ELISA and 

immunofluorescence assays (IFA). Serological assay results should thus be confirmed by the tedious 

comparative virus neutralization test (VNT) using a panel of viruses known to circulate in the area. 

Moreover, the risk of emergence of new flaviviruses such as reported recently with the Zika virus in 

Brazil or in North America should be considered when studying flavivirus epidemiology. 

In the first section, a new strategy aiming at improving the serological diagnosis of flavivirus 

infections was developed using the multiplexing capacity of microsphere immunoassays (MIA). The 

flavivirus soluble envelope (sE) glycoprotein ectodomain is composed of three domains (D), e.g. DI, 

DII and DIII, with EDIII containing virus-specific epitopes. Recombinant EDIIIs of different flaviviruses 

were synthesized in the Drosophila S2 expression system. The microspheres coupled with rEDIIIs 

were assayed with equine and ovine sera from natural and experimental flavivirus infections or non-

immune samples. Very encouraging results have been obtained and this innovative multiplex 

immunoassay based on flavivirus rEDIIIs appears to be a powerful alternative to ELISAs and VNTs for 

veterinary diagnosis of flavivirus-related diseases.  

MIA with WNV nonstructural 1 protein were also implemented to differentiate Infected from 

Vaccinated Animals (DIVA). Such a DIVA approach was only successful when horses had been 

immunized with a recombinant canarypox vaccine, while horses receiving inactivated WNV vaccine 

developed immune responses close to the ones induced after natural infection.  

Another pitfall in veterinary medicine is the lack of therapeutics for viral diseases and specifically for 

flaviviruses. The therapeutic arsenal is indeed rather limited and animals are generally administered 

supportive treatments only. In the second part, the results of the in vitro testing of a broad spectrum 

antiviral named sr1057 on WNV and JEV replication are presented. This chemical, identified from a 

unique screening strategy developed by Pasteur Institute, is probably targeting the host cell and was 

found to inhibit the replication of varied RNA and DNA viruses belonging to different virus families. 

The sr1057 compound was not as efficient at inhibiting the replication of flaviviruses as for other 

RNA+ viruses, with a modest antiviral effect demonstrated for WNV and a higher efficacy on JEV. This 

antiviral presents however potentials for applications in equine veterinary medicine because it 

efficiently inhibited equine herpes virus-1 and equine arteritis virus in vitro, as clearly shown by other 

collaborators.  
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1. INTRODUCTION 

1.1. Généralités sur les arbovirus émergents  
 

Des émergences de maladies humaines et animales sont régulièrement notifiées par les organismes 

de santé publique : le virus de l’immunodéficience humaine dans les années 1980 au niveau mondial, 

le virus Schmallenberg en 2011 en Allemagne, le virus Ebola en Afrique de l’Ouest en 2013 ou encore 

le virus Zika au Brésil en 2015. Le terme « émergence » peut être employé pour 4 cas de figure :  

 Une infection nouvellement apparue ou identifiée, causée par un micro-organisme connu ou 

auparavant inconnu ; 

 La réapparition ou l’augmentation de l’incidence d’une infection connue dans un espace ou 

un groupe de population donné; on parle alors d’infection « résurgente » ou ré-émergente ; 

 Une modification qualitative et/ou quantitative des caractéristiques de l’agent (résistance, 

virulence), de l’infection (nouveaux réservoirs) ou de la population touchée (modification du 

spectre d’hôte) et de son environnement ; 

 Un syndrome inexpliqué dont le diagnostic définitif nécessite de nouvelles connaissances 

techniques ou scientifiques [1, 2]. 

Environ 75% des maladies infectieuses ayant récemment émergé et qui affectent les hommes sont 

des maladies d’origine animale [3] avec un réservoir dans la faune sauvage [4, 5]. On compte parmi 

elles les maladies vectorielles qui sont des maladies infectieuses transmises par des vecteurs, le plus 

souvent des arthropodes piqueurs et hématophages, qui assurent une transmission active d’un agent 

infectieux d’un animal vertébré à un autre. On distinguera :  

- les vecteurs « biologiques » capables de multiplier ou de transformer les agents pathogènes 

(ex. moustiques et virus West Nile (WNV), tiques et Borrelia burgdorferi, bactérie 

responsable de la maladie de Lyme) 

- les vecteurs « mécaniques » assurant le transport passif de l’agent pathogène (ex. taons et 

virus de l’anémie infectieuse des équidés) 

Les vecteurs sont capables de transmettre des micro-organismes (agents viraux, bactériens ou 

parasitaires) présents dans le sang ou le derme d’un hôte infecté à un nouvel hôte vertébré. 
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Les arboviroses, infections virales à transmission vectorielle, sont plus fréquentes que les infections 

vectorielles bactériennes et parasitaires et leur fréquence ne cesse d’augmenter (40% des virus 

capables d’infecter les mammifères sont transmis par des arthropodes [6]). 

Elles ont tendance à s’étendre vers de nouveaux territoires du fait de différents facteurs liés à 

l’évolution des activités humaines (réchauffement climatique dû à l’activité humaine, augmentation 

du trafic aérien, déforestation favorisant le contact entre l’homme et la faune sauvage…)[7]. Les 

récentes épidémies associées aux virus Zika en Amérique du Sud ou Chikungunya dans l’océan Indien 

ou les épizooties/épidémies impliquant le WNV en Amérique du Nord ou en Europe [8] illustrent les 

sévères conséquences que génèrent les émergences de virus à transmission vectorielle à la fois pour 

la santé publique et la santé animale. L’exemple de l’épidémie actuelle de Zika au Brésil, virus très 

proche génétiquement et antigéniquement du virus isolé en Polynésie française en 2013 et ayant 

probablement été introduit en Amérique du Sud à la faveur d’événements internationaux, constitue 

un des exemples récents les plus significatifs d’arbovirose émergente impliquant un flavivirus et 

ayant circulé très rapidement d’un continent à l’autre [9-11]. 

Un grand nombre de virus à acide ribonucléique (ARN) comme par exemple les flavivirus parmi les 

Flaviviridae, les orbivirus parmi les Reoviridae ou les alphavirus parmi les Togaviridae, sont transmis 

par des vecteurs. Cette constatation suggère que la stratégie de transmission vectorielle des virus à 

ARN est apparue à plusieurs reprises au cours de l’évolution des virus à ARN [9]. A contrario, un seul 

virus à acide désoxyribonucléique (ADN), le virus de la peste porcine africaine, est dénombré parmi 

les arbovirus. Cette dernière observation semble indiquer que les virus à ARN ont pu s’adapter à des 

cycles alternés de réplication dans les hôtes vertébrés et invertébrés du fait de leur plus grande 

plasticité génomique (taux de mutation élevé). 

En santé animale, les maladies vectorielles peuvent faire l’objet d’une réglementation spécifique 

quand elles constituent des risques sanitaires majeurs et/ou des obstacles aux échanges 

internationaux d’animaux. La fièvre West Nile (WNF) ou l’encéphalite japonaise (EJ) font partie en 

France des maladies inscrites sur la liste des dangers sanitaires de catégorie 1 qui sont mentionnés 

dans l’article L.201-1 du code rural et de la pêche maritime (Ordonnance n°2011-862 du 22 juillet 

2011). De plus, au niveau international, WNF et EJ sont inscrites dans le code sanitaire pour les 

animaux terrestres de l’OIE (Organisation Mondiale de la Santé Animale) et les foyers doivent 

obligatoirement être notifiés à cet organisme.  
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1.2. Contexte épidémiologique actuel des flavivirus neurotropes 

en médecine vétérinaire  

1.2.1. Classification 

1.2.1.1. Classification moléculaire 

 

On compte plus de 53 espèces dans le genre flavivirus [12]. La majorité des virus identifiés dans ce 

genre sont des arbovirus transmissibles à l’homme. Le séquençage complet du génome viral permet 

de regrouper les flavivirus en fonction de leurs vecteurs et trois groupes distincts ont été identifiés : 

les virus transmis par les moustiques, ceux transmis par les tiques et ceux dont le vecteur est non 

connu (NKV) [13, 14]. Le comité de taxonomie des virus a défini 27 flavivirus transmis par les 

moustiques, 12 transmis par les tiques et 14 pour le groupe NKV [15] (figure 1). 

Le groupe des virus transmis par les moustiques peut être subdivisé en deux clades  (Aedes et Culex) 

qui se distinguent aussi par leur hôte vertébré et leur pathogénèse. Les virus du clade Culex ont un 

réservoir aviaire, sont neurotropes et causent fréquemment des méningo-encéphalites. Les virus du 

clade Aedes ont un réservoir primate et sont responsables dans la plupart des cas de maladies 

hémorragiques. Cette différence de réservoir peut s’expliquer par les comportements alimentaires 

différents entre les  moustiques Culex et Aedes. En effet, Aedes aegypti et Aedes albopictus, 

principaux vecteurs de la Dengue ou du  Zika, sont des moustiques anthropophiles bien adaptés à 

l’environnement urbain alors que Culex pipiens et Culex modestus, vecteurs du virus West Nile (WNV) 

sont des vecteurs à préférences trophiques larges pouvant piquer les oiseaux et de nombreux hôtes 

mammifères [16]. 

Les virus transmis par les tiques sont également subdivisés en deux groupes : ceux circulant au sein 

des oiseaux marins et dont les vecteurs sont des tiques molles et ceux transmis par des tiques dures 

(genre Ixodes) avec un réservoir rongeur et qui sont généralement responsables d’encéphalites chez 

l’homme et l’animal. Le virus de la fièvre hémorragique d’Omsk (OHFV) et le virus des forêts de 

Kyanasur (KDFV), responsables de fièvres hémorragiques, font office d’exception dans ce groupe 

[13]. 

Un dernier groupe regroupe les flavivirus NKV. Il peut être subdivisé en 2 sous-groupes circulant soit 

chez des chauves-souris soit chez des rongeurs [13]. 
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Figure 1 : Comparaison des séquences génétiques complètes de différents flavivirus et 
regroupement en fonction de leur vecteur.  
L’identifiant GenBank des séquences utilisées pour l’analyse phylogénétique est indiqué sur chaque 
branche de l’arbre. WNV : West Nile virus, JEV : Japanese encephalitis virus, USUV : Usutu virus, 
MVEV : Murray Valley encephalitis virus, ALFV : Alfuy virus, BAGV Bagaza virus, NTAV :Ntaya virus, 
ZIKAV : Zika virus DENV : Dengue virus, YFV : Yellow Fever virus, YOKV : Yokose virus, CFAV : Cell 
Fusing Agent virus, KRV : Kamiti River virus, APOIV : Apoi virus, MODV : Modoc virus, MMLV : 
Montana Myotis Leukoencephalitis virus, RBV : Rio Bravo virus, MEAV : Meaban virus, SREV : 
Saumarez Reef virus, TYUV : Tyuleniy virus, KSIV : Karshi virus, POWV : Powassan virus, DTV : Deer 
Tick virus, ALKV : Alkhurma virus, LGTV : Langat virus, OHFV : Omsk Hemorrhagic Fever virus, TBEV : 
Tick-Borne encephalitis virus, LIV : Louping Ill virus,. 2 groupes externes ont été utilisés pour 
enraciner l’arbre phylogénétique, HCV pour Hepatitis C virus (genre Hepacivirus, famille des 
Flaviviridae) et BVDV pour Bovine Viral Diarrhea virus (genre Pestivirus, famille des Flaviviridae). Les 
flavivirus et souches WNV isolées en Europe sont soulignés [17]. 
 

1.2.1.2. Notion de sérocomplexe 

Les flavivirus sont antigéniquement proches comme démontrés par les tests d’inhibition de 

l’Hémagglutination (HIT pour Hemagglutination-inhibition test) [18], Enzyme Linked Immunosorbent 

Assay (ELISA) ou par séroneutralisation virale (VNT) [19, 20]. Un sérocomplexe est défini comme un 

ensemble de virus ayant des réactions sérologiques croisées lors de tests de neutralisation virale 

avec des anticorps polyclonaux. Ces réactions sérologiques croisées sont expliquées par le partage de 

sites antigéniques communs à la surface des virions, en particulier sur la glycoprotéine d’enveloppe. 
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On compte au moins huit sérocomplexes au sein des flavivirus. Le sérocomplexe de l’encéphalite 

japonaise regroupe dix virus dont le WNV, le virus de l’encéphalite japonaise (JEV), le virus de 

l’encéphalite de Saint Louis (SLEV), le virus de l’encéphalite de la Murray valley (MVEV) et le virus 

Usutu (USUV) [21]. 

Le sérocomplexe de l’encéphalite à tique est représenté entre autre par le virus de l’encéphalite à 

tique (TBEV), le virus Louping ill (LIV), le virus Powassan (POW) et le virus de la fièvre hémorragique 

de la vallée d’Omsk (OHFV). 

Dans la suite de la thèse, nous nous intéresserons uniquement aux flavivirus neurotropes vectorisés 

par des moustiques ou des tiques qui ont un impact en médecine vétérinaire. Le tableau 1 présente 

les virus étudiés. 

Clade Virus  Réservoir Vecteur 

principal 

Principales espèces 

sensibles 

Distribution 

géographique 

Maladie/espèce 

sensible 

Culex WNV 

SEROCOMPLEXE 

ENCEPHALITE 

JAPONAISE 

Oiseaux Culex spp  Homme et cheval 

Oiseaux (parfois) 

Mondiale Méningoencéphalite 

JEV Oiseaux /Porc Culex spp Homme, bovin et 

cheval 

Asie du Sud Est Méningoencéphalite 

SLEV Oiseaux Culex spp Homme et cheval Amérique 

(nord, sud et 

centrale) 

Méningoencéphalite 

MVEV Oiseaux Culex spp Homme et cheval  Australie et 

Nouvelle 

Guinée 

Méningoencéphalite 

USUV Oiseaux Culex spp Oiseaux : merle et 

rapaces nocturnes 

(Homme avec 

historique 

d’immunosuppression) 

Afrique et 

Europe 

Infection 

généralisée/oiseaux 

(quelques cas 

d’encéphalites 

humaines) 

BAGV SEROCOMPLEXE 

NTAYA 

Oiseaux Culex spp Oiseaux : dinde, faisan, 

perdrix 

Afrique, 

Espagne, 

Moyen Orient 

et Inde 

Méningoencéphalite  

Tique 

dure 

TBEV 

SEROCOMPLEXE 

ENCEPHALITE à 

TIQUE 

Rongeurs Ixodes spp Homme, canidés Europe et Asie Méningoencéphalite 

LIV Mouton, 

lagomorphes, 

rongeurs  

Ixodes spp  Mouton, Homme Principalement : 

Royaume-Uni et 

Irlande 

Méningoencéphalite 

Tableau 1: Principaux flavivirus neurotropes vectorisés par des moustiques ou des tiques en 
médecine vétérinaire  
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1.2.2. Les flavivirus neurotropes 

1.2.2.1. Vecteurs moustiques (Culex) 

1.2.2.1.1. Les flavivirus neurotropes présents en Europe  

Le Virus West Nile (WNV)  

 

Le WNV est un arbovirus transmis par des moustiques au sein d’un réservoir aviaire. Ce virus a été 

isolé pour la première fois chez l’Homme en Ouganda en 1937. Le WNV a probablement été introduit 

en Europe dès les années 1960 depuis l’Afrique sub-saharienne par la migration sur des longues 

distances d’oiseaux infectés. 

 

a) Le cycle de transmission 

Le WNV est entretenu et amplifié dans la nature selon un cycle impliquant les oiseaux et les 

moustiques. Cependant des cas de transmission directe par voie alimentaire soit par prédation de 

petits oiseaux infectés par le WNV soit par contacts directs entre oiseaux ont été décrits [22]. 

Le WNV est transmis à différentes espèces animales (mammifères mais aussi reptiles et amphibiens), 

par la piqûre d’un moustique infecté à la fois ornithophiles et mammophiles. Le cheval et l’homme 

sont des hôtes accidentels sensibles et culs-de-sac épidémiologiques (figure 2). Chez ces deux 

espèces, les infections asymptomatiques sont les plus fréquentes mais dans de rares cas, des formes 

neuroinvasives avec méningite, encéphalite ou myélite peuvent survenir. Enfin, des cas de 

transmission inter-humaine suite à une transfusion sanguine, transplantation d’organe ou lors 

d’allaitement ont été rapportés ou sont suspectés (allaitement). 

Les mécanismes de la persistance du virus en dehors de la période d’activité des vecteurs restent mal 

connus. La transmission verticale du WNV a été expérimentalement démontrée chez 

Culex pipiens, Culex quinquefasciatus, et Culex tarsalis et le virus a été isolé de femelles moustiques 

en hibernation [23]. Cependant les Culex sont considérés comme des vecteurs peu efficaces en terme 

de transmission verticale pour le WNV [24].   
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Figure 2 : Cycle de transmission du virus West Nile[25] 

 

b) L’épidémiologie  

De tous les flavivirus transmis par les moustiques du genre Culex, le WNV a la plus large distribution 

géographique (figure 3). 
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Figure 3 : Distribution du WNV dans le monde avec focus sur l’Europe en 2016 (source : Pubmed) 
 

Ce virus a été décrit pour la première fois en Europe en 1960 quand des animaux séropositifs ont été 

identifiés et des isolements viraux réalisés en France, au Portugal et à Chypre [26, 27]. Après un 

silence de plus de 30 ans, le WNV lignée 1 (cf phylogénie dans la prochaine section c) a émergé à 

nouveau en Afrique du Nord (au Maroc (1996), en Algérie (1994) et en Tunisie (1997)) puis s’est 

rapidement étendu à l’Europe occidentale et de l’Est (Roumanie (1996)[28] et à la Russie (1999)) 
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avant de ré-émerger en Italie en 1998 [29] puis en France en 2000 [30] (figure 4). Même si 

historiquement le WNV est considéré comme moins pathogène pour l’homme que les virus de la 

Fièvre jaune ou de la Dengue, des souches hautement pathogènes pour les oiseaux et les 

mammifères ont été isolées à partir de 1998 au Moyen-Orient (cluster israélo-américain au sein de la 

lignée 1). Le fait le plus marquant dans l’histoire du WNV a été l’introduction d’une souche très 

proche de ces isolats du Moyen-Orient en pleine ville de New York en 1999 et sa diffusion rapide sur 

tout le continent américain. Cette émergence virale a causé en seize ans aux États-Unis plus de 39 

300 cas humains avec une issue fatale dans 1600 cas ainsi que plus de 25 000 cas équins [31]. 

En Europe, la situation n’a rien de comparable avec celle du continent américain. Le WNV reste 

cantonné au bassin méditerranéen et à l’Europe de l’Est et est associé à des cas cliniques 

sporadiques. Les différentes flambées ont toutes été observées en période estivale, en liaison directe 

avec l’abondance des vecteurs, généralement entre mi-juillet et octobre. 

Néanmoins un regain d’activité du WNV a été associé en particulier avec l’introduction en 2004 d’une 

nouvelle souche de lignée 2 (cf phylogénie en c) originaire d’Afrique [32, 33]. Cette souche de lignée 

2 a été initialement identifiée en Hongrie en 2004 puis a diffusé de la Hongrie vers la partie est de 

l’Autriche et les pays du sud de l’Europe, jusqu’en Italie. Suivant une introduction indépendante, une 

autre souche appartenant elle aussi à la lignée 2 a également été détectée en 2004 à Rostov Oblast, 

au sud de la Russie [34]. Cette souche a par la suite diffusé vers la région de Volgograd et en 

Roumanie en 2010.  

Depuis 2008, des flambées sans précédent d’épizooties équines et de cas humains dans de nombreux 

pays de l’Union européenne (UE) ont été causées par différentes souches de lignée 1 et de lignée 2 

du WNV (Italie, Espagne, Roumanie et Hongrie avec une circulation endémique du virus rapportée 

dès 2008-2010). De plus, la diffusion du virus à de nouvelles régions d’Europe (Bulgarie et Grèce en 

2010, Albanie, Ukraine et Macédoine en 2011, Croatie, Serbie, Monténégro et Kosovo en 2012, 

Bosnie-Herzégovine en 2013) a été rapportée mais le génotypage du virus n’a hélas pas 

systématiquement été réalisé (figure 4) [35-38].  

Les saisons 2010-2013, en particulier, ont été marquées par d’importantes épidémies à WNV dans 

l’UE, avec un pic pour l’année 2010 où 334 cas humains associés à des infections neuro-invasives ont 

été comptabilisés en Autriche, Grèce, Hongrie, Italie, Roumanie et Espagne. La Grèce a été 

particulièrement touchée, avec 262 cas et 34 morts en Macédoine.  

En conclusion, le WNV est bien implanté en Europe avec de manière préoccupante une endémisation 

dans des pays plus nombreux (Roumanie dès les années 1990, Italie, Grèce, Espagne, Hongrie plus 

récemment), et une extension progressive de la maladie à de nouvelles régions comme les Balkans.  
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Figure 4 : Représentation de l’introduction des souches WNV en Europe 
Les souches historiquement identifiées en Europe appartenaient toutes à la lignée 1a (Roumanie, 
1996 ; Italie, 1998 par exemple). Deux souches de lignée 2 ont d’abord été mises en évidence en 
Hongrie et en Russie(2004), avant de diffuser plus largement en Europe jusqu’en 2014 [38] 
 

c) La phylogénie  

Le WNV peut actuellement être subdivisé en 8 lignées (figure 5). Les lignées 1 et 2 sont celles 

regroupant les souches pathogènes pour l’homme et le cheval et responsables des épidémies les plus 

importantes. 

 La lignée 1 peut être divisée en 2 clades avec le clade 1a très largement répandu au niveau 

mondial et représenté par des isolats provenant d’Europe, d’Amérique du Nord, du Moyen-

Orient et d’Afrique et le clade 1b (le virus Kunjin) limité à l’Australie [39]. 

 La lignée 2 était uniquement décrite en Afrique et à Madagascar et était considérée comme 

faiblement pathogène. Dans les années 2000, l’épidémiologie de ces souches a changé avec 

la découverte concomitante en Hongrie et Russie en 2004 de souches de lignée 2 pathogènes 

pour l’homme et le cheval, leur diffusion en Europe et Russie (cf : ci-dessus), ainsi que la mise 

en évidence de cas humains et équins en Afrique du Sud [33, 40].  

Des infections équines encore peu rapportées en Europe de l’Est

Bahuon et al, BE Alim Santé, 2015

2
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 Les lignées 3 et 4 ont été décrites uniquement à partir d’isolats d’Europe centrale. La lignée 3 

est représentée par une unique souche virale isolée de moustiques Culex pipiens et Aedes 

rossicus en République tchèque en 1997 (virus Rabensburg) [41]. La lignée 4 a été isolée de 

tiques Dermacentor marginatus et de moustiques Uranotaenia unguiculata en Russie (Virus 

Leiv) et à partir de grenouilles Rana ridibunda. La lignée 4 est proche de la lignée 6 

(anciennement lignée 4b) isolée de moustiques Culex pipiens en Espagne (2006) et de 

moustiques Uranotaenia unguiculata en Autriche (2013) (anciennement lignée 4c)[42]. 

 La lignée 5 regroupe des souches isolées en Inde dans les années 1950 et 1980. Cette lignée 

avait initialement été classée comme étant une lignée 1c [43]. 

 Les lignées 7 et 8 correspondent respectivement à un isolat particulier de WNV classé 

initialement à tort parmi les souches Kunjin (souche Sarawak, Malaisie) et au virus africain 

Koutango isolé au Sénégal [44, 45]. 
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  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Arbre phylogénétique établi à partir du séquençage du génome complet de différentes 
souches virales de WNV (seules 5 lignées ont été représentées).  
La nomenclature des souches suit la règle suivante :initiales du pays (It : Italie, Fr : France, Mo : 

Maroc, Ken :Kenya, Ro : Roumanie, Rus : Russie, Tu : Tunisie, Hu : Hongrie, Tx : Texas, Is : Israël, NY : 

New York, Chin : Chine, Eg : Egypte, Ind : Inde, SA : Afrique du Sud, Ug ; Ouganda, Es : Espagne) ou 

nom de la souche (Kunjin présent en Australie, Sarafend prototype des souches de lignée 2, Rab pour 

Rabensburg présent en République tchèque) suivi de l’année d’isolement (04 pour 2004, 96 pour 

1996) et du numéro d’enregistrement dans la base Genbank de données de séquences. Les souches 

isolées lors des foyers récents en Europe occidentale, en France, Italie (jusqu’en 2011 ; à partir de 

2011, des isolats de lignée 2 ont été rapportés dans ce pays), Espagne en particulier, sont très 

proches génétiquement (>99% homologies) et appartiennent au même cluster méditerranéen (bloc 

entouré en bleu) au sein de la lignée 1. Les souches présentes en Europe de l’Est présentent une 

variabilité génétique plus grande et appartiennent soit à la lignée 1 (ex : Ro96), 2 (Hu04), 3 (RabV97, 

isolé en République tchèque) ou 4 (Rus98). Les souches isolées en 2010 et 2011 en Europe ont été 

ajoutées sur l’arbre (localisation approximative avec un astérisque), quand une caractérisation 

génétique des souches a été réalisée.  
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d) L’écologie 

Le WNV est maintenu par un cycle « moustique-oiseau-moustique ». Le WNV est transmis à un hôte 

naïf par la piqure d’un moustique contaminé après un repas sanguin sur un oiseau infecté. Il faut un 

délai de 5-9 jours pour que le moustique devienne infectieux, délai appelé période extrinsèque 

nécessaire pour que le virus gagne les glandes salivaires du moustique. 

De nombreux genres de moustiques ont été trouvés infectés incluant : Culex, Aedes, Anopheles et 

Mansonia mais seules quelques espèces du genre Culex sont de réels vecteurs compétents. 

En Europe, deux espèces de moustiques, Culex pipiens, un moustique « urbain », et Culex modestus, 

présent dans les zones humides, rizières et roselières en Camargue par exemple, sont principalement 

impliquées dans la transmission du virus [46, 47]. 

Les oiseaux sauvages constituent le réservoir naturel du WNV et la compétence des oiseaux dans 

l’amplification et la transmission du WNV varie en fonction du groupe et de l’espèce d’oiseau 

considérée. Les Passeriformes (la plus grande « communauté » aviaire avec plus de 600 espèces 

recensées) très représentés en Amérique du Nord et en Europe avec les corbeaux d’Amérique 

(Corvus brachyrhynchos), les pies communes (Pica pica) et les moineaux (Passer domesticus) mais 

aussi les charadriiformes (oiseaux aquatiques), les strigiformes (rapaces nocturnes) et les 

falconiformes (rapaces diurnes) sont des hôtes très compétents pour le WNV et présentent des 

niveaux de virémie généralement suffisants pour infecter la plupart des moustiques [48, 49]. 

En revanche, les colombiformes (pigeons), les piciformes (piverts) et les ansériformes (canards, etc.), 

généralement résistants à l’infection, développent une virémie très faible (figure 6). 

 

Figure 6 : Titre viral dans le sérum (en log PFU/ml) après infection expérimentale de différents groupes 
d’oiseaux [48]  
Le seuil de virémie à atteindre chez l’oiseau est de 10
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En Europe, les oiseaux sont le plus souvent des porteurs asymptomatiques du WNV. Des souches très 

virulentes du WNV, appartenant au clade 1a et au sous-groupe israélo-américain, ont cependant été 

associées en Israël à des mortalités massives chez des oiseaux sauvages comme les cigognes blanches 

(Ciconia ciconia) ou chez des oiseaux domestiques comme les oies entre les années 1997 et 2001 

[50]. Des souches génétiquement proches ont aussi été responsables de forte mortalité chez les oies 

en Hongrie en 2003 [33]. De même, l’épizootie de WNV aux Etats-Unis en 1999, due à une souche 

très proche génétiquement de la souche Israël 1998, a été associée à un haut taux de mortalité chez 

plusieurs espèces aviaires [51] : corbeaux américains, pies, moineaux en particulier. L’hypothèse de 

l’émergence du WNV sur des hôtes aviaires naïfs pour le WNV ou d’autres flavivirus apparentés a été 

évoquée pour expliquer un tel taux de mortalité dans l’avifaune nord-américaine [48, 52]. 

Des souches de lignée 2 ont, quant à elles, été responsables de mortalités de rapaces, comme les 

autours des palombes (Accipiter gentilis) en Hongrie et dans les pays voisins à partir de 2004 [33, 53]. 

 

e) Les symptômes cliniques 

Chez l’Homme, suite à une infection à WNV, 20% des individus développent des symptômes avec, 

dans la plus grande majorité des cas, une forme pseudo-grippale estivale dénommée fièvre West Nile 

(WNF). Moins de 1% des cas évoluent vers une  maladie neuro invasive sévère (WNND) avec des 

symptômes de méningite, d’encéphalite ou de paralysie flasque (syndrome de Guillain-Barré). Les 

personnes âgées et immunodéprimées sont les plus sensibles à l’infection à WNV [54]. 

Chez le cheval, après une période d’incubation de 3 à 15 jours, il est plus fréquent d’observer une 

affection de type pseudo-grippale (chez près de 65 % des chevaux malades) se caractérisant par une 

hyperthermie, une faiblesse de l’animal ou encore des coliques. Les signes cliniques traduisant une 

atteinte neurologique ne sont rapportés que dans 10 % environ des infections par le WNV : ataxie, 

parésie ou paralysie des membres, postérieurs le plus souvent, sont les signes d’appel les plus 

couramment décrits. Le tableau clinique d’atteinte parétique ou paralytique peut s’accompagner de 

fasciculations musculaires, de troubles comportementaux de type somnolence, hyperexcitabilité, 

hyperesthésie, agressivité et de paralysies faciale et linguale, de dysphagie et de grincements des 

dents, traduisant une atteinte des nerfs crâniens VII, XII et IX. Une anorexie est observée dans 25 % 

des cas environ. À la différence de ce qui est observé chez l’homme, les signes neurologiques ne sont 

pas nécessairement rapportés chez les individus les plus âgés. La létalité associée aux formes 

neurologiques est évaluée entre 20 et 57 % chez le cheval [55]. Le cheval apparaît légèrement plus 

sensible à l’infection par le WNV que l’homme (proportion plus importante de formes neurologiques, 

létalité plus forte) et cette espèce est considérée comme une sentinelle pertinente du risque 
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d’infection chez ce dernier. La déclaration de cas cliniques chez le cheval précède ainsi généralement 

de 1 à 2 semaines les premiers cas humains. 

 

Le virus Usutu (USUV) 

Le cycle de transmission de ce virus est semblable à celui du WNV avec de nombreuses espèces de 

moustiques Culex intervenant comme vecteurs, en particulier Culex pipiens considéré comme le 

vecteur principal en Europe. 

a) L’épidémiologie 

L’USUV est un virus ancien puisqu’il a été découvert en Afrique du sud en 1959 avant d’être isolé par 

la suite dans de nombreux pays africains (République centrafricaine, Sénégal, Burkina Faso, Côte 

d’Ivoire, Nigeria, Ouganda et Tunisie). Des analyses génétiques des souches africaines et 

européennes d’USUV suggèrent que le virus a émergé il y a plus de 500 ans en Afrique et que les 

souches européennes auraient été introduites d’Afrique par le biais de la migration des oiseaux. 

En Europe, un premier virus a été isolé en Autriche en 2001 à la suite d’un épisode de fortes 

mortalités de merles (Turdus merula) à Vienne. Des analyses rétrospectives menées par la suite sur 

des oiseaux morts en Italie en 1996, dans la région de la Toscane, ont montré que le virus USUV 

circulait déjà en Europe à cette époque [56, 57]. Selon les études phylogénétiques disponibles, au 

moins trois introductions virales auraient eu lieu en Europe via les deux principaux couloirs 

migratoires en provenance d’Afrique. Le virus aurait été introduit à deux reprises en Espagne dans les 

années 1950 puis 1990 selon un couloir migratoire Atlantique Est. Par ailleurs, une introduction en 

Europe centrale serait survenue dans les années 1980 en suivant un couloir migratoire mer 

Noire/Méditerranée [58] (figure 7). 
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Figure 7 : Représentation des différents couloirs migratoires des oiseaux sauvages dans le monde [59] 

 

Jusqu’à l’été 2015, huit pays européens, dont cinq ayant une frontière commune avec la France 

(Allemagne, Belgique, Suisse, Italie et Espagne) avaient rapporté l’isolement de ce virus à partir de 

moustiques ou d’oiseaux (figure 8). En France, la présence du virus USUV (ou d’un virus proche) avait 

été suspectée suite à la mise en évidence par un test de séroneutralisation virale d’anticorps 

neutralisants USUV sur des pies bavardes (Pica pica) prélevées entre novembre 2009 et décembre 

2010 en Camargue [60] mais ce n’est qu’en 2015, suite à des mortalités de merles signalées dans les 

départements du Haut-Rhin et du Rhône, que les premiers isolements de USUV ont été réalisés en 

France [61]. 

Les trois isolats français d’USUV obtenus en 2015 (deux pour le département du Haut-Rhin et un 

pour le département du Rhône) ont été séquencés entièrement à la plateforme de séquençage haut 

débit de l’ANSES. L’analyse phylogénétique a montré que les isolats du Haut-Rhin étaient très 

proches de la souche allemande 5684 isolée en 2012 (99.8% d’homologie nucléotidique) alors que 

l’isolat du Rhône était proche de la souche espagnole isolée en 2006 (Genbank KF573410, 97.8% 

d’homologie nucléotidique entre ces deux derniers isolats). Ces données suggèrent l’existence de 

deux vagues d’introductions distinctes sur notre territoire, l’une via le couloir Atlantique Est avec une 

souche très proche des isolats espagnols identifiés ces dernières années et l’autre en provenance 

d’Allemagne [61, 62]. 

En 2016, la circulation d’USUV a été une nouvelle fois mise en évidence par diagnostic direct (RT-PCR 

et séquençage) dans les départements du Haut-Rhin et du Rhône et a été détectée pour la première 
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fois dans les départements de la Moselle, de la Haute Vienne et de la Loire. Pour les trois nouveaux 

départements atteints en 2016, les isolats obtenus présentent une homologie de séquence de 98-

99% avec la souche allemande 2012 (données non publiées). 

En 2016, les Pays-Bas ont à leur tour détecté l’USUV pour la première fois sur des merles et des 

chouettes portant à 10 le nombre de pays européens ayant signalé des cas [63](figure 8). 

Récemment l’USUV a été isolé de chauves-souris en Allemagne, questionnant le rôle potentiel des 

chauves-souris comme réservoir et leur rôle dans la transmission du virus [64]. 

 

Figure 8 : Pays européens en 2016 avec le virus USUV isolé sur oiseaux et/ou moustiques et pays ayant 
détecté des réactions sérologiques positives à l’USUV chez des oiseaux ou des mammifères  

 

b) Les symptômes cliniques 

Ce virus cause des mortalités importantes chez les oiseaux sauvages et captifs ainsi que des 

infections sporadiques chez l’homme. 

Bien qu’asymptomatique chez un grand nombre d’espèces d’oiseaux sauvages, l’USUV peut 

occasionnellement engendrer des épisodes de mortalité groupée chez certaines espèces. C’est le cas 

en particulier chez les grands turdidés (merle noir et grive, Turdus sp.), l’étourneau sansonnet 

(Sturnus vulgaris) ou encore chez les rapaces nocturnes comme la chouette (chouette lapone, Strix 

nebulosa ou chouette épervière, Surnia ulula). A l’autopsie, une augmentation de volume et une 

congestion peuvent être observées au niveau du foie, de la rate et des reins. Les mammifères (ex : 
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chevaux, rongeurs et l’homme) constituent des hôtes accidentels pour lesquels le virus se montre 

peu pathogène. 

Chez l’homme, les infections à USUV passent généralement inaperçues. Quelques cas de méningo-

encéphalite, principalement chez des patients immunodéprimés, ont été décrits en Afrique [65], en 

Italie [66] et en Croatie [67]. Les symptômes les plus fréquemment rencontrés sont de la fièvre, un 

rash cutané, des maux de tête, de la rigidité nucale et des tremblements des mains. Ces cas peuvent 

facilement être confondus avec d’autres infections, notamment par le WNV, et être sous-estimés 

[68].  

Chez les chevaux, les infections sont jusqu’à nouvel ordre asymptomatiques et entraînent 

uniquement une séroconversion de l’animal [69, 70]. 

 

Le virus Bagaza (BAGV) 

a) L’épidémiologie 

BAGV est un virus transmis par les moustiques du genre Culex et qui appartient au sérocomplexe 

Ntaya. Ce virus a été isolé pour la première fois en République centrafricaine en 1966 à partir d’un 

pool de moustiques Culex spp [71]. Il a été trouvé par la suite dans d’autres pays comme l’Afrique du 

Sud, de l’ouest (Sénégal) et  en Inde [72-74]. Le virus BAGV est identique au virus de la méningo-

encéphalite de la dinde, virus  qui a été identifié pour la première fois en Israël en 1960 à partir de 

dindes présentant des symptômes neurologiques (ITMV pour Israel turkey meningoencephalitis virus) 

[75]. En 2010, l’introduction de BAGV en Europe a été mise en évidence sur des perdrix à queue 

rouge (Alectoris rufa) et des faisans de Colchide (Phasianus colchicus) au sud de l’Espagne [76]. Ce 

virus est très pathogène chez les perdrix et dans une moindre mesure chez les faisans. De plus, suite 

à une expérimentation où des perdrix infectées par le BAGV ont été mises dans la même cage que 

des perdrix saines, il a été démontré que ce virus pouvait être transmis par contact direct entre les 

perdrix en l’absence de transmission vectorielle [77]. 

b) Les symptômes cliniques 

Chez les oiseaux, les signes cliniques regroupent un ensemble de symptômes peu évocateurs comme 

une diarrhée blanche, prostration, apathie, perte de poids, mauvaise coordination motrice ou encore 

une forte létalité chez les oiseaux sensibles (30% de mortalité suite à une expérimentation chez les 

perdrix)[77]. 
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Chez l’homme, la pathogénicité du virus est hypothétique. Des anticorps anti-BAGV ont été 

récemment trouvés en Inde dans 15% (8/53) des sérums de patients souffrant d’encéphalite, 

questionnant sur le caractère zoonotique de ce virus [72]. Aucune maladie chez le cheval après 

infection par le BAGV n’a encore été décrite. 

 

1.2.2.1.2. Les flavivirus neurotropes à risque d’émergence en Europe  

Le Virus de l’Encéphalite japonaise (JEV) 

a) L’épidémiologie  

Le JEV est un flavivirus transmis par les moustiques, responsable d’encéphalites, principalement chez 

les humains, les chevaux, les bovins et de troubles de la reproduction chez le porc. Son aire de 

répartition centrée sur l’Asie du Sud Est, le Japon et l’Indonésie, s’étend jusqu’au Nord de l’Australie 

(suite à une introduction du génotype II en 1995-1998 et du génotype I en 2000 (cf. partie c 

phylogénie)) [78, 79] et dans la région de Vladivostok en Russie (figure 9). 

 

 

Figure 9 : Distribution du JEV en Asie (2016). 
Les pays pour lesquels des cas chez l’homme ou le cheval ont été enregistrés, ou pour lesquels le virus a été 
identifié chez les animaux réservoirs (oiseaux marins, porcs) ou chez les vecteurs (moustiques) sont colorés en 
orange. 

 

b) Le cycle de transmission 

Cette maladie est présente en zone rurale, principalement dans les rizières où les moustiques 

vecteurs Culex tritaeniorhynchus prolifèrent et sont en contact avec les oiseaux aquatiques 
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migrateurs (hérons, aigrettes …) qui constituent le réservoir du virus. Fréquemment les moustiques 

vecteurs (Culex et Aedes spp) piquent des mammifères dont les porcs, les hommes et les équidés. Les 

porcs ont une virémie relativement longue (de 2 à 4 jours) et forte et constituent le principal hôte 

amplificateur du virus [80] alors que les hommes et les équidés ne présentent pas de virémie 

suffisante pour transmettre le virus à de nouveaux moustiques et sont des culs-de-sac 

épidémiologiques (figure 10).  

 

Figure 10 : cycle de transmission du JEV [81] 

 

Des études récentes ont démontré que des porcs infectés pouvaient transmettre le virus à d’autres 

porcs non infectés par contact oro-nasal direct en absence de vectorisation par un moustique [82]. 

On peut distinguer en Asie du Sud-Est trois régions différentes d’un point de vue épidémiologique 

pour le JEV avec 1/ une région endémique (sud de l’Inde, Thaïlande, Vietnam) où les moustiques 

piquent en priorité les oiseaux et les porcs avec de rares cas humains symptomatiques, 2/ une région 

intermédiaire subtropicale (nord de l’Inde, Népal, nord de la Thaïlande et sud de la Chine) où des 

infections humaines sont peu nombreuses avec un pic de cas entre avril et octobre et enfin 3/ une 

région tempérée épidémique (nord de la Chine, Japon, Corée, Taïwan et sud de la Russie ) où les cas 

humains sont inconstants et saisonniers avec des épidémies pouvant être sévères en été et en 

automne [83]. 

c) La phylogénie  

Un seul sérotype du JEV a été identifié mais les études phylogénétiques permettent de distinguer 5 

génotypes (nommés I à V). 
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La plupart des virus de génotype I ont été isolés au nord de la Thaïlande, en Corée, au Cambodge, en 

Chine, au Japon et au nord de l’Australie. Le génotype II a été mis en évidence au sud de la Thaïlande, 

en Malaisie, en Indonésie et au nord de l’Australie. Le génotype III a été identifié dans des zones 

tempérées comme le Japon, la Chine, mais aussi à Taïwan, aux Philippines, en Inde et au Sri Lanka. Le 

génotype IV a, quant à lui, été trouvé en Indonésie et le génotype V en Malaisie, en Corée et en Chine 

[83, 84]. Il est vraisemblable que les 5 génotypes de JEV ont émergé dans les régions de Malaisie-

Indonésie, parce que tous les génotypes, incluant les génotypes les plus rares et divergents (c.à.d. 

génotypes IV et V), ont été isolés dans cette région (figure 11). 

 

 

Figure 11: Représentation de la répartition des différents génotypes de JEV en Asie 
Visualisation par des cercles de différentes zones (A, B, C, D, E et F) en fonction des génotypes qui 
circulent  [83] 

 

Les génotypes I et III sont associés aux formes épidémiques, alors que les génotypes II, IV et V sont 

associés aux formes endémiques. Actuellement, de nombreuses études montrent que le génotype I 

tend à supplanter le génotype III dans les régions où les 2 génotypes sont présents [85] et on assiste 

à une émergence du génotype I en Inde [86]. 

De manière préoccupante, une séquence génomique partielle de JEV (167nt) proche de souches de 

génotype III a été détectée sur un pool de moustiques Culex pipiens au nord-est de l’Italie en 2010 et 

antérieurement sur des oiseaux morts en Toscane entre 1997 et 2000 [87, 88]. Une des hypothèses 
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avancée dans l’article de Platonov [87] est une introduction sporadique du virus en Italie via les 

oiseaux migrateurs originaires des régions endémiques à JEV.  

 

d) Les symptômes cliniques 

Chez l’homme, l’infection par le JEV est le plus souvent asymptomatique. Les infections 

symptomatiques représentent entre 0,1 et 4% des infections [89]. Les enfants paient le plus lourd 

tribut à cette infection cérébrale qui provoque environ 20 000 décès par an. On estime en effet 

qu'environ 70% des cas symptomatiques surviennent chez des jeunes de moins de dix ans. La période 

d’incubation dure de 5 à 15 jours. Chez les enfants, les premiers signes sont souvent digestifs avec 

anorexie, nausées, douleurs abdominales aiguës, vomissements ou diarrhée. Au final, 25% des 

encéphalites sont mortelles et 30% des malades ayant eu une encéphalite à JEV gardent des 

séquelles neurologiques sévères avec des déficits graves tels que perte de mémoire, troubles du 

comportement, convulsions, déficits moteurs ou paralysies, troubles de la coordination [83]. 

 

Chez le cheval, le JEV provoque également des encéphalites. La période d’incubation est environ de 

21 jours. Les symptômes, très proches de ceux du WNV, consistent en un abattement, une perte 

d’appétit, de la fièvre et une atteinte du système nerveux central avec des troubles du 

comportement (hypersensibilité de la tête et du cou, parfois agressivité ou photophobie), une 

paralysie des nerfs crâniens (dysphagie, ptose des paupières), une incoordination des quatre 

membres ou une ataxie limitée aux postérieurs. Les symptômes peuvent évoluer jusqu’à 

l’inconscience et la mort de l’animal [90]. 

Chez les bovins, les signes cliniques sont de la fièvre, une perte d’appétit, associés à  un grincement 

des dents, tourner en rond, convulsion, rigidité des membres, inconscience et généralement mort 

quelques jours après le début des symptômes.  

Les porcs ont un rôle d’amplificateurs du virus. Les porcs infectés ne présentent généralement pas de 

signes cliniques, hormis des épisodes d’avortements ou de mortinatalité.  

 

Le virus de l’Encéphalite de Saint Louis (SLEV) 

a) La phylogénie 

Le SLEV a été identifié uniquement en Amérique. Ce virus appartient au sérocomplexe de 

l’encéphalite japonaise et peut être divisé en 7 lignées (I à VII) en fonction de l’origine géographique 

des souches. Les lignées I et II circulent principalement en Amérique du Nord alors que les lignées III 

à VII se répartissent en Amérique centrale et du Sud [91, 92]. L’analyse de l’arbre phylogénétique 
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permet de suggérer que les lignées d’Amérique du Sud sont antérieures à celle d’Amérique du Nord 

avec de multiples introductions de SLEV du sud vers le nord. 

La diversité génétique des souches est faible pour le SLEV (10% maximum de divergence 

nucléotidique pour l’ensemble des lignées) comparée à celle du WNV (jusqu’à 22% de divergences 

entre les lignées 1 à 5) [93] et peut s’expliquer par le fait que le SLEV, cantonné « au Nouveau 

Monde », a subi moins de pressions de sélection que le WNV [92]. 

 

b) L’épidémiologie  

Les cycles de transmission lors des épizooties ou épidémies de SLEV impliquent des moustiques du 

genre Culex comme vecteurs et principalement des oiseaux passériformes et colombiformes comme 

réservoir. 

Entre 1999 et 2007, 188 cas humains avec forme neuro-invasive ont été attribués au SLEV aux Etats-

Unis. L’incidence moyenne du SLEV a tendance à diminuer aux USA avec trois fois moins de cas sur la 

période 1999-2007 par rapport aux années antérieures 1990-1998 [94]. Cette baisse du nombre de 

cas peut s’expliquer par le caractère sporadique des épidémies à SLEV ou à l’introduction du WNV 

aux USA qui aurait conféré une immunité croisée des oiseaux vis-à-vis du SLEV. Les raisons de la 

baisse incidence du SLEV ces dernières années ne sont cependant pas encore complètement 

connues. 

c) Les symptômes cliniques 

Comme pour le WNV, les infections à SLEV chez les humains sont le plus souvent asymptomatiques. 

Lors d’infection symptomatique, les personnes infectées présentent le plus souvent des symptômes 

pseudo grippaux. Les cas cliniques sévères sont caractérisés par de la fièvre, maux de tête et perte de 

la conscience, symptômes dus à une encéphalite ou méningoencéphalite qui touche plutôt les 

personnes âgées. Dans les cas les plus sévères, le taux de létalité peut atteindre 30% et des lésions 

du système nerveux central (SNC) peuvent être observées. 

La description des signes cliniques chez le cheval est peu documentée. Il est seulement admis que le 

SLEV peut être responsable d’encéphalite équine [95]. 

 

Le virus de Murray Valley (MVEV) 

a) La phylogénie 
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Le MVEV est localisé uniquement en Australie, Papouasie-Nouvelle-Guinée et Nouvelle-Guinée 

occidentale. On distingue quatre génotypes (G1-G4), dont seuls les génotypes G1 et G2 circulent 

activement. G1 est le génotype le plus souvent isolé avec 2 sous lignées G1a et G1b [96]. Les virus du 

génotype G2 sont uniquement isolés dans la région Nord-Est de Kimberley située au Nord-Ouest de 

l’Australie. Les génotypes G3 et G4 correspondent respectivement à des isolats de Papouasie-

Nouvelle-Guinée isolés à partir de cas humains en 1956 ou de moustiques en 1966 [97]. 

b) L’épidémiologie 

Le MVEV est amplifié selon un cycle entre les moustiques du genre Culex et les oiseaux marins. Le 

MVEV est endémique dans le nord de l’Australie et des flambées de MVEV peuvent avoir lieu 

sporadiquement dans le sud-est de l’île, comme en 1951, 1956,  1974 et 2011. En 1974, 58 cas 

d'encéphalite chez les humains ont été recensés avec un taux de létalité avoisinant les 20%. En 

2011, à nouveau 13 cas humains, dont 3 cas mortels, et des cas neurologiques chez des chevaux ont 

été notifiés témoignant de l'importance de cette maladie en dépit de la rareté des épisodes 

épidémiques [98]. 

c) Les symptômes cliniques 

Chez l’homme, il est estimé que 1/150 à 1/1000 des infections sont responsables de symptômes 

cliniques comprenant de la fièvre, des maux de tête, nausées, vomissements, diarrhées et 

symptômes nerveux qui ne peuvent être différenciés des autres flavivirus à tropisme nerveux [98]. 

Chez le cheval, on observe de l’ataxie, un déficit proprioceptif des membres antérieurs et une 

encéphalite non suppurée mais la symptomatologie de l’infection reste peu décrite [99, 100]. 

 

1.2.2.2. Vecteurs tiques : Ixodes  

Le virus de l’Encéphalite à tique (TBEV) 

Le TBEV est le pathogène transmis par les tiques le plus important en Europe et en Asie. On estime 

l’incidence annuelle à 10 000 infections avec un taux de létalité compris entre 1 et 20%. Le TBEV est 

rapporté dans l’hémisphère nord de l’Europe et de l’Asie (figure 12). Le premier isolement date de 

1938 sur une tique Ixodes ricinus collectée en Russie dans la région de Minsk. 

a) La phylogénie et l’épidémiologie  

Il existe 3 sous-types pour le TBEV : le sous-type occidental ou européen (TBEV-Eu) anciennement 

dénommé le Central European encephalitis virus, le sous-type sibérien (TBEV-Si) anciennement 
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dénommé le west Siberian virus et le sous-type d’Extrême-Orient (Far Eastern) (TBEV-FE) 

anciennement dénommé le Russian Spring Summer encephalitis virus. Toutefois ces 3 sous-types 

circulent en Europe avec le TBEV-Si et le TBEV-FE récemment détectés dans les pays baltes et à l’Est 

de la Finlande [101, 102]. La variation en acides aminés du génome complet à l’intérieur d’un sous-

type est inférieure à 2% alors qu’elle varie entre 5 et 6% entre les sous-types [103]. 

Le virus a été initialement identifié en Sibérie et en Extrême-Orient. Le virus a ensuite diffusé vers le 

sud et l’ouest [104]. Durant sa propagation, de nouveaux sous-types et de nouveaux virus (Louping ill 

très proche génétiquement de TBEV-Eu, voir ci-dessous) sont apparus. Le TBEV-Eu et le Louping ill 

ont gagné l’Europe de l’Ouest, les Iles Britanniques, l’Espagne et la Norvège alors que la propagation 

vers l’est a conduit à l’émergence du TBEV-FE (Chine et Japon) et d’un autre virus, le virus Powassan 

(POWV) qui est présent en Russie et en Amérique du Nord. 

 

b) Le cycle de transmission  

Les principaux vecteurs arthropodes sont les tiques dures du genre Ixodes avec presque 

exclusivement l’espèce Ixodes ricinus pour TBEV-Eu et Ixodes persulcatus pour TBEV-Si et TBEV-FE. 

On dénombre néanmoins d’autres vecteurs tiques occasionnels des genres Haemaphysalis, 

Dermacentor et Hyalomma (marginatum) [105]. 

 

 

 Figure 12: Distribution géographique d’Ixodes spp 
Distribution à l’Ouest pour Ixodes ricinus et distribution à l’Est pour Ixodes persulcatus. En pointillé, région avec 
risque d’infection à TBEV (Adapted from [103]) 

 

TBE Sous-type « Européen » TBE Sous-type « Sibérien » 

TBE Sous-type  
«Extrême-

Orient» 



48 
 

Remarque : Pour POWV, les vecteurs tiques du genre Ixodes impliqués dans la transmission sont 

différents : Ixodes cookei, Ixodes scapularis, Ixodes Marxi  et Ixodes spinipalpus. 

A l’inverse des moustiques qui s’infectent uniquement si la virémie chez l’hôte est suffisante, les 

tiques peuvent s’infecter lors d’un repas partagé ou « co-feeding », ne nécessitant pas une infection 

systémique de l’hôte [106]. En effet, les tiques adultes et immatures ainsi que les larves et les 

nymphes sont attachées sur leur hôte pendant plusieurs jours et peuvent se nourrir conjointement 

sur le même réservoir. La contamination entre tiques naïves (non infectées) et tiques infectées peut 

avoir lieu lors de ce repas. Le co-feeding est facilité par la proximité des tiques et l’action de la salive 

qui permet le transfert des arbovirus dont le TBEV [107]. 

Une transmission du TBEV par voies trans-ovarienne (transmission d’une femelle infectée aux œufs), 

transsexuelle (transmission du mâle à la femelle lors de l’accouplement) et trans-stadiale (l’agent 

infectieux persiste entre les différents stases larvaire, nymphale ou adulte) a aussi été rapportée  

[108] 

Les hôtes réservoirs vertébrés de TBEV sont en majorité des rongeurs du genre Myodes et Apodemus 

bien que d’autres petits rongeurs insectivores peuvent contribuer au cycle naturel de transmission 

(figure 13). Les ovins, les caprins et plus rarement les bovins peuvent être des hôtes compétents 

additionnels. Les chèvres, brebis et vaches excrètent le virus dans le lait. 

L’homme, le cheval et le gibier (cervidés, sanglier, renard) sont des culs-de-sac épidémiologiques. 

Chez l’homme, les deux grandes voies de transmission du TBEV sont la morsure par une tique 

infectée et plus rarement l’ingestion de lait ou produits laitiers non pasteurisés issus de chèvres et 

moins souvent de vaches ou de brebis infectées [109]. 
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Figure 13 : Cycle de transmission de TBEV [81] 

 

c) Les symptômes cliniques 

Chez l’homme, la durée d’incubation varie de 7 à 14 jours. L’atteinte est habituellement modérée de 

type pseudo-grippal pouvant évoluer vers une méningite aseptique. Le TBE est classiquement une 

maladie évoluant sur un mode bi-phasique. La première phase est marquée par l’apparition de 

fièvre, de myalgies et de céphalées intenses persistant une semaine [110]. Après une phase de répit 

de 1 à 3 jours en moyenne, un quart à un tiers des patients symptomatiques développent des 

atteintes du SNC (rigidité, paralysie transitoire des membres, des épaules ou plus rarement des 

muscles respiratoires) secondaires à l’existence d’une méningo-encéphalite ou d’une méningite 

associée à une myélite. La récupération est très lente ; 20% des patients gardent des séquelles : 

parésies, troubles de la coordination, céphalées persistantes, troubles auditifs ou troubles 

psychiatrique mineurs. 

Peu de publications décrivent des infections à TBEV chez les animaux. Une unique publication 

rapporte des symptômes cliniques de TBE chez une jument [111]. Généralement asymptomatiques 

chez le cheval, les infections à TBEV peuvent poser des problèmes de diagnostic du fait de la 

séroconversion des chevaux infectés par TBEV pouvant être confondus avec d’autres flavivirus 

comme le WNV et le JEV [112]. 
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Le virus Louping ill (LIV) 

a) La phylogénie et l’épidémiologie descriptive 

Le LIV a été le premier arbovirus isolé en Europe en 1929 à partir d’un cerveau de mouton d’origine 

écossaise. Très proche du TBEV, le LIV pourrait être considéré comme le quatrième (ou 

historiquement le premier) sous-type du TBEV. En effet le LIV est génétiquement plus proche du 

TBEV-Eu que le TBEV-Si [113]. Hubalek et al (1995)[113] ainsi que Grard et al (2007)[114] proposent 

de considérer LIV comme un autre sous-type de TBEV et non comme un virus indépendant. 

Son aire de répartition initialement limitée aux îles britanniques s’est agrandie, au gré des enquêtes 

épidémiologiques réalisées, avec des cas ou des séroconversions chez le mouton rapportés en 

Irlande, Norvège, Danemark et Espagne (figure 14) [101, 115-117]. 

 

 

Figure 14: Carte de répartition du LIV en Europe (2016). 
Les pays pour lesquels des cas ou des séroconversions ont été détectés chez le mouton sont représentés en 
rouge 

 

b) Le cycle de transmission 

La transmission se fait par des tiques dures Ixodes ricinus. Les hôtes réservoirs vertébrés sont le 

mulot sylvestre (Apodemus  sylvaticus), la musaraigne commune (Sorex araneus), le lièvre des 

montagnes (Lepus timidus), le lagopède d’Ecosse (Lagopus lagopus scoticus) et le mouton (Ovis aries) 

[118]. 
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Maladie principalement du mouton, elle peut atteindre occasionnellement les bovins, chevreaux, 

cervidés captifs, porcs, chiens et l’homme. Enfin, quelques cas d'infection de chevaux par le LIV ont 

été décrits avec isolement du virus à partir de l’encéphale [119]. 

Les déplacements de moutons adultes sont associés à la diffusion du LIV aux régions indemnes. Les 

tiques femelles vectrices du LIV peuvent rester plus d’un an au sol sans se nourrir en conservant le 

virus infectieux car le LIV se réplique activement dans la tique et peut survivre lors des différentes 

stases larvaire, nymphale et adulte. Cependant une transmission transovarienne du LIV n’a pas été 

démontrée jusqu’à aujourd’hui [120]. Ce sont surtout les jeunes agneaux au pâturage, ne bénéficiant 

plus de l’immunité maternelle, qui sont les plus sensibles à l’infection. 

Du LIV a été retrouvé dans du lait de brebis, mais la transmission de la mère à l’agneau par cette voie 

n’a pas été démontrée. En revanche, l’infection de chevreaux par du lait contaminé a été démontrée 

expérimentalement [121]. 

 

c) Les symptômes cliniques 

Chez le mouton, la maladie évolue suivant un mode bi-phasique avec une première phase fébrile 

(hyperthermie à 41°C) correspondant à la phase de virémie. S’il y a atteinte du SNC, on observe une 

méningo-encéphalomyélite avec apathie, refus de déplacement, ataxie et tremblements. Les 

moutons peuvent en outre souffrir d’un symptôme dénommé « leaping » par les Anglais (maladie du 

bond) caractérisé par des contractions musculaires spasmodiques. 

La maladie est généralement mortelle en 24-48h. Chez les survivants, on observe souvent des 

séquelles nerveuses avec torticolis et/ou parésie des postérieurs [105, 122]. 

Le LIV est capable d’infecter l’homme et des cas ont été documentés sur des individus en contact 

avec des animaux (agriculteurs, vétérinaires, bouchers), en l’absence de transmission vectorielle par 

piqûre de tique  à l’homme clairement démontrée [123]. Le tableau clinique est très proche de celui 

rencontré pour le TBEV avec une méningite bi-phasique typique comme pour le sous type TBEV-Eu 

[124]. 

Le risque de contamination de l’homme par le lait cru de chèvre ne peut être totalement écarté. 
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1.3. Co-circulation, risque d’émergence et systèmes de 

surveillance des flavivirus en Europe 

1.3.1. Co-circulation des flavivirus en Europe  

L’Europe fait face à la circulation de nombreux flavivirus aussi bien transmis par les moustiques que 

par les tiques. 

Les flavivirus transmis par les moustiques sont très présents en Europe. En particulier, les flavivirus 

responsables d’encéphalite chez l’homme et/ou l’animal comme le WNV, l’USUV et, dans une 

moindre mesure le BAGV, circulent chaque année activement sur le vieux continent [17] (manuscrit 

N°1). 

Le WNV et l’USUV touchent conjointement de nombreux pays du sud de l’Europe avec un isolement 

viral avéré de ces deux virus en Espagne, France, Italie, Autriche et Hongrie. L’Espagne a de plus été 

confrontée récemment à une incursion de BAGV. Enfin, le nombre de pays rapportant des cas 

d’infection par les WNV (homme, cheval) et USUV (oiseau) sont en constante augmentation. Depuis 

le début des années 2000, 12 pays de l’Union européenne (UE) ont signalé des cas de WNND par des 

souches de WNV appartenant aux lignées 1 ou 2 et 9 pays de l’UE ainsi que la Suisse ont mis en 

évidence la présence de l’USUV , les derniers pays nouvellement infectés par l’USUV ayant été la 

France en 2015 et les Pays-Bas en 2016. 

 

Les flavivirus transmis par les tiques dures et présents en Europe sont des flavivirus neurotropes 

comme le TBEV et le LIV ; d’autres flavivirus comme le virus Powassan (POWV) ou le virus de la fièvre 

hémorragique d’Omsk (OHFV) sont rapportés en Russie et responsables respectivement de maladies 

neurologiques et hémorragiques chez les humains et les rongeurs. Le virus Meaban (MEABV) et le 

virus Tyuleniy (TYUV), transmis par des tiques molles, circulent aussi au sein des oiseaux aquatiques 

respectivement en Méditerranée et en Russie [105, 125, 126]. 

La diversité des flavivirus transmis par les tiques est de ce fait plus grande en Europe qu’en Amérique 

du Nord où le POWV est le seul flavivirus transmis par les tiques [81]. 

Sur le continent européen, les aires de répartition du TBEV et LIV diffèrent avec le LIV cantonné 

principalement au Royaume-Uni et à l’Irlande, pays qui sont pour l’instant indemnes de TBEV. 

Cependant des anticorps neutralisants ces 2 virus ont été mis en évidence au Danemark [101] et dans 

la faune sauvage en Norvège [116]. Ce chevauchement des aires de circulation du LIV et du TBEV doit 

très probablement s’appliquer à d’autres pays européens. 

La figure 15 présente une vue d’ensemble de l’aire de circulation des flavivirus en Europe.  
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Figure 15 : Représentation de l’aire de circulation des principaux flavivirus trouvés en Europe 

USUV, WNV, BAGV et LIV : pays pour lesquels des cas ont été détectés (bilan des cartes présentées dans la 
section 1.2 de ma thèse) 
TBEV : bilan des cas humains (période 2000-2009) avec nombre de cas par pays indiqué [17] 

 

Le chevauchement des aires de répartition des différents flavivirus en Europe est à l’origine de 

difficultés dans la mise en place de diagnostics sérologiques spécifiques (cf. 1.5). 

 

1.3.2. Risque de résurgence et/ou d’émergence d’un nouveau flavivirus en Europe  

Une étude récente menée par l'ECDC (European Centre for Disease Control) considère l'introduction 

de maladies vectorielles comme l'une des huit menaces infectieuses majeures pour l'UE, en 

« concurrence » par exemple, avec la résistance des bactéries aux antibiotiques ou avec une 

pandémie grippale [127]. 

 

1.3.2.1. Flavivirus déjà introduits dans l’UE 

Concernant les flavivirus transmis par les moustiques, le continent européen a dû faire face à de 

nombreuses épizooties depuis le début du millénaire comme la résurgence de la lignée 1 du WNV en 

Roumanie en 1996 [28], Italie en 1998 [29]ou France en 2000 [30], l’émergence de l’USUV en 2001 

[56], de la lignée 2 du WNV en 2004 [33] ou du BAGV en 2010 [76]. 
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Les oiseaux sont le réservoir sauvage pour ces trois flavivirus. Le continent européen étant 

positionné principalement sur deux couloirs migratoires, le couloir mer Noire/Méditerranée et le 

couloir de l’Atlantique-Est (figure 7), l’introduction de ces différents flavivirus originaires d’Afrique a 

vraisemblablement trouvé son origine dans la migration des oiseaux sauvages avec par la suite une 

extension aux différents pays européens par contamination des oiseaux résidents et des populations 

locales de moustiques [33, 56, 76, 128]. 

En ce qui concerne les flavivirus transmis par les tiques, ils ont été principalement véhiculés par le 

déplacement de rongeurs, porteurs de tiques infectées, à partir de la Russie ou de l’Extrême-Orient 

et se sont dispersés de proche en proche sur de courtes distances vers le sud et l’ouest de l’Europe 

[105]. 

Cependant le transport sur de longues distances des flavivirus transmis par les tiques est encore 

assez mal évalué. Dans le cas du TBEV, les espèces sensibles que sont l’homme, les animaux 

d’élevage (bovins, ovins et caprins) ou les animaux sauvages (daims, sangliers, loups et renards) ne 

développent pas une virémie suffisante pour infecter de nouvelles tiques durant leur repas sanguin. 

Certains oiseaux pourraient jouer un rôle dans la dispersion de la maladie lors de leur migration du 

nord vers le sud de l’Europe [128]. Enfin, l’activité humaine, en particulier les échanges commerciaux 

d’animaux vivants ou les voyages, sous-tendant le transport de tiques infectées sur des rongeurs, 

animaux et/ou humains est aussi un facteur à prendre en compte [129]. Quant au LIV, originaire 

d’Irlande et du Royaume Uni, sa dispersion semble avoir été favorisée essentiellement par le 

déplacement du bétail associé au commerce d’animaux [81, 130]. 

 

1.3.2.2. Analyse du risque d’introduction des JEV, SLEV ou MVEV dans l’UE 

D’une manière générale, le risque d’émergence d’une maladie dans un pays indemne résulte de la 

combinaison de trois composantes : 

- Un émetteur, c’est-à-dire une source de virus (qu’il s’agisse d’un réservoir, d’un 

amplificateur, voire d’un vecteur susceptible d’introduire le virus dans l’UE) ;  

- Un moyen de transmission, c’est-à-dire un vecteur compétent dans le cas des arboviroses ; 

- Un « récepteur », c’est-à-dire un individu réceptif et éventuellement sensible 

Nous analyserons ici uniquement la première composante, soit le risque d’introduction des JEV, SLEV 

ou MVEV dans l’UE, le risque d'établissement d'un de ces virus étant difficile à estimer car lié à la 

probabilité de rencontre entre les hôtes amplificateurs des virus dans la zone d’introduction, les 
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vecteurs locaux compétents et les espèces réceptrices, ainsi qu’à leur compétence et susceptibilité 

au virus. 

Le risque d’introduction comprend le risque d’introduction d’un animal réservoir infecté ou d’un 

vecteur infecté. 

1.3.2.2.1. Introduction via un animal infecté 

On peut considérer que le risque d’introduction des JEV, SLEV et MVEV via les oiseaux migrateurs est 

faible, ceux-ci ne suivant pas de trajet migratoire direct Atlantique Ouest/Europe et les couloirs 

Australie et Asie centrale étant éloignés des frontières de l’Europe (figure 7). 

Un autre risque d’introduction des SLEV, MVEV et JEV résulte du commerce des animaux vivants 

(oiseaux ou suidés dans le cas du JEV). 

Le risque d’introduction du virus JEV dans l’UE a été analysé dans l’article de Benoit Durand et col. 

[131]. Les données de TRACES (TRAde Control and Expert System) qui comptabilise les mouvements 

d’animaux et de produits d’origine animale à destination de l’UE et en provenance de l’extérieur ou 

au sein de l’UE, ont été obtenues auprès de la commission européenne (DG Santé) et analysées pour 

la période 2005-2009.  

Cette étude a permis de montrer qu’aucune volaille ni aucun porc n'avait été importé en Europe 

depuis l’Asie du sud-est entre 2005 et 2009. Le risque d’introduction du JEV par ce biais est donc très 

faible. 

Dans le même article, il a été montré qu’entre 2005 et 2009 aucune volaille n’avait été importée 

d’Australie, zone à risque pour le MVEV mais qu’en revanche environ 17 millions de volailles ou 

autres oiseaux avaient été importés d’Amérique vers le continent européen. Il y a donc un risque mal 

évalué d’introduction du SLEV par ce biais. 

 

1.3.2.2.2. Introduction via un vecteur infecté 

Le risque d’introduction via les transports de vecteurs infectés est difficilement quantifiable. 

L’amplification des flavivirus SLEV, MVEV et JEV doit obligatoirement se faire sur une espèce 

réservoir compétente. La probabilité qu’un Culex infecté importé des Etats-Unis ou d’Asie puisse 

transmettre la maladie à la population résidente des oiseaux et/ou porcs semble de ce fait très faible.  

On peut cependant remarquer que l’analyse du risque d’introduction dans l’UE augmente 

considérablement avec d’autres flavivirus comme le virus Zika ou le DENV qui n’ont plus de réservoir 

animal et dont le vecteur Aedes albopictus est non seulement présent mais s’étend progressivement 

dans les aires urbanisées d’Europe. Des cas de Dengue autochtones sont ainsi régulièrement reportés 
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dans le sud-est de la France depuis 2010 [132], ce qui laisse présager une augmentation du nombre 

de cas humains dans l’UE dans les années à venir. 

 

En conclusion, la dynamique actuelle des infections à flavivirus, avec la diffusion de différents 

flavivirus transmis par des moustiques et des tiques en Europe ainsi que le risque d’émergence d’un 

nouveau flavivirus venant d’un pays proche ou éloigné à la faveur de la globalisation des échanges 

internationaux plaident en faveur d’un système de surveillance adapté. 

 

1.3.3. Différents systèmes de surveillance  

Les systèmes de surveillance en Europe sont de deux types : 

- événementiel avec la détection de marqueurs de l’infection chez les humains, les chevaux ou 

les oiseaux morts à la suite de symptômes nerveux. 

- actif avec la mise en place d’un réseau spécifique pour la détection des séroconversions sur 

oiseaux, chevaux ou autres animaux ou la détection du virus dans les moustiques collectés.  

Quel que soit le système de surveillance adopté, l’approche est obligatoirement pluridisciplinaire et 

concerne un volet humain, équin (si le cheval est un hôte sensible pour le flavivirus considéré), 

aviaire et entomologique. 

En Europe, la plupart des systèmes de surveillance mis en place sont principalement évènementiels 

avec une surveillance des cas neurologiques chez les humains et les chevaux pour le WNV qui sont 

renforcés dans les zones à risque pendant la période de circulation des vecteurs (juin-octobre pour la 

France). A cela s’ajoute parfois, comme c’est le cas pour la France, un suivi des mortalités anormales 

d’oiseaux (c.à.d. en priorité les corbeaux, pies, merles, moineaux ainsi que les rapaces nocturnes ou 

diurnes), système décrit comme le plus sensible pour la détection des WNV et USUV en Europe [49]. 

Un volet entomologique avec piégage des moustiques ou autres arthropodes vecteurs, identification 

et comptage est souvent ajouté à cette surveillance. 

Certains pays européens comme l’Italie et la Grèce avec des foyers de WNV rencontrés chaque année 

déploient, dans les zones et pendant la saison à risque, une surveillance active comprenant le suivi et 

des prélèvements réguliers d’oiseaux sentinelles (canards, poules ou pigeons généralement), de 

chevaux ou autres animaux pour détecter au plus près une éventuelle séroconversion de ces 

animaux, séroconversion prédictive d’un épisode WNV à venir chez l’homme ou le cheval [133, 134]. 

Le suivi des oiseaux sentinelles étant très contraignant, onéreux et peu sensible quand la prévalence 
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de la maladie est faible, il a été mis en place en France en 2001 dans le cadre de la surveillance WNV 

puis arrêté en 2007. 

Au niveau français, les protagonistes des volets humain et entomologique de la surveillance WNV 

sont l’Institut de recherche biomédicale des armées (IRBA), l’Entente interdépartementale de 

Démoustication (EID), Santé Publique France (SPF, anciennement dénommée Institut de Veille 

Sanitaire, InVS) et les agences régionales de santé (ARS) sous l’autorité de la direction générale de la 

santé (DGS). 

Entre le 1er juin et le 31 octobre, une surveillance humaine coordonnée par Santé publique France 

vise à détecter les formes sévères neuro-invasives dues au WNV grâce à la participation des cliniciens 

et biologistes des 9 départements méditerranéens (Bouches-du-Rhône, Gard, Hérault, Haute-Corse, 

Corse-du Sud, Alpes-Maritimes, Var, Aude, Pyrénées-Orientales). Elle est complétée par une 

recherche systématique du WNV par l’IRBA (CNR arbovirus) sur des prélèvements provenant de la 

surveillance du Chikungunya (CHIK), Dengue (DEN) et Zika en zone d’implantation d’Aedes albopictus. 

Le volet animal est coordonné par la direction générale de l’alimentation (DGAL) en lien avec les 

directions départementales de la protection des populations (DDPP), l’agence nationale de sécurité 

sanitaire (ANSES, laboratoire de référence WNV), les vétérinaires cliniciens, le réseau d’épidémio-

surveillance en pathologie équine (RESPE) qui est un système de surveillance passif basé sur la 

déclaration de vétérinaires sentinelles distribués dans de nombreux départements français, les 

laboratoires vétérinaires départementaux (LVD) formant un réseau pour la détection en première 

intention des cas équins et aviaires d’infection et l’office national de la faune sauvage (ONCFS) pour 

les mortalités rapportées dans la faune sauvage [135]. 

Quel que soit le système de surveillance mis en place, il doit être suffisamment sensible pour 

détecter l’émergence ou la résurgence d’une maladie avant la survenue de cas humains et spécifique 

pour déterminer avec précision l’agent pathogène en cause. L’objectif final de ce système est 

l’anticipation de la survenue de la maladie afin de mettre en place rapidement des actions de lutte 

pour diminuer l’impact de la maladie chez l’homme et l’animal. Nous aborderons en partie 1.5 de 

cette thèse la difficulté du diagnostic sérologique des infections à flavivirus et des problèmes que 

cela soulève pour une surveillance efficace des maladies concernées. 
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1.4. Aspects virologiques et cliniques des flavivirus : exemple du 

WNV  
 

Nous axerons cette partie sur le WNV qui est un flavivirus neurotrope d’importance majeure en 

santé humaine et animale et qui, de plus, a été très étudié au niveau de sa structure et de ses 

interactions avec l’hôte.  

1.4.1. Organisation du génome et biologie 

1.4.1.1. Le génome viral  

Les virus du genre flavivirus partagent de nombreux points communs entre eux. Ce sont des virus 

enveloppés, d’une taille de 40-65 nm, avec une nucléocapside à symétrie icosaédrique et un génome 

viral constitué d’un ARN simple brin de polarité positive [136]. Ce génome est d’environ 10 800 

nucléotides et présente un seul cadre ouvert de lecture, c’est-à-dire un seul segment codant en une 

unique polyprotéine l’intégralité des protéines virales, à savoir trois protéines structurales : la 

protéine C (capside), la protéine prM (précurseur de la protéine M de membrane) et la protéine E 

(enveloppe), mais aussi sept protéines non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B, NS5). Il 

est coiffé à son extrémité 5’ (7-methylguanosine) et non polyadénylé en 3’. Les régions non codantes 

5’ (environ 100 nucléotides) et 3’ (environ 700 nucléotides) sont conservées et forment des 

structures secondaires en épingles à cheveux, nécessaires pour la réplication et la traduction de 

l’ARN viral (figure 16) [137].  

La polyprotéine virale est clivée pendant et après la traduction par des protéases virales et 

cellulaires. Le premier tiers de la polyprotéine code pour les protéines structurales (C, prM, E) et les 

deux tiers restants codent pour les protéines non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B et 

NS5). 
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Figure 16: Représentation schématique de la structure des particules de flavivirus 

(d’après http://viralzone.expasy.org). E dimer : dimère de E, M protein : protéine M, Capsid protein : 

protéine de capside, Genomic RNA : ARN génomique. 
A- A gauche, représentation de la particule virale. A droite représentation des dimères d’enveloppe à la 

surface du virion. 

B- Représentation schématique de l’organisation du WNV et de la traduction de la polyprotéine virale, 

avec les principales fonctions des protéines structurales, NS3 et NS5 [138] 

 

1.4.1.1.1. Les protéines structurales  

Les protéines structurales sont nécessaires à l’encapsidation par la protéine C de l’ARN viral et aux 

interactions de la particule virale avec la cellule cible (reconnaissance des récepteurs, interaction et 

fusion de la protéine d’enveloppe E avec les membranes cellulaires). 

 La protéine de capside (C) 

La protéine de capside est une petite protéine très basique (11kDA). Le domaine C terminal sert de 

peptide signal pour la translocation au RE de la protéine de membrane (M). 

 La protéine de membrane (M) 

http://viralzone.expasy.org/
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La protéine M provient d’un précurseur glycoprotéique de 26 kDa (prM). Sa région N terminale 

contient 1 à 3 sites de glycosylation et six résidus cystéine conservés qui forment des ponts disulfures 

[139]. La fonction principale de prM est de protéger la protéine d’enveloppe E pendant l’exocytose 

des particules virales lors du transport du virion immature dans le Golgi, en particulier d’éviter le 

réarrangement de E sous pH acide qui entrainerait l’exposition prématurée de son peptide de fusion. 

Les virions immatures sont recouverts par des complexes d’hétérodimères de prM-E. La conversion 

des particules immatures en particules matures coïncident ainsi avec le clivage protéolytique de prM 

en deux fragments, pr et M par la furine présente dans le Golgi. L’environnement acide induit un 

changement structural irréversible de prM qui rend les sites de clivage accessibles à l’enzyme [140]. 

Suite au clivage, pr est relarguée et des homodimères de E se forment (figure 17). 

 

 La protéine d’enveloppe (E) 

La protéine E est une protéine hautement glycosylée dont le poids moléculaire (PM) est de 53 kDa. 

Elle est constituée d’une partie soluble (sE : forme soluble de E) et d’un ancrage membranaire. sE est 

divisée en trois domaines structuraux (DI, DII et DIII) qui sont séparés par des articulations flexibles et 

organisés sous forme d’homodimères antiparallèles dans les virions matures (figure 17). 

DI est le domaine central, permettant l’articulation des DII et DIII. DII a une forme de doigt allongé et 

contient un peptide de fusion hydrophobe qui est impliqué dans la fusion de l’enveloppe virale avec 

les membranes endosomales; ce domaine, très conservé chez tous les flavivirus, est situé entre les 

acides aminés (AA) 70 et 115 de la protéine E (AA1-AA405). Lors de l’acidification du milieu suite à la 

formation de la vésicule d’endocytose (cf. 1.4.1.2), les homodimères de E se dissocient en 

monomères puis se réorganisent en trimères avec les peptides de fusion du DII exposés vers la 

membrane avec laquelle la particule virale va fusionner (figure 17). 

DIII a une forme proche de celle des immunoglobulines et est impliqué dans la reconnaissance des 

récepteurs cellulaires  (c.f partie 1.4.2)[141, 142]. 

Les études visant à caractériser les anticorps monoclonaux anti-E ont permis de montrer que la 

plupart des épitopes B localisés sur DI et DIII étaient communs aux souches de WNV mais distincts 

des autres flavivirus [143]. En revanche les épitopes reconnus par les anticorps responsables des 

réactions croisées entre flavivirus sont localisés au niveau de DII (en particulier au niveau de la boucle 

de fusion) [144, 145]. 

La majorité des anticorps neutralisants produits chez l’hôte infecté ou immunisé sont dirigés contre  

DIII [146-148]. Il a ainsi été montré que la résistance aux anticorps neutralisants était corrélée à des 

mutations dans cette région. [143, 145, 149]. 
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Figure 17: Représentation schématique de la particule de flavivirus  et de la protéine E 
A) Représentation schématique de la particule de flavivirus  A gauche : virion immature ; à droite : virion 
mature. Les virions immatures sont recouverts par des complexes de 60 trimères d’hétérodimères de prM-E. Le 
clivage protéolytique de prM résulte en une réorganisation de la protéine E et la formation d’un virion lisse 
recouvert de 90 homodimères de E ; sE : forme soluble de E sans l’ancrage membranaire et la séquence 
cytoplasmique adjacente.  
B) Représentation en vue de dessus de la structure de la protéine d’enveloppe (forme homodimérique 
présente à la surface des particules virales matures), organisée en  trois domaines (DI rouge, DII jaune et DIII 
bleu ainsi que le peptide de fusion vert) [150].  
C) Représentation de la forme trimérique de E lors de l’étape de fusion aux endosomes. Sous l’effet de 
l’acidification de l’endosome, les peptides de fusion, en orange, sont exposés vers la membrane de l’endosome 
[137]. 

 

En étudiant les mutants viraux d’échappement à l’action d’anticorps monoclonaux neutralisants 

d’une souche de WNV lignée 1, Beasley et al ont mis en évidence que les mutations étaient 

ponctuelles et avaient lieu en particulier sur les AA307 (Lys pour Arg) et AA330 (Thr pour Ile) localisés 

sur DIII (figure18) [149].   

 

B 

C 
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Figure 18 : Localisation des AA307 et AA330 (E307 et E330) sur la glycoprotéine E du WNV dont les mutations 
sont associées à l’échappement du virus aux anticorps monoclonaux neutralisants [149] 

 

1.4.1.1.2. Les protéines non structurales  

Les protéines non structurales jouent un rôle dans la réplication virale, l’assemblage des virions 

et l’échappement à la réponse antivirale de l’hôte. 

 NS1 

La protéine NS1 est une glycoprotéine de 46-55 kDA (en fonction de son état de glycosylation), 

transloquée vers le RE pendant sa synthèse et clivée de la protéine E par une signalase cellulaire et 

de NS2A par une protéase cellulaire non identifiée [151, 152]. 

La protéine NS1 est unique car elle est absente du virion mature, existe sous différentes formes 

conformationnelles et peut avoir trois localisations : soit retrouvée dans des vésicules à l’intérieur 

des cellules infectées, soit localisée à la surface cellulaire (dans ces deux localisations elle est sous 

une forme dimérique), soit enfin sécrétée dans le milieu extérieur où elle acquiert une forme 

hexamèrique [153]. La forme intracellulaire est centrale dans la réplication virale alors que les formes 

membranaire et sécrétée interviennent dans la régulation de la réponse immunitaire. 

Sous sa forme intracellulaire, elle est localisée dans les sites de réplication de l’ARN viral [154]. Même 

si son rôle dans la réplication de l’ARN n’est pas clairement défini, des mutations sur son site de 

glycosylation peuvent entrainer des défauts dans la réplication de l’ARN viral et la production virale 

[155]. 

La protéine NS1 joue un rôle important dans l’immunité protectrice contre les flavivirus en inhibant 

en particulier les différentes voies du complément (cf. 1.4.3.2).  

Durant l’infection, une réponse humorale forte a lieu à l’encontre de cette protéine. Comme la 

protéine NS1 n’est pas un composant du virion, les anticorps produits contre cette protéine ne sont 

pas neutralisants. On pense que les anticorps anti-NS1 se fixent aux protéines NS1 exprimées à la 

surface cellulaire formant un complexe Ag/Ac. Celui-ci induit la phagocytose des cellules infectées 

par les cellules spécialisées de l’immunité du fait de l’interaction entre le complexe Ag/Ac et les 
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récepteurs Fc y (Fc y pour fraction cristallisable gamma, récepteur de la partie Fc des IgG) (cf. 1.4.3.2) 

[156, 157].  

Une forme plus longue de la protéine NS1, appelée NS1’, est le résultat d’un décalage ribosomique 

du cadre de lecture en 5’ de NS2A et est détectée lors d’infections par les membres du sérocomplexe 

de l’encéphalite japonaise [158] et DENV [159]. Ce décalage résulte dans l’addition de 52 acides 

aminés (AA) supplémentaires à la protéine NS1 et augmente la capacité de neuro-invasion des virus 

[158].  

 

 NS2A et NS2B 

NS2A est une petite protéine hydrophobe de 22kDA. Elle est localisée dans les sites de réplication 

virale au niveau du RE et interagit avec les protéines NS3 et NS5 ainsi qu’avec la région 3’ NC de 

l’ARN génomique [160]. Elle coordonne la réplication et l’empaquetage de l’ARN viral. 

NS2B est aussi une petite protéine (14kDA) associée à la membrane du RE. Elle forme un complexe 

stable avec NS3 et agit comme cofacteur du domaine protéase de NS3 [161]. 

 

 NS3  

NS3 est une grosse protéine (70kDa) multifonctionnelle impliquée dans la réplication et le clivage de 

la polyprotéine virale. La partie N-terminale de la protéine comporte le domaine catalytique du 

complexe serine protéase de NS2B/NS3 et la partie C-terminale a des activités nucléoside 

triphosphatase (NTPase) et hélicase [138]. Le domaine catalytique de la protéase NS3 clive les 

jonctions NS2A/NS2B, NS2B/NS3, NS3/NS4A et NS4B/NS5 et est impliqué dans la maturation des 

régions C-terminales de la protéine de capside [162] et NS4A [163]. 

La protéine NS3 possède également une activité ARN triphosphatase (RTPase) qui lui permet de 

déphosphoryler la partie 5’ de l’ARN avant ajout de la coiffe [164]. Enfin, la protéine NS3 semble 

jouer un rôle dans l’effet cytopathique des flavivirus et induire l’apoptose par activation de la 

caspase 8 [165]. 

 

 NS4A, 2K et NS4B 

NS4A et NS4B sont de petites protéines hydrophobes (16 et 27kDA) séparées par le peptide 2K. Celui-

ci sert de séquence signal à la translocation de la protéine NS4B dans la lumière du RE [163]. 
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Les protéines NS4A et NS4B font partie du complexe de réplication, ce qui suggère le rôle de ces deux 

protéines dans la réplication virale [160]. Il a d’ailleurs été montré qu’une mutation dans la partie C-

terminale de NS4B réduisait la vitesse de réplication de l’ARN viral [166]. 

 

 NS5  

NS5 est une protéine de 103 kDa hautement conservée et multifonctionnelle. C’est l’ARN polymérase 

ARN dépendante nécessaire à la réplication de l’ARN viral dans le RE [138]. Elle possède de plus une 

activité méthyltransférase (MTase) nécessaire à l’ajout de la coiffe [137, 167]  

 

1.4.1.2. Le cycle viral  

Le cycle de réplication des flavivirus débute par l’attachement de la glycoprotéine E à des récepteurs 

membranaires qui ne sont pas formellement identifiés. Le TLR3 [168], DC-SIGN et DC-SIGNR [169], la 

protéine de liaison à la laminine [170], l’intégrine αv β3 [171] sont des candidats potentiels. Après 

internalisation du virus par endocytose, l’acidification dans l’endosome entraine la modification 

conformationnelle de la protéine E, l’exposition du peptide de fusion, la fusion de l’enveloppe à 

l’endosome et la libération de la capside virale dans le cytoplasme. L’ARN viral est immédiatement 

traduit en une polyprotéine qui est clivée par les protéases virales et cellulaires (cf. 1.4.1). Les 

protéines virales forment un complexe de réplication (RC) au niveau du RE dans lequel débute la 

synthèse par la protéine NS5, à partir de l’ARN génomique de polarité positive,  d’un brin d’ARN de 

polarité négative qui sert ensuite de base pour la synthèse de nombreux néo-ARN génomiques. La 

réplication est couplée à la traduction et à l’assemblage des protéines structurales en néo-particules. 

L’acquisition de l’enveloppe se fait par bourgeonnement du virion au niveau du RE. Une fois le 

bourgeonnement réalisé, il y a formation de particules virales immatures avec un aspect hérissé 

correspondant à l’insertion d’hétérodimères prM-E dans l’enveloppe virale. La maturation des virions 

se déroule lors du transit dans les compartiments acides du Golgi où a lieu le clivage de prM en M par 

les protéases furine d’origine cellulaire, ce qui donne un aspect lisse à la particule virale [150]. Enfin, 

les virions matures sont libérés de la cellule hôte par exocytose (figure 19).  
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Figure 19: Cycle de réplication virale des flavivirus.  
En encadré, représentation du complexe de réplication au niveau du RE avec les protéines non structurales 
[25].  

 

1.4.2. Infection des insectes, mammifères et oiseaux  

1.4.2.1. Insectes  

Après un repas sanguin sur un oiseau virémique (virémie > 105 PFU/ml pour infecter un moustique 

Culex pipiens) (1- figure 20), le WNV infecte, se réplique et est excrété par les cellules épithéliales 

mésentériques (2- et 3- figure 20). Dans un second temps, le virus se réplique dans les adipocytes (4- 

figure 20), impliquant une infection systémique de l’insecte, une atteinte via l’hémolymphe des 

glandes salivaires (5- figure 20) et une forte réplication et production virale dans la salive (6- figure 

20). Il faut une à trois semaines d’incubation extrinsèque dans le moustique pour que celui-ci puisse 

contaminer des mammifères ou des oiseaux suite à un repas sanguin. 
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Figure 20 : différentes étapes de transport du flavivirus dans le moustique  
(1) repas sanguin ; (2-3) cellules épithéliales mésentériques ; (4) cellules graisseuses ;(5) glandes salivaires ; (6) 
salive (Philippe Desprès, cours de l’Institut Pasteur). 

1.4.2.2. Mammifères  

Après piqûre d’un moustique infecté, le WNV se réplique localement au site d’inoculation dans les 

kératinocytes [172] les cellules de Langerhans (LCs) et les cellules dendritiques dermales de la peau 

(DCs). Les DCs infectées présentent l’antigène via le Complexe Majeur d’Histocompatibilité de classe 

II (CMH II) et migrent au ganglion lymphatique loco-régional où la présentation de l’antigène aux 

lymphocytes T entraine une expansion leucocytaire [173] (figure 21). A ce stade, l’infection et le 

risque de dissémination du virus sont contrecarrés par la réponse innée de l’hôte (cf. 1.4.3.1). 

 

Figure 21 : Etapes précoces de l’infection virale après piqûre par un arthropode hématophage [174]  
Skin : peau ; early phase : phase précoce ; Langerhans cell : cellules de langerhans ; Terminally differentiating 
keratinocyte : kératinocyte différencié terminal ; Demal DC : cellules dendritiques du derme 
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On observe ensuite une virémie fugace de 3 -4 jours et l’infection des organes périphériques incluant 

des organes permissifs (rate) et non permissifs (foie et rein). A 4 jours post infection (pi), la 

réplication virale atteint son maximum dans la rate et le sérum. La clairance du virus du sang et des 

organes périphériques a lieu environ 7 jours pi et le virus infectieux n’est alors plus détecté que dans 

le cerveau et la moelle épinière, à la condition d’une réplication périphérique intense [174]. 

Le mécanisme exact de l’entrée du WNV dans le système nerveux central (SNC) n’est pas élucidé 

mais 5 modèles peuvent être proposés qui s’appuient sur l’anatomie de la barrière hémato-

encéphalique (BHE) (figure 22). 

 

 

Figure 22 (a) Représentation schématique du cerveau et (b) agrandissement de la barrière hémato-
encéphalique (d’après https://tpeoem.wordpress.com/effet_sur_lhomme/).  
Les cellules endothéliales forment des jonctions serrées. Les vaisseaux sanguins sont entourés  par les pieds des 
péricytes et des astrocytes isolant les neurones. 

 

 Une entrée à travers la BHE via des leucocytes infectés (mécanisme dénommé cheval de 

Troie) [175]. 

 Un passage direct de la barrière hémato méningée après que son intégrité a été compromise 

par l’action du Tumor necrosis factor (TNFα) ou de la métalloprotéinase MMP9 induisant des 

modifications dans la perméabilité capillaire [176]. 

 Une infection directe des cellules endothéliales des capillaires cérébraux [177]. 

 Une infection ou un transport passif à travers les cellules épithéliales des plexus choroïdes 

dont la fonction est la production du liquide céphalo-rachidien (LCR) [178]. 

 Une infection du WNV via la voie neuronale par l’infection de neurones olfactifs et/ou 

transport axonal dans le sens rétrograde [179]. Ce dernier transport axonal favorise l’entrée 

dans le SNC à partir d’une inoculation périphérique à proximité de liaisons nerveuses et la 

paralysie flasque aigüe d’un membre. 

a b 

https://tpeoem.wordpress.com/effet_sur_lhomme/
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Dans un modèle expérimental d’infection, chez le hamster, le WNV est présent 4-5 jours après 

infection dans de multiples sites du cerveau et de la moelle épinière. Des foyers d’infection 

neuronale sont observés dans le cortex, l’hippocampe, le cervelet, les noyaux gris centraux ou encore 

la corne antérieure de la moelle épinière [180]. 

L’infection neuronale est associée à une dégénérescence neuronale, une perte de l’architecture 

cellulaire et une apoptose dépendante de la caspase 3. L’apoptose contribue vraisemblablement au 

dysfonctionnement du SNC et à la sévérité des formes neuro-invasives de WNV même si son 

importance dans la pathogénie des infections est encore débattue De plus, une mort cellulaire par 

nécrose, qui dépend de la dose infectieuse, peut aussi être observée [181, 182]. Les neurones et les 

cellules gliales qui sont infectés par le WNV subissent une mort cellulaire et libèrent des molécules 

inflammatoires (IL1-β, IL6, IL8, TNFα..) qui ont potentiellement des effets toxiques sur les neurones 

non infectés. 

Plus tard, au cours de l’infection, des infiltrats de cellules mononuclées peuvent être observés au 

niveau des régions infectées (figure 23), cellules qui libèrent des cytokines proinflammatoires 

détruisant les cellules infectées par le WNV mais contribuant aussi à la pathogénie du virus par leur 

action toxique sur le SNC. 

 

Figure 23 : Moelle allongée d’un cheval mort de WNND pendant l’épizootie 2015 en Camargue 
Coupe histologique colorée en hémalun-éosine-safran : 1= manchon lymphocytaire périvasculaire (photo Eve 
Laloy). 

 

1.4.2.3. Oiseaux 

Concernant les oiseaux, peu d’informations sont disponibles sur les stades précoces de l’infection. On 

suppose que le WNV se multiplie au site d’inoculation et qu’il est ensuite distribué à tous les organes 

par voie lymphatique et sanguine. Le virus peut être détecté 30 à 45 minutes (généralement une 

journée) dans le sang après la piqûre d’un moustique infectant suggérant qu’il n’y a pas comme pour 

1 
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les hôtes mammifères besoin d’une réplication locale. La virémie et la distribution dans les organes 

varient largement entre les espèces d’oiseaux. Le WNV peut infecter tous les organes vitaux de 

l’oiseau avec comme organes les plus fréquemment infectés : le foie, la rate, les reins, la peau et 

l’encéphale. Le WNV atteint le SNC par voie sanguine par le biais de l’infection des cellules 

endothéliales ou des cellules immunitaires infectées [183]. Bien que la connaissance soit faible 

concernant les défenses immunitaires des oiseaux vis-à-vis du WNV, il est classiquement considéré 

que leur système immunitaire favoriserait la persistance virale. 

 

1.4.3. Réponse antivirale de l’hôte vertébré : illustration avec le WNV 

La sévérité des symptômes due au WNV est augmentée chez les patients immunodéprimés, ce qui 

suggère un rôle essentiel de l’immunité pour contrôler l’infection. 

La réponse innée est le premier mécanisme de défense contre l’invasion d’un pathogène. Il alerte les 

cellules spécialisées de la présence d’un pathogène et ainsi tente de retarder l’infection jusqu’à ce 

que le système immunitaire adaptatif soit actif. La réponse immunitaire innée inclut la défense 

immunitaire antivirale intrinsèque à la cellule, la réponse cellulaire innée impliquant les neutrophiles, 

les cellules natural killer (NK), les lymphocytes T γ/δ intra-épithéliaux et la voie du complément. 

 

1.4.3.1. L’immunité innée intrinsèque à la cellule 

Cette défense implique la production d’interféron (IFN), cytokine clé de la régulation de la réponse 

immunitaire innée. Les IFN sont des cytokines immuno-modulatrices produites en réponse à 

l’infection virale.  

Les IFN de type-I comprennent les IFN-α, IFN-β, IFN-ε, IFN-ω et reconnaissent un récepteur commun 

à la surface cellulaire, le récepteur à l’IFN α/β (IFNAR) [184] constitué d’un hétérodimère de deux 

sous-unités IFNAR1 et IFNAR2. Les IFN-α/ β sont les mieux caractérisés et sont produits par la plupart 

des types cellulaires. 

L’IFN de type II (IFN-γ ou gamma) a comme récepteur le récepteur à l’IFN gamma. Il est produit par 

des cellules spécialisées de la réponse immunitaire innée (natural killer (NK) et les lymphocytes T γ/δ 

intra-épithéliaux) et une fois la réponse adaptative installée, par les lymphocytes T CD8+ et par les 

lymphocytes T CD4+ Th1. C’est un activateur important des macrophages et il induit l’expression du 

CMH II à la surface des cellules présentatrices d’antigènes, favorisant la présentation des antigènes 
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viraux captés par phagocytose ou pinocytose. Il joue un rôle dans le contrôle précoce de la 

dissémination du WNV [185].  

L’IFN type III (IFN-λ ou lambda) cible un récepteur hétérodimérique différent des IFN type I et II et qui 

est restreint aux cellules d’origine épithéliales. Néanmoins si les récepteurs sont différents entre les 

IFN type I et III, ils activent chez une large variété de cellules cibles la même cascade de signalisation 

conduisant à un état antiviral [186]. 

 

1.4.3.1.1. Principes généraux de la stimulation et régulation de la voie IFN type I 

 

L’induction de la réponse IFN de type I par les virus, dont le WNV, démarre après la reconnaissance 

par la cellule d’un signal de danger. De nombreux récepteurs connus sous le nom de PRR (Pathogen 

recognition receptor) comprenant entre autre les Toll-Like receptors (TLRs) mais aussi le Retinoic 

acide inducible gene 1 protein (RIG1) et le Melanoma-differentiation associated gene 5 (MDA5) sont 

impliqués dans l’identification de signaux générés lors de l’invasion d’un pathogène ou lors de stress 

cellulaire. Les PRR les plus étudiés sont les TLR. 

 

1.4.3.1.1.1. Récepteurs cellulaires TLR et RLR et synthèse des IFN de type I 

Les TLR sont constitués de 11 glycoprotéines transmembranaires, homologues des récepteurs Toll 

identifiés chez la drosophile, qui sont présentes à la surface externe des cellules ou sur les 

membranes internes comme les endosomes [187] ou les lysosomes. Chaque TLR  possède un 

domaine reconnaissant les motifs spécifiques des pathogènes et un domaine cytoplasmique (TIR) 

activant la voie de signalisation. Les TLR reconnaissent une large variété de ligands incluant les 

peptidoglycanes bactériens (TLR1, 2 et 6), l’ARN double brin (TLR3), l’ADN (TLR9), l’ARN simple brin 

(TLR7 et 8) ou le lipopolysaccharide (TLR4) [188]. Trois membres de cette famille (TLR 3, 7 et 8) sont 

donc impliqués dans la reconnaissance des ARN viraux. Il a d’ailleurs été démontré que TLR 3 et 7 

sont primordiaux pour la détection du WNV conduisant entre autre à la production d’IFN et à la 

protection cellulaire contre l’infection [189, 190]. 

Quand le TLR rencontre un ligand, son domaine TIR intracellulaire active des protéines telles que 

MyD88 (Myeloid differentiation factor 88) ou TRIF (TIR containing adaptator inducing IFN β) qui vont 

elles-mêmes activer des facteurs de transcription comme NF-kB, des facteurs de régulation de l’IFN 

(IRF) comme l’IRF3 et entraîner la production de molécules pro-inflammatoires et d’IFN type I (INF-α, 

IFN-β, INF-ε, INF-ω)[191] (figure 23). 
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Un groupe de récepteurs identifié plus récemment peut entraîner la synthèse des IFN de type I, en 

particulier en réponse à une infection par un virus à ARN, il s’agit des récepteurs de la famille RIG1-

like receptor (RLR). Ce groupe est constitué de 3 membres, RIG1, MDA5 et le Laboratory of Genetics 

and Physiology protein 2 (LGP2), tous localisés dans le cytoplasme. RIG1 et MDA5 reconnaissent des 

ARNdb différents [192]. RIG1 reconnaît préférentiellement des ARNdb avec un 5’ triphosphate [193]. 

MDA5 semble plus spécifique des fragments d’ARN de haut poids moléculaire. LGP2 enfin n’est pas 

capable d’induire la cascade produisant les IFN de type I mais semble être un régulateur de RIG1 et 

MDA5. Ces deux récepteurs sont aussi impliqués dans la détection du WNV et la mise en place rapide 

de l’immunité innée cellulaire [194]. 

TLRs et RLRs activent des voies de signalisation qui conduisent à l’activation des facteurs de 

transcription IRF3 /IRF7 et NF-kB conduisant à la synthèse des IFN (figure 23). 

1.4.3.1.1.2. Amplification de la réponse IFN de type I 

Le potentiel de ces cytokines comme antiviral à large spectre a été rapidement suspecté après leur 

découverte en 1957 et ces molécules ont depuis lors été largement utilisées pour le traitement des 

maladies infectieuses virales [195, 196]. Ils sont responsables de l’induction d’un ensemble de gènes 

acteurs de la réponse antivirale cellulaire : les ISG (Interferon Stimulated Genes). 

Suite à l’activation des récepteurs IFNAR par l’IFN de type I, deux kinases JAK1 et Tyk2 associées aux 

domaines cytoplasmiques des récepteurs IFNAR sont phosphorylées et transmettent le signal aux 

facteurs de transcription STAT1 et STAT2 qui sont phosphorylés à leur tour. Cette cascade 

d’activation résulte en la translocation dans le noyau d’un complexe trimérique appelé facteur 3 de 

transcription (ISGF3) constitué de STAT1, STAT2 et IRF9 qui se fixe aux éléments de réponse ISRE (IFN 

Stimulated Response Elements) présents dans le promoteur des ISG. Cette fixation d’ISGF3 sur l’ISRE 

induit la transcription de plus d’une centaine de gènes ISG (figure 24). Les protéines synthétisées ont 

une activité antivirale et antiproliférative directe et limitent la réplication et la diffusion virale à 

d’autres cellules [197]. 

Le rôle de l’IFN n’est pas limité à l’induction d’un état cellulaire antiviral. Il participe aussi à la 

maturation et au trafic des cellules dendritiques, à l’activation directe des lymphocytes T et B, à la 

commutation isotypique [198] ainsi qu’à la prévention de la mort des cellules T nouvellement 

activées [199]. Enfin des articles récents suggèrent que les IFN-α/β peuvent contrôler la perméabilité 

de la barrière hémato-méningée au niveau des jonctions serrées des cellules endothéliales en 

contact avec le SNC en diminuant la perméabilité des cellules endothéliales au WNV [200]. 
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1.4.3.1.1.3. Régulation de la réponse IFN de type I  

La famille des facteurs régulant l’IFN (IRF) est composée de 9 protéines structurellement proches. Les 

protéines IRF3 et IRF7 ont été identifiées comme les clefs de la régulation de la transcription des 

gènes de l’IFN de type I après infection virale. IRF3 et IRF7 sont homologues structurellement, 

présentes à l’état inactif dans le cytosol et transloquées au noyau après phosphorylation et 

dimérisation pour induire la transcription des IFN de type I. IRF3 est constitutivement présente dans 

la plupart des types cellulaires alors que IRF7 fait elle-même partie des ISG. 

En conclusion, le schéma établi pour la réponse à l’activation de l’IFN de type I est représenté comme  

une boucle d’amplification en deux étapes. L’induction de la réponse interféron est obtenue par 

l’activation des PRR et la translocation de l’IRF3 activée au noyau induisant la production d’IFN-α et -

β par les cellules infectées. L’amplification de la réponse est assurée par l’activation des récepteurs 

IFNAR par les IFN nouvellement synthétisés et l’activation de la cascade JAK-STAT (figure 24), 

l’activation de cette voie de signalisation résultant en un état antiviral par l’expression d’un centaine 

d’ISG différents incluant l’IRF7. Les ISG codent pour un large éventail de facteurs antiviraux qui 

assurent l’inhibition du cycle viral à différentes étapes, depuis l’entrée du virus jusqu’à la libération 

des particules néoformées. 

 

Figure 24: Représentation schématique de la réponse antivirale innée au niveau cellulaire et boucle 
d’amplification de l’IFN-α/β, adapté de [201] 
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1.4.3.1.2. Stratégies d’évasion du WNV au système immunitaire inné de la cellule 

1.4.3.1.2.1. Inhibition de la réponse IFN 

Pour se répliquer et diffuser rapidement, le WNV a élaboré des stratégies d’échappement à la 

réponse IFN de type I. Le WNV est ainsi résistant aux effets antiviraux de l’IFN de type I en culture 

cellulaire une fois que l’infection est établie [202]. Le WNV bloque les fonctions de l’IFN à de 

nombreux endroits de l’induction et de l’amplification de la réponse. 

La protéine NS1 est impliquée dans l’inhibition de la transduction du signal induit par le TLR3 ce qui 

se traduit par l’incapacité de la translocation nucléaire d’IRF3 et de NF-kB [203] (figure 25). 

L’expression de NS1 diminue aussi la production d’interleukine 6 dépendante de TLR3 et donc la mise 

en place d’un état antiviral [204]. 

La glycoprotéine E inhibe la voie de signalisation initiée par le TLR3 de façon indépendante à la 

protéine NS1 [203, 205].  

La protéine NS2A inhibe quant à elle la transcription du gène de l’IFN-β [206]. Enfin NS4B et NS5 

empêchent l’accumulation de la forme phosphorylée de STAT1 et STAT2 [207-209]  

 

Figure 25: Mécanismes d’évasion du WNV au système immunitaire inné de l’hôte [201, 202].  
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1.4.3.1.2.2. Conséquences sur la virulence des souches de WNV  

Brian C Keller et al. [197] ont démontré en comparant des souches de lignée 1 émergentes comme la 

souche Texas 2002 (TX02) et de lignée 2 non émergentes comme la souche Madagascar 78 (MAD78) 

que la résistance aux INFα/β est un facteur clé de la virulence des souches. In vivo, sur modèle murin, 

la souche TX02 est beaucoup plus pathogène que la souche MAD78 (90% de mortalité avec TX02 

versus 0% de mortalité avec MAD78). Ils ont démontré in vitro que la souche MAD78 est avirulente 

car elle ne peut inhiber l’action de l’IFN par la voie JAK/STAT. A l’inverse la protéine NS5 de la souche 

TX02 bloque la phosphorylation de la tyrosine Tyk2 ce qui empêche la phosphorylation de STAT1 et 

STAT2 et leur translocation au noyau. La virulence des souches MAD78 est ainsi restaurée lors de 

l’infection de souris avec un récepteur à l’IFNα/β non fonctionnel (IFNAR-/-). Ce contrôle de la voie 

d’activation JAK-STAT semble être fondamental dans la virulence des souches WNV [210]. 

De même, la faible pathogénicité de l’USUV pour les humains, virus pourtant très proche 

génétiquement du WNV, semble être dû aussi à son incapacité à bloquer la réponse antivirale innée 

de l’hôte [211]. 

 

1.4.3.2. Interface entre l’immunité innée et adaptative 

Les cellules dendritiques et les macrophages sont des cellules sentinelles de l’immunité. Ex vivo, ces 

cellules sont activées suite à l’infection par le WNV et libèrent en culture des cytokines pro-

inflammatoires et des chimiokines comme l’IFN type I, TNFα, IL1β, CC-chemokine ligand 2 (CCL2), 

CCL3, CCL5 et IL8 [212, 213]. 

Ces cytokines sont importantes dans la régulation de l’immunité cellulaire innée impliquant les 

cellules NK, les polynucléaires neutrophiles (PNNs) et les lymphocytes T γ/δ intra-épithéliaux ainsi 

que dans le développement de l’immunité adaptative. 

De la même manière, l’activation de la voie du complément peut directement contrôler l’infection 

virale et favoriser la mise en place de l’immunité adaptative. 

1.4.3.2.1. Les cellules spécialisées de l’immunité innée et le système du complément  

1.4.3.2.1.1. Les cellules spécialisées de l’immunité innée 

Les cellules NK activées par l’IFN de type I induisent la mort des cellules infectées par la libération de 

granules cytolytiques et de cytokines. 
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Les PNN qui sont aussi activés par l’IFN de type I ont un rôle plus controversé. Ils sont en effet 

rapidement recrutés sur le site de l’infection chez la souris et sont le lieu d’une réplication efficace du 

virus [214]. Cependant leur déplétion, après que l’infection a eu lieu, induit une réplication virale 

accrue montrant à l’inverse qu’ils sont essentiels dans la clairance du virus lors des phases tardives 

du processus [214]. 

Enfin les lymphocytes T γ/δ intra-épithéliaux sont cruciaux pour le contrôle de la réplication virale par 

un mécanisme direct faisant intervenir la sécrétion de l’IFN-γ et des perforines [215]. 

1.4.3.2.1.2. Le système du complément 

Le système du complément est un système de défense anti-infectieux comprenant une importante 

famille de protéines présentes dans le sérum ou fixées à la surface cellulaire (souvent des 

récepteurs). Ce système se met en alerte en présence de pathogènes ou de complexes immuns. 

Il y a trois voies biochimiques qui activent le système du complément : 1/ la voie classique du 

complément, 2/ la voie alterne du complément et 3/ la voie des lectines liant les résidus mannose 

des membranes bactériennes [216]. Le complément peut s'activer en l'absence d'anticorps, dans le 

cas de la voie alterne et de la voie des lectines, c'est pour cela qu'il est considéré comme faisant 

partie de l'immunité innée. Néanmoins la voie dite classique d'activation débute par la 

reconnaissance d'anticorps et fait à ce titre partie de l'immunité acquise (dite aussi adaptative). 

Les différentes protéines du complément sont des pro-enzymes inactives et qui sont activées en 

cascade par clivage. Le clivage libère une fraction ayant une activité enzymatique de protéase et un 

petit fragment qui possède souvent un rôle sur les cellules inflammatoires. 

Toutes les voies du complément contribuent à la protection contre l’infection par le WNV. Les souris 

déficientes en facteur C3 (ce qui se traduit par une déficience des trois voies)[217], C1q ou C4 

(déficience de la voie classique)[218] ou déficientes pour la voie des lectines [219] montrent toutes 

une augmentation de susceptibilité à l’infection au WNV. 

1.4.3.2.2. Stratégies d’évitement de l’activation du complément par le WNV  

Les flavivirus incluant le WNV ont développé des stratégies pour contrecarrer le système du 

complément. 

La protéine NS1 en solution ou associée aux membranes bloque la voie alterne du complément en 

recrutant une protéine régulatrice (le facteur H), ce qui facilite l’inactivation de C3b et empêche la 

formation du complexe d’attaque membranaire [220]. 
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Indépendamment de la voie alterne, la protéine NS1 de WNV bloque la voie classique et la voie des 

lectines par son interaction directe avec les protéines C4/C4b [221]. Ainsi une haute concentration de 

NS1 dans l’espace extra cellulaire peut efficacement bloquer l’activation du complément. 

 

1.4.3.3. L’immunité adaptative 

L’immunité innée représente la première ligne de défense de l’hôte face à l’infection alors que 

l’immunité adaptative est impliquée dans l’élimination ciblée du pathogène dans les phases tardives 

de l’infection et dans la mise en place de la mémoire immunitaire. 

Comme pour toute infection virale, des réponses humorale et cellulaire sont induites suite à 

l’infection par le WNV. 

L’immunité humorale médiée par les lymphocytes B assure la clairance du WNV dans le 

compartiment périphérique tandis que l’immunité cellulaire est fondamentale pour l’élimination du 

virus au niveau du SNC. Pour exemple, des souris déficientes en lymphocytes T CD4+ et CD8+ sont 

plus sensibles aux encéphalites alors que leur concentration en immunoglobuline M (IgM) est 

identique aux souris sauvages [222, 223]. 

1.4.3.3.1. L’Immunité humorale : 

Les IgM apparaissent dans le sang 2-8 jours après le début des symptômes fébriles, avec un pic à 15 

jours post-infection (pi) suivi d’une décroissance rapide de leur concentration dans le sang (demi-vie 

moyenne de 3-4 mois chez le cheval). Chez l’homme, on note la présence d’IgM dans le liquide 

céphalorachidien (LCR) dans 80% des cas et les IgM persistent plus longtemps (50-250 jours), ce qui 

pose des difficultés dans la mise en place d’un diagnostic d’infection aiguë [224, 225]. 

Les IgM ne peuvent pas traverser la barrière hémato-méningée. Leur présence dans le LCR reflète 

donc soit une production intrathécale ou l’atteinte de la barrière hémato-méningée la rendant 

perméable aux IgM [225]. 

Les Immunoglobulines de classe G (IgG) apparaissent environ 8 à 12 jours après le début symptômes 

fébriles et peuvent persister plusieurs années (figure 26) [225, 226]. Ils permettent l’établissement 

d’une immunité à long terme. 

Les IgG et IgM peuvent posséder des propriétés neutralisantes (AcN) empêchant l’entrée du virus 

dans la cellule et sa dissémination à d’autres cellules. La plupart des AcN sont dirigés contre prM et la 

glycoprotéine E, en particulier son domaine III (EDIII) qui intervient dans l’attachement de la 

glycoprotéine E aux récepteurs membranaires [148, 227](cf. 1.4.1.1).  
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A l’inverse, la boucle de fusion de DII, qui est en position cryptique dans les virions matures, produit 

des anticorps qui ne semblent pas contribuer à la neutralisation virale. Néanmoins les données in 

vivo ne corroborent pas cette distinction entre anticorps neutralisants et non neutralisants car une 

protection peut être démontrée chez les mammifères avec des anticorps anti-DII [228, 229]. En effet, 

ces anticorps anti-DII peuvent être protecteurs in vivo, probablement du fait de la fixation de leur 

portion Fc à des récepteurs Fc γ qui sont présents sur les monocytes et macrophages et à l’activation 

de la voie classique du complément [229]. 

Enfin, même si la plupart des anticorps reconnaissent les protéines structurales du WNV, certains 

reconnaissent la protéine NS1. Ces anticorps sont détectés dans les sérums lors de la phase aiguë de 

la maladie. En effet, la protéine NS1 est séquestrée dans les cellules infectées mais peut être aussi 

localisée à la surface cellulaire ou être sécrétée des cellules de mammifères (cf. 1.4.1.1). Il a été 

démontré dans le milieu des années 80 que des souris étaient protégées efficacement contre une 

épreuve virulente après administration passive d’anticorps mononoclonaux (AcM) anti-NS1 [230]. Il a 

été alors suggéré que les anticorps anti-NS1 protégeaient d’une infection létale à travers des 

mécanismes de lyse cellulaire dépendants du complément [231]. Néanmoins des études récentes 

utilisant des souris « knock-out » pour des récepteurs Fc γ spécifiques de différents isotypes d’AcM 

anti-NS1 ont montré qu’il pouvait y avoir phagocytose et clairance des cellules infectées sans 

activation du complément via les IgG2a anti-NS1 reconnues par les récepteurs Fc γ des macrophages 

[156]. 

 

Figure 26: Cinétique de la virémie, de l’excrétion virale (virurie) et des anticorps IgM et IgG au cours de 
l’infection par le WNV (aimablement fourni par Isabelle Leparc-Goffart) 
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1.4.3.3.2. Immunité cellulaire 

De nombreux acteurs interviennent pour limiter la multiplication virale au sein des organes 

périphériques et empêcher la dissémination du WNV au SNC (figure 27). 

Les lymphocytes TCD8+ prolifèrent suite à l’identification de cellules infectées qui expriment à leur 

surface des CMH de classe I (CMH I) et sécrètent des cytokines proinflammatoires [232]. Les cellules 

infectées sont alors lysées sous l’effet des perforines et des granzymes A et B ou via les interactions 

Fas-Fas ligand [233, 234]. 

Les lymphocytes T CD4+ contribuent largement au contrôle de l’infection à travers de multiples 

mécanismes dont la production de cytokines, l’activation et la maturation des lymphocytes B et la 

cytotoxicité directe. Une déplétion en lymphocytes T CD4+ ou une déficience génétique en CMH II 

résulte en une réponse humorale atténuée et une augmentation de la létalité [235]. 

Le virus peut néanmoins échapper à cette première ligne de défense et traverser la barrière hémato 

encéphalique (BHE) (cf. 1.4.2). Les neurones sont alors les premières cibles du virus. 

Suite à l’infection virale du SNC, des chimiokines inflammatoires (CCL5, CXCL10 et RANTES) sont 

produites par les leucocytes  circulants, les astrocytes résidents et la microglie [236, 237]. 

L’augmentation de ces chimiokines permet le recrutement au sein du SNC des lymphocytes T CD8+ et 

CD4+ et des monocytes dont la fonction est la clairance virale. 

L’équilibre entre l’élimination du virus et l’immuno-pathologie dans le SNC est modulé par la réponse 

immunitaire antivirale. Les lymphocytess CD4+ et CD8+ produisent des cytokines pro-inflammatoires 

qui peuvent induire des dommages aux cellules gliales et aux neurones et entraîner une mort 

cellulaire [238]. Néanmoins leur présence est absolument nécessaire pour la clairance du virus [222, 

239]. 

Des études récentes ont aussi impliqué les lymphocytes T régulateurs (Tregs) dans la modulation de 

l’immunité durant la phase aiguë de l’infection à WNV [240]. Il a été constaté que des donneurs de 

sang infectés par le WNV qui présentaient des symptômes avaient moins de Tregs que les donneurs 

asymptomatiques. De même, une augmentation de ces cellules a été observée 6-8 jours après 

infection par le WNV [241] et la déplétion de ces cellules entraîne une augmentation de la 

pathogénie du WNV et l’augmentation des cellules T CD8+. 
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Figure 27: Schéma synthétique de la réponse immunitaire innée et adaptative lors d’une infection à WNV 
Lors de l’infection par le WNV les cellules dendritiques et macrophages sécrètent des IFN de type I et des 
cytokines pro-inflammatoires; ces cellules présentatrices d’antigènes sont essentielles dans la stimulation des 
voies de l’immunité innée et adaptative. A l’interface de l’immunité innée et adaptative, les neutrophiles, les 
lymphocytes T γ/δ intra-épithéliaux et sûrement les NK sont impliqués dans le contrôle de l’infection précoce à 
WNV. A l’inverse les lymphocytes B, lymphocytes T CD8+, CD4+ et Treg sont essentiels pour la clairance virale 
et la protection contre l’infection [174]. 
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1.5. Outils pour le diagnostic de l’infection  

Les symptômes neurologiques et les lésions ne sont pas spécifiques de l’infection à WNV, ce qui rend 

les tests de laboratoire incontournables pour confirmer ou exclure l’étiologie virale. 

Le diagnostic d’infection à WNV est délicat et repose sur la détection de l’ARN viral dans le sang et le 

LCR, l’isolement viral en culture cellulaire et/ou la détection des IgM et IgG dans le sérum et le LCR. 

1.5.1. Détection du virus 

1.5.1.1. Isolement viral  

Le WNV peut être identifié, isolé et caractérisé à partir de prélèvements de cerveau, de moelle 

épinière, de LCR et de sang. Il a été récemment démontré que l’on pouvait aussi isoler du WNV à 

partir de l’urine de patients souffrant d’une infection aiguë à WNV [242] (cf. 1.5.1.2). L’isolement se 

fait classiquement par infection de lignées cellulaires de mammifères (cellules Vero ou BHK-21) ou de 

cellules de moustiques (cellules C6/36) avec le prélèvement. Un effet cytopathique (ECP) est visible 

2-7 jours après l’inoculation suivant la charge virale et l’inoculum. Cette méthode a néanmoins 

quatre facteurs limitants : 1/ technique longue, 2/ qui ne peut se faire du vivant du patient ou de 

l’animal pour les prélèvements de SNC 3/ qui nécessite un laboratoire de confinement de niveau 3 et 

4/ qui est moins sensible que la RT-PCR (reverse transcription polymerase chain reaction). 

1.5.1.2. Détection de l’ARN viral 

La détection de l’ARN génomique viral du WNV est réalisée à l’aide d’une étape de transcription 

inverse puis d’une amplification du génome viral par PCR sur échantillon biologique (LCR, sang ou 

organe). 

Différentes RT-PCR ont été développées pour le diagnostic du virus  à partir de matériel biologique 

[226, 243, 244]. Les plus utilisées dans les laboratoires de diagnostic sont les RT-PCR quantitatives en 

temps réel utilisant des sondes TaqMan et ciblant les régions conservées du WNV (ex : région 3’ NC 

[245]ou 5’NC [243, 246]). Ces RT-PCR sont très spécifiques et ne reconnaissent que le WNV. 

La complexification de l’épidémiologie des flavivirus en Europe a conduit au développement de RT-

PCR panflavivirus. Une RT-PCR classique ciblant le gène NS5 très conservé chez les flavivirus permet 

par exemple la détection de l’ensemble des flavivirus du sérocomplexe de l’encéphalite japonaise 

[56]. Une étape de séquençage est par la suite nécessaire pour connaitre le flavivirus en cause. 

Enfin, des RT-PCR temps réel multiplexes, plus sensibles que les RT-PCR classiques panflavirus ont été 

développées récemment et assurent la détection simultanée de nombreux flavivirus. Pour exemple, 

la RT-PCR temps réel de Chao et collègues détectent YFV, JEV, WNV et SLEV [247] et celle de Dyer et 
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collègues se définit comme une RT-PCR multiplexe pour les flavivirus transmis par les arthropodes 

car elle permet d’amplifier SLEV, WNV, DENV (1, 2, 3 et 4) et TBEV  [248].  

Cependant la virémie (hormis pour la Dengue) est très courte chez l’homme et le cheval (virus 

généralement détectable jusqu’à 5 jours après l’apparition des symptômes fébriles) (figure 25) [249]. 

Le résultat du diagnostic moléculaire est donc souvent négatif malgré la présence d’une infection par 

un flavivirus. 

Des données plus récentes ont démontré que l’ARN du WNV pouvait être détecté dans l’urine des 

patients pendant un temps plus long et à une plus forte concentration que dans le sang ou le LCR 

[250]. Chez l’homme, la virurie dure entre 20 et 30 jours avec une charge virale (100-106 copies/ml) 

plus élevée que celle du plasma (50-5*105 copies/ml) [251]. Chez le cheval, aucune donnée de la 

littérature ne vient pour l’instant confirmer la présence du WNV dans l’urine. Les prélèvements 

urinaires que nous avons réalisés au cours de la dernière épizootie de WNV en 2015 en région 

Camargue n’ont pas permis de mettre en évidence du virus dans les urines. Cependant de l’ARN du 

WNV a été détecté dans le sable vésical récolté en post-mortem chez un cheval mort du WNV 

(données non publiées). 

 

1.5.1.3.  Détection des antigènes viraux 

Une autre approche dans le diagnostic direct des infections à WNV est la détection des protéines 

virales. 

Comme décrit précédemment la protéine NS1 est une protéine qui est exprimée à la surface 

cellulaire et est sécrétée dans l’espace extracellulaire. Durant la phase active de l’infection, la 

protéine NS1 est largement sécrétée et détectable dans le sérum des mammifères infectés par les 

flavivirus. 

Un kit de diagnostic commercial pour la détection de cette protéine existe pour le diagnostic de la 

Dengue chez l’homme. Il donne des résultats positifs entre le 1er et le 9èmejour après le début des 

symptômes cliniques [252, 253]. 

Des applications sont également à l’étude pour le diagnostic précoce du WNV avec cet antigène. 

L’analyse de la cinétique de la sécrétion de la protéine NS1 in vitro et in vivo a montré que seule une 

petite fraction de la protéine était sécrétée dans le milieu extracellulaire et qu’il existait un délai 

entre la sécrétion du virus et celle de la protéine NS1 [254]. Chez des hamsters infectés 

expérimentalement, la protéine NS1 a été détectée sous une forme multimérique dans le sérum 3 à 

8 jours pi, avec un pic à 5 jours pi, avant le début de la maladie et la détection des IgM. En partant de 

cette découverte, un ELISA de capture des antigènes NS1 a été évalué avec des sérums de hamster 
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infectés expérimentalement et avec un sérum humain prélevé suite à une infection à WNV. Les 

résultats ont montré une bonne performance de cet ELISA permettant de dépister précocement une 

infection à WNV [254]. 

Un autre ELISA de capture de l’antigène NS1, conçu avec deux AcM qui reconnaissent des épitopes 

distincts de cette protéine (augmentant ainsi la spécificité et évitant les réactions croisées avec les 

autres flavivirus apparentés) a montré une meilleure sensibilité que la détection du virus par RT-PCR 

à partir de souris infectées expérimentalement [255]. 

Cependant, malgré ces résultats encourageants obtenus en laboratoire, aucun test commercial 

n’existe à l’heure actuelle. Ainsi, face à une virémie de courte et de faible intensité chez l’homme ou 

le cheval, le diagnostic de première intention est souvent un diagnostic indirect ou sérologique, avec 

la mise en évidence d’anticorps IgM ou IgG. 

Les IgM sont détectables dans le sang approximativement 8 jours après l’infection et les IgG sont 

généralement présents quelques jours plus tard (figure 26). 

 

1.5.2. Tests sérologiques  

1.5.2.1. Tests de séroneutralisation virale 

Le test de neutralisation virale en plage de lyse (PRNT pour plaque reduction neutralisation test) est 

encore la technique de référence pour le diagnostic sérologique des infections à flavivirus. La 

méthode est réalisée suivant un protocole standard avec un seuil de réduction des plages de lyse de 

90% (PRNT 90)[256]. Dans cette technique, la capacité des anticorps à réduire le nombre de plages 

de lyse en culture cellulaire est quantifiée visuellement. Un échantillon est considéré comme positif 

si le seuil de 90% de réduction des plages par rapport au contrôle sans sérum est atteint. Le test de 

microneutralisation virale (micro-VNT pour micro-virus neutralization test) qui s’appuie sur 

l’observation de cellules infectées et réfringentes en microscopie optique est une modification du 

PRNT. Il permet de tester dans une plaque 96 puits un plus grand nombre d’échantillons. Ces deux 

méthodes donnent un titre en anticorps neutralisants pour l’échantillon de sérum considéré. 

Néanmoins PRNT et micro-VNT sont des méthodes longues et fastidieuses nécessitant un laboratoire 

de confinement de niveau 3. Ces méthodes sont moins sensibles que l’ELISA [257]et leur sensibilité 

peut dépendre de la souche de WNV étudiée [258]. De plus, les IgM sont difficilement détectables et 

ne peuvent être différenciées des IgG par cette technique. Enfin on observe des réactions croisées au 

sein du sérocomplexe de l’Encéphalite japonaise, ce qui nécessite parfois la mise en place 

d’algorithme décisionnel pour différencier les flavivirus dans un même sérocomplexe [259]. 
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Afin de pouvoir faire les tests de neutralisation virale en laboratoire de confinement P2, une nouvel 

axe de recherche est la synthèse de virus chimériques recombinants, dans lesquels la protéine 

d’enveloppe d’un virus sauvage atténué de classe 2 (ex : YFV ou KUNV) a été remplacée par la 

protéine d’enveloppe d’un autre flavivirus (ex : SLEV ou JEV) [260, 261]. Cependant cette nouvelle 

méthode a besoin d’être standardisée et validée avant son application en routine pour le diagnostic 

des infections à flavivirus. 

 

1.5.2.2.  Tests d’inhibition de l’Hémagglutination (HIT)  

Le test de l’inhibition de l’Hémagglutination (HIT) est encore utilisé dans certains laboratoires, en 

particulier pour les enquêtes sur les oiseaux [262], à l’inverse de la méthode CFT qui a été 

abandonnée du fait de la lourdeur de la technique. La méthode HIT exploite la capacité de la 

protéine E d’agréger les érythrocytes aviaires en l’absence d’anticorps E neutralisants. Technique 

fastidieuse, elle est de plus sujette aux réactions sérologiques croisées, ne permet pas de distinguer 

les IgM des IgG et demande des échantillons d’oiseaux devant être préalablement débarrassés des 

inhibiteurs non spécifiques par la protamine sulfate ou l’acétone [263] (figure 28a). 

 

1.5.2.3. Immunofluorescence indirecte (IFI) 

L’IFI utilise des lames sur lesquelles des cellules infectées par le flavivirus recherché ont été fixées. 

Les échantillons de sérum sont déposés sur les lames et l’attachement des anticorps sur les cellules 

infectées est révélé par une immunoglobuline marquée avec un fluorophore qui reconnaît les IgM et 

IgG spécifiques d’espèce. Cette méthode est rapide et facile à réaliser et peut être utilisée pour 

différencier la réponse IgG et IgM. Néanmoins elle n’est pas adaptée pour l’étude de multiples 

échantillons. Des lames fixées avec des antigènes de WNV, JEV, YFV ou DENV sont disponibles 

commercialement pour le diagnostic des infections humaines [264]. Le laboratoire de niveau 3 n’est 

pas requis du fait de l’utilisation d’un virus inactivé sur les lames. L’IFI montre une meilleure 

spécificité que l’ELISA pour la détection des IgM. En revanche l’IFI présente une mauvaise spécificité, 

comme l’ELISA quand il s’agit de détecter les IgG [265]. 

 

1.5.2.4. ELISA  

1.5.2.4.1. ELISA classiques 

Les ELISA sont les outils de diagnostic privilégiés du fait de leur rapidité, sensibilité, reproductibilité et 

prix peu coûteux. Trois différentes techniques sont utilisées couramment : l’ELISA de compétition qui 
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cible tous les isotypes d’anticorps, l’ELISA indirect révélant uniquement les IgG et l’ELISA de capture 

ou MAC ELISA ((MAC) ELISA pour IgM Antibody-Capture ELISA) mettant en évidence les IgM (figure 

28, b). Des kits de diagnostic prêts à l’emploi sont commercialisés en médecine humaine et 

vétérinaire. 

Les ELISA IgG indirects nécessitent l’utilisation d’un anticorps secondaire anti-espèce [226, 266] 

(figure 28, b). Du fait de la grande variété des hôtes potentiels à WNV, les laboratoires de diagnostic 

vétérinaire ont graduellement remplacé les ELISA IgG indirects par les ELISA de compétition qui 

permettent à priori de tester les échantillons issus de toutes les espèces animales [139]. Cette 

polyvalence provient du fait que les anticorps présents dans le sérum entrent en compétition avec 

les anticorps monoclonaux anti-WNV pour la fixation au site antigénique. Les ELISA de compétition 

sont les plus sensibles de toutes les techniques décrites ci-dessus. 

Des essais inter-laboratoires récents et impliquant des laboratoires de référence européens, du 

Moyen-Orient, d’Afrique et d’Amérique ont souligné les points faibles des techniques sérologiques 

actuellement utilisées [267] : des réactions croisées entre les anticorps dirigés contre le WNV et les 

anticorps dirigés contre des flavivirus du même groupe antigénique comme les virus JEV, TBEV ou 

USUV sont fréquemment mises en évidence, en particulier dans les tests ELISA indirects IgG, de 

compétition et dans une moindre mesure pour la détection des IgM par MAC-ELISA. 

Du fait de leur rapidité et faible coût, les ELISA de compétition sont donc plus appropriés aux 

enquêtes sérologiques. Tout résultat positif nécessitera le recours à la méthode de référence, le test 

de neutralisation virale, long et laborieux, pour identifier le flavivirus en cause [17] (manuscrit N°1). 

Les MAC-ELISA sont utiles pour détecter les infections aiguës (8–60 jours après l’infection) chez les 

humains et les chevaux. Néanmoins chez l’homme, les IgM peuvent persister jusqu’à un an dans 20 à 

50% des cas et gêner le diagnostic d’infection aiguë [224]. Cependant les MAC-ELISA apportent des 

informations essentielles pour un diagnostic d’infection aiguë à WNV car : 

 La présence d’IgM contre le WNV dans le LCR est un diagnostic de certitude pour l’infection 

du SNC, ces anticorps ne traversant pas en temps normal la BHE. 

 Ils sont moins sujets aux réactions croisées que les ELISA IgG indirects ou de compétition 

[225, 267]. 

 La réponse IgM positive signe une infection aiguë à WNV plutôt qu’une vaccination. La 

bibliographie à ce sujet est cependant contradictoire avec certains articles considérant qu’il 

n’y a pas de réponse IgM induite après vaccination quel que soit le vaccin utilisé (vaccin 

inactivé ou vaccin recombinant canarypox) [268] alors que des réponses IgM positives 
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peuvent être détectées dans les premiers jours après vaccination avec le vaccin inactivé 

Duvaxyn® WNV dans d’autres études [269]. 

  



87 
 

A) 

 SNT (PRNT/Micro-

VNT) 

HIT IFI ELISA 

Principe Les anticorps 
neutralisent  
l’attachement du 
virus à la cellule, 
l’endocytose et/ou la 
fusion membranaire 

Inhibition par les 
anticorps de 
l’agrégation 
érythrocytaire 
induite par le virus 

Les anticorps reconnaissent 
les cellules infectées par le 
virus et fixées sur une lame 
de microscope ; ils sont mis 
en évidence par un anticorps-
anti-espèce conjugué à un 
fluorochrome  

ELISA indirect : les anticorps 
reconnaissent l’antigène viral fixé sur 
la plaque et sont révélés avec un 
anticorps anti-espèce lié à une 
enzyme 

(Autres ELISA : cf b) 

Cible de 

l’anticorps  

Epitopes 
neutralisants sur la 
protéine E 

Protéine E 

 

Virus entier Virus entier, lysat de virus ou 
protéines recombinantes (prM-E, NS1, 
E-DIII…) 

Interprétation 

 

Protection des 

cellules en présence 

d’anticorps 

neutralisants 

 

Inhibition de 

l’Hémaglutination en 

présence des 

anticorps présents 

dans le sérum 

 

 

Fluorescence de cellules 

infectées par le virus en 

présence d’anticorps dans le 

sérum  

 

 

Réaction colorimétrique avec 

l’intensité de la coloration en rapport 

avec la concentration en anticorps  

Avantages - Standard 
- Très spécifique 
- Pas limitée à une 
espèce animale 

- Peu cher 
- Méthode de 
dépistage (quelques 
heures) 
- Pas limitée à une 
espèce animale 
- Laboratoire de 
confinement P3 non 
nécessaire une fois 
que l’antigène a été 
produit 

- Rapide (1-2 jours) 
- Kits commerciaux 
disponibles 
- Possibilité de différencier 
les IgG et IgM 
- Laboratoire de confinement 
P3 non nécessaire une fois 
que l’antigène a été inactivé 

- Rapide (quelques heures) et peu cher 
- Méthode intéressante pour le 
dépistage 
- Kits commerciaux disponibles 
- Distinction des IgG et IgM 
- ELISA de compétition : pas limitée à 
une espèce animale 
- Laboratoire P3 non nécessaire avec 
antigènes inactivés et recombinants 

Inconvénients - Moins sensible que 
l’ELISA 
- Réactions 
sérologiques croisées 
limitées au sein d’un 
même sérocomplexe 
(JEV par exemple) 
- Méthode longue (3-
7 jours) 
- Nécessite un 
laboratoire de 
confinement P3 
- IgM et IgG non 
différenciées 

- Moins sensible que 
l’ELISA 
- Moins spécifique 
que la SNT : 
réactions croisées 
dans le 
sérocomplexe JEV et 
avec les autres 
sérocomplexes des 
flavivirus 
- Présence 
d’inhibiteurs non 
spécifiques 
- IgM et IgG non 
différenciées 

- Moins spécifique que la 
SNT : réactions croisées dans 
le sérocomplexe JEV et avec 
les autres sérocomplexes des 
flavivirus (en particulier pour 
les IFA mettant en évidence 
les IgG)  
 

- Moins spécifique que la SNT : 
réactions croisées dans le 
sérocomplexe JEV et avec les autres 
sérocomplexes des flavivirus (en 
particulier pour ELISA IgG indirect et 
de compétition) 
 

Applications 

sur le terrain 

Confirmation 

d’infections passées  

Enquête sérologique  Investigation de cas cliniques ELISA IgG indirect et de compétition : 

investigation de cas cliniques, enquête 

sérologique, certification lors du 

transport 

MAC-ELISA: confirmation d’une 

infection récente ; certification lors du 

transport 

+ 

-  + 

- 

+ 

 

- 
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Figure 28: (A) Principaux tests sérologiques utilisés pour le diagnostic des flavivirus (B) Principe de trois 
différentes méthodes d’ELISA  
(les chiffres représentent les différentes étapes de la méthode) [17]. 

 

1.5.2.4.2.  Développement d’ELISAs IgG plus spécifiques  

La protéine d’enveloppe E est la protéine la plus antigénique des flavivirus et elle induit chez l’hôte 

des anticorps dirigés contre chacun de ses trois domaines (DI, DII et DIII) et principalement contre les 

DII et DIII. Des études sur les propriétés antigéniques de la protéine E ont montré que la majorité des 

épitopes responsables de réactions croisées entre flavivirus sont localisés à l’intérieur ou proche de 

la boucle de fusion [145] (cf. 1.4.1.1). Le DIII présente une séquence moins conservée entre flavivirus 

et induit des anticorps fortement neutralisants. Ces caractéristiques ont servi de base au 

développement d’ELISA plus spécifiques pour détecter et différencier entre elles les infections à 

flavivirus [270]. 
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La première approche est de réaliser des mutations ciblées au niveau de certains épitopes de la 

boucle de fusion de DII. Un ELISA IgG utilisant l’antigène sE du WNV muté en 4 endroits de la boucle 

de fusion a permis de faire la distinction entre des sérums contenant des IgG dirigés contre le WNV 

par rapport à ceux dirigés contre le TBEV ou le DENV. En revanche cette méthode n’a pas permis de 

supprimer les réactions croisées entre les anticorps dirigés contre le WNV de ceux dirigés contre le 

JEV[271]. 

 

 ELISA ciblé sur le DIII de la protéine d’enveloppe 

Un ELISA de compétition utilisant des anticorps monoclonaux dirigés contre le DIII a été 

commercialisé en médecine vétérinaire (Ingezim® WN Compaq kit) et permet de distinguer les 

infections à TBEV des infections à WNV (cf. manuscrit N°2 partie expérimentale). 

Une autre approche est la synthèse de domaines DIII recombinants comme antigène de coating pour 

les plaques ELISA. Une distinction entre les infections à flavivirus a ainsi pu être réalisée dans 

différents articles (exemples : distinction entre les sérocomplexes de l’encéphalite à tique et de 

l’encéphalite japonaise [272, 273], entre deux flavivirus vectorisés par des Culex (WNV et 

Wesselsbron) [272] ou entre le WNV et des flavivirus appartenant également au sérocomplexe de 

l’encéphalite japonaise (JEV, SLEV et MVEV) chez des animaux expérimentalement infectés [274]). 

Néanmoins, avoir une sensibilité optimale avec cette approche est difficile, car de nombreux 

épitopes immunogènes sont à l’extérieur de DIII [275]. 

 

 ELISA NS1 

NS1 étant la seule protéine non structurale sécrétée des cellules de mammifères infectées par un 

flavivirus, cette protéine est considérée comme la seule protéine NS pouvant induire une forte 

réponse anticorps chez les humains et les animaux [137]. 

Des ELISA de capture avec des anticorps monoclonaux reconnaissant des épitopes spécifiques de la 

NS1 ont été mis au point afin de différencier par exemple les infections à WNV et JEV [276], KUNV et 

MVEV [277]ou WNV et SLEV [278]. 

Ces ELISA reposant sur l’utilisation de l’antigène NS1 sont intéressants pour différencier les animaux 

vaccinés avec des vaccins recombinants exprimant uniquement les antigènes prM/E du WNV 

(comme le vaccin Recombitek® WNV Merial) de ceux naturellement infectés avec le WNV. Konishi et 

al [279] ont de plus montré l’absence de protéine NS1 dans les vaccins inactivés JEV et l’intérêt de 

l’utilisation des ELISA NS1 JEV pour distinguer les chevaux infectés par le JEV au sein d’une 

population de chevaux vaccinés. 
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1.5.2.5. Tests sérologiques multiplexes 

La volonté de tester plusieurs flavivirus en parallèle a impliqué le développement de méthodes 

multiplexes où le sérum à tester est mis directement en contact avec un grand nombre d’antigènes. 

Deux grands types de méthodes ont été développés (les méthodes multiplexes miniaturisées d’ELISA 

ou d’IFI et les méthodes multiplexes sur billes). 

 

1.5.2.5.1. Méthodes multiplexes miniaturisées d’ELISA ou d’IFI 

La technologie « micro-array » a permis le développement d’outils de diagnostic miniaturisés sur le 

principe de l’ELISA [280, 281] ou de l’IFI [269, 282, 283]. La lecture se fait par l’observation de spots 

de fluorescence. N. Cleton et col. ont montré à l’aide des protéines NS1 de WNV, TBEV, JEV et USUV 

qu’il est possible de distinguer les infections à flavivirus chez le cheval même si des réactions croisées 

gênaient encore l’interprétation pour certains échantillons [269] (annexe 1). Cette miniaturisation du 

diagnostic sérologique est encore à l’heure actuelle en développement. 

1.5.2.5.2. Méthodes multiplexes sur billes 

Les immuno-essais sur billes (MIA pour microsphere-based immunossays) sont en revanche 

largement utilisés dans le diagnostic de nombreuses maladies humaines ou vétérinaires [284-289]. La 

méthode MIA est un système microfluidique sur bille dans lequel chaque antigène est couplé à une 

bille qui est identifiée par un cytomètre en flux (Luminex®). Les anticorps contenus dans le sérum se 

fixent aux antigènes des billes, sont reconnus par des anticorps secondaires anti-espèces marqués à 

la biotine et révélés par l’ajout du fluorophore Streptavidine-R-phycoérythrine (SAPE). A l’étape de 

lecture, l’intensité de fluorescence et le code couleur de la bille sont mesurés par deux lasers qui 

excitent les billes à 2 longueurs d’onde différentes (635 nm pour identifier la microsphère et donc 

l’antigène et 532 nm pour exciter la fluorescence de la SAPE).Un sérum peut ainsi être évalué pour sa 

réactivité contre différents antigènes en un seul essai. Le principe de la technique est décrit figure 29. 
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Figure 29 : Principes de la méthode Luminex.  
Distribution de billes codées couplées à des antigènes spécifiques et mises en contact avec le sérum à tester et 
avec des anticorps secondaires anti-espèces marqués à la biotine. La fixation des anticorps sur les billes est 
révélée par l’ajout du fluorophore Streptavidine-R-phycoérythrine (SAPE). A l’étape de la lecture, l’intensité de 
fluorescence et le code couleur de la bille sont mesurés par deux lasers qui excitent les billes à 2 longueurs 
d’onde différentes (635 nm pour identifier la microsphère et 532 nm pour mesurer la fluorescence de la SAPE). 
Pour chaque sérum, la médiane d’intensité de fluorescence (MFI) est calculée pour au moins 50 billes portant 
le même antigène. 

 

Utilisée dans le cadre du diagnostic sérologique des flavivirus, cette méthode n’empêche pas les 

réactions croisées au sein du sérocomplexe JEV ou entre sérocomplexes si la glycoprotéine E entière 

est couplée aux billes. La partie résultat de cette thèse décrira le développement d’une méthode MIA 

pour le sérodiagnostic de maladies neurologiques à flavivirus chez le cheval qui est basé sur les DIII 

de WNV, TBEV et JEV [270]. 

D’autres approches MIA avec les antigènes NS3 et NS5 des flavivirus ont été évaluées dans le but de 

caractériser les infections récentes à WNV chez l’homme et de les différencier de patients vaccinés 

par JEV ou YFV ou infectés par les DENV et SLEV. La détection des anticorps anti NS3 avec l’antigène 

NS3 n’a pas été concluante. En revanche une bonne détection des anticorps anti NS5 a été obtenue 

avec la bille NS5 et peu de réactions croisées avec cet antigène ont été observées : 0% (JEV), 5% 

(YFV), 9% (DENV) et 5% (SLEV) [290]. 

Balasurya et al [291] ont, quant à eux, développé une méthode MIA utilisant 4 protéines 

recombinantes WNV E, NS1, NS3 et NS5 pour la détection des IgG équines anti-WNV dans le sérum 

de chevaux vaccinés ou naturellement infectés. Les billes couplées aux protéines NS ont été trouvées 

moins sensibles que l’ELISA ou la PRNT. Néanmoins, il est démontré dans cette publication que 
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l’antigène NS1 par méthode MIA est capable de distinguer les chevaux vaccinés avec le vaccin 

recombinant canarypox WNV (Recombitek® Equine WNV) de ceux naturellement infectés ou 

vaccinés avec un vaccin WNV inactivé [292]. 

Dans la partie « Résultats » de cette thèse, nous appliquerons cette technique sur les sérums de 

chevaux infectés ou vaccinés provenant de l’épizootie WNV qui a eu lieu en Camargue durant l’été 

2015. 
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1.6. Modalités de lutte contre les flavivirus d’intérêt en médecine 

équine 

1.6.1.  La vaccination  

Pour le WNV, trois vaccins équins possèdent une autorisation de mise sur le marché (AMM) 

européenne: l'Equip WNV de Zoetis, l'Equilis West Nile d'Intervet International BV (MSD santé 

animale) et le Proteq West Nile de Merial. Le vaccin Equip WNV de Zoetis est composé du virus 

West Nile inactivé, souche VM-2 New York 1999 (numéro 1666142A) associé à un adjuvant [293]. Les 

deux autres vaccins sont des vaccins recombinants. Le Proteq West Nile est composé d’un vecteur 

poxvirus du canari exprimant les gènes prM et E du WNV et est également adjuvé [294]. Le vecteur 

canarypox réalise un cycle abortif de réplication dans les cellules de mammifères durant lequel le 

produit du gène inséré (transgène) est exprimé [295]. Enfin le vaccin Equilis West Nile d’Intervet est 

constitué de la souche vaccinale YFV 17D où les gènes prM et E du YFV ont été remplacés par ceux du 

WNV. Ce vaccin recombinant a été inactivé et adjuvé [296].  

L’émergence en Europe en 2004 d’une première souche de lignée 2 a soulevé la question de 

l’induction d’une immunité protectrice contre cette nouvelle lignée par les vaccins commerciaux 

comportant des gènes ou antigènes de souches nord-américaines WNV (lignée 1). Des épreuves 

virulentes avec des souches de lignée 2 sur modèle murin vacciné avec un vaccin inactivé (Duvaxyn 

WNV, qui a été renommé Equip WNV) [297] ou sur des chevaux vaccinés avec le vaccin 

recombinant canarypox exprimant la prM/E d’une souche WNV lignée 1 (Recombitek Equine WNV, 

équivalent du Proteq West Nile pour le marché américain) [298] ont permis de confirmer 

l’efficacité de ces 2 vaccins contre des souches WNV de lignée 2 [17]. 

Concernant l’EJ, le seul vaccin équin, disponible uniquement au Japon, est un vaccin inactivé 

constitué de la souche BMIII dérivée de la souche Beijing et adjuvé (vaccin Kaketsuken Encevac  ou 

Nisseiken qui contient en plus le virus Getah souche MI-110) (tableau 2). 
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Virus Forme vaccinale Antigène Modalités  

Administration 

Date AMM 

Européenne 

WNV 

Vaccin inactivé et adjuvé  

Equip WNV 

WNV inactivé, 

souche VM-2 

2 injections à 3-5 semaines 

d’intervalle sur chevaux 

d’âge > 6 mois  

Rappel annuel 

11/2008 

(anciennement 

Duvaxyn) 

Virus canarypox 

recombinant et adjuvé 

Recombitek West Nile 

(Etats-Unis), Proteq 

West Nile (Europe) 

prM-E 2 injections à 4-6 semaines 

d’intervalle sur chevaux 

d’âge > 5 mois 

Rappel annuel 

08/2011 

Vaccin chimérique 

recombinant inactivé et 

adjuvé 

Squelette du YFV, souche 

vaccinale 17D comportant 

les gènes prM-E du WNV 

 

Equilis West Nile 

prM-E 2 injections à 3-5 semaines 

d’intervalle sur chevaux 

d’âge > 6 mois  

Rappel annuel 

 

06/2013 

JEV Vaccin inactivé et adjuvé  

Kaketsuken ou Nisseikein 

JEV inactivé souche 

BMIII dérivée de la 

souche Beijing 

2 injections à 4 semaines 

d’intervalle  

Rappel annuel 

(Japon 

uniquement) 

Tableau 2 : Description des vaccins équins WNV ayant une AMM européenne et des vaccins JEV 
commercialisé dans l’espèce équine uniquement au Japon  

 

1.6.2. Traitements  

1.6.2.1. Traitements symptomatiques  

Que ce soit chez l’homme ou le cheval, il n’existe pas de traitement spécifique de l’infection par le 

WNV ou le JEV [299]. 

Chez le cheval un traitement symptomatique reposant sur une fluidothérapie, l’administration d’anti-

inflammatoires non stéroïdiens et/ou stéroïdiens et éventuellement de diméthylsulfoxide peut être 

proposé et complété par la mise en œuvre de soins de soutien et de confort afin de limiter les risques 

de chute ou d’automutilation et prendre en charge la gestion des complications liées au décubitus 

[300]. 
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1.6.2.2. Principales molécules antivirales candidates en thérapeutique contre le WNV 

La recherche est très active en ce domaine. Les études sont réalisées sur des modèles d’infection à 

WNV in vitro et in vivo et ont pour but de trouver en premier lieu un traitement des formes invasives 

(WNND)  chez l’homme ; elles s’appuient prioritairement sur des médicaments qui ont déjà fait la 

preuve de leur efficacité sur d’autres virus. Les molécules antivirales peuvent être d’origine 

biologique ou chimique. Elles peuvent cibler le virus ou les protéines de l’hôte qui sont essentielles 

pour l’infection ou la réplication virale. 

Cette seconde approche centrée sur la cellule de l’hôte permet d’une part de contourner le 

problème de résistance aux antiviraux dû aux mutations virales mais aussi d’être en mesure de 

traiter des affections virales qui utilisent des voies métaboliques cellulaires identiques. Cependant 

même si cette stratégie est attrayante, un obstacle de poids demeure car l’antiviral peut inhiber des 

facteurs cellulaires indispensables à la cellule et de ce fait présenter une forte toxicité. 

Pour le cas particulier du WNV et des autres flavivirus neurotropes une autre difficulté à surmonter 

est la nécessité pour la molécule antivirale de diffuser dans le SNC pour être curative tout en étant 

non neurotoxique. 

1.6.2.2.1. Molécules antivirales d’origine biologique  

 L’IFN-α/β 

Les caractéristiques des IFN de type I comme antiviraux à large spectre ont déjà été abordées en 

partie 1.4.3.1 de cette thèse. L’IFN-α sous sa forme pégylée (fixation d’un polyéthylène glycol inerte 

pour augmenter sa demi-vie) associé ou non à la ribavirine constitue le traitement de référence de 

l’hépatite C [301]. 

Pour le WNV, la résistance de certaines souches de WNV aux IFN de type I a déjà été démontrée (cf. 

1.4.3.1). Cette résistance est un marqueur de virulence qui est relié entre autre à la capacité du virus 

à inhiber la voie de signalisation JAK-STAT, ce qui limite l’emploi de cette molécule en traitement 

thérapeutique contre le WNV. 

Cependant la grande innocuité de l’IFN-α, son rôle dans l’activation de l’immunité adaptative, un 

possible effet d’augmentation de la survie des neurones infectés [302] ainsi que la diminution de la 

perméabilité des cellules endothéliales de la BHE au WNV [200] plaident en faveur de la poursuite 

des essais in vivo.  

 Anticorps thérapeutiques  

Parmi toutes les approches antivirales en cours, les anticorps anti-WNV représentent l’approche 

thérapeutique la plus prometteuse pour inhiber l’entrée du virus dans les cellules cibles. Les 
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anticorps peuvent protéger contre une infection à flavivirus à travers différents mécanismes incluant 

l’inhibition de l’attachement de la glycoprotéine E à ses récepteurs membranaires ou le blocage de la 

fusion membranaire, l’activation des récepteurs Fc γ qui sont présents sur les monocytes et les 

macrophages et l’activation de la voie classique du complément, tous ces mécanismes favorisant la 

clairance virale. 

Des études in vivo sur hamsters ont montré l’efficacité des anticorps monoclonaux (AcM) humanisés 

à protéger contre des encéphalites à WNV [303, 304]. Quelques études cliniques ont mis en évidence 

un effet bénéfique de l’administration d’immunoglobulines par voie intraveineuse sur des patients 

atteints de formes neuro-invasives à WNV [305, 306]. En revanche, la production d’AcM pour le 

traitement de cette affection n’a pas encore reçu d’autorisation de mise sur le marché (AMM). 

 

1.6.2.2.2. Molécules antivirales d’origine chimique 

 

 Ribavirine  

La ribavirine a actuellement une AMM pour le traitement contre le virus de l’hépatite C en 

association avec l’IFN- [307] et une autorisation temporaire d’utilisation dans le cadre des 

infections sévères par le virus respiratoire syncytial (RSV) [308]. Cette molécule a une activité mixte 

(directe et indirecte) car elle agit selon 5 modes d’action distincts (figure 30): 

Mécanismes directs sur le virus 

- Inhibition de l’activité de coiffage des ARN viraux en interagissant avec les enzymes responsables de 

cette activité (ARN phosphatase, ARN guanylyltransférase et ARN méthyl-transférase) ou en 

s’incorporant à la coiffe. 

- Inhibition de la polymérase virale car la molécule qui est tri-phosphorylée par les kinases cellulaires 

entre en compétition avec le pool cellulaire de guanosines triphosphates (GTP) et adénosines 

triphosphates (ATP). 

- Effet mutagène en s’incorporant dans les génomes nouvellement synthétisés impliquant des 

mutations délétères pour le virus. 

Mécanismes indirects 

- Diminution du pool intracellulaire de guanosine monophosphate par l’inhibition compétitive de 

l’inosine monophosphate déshydrogénase (IMPDH), enzyme impliquée dans la synthèse de novo des 

purines. Cette inhibition résulte en une déplétion du pool cellulaire de guanosine [309]. 
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- Effet immunomodulateur avec une augmentation des réponses cellulaires de type 1 (Th1) et une 

diminution de la réponse auxiliaire de type 2 (Th2)[310]. 

 

Figure 30: Mécanismes antiviraux de la ribavirine [311] 

 

La ribavirine présente une activité antivirale in vitro contre de nombreux flavivirus (DENV, YFV)[312] 

et en particulier contre ceux responsables d’encéphalites virales [313]. Cependant cet antiviral étant 

cytostatique, son utilisation n’est possible que sur cellules confluentes. 

Jordan et al ont montré que cette molécule présente in vitro une activité inhibitrice de la réplication 

du WNV à haute concentration (50-125 µg/ml) dans des oligodendrocytes humains [314].  

La démonstration de son activité sur le WNV en modèle animal est cependant décevante. Son 

utilisation in vivo est limitée par son incapacité à traverser la BHE [311] et par sa concentration dans 

le sérum (3-4 µg/ml pour une prise journalière par voie orale de 2400 mg) qui est bien inférieure à la 

concentration inhibitrice calculée par Jordan et al sur cellules neurales [314, 315].  

Une protection dans un modèle murin d’infection par le WNV a été observée uniquement quand la 

ribavirine était utilisée en prophylaxie ou juste après l’épreuve virulente. Une étude a de plus montré 

que le traitement de hamsters deux jours après l’infection par le WNV augmentait la mortalité dans 

le groupe traité par rapport au groupe contrôle [316]. Enfin, durant un épisode de WNV en Israël, on 

a observé que le groupe de patients ayant été traité à la ribavirine (37 patients) avait eu un 

pourcentage de mortalité significativement supérieur (45.4%) aux autres patients non traités (p< 

0.001) [317]. 
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 Inhibiteur de synthèse des bases pyrimidiques (ex : bréquinar) 

Cette catégorie de molécules s’appuie sur la déplétion du pool de pyrimidines. Le bréquinar est une 

molécule découverte dans les années 1980 pour ses propriétés immunosuppressives. Elle inhibe la 

dihydroorotate désydrogénase (DHODH), la 4ème enzyme dans la voie de biosynthèse de novo des 

pyrimidines. Cette inhibition de la DHODH diminue la synthèse des ADN et ARN et interfère avec la 

prolifération des lymphocytes. L’activité antivirale de cette molécule est due à la diminution 

intracellulaire des pyrimidines (cytidine ou uridine) [318]. Des découvertes récentes montrent que 

cette diminution des bases pyrimidiques entraîne un stress cellulaire qui implique la stimulation des 

ISG et induit une résistance cellulaire à l’infection pour les virus à ARN [319]. Le bréquinar inhibe de 

nombreux flavivirus in vitro (DENV, WNV ou YFV) sur cellules humaines [320]. Sa très bonne efficacité 

in vitro n’est hélas pas validée in vivo du fait de l’apparition rapide de virus résistants [318]. 

 

 Acide mycophénolique  

L’acide mycophénolique est un inhibiteur non nucléosidique de l’IMPDH qui est utilisé en clinique 

pour éviter le rejet des greffes. Les propriétés immunosuppressives de l’acide mycophénolique sont 

attribuées à son effet antiprolifératif sur les lymphocytes in vitro [321]. Cette molécule inhibe la 

réplication de nombreux virus à ARN et ADN in vitro incluant le WNV [322, 323].Cependant bien que 

l’acide mycophénolique bloque efficacement la réplication virale in vitro, cette propriété est 

contrecarrée par son effet immunosuppresseur in vivo. En effet une augmentation de la mortalité 

après infection par le WNV a été observée chez les souris traitées avec différentes concentrations de 

la molécule [321]. 

 

 La choloroquine  

La chloroquine est une molécule ancienne qui est prescrite en traitements préventif et curatif du 

paludisme. Son activité antivirale in vitro a été décrite pour les DENV [324, 325], JEV [326], WNV 

[325] et Zika [327]. Elle agirait avant tout comme une base faible qui augmenterait le pH des 

endosomes et empêcherait la modification conformationnelle de la protéine E et l’exposition de son 

peptide de fusion à la membrane de l’endosome (cf. 1.4.1) [326, 328]. Cette molécule traversant la 

barrière placentaire ainsi que la BHE [329] et étant peu toxique (prescrite en traitement préventif sur 

femmes enceintes à risque d’exposition au paludisme), l’exploration de son activité antivirale in vivo 

mérite d’être poursuivie. 
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Conclusion  

Les pays européens sont actuellement confrontés à des émergences ou à une circulation silencieuse 

d’une large variété de flavivirus. On peut supposer que cette situation devienne de plus en plus 

complexe dans les années à venir du fait de l’intensification du trafic aérien et du commerce des 

animaux et des marchandises qui favorisent les émergences par l’importation de vecteurs et/ou de 

réservoirs [131] (annexe 1). Le diagnostic du WNV et des autres flavivirus ainsi que les protocoles de 

surveillance associés devraient clairement être améliorés en Europe et dans le monde. En particulier, 

il est nécessaire d’augmenter la spécificité et la rapidité des tests sérologiques en laboratoire face à 

cette menace. 

De même à l’heure actuelle, malgré des progrès importants dans la recherche de traitements contre 

le WNV (cf. 1.6.2.2), aucun traitement spécifique n’est autorisé pour soigner les patients ou animaux 

infectés. Confrontés aux phénomènes de résistance très souvent décrits lors de l’utilisation 

d’antiviraux à action directe, plusieurs équipes de recherche se sont tournées vers une nouvelle idée, 

celle de développer des antiviraux à large spectre ciblant l’hôte. C’est ce type de molécules que nous 

allons tester contre les WNV et JEV dans la partie expérimentale de ce manuscrit.  
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Abstract: In Europe, many flaviviruses are endemic (West Nile, Usutu, tick-borne 

encephalitis viruses) or occasionally imported (dengue, yellow fever viruses). Due to the 

temporal and geographical co-circulation of flaviviruses in Europe, flavivirus differentiation 

by diagnostic tests is crucial in the adaptation of surveillance and control efforts. Serological 

diagnosis of flavivirus infections is complicated by the antigenic similarities among the 
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Flavivirus genus. Indeed, most flavivirus antibodies are directed against the highly 

immunogenic envelope protein, which contains both flavivirus cross-reactive and 

virus-specific epitopes. Serological assay results should thus be interpreted with care and 

confirmed by comparative neutralization tests using a panel of viruses known to circulate in 

Europe. However, antibody cross-reactivity could be advantageous in efforts to control 

emerging flaviviruses because it ensures partial cross-protection. In contrast, it might also 

facilitate subsequent diseases, through a phenomenon called antibody-dependent 

enhancement mainly described for dengue virus infections. Here, we review the serological 

methods commonly used in WNV diagnosis and surveillance in Europe. By examining past 

and current epidemiological situations in different European countries, we present the 

challenges involved in interpreting flavivirus serological tests and setting up appropriate 

surveillance programs; we also address the consequences of flavivirus circulation and 

vaccination for host immunity. 

Keywords: flaviviruses; West Nile virus; antibodies; cross-reactivity; diagnosis; 

cross-protection; ADE; natural infection; vaccination; vector-borne diseases 

 

1. Introduction  

West Nile virus (WNV) is a widespread re-emerging pathogen that belongs to the Flaviviridae family 

and Flavivirus genus and is one of the most threatening flaviviruses in Europe (for a recent review see [1]). 

This arbovirus is transmitted by mosquitoes in a cycle in which different species of birds act as reservoir 

hosts, amplifying the virus. Spillover from this cycle occasionally occurs and may cause West Nile 

disease in mammalian hosts. Horses and humans may be particularly affected, which is a matter of great 

concern to the veterinary and public health authorities of countries with West Nile cases. Although 

mammals are susceptible to WNV infection, most species are regarded as dead-end hosts; WNV does not 

efficiently replicate within their cells and they cannot transmit WNV to new vectors [2].  

Most WNV infections are asymptomatic in horses and humans or are associated with an influenza-like 

illness (characterized by moderate to high fever, weakness, and myalgia). Only infrequently, in less than 

1% infections in humans and 10% of infections in horses, do acute meningitis, encephalitis, or flaccid 

paralysis develop (the latter has only been reported in humans); neurological symptoms and lesions are 

not specific to WNV infections [3]. Consequently, laboratory tests are essential to confirm or exclude 

WNV infection. Because of the virus’ low-level and short-term viremia in humans and horses as well as 

the late appearance of clinical signs when the viremic phase is over, the primary tools used to diagnose 

WNV consist of indirect or serological tests that aim to detect WNV antibodies. Rapid and 

high-throughput assays that do not require the use of infectious virus, such as ELISAs, 

hemagglutination-inhibition tests (HITs) or immunofluorescence assays (IFAs), are usually preferred 

(see Section 2.2). However, seropositivity has to be interpreted with care because of the frequent 

cross-reactions among flaviviruses observed in these tests; results should be systematically confirmed by 

comparative virus neutralization tests (VNTs) that use a panel of viruses known to circulate in the area 
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under investigation [4,5]. Accordingly, serological tools have to be adapted to specific epidemiological 

situations involving WNV.  

Since WNV was introduced into New York City in 1999, it has rapidly diffused throughout  

North America. It has infected tens of thousands of humans (>36,800) and horses (>25,000) according to 

the Centers for Disease Control and Prevention [6] and resulted in widespread bird mortality, causing 

dramatic declines in some wild bird species (e.g., American crows, Corvus brachyrhynchos) [7–9].  

In stark contrast, in Europe, where the disease is re-emerging, WNV has caused only sporadic clinical 

cases and self-limited outbreaks until 2007, with no or isolated incidents of wild bird mortality [10,11].  

Several non-mutually exclusive hypotheses have been proposed to explain the different patterns 

observed on the different continents. They each address one of the four primary components of the WNV 

epidemiological cycle: The virus, the host, the vector, and the environment. First, it has been suggested 

that the intrinsic virulence of WNV strains circulating in America and Europe could differ, with the 

North American strain being more virulent for birds [11–13]. Second, Palearctic versus Nearctic wild 

bird species have been hypothesized to differ in their susceptibility to WNV infection, with the former 

having co-evolved with WNV while the latter were initially naive hosts [14]. Third, mosquitoes found in 

North America and in Europe may differ in their competence as vectors [15]. Finally, the last hypothesis 

stresses the importance of past exposure to various flaviviruses; exposure to the wide diversity of 

flaviviruses circulating in Europe, and more generally in the western Palearctic [11,16], might confer 

partial or complete cross-protection to WNV (see Section 3 for further discussion). Other ecological 

factors could also, to some extent, account for these different WNV epidemiological patterns.  

In particular, biodiversity or species richness could potentially act as protective factors via a ―dilution 

effect‖ or, conversely, they may facilitate WNV transmission [17–19]. 

The differences in West Nile virus transmission and clinical impact in Europe versus North America 

imply that diverse and adapted approaches for identifying and controlling WNV infections should be 

employed. Even within the Euro-Mediterranean, WNV outbreak frequency and severity decrease from 

east to west (eCDC [20,21]). As a consequence, intervention measures based on experience gained in 

distant or even neighbouring transmission areas can be misleading, and a detailed description of the 

eco-epidemiology of a particular WNV outbreak is needed to provide tailored and balanced public health 

responses. For instance, surveillance of avian mortality proved very useful  

in North America (where mass wild bird mortality events usually preceded human and domestic  

animal cases), but it has not yet been useful in Europe, with the exception of some of the European 

regions experiencing WNV lineage 2 circulation [22–24]. Passive or clinical surveillance of humans and 

horses as well as serological surveillance of wild birds or equines have been far more instructive  

in Europe, and their use should be considered by health authorities [25,26]. Moreover, entomological 

surveillance effectively predicts WNV activity and outbreaks, even though mosquitoes in Europe have 

been found to have lower infection rates than mosquitoes in the U.S. [27,28]. 

Similar reasoning should be applied with respect to WNV diagnostic tools: Their validity in each 

specific WNV epidemiological situation should be verified to ensure that infections caused by varied 

WNV strains are detected [29]. This process is particularly important in Europe or Africa, where several 

genetic lineages circulate in overlapping areas; in contrast, only a single-lineage WNV strain (1a) was 

introduced into North America [30–35]. Furthermore, diagnostic tools should be specific enough to 

avoid detecting cross-reactions with closely related flaviviruses that may be circulating in the same areas. 
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Many flaviviruses belonging to the Japanese Encephalitis serocomplex have a wide distribution range, 

including West Nile virus (WNV), Saint Louis encephalitis virus (SLEV) in the Americas, Murray 

Valley encephalitis virus (MVEV) in Australia, Japanese encephalitis virus (JEV) in southern Asia and 

Oceania, and Usutu virus (USUV) in Europe and Africa [36]. More specifically, in central and eastern 

Europe, the high prevalence of tick-borne encephalitis virus (TBEV) and human TBEV vaccination 

campaigns [37] frequently result in serological cross-reactions when routine diagnostic tests such as 

WNV ELISAs or IFAs are conducted [38–41]. The interpretation of serological test results may be even 

more problematic when investigating infections caused by flaviviruses belonging to the same 

serocomplex, such as WNV and USUV in Europe, since cross-neutralization will also be observed.  

In such situations, comparative VNTs that include every flavivirus suspected to circulate within a given 

area are called for. Therefore, prior knowledge of flavivirus diversity at the local level is essential before 

rigorous serological surveys can be undertaken. In the first section of this review, we assess current 

flavivirus diversity and the risk of future flaviviruses being introduced into Europe, which could impact 

the accuracy of WNV serological diagnoses. In the second section, we outline the challenges involved in 

interpreting the diverse range of WNV serological tests and setting up appropriate surveillance programs 

in reservoir or susceptible hosts. In the final section, we address the consequences of past exposure to 

flaviviruses for WNV immunity. Most studies investigating flavivirus cross-protection or infection 

facilitation have found that prior infection or vaccination with heterologous flaviviruses should provide 

partial protection against WNV, with more efficient protection being provided by more closely  

related viruses.  

2. Flavivirus Diversity in Europe 

The Flavivirus genus comprises 53 viruses (ICTV [42]). Many of them are human pathogens of 

concern, such as the viruses that cause dengue (DENV), yellow fever (YFV), Japanese encephalitis 

(JEV), West Nile (WNV), or tick-borne encephalitis (TBEV); they are transmitted by mosquitoes 

(DENV, YFV, JEV, WNV) or ticks (TBEV) [43,44].  

Early attempts to define flavivirus relatedness were based on antigenic cross-reactivity in VNTs, 

HITs, and complement fixation tests (CFTs). Albeit imprecise, serological studies allowed different 

serocomplexes to be defined, including the JEV (WNV and USUV in Europe), YFV, DENV,  

and Ntaya virus (Bagaza virus—BAGV—in Europe) serocomplexes [5,45]. Molecular characterization 

of the flavivirus RNA genome allowed the precise taxonomic classification of flaviviruses and the study 

of their genetic evolution and dispersal [44,46,47]. Three distinct groups of flaviviruses were identified: 

tick-borne viruses, mosquito-borne viruses, and viruses with unknown vectors [47]. Mosquito-borne 

viruses can be further subdivided into Culex and Aedes clades, which also differ in their vertebrate hosts 

and pathogenesis (Figure 1). Culex-clade viruses have bird reservoirs, are neurotropic, and frequently 

cause meningo-encephalitis, while Aedes-clade viruses have primate reservoirs, are non-neurotropic, 

and mainly result in hemorrhagic diseases [43,48]. The tick-borne viruses also form two groups:  

One group circulates among seabirds, while the other, the tick-borne encephalitis group, is primarily 

associated with rodents. This latter group generally produces encephalitic disease, although Omsk 

Hemorrhagic Fever virus (OHFV) and Kyasanur Forest Disease virus (KFDV) also cause hemorrhagic 

diseases in humans. Interestingly, tick-borne flaviviruses seem to evolve at a slower rate than 
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mosquito-borne flaviviruses, probably as a result of a slower virus replication rate in ticks and longer 

generation times of their tick hosts [49].  

Figure 1. Genetic relatedness of flaviviruses, evaluated using genetic alignments of 

complete genomic sequences. GenBank accession numbers are indicated on the tree 

branches of each virus.  

 
WNV: West Nile virus, JEV: Japanese encephalitis virus, USUV: Usutu virus, MVEV: Murray Valley 

encephalitis virus, ALFV: Alfuy virus, NTAV:Ntaya virus, DENV: Dengue virus, YOKV: Yokose virus, 

CFAV: Cell Fusing Agent virus, KRV: Kamiti River virus, MMLV: Montana Myotis Leukoencephalitis virus, 

RBV: Rio Bravo virus, MODV: Modoc virus, APOIV: Apoi virus, MEAV: Meaban virus, SREV: Saumarez 

Reef virus, TYUV: Tyuleniy virus, KSIV: Karshi virus, POWV: Powassan virus, DTV: Deer Tick virus, 

ALKV: Alkhurma virus, LGTV: Langat virus, OHFV: Omsk Hemorrhagic Fever virus, TBEV: tick-borne 

encephalitis virus, LIV: Louping Ill virus, YFV: Yellow Fever virus. 2 outgroups were used, HCV for Hepatitis 

C virus (Hepacivirus genus, Flaviviridae family) and BVDV for Bovine Viral Diarrhea virus (Pestivirus genus, 

Flaviviridae family). Flaviviruses and WNV strains isolated in Europe are underlined. The phylogenetic tree 

was constructed using neighbor-joining with Jukes–Cantor parameter distances (scale bar) in MEGA, version 

5.2 [50]. A bootstrapped confidence interval (1000 replicates) and a confidence probability value based on the 

standard error test were also calculated using MEGA.  

Many antigenically-related flaviviruses have been identified, and mosquito-borne flaviviruses have 

been found on every continent except Antarctica. Similarities in disease symptoms—only two syndromes, 

encephalitic and hemorrhagic, have been described in humans and animals—make it impossible to 
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differentiate flavivirus infections clinically and precisely identify circulating flaviviruses. In the next 

subsection, we will describe flavivirus circulation and introduction risk in Europe (Figure 2). 

Figure 2. Maps of the distributions of the main flaviviruses found in Europe. 

  

(a) (b) 

   

(c) (d) (e) 

Notes: (a) WNV—human cases were aggregated across a 10-year period (2003–2012, data obtained from the 

European Centre for Disease Prevention and Control (eCDC), World Organization for Animal Health (OIE), 

and scientific publications) and the numbers of cases per country are indicated; (b) TBEV—human cases were 

aggregated across a 10-year period (2000–2009) and the numbers of cases per country are indicated [51,52];  

(c) USUV; (d) BAGV; and (e) LIV. For USUV, BAGV, and LIV, countries that reported clinical cases in wild 

birds (USUV, BAGV) or sheep, goats or horses (LIV) are highlighted in red.  

2.1. Epidemiology of Flavivirus Infections in Europe 

Tick-borne flaviviruses are among the most medically important arboviruses in Europe. TBEV 

severely infects more than 10,000 humans every year and is transmitted by Ixodes ricinus and  

I. persulcatus; most cases have occurred in central Europe (Western subtype), Finland, and the European 

part of Russia (Western and Siberian subtypes) [53] (Figure 2). Tick-borne flaviviruses also comprise 

the louping-ill virus (LIV) and OHFV. Louping-ill is a long-known disease of sheep [54] that has clear 

zoonotic potential. LIV is found in Norway, Spain, Ireland, Turkey, and Bulgaria, although it most 

commonly occurs on British Islands [53]; it is transmitted by I. ricinus ticks. OHFV, found in Russia, 

cycles between rodents (e.g., narrow-headed voles, Microtus gregalis or water voles, Arvicola terrestris) 
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and Dermacentor reticulatus ticks in western Siberia, causing hemorrhagic diseases in humans and in 

some rodents (muskrats, Ondatra zibethicus) [55].  

Several other tick-borne flaviviruses have thus far not been found to cause disease in humans or 

animals, and their potential pathogenicity in humans and animals is consequently unknown. Meaban 

virus (MEAV), which is transmitted by soft Ornithodoros maritimus ticks among seabirds and was first 

identified in Brittany, France, is one such flavivirus [56]. Tyuleniy virus (TYUV) also belongs to  

the seabird tick-borne flavivirus group and has been isolated from ticks on the Atlantic coast of France, 

the Lofoten Islands (Norway), the western U.S. coast, and northern Russia. In contrast to MEAV, TYUV 

has been implicated in three cases of human illness so far [57].  

A wider diversity of tick-borne flaviviruses has been detected in Europe than in North America;  

the Powassan virus is the major tick-borne flavivirus found to be pathogenic in humans in North 

America. Mosquito-borne flaviviruses are similarly more diverse in Europe than in North America; 

specifically, WNV and USUV are widely distributed throughout Europe, and BAGV was identified  

in Spain [58].  

Of all the mosquito-borne flaviviruses, WNV has the most widespread geographical distribution and 

the largest vector and host range [58]. It was first described in Europe in the 1960s when seropositive 

animals or virus isolates were discovered in France, Portugal, and Cyprus [59,60]. WNV has historically 

been considered less pathogenic in humans than DENV or YFV.  However, more virulent genotypes 

have emerged since 1998: Isolates from Israel (1998), Hungary (2003), or North America (1999) 

belonging to the Israelo-American cluster of WNV lineage 1a are highly pathogenic in birds  

and mammals [8,31,61], and lineage 2 viruses have caused an increasing number of WNV outbreaks  

in Europe since 2008 [62,63]. In Europe, WNV has mainly been reported in central and south-eastern 

Europe, regions in which WNV infections and virulence have recently increased, and the implicated 

viruses have spread to new areas, including Bulgaria and Greece in 2010, Albania and Macedonia  

in 2011, and Croatia, Serbia, and Kosovo in 2012. Accordingly, alarming outbreaks were reported  

in several European countries in 2010; 261 confirmed human cases, including 34 deaths, occurred in 

Greece, 57 cases and five deaths occurred in Romania, and 480 cases and six deaths occurred  

in Russia [34,62,64]. Another European country, Italy, has also experienced numerous WNV epidemics 

caused by genetically divergent isolates; starting in 2008 and 2010, lineage 1 and 2 strains respectively 

caused outbreaks at locations across the country (e.g., Emilia-Romania in the northeast, Tuscany, 

Sardinia, and Lazio in the center, and Sicily and Molise in the south) [27,65].  

USUV is a flavivirus that originated in Africa and is closely related to WNV. It is transmitted by 

Culex mosquitoes and was most probably introduced into Europe by migrant birds; retrospectively,  

it was first identified in cases of wild bird die-offs in 1996 in Tuscany, Italy [66]. In contrast to WNV,  

it rarely causes severe neurological symptoms in humans, but virulent strains have caused considerable 

bird mortality, especially in blackbirds (Turdus merula) in central Europe, starting in Austria  

in 2001 [67,68]. USUV is known to circulate in Hungary, Switzerland, Italy, Spain, the Czech Republic 

and Germany [69–75], and USUV neutralizing antibodies were recently found in animals in France  

and Croatia [76,77]. 

BAGV is identical to Israel turkey meningoencephalitis virus (ITMV), which was first described  

in Israel in 1960 based on samples taken from neurologically afflicted turkeys. It has more recently been 
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found in infected partridges and pheasants in southern Spain [78]. Anti-BAGV antibodies were recently 

found in the sera of encephalitic patients in India, underscoring the virus’ zoonotic potential [79].  

Far more flaviviruses have been identified in recent years in Europe. For instance, flaviviruses that 

exclusively infect insects were discovered in Italy and Spain [80,81], a JEV or a JEV-like virus was 

found in Culex pipiens in northern Italy [82], and Lammi virus, a new flavivirus phylogenetically related 

to Aedes-borne viruses, was identified in Finland [83]. The main concern with the large and expanding 

diversity of flaviviruses in Europe is that more and more regions are reporting co-circulation of different 

flaviviruses; for instance, WNV and USUV co-circulate in northeastern Italy [84] and BAGV and WNV 

co-circulate in southern Spain [85]. Future introductions of tick-borne and mosquito-borne flaviviruses 

should be anticipated, and the expanding range of flavivirus vectors should be taken into account. 

Several risk-assessment studies have examined potential introduction routes and scenarios using 

information on reservoir hosts or infected vectors [86–90]. Among all the flavivirus vectors,  

Aedes albopictus, which vectors DENV and Zika virus, provides a striking example of the successful 

invasion of new territories [91,92]; it was responsible for autochthonous DENV infections in France and 

Croatia in 2010 [93,94].  

2.2. Vaccination Programs in Europe 

In Europe, a few human vaccines against flaviviruses are available, specifically those against TBEV, 

JEV, and YFV (see Table 1); it is noteworthy that no human vaccine against WNV has yet been 

developed [37]. WNV can induce severe neurological symptoms in older or immunosuppressed patients, 

which renders vaccine development more challenging since the safe and efficient introduction of 

vaccinal antigens into weakened immune systems requires innovative strategies [95]. Because extensive 

reviews on WNV vaccines on the market and in development have been published recently [4,96],  

this review will focus on the vaccination programs against flaviviruses currently in place in Europe and 

the regional differences they demonstrate. The objective is to highlight expected sources of variation 

when serologically screening humans or animals for WNV. Indeed, up to now, no diagnostic tool has 

been able to distinguish between naturally infected and vaccinated people or animals, and thus 

vaccination history should be carefully considered by clinicians and diagnosticians when interpreting the 

serological results of flavivirus screening tests.  

In the case of WNV, only veterinary vaccines are currently used in Europe and have proven to be very 

effective in protecting horses from meningoencephalitis in North America [97]. While four vaccines are 

currently available in the U.S. (two inactivated, one DNA, and one canarypox recombinant, see Table 1), 

only one of the inactivated vaccines (EQUIP
®
 WNV, formerly Duvaxyn

®
 WNV, Fort Dodge Animal 

Health/Pfizer) and the canarypox recombinant vaccine (PROTEQ WEST NILE
®
, Merial/Sanofi 

Aventis) have been commercialized in Europe (since 2009 and 2011, respectively). Immunization 

schedules involve administrating two doses of vaccine 3 to 6 weeks apart and annual boosters before  

the WNV transmission season (occurring in August–October in Europe for mammalian hosts).  

The emergence and pathogenicity of lineage 2 WNV strains in Europe has put into question the ability of 

existing WNV vaccines, which were developed from North American lineage 1 isolates,  

to provide protection against European WNV isolates. Both inactivated and canarypox vaccines have 

been shown to protect against virulent lineage 2 strains in immunochallenged mice and horses, 
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respectively [98,99]. It should be noted, however, that since WNV outbreaks in horses in Europe have 

been limited and unpredictable, the two WNV vaccines have been used sparingly in European countries, 

predominantly in Italy and in Hungary (S. Lecollinet, pers comm.).  

Outside of Europe, WNV vaccination programs have been implemented to protect highly susceptible 

domestic bird species, e.g., geese (inactivated vaccine available in Israel [100]) and endangered bird 

species (DNA vaccine in California condors (Gymnogyps californianus) [101] or inactivated and canarypox 

recombinant vaccines commercialized for horses used in scrub-jays (Aphelocoma insularis) [102].  

DNA vaccines have been also used to experimentally reduce WNV viremia in bird reservoir hosts, such as 

crows (Corvus brachyrhynchos and ossifragus) [103,104] and American robins (Turdus migratorius) [105], 

in the lab. The latter species is considered to play a key role in virus amplification in the U.S. 

Nonetheless, to our knowledge, birds have never been vaccinated against WNV, nor against other 

flaviviruses, in Europe.  

In humans, YFV and JEV vaccines are recommended for European travellers visiting areas in which 

the viruses are endemic, e.g., tropical and subtropical regions of Africa and South America or Southeast 

Asia, respectively. Vaccination against YFV is still based on the highly effective and relatively safe 17D 

live-attenuated vaccines initially developed in 1937 by Max Theiler [37,106]; protection lasts for at least 

10 years. Inactivated and live-attenuated vaccines are also available for the immunoprophylaxis of 

Japanese encephalitis (Table 1). Inactivated vaccines were originally derived from infected primary cells 

(mouse primary cell cultures), but the IXIARO
®
 vaccine, based on the formalin-inactivated attenuated 

SA14-14-2 JEV strain grown in Vero cells, has demonstrated excellent safety and immunogenicity 

profiles; it is now the only JEV vaccine licensed in Europe, the U.S., or Australia [107,108]. In the case 

of TBEV, the epidemiological situation is different. TBEV circulates endemically in Europe and causes 

more than 10,000 severe cases requiring hospitalisation every year. TBEV vaccination of people with a 

high risk of exposure should therefore be encouraged.  

Table 1. Types of flavivirus vaccines approved for use in target species (humans and horses) 

in Europe or elsewhere in the world if not available in Europe. 

 Virus Vaccine form Antigen 

Human 

vaccine 

JEV 

Inactivated vaccine 

Ixiaro®—licensed in Europe, JE-VAX®—commercialization stopped 
Whole virus 

Attenuated JEV vaccine (strain SA14-14-2) 

Available only in China and South Korea 
Whole virus 

Chimeric vaccine combining the YFV non structural (NS) proteins and the 

JEV prM-E 

Chimeri Vax-JE® 

Available only in Australia and Thailand 

Precursor 

membrane-Envelope (prM-E) 

TBEV 

Inactivated vaccine 

Ticovac® or Encepur® or FSME-Immune®—licensed in Europe 

TBE Moscow vaccine
®

 and EnceVir
®

—licensed in Russia strain from 

Brazil); attenuated by passage through embryonated eggs 

Stamaril® or YF-VAX®—licensed in Europe and the rest of the world 

Whole virus 

YFV 

Live-attenuated vaccine (Rockefeller 17D strain or 17DD strain from 

Brazil); attenuated by passage through embryonated eggs 

Stamaril® or YF-VAX®—licensed in Europe and the rest of the world 

Whole virus 
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Table 1. Cont. 

 Virus Vaccine form Antigen 

Horse 

vaccine  

JEV 

Inactivated vaccine 

Nisseiken® 

Available only in Japan 

Whole virus 

WNV 

Inactivated vaccine + adjuvant 

West Nile-Innovator® (U.S.) or Vetera® WNV (U.S.) or EQUIP® WNV 

(Europe) 

Whole virus 

Chimeric recombinant canarypox virus 

Recombitek® Equine WNV (U.S.), Proteq West Nile® (Europe) 
prM-E 

Chimeric vaccine combining YFV NS proteins and WNV prM-E 

PreveNile® 

Available only in the U.S., recalled in 2010 

prM-E 

DNA vaccine + adjuvant 

West Nile-Innovator® DNA 

Available only in the U.S. 

prM-E 

TBE can be effectively prevented in the field using purified inactivated whole virus vaccines that are 

produced in Europe and Russia from cell cultures (such as FSME-IMMUN
®
 or Encepur

®
, manufactured 

in Austria and Germany, respectively) and that are administered over the course of a comprehensive 

vaccination program that comprises multiple boosters. Their use varies widely in areas in which the 

virus is endemic, with high vaccination coverage in Austria (88%) and in the Sverdlovsk region of 

Russia, where a mass immunization program was initiated in 1996 [37,109].  

In general, Europe has experienced complex and varied situations with regards to the natural 

occurrence of flaviviruses and flavivirus vaccination programs, which complicates the use of WNV 

serological diagnostic tools.  

3. Serological Cross-Reactions between West Nile and Related Flaviviruses 

Flaviviruses are antigenically related, as originally shown by HITs [110], ELISAs, or VNTs [45]. 

Although broad serological cross-reactions in general and cross-neutralizations in particular are 

observed and allowed defining serocomplexes, their extent and duration are strongly dependent on 

amino acid similarity in a few viral proteins [5,111].  

3.1. Viral Determinants of Serological Reactions 

Flaviviruses consist of enveloped and spherical particles surrounding a ssRNA+ genome of about 11 kb 

(Figure 3). The flavivirus genome comprises a single open reading frame that codes for three structural 

proteins, the envelope protein (E), the precursor membrane (prM), the capsid (C), and at least seven 

nonstructural proteins (NS1, 2A, 2B, 3, 4A, 4B and 5). 
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Figure 3. Organisation of the flavivirus genome. 

 

The immunodominant antigens of the viral particle are the E, the prM, and NS1 proteins, and most 

serological tools rely on the detection of anti-E and/or anti-NS1 antibodies. The major neutralizing 

determinants are present in the E protein [112]. Upon folding, the E protein has three structural domains, 

DI, DII, and DIII, which are separated by short flexible hinges and organized as antiparallel homodimers 

in mature virions. As a result of this conformation, antibodies can more readily access the outer or lateral 

surfaces but have a harder time reaching the inner surfaces [113]. The center of DI connects with  

both DII, which is an elongated finger-like domain that contains a highly conserved hydrophobic fusion 

loop and is involved in endosomal membrane fusion, and DIII, which is an immunoglobulin-like domain 

that mediates virus attachment to host cells [114,115]. 

DI and DIII contain virus-specific epitopes, as evidenced in a study of monoclonal antibodies that found 

that certain consensus epitopes are common to WNV strains but are distinct in other flaviviruses [116].  

The epitopes recognized by broadly cross-reactive antibodies have been mapped to the fusion peptide 

loop located at the tip of DII, a region that is highly conserved among all flaviviruses [117,118]. DIII is 

also recognized by strongly neutralizing antibodies, and WNV resistance to antibody-mediated 

neutralization was correlated with mutations in DIII epitopes [116,119]. However, the titer of antibodies 

against DIII does not necessarily correlate with the clinical outcome in human patients [120]. 

Conversely, the fusion loop of DII, which is cryptic in mature virions, does not contribute to flavivirus 

neutralization [120,121]. Nevertheless it has been shown in rodent models that protection against WNV 

can be afforded by poorly neutralizing anti-DII antibodies [120,122], presumably because their Fc 

portions interact with complement factors and with Fc receptors on monocytes and macrophages [122,123]. 

The NS1 protein also participates in protective immunity against flaviviruses. It is unique in that it is 

the only glycoprotein that is secreted by flavivirus-infected cells and is also exposed at the surface of 

infected cells [124,125]. Protective immunity is believed to result when anti-NS1 antibodies bind to NS1 

proteins associated with the cell surface, which facilitates the phagocytosis by activated Fc-γ receptors 

and clearance of infected cells [116,126].  

3.2. WNV Serological Diagnostic Tools 

Many diverse serological tools are available to diagnosis or screen for WNV antibodies [127].  

The most commonly used are VNTs (PRNTs or micro-VNTs), IFAs, and ELISAs. The principles 

underlying these methods as well as their advantages and drawbacks are summarized in Figure 4(a).  
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Figure 4. (a) Main serological tests used to diagnosis WNV (b) Illustrations of the three 

different ELISA methods: Competitive, indirect IgG, and MAC (the numbers indicate step 

order).  
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Figure 4. Cont. 

 

(b) 

3.2.1. PRNT/Micro-VNT 

The gold standard WNV serological test is still the plaque reduction neutralization test, which is 

performed according to standard protocols with a threshold plaque reduction level of 90%  

(PRNT90) [128,129]. In this test, the ability of antibodies to reduce lysis plaque number in cell cultures 

is visually quantified; a sample is considered seropositive if the threshold level (relative to the control)  

is attained. The micro-virus neutralization test (micro-VNT) is a modification of the PRNT and allows a 

larger number of samples to be screened using cell microplates.  

Overall, VNTs are time consuming and require that infectious virus be handled in Biosafety Level 3 

(BSL-3) facilities or that a chimeric flavivirus such as the YFV/WNV recombinant virus  

(ChimeriVax®
 WN) be handled in BSL-2 facilities. They have a higher level of specificity but are less 

sensitive than ELISAs [130], and their sensitivity may depend on the WNV strain involved [131].  
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HITs are still used in some laboratories, whereas CFTs are hardly ever performed because it is 

difficult to maintain the satisfactory quality controls they require [68]. HITs exploit the ability of  

the E protein to aggregate avian erythrocytes in the absence of anti-E neutralizing antibodies. Test results 

are affected by the presence of non-specific inhibitors [132]. HITs are less sensitive than ELISAs and 

present the same drawbacks, e.g., a high level of antibody cross-reactivity [130,133].  
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3.2.3. Immunofluorescence Assays 

IFAs use slides coated with flavivirus-infected cells. Serum samples are deposited on the slides, and 

the attachment of antibodies is revealed using fluorophore-conjugated immunoglobulins that demonstrate 

specificity to anti-species IgGs or IgMs. This method is fast and easy to perform and may be used to 

differentiate between IgM and IgG antibody responses. However, it is not adapted for screening purposes. 

IFA slides coated with WNV, JEV, YFV, and DENV are commercially available for the diagnosis of 

human infections [39]. BSL-3 facilities are not required because inactivated virus is bound to the slides. 

When dealing with antibodies against viruses within the JEV serocomplex, IFAs demonstrate greater 

specificity in detecting IgMs than do ELISAs; in contrast, IFAs show the same level of specificity as 

competitive and IgG indirect ELISAs when detecting IgGs [39,134]. 

3.2.4. ELISA 

ELISAs are preferred screening tools because of their rapidity, sensitivity, reproducibility, and 

affordability. Three different assays are commonly used: The competitive ELISA, the indirect IgG 

ELISA, and the IgM antibody-capture (MAC) ELISA (Figure 4(b)). Ready-to-use diagnostic kits for 

veterinary and human purposes are commercially available.  

The MAC-ELISA is suitable for detecting acute infections (8–60 days post-infection) in humans  

and horses; however, its usefulness in determining acute infections is questionable in humans, in whom 

WNV IgMs have been reported occasionally to persist for over a year [4]. This test is a highly valuable 

tool because IgM antibodies are hard to detect using VNTs or HITs [133,135] and exhibit less 

cross-reactivity than IgG antibodies [136,137].  

Indirect IgG ELISAs require the use of adapted anti-species conjugated antibodies [4,138].  

Because of the wide variety of WNV hosts, veterinary diagnostic laboratories are gradually replacing 

indirect IgG tests with competitive (or blocking) ELISAs, which allow the testing of samples from 

virtually all animal species [139]. This versatility relies on the ability of WNV antibodies present in  

the sample to compete for antigenic binding sites with WNV-specific monoclonal antibodies. 

Competitive ELISAs are the most sensitive of all the developed serological technologies, but they are 

most appropriate for screening purposes because of their lower level of specificity.  

The sensitivity and specificity of ELISAs are strongly influenced by the nature of the bound antigen. 

Attempts have been made to improve ELISA specificity using a recombinant version of the DIII of the E 

protein [140,141] or by substituting NS1 [142] for the whole virus or prM-E antigens. E-DIII ELISAs 

are able to differentiate between infections caused by flaviviruses belonging to JEV or TBEV 

serocomplexes [140] as well as between those caused by WNV and other flaviviruses belonging to  

the JEV serocomplex, such as JEV, MVEV, and SLEV [141]. NS1 ELISAs can differentiate between 

infections caused by WNV and those caused by JEV or SLEV in animals and do not react with sera 

originating from animals vaccinated with most DNA or recombinant WNV vaccines (Differentiating 

Infected from Vaccinated Animals—DIVA—strategies) [96,142,143]. 
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3.2.5. Microsphere Immunoassays 

Microsphere immunoassays are potentially useful tools because of their multiplexing capacity;  

they couple different flavivirus antigens to fluorescent and differentiable beads [144]. Nevertheless, 

cross-reactivity within the JEV serocomplex among antibodies targeting the E antigen occurs as 

frequently in microsphere immunoassays as in ELISAs, and specificity thus needs to be improved.   

In conclusion, the specificity of many serological tests is still an issue of major concern.  

High-throughput screening tests that perform at high level of specificity are crucial, and recent 

improvements have been made in this field [96]. The improved selection of relevant epitopes from  

a wider range of monoclonal antibodies that target different flaviviruses will surely help determine  

the precise antigenic sites that differ among these flaviviruses and will thus ultimately lead to  

the development of more specific diagnostic tests [145].  

3.3. Misinterpretation in the Diagnosis and Surveillance 

Serological cross-reactivity may lead to the misinterpretation of diagnostic test results obtained from 

suspected clinical cases and samples collected during WNV epidemiological serosurveys. Awareness of 

possible cross-reactions is essential given that the aim of such investigations is to correctly identify  

the viruses responsible for the observed serological reactions. The nature and prevalence of 

cross-reactions differ depending on the target species and geographical location. Overall, the risk of 

cross-reactions exists wherever multiple flaviviruses co-circulate, including in Europe. 

3.3.1. Difficulties for Accurate Diagnosis 

The serological diagnosis of WNV infection is complicated by the fact that the patients or animals 

may have previously been exposed to or vaccinated against cross-reacting viruses. In this context, it is 

essential to use tests that are both sensitive enough to detect WNV infection and specific enough to 

distinguish an acute WNV infection from one caused by a closely related virus or remnants of prior 

WNV exposure. Here, we report the results of field and experimental studies that have compared diverse 

serological methods with the objective of optimizing the specificity of the serological diagnosis of  

WNV infection.  

Use of ELISAs 

ELISAs are the most commonly used diagnostic assays because of their simplicity and relatively  

low cost; they also require few specialized apparatus and facilities. When WNV first emerged on  

the North American continent in 1999, samples of serum and cerebrospinal fluid from the first eight 

patients hospitalized with viral encephalitis and meningitis tested positive for anti-SLEV antibodies 

based on IgM-capture and indirect IgG ELISAs; SLEV is a common flavivirus that is an enzootic of  

North America [146]. However, doubt remained as to whether SLEV was the etiologic agent because  

the clinical manifestations were not those typically associated with SLEV infection, polymerase chain 

reactions using SLEV-specific primers yielded negative results, and serological testing using  

a SLEV-specific PRNT revealed only low levels of neutralizing antibodies [146,147]. WNV was later 

identified as the cross-reactive etiologic agent [148].  
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Similar misinterpretations of serological results may occur in Europe because those being tested may 

have been exposed to co-circulating or newly emerging flaviviruses or have encountered flaviviruses 

while traveling. For example, although successive experimental infections in horses have suggested that 

WNV-specific competitive ELISAs using anti-NS1 MAb 3.1112G as a conjugate are highly specific  

for WNV [149], high rates of false-positives were obtained for human sera from patients with confirmed 

DENV infections [150]. This serological method therefore cannot be used to accurately diagnose WNV 

infections in humans in areas where other flaviviruses, such as DENV, are endemic. Similarly, during 

the 2010 WNV outbreak in Greece, commercially-available ELISA kits were used to test for IgMs and 

IgGs against WNV, DENV, and TBEV in sera and cerebrospinal fluid sampled from patients suffering 

from encephalitis or meningitis. A high degree of cross-reactivity was observed between WNV and DENV 

IgMs, although the WNV-specific antibodies clearly demonstrated a stronger serological response [151]. 

In this study, none of the patients were vaccinated against JEV, YFV, or TBEV. Knowing patient 

vaccine history is important when interpreting serological results because vaccination may interfere with 

the accurate diagnosis of acute WNV infection in humans and horses. For instance, Shirafuji et al. [152] 

showed, using WNV and JEV MAC-ELISAs, that horses experimentally infected with WNV tested 

negative for WNV IgM antibodies if they had previously been vaccinated against JEV, whereas WNV 

IgM antibodies were detected in the non-vaccinated group. In addition to vaccination records, the travel 

history of each patient needs to be considered because WNV serodiagnosis should take into account  

the possibility of prior exposure to naturally circulating flaviviruses [39].  

Other methods, such as IFAs that detect IgMs or ELISAs that use virus-specific epitopes such as 

rEDIII, may prove to have greater specificity than above-mentioned ELISAs. However, studies consistently 

discourage basing a flavivirus serodiagnosis on single assay and only searching for a single virus [39]. 

Furthermore, if multiple flavivirus infections or vaccination against other flaviviruses are likely,  

then repetitive sampling is of great importance, as the etiological virus could be misdiagnosed if only  

a single sample is tested [149]. Even though it is difficult to do in the field, physicians and veterinarians 

are strongly encouraged to collect both acute and convalescent sera, spaced about 2–3 weeks apart,  

in order to pick up on seroconversions and identify false negatives that result from delayed IgG and IgM 

responses in individuals with acute WNV infections. Overall, this level of complexity in flavivirus 

diagnosis likely leads to an underestimation of the incidence of acute WNV infections worldwide.  

Use of Virus Neutralization Tests  

As mentioned earlier, VNTs have a high degree of specificity for target flaviviruses,  

but cross-neutralization by antibodies against viruses within the same serocomplex is still observed.  

As a result, a thorough comparison of the end point titers obtained using other flaviviruses known to be 

endemic in the area should be performed [45,153]. Virus identification thus relies on finding the virus 

associated with the highest neutralization titers, provided that said titers are at least fourfold higher than 

those associated with the second-ranked virus; however, difficulties may nonetheless arise if two 

consecutive flavivirus infections take place [154].  

As a consequence, diagnostically differentiating among viruses may be hard in areas in which 

flaviviruses are hyperendemic [155]. In particular, it has been experimentally shown that horses 

previously vaccinated against JEV had higher neutralizing antibody titers against both JEV and WNV 
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after a WNV challenge and that their levels of JEV-neutralizing titers were higher than or equal to their 

levels of WNV-neutralizing titers [152]. 

3.3.2. Challenges for WNV Surveillance Programs 

The use of tests with high levels of specificity is even more important in WNV serological 

surveillance because the expected prevalence in the target population is lower and therefore the risk of 

obtaining false positives is higher. Another technical constraint is the necessity to rapidly and 

simultaneously screen large numbers of samples; this need makes ELISAs the method of choice since 

they are inexpensive and safe to perform under minimal biocontainment conditions. However, 

confirmation of sample seropositivity using VNTs is required to specifically identify the virus(es) 

responsible for the observed serological reactions. Because PRNT90 lacks sensitivity in weakly exposed 

populations, some authors have suggested that PRNT50 should be used in serological surveys; however, 

this latter test is not reliable enough to obtain robust conclusions [131,156,157].  

In humans, serosurveys most often rely on sera collected from healthy blood donors whose 

vaccination and travel histories are unknown even though such factors may strongly affect the results of 

the serological tests used to detect WNV-specific antibodies. For example, in North Tyrol, initial ELISA 

results suggested that WNV seroprevalence was 46.2%; however, comparative neutralization tests 

revealed the existence of cross-reactions with anti-TBEV antibodies or other vaccine-associated 

flaviviral antibodies, which generated false positives. Accounting for these false positives, WNV 

seroprevalence was found to be 0.5% instead [158]. In particular, it has been shown that people 

vaccinated against YFV are more likely to neutralize WNV than those not vaccinated against YFV [38]. 

Estimating the likelihood of encountering cross-reactions is particularly important in studies that use 

animal sentinels such as horses or captive birds to rapidly detect WNV circulation [26,156,159,160]. 

Depending on the geographical location, serological diagnostic algorithms may help differentiate WNV 

from other, co-occurring flaviviruses [154].  

The results of serosurveys of free-ranging birds are particularly complex to interpret because some 

species are long-distance migrants that may encounter WNV and other flaviviruses at a large variety of 

exposure sites [87,161]. However, sedentary bird species in Europe may also be exposed to a wide 

diversity of flaviviruses [16,67,78]. Parallel titration for antibodies against several flaviviruses using VNTs 

is therefore essential in identifying exposure to potentially emerging flaviviruses and is even more crucial in 

assessing the continued transmission of introduced flaviviruses in Europe [68,76,85,132,162–164].  

Similar constraints exist in serosurveys of wild ungulates because the diversity of the flaviviruses that 

may circulate in these species is poorly known [165].  

Determining the age of seropositive hosts is of the utmost importance in WNV serosurveys, even if 

age can only be estimated, as is the case for wild animals. Younger animals should be excluded from 

immunological analyses because the presence of maternal antibodies in their systems could lead to  

a misinterpretation of the results. Maternal antibodies against WNV have been shown to remain 

detectable in the serum of horses for up to 120 days [166] and of birds for up to 9 days in passerines [167] 

and 42 days in domestic chicken [168]. If young animals that are old enough to have cleared maternal 

antibodies are seropositive, it suggests that recent transmission has occurred within a group or population, 

and the results may thus help identify the time period during which the virus was circulating [76,132]. 
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Furthermore, enzootic or epizootic circulation patterns can also be inferred by analyzing seroprevalence 

across different age classes; enzootic transmission should be associated with increased seroprevalence 

rates in older individuals [19,169].  

As previously mentioned, the level of serological cross-reactivity frequently observed among 

flaviviruses can lead to diagnostic misinterpretation, but it could also have a beneficial effect by ensuring 

partial or complete cross-protection against serial flavivirus infections. On the other hand, it could also 

facilitate subsequent flavivirus infections via a mechanism called antibody-dependent enhancement (ADE), 

which has mainly been described for the dengue flavivirus but is possibly applicable to other flaviviruses. 

4. Antibody-Dependent Cross-Protection or Enhancement among Flaviviruses 

Few flavivirus vaccines are currently available for human use, and two in particular are lacking: those 

against the widespread DEN and WN viruses. It is therefore of utmost interest to evaluate the capacity of 

flavivirus vaccines to protect against heterologous flaviviruses. Cross-protection can most easily be 

assessed using vaccination trials that employ appropriate experimental conditions: experiments in which 

animal models have been chosen, appropriately controlled, and immunologically challenged after initial 

vaccination or infection with heterologous flaviviruses. Furthermore, using VNTs, the neutralizing 

capacities of sera obtained from vaccinated target species can be analysed and may also provide  

the scientific and medical community with valuable information.  

4.1. Evaluation of Cross-Protection in Animal Models  

Several animal models have been used to assess the level of heterologous protection against 

flaviviruses; these models include two epidemiologically important bird species, house finches 

(Haemorhous mexicanus) and red-winged black birds (Agelaius phoeniceus), as well as four mammal 

species, Syrian golden hamsters (Mesocricetus auratus), Swiss mice (Mus musculus), bonnet macaques 

(Macaca radiata) and pigs (Sus domesticus). The major results of studies addressing this topic  

are summarized in Table 2.  

These animal models illustrate that prior immunization with heterologous flaviviruses and a 

challenge with a virulent strain generally induce immune booster effects, marked by an increase in 

neutralizing antibodies, a reduction or absence of the viremic phase after challenge, and subsequent 

complete or partial clinical protection (evaluated only when the challenge flavivirus was pathogenic in 

the animal species). This protective effect was readily observed for flaviviruses belonging to the same 

serocomplex. 
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Table 2. Assessment of the heterologous protection afforded by prior flavivirus infection or 

vaccination in animal models.  

 
Species 

(sample size) 

Infection or 

Vaccination 
Challenge Heterologous protection Publication 

Birds 

House finches 

(8) 

SLEV Kern217 

virulent strain 

WNV NY99 

virulent strain 

Complete clinical protection (0/8 death vs. 3/4 

deaths in control group), but insufficient 

virological protection (viremia, mean of 4.6 

(2.7–6.4) log10 PFU/mL considered sufficient to 

infect susceptible mosquitoes) 

[170] 

House finches 

(8) 

WNV NY99 virulent 

strain 

SLEV Kern217 

virulent strain 

Sterilizing immunity: absence of viremia  

(0/8 vs. 4/4 in control group) 
[170] 

Red-winged 

blackbirds (8) 
WNV NY99 virulent 

strain 

JEV virulent 

Indian strain 

(genotype III) Nearly complete virological protection  

(1/16 viremic birds vs. 16/16 controls) 
[171] 

Red-winged 

blackbirds (8) 

JEV virulent 

Vietnamese strain 

(genotype I) 

Mammals 

Pigs (2) 
MVEV virulent OR2 

strain 

JEV virulent 

Nakayama strain 

Sterilizing immunity: absence of viremia  

(0/2 vs. 1/1 in control group) 
[155] 

Pigs (2) 
WNV mildly virulent 

KUN HU6774 strain 

JEV virulent 

Nakayama strain 

Sterilizing immunity: absence of viremia  

(0/2 vs. 1/1 in control group) 

Bonnet 

macaques (3) 

Formalin-inactivated 

JEV strain (733913) 

WNV virulent 

68856 strain 

Complete clinical protection  

(0/3 death vs. 2/3 deaths in control group) 

[172] 
Bonnet 

macaques (5) 

Formalin-inactivated 

WNV strain (68856) 

JEV virulent 

733913 strain 

Partial clinical protection  

(1/5 death vs. 1/1 death in control group) 

Hamsters (30) 
JEV SA14-2-8 

vaccine strain 

WNV virulent 

NY99 strain 

Complete clinical protection  

(0/30 death vs. 14/30 deaths in control group). 

Viremia lowered by about 3 log 

[173] Hamsters (32) 
SLEV virulent Be  

Ar 23379 strain 

WNV virulent NY99 

strain 

Complete clinical protection  

(0/32 death vs. 14/30 deaths in control group). 

Viremia lowered by about 4 log 

Hamsters (30) 
YF 17D vaccine 

strain 

WNV virulent 

NY99 strain 

Partial clinical protection  

(4/30 deaths vs. 14/30 deaths in control group). 

Viremia slightly lowered 

Hamsters (50) 
DENV-2 New Guinea 

C strain 

WNV virulent 

strain 

Partial clinical protection  

(8/50 deaths vs. 50/50 deaths in control group). 
[174] 

Swiss mice (29) 
DENV-2 New Guinea 

C strain 

JEV virulent 

Peking strain 

Complete clinical protection  

(0/29 deaths vs. 38/60 deaths in control group). 

Sterilizing immunity: absence of viremia. 
[175] 

Swiss mice (45) 
DENV-2 New Guinea 

C strain 

SLEV virulent 

Pinellus P 15 strain 

Partial clinical protection  

(17/45 deaths vs. 80/90 deaths in control group). 
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4.2. Evaluation of Cross-Protection in the Field 

Credible data on heterologous protection in the field have mainly been obtained by studying the  

in vitro neutralization capacity of human sera sampled from vaccinated individuals. Mansfield et al. [38] 

used PRNTs to investigate flavivirus cross-reactivity in sera from a human cohort with a history of 

vaccinations against TBEV, JEV, and YFV. The PRNTs indicated that 64% (16/25), 89% (25/28), and 

35% (9/26) of the samples tested contained TBEV, JEV, and YFV neutralizing antibodies, respectively. 

Neutralization of LIV, DENV-2, and WNV occurred in 88% (22/25), 38% (10/26), and 53% (15/28) of 

cases, respectively; in contrast, no significant neutralization of MVEV was observed. Vaccination 

history modified WNV cross-neutralization efficacy: individuals that had received the three 

vaccinations had an increased chance of being WNV-neutralizing-antibody positive than individuals 

vaccinated against TBEV and JEV alone.  

It was clear that, in humans, vaccination against TBEV and JEV could elicit an antibody response 

capable of limited WNV neutralization. Although this study did not control for variables such as the age 

of the subjects or the time between YFV vaccination and blood sampling, the results suggested that the 

additional vaccination against YFV enhanced the ability of sera to neutralize WNV [38]. This finding 

differs from that of a previous study that concluded that JEV vaccination was more effective than YFV 

vaccination at eliciting WNV cross-protection through cross-reactive antibody responses [176].  

Current vaccines against YFV are live-attenuated rather than inactivated and are thus likely to be more 

immunogenic, stimulating a broader spectrum of responses and inducing a strong humoral and 

cell-mediated immune response. Interestingly, a recently published preclinical assessment of 

JE-ADVAX®, a new candidate JEV vaccine that consists of an inactivated JEV strain and a delta inulin 

adjuvant, suggested that the vaccine was capable of inducing robust cross-protective immunity against  

a virulent WNV strain used to challenge a murine model [177]. This study and others testing  

the antigenicity of inactivated and adjuvanted or non-adjuvanted JEV vaccines (JE-VAX
®
) compared to 

that of live-attenuated JEV vaccines (the SA-14-14-2 strain used in China) stress the importance of 

adjuvant formulation in the induction of high-quality heterologous immunity by inactivated  

flavivirus vaccines [123,178].  

Most individuals vaccinated against TBEV demonstrated a LIV neutralizing response. There is 

currently no human vaccine available for tick-borne flaviviruses, apart from TBEV, but the results 

presented by Mansfield et al. [38] suggest that vaccination against TBEV may offer partial protection 

against LIV infection in humans. Moreover, a TBEV vaccine based upon the European prototype 

Neudoerfl strain was recently shown to induce cross-reactive antibodies in humans, both against other 

TBEV subtypes as well as against more distantly related flaviviruses, such as OHFV [179]. 

Cross-reactivity among antibodies against flaviviruses could significantly contribute to  

the development of effective broad-spectrum human vaccines against WNV and other existing or 

emerging flaviviruses. ChimeriVax technology has utilized this cross-reactivity to its advantage in  

the development of vaccine candidates [178,180]. Ultimately, chimeric vaccines that assemble 

components from different individual flaviviruses would be of great help in countries dealing with 

different flaviviruses. 

The results of all of the studies presented in Sections 3.1 and 3.2 concur in finding that at least partial 

immunity to heterologous flaviviruses is afforded by available or candidate vaccines. Nevertheless, 
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since the extent and duration of cross-neutralization and cross-protection are strongly dependent on  

the degree of amino acid similarity among flaviviruses, it is likely that vaccination against more distantly 

related flaviviruses will not be as efficient in inducing protection [37]. The following question remains 

to be addressed: In the case of non-optimal cross-reactions, could vaccination or infection result in 

ADE-mediated disease exacerbation, as frequently described for DENV?  

4.3. ADE Risk  

In some instances, the presence of cross-reacting antibodies acquired during a primary infection 

could increase the infectivity and exacerbate the disease outcome of a second, antigenically-related 

virus. This phenomenon, called ADE, has been observed in vitro, and is still the subject of debate for a 

few viruses, including Flavivirus species such as DENV. The most severe form of the disease, dengue 

hemorrhagic fever or shock syndrome (DHF/DSS), mainly occurs after two or more consecutive 

infections with different DENV serotypes (DENV strains are classified into four serotypes,  

1–4) [181–183] and may be mediated by the interaction of IgG-virus immunocomplexes with Fc- 

receptor-bearing cells, such as monocytes/macrophages, dendritic cells, and endothelial cells, which 

subsequently become infected [182]. Whether this phenomenon also occurs as a result of consecutive 

infections with other flaviviruses is still a matter of speculation. On the one hand, experimental studies 

have shown that the ADE of WNV infections can be induced in vitro using rabbit hyperimmune antisera 

developed against a wide range of flaviviruses, including members of both the JEV and TBEV 

serocomplexes, whereas the ADE of TBEV infections is only elicited in vitro by members of its own 

serocomplex [184]. On the other hand, evidence of the ADE of flavivirus infections in nature is still 

lacking. However, obtaining evidence of ADE is not straightforward given that the distribution of many 

flaviviruses is either geographically [36] and/or ecologically [16] restricted. Nevertheless, as 

flaviviruses emerge in areas outside of their traditional geographical ranges, the co-circulation of 

different flaviviruses within the same area is becoming more common. For instance, co-circulation has 

already been observed in areas of central and eastern Europe, where the recently emerged WNV strain 

co-occurs with endemic TBEV. A recent report describing an unusually severe TBEV case in a patient in 

Hungary previously exposed to WNV suggested that the case’s severity could result from ADE [185].  

As previously mentioned, human vaccines against flaviviruses (JEV, YFV, TBEV) could ensure 

partial cross-protection against heterologous flaviviruses within the same serocomplex. At the same 

time, there is limited experimental evidence of ADE subsequent to vaccination and virus challenge.  

In mice, antibodies elicited by inactivated-JEV vaccines could enhance pathogenesis via ADE when mice 

were challenged with a heterotypic flavivirus such as MVEV [178]. Consequently, the risk that 

vaccination will facilitate a subsequent flavivirus infection, although likely to be low, deserves further 

consideration, and appropriate studies should be carried out to address ADE occurrence in vitro  

and in vivo [123]. 

5. Conclusions  

European countries are currently facing clinical outbreaks or silent circulation of a wide diversity of 

flaviviruses, and it is expected that circumstances will become even more complex in the coming years 

as human travel continues to intensify, the trade of animals and goods facilitate virus emergence through 
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the importation of infected vectors and/or reservoir hosts [88,186], and heretofore unknown flaviviruses 

that already established in Europe are discovered. WNV diagnosis and surveillance protocols and 

schemes clearly need to be improved in Europe and across the globe. The specificity of serological 

laboratory tests should be enhanced and adapted to specific epidemiological patterns. Moreover, 

serological surveys should be accompanied by complementary analyses, such as mosquito or animal 

sentinel surveys aimed at collecting infected samples and identifying the molecular diversity of  

circulating flaviviruses. Recent developments in surveillance systems have been driven by improved 

cost/efficiency ratios and consist of implementing risk-based surveillance systems [187,188] in limited 

geographic areas where flaviviruses are likely to occur.  
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2. OBJECTIFS  

Les principaux objectifs de ce travail sont de contribuer à l’amélioration du diagnostic sérologique et 

du traitement des flavivirus neurotropes en médecine vétérinaire. Ces objectifs sont divisés en 2 

actions de recherche majeures : 

 

Dans le premier volet de ces travaux, nous avons confirmé lors d’un essai interlaboratoire d’aptitude 

(EILA) européen, que le diagnostic sérologique rapide du WNV souffre d’un manque de spécificité et 

ne permet pas d’identifier les flavivirus responsables des infections chez le cheval.  

Nous nous sommes donc employés à développer un test sérologique différentiel permettant le 

diagnostic rapide et simultané de plusieurs flavivirus neurotropes chez le cheval (WNV, JEV et TBEV). 

Cette méthode multi-analytique utilise comme support un mélange de microsphères magnétiques 

couplées à des antigènes viraux recombinants, pour le titrage simultané d’anticorps sériques 

spécifiques. C’est une méthode qui a le triple intérêt d’être rapide, multiplexée et de n’utiliser 

qu’une très petite quantité de sérum.  

Ayant obtenu des résultats très satisfaisants sur sérums équins, nous avons dans un second temps 

adapté cette méthode multiplexe au diagnostic du LIV chez les ovins.  

Enfin notre dernier objectif dans cette première partie a été de mettre en place un test DIVA qui 

permettrait de distinguer les chevaux vaccinés des chevaux infectés par le WNV.  

 

Dans le second volet de cette thèse, nous avons cherché à évaluer in vitro l’activité antivirale d’une 

molécule à large spectre sur deux flavivirus d’intérêt pour la filière équine, le WNV et le JEV. 

En effet, le traitement des infections virales est un problème majeur en santé publique et vétérinaire 

car l’arsenal thérapeutique pour lutter contre les infections virales est extrêmement limité et le 

traitement est avant tout symptomatique.  

La découverte du composé sr1057 comme « candidat antiviral » est le fruit d’un programme de 

recherche collaboratif à l’Institut Pasteur (IP) qui vise à identifier de petites molécules antivirales à 

large spectre, c’est-à-dire actives contre un large éventail de virus. L’IP a développé dans ce but une 

stratégie originale qui s’appuie sur deux virus recombinants, celui de la rougeole (rMV2/Luc) et du 

chikungunya (CHIKV/Ren) exprimant la luciférase de luciole (firefly luciferase) ou la luciférase Renilla 

respectivement comme rapporteur de la réplication virale. Une molécule sera considérée active si 

elle est capable d’inhiber à la fois ces deux virus à ARN de polarité différente (positif pour le CHIKV et 

négatif pour la rougeole). 
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Suite au criblage de la chimiothèque du Centre d’Etude et de Recherche du Médicament de 

Normandie (CERMN, Caen), le composé sr1057 a été sélectionné car il est actif contre les virus de la 

rougeole et du CHIKV.  Sa concentration inhibitrice 50 (IC50), qui correspond ici à la concentration de 

la molécule inhibant 50% de l’activité de la luciférase, est de 4µg/ml et n’a pas d’effet cytotoxique 

majeur in vitro [330]. Ce composé présentant donc un fort potentiel de développement comme 

antiviral à large spectre, il a été notre molécule de premier choix pour les essais sur le WNV et le JEV. 

L’ensemble de ce travail a été financé par deux projets de recherche soutenus pour le premier par 

l’Institut Français du cheval et de l’équitation (IFCE) (2013-2014) et pour le second par la fondation 

Hippolia et les Fonds Eperon (2015-2016).  
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3.  TRAVAIL EXPERIMENTAL 

3.1 Projet de thèse et résultats  

3.1.1. Nouvelles stratégies diagnostiques pour les flavivirus neurotropes en 

médecine vétérinaire 

3.1.1.1. Outils de diagnostic sérologique classique simplexe pour le diagnostic du 

WNV chez les chevaux  

3.1.1.1.1. Présentation du manuscrit N°2 

Le manuscrit N°2 présente les résultats des deux EILA européens pour le diagnostic du WNV par 

méthode sérologique. Ils ont été organisés en 2010 et 2013 par le Laboratoire de référence de 

l’Union Européenne (LRUE) pour les maladies équines. 21 participants en 2010 et 35 en 2013 

comprenant les laboratoires nationaux de référence (LNR) mais aussi d’autres laboratoires de l’UE ou 

du bassin méditerranéen ont participé à ces 2 EILA.  

Cet article a pour but de présenter le niveau de performance de ce réseau de laboratoires pour le 

diagnostic sérologique du WNV mais aussi de comparer les différentes méthodes utilisées en termes 

de sensibilité et de spécificité dont la visualisation ou non de réactions sérologiques croisées entre 

flavivirus. 
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Abstract  16 

West Nile Fever (WNF) is a zoonotic disease caused by a mosquito-borne flavivirus that can 17 

cause a severe neurological condition in 1-10% of infected horses. WN virus (WNV) has 18 

been regularly reported to be circulating in the Mediterranean basin, Eastern and Central 19 

Europe since 1998. By its clinical sensitivity to the disease, the horse is a useful sentinel of 20 

infection. Because of the virus’ low-level, short-term viraemia in horses and the late 21 

appearance of clinical signs when the viraemic phase is over, the primary tools used to 22 

diagnose WNV are indirect or serological tests geared to detecting WNV antibodies. 23 

Two inter-laboratory proficiency tests (ILPTs) were held in 2010 and 2013 to evaluate 24 

serological diagnostic tools suited to WNV for the European network of National Reference 25 

Laboratories (NRLs) for equine diseases. These ILPTs were designed to evaluate the 26 

laboratories’ performance in detecting WNV infection through serology and determine the 27 

sensitivity, specificity and robustness of the methods used in Europe. 28 

The detection of WNV immunoglobulin G (IgG) antibodies by an enzyme linked 29 

immunosorbent assay (ELISA) is widely used and well established in Europe, with 17 NRLs 30 

in 2010 and 21 NRLs in 2013 using IgG WNV assays. Thanks to the development of new 31 

commercial IgM capture kits, WNV IgM capture ELISAs were rapidly implemented in 32 

reference laboratories between 2010 (4 NRLs only) and 2013 (13 NRLs).The use of kits 33 

allowed the quick standardisation of WNV IgG and IgM detection assays in NRLs with more 34 

than 95% (20/21) and 100% (13/13) of satisfactory results respectively in 2013. Conversely, 35 

in-house virus neutralisation tests (VNTs) were only implemented in 33.3% (7/21) of NRLs 36 

and their low sensitivity was evidenced in 42.9% (3/7) of NRLs during the 2 ILPTs. 37 

mailto:benoit.durand@anses.fr


A comparison of serological diagnostic methods highlighted the higher sensitivity of IgG 38 

ELISAs compared to WNV VNTs. They also revealed that the low specificity of one of the 39 

IgG ELISA kits meant that it could detect animals infected with flaviviruses close to WNV but 40 

belonging to the Japanese encephalitis virus (JEV) serocomplex (i.e. Usutu virus (USUV) 41 

and JEV) in addition to flaviviruses belonging to another serocomplex (i.e. tick-borne 42 

encephalitis virus (TBEV)). The second kit distinguished WNV from TBEV but not from 43 

viruses in the JEV serocomplex. In contrast, these ILPTs indicated that VNT and IgM ELISA 44 

assays were highly specific and did not detect antibodies against related flaviviruses. Finally, 45 

the ILPT demonstrated early detection of WNV infection by IgM ELISA kits as early as 8 days 46 

post-infection (dpi) for all the WNV IgM capture kits used. 47 

The ILPTs held in 2010 and 2013 emphasised a substantial improvement in the analytical 48 

performance of WNV antibody (Ab) detection tools over the years within the European NRL 49 

network and demonstrated the excellent performance of WNV analytical assays and 50 

processes in 2013.  51 

The serological cross-reactions among related flaviviruses through IgG detection associated 52 

with the VNT’s low sensitivity, long duration and need for Biosafety Level 3 (BSL-3) facilities 53 

are major concerns related to indirect WNV diagnosis. They argue in favour of the need for 54 

and development of new, specific serological diagnostic assays that could be easily 55 

transferred to partner laboratories. 56 

 57 

Key words: Flavivirus, serological diagnosis, horse, ILPT, West Nile  58 

 59 

 60 

1. Introduction  61 

West Nile fever (WNF) is a zoonotic disease caused by West Nile virus (WNV). It can cause 62 

a severe neuro-invasive disease (WNND for WN neuro-invasive disease) in 1-10% of 63 

infected horses. WNF cases in horses have to be reported to international organisations (the 64 

World Organisation for Animal Health (OIE) and the European Commission for European 65 

countries). The virus is primarily transmitted by mosquitoes of the Culex genus and is 66 

amplified by wild bird reservoirs. WNV circulation has been regularly reported in the 67 

Mediterranean basin, as well as in Eastern and Central Europe since 1998. WNV outbreaks 68 

have increased dramatically since 2010 in Europe [1]. The endemic circulation of WNV in 69 

several European countries (Romania, Italy and Spain) and regions (the Balkans) argue for 70 

reinforced surveillance of this disease [2].  71 

WNV surveillance varies among European countries, ranging from clinical surveillance of 72 

horses or humans to active surveillance of birds or other infected species through regular 73 

serological screening and/or active WNV detection in trapped mosquitoes [3]. Due to its 74 



clinical sensitivity to WNV infection, the horse is a sentinel whatever the surveillance system 75 

used. Veterinary cases of WNV can be diagnosed before human cases in Europe [4, 5]. In 76 

such a context, the improved detection of WNV infection in this species would be extremely 77 

helpful. In the case of WNND, WNV diagnosis is hampered by the short duration and low 78 

level of WNV viraemia. Consequently, serological diagnostic tests are preferred to confirm 79 

WNV infection in horses. The evidence of IgM antibodies in serum or cerebrospinal fluid 80 

(CSF) or the increase in Immunoglobulin G (IgG) titres in 2 serial samples obtained 2-3 81 

weeks apart is sufficient to confirm WNV infection in horses. Many different serological tools 82 

are available to diagnose or screen for WNV antibodies [6]. The most commonly used are 83 

virus neutralisation tests (VNTs), including the plaque reduction neutralisation test (PRNT) or 84 

micro-virus neutralisation test (micro-VNT), immunofluorescence assays (IFAs), and enzyme 85 

linked immunosorbent assays (ELISAs). While rapid tests such as ELISAs and IFAs are 86 

preferred because of their sensitivity, reproducibility and affordability, WNV VNTs are still 87 

gold standard tests and offer high diagnostic specificity. 88 

Nonetheless, seropositive tests should be interpreted with care due to frequent cross-89 

reactions among flaviviruses, especially in rapid serological tests. Indeed, WNV belongs to 90 

the Flavivirus genus and there are many related flaviviruses such as the mosquito-borne 91 

Usutu (USUV) and Bagaza viruses (BAGV), as well as the tick-borne encephalitis viruses 92 

(TBEVs), Louping ill virus (LIV) or Meaban virus also widely reported in Europe [6-10]. 93 

Infection by such flaviviruses has been shown to induce antibodies that generate positive 94 

results in rapid serological diagnostic tests.  95 

Recently, USUV—a flavivirus that originated in Africa—has been isolated in Austria, Belgium, 96 

the Czech Republic, Hungary, Italy, Germany, Greece, Poland, Switzerland and Spain. It has 97 

also emerged in France and the Netherlands in 2015 and 2016 respectively [8, 11-15]. 98 

BAGV—also termed Israel turkey meningoencephalitis virus (ITMV)—was first isolated in 99 

1960 in Israeli turkeys with neurological symptoms, and has more recently emerged in 100 

Europe and more specifically in Spain in 2010, where it was found in partridges and 101 

pheasants [7].  102 

TBEV and LIV are pathogens borne by Ixodes ticks. TBEV has been responsible for major 103 

encephalitis outbreaks in humans in Northern Europe [16, 17]. LIV is a zoonotic pathogen 104 

causing encephalitis mainly in sheep and cattle, and is concentrated in Ireland and the 105 

United Kingdom [6, 18].  106 

The risk of the emergence of new flaviviruses in Europe such as the Japanese encephalitis 107 

virus (JEV) or Zika viruses should not be neglected. JEV genomic RNA was detected in dead 108 

birds in Tuscany around 1997-2000 and in mosquitoes in Northern Italy in 2010 [19, 20].  109 



Such a circulation of varied flaviviruses in Europe and the large cross-reactivity of rapid WNV 110 

serological tools should be considered when performing serological WNV assays on horses. 111 

All positive serological results using rapid assays should be confirmed by a more specific 112 

VNT with the viruses known to circulate in the area.  113 

WNV surveillance in animals is supported by a network of cooperating laboratories in 114 

Europe. In 2008, the European Commission appointed ANSES as the European Reference 115 

Laboratory (EURL) for equine diseases with the remit of harmonising and improving the 116 

diagnosis of equine diseases in Europe. Two inter-laboratory proficiency tests (ILPTs) were 117 

performed in 2010 and 2013 by the network of European laboratories. This study was 118 

designed to acquire insights into the performance of serological methods and protocols 119 

applied in Europe to detect WNV (OIE manual, chapter 2.1.20) [21] and to evaluate the 120 

homogeneity of results among National Reference Laboratories (NRLs) in European and 121 

Mediterranean countries.  122 

 123 

2. Material and methods   124 

 125 

2.1. Participating laboratories  126 

 127 

Seventeen European Union NRLs participated in the ILPTs on WNV serology in 2010 and 21 128 

participated in 2013. Participants also included reference laboratories from Morocco (in 2010 129 

and 2013), Bosnia and Herzegovina (2013), other European participants (French, German, 130 

Irish, Italian or Spanish laboratories involved in WNV surveillance) as well as participants 131 

producing commercial WNV ELISA kits (1 in 2010 and 3 in 2013). In all, 21 and 35 132 

participants were included in the 2010 and 2013 ILPTs respectively. A number code was 133 

assigned to each participating laboratory to ensure a blind analysis of the ILPT results (Table 134 

1 and Figure 1). 135 

 136 

2.2. Panel description  137 

The panel of samples consisted of 16 and 15 sera in 2010 and 2013 respectively, with a 138 

minimum of 100 µl of horse serum per sample. Horse sera with or without antibodies directed 139 

against WNV or other flaviviruses were deliberately chosen. Samples were heat-inactivated 140 

at 56°C for 30 minutes, aliquoted and stored at -20°C until shipment to avoid degradation of 141 

the antibodies. The homogeneity of the serum preparation was confirmed on 5 panels by 142 

ELISA tests prior to shipment. Panels were randomly coded and shipped in dry ice to 143 



participants (Table 2). Participants were given 4 weeks to send back their results and were 144 

asked to store the samples either at -20°C or 4°C and to avoid repetitive thawing/freezing 145 

cycles. The stability of the panels at the end of the ILPT period was tested on one panel 146 

stored at 4°C throughout the ILPT period. 147 

2010 sera panel 148 

Positive sera consisted of field sera and sera from vaccinated horses. Field sera were 149 

obtained during WNV outbreaks in Qatar 2005 (lineage 1 WNV strain) and in Hungary in 150 

2008 (lineage 2 WNV strain), as well as from serosurveys (Southern France, 2008) [22, 23]. 151 

Moreover, sera from horses vaccinated with recombinant Canarypox vector including prM 152 

and E WNV genes (Recombitek® Equine West Nile Virus, Merial) and sampled 28, 35 or 49 153 

days after the start of the primary and booster vaccination protocol (dpv) were included.  154 

2013 sera panel  155 

The panel was composed of horse sera from experimental infections with different 156 

flaviviruses (WNV lineage 1 and WNV lineage 2, USUV, JEV and TBEV). The sera from 157 

experimental infections were obtained from 5 Welsh mares infected subcutaneously with 107 158 

pfu of either WNV lineage 1 (WNV1, IS-98-ST1 strain) or lineage 2 (WNV2, Austria 2008 159 

strain), JEV (Nakayama strain), TBEV (Hypr strain) or USUV (Italy 2012 strain) and collected 160 

8, 21 and 35 days post-infection (dpi) as described in [24]. 161 

The composition of the panels in 2010 and 2013 are described in Table 2. Positive and 162 

negative sera, duplicates of positive sera to analyse the repeatability of the method plus 163 

serial dilutions of a positive serum to evaluate the dose-effect relationship were 164 

systematically included. In the 2013 panel, the kinetics of anti-WNV antibody responses with 165 

undiluted samples from a horse infected with WNV lineage 1 and sampled on days 8, 21 and 166 

35 post-infection was also evaluated. 167 

The analytical performances of participants were analysed according to the following criteria. 168 

Firstly, laboratories should have satisfactory sensitivity; the positive WNV IgG and IgM 169 

samples should be identified as positive. Secondly, the negative sera should be found to be 170 

negative. For the sera containing cross-reactive antibodies to heterologous flaviviruses 171 

(TBEV, USUV, JEV), different results were anticipated depending on ELISA performance 172 

(specificity), but negative results were expected by VNT. Thirdly, satisfactory repeatability on 173 

2 pairs of sera and coherent dose-effect curves on a serially diluted serum were expected. 174 

 175 

2.3. Serological methods  176 



The participants were asked to test the samples with the diagnostic methods they routinely 177 

applied in their laboratories. They could use OIE- or EURL-recommended methods, 178 

commercial kits according to the manufacturer’s instructions or in-house methods.  179 

The OIE gold standard serological assay is the PRNT with a threshold plaque reduction level 180 

of 90% (PRNT90) [21]. The micro-VNT is a modification of the PRNT and allows a larger 181 

number of samples to be screened using cell microplates [25].  182 

Different ready-to-use diagnostic ELISA kits for veterinary purposes were commercially 183 

available. Two commercial competition kits—the ID screen® WN competition kit (ID Vet) and 184 

the Ingezim® WN Compaq kit (Ingenasa)—had been developed before 2010 and could be 185 

used to detect anti-E antibodies in multiple species. Both ELISA kits use plates pre-coated 186 

with WNV recombinant antigens and measure the competition between antibodies present in 187 

the animal serum tested and a monoclonal anti-E antibody conjugated to horseradish 188 

peroxidase (HRP). These competitive ELISA kits detect virtually every Ig isotype, but are 189 

mainly used to detect IgG and are classified herein among the IgG detection tools.  190 

IgMs are specifically detected by IgM Antibody Capture ELISAs (MAC-ELISA). Equine anti-191 

WNV IgMs present in horse sera bind to anti-horse IgM antiserum coated on ELISA plates. 192 

This binding is revealed by the addition of a positive antigen (recombinant WNV antigen), a 193 

monoclonal antibody directed against WNV antigen and conjugated to HRP and a 194 

chromogenic substrate. 195 

While the IDEXX® IgM WNV Ab kit was available prior to 2010, the Ingezim® WNV IgM and 196 

ID screen® WNV IgM capture kits were marketed after 2010, so were only used during the 197 

2013 ILPT.  198 

2.4. Statistical analyses 199 

A statistical analysis on joint 2010 and 2013 results was carried out on the kits used in both 200 

ILPTs, to analyse the effect of the country and/or the effect of the batch on the result. A linear 201 

mixed model was used. The sample results divided by negative control (%S/N) was the 202 

dependent variable (on a log-scale). The country and the batch number were treated as fixed 203 

effects, the serum number being treated as a random effect. Log-likelihood tests were used 204 

to analyse the effect of the country and of the batch on the %S/N. This analysis was 205 

performed separately on results obtained for the detection of the anti-E antibodies (ID 206 

screen® WN competition kit was the only kit used in both EQAs) and on results obtained for 207 

IgM detection (IDEXX® IgM WNV Ab kit being the only test used in both EQAs).Statistical 208 

analyses were conducted using R (R-Core Team, 2015) [26]. 209 

 210 



3. Results  211 

 212 

 Overall NRL network results  213 

The number of European NRLs participating in these WNV ILPTs increased from 17 in 2010 214 

to 21 in 2013. With such a condensed network of laboratories dedicated to WNV detection in 215 

animals, European countries should rapidly evidence WNV outbreaks. All the participants 216 

used commercial competition kits to detect anti-WNV antibodies in both ILPTs. Only 6% of 217 

NRLs (1/17) in 2010 and 5% (1/21) in 2013 used an in-house IgG indirect ELISA (with 218 

inactivated virions) in addition to the commercial competition kit.  219 

Following the commercialisation of horse WNV MAC-ELISAs, the number of NRLs detecting 220 

anti-WNV IgM antibodies clearly increased between 2010 (18% (3/17) NRLs) and 2013 ( 221 

70% (13/21)). An in-house IgM ELISA was used by only one NRL in 2010. In contrast, the 222 

WNV VNT—which requires the handling of infectious WNV in BSL-3 facilities—was not 223 

implemented in new NRLs between 2010 (8/17) and 2013 (7/21) (Figure 1).  224 

ELISAs are the preferred screening tools because of their rapidity, high throughput and 225 

sensitivity. Moreover, competitive ELISA kits in veterinary laboratories offer the possibility of 226 

testing sera from various animal species. During the 2010 and 2013 WNV ILPTs, the ID 227 

screen® WN competition kit was used most often (95% (20/21) of participants in 2013), while 228 

the the Ingezim® WN Compaq kit was used by only one NRL (1/21). Different batches of the 229 

ID screen® WN competition kits were available. These two kits detect antibodies against the 230 

WNV Envelope (E) glycoprotein that are induced after natural infection or vaccination (the 231 

WNV E structural antigen is expressed by all WNV vaccines marketed for horses) [24]. 232 

Nevertheless, depending on the WNV conjugate used in the kit (anti E-domain III in the 233 

Ingezim® WN Compaq kit or anti-E antibodies directed against less specific domains in the 234 

ID screen® WN competition kits), cross-reactions following infections with other flaviviruses 235 

were observed to a greater or lesser extent (see “results according to the method”). 236 

The sensitivity of IgG detection methods was evaluated with samples containing high levels 237 

(2010-S2 and S5, 2013-S3, S4, S5 and S6 1/6) or low levels of WNV-IgG (2010-S3 1/40 or 238 

2010-S3-1/80 and S6 and S7, 2013-S6 1/24 and 1/48) (Table 2).  239 

Two participants in 2010 and only one participant in 2013 encountered sensitivity issues with 240 

commercial kits (Figures 2 and 3). The in-house indirect IgG ELISA clearly lacked sensitivity 241 

in 2010, producing 4 false negatives, but an improvement in its sensitivity was observed in 242 

2013 with only one positive sample generating a doubtful result (data not shown). 243 



The specificity of IgG methods was evaluated on negative horse sera. In 2010, no cross-244 

reactive antibodies to heterologous flaviviruses were present in the panel. The specificity was 245 

100% with 6 negative horse sera found negative by all the participants. 246 

In 2013, samples with antibodies against TBEV, USUV and JEV were added to the panel. 247 

Due to the fact that the monoclonal antibody used in some commercial kits recognises 248 

flaviviruses other than WNV, the test specificity was first evaluated on horse sera negative 249 

for anti-flavivirus antibodies. The specificity was 100% with 3 negative horse sera found 250 

negative by all the participants using either commercial or in-house ELISAs (Figure 3). 251 

Test repeatability and coherent dose-effect curves were successfully achieved by every NRL 252 

in 2010 and 2013, with the exception of a single participant in 2010 who obtained differing 253 

results on 2010-S2 duplicate samples.  254 

Taken together, the NRL network obtained very good qualitative results, with 14/17 (82.3%) 255 

NRLs in 2010, and 20/21 (95.2%) in 2013 achieving satisfactory sensitivity, specificity and 256 

repeatability results. The statistical analysis on joint 2010 and 2013 results was carried out 257 

on the only kit used for these 2 IL¨PTs (i.e. ID screen® WN competition kit), to analyse the 258 

effect of the country and/or the effect of the batch on the result. The %S/N values (on a log 259 

scale) varied significantly according to the NRL (p<0.0001) as well as to kit batch (p<0.0001) 260 

(Figure 4 and 5). Both effects were observed when considering 2010 data (country: 261 

p=0.0001, batch: p<0.0001), whereas the batch effect was not evidenced when considering 262 

data from 2013 (country: p<0.0001, batch: p=1). Indeed, in 2010, the batch 215 was clearly 263 

less sensitive than the batch 145 with for example sample S6-dupicate found mostly positive 264 

with the batch 145 and mostly negative with the batch 215. Conversely, in 2013, the 265 

distributions of %S/N results obtained using batches 334 and 460 appeared similar (Figure. 266 

4) 267 

MAC-ELISAs were used to detect immune response associated with acute and recent viral 268 

infection. The secretion of anti-WNV IgM can generally be detected as early as 2 to 8 days 269 

after the onset of nervous clinical signs. 270 

Three NRLs in 2010 and 5 in 2013 used the IDEXX® IgM WNV Ab kit, while 8 other NRLs 271 

used the ID screen® WNV IgM capture in 2013; only 1 participant in 2010 used an in-house 272 

MAC-ELISA. 273 

Sensitivity was assessed against 2 IgM-positive horse sera in 2010 (S6-duplicate samples 274 

generated during a recent WNV infection) and 6 IgM-positive sera in 2013 producing by 275 

experimental infection.  276 

Specificity was evaluated on the same samples as for the IgG ELISA tests (4 negatives in 277 

2010 and 3 negatives in 2013, plus 3 sera produced after experimental infection with JEV, 278 

USUV and TBEV in 2013). 279 



The NRL network achieved 100% specificity and 100% sensitivity in 2010 and 2013 with 280 

commercial and in-house MAC ELISAs. 281 

A statistical analysis on 2010 and 2013 results from the IDEXX® IgM WNV Ab kit (the only 282 

test used during both the 2010 and 2013 ILPTs) did not show a country or batch effect. 283 

VNT is the gold standard serological tool recommended by the OIE Terrestrial Code. This 284 

method offers higher specificity but appears less sensitive than ELISAs and is usually used 285 

as a confirmation and a titration method for WNV-specific neutralising antibodies (from serum 286 

or cerebro-spinal fluid, CSF) [27]. 287 

In all, 8 NRLs in 2010 and 7 NRLs in 2013 used either the PRNT90 or micro-VNT on Vero 288 

cells with various WNV isolates (depending on NRLs, strains generally belonging to lineage 289 

1—Eg101, Is98, NY99 or NY99—plus the lineage 2 Aus08 strain were used) (Figure 1). 290 

Apart from the EURL, no other NRL used USUV, TBEV or JEV isolates to evidence 291 

antibodies against related flaviviruses. 292 

All the participants achieved specific results with no false positives for true negative sera or 293 

for sera from horses infected with related flaviviruses. A lack of sensitivity was underlined in 294 

3/8 NRLs in 2010 and in 2/7 NRLS in 2013, with 2 participants missing at least two positive 295 

samples in 2010 (S6 in duplicate) and 2013. 296 

These WNV ILPTs were also used to evaluate the characteristics and performance of the 297 

different serological assays used by participating laboratories in terms of early detection of 298 

anti-WNV antibodies, sensitivity and specificity (observation of cross-reactive reactions with 299 

sera from horses infected with related flaviviruses).  300 

Because fewer commercial kits for the detection of anti-WNV IgG and IgM were used in 2010 301 

than in 2013, the results generated by competitive ELISAs, MAC ELISAs and VNTs were 302 

compared only for the 2013 ILPT. The results of 35 participants (21 NRLs and 9 other EU 303 

laboratories, 3 kit manufacturers and 2 Mediterranean and Balkan reference laboratories) are 304 

analysed hereafter (Table 1).  305 

 306 

 307 

  Results according to the method 308 

Early detection of anti-WNV antibodies 309 

The early detection efficacy of MAC ELISAs (detection of IgM only), VNT and competitive 310 

ELISAs was evaluated. 311 

Twenty-four results were obtained for the detection of WNV IgM antibodies (16 with the ID 312 

screen WN IgM capture kit, 7 with the IDEXX IgM Ab capture kit and one with the Ingezim 313 

West Nile IgM kit). Animals recently infected by WNV were all correctly detected as early as 314 



8 dpi for the WNV lineage 1-infected pony (2013-S2-8 dpi), whatever the commercial method 315 

used (Figure 6).  316 

By comparison, WNV VNT allowed the early identification of WNV-infected horses (2013-S2-317 

8 dpi sample) only by 3/9 NRLs (Figure 6). 318 

Twenty-eight results were considered for the commercially available competitive ELISA kits 319 

(26 participants using the ID screen® WN competition kit and 2 the Ingezim® WN Compaq 320 

kit). 321 

The kinetics of antibody response after WNV infection were studied on undiluted samples 322 

from a WNV lineage 1-infected horse, sampled on 8 (2013-S2_8 dpi), 21 (2013-S3_21 dpi) 323 

and 35 (2013-S4_dpi) dpi. Antibody detection was effective as early as 8 dpi with the 324 

Ingezim® WN compaq kit (2/2 assays and 2 different batches). This kit appeared to detect 325 

recently-infected animals more efficiently than the ID screen® WNV competition kit which 326 

evaluated sample 2013_S2_8 dpi as negative in 23/26 assays and doubtful in 3/26 assays. 327 

However, on 21 dpi, WNV antibodies were detected whatever the kit used (Figure 6). 328 

 329 

Analytical sensitivity of the methods 330 

The competitive ELISA kits were found to have a high analytical sensitivity. Samples 331 

containing low levels of anti-WNV IgG like 2013_ S6 (1/48) were still found to be positive by 332 

the 2 commercial ID Screen and Ingezim WN competition kits. Analytical sensitivity was 333 

equivalent with both commercial kits.  334 

As regards MAC ELISA, the Ingezim® WN IgM kit seemed to offer a higher analytical 335 

sensitivity. Indeed, the duplicate 2013-S5 sample corresponding to a serum sampled on 35 336 

dpi from the WNV lineage 1-infected pony and diluted to 1/6 was found positive with the 337 

Ingezim® WN IgM kit (one assay) and negative with IDEXX® IgM WNV Ab (7 assays) and ID 338 

screen® WNV IgM capture (16 assays). Moreover, the 2013-S6 serum sampled on 35 dpi 339 

from the WNV lineage 2-infected pony and diluted to 1/24 and 1/48 was twice found positive 340 

with the Ingezim® WN IgM kit (2/2 assays), doubtful for 10/14 assays with IDEXX® IgM WNV 341 

Ab and negative with ID screen® WNV IgM capture (32/32 assays). 342 

VNT results varied depending on the country performing the assay, with 3/9 countries not 343 

detecting low positive samples (2013-S6 (1/24) and 2013-S6 (1/48)). 344 

 345 

Cross-reactivity of WNV serological assays  346 

During the 2013 ILPT, the Ingezim® WN Compaq kit appeared to be more specific than the 347 

ID screen® WNV competition kit and failed to detect TBEV-positive sera. Serum from a 348 



TBEV-infected pony (2013-S9) was not detected with the Ingezim® Compaq kit (2/2 assays) 349 

and generated positive cross-reactions (25/26 assays) with the ID screen® WNV competition 350 

kit. These results should be confirmed by further studies with the Ingezim® WN Compaq kit 351 

on TBEV-positive sera. 352 

Nevertheless, when considering horses infected with flaviviruses belonging to the same 353 

serocomplex as WNV i.e. USUV (2013-S7_USU) and JEV (2013-S8_JEV), horses were 354 

found positive or doubtful by 100% (28/28) of the participants whatever the ELISA kit used 355 

(Figure 6). 356 

Interestingly, an in-house anti-NS1 IgG assay carried out in the 2013 ILPT (1 assay) 357 

appeared to be more specific than anti-E competitive kits, detecting WNV- and JEV-positive 358 

sera only. The best specificity was achieved with 2 in-house indirect or competitive ELISAs 359 

(participant numbers 24 and 20 respectively) with no cross-reactivity revealed for related 360 

flaviviruses (2 assays). 361 

WNV PRNT or micro-VNT more specifically detected WNV antibodies. No cross-362 

neutralisation was observed in particular on sera from horses infected with viruses belonging 363 

to the JEV serocomplex such as USUV or JEV (Figure 6).  364 

MAC-ELISAs were more specific than IgG indirect or competitive ELISAs, and generated 365 

negative results for all the sera sampled from horses recently infected with related 366 

flaviviruses (2013-S7 USUV; 2013-S8 JEV and 2013-S9 TBEV) (Figure 6).  367 

 368 

Distinction between vaccinated and infected horses 369 

This analysis could be carried out only on the 2010 ILPT panel consisting of field sera and 370 

sera from horses vaccinated with the Recombitek® Equine West Nile Vaccine produced by 371 

Merial. The duplicate sera produced by the vaccinated horse, 2010-S2 (1/20), were 372 

systematically found positive with the 2 kits (Figure 2). Negative results were obtained for 373 

these same samples (2010-S2) with an in-house ELISA targeting specific NS1 epitopes, 374 

suggesting that the Recombitek® Equine West Nile Vaccine elicited anti-E but not anti-NS1 375 

antibody responses (data not shown). On the other hand, naturally-infected horses were 376 

found positive whatever the target antibody (anti-E or NS1 ELISAs).  377 

 378 

 379 

4. Discussion  380 

The NRL network guarantees WNV surveillance and warning of the emergence or re-381 

emergence of the disease. The number of laboratories has increased between the two ILTPs 382 

and indeed has been continuously increasing since 2008. Hungary, Latvia and Bulgaria were 383 



integrated as new NRL participants in addition to the 2013 network in an ILPT held in late 384 

2016. A comparison of the two ILPTs organised in 2010 and 2013 demonstrated an 385 

improvement in the performances of WNV analytical assays and processes in 2013. Indeed, 386 

even if effect of the country in 2010 and 2013 on the result were statistically underlined for 387 

IgG detection, the qualitative results given by the NRLs didn’t suffer of this quantitative 388 

variation. Moreover, at least 13 NRLs are able to diagnose acute WNV infection thanks to the 389 

recent IgM kits available on the market, and many of them (Greece, Austria, Italy, Croatia 390 

and France) were involved in the detection of recent WNV outbreaks (Figure 1 and below) 391 

[28]. In 2013, the WNV NRL network had gathered together most of the EU countries facing 392 

WNV outbreaks (Figure 7a) and EU countries with the highest equine population (Romania, 393 

Benelux countries, the United Kingdom, Germany and France) (Figure 7b). Other European 394 

and international initiatives (H2020 MediLabSecure project, IAEA and FAO training 395 

initiatives) have fostered enhanced, more widespread WNV surveillance in other European 396 

countries and regions (such as the Balkans and the Mediterranean).  397 

 398 

Competitive ELISA kits are widely used to detect IgG antibodies against WNV. They are well 399 

established in Europe, with 17 NRLs and 21 NRLs using competitive WNV kits in 2010 and 400 

2013 respectively. Thanks to the development of a new commercial MAC ELISA, ELISAs 401 

ensuring the early detection of infected horses have been rapidly implemented in reference 402 

laboratories between 2010 (4 NRLs using MAC ELISA kits) and 2013 (13 NRLs using MAC 403 

ELISA kits). The use of kits has allowed rapid standardisation of the 2 methods in NRLs, with 404 

more than 95% (20/21) and 100% (13/13) of relevant results in competitive and MAC ELISAs 405 

respectively in 2013.  406 

An improvement in the sensitivity of competitive ELISA kits used by the NRL network was 407 

evidenced between the 2 ILPTs, with fewer false negative results generated during the 2013 408 

ILPT. The specificity of competitive and MAC ELISAs on sera negative to flavivirus 409 

antibodies was 100% for the 2 ILPTs.  410 

In European laboratories seeking to detect human WNV cases, only a few perform the WNV 411 

VNT [29]. An identical profile was observed in veterinary laboratories where a low but stable 412 

number of NRLs performed VNTs. The need for a BSL-3 facility and technique constraints 413 

can account for such an observation. Moreover, NRL results underlined the difficulties in 414 

standardising WNV VNTs, with a lack of sensitivity in 3/8 NRLs in 2010 and again in 3/7 415 

NRLs in 2013. 416 

 417 

Indirect or competitive WNV ELISAs are commonly used for screening purposes because of 418 

their reputed higher sensitivity [6]. The analytical sensitivity of these methods was evaluated 419 



in our ILPT with different WNV-positive sera originating from lineage 1 or 2 WNV-infected 420 

ponies and containing different levels of antibodies. Their sensitivity was shown in most 421 

cases to be higher than that of VNT, depending on the method [24] implemented by the NRL 422 

and the VNT’s own analytical sensitivity. Nevertheless, the false positives generated through 423 

cross-reactions with antibodies directed against heterologous flaviviruses confound the 424 

interpretation of these tests. Specificity issues and the detection of infections caused by 425 

close flaviviruses have been systematically described in international quality control 426 

assessments for the human serological detection of WNV or Dengue virus (DENV) infections 427 

[29-31]. For example, high WNV IgG false positives were reported for samples containing 428 

anti-DENV antibodies [29].The findings of the ILPT organised in 2013 are similar to those of 429 

a WNV ILPT on human sera, which showed that an infection by closely related flaviviruses 430 

belonging to the JEV serocomplex (i.e. USUV and JEV) systematically generated false 431 

positive reactions with the 2 commercially available competitive ELISAs, while kit specificity 432 

was more variable for flaviviruses belonging to another serocomplex (i.e. TBEV). 433 

Interestingly, some ELISA protocols using alternative antigens (NS1) or revelation systems 434 

proved to offer higher specificity than commercial ELISA kits.  435 

Indirect or competitive ELISAs are useful for the rapid screening of animal samples, keeping 436 

in mind that positive results are not indicative of WNV infection. In the event of positive 437 

results, the diagnosis of an acute WNV infection in horses should be confirmed by IgM 438 

detection in serum or cerebrospinal fluid.  439 

 440 

MAC ELISAs are used to detect acute infections in humans and horses. Nevertheless, their 441 

usefulness in determining acute infections in humans is questionable because IgM response 442 

is sometimes detectable up to 1 year after initial virus exposure in plasma/serum [32]. In 443 

horses, IgM antibodies are short-lived [33]. 444 

In equids, WNV IgM antibodies are secreted as early as 8 dpi [27] and can be detected up to 445 

70-90 dpi with currently developed IgM ELISAs [33]. With 42% of participants generating 446 

negative results on a WNV lineage 1 serum sampled at 35 dpi (2013_S4_35 dpi), the window 447 

during which anti-WNV IgM antibodies were detected in the serum by MAC-ELISA seemed 448 

more limited than described in the literature. However, precaution should be taken when 449 

interpreting these data because the samples originated from experimental infections 450 

associated with asymptomatic or very mild infection. Moreover, the variable sensitivity of 451 

MAC ELISA commercial kits can also account for such a result, since the Ingezim® WN IgM 452 

kit generated a positive result on 35 dpi for the WNV lineage 1 sample (2013-S4_35dpi) as 453 

well as for the lineage 2 sample diluted to 1/48 (S6_1/48).  454 

 455 



Finally MAC ELISAs appeared to be more specific than indirect IgG or competitive ELISAs 456 

[34]. Samples from USUV-, TBEV- and JEV-infected ponies were found by MAC ELISA to be 457 

negative on 35 dpi, while clearly positive by competitive ELISA kits (Figure 6). IgM antibodies 458 

against related flaviviruses also remained undetected in non-diluted sera sampled on 8 dpi 459 

and 21 dpi (data not shown). The short duration of anti-flavivirus IgM response in horses, 460 

associated with the high specificity of MAC ELISAs indicate that MAC ELISAs can be used to 461 

confirm recent WNV infection in horses [34]. Nevertheless, the production of IgM following 462 

primary vaccine administrations is questionable. Indeed, some papers in the literature 463 

consider IgM reactivity towards an inactivated vaccine as minimal [35] while others support 464 

low but detectable IgM antibody production [36]. Vaccination history should always be 465 

considered prior to the interpretation of MAC ELISAs.  466 

VNT is the gold standard serological tool for confirming WNV diagnosis [21]. In the WNV 467 

2013 ILPT, WNV VNTs demonstrated variable sensitivity depending on the laboratory, but a 468 

high level of specificity with no false positives obtained with sera from horses infected with 469 

related flaviviruses. Nevertheless, cross-neutralisation by antibodies directed against viruses 470 

within the same serocomplex can still be observed in the field [37] despite no such evidence 471 

during the ILPT. Taking into account these conclusions, a decisional algorithm for serological 472 

flavivirus diagnosis is proposed in Figure 8.  473 

All these remarks plead in favour of the development and implementation of new 474 

technologies to provide alternatives to classical methods for serological flavivirus diagnosis 475 

[38]. Many efforts have been made to develop ELISAs with enhanced specificity by using 476 

monoclonal antibodies targeting specific epitopes on NS1 or the E glycoprotein of flaviviruses 477 

[39, 40]. The ELISA targeting epitopes on NS1 appeared more specific for related 478 

flaviviruses in ILPT 2013, as also evidenced in the studies by Kitai et al. for differentiating 479 

JEV from WNV infection [41]. Moreover, this ELISA was able to distinguish infected horses 480 

from horses vaccinated with recombinant prM-E WNV vaccines (not containing the NS1 481 

antigen) [42, 43]. Such a DIVA test could be useful in areas where horses have a high 482 

vaccination coverage.  483 

The WNV E glycoprotein is folded into three structural domains: DI, DII and DIII. While DII is 484 

highly conserved among flaviviruses, DI and DIII contain virus-specific epitopes [44, 45]. 485 

Recombinant envelope proteins bearing mutations in the conserved DII part [46] or domain 486 

III of the E glycoprotein [47] have been used as specific antigens in ELISAs [40, 48, 49]. The 487 

development of multiplex serological tools is also another promising approach. Microsphere-488 

based immunoassays using domain III antigens [24] or protein microarrays with recombinant 489 



NS1 proteins of flaviviruses [36] have been shown to offer advantageous alternatives to 490 

VNTs because they can test different flaviviruses in parallel. 491 
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 504 

 

2010 ILPT  
  

2013 ILPT  

Number of 
participants 

IgG ELISA 
kit 

In-
house 

IgG 
ELISA  

IgM 
ELISA 

kit 

In-
house 
IgM 

ELISA 

WNV 
VNT  

 

Number of  
participants 

IgG  
ELISA 

kit 

In-house 
IgG ELISA  

IgM  
ELISA 

kit 

In-
house 
IgM 

ELISA 

WNV 
VNT 

NRLs 17 19* 1 3 1 8   21 21 1 13 0 7 

other EU laboratories 2 1 1 1 1 0  9 4 2 7 1 1 

Kit manufacturers 1 0 1 0 0 0  3 4 0 2 0 1 

Mediterranean and 
Balkan reference 

laboratories 
1 1 0 0 

 
0 0 

  
2 1 0 2 

 
0 0 

Total 21 21 3 4 2 8  35 28 3 24 1 9 
 505 
*some participants used more than one kit  506 
Table 1: Number of participants and serological methods used by participating laboratories during the 2010 and 2013 WNV ILPTs 507 

 508 

 509 

 510 

  511 



 512 

 513 

Figure 1: NRLs having participated in the 2010 and 2013 WNV ILPTs and serological diagnostic assays used. Diagnostic assays implemented 514 

in 2010 and 2013 by European NRLs are shown in pale blue (IgG ELISA alone), medium blue (IgM ELISA alone) or dark blue (IgG and IgM 515 

ELISAs) and in yellow (WNV VNT). 516 

  517 



 518 

 519 

Table 2: description of the 2010 and 2013 ILPT panels. dpv = days post-vaccination, dpi = days post-infection520 

 
2010-
Serum  

Dilution 
Repetition Virus or antigen 

Origin 
 

Infection 
or 

dpv 
Negative 

serum S1 
NA 

4 NA 
Commercial 
horse serum 

(GIBCO) 
no 

Duplicate 
 S2 

1/20 

2 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination  

35 dpv 

Serial 2-
fold 

dilutions 
 

S3 
1/40 

1 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

28 dpv 

S3 

1/80 

1 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

28 dpv 

S3 

1/160 

1 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

28 dpv 

S3 
1/320 

1 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

28 dpv 

S3 
1/640 

1 
Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

28 dpv 

 
S4 

1/80 
1 

Recombitek® 
equine WNV 

Experimental 
vaccination 

49 dpv 

 
S5 

1/20 
1 WNV-lineage2 Hungary (2008) 

Natural 
Infection 

Duplicate  
S6 

1/40 
2 WNV-lineage 1 Qatar (2005) 

Natural 
Infection 

 
S7 

1/10 
1 WNV –lineage1 

Southern 
France (2008) 

Natural 
Infection 

 
2013-Serum 

Dilution 
 

Repetition Virus Origin 
Infection 

(dpi) 
Negative serum 

S1 
NA 

1 NA 
Commercial 

horse serum (GIBCO) 
no 

Kinetics of WNV 
lineage 1 antibody 

response 
S2 

NA 
1 WNV-lineage1 Israel 1998 

Exp. Inf. 
(8 dpi) 

 

S3 
NA 

1 WNV-lineage1 Israel 1998 
Exp. Inf 
(21 dpi) 

 

S4 
NA 

1 
WNV-lineage1 

Israel 1998 
Exp. Inf. 
(35 dpi) 

 
Duplicate 

S5 
1/6 

2 
WNV-lineage1 

Israel 1998 
Exp. Inf. 
(35 dpi) 

 
Serial dilutions 

S6 
1/6 

1 WNV-lineage 2 Austria 2008 
Exp. Inf. 
(35 dpi) 

 

S6 
1/24 

1 WNV-lineage 2 Austria 2008 
Exp.inf. 
(35 dpi) 

 

S6 

1/48 

1 WNV- lineage 2 Austria 2008 
Exp. Inf. 
(35 dpi) 

S6 
1/384 

2 WNV- lineage 2 Austria 2008 
Exp. inf. 
(35 dpi) 

 

S6 
1/536 

1 WNV-lineage 2 Austria 2008 
Exp.inf. 
(35 dpi) 

 
Related flavivirus 

S7 
NA 

1 USUV Italy 2012 
Exp. inf. 
(35 dpi) 

 
Related flavivirus 

S8 
1/3 

1 JEV- Genotype 3 Nakayama strain 
Exp. inf. 
(35 dpi) 

 
Related flavivirus 

S9 
1/2.6 

1 TBEV Hypr strain 
Exp. Inf. 
(35 dpi) 



 521 

Figure 2: Percentage of NRLs having generated positive (red), doubtful (orange) and 522 

negative (green) results during the 2010 WNV ILPT. The striped results are unsatisfactory. 523 

The above table summarises the accepted ILPT results with P (positive), D (doubtful) and N 524 

(negative) 525 

 526 

 527 

 528 

Figure 3: Percentage of NRLs having generated positive (red), doubtful (orange) and 529 

negative results (green) during the 2013 WNV ILPT. The striped results are unsatisfactory. 530 

The above table summarises the accepted ILPT results with P (positive), D (doubtful) and N 531 

(negative) 532 

 533 



 534 

 535 

 536 

 537 

 538 

Figure 4: Box plot representing the distribution of %S/N obtained with the ID screen® WNV 539 

competition kit by NRLs during the 2010 and 2013 ILPTs according to the year and batch. 540 

Assays were performed and %S/N was calculated according to the manufacturer’s 541 

instructions (the threshold value for considering a serum as positive by the competitive 542 

ELISA was %S/N < 40%).  543 

 544 

 545 

 546 



 547 

Figure 5: Box plot representing %S/N obtained with the ID screen® WNV competition kit by 548 

each NRL during the 2010 and 2013 IPLTs. Each NRL is represented by the same letter in 549 

2010 and 2013. 550 



 551 

Figure 6: Percentage of ILPT participants having generated positive (red), doubtful (orange) 552 

and negative (green) results during the 2013 WNV ILPT. The striped results are 553 

unsatisfactory. The above table summarises the accepted ILPT results with P (positive), D 554 

(doubtful) and N (negative) 555 

 556 

 557 

 558 

 559 

Figure 7: (a) Number of equine WNV outbreaks reported in EU member states from 2010-560 

2015 and (b) Equine population in EU member states as evaluated in Durand et al, 2013 [50]  561 

 562 

a. b. 



 563 

Figure 8: Decisional algorithm for flavivirus serological diagnosis564 
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3.1.1.1.2. Discussion et conclusion 

Ce manuscrit amène aux conclusions suivantes : 

1/Le réseau des LNR est bien constitué en Europe avec une augmentation du nombre de participants 

(17 en 2010 versus 21 en 2013) et une amélioration de la qualité des résultats entre 2010 et 2013 

pour le diagnostic des sérums positifs en IgG et IgM anti-WNV (82% en 2010 versus 95% en 2013 de 

résultats conformes pour la détection des sérums positifs WNV par ELISA de compétition). Entre les 

deux EILA, le fait le plus remarquable est l’augmentation du nombre de participants assurant le 

diagnostic des IgM anti-WNV (3 participants en 2010 versus 13 en 2013) grâce à la mise sur le marché 

de kits commerciaux. A contrario on observe une stagnation du nombre des LNRs pratiquant la SNT 

(8 en 2010 et 7 en 2013) avec des résultats systématiquement non satisfaisants pour plus de 30% des 

laboratoires pratiquant cette technique. 

2/ une hétérogénéité dans la performance des méthodes utilisées est clairement soulignée quand on 

compare les méthodes sur un même panel de sérums positifs et négatifs pour le WNV et pour les 

flavivirus apparentés (JEV, TBEV et USUV). En effet, les ELISA de compétition commercialisés sont 

très sensibles pour le diagnostic du WNV mais donnent des résultats faussement positifs avec les 

flavivirus apparentés. A l’inverse, les ELISA de capture IgM anti-WNV sont beaucoup plus spécifiques 

que les ELISA de compétition mais leur sensibilité analytique est plus faible. Enfin la 

séroneutralisation (SNT) est très spécifique avec une absence de réaction faussement positive sur 

des échantillons sérologiquement positifs contre USUV, JEV ou TBEV. Cependant, la sensibilité 

analytique de la SNT est plus faible que l’ELISA de compétition avec des échantillons dilués trouvés 

systématiquement positifs en ELISA de compétition et positifs dans 2/3 cas avec la SNT.  

L’ensemble de ces constatations plaide en faveur du développement de méthodes aussi rapides et 

sensibles que l’ELISA de compétition mais aussi spécifiques que la SNT afin de connaitre précisément  

le flavivirus responsable de la séroconversion chez l’animal infecté.  
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3.1.1.2. Outils de diagnostic sérologique multiplexe : application de la méthode MIA 

au sérodiagnostic des flavivirus neurotropes chez les chevaux 

 

3.1.1.2.1.  Présentation du manuscrit N°3 

 Contexte 

Comme décrit dans l’Introduction de ma thèse, les flavivirus sont largement distribués dans le monde 

(ex : TBEV en Europe, WNV présent sur les 5 continents, DENV en Afrique, Asie et sur le continent 

américain, JEV en Asie …) et sont responsables de maladies à dominante hémorragique chez 

l’homme ou neurologique chez l’homme et le cheval (cas du JEV ou du WNV).  

La virémie étant brève chez le cheval, les méthodes de diagnostic utilisées pour les flavivirus sont 

essentiellement sérologiques et le fréquent chevauchement des aires de répartition de ces virus 

complique le diagnostic. En effet, les flavivirus appartenant à différents sérocomplexes 

(sérocomplexes de la dengue, de l’encéphalite japonaise ou de l’encéphalite à tique) induisent  des 

réactions sérologiques croisées au sein des sérocomplexes lors de l’utilisation des méthodes de 

diagnostic usuel (SNT, ELISA ou IFI) mais aussi entre les sérocomplexes pour l’ELISA et l’IFI. Du fait de 

ce manque de spécificité des outils diagnostiques rapides, les résultats sérologiques doivent être 

interprétés avec prudence, l’émergence d’un nouveau flavivirus pouvant être facilement confondue 

avec un flavivirus existant dans le pays (ex : WNV et SLEV aux USA). Les résultats sérologiques 

doivent donc être confirmés par la méthode fastidieuse de SNT virale avec les différents flavivirus qui 

circulent sur le terrain. 

Pour pallier à ce manque de spécificité et à la lourdeur de la SNT, nous avons développé une 

méthode de diagnostic sérologique multiplexe, à l’aide de la technologie MIA, afin de différencier les 

principaux flavivirus pathogènes du cheval (cf. 1.5.2.5). Grace à cette méthode, un sérum mis en 

contact avec un panel d’antigènes viraux couplés à des billes magnétiques donne une réaction 

positive uniquement avec l’antigène viral provenant du flavivirus responsable de l’infection.   

Sachant que la partie soluble de l’ectodomaine de la glycoprotéine E d’enveloppe (sE) des flavivirus 

est divisée en 3 domaines structuraux, DI, DII et DIII et que certains épitopes du DIII de la 

glycoprotéine E (EDIII) sont spécifiques du virus (cf 1.4.1.1.1 et tableau 3), des protéines 

recombinantes des DIII (rEDIIIs) des différents flavivirus d’intérêt pour le cheval ont été synthétisées 

en système d’expression Drosophila S2 à l’IP.  
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 AA (% homologie) 

 JEV.EDIII TBEV.EDIII 

WNV.EDIII 75% 38% 

JEV.EDIII  39% 

Tableau 3 : Pourcentage d’homologie en AA des rEDIII du WNV (AY033389.1), JEV (FJ979830.1) et 

TBEV (AY268437.1) 

 

Les différentes protéines recombinantes WNV.sE et rEDIIIs ont été couplées à des billes magnétiques 

et testées avec la technologie MIA sur sérums équins.  

La bille couplée à WNV.sE permet de mettre en évidence une réponse « anti-flavivirus » du fait des 

réactions sérologiques croisées entre flavivirus ciblant principalement le DII. Les antigènes 

WNV.EDIII, JEV.EDIII et TBEV.EDIII plus spécifiques permettent de faire la distinction entre ces 

flavivirus. Ainsi par exemple, un sérum positif WNV réagira le plus souvent contre deux antigènes, 

WNV.sE et WNV.EDIII. Pour améliorer la reproductiblité de la technique, des contrôles faiblement 

positifs (CP) pour WNV, JEV et TBEV ont été systématiquement inclus dans les essais et un ratio défini 

par S/CP*100 (avec S = sample) était calculé pour chaque bille.  

Pour valider la technique, nous avons produit des sérums de référence équins contre le WNV lignée 1 

ou 2, le JEV et le TBEV après infections expérimentales de poneys avec ces différents virus à la 

plateforme d’infectiologie (PFIE) de l’INRA de Nouzilly. 

Des sérums terrains positifs bien caractérisés contre les WNV, JEV et TBEV ainsi que des sérums 

négatifs pour ces 3 virus ont été testés avec les trois techniques ELISA de compétition, MIA et SNT et 

une comparaison des résultats obtenus pas ces différentes techniques a été effectuée.   

 Résultats 

- Optimisation du couplage 

Des essais préliminaires avec différentes concentrations d’antigènes (de 5µg à 50µg), différentes 

dilutions de sérums (de 1/50 à 1/200) ainsi que d’anticorps secondaires (de 1/100 au 1/2000) ont été 

effectués afin de déterminer les conditions optimales qui permettaient la meilleure distinction entre 

sérums positifs (WNV, JEV et TBEV) et sérums négatifs. Les concentrations de 5 µg pour les antigènes 

WNV.sE et TBEV.EDIII et 50µg pour JEV.EDIII et WNV.EDIII ont été retenues car ayant un rapport MFI 

échantillons positifs/MFI échantillons négatifs le plus élevé. De même un tableau de titrage à double 

entrée a permis de calculer le facteur optimal de dilution de 1/100 pour les sérums et de 1/500 pour 

l’anticorps secondaire.  
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- Calcul du seuil de positivité pour les différentes billes 

Les seuils de positivité, respectivement de 17 pour la bille WNV.sE, 54 pour WNV.EDIII, 55 pour 

JEV.EDIII et 59 pour TBEV.EDIII ont été calculés par la méthode ROC à l’aide d’un panel de sérums 

positifs et négatifs pour chaque virus (tableau n°2 du manuscrit 3). L’observation de la plus grande 

spécificité diagnostique de la bille WNV.sE (99.4%) par rapport aux billes WNV.EDIII (92.3%) ou 

JEV.EDIII (94.4%) a conduit à la mise en place d’un algorithme décisionnel pour améliorer la 

spécificité de la technique : toute bille positive WNV.EDIII ou JEV.EDIII mais négative avec la bille 

WNV.sE était considérée négative. De même pour prendre en compte les éventuelles réactions 

sérologiques croisées entre les billes EDIII, un cheval avec une bille WNV.sE positive était considéré 

infecté avec un flavivirus spécifique si et seulement si la bille couplée à l’EDIII générait un ratio S/CP 

supérieur au moins d’un facteur 1.5 à celui généré avec les autres billes EDIII positives. Ce facteur a 

été déterminé suite à la comparaison des résultatsen MFI des billes EDIII.WNV et EDIII. JEV sur les 

sérums WNV et JEV bien caractérisés. Dans le cas contraire, ou en l’absence de réaction avec les 

EDIII, l’échantillon était considéré comme « flavivirus non déterminé » (figure 31).  

  

 

Figure 31 : Algorithme décisionnel pour l’identification du WNV ou JEV par méthode MIA  
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Sérums de référence provenant d’infections expérimentales 

Les sérums ont été testés avec les protéines recombinantes WNV.sE, WNV.EDIII, JEV.EDIII et 

TBEV.EDIII utilisées en multiplexe.  

1/ En comparaison de l’ELISA compétition (kit ID Screen West Nile competition, ID Vet) très 

sensible, la méthode multiplexe permet un diagnostic plus précoce d’une infection à flavivirus 

(positivité de la bille sE) sur les sérums obtenus après infection expérimentale par le WNV lignée 2 

(positif à J8 en MIA et J11 en ELISA) et équivalent pour les sérums WNV lignée 1 (résultats positifs à 

J11 en MIA et ELISA), TBEV et JEV (résultats positifs à J20 en MIA et ELISA).  

2/Aucune réaction croisée avec l’antigène TBEV.EDIII n’a été observée pour les sérums dirigés contre 

des flavivirus du sérocomplexe de l’encéphalite japonaise (WNV et JEV). Au sein du sérocomplexe de 

l’encéphalite japonaise, une faible réaction sérologique croisée a été observée uniquement à J58 

entre WNV.EDIII et JEV.EDIII avec les sérums WNV lignée 1 et 2. 

La distinction entre infection à JEV, WNV et TBEV a pu être faite dès J8 lors d’infection par le WNV 

lignée 2 et J35 pour les infections à WNV lignée 1 et TBEV, mais pas pour lors d’infection 

expérimentale par le JEV.  

Les potentiels discriminants du MIA et de la SNT sont comparables mais le délai d’identification du 

flavivirus en cause est augmenté avec la méthode MIA par rapport à la SNT pour le WNV lignée 2 (J35 

pour MIA versus J14 pour SNT), TBEV (J35 pour MIA versus J8 pour SNT) et JEV (pas d’identification 

avec la méthode MIA versus J35 pour SNT). 

 Sérums terrains 

246 sérums équins provenant de différentes zones d’endémie pour les WNV (103 sérums de 

Madagascar et Pakistan), JEV (101 sérums du Japon) et TBEV (74 sérums d’Autriche) ont été testés 

conjointement par les techniques ELISA, SNT et MIA. Les résultats montrent que la méthode MIA 

(bille WNV.sE) présente une sensibilité diagnostique comparable à la méthode ELISA pour les 

infections à WNV, JEV et TBEV. 

La méthode MIA permet de correctement différencier les sérums provenant d’infection à WNV et 

TBEV des autres infections à flavivirus. En ce qui concerne le JEV, la méthode MIA et ELISA de 

compétition ont des résultats très comparables mais sont moins sensibles que la SNT. Néanmoins, les 

2 techniques MIA et SNT différencient correctement les infections dues à JEV des autres infections à 

WNV ou TBEV sur les sérums trouvés positifs avec la bille WNV.sE. 
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Manuscrit N°3 : Application de la méthode 

d’immuno-essais sur billes au 

sérodiagnostic des flavivirus responsables 

de maladies neurologiques chez les chevaux  
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West Nile virus (WNV), Japanese encephalitis virus (JEV), and tick-borne encephalitis virus (TBEV) are flaviviruses responsible for
severe neuroinvasive infections in humans and horses.The confirmation of flavivirus infections is mostly based on rapid serological
tests such as enzyme-linked immunosorbent assays (ELISAs). These tests suffer from poor specificity, mainly due to antigenic
cross-reactivity among flavivirus members. Robust diagnosis therefore needs to be validated through virus neutralisation tests
(VNTs) which are time-consuming and require BSL3 facilities. The flavivirus envelope (E) glycoprotein ectodomain is composed
of three domains (D) named DI, DII, and DIII, with EDIII containing virus-specific epitopes. In order to improve the serological
differentiation of flavivirus infections, the recombinant soluble ectodomain of WNV E (WNV.sE) and EDIIIs (rEDIIIs) of WNV,
JEV, andTBEVwere synthesised using theDrosophila S2 expression system. Purified antigens were covalently bonded to fluorescent
beads. The microspheres coupled to WNV.sE or rEDIIIs were assayed with about 300 equine immune sera from natural and
experimental flavivirus infections and 172 nonimmune equine sera as negative controls. rEDIII-coupled microspheres captured
specific antibodies against WNV, TBEV, or JEV in positive horse sera. This innovative multiplex immunoassay is a powerful
alternative to ELISAs and VNTs for veterinary diagnosis of flavivirus-related diseases.

1. Introduction

Many flaviviruses such as West Nile virus (WNV), tick-
borne encephalitis virus (TBEV), Japanese encephalitis virus
(JEV), or dengue virus are emerging or reemerging diseases
threatening humans and/or animals [1–4]. Most flaviviruses
are arboviruses that can be transmitted by ticks, Aedes or

Culex mosquitoes, or by unknown vectors [5, 6]. Mosquito-
borne viruses are grouped into serocomplexes such as the
dengue or Japanese encephalitis serocomplexes on the basis
of their antigenic relationships [7]. WNV and JEV—two
major encephalitic viruses in horses and humans [8, 9]—
belong to the Japanese encephalitis serocomplex which is
composed of eight virus species and two subtypes [10].
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TBEV, another encephalitic flavivirus known to cause severe
infections in humans and dogs, belongs to the group of
mammalian tick-borne viruses [2].

Only low levels of viremia are induced after infection
with most flaviviruses (apart from dengue), so diagno-
sis is confirmed mainly through serological tools. Rapid
serological tools are widely used in human and veteri-
narian diagnostic laboratories, in particular enzyme-linked
immunosorbent assays (ELISAs) and immunofluorescence
assays (IFAs). ELISAs and IFAs are very sensitive but suffer
from a lack of specificity, generating positive reactions for
close flaviviruses within a specific serocomplex or even
for flaviviruses belonging to other serocomplexes [6]. For
example, JEV- or TBEV-infected patients can generate false
positive reactions in WNV ELISAs [11, 12]. Serological assays
should thus be interpreted with care taking into account the
patient’s history of vaccination and past infection and con-
firmed by comparative virus neutralisation tests (VNTs) [7,
13].Nevertheless, theVNT is usually less sensitive thanELISA
or IFA and some residual cross-reactions can be observed
within the Japanese encephalitis serocomplex. This time-
consuming immunoassay generally requires the production
of infectious virus particles in BSL3 facilities.

Rapid flavivirus serological assays have already beenmis-
interpreted in the past, highlighting the need for improved
serological tools. During the emergence of WNV in the
USA in 1999, the first WNV cases were initially thought to
be Saint Louis encephalitis cases, a flavivirus prevalent in
North America [14]. Consequently, the flavivirus surveillance
programmes currently in operation in many countries could
detect belatedly, or even fail to detect, the emergence of a new
flavivirus. Moreover, the spatial and temporal overlapping in
the circulation of flaviviruses makes it difficult to precisely
monitor the dynamics of a specific flavivirus. Mosquito-
borne flaviviruses like WNV or Usutu virus are widely
distributed throughout Europe with high spatial overlapping,
for example, in Italy, Austria, and Hungary [15–17], while
WNV and TBEV are regularly isolated in Central Europe [6].

Most antibodies elicited during flavivirus infections are
directed against the highly immunogenic envelope (E) pro-
tein, which contains both flavivirus cross-reactive and virus-
specific epitopes [18, 19]. The E glycoprotein is composed
of three domains named EDI, EDII, and EDIII, altogether
composing the soluble ectodomain of E (sE). Both EDI and
EDIII contain virus-specific epitopes [20–22], and EDIII
mediates virus attachment to the cell membrane [23, 24].
Potent neutralising antibodies have been shown to map to
EDIII [25–29], and amino acid substitutions within EDIII
may influence the pathogenicity of flaviviruses [27, 30–34].

The development of xMAP microsphere immunoas-
says (MIAs) or Luminex assays for human and veterinary
diagnoses offers promising multiplexing approaches to the
capture of specific antibodies directed against flavivirus
antigens [35–38]. To significantly improve the specificity and
sensitivity of flavivirus serodiagnosis based on the capture
of specific antibodies in host vertebrates, MIA has been
designedwith recombinant flavivirus EDIII antigens (rEDIII)
covalently coupled to colour-coded microspheres.This inno-
vative diagnostic tool combines the ease and rapidity of

ELISA with the precision of flow cytometry technology,
giving a reliable measurement of the multiple components of
antibody response in a single assay.

The serological diagnosis of infection due to neurotropic
flaviviruses is challenging due to their antigenic cross-
reactivity [11, 12, 39, 40]. The rapid serological tests used to
diagnose tick-borne encephalitis in Europe may be confused
with West Nile disease in endemic regions with high preva-
lence rates of infection in humans and horses [2, 41–43].
This research evaluated the capacity of the rEDIII-basedMIA
to detect and differentiate the antibody response induced
after three flavivirus infections responsible for encephalitis in
humans and horses: WNV, JEV, and TBEV.

Equine referen ce sera for these three diseases were
produced by experimental infection. These experiment-
produced sera were tested with an innovative MIA, as were
field sera collected from horses in countries with highly
prevalent JEV (Japan), TBEV (Austria), or WNV (Mada-
gascar and Pakistan) infections. The results obtained were
compared using VNTs for WNV, JEV, and TBEV and a
flavivirus competition ELISA.

2. Materials and Methods

2.1. Production of Recombinant WNV.sE and rEDIIIs of
WNV, JEV, and TBEV. The Drosophila S2 expression system
(DES, Life Technologies) was used to produce recombinant
WNV.sE and the flavivirus rEDIIIs in Drosophila S2 cells.

The synthetic genes (GeneCust, Luxembourg) encoding
the soluble ectodomain of E from WNV strain IS-98-ST1
(Genbank AY033389.1, residues E-1 to E-405) and the EDIII
(residues E-295 to E-405) from IS-98-ST1, EDIII (residues
E-302 to E-413) from JEV strain GP05 of genotype 3
(Genbank FJ979830.1), or EDIII (residues E-293 to E-399)
from TBEV strain Kumlinge A52 (Genbank AY268437.1)
were cloned into shuttle vector pMT/BiP/HisA in which
the SNAP-tag sequence (Covalys BioSciences AG) had been
initially inserted as a stabilizing protein. The resulting plas-
mids encoding either chimeric protein WNV.sE-SNAP or
chimeric proteins SNAP-EDIII were transfected into S2 cells
to establish stable cell lines S2/WNV.sE, S2/WNV.EDIII,
S2/JEV.EDIII, and S2/TBEV.EDIII according to the manufac-
turer’s recommendations (Life Technologies) [44]. After a 10-
day cadmium induction of the stable S2 cell lines grown in a
1 L spinner, cell supernatants were recovered and secreted sol-
uble His-tagged recombinant viral antigens were purified on
chelating and size-exclusion chromatography columns. The
protein quantities of highly purified WNV.sE-SNAP, SNAP-
WNV.EDIII, SNAP-JEV.EDIII, and SNAP-TBEV.EDIII were
determined using a BCAprotein assay kit (Thermo Scientific)
according to the manufacturer’s instructions. Ten to hundred
milligrams of recombinant viral antigens was obtained from
a single 1 L batch of S2 cell culture (Table 1).

2.2. Western Blot. A Western blot analysis was carried out
on 12% polyacrylamide gel on purified proteins heated for
five minutes at 95∘C and mixed with Laemmli 1X (Bio-
Rad) plus 5%𝛽-mercaptoethanol. Proteinswere subsequently
transferred to nitrocellulosemembrane andprobed overnight
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Table 1: Amount of flavivirus antigens produced in Drosophila S2
cells per litre of culture.

Recombinant flavivirus
antigens

Amount of purified protein (mg)
obtained per L of culture

WNV.sE 40
WNV.EDIII 175
JEV.EDIII 225
TBEV.EDIII 180

WNV.sE
EDIIIs

WNV

75kDa

50kDa

25kDa

MW TBEVJEV∗

Figure 1: 12% polyacrylamide gel electrophoresis showing the
recombinant WNV.sE-SNAP, SNAP-WNV.EDIII, SNAP-JEV.EDIII,
and SNAP-TBEV.EDIII proteins after purification. ∗MW:molecular
weight marker.

at 4∘C with the anti-His mouse monoclonal antibody at
a dilution of 1 : 1000 (Invitrogen, Life Technologies). The
membranes were incubated at a 1 : 5000 dilution of anti-
rabbit immunoglobulins coupled to horseradish peroxidase
(DakoCytomation) for one hour at room temperature (RT).
Proteins were then detected with Clarity ECL Western blot-
ting substrate (Bio-Rad) with five minutes of incubation and
30 seconds of exposure.The Precision Plus ProteinWesternC
Standard was used as a molecular size marker (Bio-Rad)
(Figure 1).

2.3. Multiplex Immunoassay Technology

2.3.1. CouplingAssay. Different colour-codedmagnetic beads
(Bio-Plex ProTM Magnetic COOH Beads, Bio-Rad Labora-
tories) were coupled at room temperature (RT) to WNV.sE
or flavivirus rEDIIIs through carboxylate amine bonds. Bead
regions 34, 46, 53, and 65 were used for TBEV.EDIII,
JEV.EDIII, WNV.sE, and WNV.EDIII, respectively. The
amine coupling assay was performed following the manu-
facturer’s instruction manual using the commercial Bio-Plex
Amine Coupling Kit (Bio-Rad Laboratories).

Each coupling reaction required 1.25 × 106 beads. Beads
were vortexed thoroughly for one minute and washed twice
with the bead wash buffer using a magnetic separator to

retain the beads.The beadswere then resuspended in 80 𝜇L of
bead activation buffer. Tenmicrolitres of hydroxysulfosuccin-
imide sodium salt (S-NHS; 50mg/mL) (Sigma-Aldrich) and
1-ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimide hydrochlo-
ride (EDAC; 50mg/mL) (Sigma-Aldrich) was prepared
extemporaneously in the bead activation buffer and added
to the bead suspensions. The beads were vortexed and then
placed in the dark on a rotary wheel for 20min at RT.
One hundred and fifty microlitres of PBS at pH 7.4 (Gibco,
Life Technologies) was added to the bead, briefly mixed
by vortexing at high speed, and removed (step repeated
once). The beads were then resuspended in 100𝜇L of PBS.
Five micrograms of WNV.sE or TBEV.EDIII or 50 𝜇g of
WNV.EDIII or JEV.EDIII (optimal final protein amount
established after different assays) was added to the beads in
500𝜇L of PBS (pH 7.4).The beads were incubated in the dark
on a rotarywheel for 2 h.The coupled beadswerewashedwith
500𝜇L of PBS (pH 7.4), resuspended in 250𝜇L of blocking
buffer, vortexed, and then incubated for 30min in the dark
on a rotary wheel. The supernatant was removed and the
coupled microspheres were resuspended in 500𝜇L of storage
buffer, vortexed, removed, and finally resuspended in 150𝜇L
of storage buffer, counted, and stored between 2 and 8∘C in
the dark.

2.3.2. Multiplex Immunoassay with WNV.sE and Flavivirus
rEDIIIs. Themagnetic beads coupled to their specific antigen
were diluted in 50𝜇L of dilution buffer from the ID Screen
West Nile competition kit (ID Vet Company) at a final
concentration of 1250 beads/well and placed in the wells
of the MIA plate (Bio-Plex ProTM flat bottom well plates,
Bio-Rad Laboratories). Serum samples and controls, once
heat-inactivated for 30min at 56∘C ± 1∘C, were diluted at
1 : 100 in 50𝜇L of the ID Screen dilution buffer and mixed
with the beads. After one-hour incubation at RT on a plate
shaker, the plate was washed three times with the washing
solution (PBS containing 0.05% Tween-20). Fifty microlitres
of a secondary biotinylated goat anti-horse IgG (Jackson
Immuno Research Inc.), diluted at 1 : 500 in the ID Screen
dilution buffer, was added to each well and incubated at RT
for 45min on a plate shaker. After three washing steps, 50 𝜇L
of streptavidin R-phycoerythrin conjugate (SAPE; 1 𝜇g/mL;
Qiagen), diluted at 1 : 100 in the ID Screen dilution buffer,
was added to each well. Finally, after 15-minute incubation
at RT on a plate shaker and three additional washing steps,
the beads were resuspended in 125 𝜇L of xMAP Sheath fluid
buffer (Bio-Rad Laboratories) and analysed using a Luminex
200 system (Bio-Rad Laboratories) (Figure 2). Fluorescence
intensity and bead colour coding were measured by dual
lasers that excite the beads at two different wavelengths:
635 nm to identify the microsphere particle and 532 nm to
excite the SAPE reporter dye [45].

For each sample, themedian fluorescence intensity (MFI)
was calculated from at least 50 beads bearing the same
antigen.

All equine sera were tested in duplicate in two separate
assays. If discrepant results were obtained from the two
assays, the corresponding sample was retested. The results
presented below correspond to one representative MIA.
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1250 beads/well 

WNV.
EDIII

WNV.
sE

JEV.
EDIII

TBEV.
EDIII

Beads (1) Incubation step (2) Washing step 

(3) Reading step 

Antigen coupled

bead

Serum antibody
Biotinylated antispecies

immunoglobulin

phycoerythrin (SAPE)
Streptavidin R-

Figure 2: Presentation of the flavivirus microsphere immunoassay (MIA) with four beads coupled to four antigens (WNV.sE, WNV.EDIII,
JEV.EDIII, and TBEV.EDIII).

2.4. ELISA Procedure. Equine serum samples were screened
using a commercial ELISA (ID ScreenWest Nile competition
ELISA kit; ID Vet, Montpellier, France) for antibodies against
WNV and related flaviviruses [11, 13, 40, 41, 46, 47]. Assays
were performed according to themanufacturer’s instructions.
In particular, the threshold value for considering a serum as
positive by the competition ELISA was % S/N < 40% and
as doubtful was 40 ≤ % S/N < 50% as recommended by the
manufacturer.

2.5. Virus Neutralisation Tests. ELISA positive samples were
further investigated through virus-specific microneutralisa-
tion tests (MNTs) against flaviviruses reported in the area
where the sera were collected.

Heat-inactivated sera, serially diluted (1 : 5 to 1 : 3645) in
Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) were mixed
with an equal volume (50 𝜇L) of DMEM containing 100
tissue culture infectious dose 50 (TCID50) of WNV strain
IS-98-ST1, JEV strain Nakayama, Usutu virus (USUV) strain
SAAR-1776 (South Africa) or TBEV strain Hypr (most being
a generous gift from the National Reference Centre for
Arboviruses in France at the Institut Pasteur, Paris). Each
serum was tested in duplicate. Cell and virus controls, as
well as virus back titration controls, were included in every
MNT run. After incubation of the plates at 37∘C for 1.5 h,
2 × 104 Vero cells in 100 𝜇L of DMEM were added to all the
wells. Plates were incubated at 37∘C for 3 to 5 days (3 days
for WNV and USUV, 4 days for JEV and 5 days for TBEV),
then cytopathogenic effects were observed under a light
microscope. A serum was considered negative if infection
occurred regardless serum concentration. It was considered
positive if cells were protected at the 1 : 10 serum dilution
for WNV, USUV and JEV and 1 : 20 for TBEV; its titre was
calculated as the inverse of the latest dilution at which cells

were protected [48]. For TBEV field sera fromAustria, TBEV
antibodies were previously identified by a Plaque Reduction
Neutralisation Test (PRNT) as per an existing protocol [41].

Owing to cross-neutralisation between flaviviruses, espe-
cially within the same serocomplex, VNTs end point titres
need to be compared.The flavivirus can then be identified by
considering the virus with the highest neutralisation capacity
and at least a fourfold difference in titres [49, 50].

2.6. Serum Samples

2.6.1. Reference Sera. Four Welsh mares of varying ages
(between 7 and 17 years) were used for experimental infection
with different flaviviruses. The ponies were screened for the
presence of antibodies against WNV or related flaviviruses
using a commercial ELISA kit (ID Screen West Nile com-
petition ELISA kit; ID Vet) and found negative prior to
flavivirus infection. One week before infection, they were
moved into a biocontainment building at the experimental
platform of infectiology (INRA, Nouzilly) and maintained
under biosafety level 3 conditions for 10 weeks. They were
infected subcutaneously with 107 pfu of either WNV lineage
1 (WNV1, IS-98-ST1 strain), or lineage 2 (WNV2, Aus08), or
JEV (Nakayama strain) or TBEV (Hypr strain). The animals
were monitored for clinical signs for 10 weeks and blood was
sampled on day 0 (D0), day 4 (D4), day 8 (D8), day 11 (D11),
day 14 (D14), day 20 (D20), day 35 (D35), and day 58 (D58).
Sera were obtained by centrifuging blood samples (2400 g, 10
minutes) and testedwith the IDScreenWestNile competition
kit (ID Vet), MIA, and MNT (viruses tested: WNV, JEV,
and TBEV). These infections were initiated after bioethics
acceptance according to European regulations on animal
welfare (Directive 2010/63/UE; French Ethical Committee
number 23-01-6V2).
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Table 2:Determination ofMIAcut-off, diagnostic sensitivity, anddiagnostic specificity forWNV.sE,WNV.EDIII, JEV.EDIII, andTBEV.EDIII
antigens by ROC analysis on ELISA positive and negative samples.

ROC analysis

Number of ELISA
positive samples

Number of ELISA
negative samples ROC cut-off

Diagnostic sensitivity
determined with this

cut-off

Diagnostic specificity
determined with this

cut-off
WNV.sE 189 172 17 98.4 99.4
WNV.EDIII 101 172 54 97.0 92.3
JEV.EDIII 88 172 55 93.2 94.7
TBEV.EDIII 59 172 61 98.4 100.0

2.6.2. Field Sera. A panel of WNV, JEV, and TBEV positive
and negative field sera were tested with the developed MIA.

WNVSera. One hundred and one field sera collected in either
Madagascar (35) or Pakistan (66) were found positive with
the ID Screen West Nile competition kit (ID Vet), and two
sera were doubtful. Prior to MIA testing, sera were evaluated
by MNTs to investigate the causative flavivirus involved.
According to the known circulation history of flaviviruses
in each area, WNV and USUV MNTs were performed on
the sera from Madagascar, while WNV and JEV antibodies
were evaluated in the sera from Pakistan. JEV neutralizing
antibodies were also sought in the sera fromMadagascar due
to the substantial propensity of JEV to spread.WNV infection
was confirmed byMNTon 96Equidae fromPakistan [51] and
Madagascar.

JEV Sera. One hundred and one field sera were sampled
in horses injected twice at one-month intervals with the
inactivated Japanese encephalitis vaccine (Nisseiken, Tokyo)
according to the manufacturer’s instructions, about four
months after the last vaccination, and were sent by the Japan
Racing Association. They were tested simultaneously by
ELISA, MNT (viruses tested: JEV and WNV), and flavivirus
MIA. JEV-specific antibodies were identified in 91 sera by the
MNT.

TBEV Sera. Sera were collected from 74 Lipizzaner horses
spread over three federal states in Austria and then screened
using the ID Screen West Nile competition kit (ID Vet).
ELISA positive and negative serum samples were further
investigated by a VNT for the three flaviviruses circulating in
Austria (WNV, USUV (MNT), and TBEV (PRNT)). TBEV-
specific antibodies were identified in 62 sera by PRNT [41].

Negative Sera. To test the specificity of the method, 104 field
sera sampled in the Camargue region of Southern France in
2007 and 56 sera from Ireland—all found negative with the
ID Screen West Nile competition kit (ID Vet)—were tested
with the flavivirus MIA.

3. Results and Discussion

3.1. Coupling of Recombinant Viral Antigens on Coloured
Microspheres. To significantly improve the specificity and
sensitivity of flavivirus serodiagnosis based on the capture of

specific antibodies in host vertebrates, the MIA was designed
with recombinant flavivirus EDIII antigens (rEDIII) cova-
lently coupled to colour-coded microspheres. Amino acid
similarities in the EDIII proteins of JEV, WNV, and TBEV
were determined using NCBI, Blastp program. Sequence
alignment showed an amino acid identity of 39% for WNV
and JEV versus TBEV and 74% between WNV and JEV,
as previously determined by Danecek et al. [30]. Highly
concentrated recombinantWNV.sE and rEDIII proteins from
JEV,WNV, and TBEV were obtained in the supernatant of S2
cells by using the Drosophila S2 expression system (Table 1)
andwere purified on chromatography columns.The apparent
molecular weights (MWs) of the soluble WNV.sE-SNAP
protein (between 50 and 75 kDa) and SNAP.EDIII proteins
(between 25 and 37 kDa) on PAGE-SDS were consistent with
their theoretical MWs (Figure 1).

3.2. Determination of MIA Experimental Cut-Offs. The diag-
nostic cut-off of the flavivirus MIA technology was deter-
mined by ROC analysis for all the antigens using well-
characterised sera found positive or negative by ELISA,
for example, 172 negative samples from Ireland, Camargue
(France), and Austria, 101 ELISA positive samples from
Madagascar and Pakistan (for WNV.sE and WNV.EDIII
cut-off), 88 positive samples from Japan (for WNV.sE and
JEV.EDIII cut-off), and 59 positive sera from Austria (for
TBEV.EDIII cut-off) (Table 2).

One low positive control for each bead was systematically
included in every test and the fluorescence results obtained
with WNV.sE, WNV.EDIII, JEV.EDIII, and TBEV.EDIII
beads were normalised as the ratio of the sample MFI over
the positive control MFI ×100 (S/P ratio).

The cut-off for the TBEV.EDIII antigen was determined
to be 61, generating a diagnostic sensitivity (Se) of 98.4%
and a specificity (Sp) of 100% (Figure 3). The cut-off for the
WNV.sE antigenwas determined to be 17, with corresponding
Se of 98.4% and Sp of 99.4%, while cut-off values for
WNV.EDIII and JEV.EDIII antigens were found to be 54 and
55, respectively, with corresponding Se of 97.0 and 93.2% and
corresponding Sp of 92.3 and 94.7% (Table 2).

According to ROC analysis, sera positive for flaviviruses
belonging to the JEV serocomplex were detected with a
higher specificity whenWNV.sE beads were used rather than
WNV.EDIII or JEV.EDIII beads. Consequently, to improve
the specificity of the developed MIA for the diagnosis of
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Figure 3: MIA fluorescence results, expressed as the ratio of the sample MFI over the positive control MFI X 100 (S/P ratio) on 20 ELISA
positive (P), three doubtful (D), and five negative (N) horse samples from Austria, as determined with the ID Screen West Nile competition
ELISA kit (ID Vet). The cut-off for the TBEV.EDIII antigen was determined to be 61.

flaviviruses in the JEV serocomplex, a decision algorithmwas
set up as follows: (1) an immune serum was considered to be
positive forWNVor JEV antibodies only if it reacted with the
WNV.sE antigen; (2) on the contrary an immune serum that
did not recognize WNV.sE antigen was evaluated as a naive
serum for both anti-WNV and JEV antibodies. Based on this
algorithm, the impact of the lower specificity of WNV.EDIII
(Sp = 92.3%) and JEV.EDIII (Sp = 94.7%) tests was reduced
by the fact that false reactives with WNV.EDIII or JEV.EDIII
were discarded if theWNV.sE signal was found to be negative.

Since TBEV belongs to another serocomplex, and the
TBEV.EDIII test was highly specific (Sp = 100%), a serum
was considered positive for TBEVwhen the TBEV.EDIIIMFI
value was above the threshold.

Finally, taking into account possible cross-reactions
between rEDIIIs due to partial rEDIII homology, a horse
was considered infected with a specific flavivirus if the
corresponding bead coupled to rEDIII generated an S/P
ratio at least 1.5-fold greater than that generated with the
other rEDIII beads. If a 1.5-fold difference could not be
achieved, the sample was considered to be infected with an
undetermined flavivirus. The sample was also considered
positive for an undetermined flavivirus if it reacted with
WNV.sE but not with any of the rEDIIIs.

3.3. Evaluation of the MIA on Experimental Sera. Sera sam-
pled from experimentally infected horses (WNV1, WNV2,
JEV, and TBEV) were analysed by flavivirus MIA and com-
pared to flavivirus competition ELISA and WNV, JEV, and
TBEVMNTs.

Flavivirus Detection. Given that the envelope E glycoprotein
from WNV reacts to the antibodies directed at least against
members of the JEV serocomplex of flaviviruses, the micro-
spheres bearing the recombinantWNV.sEweremore efficient
in capturing early anti-WNV (lineage 1 and, to a lesser extent,
lineage 2), anti-JEV, or anti-TBEV antibodies from infected

ponies than the respective rEDIII beads (Figure 4). Antibody
detection in WNV-infected ponies could be evidenced as
early as 8–11 days postinfection (PI), which was comparable
to MNT (D8) and ELISA (D11) results. For JEV infection, the
three serological assays, that is, WNV.sE MIA, ELISA, and
MNT, achieved a comparable detection efficacy as early as
20 days PI (Table 3). In TBEV-infected animals, anti-TBEV
antibodies were more efficiently evidenced by a TBEV MNT
(D8) than by ELISA orWNV.sEMIA detection (D20). TBEV
belongs to themammalian tick-borne encephalitis group and
the percentage of homology between TBEV and WNV.sE
proteins is lower than 40% (calculated by NCBI, Blastp
program) which can account for the delay in detecting anti-
TBEV antibodies by WNV.sE ELISA and MIA. To improve
the early detection of TBEV, a TBEV.sE bead could be added
to the panel of beads.

Therefore, in a single assay, the WNV.sE-based MIA was
found to be more sensitive than ELISA for the detection of
WNV lineage 2 antibodies and as sensitive as ELISA for the
early detection ofWNV lineage 1, JEV, and TBEV antibodies.

Flavivirus Identification. As mentioned above, a TBEV.EDIII
positive signal alone is sufficient to consider a horse infected
with TBEV, while WNV.EDIII and JEV.EDIII positive signals
can be considered to be due to WNV or JEV infections if the
sera also reacted with the WNV.sE coupled microspheres.

WNV antibodies were specifically identified as early as
D8 PI in the pony infected with WNV lineage 2, which
meant earlier detection than with the WNV MNT (D14).
Conversely, TBEV-, JEV- and WNV-specific antibodies, in
the case of the pony infected with a lineage 1 WNV strain,
were identified later by MIA than by MNT (D8 for MNT
versus D35 for MIA considering TBEV- and WNV lineage
1-infected ponies and D35 for JEV identification with MNT
versus no identification with MIA) (Figure 4 and Table 3).

This discrepancy in early specific detection by MNT and
MIA could arise from differences in the rapidity and intensity
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Figure 4: Reference equine sera sampled from ponies experimentally infected by different flaviviruses: TBEV (a), JEV (b),WNV lineage 1 (c),
and WNV lineage 2 (d) collected on different days after infection and tested by flavivirus MIA with four antigen coupled beads (JEV.EDIII,
WNV.EDIII, WNV.sE, and TBEV.EDIII). The mean and standard error of the S/P ratio of Ag “𝑥” divided by the ROC cut-off value for Ag
“𝑥” is displayed. A sample was considered positive for the bead if its ratio was greater than one. The assay was carried out twice in separate
experiments.

Table 3: Comparison of the earliest antibody detection using flavivirus ELISA, MIA, and VNT. Identification of specificWNV, JEV, or TBEV
antibodies in reference sera sampled on days 0, 4, 8, 11, 14, 20, 35, and 58.

ELISA
positive(1)

MIA MNT
Positive for
WNV.sE(2)

Flavivirus
identification(3) Positive(4) Flavivirus

identification(5)

Sera

WNV
lineage 1 D11 D11 D35 D8 D14

WNV
lineage 2 D11 D8 D8 D8 D14

JEV
TBEV

D20
D20

D20
D20

Not achieved
D35

D20
D8

D35
D8

(1)
ID Screen West Nile competition ELISA kit (ID Vet). Sample positive if %S/N ≤ 40%, doubtful if 40 ≤ %S/N < 50%, and negative if %S/N ≥ 50.

(2)WNV.sE positive if S/P ratio > 17 for the WNV.sE bead.
(3)WNV.EDIII identification if S/P ratio > 17 for the WNV.sE bead and S/P ratio > 54 for the WNV.EDIII bead.
JEV.EDIII identification if S/P ratio > 17 for the WNV.sE bead and S/P ratio > 55 for the JEV.EDIII bead; TBEV.EDIII identification if S/P ratio > 61 for the
TBEV.EDIII bead.
(4)MNT positive if MNT titre ≥ threshold (10 for JEV and WNV and 20 for TBEV).
(5)MNT identification of the flavivirus with the highest neutralisation capacity and at least a fourfold difference in titres.
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of antibody response in the immunised ponies. Indeed, only
the pony having received the lineage 2WNV developed signs
of infection, with an increase in body temperature of 2∘Cnine
days after the injection (data not shown). The fact that the
JEV Nakayama strain used for JEV infection was an atten-
uated vaccine strain can also account for poor sensitivity in
identifying JEV antibodies with the JEV.EDIII bead. Finally,
EDIII IgM antibodies detected soon after infection in model
or naturally infected mammals [18] efficiently neutralise the
virus in MNT but are not detected by our indirect IgGMIAs.

In conclusion, when used in a multiplex MIA format,
rEDIIIs were able to specifically identify WNV and TBEV
antibodies, particularly if sera were sampled after D20 PI.
EDIIIs of each virus were shown to be specific to the targeted
virus, with no cross-reactivity observed between rEDIII
beads during TBEV infection and slight cross-reactivity
between JEV.EDIIII and WNV.EDIII beads on D58 with
reference sera (Figure 4).

3.4. Evaluation of the MIA on Field Sera

WNV Survey. The study was based on sera sampled in
countries (Pakistan and Madagascar) with a high prevalence
of WNV infection.

Out of 101 sera positive with the ID Screen West Nile
competition kit, 100 were found WNV.sE positive and one
was WNV.sE negative with the flavivirus MIA. As regards
binding of rEDIII beads on WNV.sE positive sera, 99
sera were found to bind WNV.EDIII, 53 JEV.EDIII, and 2
TBEV.EDIII. Concurrently, 99 sera neutralised WNV and
36 neutralised JEV during the MNT for WNV and JEV,
respectively (Table 4). Cross-reactions were evidenced with
both techniques and incited us to define rules for flavivirus
differentiation.

By comparing the MFI of rEDIII beads and applying the
rules defined in Section 3.2 (S/P ratio of WNV.EDIII at least
1.5-fold greater than S/P ratios of other rEDIII beads to be able
to conclude that a WNV infection occurred), 96 sera were
found WNV positive by MIA and four were undetermined.
These results were similar to MNT results.The three negative
MIA and MNT sera were low positive or doubtful in ELISA
(% S/N = 38, 41, and 44, resp.).

To evaluate the specificity of the MIA on WNV negative
samples, 104 sera sampled in 2007 in the Camargue region,
Southern France, were added to the analysis [52].This region
is where French WNV cases had been previously reported
in 2000 and 2004 but the tested sera were found negative
by competition ELISA. One hundred and two sera were
determined to be negative by the flavivirus MIA and two
were found positive: one assigned as WNV positive and
the other one positive for an undetermined flavivirus. These
two discrepant results could be due to the generation of
false positives by MIA or to MIA being more sensitive than
ELISA. Interestingly, 56 other negative ELISA samples from
Ireland—a country having never encountered WNV cases—
also tested by MIA were all negative, supporting the second
hypothesis.

In the case of our WNV serosurvey, the MIA offered
sensitivity and specificity close to the ID Screen West Nile

competition ELISA (Se = 99.0% and Sp= 98.1%) for the detec-
tion of flavivirus antibodies and similar toWNVMNT for the
identification of WNV antibodies (Se = 100%) (Table 5).

JEV Positive and Negative Sera from Japan. Of the one
hundred and one sera collected from Japan healthy horses
vaccinated against JEV, the sensitivities of flavivirus ELISA
and MIA were comparable: 90 sera were found WNV.sE
positive by MIA, while they were either positive (88) or
doubtful (2) by ELISA, and 11 sera were found negative by
bothMIA and ELISA. Fewer JEV positive sera than sera from
the WNV survey reacted with WNV.EDIII (29 reactors) and
TBEV.EDIII (2 reactors) and cross-reactivity in MNT was
also evidenced in 11 sera, found positive for WNV and JEV
antibodies.

The JEV MNT was shown to be more sensitive than
MIA, with 91 sera found positive by JEV MNT versus 82 by
MIA (Tables 4 and 5). This result is in agreement with MIA’s
lower sensitivity value (93.2%) calculated by ROC analysis
and highlighted with reference sera.

JEV.sE (Genbank FJ979830.1) and WNV.sE (AY033389.1)
proteins have a percentage of amino acid homology of 77%
(calculated by NCBI, Blastp program). With our decision
scheme, a sample was considered flavivirus positive only
if WNV.sE bound equine sera. To improve the MIA, it
could be beneficial to add beads coupled to other flaviviral
antigens and in particular to JEV.sE and to determine its
cut-off through comparison with a sensitive IgG ELISA
dedicated to the detection of Japanese encephalitis disease.
The addition of JEV.EDIII beads of JEV genotypes other
than genotype 3 could also be considered to improve the
technique’s sensitivity.

Interestingly, three samples which were WNV.EDIII pos-
itive by MIA were found positive for both JEV and WNV
by MNT. These three samples presented higher WNV neu-
tralising antibody titres than JEV titres, but the comparison
of end-point titres and the fourfold difference rule was only
applicable for one sample considered as WNV positive. The
other two sera gave inconclusive results following MNTs. It
turned out that these three samples originated from horses
born in the USA, while the remaining 98 horses were born
either in Japan (96), in France (1), or in Ireland (1) and
consequently these three horses could present sustained anti-
WNV antibodies response, testimony of past vaccination, or
exposure to WNV in the USA.

Finally, flavivirus MIA and ELISA presented a similar
sensitivity for the detection of flavivirus antibodies in JEV
positive sera, while their sensitivity was weaker than JEV
MNT. For sera found to be positive for flavivirus (WNV.sE)
by MIA, the identification of JEV positive sera by MIA and
a JEV MNT were consistent. The determination of MIA
diagnostic Se and Sp should now be validated through a large
screening study with horses living in countries with a high
JEV prevalence.

Austrian TBEV Survey. Seventy-four sera collected in 2011
from horses in Austria and screened using flavivirus ELISA
andWNV, USUV, and TBEVVNTs were tested with our new
MIA technology [41].
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Table 5: Comparison of Se and Sp for flavivirus MIA, ELISA, and VNT on horse field sera.

Virus
identified MIA/ELISA MIA/VNT Number of field sera

tested

Positive for WNV.sE/ELISA
positive(∗)

Positive for
WNV.sE/VNT
positive(∗)

MIA identification/
VNT identification(∗)

WNV

Se = 99.0%
(100/101)
Sp = 98.1%
(102/104)(1)

Se = 100.0%
(99/99)

Se = 100.0%
(96/96)

207 sera from
Pakistan (68) +

Madagascar (35) +
France (104)

JEV

Se = 100.0%
(88/88)(2)

Sp = 100.0%
(11/11)

Se = 93.8%
(90/96)

Sp = 80.0%
(4/5)(3)

Se = 90.1%
(82/91)(4) 101 sera from Japan

Positive for WNV.sE/ELISA
positive(∗)

Positive for
TBEV.EDIII/VNT

positive(∗∗)
MIA identification/
VNT identification(∗)

TBEV

Se = 100.0%
(59/59)(5)

Sp = 100.0%
(12/12)

Se = 98.4%
(61/62)

Sp = 100.0%
(12/12)

Se = 96.8%
(60/62)(6)

Sp = 100.0%
(12/12)

74 sera from Austria

(∗)Same thresholds as in Table 3.
(∗∗)Positive for TBEV when the TBEV.EDIII MFI > 61.
(1)Two samples from the Camargue, France, were found positive by MIA but negative by ELISA.
(2)Two samples found doubtful by ELISA and positive by MIA were not taken into account for Se calculation (ELISA/MIA).
(3)One sample was found doubtful by ELISA, slightly positive by MIA with the WNV.sE bead, and negative by MNT.
(4)Three samples were identified as positive for WNV by MIA. One was also positive for WN by MNT while the other two were positive for an undetermined
flavivirus.
(5)Three samples found doubtful by ELISA and positive (2) or negative (1) by MIA were not taken into account for Se calculation (ELISA/MIA).
(6)One undetermined sample by MIA due to TBEV.EDIII and WNV.EDIII reacting beads.

Of 74 sera considered for analysis, low cross-reactivity
between the rEDIIIs was observed, with seven sera reacting
with the JEV.EDIII bead and one serumwith theWNV.EDIII
bead.

When considering TBEV.EDIII beads only, 61 sera were
found to be positive and 13 negative, while ELISA identified
59 positive and three doubtful results and TBEVMNTs found
62 positive results (Table 4). All negative MIA samples were
also found negative by ELISA and TBEVMNT (Sp = 100%).

Three samples found doubtful by ELISA and positive
using a TBEV PRNT were found negative (1 sample), TBEV
positive (1 sample), or with an undetermined flavivirus status
byMIA (1 sample).The undetermined flavivirus status in this
last sample was due to TBEV.EDIII andWNV.EDIII reacting
beads (Figure 3). However this sample tested negative for
WNV by MNT.

With these 74 samples, MIA was shown to be as sensitive
as ELISA (Se = 100%) and slightly less sensitive than TBEV
VNT (Se = 98.4%) on TBEV positive horse sera (Table 5).

4. Conclusion

In the present study, we describe an innovative multiplex-
ing immunoassay (MIA) based on the use of recombinant
antigens from zoonotic flaviviruses potentially responsible
for neurological diseases in horses. The flaviviral antigens
were efficiently produced in S2 Drosophila cells and the

resulting purified milligrams of recombinant WNV.sE or
flavivirus rEDIII proteins were used for reproducible binding
to coloured microspheres. The beads covered with viral
antigens led to the specific capture of antibodies directed
against WNV, JEV, or TBEV in spite of the well-known
antigenic cross-reactivity between these flaviviruses. The
flavivirus MIA provided a rapid and reliable alternative to
routinemethods for flavivirus serological diagnosis. As previ-
ously mentioned, standardised diagnostic tests such asWNV
ELISAs or IFAs suffer from a lack of specificity, so positive
results should be further investigated using time-consuming
VNTs which require BSL3 facilities. Within three hours,
our MIA method identified IgG directed against neurotropic
flaviviruses with a sensitivity and specificity equivalent to an
ELISA followed by corresponding VNTs. For JEV, a lack of
sensitivity was underlined in our study, but could probably
be resolved by the addition of JEV antigens (JEV.sE or rEDIII
from other JEV genotypes).

The identification of the main neutralising epitopes
involved in neutralisation of TBEV, WNV, and JEV in EDIII
stimulated its use as an antigen for serological diagnosis of
flavivirus infections [53].The use of flavivirus rEDIII proteins
in ELISA as a tool to detect and differentiate flavivirus
infections already proved successful for tick- and mosquito-
borne flaviviruses (Langat virus and WNV) as well as for
mosquito-borne flaviviruses belonging to different serocom-
plexes (WNV and Wesselsbron virus) [54]. Indirect ELISA
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with WNV.EDIII was also shown to generate WNV-specific
reactions with experimental sera from animals infected with
flaviviruses of the same serocomplex (WNV, JEV, Saint Louis
encephalitis, and Murray Valley encephalitis viruses) [20,
53]. However, in our hands, the OD signals produced by
rEDIIIs ELISAs are not sufficiently dissimilar to differentiate
the infecting flaviviruses when they belong to the same
serocomplex, such asWNV and JEV. Moreover, the results of
these rEDIIIs ELISAs usually need to be confirmed by a VNT
to obtain accurate results [54]. By employing themultiplexing
capacities of MIA, reactions in parallel and identical condi-
tions could be easily compared and interpreted. In our study,
MIA was shown to accurately identify TBEV, WNV, and JEV
infections.

Several advantages plead in favour of the development
and implementation of MIA technology in reference lab-
oratories: not only does it remove the need for level 3
biocontainment conditions to confirm flavivirus infections,
but it only requires a small quantity of sample (1 𝜇L) and
is very quick (<3 hours compared to 3–6 days for flavivirus
VNTs).

In the future, other proteins could be added to the
flavivirus MIA protocol to improve the serological diagnosis
of flaviviruses as coupling nonstructural proteins (NS) such as
NS1 orNS5 to differentiate vaccinated fromnaturally infected
animals or to distinguish recent from old infections [55]. The
detection of antiflavivirus IgM as described in [36] is another
promising approach. Finally, the development of species-
independent MIAs for flaviviruses generally circulating in
many different animal species would also be a valuable input.
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3.1.1.2.2. Discussion et conclusion 

Dans cet article nous avons décrit une méthode MIA innovante basée sur les antigènes 

recombinants, la sE du WNV et les EDIII des WNV, JEV et TBEV, pour le diagnostic de flavivirus 

zoonotiques, responsables de maladies neurologiques chez le cheval. 

La production d’antigènes sur cellules de Drosophila S2 est importante (>2 mg/ml) et les antigènes 

obtenus sont reconnus spécifiquement par les sérums équins testés. De plus la grande pureté des 

antigènes obtenus par les systèmes d’expression en cellules S2 réduit les problèmes de bruit de fond 

souvent observés dans les tests immunologiques utilisant d’autres systèmes de production.  

Avec les sérums de référence, l’identification d’une infection à flavivirus (bille WNV.sE) a été 

comparable entre ELISA de compétition et MIA. En revanche, la détection du flavivirus en cause au 

cours du temps a été plus tardive pour TBEV, WNV lignée 1 et JEV avec la méthode MIA 

comparativement à la méthode SNT. En particulier JEV n’a pas été identifié entre J4 et J58 avec la 

méthode MIA. Cette différence entre les 2 méthodes peut s’expliquer par l’intensité de la réponse 

immunitaire suite à l’épreuve expérimentale. En effet, seul le poney ayant été éprouvé avec le WNV 

lignée 2 a présenté des signes d’infection avec une augmentation de la température > à 2°C, 9 jours 

après l’infection (données non fourni). Le fait que la souche de JEV utilisée (souche Nakayama de 

génotype III ; code Genbank: EF571853) pour l‘infection ne soit pas une souche de terrain récente 

peut expliquer l’induction de cette faible réponse immunitaire. Enfin la SNT détecte les IgM et IgG 

alors que notre méthode MIA, telle qu’elle est conçue, ne met en évidence que les IgG.  

Hormis ce petit bémol, nous avons montré que les EDIII étaient capables de spécifiquement 

identifier, avec des réactions sérologiques croisées minimes, les anticorps WNV et TBEV pour des 

sérums de référence prélevés après J20. 

Concernant les sérums de terrain, la méthode MIA nécessite un algorithme décisionnel du fait de 

réactions croisées résiduelles entre les billes (figure 31).  

Avec les conditions détaillées dans le manuscrit, on obtient pour les sérums prélevés en zones 

d’endémie WNV, une sensibilité (Se) et spécificité (Sp) diagnostiques proches du kit ID Screen  

West Nile competition, ID Vet (Se=99% et Sp=98,1%) pour la détection des anticorps anti-flavivirus et 

une sensibilité diagnostique identique à la SNT WNV pour l’identification (Se=100%) des anticorps 

anti-WNV.  

Pour les sérums positifs et négatifs JEV, la méthode MIA offre une Se et Sp identiques à l’ELISA 

(Se=100% et Sp =100%) pour la détection des anticorps anti-flavivirus mais une sensibilité plus faible 

que la SNT (Se=90.1%) pour l’identification des anticorps anti-JEV. 
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Enfin pour les sérums terrains TBEV, la méthode est trouvée aussi sensible et spécifique que l’ELISA 

(Se et Sp=100%) et légèrement moins sensible que la SNT pour l’identification du flavivirus en cause 

(Se=96.8%, Sp=100%). 

 

En conclusion, malgré les réactions sérologiques croisées qui sont la règle dans le diagnostic 

sérologique des flavivirus, cette méthode MIA permet en moins de 3 heures de correctement 

différencier les IgG dirigées contre les infections à WNV, JEV et TBEV avec une sensibilité et 

spécificité qui sont équivalentes à l’ELISA de compétition complété d’une analyse de confirmation 

par SNT.  

Rapidité et spécificité de la méthode et faible quantité de sérums nécessaire (1µl) rendent cette 

technique multiplexe très prometteuse pour la détection et la caractérisation des infections à 

flavivirus chez le cheval. Elle a en outre le mérite de pouvoir s’affranchir d’un travail en laboratoire 

de confinement de niveau 3 pour la confirmation des infections à flavivirus, à la différence de la SNT. 

L’ajout de nouveaux antigènes à la méthode (antigène USUV en priorité) serait une nouvelle étape 

intéressante pour avoir un kit de diagnostic des principaux flavivirus circulant en Europe.  

La technique MIA est à l’heure actuelle systématiquement appliquée au laboratoire pour le 

diagnostic des flavivirus chez les chevaux. Elle permet de faire un « screening » rapide du flavivirus en 

cause et de s’assurer que la séroconversion observée n’est pas la conséquence de l’émergence d’un 

nouveau flavivirus. En effet comme nous allons le voir dans le paragraphe suivant, le cheval est un 

bon indicateur de la circulation du WNV dans une région mais son rôle de sentinelle pourrait être 

étendu à d’autres flavivirus qui sont de première importance en santé humaine. 

 

3.1.1.2.3. Données complémentaires : faire face à l’émergence de nouveaux flavivirus 

3.1.1.2.3.1. Contexte 

En Septembre 2015, la DDPP de la Nouvelle-Calédonie, dans le cadre d’une demande d’évaluation de 

la situation sanitaire des équidés du territoire nous a fait parvenir 30 sérums équins trouvés positifs 

ou douteux avec le kit ELISA compétition West Nile (kit ID Screen West Nile competition) afin de 

connaitre le ou les flavivirus responsables d’une réaction sérologique positive. 

Sur les 30 chevaux positifs, 18 étaient des chevaux locaux, 10 avaient été importés d’Australie, 1 de 

Nouvelle-Zélande et 1 de France. 

Les sérums de Nouvelle-Calédonie ont été testés au laboratoire par la méthode MIA avec les 

antigènes WNV.sE, JEV.EDIII, WNV.EDIII et TBEV.EDIII (cf méthode manuscrit 3) avec les même seuils 
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que décrits dans la publication (WNV.sE : seuil de 17, WNV.EDIII : seuil de 54, JEV.EDIII : seuil de 55 et 

TBEV.EDIII : seuil de 61) et le même algorithme décisionnel (cf ci-dessus). 

Tous les sérums ont par ailleurs été testés en SNT contre JEV et WNV (cf méthode manuscrit 3). 

 

3.1.1.2.3.2. Résultats  

Les 30 sérums trouvés positifs avec l’ELISA ont été trouvés positifs en MIA avec la bille WNV.sE. 

Concernant les EDIII, 8 sérums ont été trouvés positifs avec JEV.EDIII et WNV.EDIII et 1 avec 

TBEV.EDIII. En appliquant l’arbre décisionnel défini ci-dessus, la technique MIA a permis de conclure 

à 3 sérums WNV positifs, 4 sérums JEV positifs et 23 sérums positifs pour des flavivirus non 

déterminés. Par méthode SNT, l’identification a donné 2 échantillons WNV positifs, 1 échantillon JEV 

positif et 27 échantillons positifs pour des flavivirus non déterminés (tableau 4). Les 4 résultats 

discordants en MIA et SNT (3 sérums trouvés JEV positifs et un sérum trouvé WNV positif en MIA 

seulement) reflètent un défaut de spécificité de la méthode MIA ou un manque de sensibilité de la 

SNT. 

 

ELISA MIA Identification des 
flavivirus 
par MIA 

SNT Identification des 
flavivirus 
par SNT  

Sérums 
positifs en 
ELISA 

WNV.sE 
positifs 

WNV.EDIII 
positifs 
 

JEV.EDIII 
positifs 

TBEV.EDIII 
positifs 

WNV 
pos 

JEV 
pos 

30 30 8 8 1 3 WNV  
positifs 

3 2 2 WNV  
positifs 

4 JEV  
positifs 

1 JEV  
positif 

23 Flavivirus 
indéterminé 

27 Flavivirus  
indéterminé 

Tableau 4 : Identification des flavivirus circulant en Nouvelle-Calédonie par méthode MIA et SNT 

 

Les 3 sérums trouvés positifs en SNT WNV ou JEV ont été prélevés sur des chevaux originaires 

d’Australie. Une vaccination antérieure contre le WNV et JEV ou une ancienne infection (KUNV et 

JEV) pourraient être à l’origine de ces sérologies positives.  

Afin d’expliquer les plus de 75% (23/30) de résultats négatifs, une analyse préliminaire avec la 

technologie MIA a été effectuée à l’IP en utilisant les antigènes EDIII de DENV1, DENV2, DENV3 et 

ZIKV qui sont utilisés pour le diagnostic sérologique de ces maladies chez l’homme. N’ayant pas de 

sérums positifs équins contre les différents sérotypes de DENV et ZIKV, le seuil de positivité pour ces 
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antigènes a été déterminé par le calcul de la moyenne de la MFI des sérums négatifs +3 écarts types. 

Les résultats montraient que plus de 50% des sérums testés semblaient positifs en DENV1 et moins 

de 10% étaient positifs en ZIKV. 

Une sélection de 15 sérums positifs avec le kit ELISA ID Screen West Nile competition ainsi qu’en 

DENV1 ou ZIKV par MIA mais négatifs en WNV et JEVont été envoyés au CNR Arbovirus (IRBA) pour 

recherche sérologique de DENV1 et ZIKV par SNT, ces deux flavivirus ayant été responsables en 2014 

d’infections humaines sur l’île [331]. 

6 échantillons ont été trouvés positifs en DENV1 avec des titres en anticorps neutralisants entre 10 et 

> 40 et 3 animaux présentaient des sérologies DENV1 et ZIKV positives (Titres anti-ZIKV à 20 et anti-

DENV1 à 10-20) pour les 3 échantillons  (tableau 5).  

 

 SNT Bilan 

SNT Nombre de 

sérums 

WNV  

positifs 

DENV1 

positifs 

ZIKV 

positifs 

15 0 9 3 6 DENV1 

3 co-infections 

DENV1 et ZIKV 

Tableau 5 : Bilan des analyses par séroneutralisation DENV1, ZIKV et WNV  

Bilan réalisé sur 15chevaux de Nouvelle-Calédonie positifs en ELISA ID Screen West Nile competition mais 
négatifs en SNT WNV et JEV 

 

 

Ces résultats sont intéressants car ils montrent : 

1/ que le cheval peut être infecté par les virus DENV et ZIKV, plus probablement suite à la piqûre de 

moustiques Aedes infectés. Les moustiques du genre Aedes, reconnus comme majoritairement 

anthropophiles dans leurs préférences trophiques, surtout en ce qui concerne Aedes aegypti, 

peuvent ainsi se gorger sur d’autres vertébrés dont les chevaux [332-334].  

 

2/ que la réplication virale est suffisante pour qu’il y ait une séroconversion détectable en MIA ou 

SNT chez les animaux infectés. 
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Concernant les sérums négatifs en WNV, DENV1, JEV et ZIKV, l’infection par d’autres sérotypes de 

DENV (comme DENV3) ou d’autres flavivirus apparentés comme MVEV décrits dans cette région du 

monde pourraient expliquer ces réponses ELISA positives. 

3/ Sur les 9 chevaux positifs en DENV1, 7 étaient originaires de Nouvelle-Calédonie et 2 originaires 

d’Australie (date d’importation sur l’ile inconnue). Pour les chevaux trouvés co-infectés ZIKV et 

DENV1, un cheval était originaire de Nouvelle-Calédonie et 2 d’Australie où aucun cas autochtone de 

ZIKV n’a pour l’instant été diagnostiqué. On peut donc suspecter que ces chevaux ont été infectés 

localement.  

La prochaine étape serait de comparer en Nouvelle-Calédonie le taux de séroprévalence du cheval 

pour les virus DENV et ZIKV à celui de l’homme afin de savoir si cette espèce pourrait être utilisée 

comme sentinelle de l’infection de ces différents flavivirus. 

 

3.1.1.2.3.3. Discussion et conclusion  

La méthode MIA montre dans cet exemple l’aide significative qu’elle peut apporter à la détection 

d’un flavivirus émergent. En effet, lors d’enquêtes séro-épidémiologiques sur les chevaux, l’absence 

de fixation des sérums sur les EDIII des flavivirus circulants classiquement en Europe a permis de 

suspecter l’existence de réactions sérologiques  associées à l’infection par d’autres flavivirus.  

L’IP a synthétisé des antigènes EDIII recombinants (protocole décrit dans le manuscrit n°3) contre les 

4 sérotypes de DENV et le ZIKV, antigènes utilisés et validés pour la caractérisation des infections à 

flavivirus chez l’homme avec la technologie MIA [335]. L’ajout de ces nouveaux antigènes à notre 

technologie « MIA flavivirus cheval » permettrait d’améliorer la surveillance chez les équidés des 

flavivirus de première importance en santé vétérinaire et en santé publique.   

Nous allons maintenant nous intéresser au LIV, flavivirus présent depuis très longtemps en Europe et 

qui, s’il suscite moins d’intérêt que le TBEV, est responsable d’encéphalites chez les petits ruminants 

mais aussi parfois chez le cheval [119], les bovins et l’homme (cf. 1.2.2.2).  

 

3.1.1.3.  Outils de diagnostic sérologique multiplexe : application de la méthode MIA 

au sérodiagnostic du LIV chez les ovins 

Nous avons produit au laboratoire, lors du stage Master 2 d’Audrey Gabassi, les EDIII des virus BAGV 

(antigène qui n’a pu jusqu’à présent être testé faute de sérums positifs anti-BAGV) et LIV suivant une 
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technique de production en système Drosophile S2 transmise aimablement par l’équipe de Philippe 

Desprès (brevet WO 2012/076715 A1) [336] et décrite brièvement dans le manuscrit 3. 

3.1.1.3.1. Matériel et méthodes  

3.1.1.3.1.1. Production des protéines recombinantes LIV et BAGV 

a. Cellules  

- Les plasmides d’intérêt, portant un gène de résistance à l’ampicilline, ont été clonés et amplifiés en 

bactéries thermo-compétentes DH5α (Invitrogen)  

- La lignée cellulaire S2 (Invitrogen) est une lignée cellulaire continue dérivée d’une culture primaire 

d’embryons de Drosophila melanogaster (Schneider, 1972). Les cellules S2 ont été cultivées à 28 °C 

sans CO2 dans des flasks 25cm2 pour culture cellulaire, en milieu Schneider Drosophila Medium 

(Invitrogen) supplémenté par 10 % de sérum de veau fœtal (SVF, Gibco) et un mélange antibactérien 

et antifongique (Antibacterian-Antimycotic solution 100X, Sigma).   

b. Gènes synthétiques 

Des gènes synthétiques correspondant aux EDIII de souches virales de BAGV et LIV isolées 

récemment en Europe sur des espèces sensibles à l’infection viral ont été obtenus auprès de 

Genecust (tableau 6). 

 

 Isolement Code GenBank Nucléotides pour la 

synthèse d’EDIII 

Bagaza (BAGV) Perdrix, Espagne 2010 HQ644143.1 1865 à 2143 

Louping ill (LIV) Agneau, Angleterre 

2009 

KF056331.1 1905 à 2153 

Tableau 6 : Souches choisies pour la synthèse des EDIII des virus BAGV et LIV. 
Pour le BAGV, la souche retenue a été isolée sur une perdrix à Cadix dans le Sud-Ouest de l’Espagne en 2010 

(code Genbank HQ644143.1). Le LIV a été isolé à Penrith (Cumbria, Angleterre) sur un agneau en 2009 (code 

GenBank KF056331.1).  

 

Les sites de restriction reconnus par les endonucléases AgeI (A′CCGGT) et BssHII (G′CGCGC) ont été 

introduits en amont et en aval respectivement du gène synthétique EDIII. 
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c. Plasmides et constructions plasmidiques  

Les plasmides de clonage pUC57 contenant les gènes synthétiques des séquences modifiées ont été 

obtenus auprès de la société GeneCust (GeneCust Europe, Luxembourg). Le plasmide pUC57 

(GenScript) est un vecteur commercial couramment utilisé pour la réalisation de clonages en système 

bactérien.  Il contient un gène de résistance à l’ampicilline, ainsi qu’un site de clonage multiple inséré 

dans la région 5’ du gène rapporteur codant la β–galactosidase. 

Le plasmide pMT/BiP/SNAP receveur a été aimablement fourni par l’IP. Il est constitué du 

promoteur de la métallothionéine (pMT), de la séquence signal BiP (18AA), de la séquence SNAP 

(190AA) ainsi que du site de restriction BssHII ajoutés en aval de la séquence BiP. Il permet 

l’expression inductible de protéines recombinantes et leur sécrétion dans le surnageant de culture 

grâce à la présence du gène d’insecte BiP. L’expression du gène d’intérêt est sous contrôle d’un 

promoteur inductible au chlorure de cadmium (CdCl2) (figure 32). La cassette d’expression comprend 

la séquence BiP, un site de clonage multiple pour l’insertion du gène d’intérêt, suivi d’une séquence 

codant une étiquette hexahistidine (6 résidus histidine) pour la purification des protéines 

chimériques recombinantes à l’aide d’une résine chélatrice de Nickel (Ni2+).    

 

 

 

 

Figure 32: Représentation schématique du plasmide vecteur.  
pMT : promoteur inductible aux métaux lourds ; BiP : protéine chaperonne avec un signal d’adressage pour la 

sécrétion dans le milieu extérieur ; SNAP : étiquette ; BssHII et Age I : enzymes de restriction ; HIS : Etiquette 

hexahistidine 

 

d. Clonage des séquences d’intérêt 

Les gènes synthétiques codant les EDIII de BAGV et LIV ont été insérés en aval de la séquence du 

domaine SNAP, entre les sites de restriction BssHII et AgeI du plasmide pMT/BiP/SNAP. 

2µg des plasmides pUC57-EDIII et 2 µg du plasmide receveur pMT/BiP/SNAP ont été digérés avec les 

enzymes BssHII et AgeI dans du tampon 1.1 (New England Biolabs) à 37°C pendant une heure. Une 

électrophorèse sur un gel d’agarose à faible point de fusion (Invitrogen) concentré à 1% a ensuite été 

réalisée (100 Volts, 45 minutes) afin de récupérer après migration les fragments correspondant aux 

SNAP EDIII HIS BiP pMT 

BssHII AgeI 
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inserts (environ 300 pb) ainsi que la bande du plasmide receveur correspondant au plasmide 

pMT/BiP/SNAP ouvert et sans insert (4061 pb). Chaque bande a été découpée du gel puis purifiée en 

suivant le protocole du kit fournisseur QIAquick gel extraction (Qiagen). 

Une fois les ADN purifiés, une ligation a été réalisée entre 25ng des inserts LIV.EDIII ou BAGV.EDIII et 

50 ng de plasmide receveur pMT/BiP/SNAP, avec 5 µl de sticky end ligase master mix (New England 

Biolabs). Des bactéries thermo-compétentes Dh5α ont été transformées avec les plasmides pMT-BiP-

SNAP-BAGV.EDIII et pMT-BiP-SNAP-LIV.EDIII Les bactéries qui se sont développées sur gélose solide 

LB + ampicilline grâce au gène de résistance à l’ampicilline contenu dans le plasmide pMT-BiP-SNAP-

BAGV.EDIII ou pMT-BiP-SNAP-LIV.EDIII ont été repiquées sur milieu liquide LB + ampicilline (Sigma-

Aldrich) (1 colonie/tube). Les plasmides ont ensuite été purifiés en suivant le protocole du kit 

«nucleospin plasmid DNA purification kit » (Macherey-Nagel). Les plasmides obtenus après 

purification ont été vérifiés par digestion enzymatique (PstI pour BAGV et BamHI pour LIV) en ayant 

pris soin de choisir un site de restriction localisé au sein d’EDIII. La taille des produits de digestion 

obtenus a été contrôlée par migration sur gel d’agarose 1%. Un séquençage de la séquence insérée a 

également été réalisé.  

e. Transfection in vitro en cellules de drosophiles 

La transfection de cellules de drosophile S2 par les plasmides pMT-BiP-SNAP-BAGV.EDIII ou pMT-BiP-

SNAP-LIV.EDIII a été réalisée selon le protocole établi par l’Institut Pasteur.  

Des lignées stables, exprimant la protéine d’intérêt, peuvent être générées en 3 à 4 semaines en co-

transfectant les cellules S2 avec le vecteur d’expression et un vecteur de sélection, pCOBlast, 

contenant le gène de résistance à la blasticidine. Les cellules S2 ont été ensemencées en plaques 6 

puits en milieu de culture Schneider supplémenté avec 10 % de SVF, à raison de 3 x 106 cellules par 

puits. Le lendemain, les cellules ont été co-transfectées par 2 µg d’ADN plasmidique et 0,1 µg de 

pCOBlast en présence des transfectants du kit Effectene (Invitrogen) selon le protocole du fabricant. 

Après 24 h d’incubation à 28 °C, le milieu de culture a été changé. Au jour J4 après transfection, la 

blasticidine a été ajoutée à une concentration finale de 25 µg/ml dans le milieu de culture des puits, 

afin de sélectionner les cellules transfectées. Les cellules transfectées ont ensuite été passées 2 fois 

par semaine en flasks 25cm2 pendant 3 semaines dans du milieu Schneider avec 10 % SVF contenant 

25 µg/ml de blasticidine. Au 7ème passage, les cellules ont été resuspendues dans du milieu 

Schneider sans SVF, contenant 5 µM de chlorure de cadmium (CdCl2) afin d’induire l’expression des 

protéines recombinantes. Après 10 jours d’induction par le cadmium, le milieu extracellulaire des 

cellules S2 transfectées contenant les protéines accumulées a été prélevé et congelé à -80 °C (figure 

33). 
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Figure 33 : Schéma de la transfection des plasmides d’intérêt en cellules de drosophile S2 (Audrey Gabassi)  

 

  

 

Plasmide pCOBlast : 0,1 µg  

Plasmide pMT-Bip-SNAP-xxx-EDIII à 2µg. 

Tampon EC qsp 150 µl 

16 µl Enhancer. Laisser 5 min T°C ambiante.  

20 µl Effectène. Incuber 15-20 min T°C ambiante 

450 µl milieu de culture Schneider complet  

 

Centrifugation cellules S2  à 

1200 tr/min pendant 5 min 

Resuspension dans 10 ml de 

milieu Schneider complet 

Ensemencement 3.10
6
cellules 

par puits en plaque 6 puits 

 

JOUR 0 

JOUR 2 JOUR 4 : SELECTION 

Récupération contenu des puits dans des tubes 

falcon  

Centrifugation 1200 tr/min pendant 3 min 

Resuspension dans 10 ml de milieu complet 

Remise dans les même puits 

Récupération contenu des puits dans des tubes falcon 

Centrifugation 1200 tr/min pendant 3 min 

Resuspension dans 10 ml de milieu complet 

Ajout de 25 µg/ml de blasticidine par puits 

JOUR 1 : TRANSFECTION 

INDUCTION 

 

Passage 8 

  Centrifugation et 

resuspension dans du 

milieu sans SVF 

 

 
 

 
 

 

 
 

 

 

 

 

Passage 1 Passage 2 
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3 à 7 

PASSAGES 

 

 

Induction au 

Cadmium 

(5µM) 

10 jours 

Purification 

de la protéine 

contenue dans 

le surnageant 

Témoin 
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f. Concentration et purification des antigènes recombinants 

L’expression de la protéine d’intérêt a été recherchée par analyse Western Blot à partir d’une 

fraction du milieu extracellulaire sur un gel SDS-Page (Biorad) contenant 12% de polyacrylamide . 30 

µl de chacun des surnageants de cellules S2 transfectées et obtenus après 10 jours d’induction a été 

mis en contact avec du bleu de Laemmli 4x (Biorad) et 5% de β-mercaptoéthanol (Biorad). 

L’ensemble a été dénaturé 5 minutes à 95°C avant d’être déposé sur le gel. Après migration, le gel a 

été transféré sur membrane en condition semi-liquide durant 30 minutes (Trans-Blot-Turbo, Biorad) 

puis une saturation de la membrane durant 1heure à température ambiante par du PBS-Tween 

0,05%-lait 5% a été effectuée avant incubation pendant une heure à température ambiante avec 5ml 

d’anticorps primaire de souris anti-Histidine (Invitrogen) dilué au 1/1000ème dans du PBS-Tween 

0,05%-lait 5%. Après incubation, 3 lavages successifs de 5 minutes avec 5 ml de PBS-Tween 0,05% ont 

été nécessaires avant incubation pendant une heure à température ambiante avec 5ml d’anticorps 

secondaire de lapin anti-souris HRP (Dako) dilué à 1/5000 dans du PBS-Tween 0,05%-lait 5%. Après 3 

nouveaux lavages pendant 5 minutes avec 5 ml de PBS-Tween 0,05%, 2ml d’ECL contenant 0,5 µl de 

H2O2 (Sigma) ont été déposés sur la membrane à l’obscurité durant 5 minutes avant lecture dans le 

lecteur de chimioluminescence Fusion (Vilver). 

Une fois la présence des protéines visualisée, à un poids moléculaire attendu, le reste du surnageant 

a été transmis à la plateforme PF5 de l’IP pour purification. 

3.1.1.3.1.2. Sérums terrains  

35 sérums d’ovins positifs en Ig totales anti-LIV et 20 sérums d’ovins négatifs (sérologies réalisées par 

technique HIT) nous ont été gracieusement envoyés par Mara Rocchi (Moredun Research Institute, 

Scotland, UK) pour comparaison des résultats HIT avec la méthode MIA. 

3.1.1.3.1.3. Méthode MIA 

Les conditions de la méthode MIA LIV sont principalement celles décrites dans le manuscrit 3. Les 

analyses étant dans un premier temps réalisées sur sérums ovins, un anticorps biotinylé de lapin anti-

IgG ovines (Jackson Immuno Research) a été utilisé dilué au 1/500. 

Les différents antigènes couplés aux billes étaient respectivement WNV.sE (bille 53), WNV.EDIII (bille 

65), JEV.EDIII (bille 46), LIV.EDIII (bille29) et TBEV.EDIII (bille 34). 

 

3.1.1.3.1.4. Méthode ELISA 

Les sérums ovins ont été testés par ELISA compétition en utilisant le kit commercial ID Screen West 

Nile compétition (ID Vet) pour la détection des anticorps contre le WNV et les flavivirus apparentés. 
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L’essai a été réalisé suivant les instructions du fabricant. Le seuil de positivité pour cet ELISA de 

compétition était % S/N < 40% et les sérums étaient considérés comme douteux pour 40 ≤ % S/N< 

50% comme recommandé par le fabricant.  

 

3.1.1.3.2. Résultats  

3.1.1.3.2.1. Expression et purification des protéines recombinantes  

a. Expression des protéines recombinantes 

Toutes les protéines chimériques (« SNAP-antigène viral ») ont été fusionnées dans leur région N-

terminale au peptide signal BiP, induisant la sécrétion dans le milieu extracellulaire des protéines 

exprimées. Les surnageants prélevés ont d’une part été envoyés à l’Institut Pasteur pour que chaque 

protéine soit purifiée et d’autre part testés en parallèle à l’UMR de Virologie en Western Blot avec un 

anticorps anti-Histidine pour vérifier la présence de la protéine. Les résultats sont présentés figure 

34. Une unique bande, correspondant à une protéine de poids moléculaire compris entre 25 et 37 

kDa, a été observée pour les puits 1 BAGV.EDIII et 3 LIV.EDIII. Aucune bande n’était visible sur les 

puits témoins 2 et 4 non induits. En conclusion les protéines EDIII des virus BAGV et LIV ont été 

produites avec succès, après induction de leur synthèse dans le surnageant  des cellules S2.  

 

Figure 34 : Vérification de la production des protéines SNAP-BAGV.EDIII et SNAP-LIV.EDIII par Western-Blot.  
Marqueur de taille. 1. SNAP-BAGV.EDIII induite, 2. SNAP-BAGV.EDIII témoin 3.SNAP-LIV.EDIII induite  4. SNAP-

LIV.EDIII témoin  
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b. Purification et dosage des protéines  

Les surnageants induits contenant les protéines SNAP-BAGV.EDIII et SNAP-LIV.EDIII ont été transmis à la 

plateforme PF5 de production et de purification de protéines recombinantes en cellules eucaryotes 

de l’IP. Après concentration et purification des protéines sécrétées par les cellules, la pureté des 

fractions protéiques récoltées a été vérifiée à l’IP par migration dans un gel à gradient de 

polyacrylamide (figure 35).  

 

 

Figure 35 : Compte rendu de la purification des protéines recombinantes établi par la plateforme PF5 de l’IP  
Electrophorèse sur gel dénaturant à gradient de polyacrylamide de 4 à 15% (Mini-PROTEAN® TGX StainFree™ 
precast gel, Bio-Rad) des protéines recombinantes préalablement purifiées sur colonne d’affinité. Le marqueur 
de poids moléculaire des protéines est situé à gauche, le poids des protéines de référence est indiqué en kDa. 
La flèche noire indique la position des protéines purifiées à la taille attendue.   

 

Les concentrations en protéines purifiées des fractions variaient entre 0.2 mg/ml pour SNAP-LIV.EDIII 

et 0.32mg/ml pour SNAP-BAGV.EDIII ce qui correspond à des concentrations modestes pour le 

système de production S2. 

 

3.1.1.3.2.2. Utilisation de la méthode MIA pour le diagnostic LIV 

1. Détermination du seuil de positivité 

Les seuils de positivité pour l’antigène LIV-EDIII et WNV.sE ont été déterminés par analyse des 

courbes ROC sur les 68 sérums ovins trouvés positifs et négatifs par méthode HIT pour le LIV.  

Le seuil de positivité pour la bille LIV-EDIII a été déterminé à 462 (Se : 91.4% et Sp de 81.8%) et le 

seuil de positivité pour la bille WNV.sE a été déterminé à 2197 (Se : 91.4% et Sp : 90.9%) (figure 36) 

 

SNAP-BAGV.EDIII SNAP-LIV.EDIII 

25kDa 

37kDa 
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Figure 36 : Courbes ROC calculées pour la détection d’anticorps spécifiques de LIV par méthode MIA dans les 
sérums ovins précaractérisés en HIT.  
(A) Courbe ROC pour la recherche d’IgG spécifiques de EDIII de LIV. (B) Courbe ROC pour la recherche d’IgG 
reconnaissant la glycoprotéine WNV.sE (tous flavivirus) 

 

Le seuil de positivité pour les autres billes WNV.EDIII, JEV.EDIII et TBEV.EDIII n’ont pu être déterminés 

par cette méthode du fait de l’absence de sérums positifs ovins pour les virus WNV, JEV et TBEV. Le 

seuil de positivité pour ces antigènes a donc été déterminé par le calcul de la moyenne de la MFI des 

négatifs +3 écarts types ce qui donne : JEV : seuil 480 ; WNV : seuil de 706 et TBEV : seuil 1835. 

2. Evaluation de la méthode MIA sur sérums ovins 

 

 Détection des flavivirus  

Comme décrit dans le manuscrit 3, WNV.sE porte de nombreux épitopes commun au genre flavivirus 

et permet la mise en évidence des IgG dirigées contre la glycoprotéine E des flavivirus des 

sérocomplexes de l’encéphalite japonaise ou de l’encéphalite à tique (LIV faisant partie de ce dernier 

sérocomplexe).  

En appliquant les différents seuils calculés ci-dessus, il a été observé que la bille WN.sE génère des 

résultats comparables à l’ELISA de compétition, à savoir 34 sérums positifs en ELISA et MIA (bille 

WNV.sE) versus 35 en HIT et respectivement 7 et 6 sérums trouvés positifs en ELISA et MIA et 

négatifs en HIT (tableau 6).  

 Identification du flavivirus en cause. 

32 sérums sur les 35 positifs en HIT ont été trouvés positifs avec la bille LIV.EDIII, 23 avec la bille 

TBEV, 0 avec la bille WNV.EDIII et 2 avec la bille JEV.EDIII (avec une valeur proche du seuil calculé 

A.  EDIII.LIV 
B.  WNV.sE 
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pour cette bille). 7 sérums, qui correspondaient aux sérums positifs en ELISA ainsi que pour 6 d’entre 

eux à la bille WNV.sE positive, ont été trouvés positifs avec la bille LIV.EDIII mais négatifs en HIT (cf. 

tableau 7). 

 

 Nb 
sérums 

ELISA  

Positifs 
ou 
douteux 

MIA 

   JEV.EDIII  

Positifs 

WNV.EDIII 

positifs 

WNV.sE 

positifs 

TBEV.EDIII 

positifs 

LIV.EDIII 

positifs 

HIT LIV 
Positif 

35 34 2 0 34 23 32 

HIT LIV 
négatif 

33 7 1 1 6 1 7 

Tableau 7: Identification d’anticorps ovins anti-LIV par 3 techniques différentes (HIT LIV, ELISA compétition 

(ID Screen West Nile competition kit) et MIA LIV) 

 

3.1.1.3.3. Discussion et conclusion 

La méthode MIA permet la distinction entre les anticorps dirigés contre le LIV et ceux dirigés contre 

les flavivirus du sérocomplexe de l’encéphalite japonaise avec une bonne sensibilité (Se=91.4%).  

Avec cette méthode, 7 sérums ont été trouvés positifs avec la bille LIV.EDIII (sérums trouvés 

également positifs en ELISA) mais négatifs en HIT. Ce résultat peut souligner un manque de 

spécificité ou une plus grande sensibilité de la technique MIA LIV et ELISA par rapport à l’HIT. En effet 

il nous a été précisé lors de l’envoi des sérums que les échantillons trouvés positifs en HIT à la 

première dilution (1/10) étaient considérés négatifs pour prendre en compte les réactions 

aspécifiques du sérum avec les globules rouges. L’analyse de la spécificité de la technique MIA 

devrait donc être validée sur des sérums négatifs provenant de pays indemne de LIV. Ainsi la 

question de savoir si la technique MIA offre une meilleure sensibilité ou souffre à l’inverse d’un 

manque de spécificité ne peut être ici tranchée.  

Les virus LIV et TBEV appartiennent au même sérocomplexe de l’encéphalite à tique et peuvent 

induire des réactions sérologiques croisées. On observe que 23/32 sérums positifs en HIT LIV ont une 

réaction positive à la fois aux antigènes TBEV.EDIII et LIV.EDIII (tableau 7). Cette constatation n’est 

pas surprenante quand on calcule l’homologie de séquences en acide aminé (AA) des deux domaines 
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TBEV.EDIII et LIV.EDIII (calculs réalisés à l’aide du programme NCBI Blastp). L’alignement des 

séquences des EDIII de flavivirus montre une identité en AA de 39% entre WNV souche Is98 (ou JEV 

souche Nakayama) et LIV (souche tableau 6) et à l’inverse de 93% entre TBEV et LIV (souches tableau 

6). Cette forte homologie de séquences entre TBEV.EDIII et LIV.EDIII est en accord avec les données 

de la bibliographie qui considère le LIV comme un sous type de TBEV et non comme un virus différent 

(cf. 1.2.2.2). 

En conclusion la méthode MIA permet une bonne distinction entre les réactions sérologiques 

induites par les virus appartenant au sérocomplexe de l’encéphalite japonaise et celles dirigées 

contre les virus des encéphalites à tique mais les réponses sérologiques anti-LIV et TBEV ne peuvent 

être distinguées sur la seule base de la caractérisation des anticorps anti-EDIII par MIA, les domaines 

protéiques des virus LIV et TBEV étant très proches génétiquement. La méthode MIA permet donc de 

d’établir une première classification des réactions sérologiques observées pour les sérums provenant 

d’infection par les virus des encéphalites à tique. Cependant une validation par une SNT LIV et TBEV 

est nécessaire pour identifier le virus en cause.  

 

Dans cette première partie, nous nous sommes attachés à différencier les réactions sérologiques 

induites après infections naturelle par des flavivirus circulant en Europe ou à risque d’émergence sur 

le continent.  

Cependant, un autre défi du diagnostic sérologique des infections à flavivirus consiste en la 

différenciation entre les anticorps produits suite à une infection à flavivirus de ceux marqueurs d’une 

vaccination. Cette distinction est très importante dans le cas de la surveillance WNV, car le cheval est 

une sentinelle de l’infection, les cas neurologiques équins précédant souvent les cas humains. Le 

recours fréquent à la vaccination des équidés contre le WNV peut donc gêner la surveillance WNV si 

la distinction entre anticorps vaccinaux et non vaccinaux ne peut être faite.  

Dans cette dernière partie de notre volet diagnostic, nous avons mis en place un test DIVA pour le 

WNV. Ce test a été évalué à partir de sérums prélevés en 2016 sur des chevaux  de la région 

Camargue, région qui a connu une épizootie de WNV en 2015, et en ciblant particulièrement les 

écuries ayant vacciné contre le WNV suite à cette épizootie. 

3.1.1.4. Approche sérologique multiplexe pour la mise en place d’un diagnostic DIVA 

3.1.1.4.1. Contexte 

La France a fait face en 2015 à une intense circulation du WNV dans la population équine en région 

Camargue. Entre août et octobre 2015, 72 cas suspects (chevaux avec des signes neurologiques) ont 

été comptabilisés en Camargue, conduisant à la confirmation de 41 cas de WNND et à 31 cas 
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infirmés. 3 formes fébriles et 5 infections asymptomatiques ont par ailleurs été diagnostiquées, 

provenant soit du dépistage systématique organisé sur les équidés des premiers foyers ou 

d’enquêtes rétrospectives aux alentours des foyers. De plus une forme fébrile humaine a été 

diagnostiquée dans la ville de Nîmes [135]. 

Suite à cette épizootie, un consortium pluridisciplinaire regroupant des scientifiques de l’INRA, des 

écoles vétérinaires (VetAgroSup et Toulouse), de l’ANSES, du Labéo Frank Duncombe a réalisé une 

enquête sérologique au printemps 2016 sur 289 chevaux de la région Camargue dans le cadre du 

projet OPium financé par l’IFCE et les Fonds Eperon. La technique MIA a été utilisée pour étudier et 

comparer la réactivité des sérums obtenus vis-à-vis de plusieurs antigènes WNV (WNV.sE, WNV.EDIII 

et WNV.NS1), dans le but de déterminer s’il était envisageable de différencier les chevaux infectés 

naturellement de ceux vaccinés par le WNV.  

Parmi les 289 chevaux qui ont été prélevés dans 43 écuries durant l’enquête 2016, 36 avaient été 

vaccinés avec le vaccin inactivé Equip WNV de la firme Zoétis et 18 avec le vaccin recombinant 

Proteq West Nile de la firme Merial (cf. 1.6.1). Aucun cheval n’a été vacciné avec le vaccin Equilis 

West Nile d’Intervet à la suite de l’épizootie WNV de 2015. 

Les 289 sérums ont été testés dans un premier temps avec le kit ID Screen® WNV competition kit 

commercialisé par ID Vet. Les essais ont été réalisés suivant les instructions du fabricant. Le seuil de 

positivité pour cet ELISA de compétition correspondait à un % S/N < 40% et les sérums étaient 

considérés comme douteux pour 40 ≤ % S/N< 50% comme recommandé par le fabricant.  

Une sélection de chevaux non vaccinés et positifs en ELISA de compétition WNV (chevaux infectés 

pendant l’épizootie 2015 ou les épizooties précédentes enregistrées en région Camargue en 2000 et 

2004) et l’ensemble des chevaux vaccinés ont ensuite été testés par méthode MIA.  

Trois antigènes WNV.sE, WNV.EDIII et l’antigène recombinant NS1 du WNV (WNV.NS1), souche 

Egypte 101 (Genbank: EU081844.1 ; AA 793-1143), produit sur cellules rénales embryonnaires 

humaines (HEK293) et aimablement fourni par Natalie Cleton [269] ont été couplés aux billes 

(annexe 1). Les numéros des billes utilisées étaient respectivement 65 pour WNV.EDIII, 53 pour 

WNV.sE et 37 pour WNV.NS1. La méthode utilisée était celle décrite dans le manuscrit N°3. 

3.1.1.4.2.  Résultats  

3.1.1.4.2.1. Résultats ELISA 

Sur les 235 chevaux non vaccinés de l’étude 2016, 40 chevaux ont été trouvés porteurs d’anticorps 

anti-WNV avec le kit ELISA de compétition WNV. Ce résultat sérologique positif est la signature soit 

d’une infection au cours de la dernière épizootie de 2015, soit d’une infection plus ancienne.  
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Au sein des écuries vaccinées, les 36 chevaux vaccinés avec le vaccin Zoétis ont été trouvés positifs 

en ELISA de compétition quel que soit le délai entre la seconde injection de primovaccination et le 

prélèvement (tableau 8). En revanche concernant les chevaux vaccinés avec le vaccin Merial, 11 

chevaux ont été trouvés positifs, 3 douteux et 4 négatifs en ELISA. Parmi les 7 chevaux trouvés 

négatifs ou douteux, 2 chevaux (1 négatif et un douteux) n’avaient reçu qu’une seule injection de 

primo-vaccination (primo-vaccination incomplète) avant la prise de sang. Les 3 autres chevaux 

négatifs en ELISA avaient été vaccinés plus de 6 mois avant la réalisation du prélèvement. Le tableau 

8 résume les résultats obtenus sur les chevaux vaccinés en fonction du vaccin et du délai entre 

seconde injection de primo-vaccination et prise de sang.  

 

 

Tableau 8: Résultats ELISA (kit ID Screen® West Nile competition kit) obtenus sur des chevaux vaccinés 

avec les vaccins Proteq West Nile (Merial) et Equip WNV (Zoétis)  

Les résultats sont exprimés en fonction du délai entre 2
nde

 injection de primovaccination et la prise de sang 

* 2 chevaux vaccinés Merial n’apparaissent pas dans ce tableau car ils n’avaient reçu qu’une seule 

injection de primo-vaccination (protocole de primo-vaccination incomplet).  

 

3.1.1.4.2.2. Résultats avec la méthode MIA 

 Calcul du seuil de positivité pour la bille NS1 

Comme décrit précédemment, le seuil de positivité pour l’antigène NS1 a été déterminé par analyse 

des courbes ROC sur un panel de 31 sérums trouvés positifs et 44 négatifs par ELISA de compétition 

WNV (ID Screen West Nile competition kit). Un contrôle positif a été systématiquement inclus dans 

chaque essai et les résultats de fluorescence obtenus pour les billes WNV.sE, WNV.EDIII et WNV.NS1 

ont été normalisés selon le ratio S/CP x100. Un seuil de 3 pour le ratio S/CPx100 a été calculé pour la 

bille WNV.NS1, associé à une Se de 93.5% et Sp de 97.7% (figure 37). 

Vaccins  
Résultats ELISA 

(ID Vet)  

Résultats ELISA en fonction du délai entre la 2nde 
injection de primovaccination et la prise de sang 

(jours) 

0-30 30-90 90-180 180-270 

Vaccin Merial           

Positif 11 1 2 2 6 
Douteux 2 

  
1 1 

Négatif  3 
   

3 

Total vaccin Merial 16* 1 2 3 10 

Vaccin Zoétis           

Positif 36 8 9 2 17 

Total vaccin Zoétis 36 8 9 2 17 

Total général 52 8 11 5 27 
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Figure 37 : Courbes ROC calculées pour la détection d’anticorps anti-NS1 WNV par méthode MIA sur des 
sérums de chevaux naturellement infectés et précaractérisés en ELISA de compétition WNV 

 

La bille NS1 montre donc une très bonne spécificité mais une sensibilité (Se=93.5%) plus faible que 

celle trouvée avec la bille WNV.sE  (Se=98.4%) (Manuscrit N°3).  

Remarque : les seuils de positivité de 17 pour la bille WNV.sE et 54 pour WNV.EDIII avaient déjà été 

calculés dans le manuscrit N°3 :  

 Résultats avec la méthode MIA 

33 chevaux infectés naturellement par WNV ont été testés par méthode MIA et trouvés positifs à 

100% (33/33), à 88% (29/33) et à 91% (30/33) avec les billes WNV.sE, WNV.EDIII et WNV.NS1 

respectivement.  

Après vaccination, les 36 chevaux vaccinés avec le vaccin Zoétis ont tous été trouvés positifs avec les 

billes WNV.sE, WNV.EDIII et 34 avec la bille WNV.NS1 (figure 38).  

Dans le groupe des 11 chevaux vaccinés avec le vaccin Merial et positifs avec l’ELISA ID Vet, 100% 

(11/11) ont été trouvés positifs avec la bille WNV.sE, 55% (6/11) avec la bille WNV.EDIII et 18% (2/11) 

avec la bille WNV.NS1  

 

 

 

3 
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Figure 38 : Représentation des résultats de fluorescence MIA de la bille WNV.NS1 pour les chevaux 

vaccinés respectivement avec le vaccin Zoétis et Merial. Seuil de positivité de la bille WNV.NS1 = 3  

Valeurs de fluorescence exprimées comme le ratio du MFI de l’échantillon sur le MFI du contrôle positif X 100 

(S/CPX100)  

 

Les 2 chevaux positifs avec la bille WNV.NS1 et vaccinés Merial se trouvaient dans une unique écurie 

où un cheval a développé une forme neuro-invasive à WNV en 2015. On peut donc fortement 

suspecter que ces 2 chevaux positifs ont développé une réponse anti-NS1 WNV suite à une infections 

asymptomatique à WNV en 2015.  

Enfin dans le groupe des 7 chevaux négatifs ou douteux avec le kit ELISA ID Vet, 57 % (4 /7) ont été 

trouvés « positifs » avec la bille WNV.sE (résultat considéré douteux car au seuil de positivité de la 

bille) et 0% avec les billes WNV.EDIII et WNV.NS1 (tableau 9). 

Statut vaccinal Nb chevaux 

Résultat MIA (positif) 

WNV.sE WNV.EDIII WNV.NS1 

Non vacciné 33 33 29 30 

Vaccin Zoétis  36 36 36 34 

Vaccin Merial (sérums 
positifs en ELISA IDVet) 11 11 6 2* 
Vaccin Merial (sérums 
douteux et négatifs en 

ELISA IDVET) 7 4** 0 0 

 

Tableau 9: Bilan des résultats obtenus par MIA sE/EDIII/NS1 WNV sur des chevaux infectés ou vaccinés 

contre le WNV 

* chevaux trouvés positifs dans une écurie avec circulation de WNV en 2015 

** résultat au seuil de positivité  

 

S/CP 

x100 
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3.1.1.4.3. Discussion et conclusion 

Les résultats de notre enquête séro-épidémiologique sur les chevaux vaccinés en zone Camargue 

suite à l’épizootie WNV de 2015 montrent que la vaccination avec le vaccin inactivé et adjuvé Equip 

WNV de la firme Zoétis induit une réaction, anticorps anti-WNV forte (moyenne MFI pour la bille 

WNV.sE= 133 pour les 36 chevaux vaccinés Zoétis) et durable. En revanche la réponse IgG avec le 

vaccin canarypox adjuvé (Proteq West Nile de la firme Mérial) apparaît d’intensité plus modérée 

(moyenne MFI pour la bille WNV.sE= 50 pour les 11 chevaux vaccinés Merial) et transitoire, comme 

décrit précédemment par Khatibzadeh et al. [268]. Cependant, El Garche et collègues ont pu 

démontrer l’induction d’une réponse cellulaire spécifique contre le WNV suite à la vaccination de 

chevaux avec le vaccin recombinant canarypox WNV qui a été objectivée dans cet article par un test 

à l’IFNγ sur les cellules mononuclées du sang périphérique de chevaux vaccinés avec un vaccin WNV 

canarypox [295]. Cette réponse cellulaire est fondamentale pour la clairance virale et la protection 

contre le WNV [174]. 

Les protéines NS sont des protéines candidates intéressantes pour la mise au point de tests DIVA 

WNV car elles ne sont pas présentes dans le virion. La protéine NS1 du WNV entraine de plus une 

réponse humorale forte et représente donc un antigène de choix. 

Cependant dans notre étude, la réponse contre l’antigène NS1 ne permet pas de différencier les 

chevaux vaccinés avec le vaccin inactivé de Zoétis des chevaux infectés WNV. Ces résultats sont 

concordants avec ceux obtenus par N. Cleton par la méthode « micro-array NS1» [269](annexe 1) ou 

par U. Balasuriya par la méthode MIA [291] (cf. 1.5.2.5). Ces résultats montrent que le procédé de 

purification de ce vaccin inactivé n’élimine pas complètement la protéine NS1 présente sur les 

membranes cellulaires et/ou dans le surnageant. Cette difficulté ne semble pas exister avec les 

vaccins inactivés JEV où une distinction entre chevaux vaccinés et chevaux infectés peut être réalisée 

avec un ELISA anti-NS1 [279]. 

A l’inverse, le test MIA avec l’antigène NS1 WNV distingue correctement les chevaux vaccinés avec le 

vaccin canarypox (le vaccin recombinant ne permettant l’expression que de deux antigènes 

structuraux du WNV, prM et E – sérums positifs WNV.sE et WNV.EDIII) de ceux infectés 

naturellement (sérums positifs WNV.sE, WNV.EDIII et WNV.NS1).  

La méthode MIA développée reposant sur l’analyse comparée de sérums équins vis-à-vis d’antigènes 

structuraux (EDIII) et non structuraux (NS1) spécifiques du WNV permet au final de distinguer les 

chevaux infectés des chevaux vaccinés avec un vaccin recombinant n’exprimant pas l’antigène NS1. 

Cette distinction est essentielle si on veut maintenir le cheval comme sentinelle de l’infection en 
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zone vaccinée et pousse à poursuivre le développement de ces vaccins recombinants ou 

chimériques. 

Conclusion  

Dans cette première partie, nous nous sommes attachés à améliorer le diagnostic sérologique des 

infections à flavivirus à l’aide d’une méthode MIA et de diverses protéines recombinantes du WNV 

ou d’autres flavivirus. Cette méthode est robuste, permet avec un faible volume de sérums 

d’identifier les principaux flavivirus neurotropes circulant en Europe et responsables d’encéphalites 

chez le cheval et les ovins et de réaliser un test DIVA fonctionnel chez les chevaux vaccinés avec les 

vaccins recombinants. Cette méthode ouvre de nombreuses perspectives qui seront discutées en 

partie 3.2 de ma thèse. 

Le second volet de mon projet que nous allons maintenant aborder est de tester de nouvelles 

stratégies thérapeutiques pour les flavivirus d’intérêt en médecine vétérinaire (en priorité JEV et 

WNV).  
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3.1.2. Nouvelles stratégies thérapeutiques  

3.1.2.1. Concept 

l’objectif du travail réalisé  est d’identifier une molécule antivirale à large spectre permettant soit de 

cibler une protéine virale commune à différents virus et d’ inhiber sa fonction enzymatique soit de 

moduler un facteur de l’hôte indispensable à la réplication virale soit enfin de stimuler la réponse 

immunitaire innée [337]. Dans le cadre de mon projet de thèse, nous avons étudié les effets 

thérapeutiques de molécules antivirales à large spectre sur les flavivirus équins WNV et JEV. Ce 

projet s’inscrit dans un programme collaboratif impliquant plusieurs laboratoires (ANSES Maisons-

Alfort et Dozulé, le laboratoire Labéo Frank Duncombe, le Centre d’Etudes et de Recherche du 

Médicament de Normandie (CERMN, Caen) et l’Institut Pasteur (IP)). Ce projet est soutenu par l’IFCE, 

les Fonds Eperon et le pôle de compétitivité Hippolia. 

La sélection des molécules à large spectre s’est appuyée sur une méthode de criblage mise en place 

par l’équipe de Pierre Olivier Vidalain de l’Unité de Génomique Virale et Vaccination (G2V) de 

l’Institut Pasteur en collaboration avec le groupe d’Hélène Munier-Lehmann (Unité de Chimie et 

biocatalyse, Institut Pasteur). 

La stratégie de criblage est basée sur l’infection in vitro de cellules HEK293T (Human embryonic 

kidney 293T, cellules rénales embryonnaires humaines exprimant l’antigène T du SV 40,) par les virus 

recombinants de la rougeole (rMV2/Luc) et du chikungunya (CHIKV/Ren) exprimant la luciférase 

firefly (luciférase de la luciole) ou la luciférase Renilla (luciférase de la pensée de mer) comme 

rapporteur de la réplication virale. Note: rMV2/Luc est dérivée du vaccin MV (MV pour Measles 

virus), souche Schwarz atténuée à l’inverse du CHIKV/Ren qui provient d’une souche sauvage de 

CHIKV.  

La sélection a été réalisée uniquement sur les composés capables d’inhiber à la fois des virus à ARN 

de polarité positive tels que le CHIKV et négative tels que le MV [338]. Un test de viabilité cellulaire 

était aussi effectué pour éliminer les molécules cytotoxiques.  

Sur 4640 composés du CERMN (Caen) qui ont été criblés avec cette technique, seulement 6 

molécules antivirales à large spectre ont été sélectionnées. Parmi ces 6 molécules, la molécule 

sr1057 est le chef de fil que nous avons testé en priorité et qui fait l’objet des résultats présentés 

dans ce manuscrit.  

Propriétés du composé sr1057 

Cette molécule appartient à la famille des pyrroloquinoxaline (figure 39 A). L’étude des propriétés 

antivirales et de son mode d’action font partie intégrante du mémoire de thèse de Samira Khiar et les 
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résultats de ce travail sont résumés succinctement dans la suite de ce manuscrit [330]. La méthode 

de criblage des molécules antivirales à l’aide de rMV2/Luc et CHIKV/Ren est détaillée dans l’article de 

Lucas-Hourani et al [338]. La première étape du criblage a permis de sélectionner tout d’abord les 

composés non toxiques et actifs contre le MV, puis ces molécules ont été testées pour leur activité 

antivirale contre le CHIKV. Seules les molécules qui étaient non toxiques et actives contre les deux 

virus ont été sélectionnées. La cytotoxicité 50 (CC50) du sr1057, correspondant à la concentration de 

la molécule provoquant la mortalité de la moitié des cellules viables, a été déterminée >20 µg/ml. 

Les IC50 (égales à la concentration de la molécule inhibant 50% de la réplication virale) ont été 

calculées pour le MV et pour le CHIKV en présence de sr1057 et étaient respectivement de 3 µg/ml 

et 4µg/ml en solvant DMSO (figure 39 B).  

 

 

Figure 39 : Effet antiviral du composé sr1057 sur la réplication de rMV2/Luc et du CHIKV/Ren (A) Structure 
chimique du sr1057. (B)  
Cellules HEK-293T infectées avec rMV2/Luc ou CHIKV/Ren, et traitées avec des doses croissantes de sr1057. 
Après 24h de culture, l’expression de la luciférase reflétant la réplication virale a été déterminée. Figure 
reproduite du manuscrit de Samira Khiar Thèse université 2016 [330]. 

 

Ces résultats ont permis de déterminer pour le CHIKV un index de sélectivité égal à CC50/IC50 estimé à 

17, ce qui est un résultat encourageant pour une molécule non optimisée. 

Cet index de sélectivité est une valeur importante à considérer pour évaluer l’avenir potentiel d’un 

antiviral, la concentration nécessaire pour inhiber la réplication virale ne devant pas être cytotoxique 

pour la cellule.  
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Une cinquantaine d’analogues du sr1057 ont été synthétisés au CERMN de Caen, puis testés par 

Samira Khiar pour leur activité antivirale contre le virus de la rougeole. Le rôle central joué par le 

noyau pyrroloquinoxaline dans l’activité antivirale de ces composés a été mis en évidence mais 

aucune des autres molécules testées n’a permis d’augmenter significativement l’activité antivirale de 

cette série chimique. 

Le mode d’action a aussi été étudié. Les conclusions de cette étude montre que le sr1057 ne cible ni 

les kinases cellulaires ni la voie de biosynthèse de novo des pyrimidines. Le mode d’action du sr1057 

reste donc pour l’instant inconnu. 

Enfin in vivo, l’administration du sr1057 par voie intraveineuse chez la souris a montré une demi-vie 

de 9 minutes. Une étude de sa stabilité métabolique sur des microsomes de foie a permis de 

déterminer une demi-vie de 6 minutes, confirmant ainsi que le composé sr1057 est très rapidement 

métabolisé in vivo. Cette molécule devra donc être optimisée dans l’éventualité d’une utilisation 

ultérieure en tant que médicament. 

Nous avons souhaité tester cette molécule démontrée active contre le CHIKV et le MV sur des 

souches terrain de WNV et JEV. 

3.1.2.2. Matériel et méthode 

3.1.2.2.1. Lignée cellulaire 

Nous avons voulu nous approcher le plus possible des conditions expérimentales établies 

précédemment par l’IP. Le modèle cellulaire HEK293T (ATCC® CRL3216™) a été utilisé car la drogue 

sr1057 a été démontrée efficace (IC50 = 4 µg/ml) contre le CHIKV/Ren sur cellules HEK293T et nous 

avons distribué, comme décrit dans l’article d’Hourani-Lucas et al [338], les cellules conjointement au 

virus à J0 avec J0 correspondant au jour de l’infection (1ier protocole).  

Nous avons en outre souhaité tester un mode opératoire en cours au laboratoire où les cellules sont 

distribuées dans les puits 24h avant l’ajout des antiviraux et l’infection virale (2nd protocole).  

Les cellules étaient maintenues à l’étuve à 37°C avec 5% CO2 en Dulbecco's Modified Eagle's Medium 

(DMEM; Gibco-Invitrogen) supplémenté avec 10% sérum de veau fœtal (SVF), 1% de pyruvate de 

sodium et 1% de Pénicilline Streptomycine 

3.1.2.2.2. Virus  

Deux flavivirus d’intérêt vétérinaire majeur (WNV et JEV) ainsi que le CHIKV, alphavirus, témoin 

positif de l’efficacité du composé sr1057, ont été testés au cours de cette étude.  

Les différentes souches utilisées ont été respectivement : 1/ WNV Italie 2008 (lignée 1a) (code 

Genbank : FJ483549.1 ; source : Institut IZSLER (Istituto Zooprofilattico Sperimentale della Lombardia 

http://www.atcc.org/~/ps/CCL-105.ashx
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e Dell'Emilia Romagna) 2/ JEV Japon, souche Nakayama, génotype 3 (code Genbank: EF571853 ; 

source : IP) et 3/ CHIKV Réunion 2005 (code Genbank: AM258990.1 ; source : IRBA). 

Les virus ont été titrés sur cellule Vero selon la méthode OIE de titrage en plage de lyse [339].  

Les titres viraux exprimés en pfu/ml (plaque forming unit pour unité formant plage/millilitre) sont 

respectivement : WNV It08 : 5,8x10^7 pfu/ml ; JEV : 8,7X10^5 pfu/ml  et CHIKV : 2.7*10^5 pfu/ml. 

3.1.2.2.3. Molécules 

La molécule à tester est le composé sr1057 qui a été synthétisé par le CERMN. Il est dilué 

extemporanément dans le dimethylsulfoxyde (DMSO) à 2mg/ml.  

Les contrôles positifs de l’inhibition de l’infection sont : 

- L’IFNβ (Tebu-bio) qui a été utilisé à la concentration finale de 1000UI/ml 

- Le bréquinar sous forme de sel de sodium hydraté (Sigma Adrich) qui a été utilisé à la concentration 

finale de 1µg/ml. 

3.1.2.2.4. Tests de viabilité cellulaire 

Les cellules HEK 293T ont été distribuées à raison de 5x104 cellules par puits (sous 100µL)  sur deux 

plaques 96 puits (Nunc ImmunoTM Plate MaxisorpTM) et traitées en fonction du protocole (figure 40) à 

0 ou 24 heures après le dépôt des cellules avec 100µl de doses croissantes des différentes molécules 

antivirales (molécules antivirales distribuées en duplicat). Le test de viabilité cellulaire a été effectué 

à l’aide du test de luminescence CellTiter-Glo (Promega) qui quantifie l’adénosine triphosphate (ATP) 

présent dans les puits de culture, ce qui reflète le nombre de cellules viables. Le test de luminescence 

a été effectué 24h et 48h après distribution de l’antiviral suivant les recommandations du fabricant. 

La luminescence a été mesurée à l’aide d’un luminomètre (Enspire; PerkinElmer). Un témoin positif 

de lyse cellulaire composé de 0.5% IGEPAL et des témoins cellules étaient inclus dans l’essai. 

Deux protocoles ont été appliqués en fonction du moment de l’administration des molécules 

antivirales sur le tapis cellulaire : soit directement après distribution des cellules sur les plaques 96 

puits, soit 24 heures après la distribution. Les différentes étapes sont résumées figure 40.  
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Figure 40 : Protocole du test de viabilité cellulaire des cellules HEK 293T avec différentes molécules 
antivirales 
Les concentrations de sr1057 et de bréquinar sont exprimées en µg/ml, d’IFNβ en UI/ml et de DMSO en facteur 
de dilution 

 

3.1.2.2.5. Inhibition de la réplication virale évaluée par quantification du génome viral 

et par titrage   

 Distribution des cellules  

Les cellules HEK 293T ont été distribuées sur une plaque de 24 puits à raison de 5x105 cellules/puits 

sous 1 ml  

 Ajout des antiviraux 

Deux protocoles ont à nouveau été appliqués en fonction du moment de l’ajout des molécules 

antivirales sur le tapis cellulaire : soit directement après distribution des cellules sur les plaques 24 

puits, soit 24 heures après la formation du tapis cellulaire. 

Les différents composés ont été distribués en triplicat à raison de 100µl/puits. 

Dans le premier protocole, l’ensemble des composés (IFNβ, sr1057, DMSO et bréquinar) ont été 

déposés directement après la distribution des cellules. Le puits témoin non infecté (NI) et les 2 puits 

non traités (NT) ont reçu 100µl de DMEM. 

Dans le second protocole, les cellules ont été distribuées à J-1, l’IFNβ 1000UI/ml à J0-5heures, les 

autres composés à J0-5heures ou à J0.  

En fonction des protocoles, différentes concentrations de sr1057 (de 2,5 à 20µg/ml) et de DMSO 

(dilution de 1/100 à 1/400) ont été testées (figure 41). 
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 Infection virale 

Les cellules, en présence des différents antiviraux, ont ensuite été infectées avec un des trois virus 

WNV (0.01 MOI), JEV (0.01 MOI) et CHIKV (0.0001MOI) sous 100µl.Le puit NI a reçu 100µl de DMEM. 

 Prélèvement des surnageants  

100µl de surnageant ont été prélevés dans tous les puits à J0, afin de valider l’homogénéité de la 

distribution du virus dans les puits, puis à J1 et J2 pour détecter et quantifier la charge virale dans les 

différents puits. Les temps J1 et J2 ont été choisis car correspondant à la phase de multiplication 

active des trois virus. Les puits ont ensuite été complétés avec 100µl de milieu complet avec le 

composé à la bonne concentration afin de travailler à volume constant.  

 Extraction des ARN viraux  

L’extraction des ARNs totaux a été réalisée sous 100µl de surnageant au moyen de réactifs 

commercialisés par la société Life Technologies (kit MagVet™ Universal Isolation) et de l’automate 

Kingfisher. Le mode opératoire est dérivé de la notice d’utilisation incluse dans le kit d’extraction 

MagVet™ Universal Isolation (Life Technologies ; référence : MV384) (figure 41).  

 
Figure 41 : résumé du protocole d’infection des cellules HEK293T par CHIKV, JEV ou WNV 
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 Détection et quantification du génome viral 

La détection et la quantification du génome ont été réalisées sous 5µl d’éluat par différentes RT-PCR 

en temps réel utilisant des sondes Taqman d’après la technique décrite par Pastorino et al [340] pour 

le CHIKV, adaptée de S. Linke et al [243] pour le WNV, et de Dong-Kun Yang et al.[341] pour le JEV. 

Pour le CHIKV, le cycle seuil (cycle threshold ou CT) a été déterminé et la Δ CT a été calculée (CT 

molécule-CT(NT)). 

Une quantification de l’ARN viral présent dans l’échantillon a de plus été réalisée pour le WNV et le 

JEV à l’aide de standards inclus lors de la RT PCR (RT-qPCR) mais n’a pu être faite pour le CHIKV en 

l’absence de standards disponibles au laboratoire. 

  Titrage viral 

A J2, 100 µl de surnageant ont été prélevés dans tous les puits afin de réaliser un titrage sur cellules 

sensibles Vero. Le titre viral a été estimé selon la méthode de Reed et Muench [342]. 

 Analyse statistique 

La moyenne et l’écart type pour chaque triplicat ou duplicat ont été calculés pour chaque essai. Les 

résultats de la quantification du génome viral (nombre de copies/5µl) et du titrage (TCID50/ml) ont 

été convertis en logarithme décimal avant analyse statistique. Les tests d’analyse de variance 

(ANOVA, one-way ou two-way en fonction du nombre de facteurs étudiés (i.e. effet drogue ou effet 

de la drogue et du temps) ont été utilisés et ont fait l’objet d’un test de comparaisons multiples de 

Dunnett qui permet pour chaque jour post-infection de comparer l’effet de la molécule par rapport 

aux puits non traités. Une valeur de p< 0,05 était considérée comme statistiquement significative. 

 

3.1.2.3. Résultats 

3.1.2.3.1. Le sr1057 inhibe l’infection à CHIKV sur cellules HEK293T 

Nous avons d’abord souhaité confirmer l’activité antivirale du composé sr1057 sur le CHIKV en 

utilisant une souche de CHIKV sauvage.  

 

 Calcul des CT sur cellules HEK293T traitées directement par les antiviraux (1ier protocole) 

Les propriétés antivirales du sr1057 sur cellules HEK293T avec le CHIKV ont été caractérisées. Les 

cellules, déposées dans les puits, ont été traitées avec le sr1057 à des concentrations de 2,5 à 20 
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µg/ml puis infectées avec CHIKV à 0,0001 MOI. L’infection virale a été mesurée par calcul des CT dans 

le surnageant à J0, J1 et J2 post infection (pi). Nous avons de plus ajouté deux molécules connues 

pour leurs propriétés antivirales contre le CHIKV mais qui n’ont pas le même mode d’action : l’IFNβ 

qui cible l’immunité innée cellulaire et le bréquinar qui inhibe la voie de biosynthèse des bases 

pyrimidiques. 

Le sr1057 a présenté par rapport au NT (CT=24,1 à J1 et CT=14,3 à J2), un très bon effet antiviral à J1 

et J2 pi pour la dose de 20µg/ml (CT= 27,2 à J1 et CT = 23,5.à J2 ; p<0,0001) et pour  les doses plus 

faibles de 10µg (CT= 26,2 à J1 ; p< 0,001 et CT=18,2 à J2 ; p< 0,0001) et 5µg/ml (CT= 25,4 à J1 ; p< 

0,05 et CT=16,3 à J2 ; p< 0,001) . La ΔCT (CT molécule –CT (NT)) a été de 3 à J1 et de 9,3 à J2 pour le la 

dose de 20µg/ml. De plus un effet dose a été observé avec la gamme de dilution testée de sr1057 

avec une activité décroissante de la molécule contre le CHIKV conjointe à la diminution de la 

concentration du sr1057 (figure 42). Enfin, par rapport au NT, un effet antiviral du DMSO à la dilution 

1/100 à J1 (CT=26 ; p< 0,01) et J2 pi (CT=17,2 ; p< 0,0001), qui correspond à la dilution du DMSO 

utilisée dans les puits sr1057 (20µg/ml), a été noté. Aux plus faibles concentrations de DMSO (1/200 

et 1/400), l’effet antiviral a été uniquement observé à J2 pi avec (ΔCT ≈1,8 pour DMSO 1/200 et le 

DMSO 1/400 ; p<0,05) (figure 42 b). Comme escompté, les témoins positifs IFNβ et bréquinar ont 

montré un effet antiviral à J2 (p< 0,0001) avec des ΔCT respectivement de 7,3 et 9,3 (figure 42b). 
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Figure 42 : Inhibition de l’infection CHIKV des cellules HEK293T (distribuées à J0) par l’ajout d’antiviraux  
Détection par RT-PCR en temps réel sous 5µl d’éluât des génomes viraux CHIKV présents dans les surnageants 
de culture à J0, J1 et J2 pi sur cellules déposées dans les puits au moment de l’infection (0h avant infection).  
a/Le graphique représente la moyenne des CT calculée à partir des données obtenues sur 3 répliquats à partir 
de la RT-PCR en temps réel développée par Boris Pastorino et al, 2004 [340] (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; 
***= p<0,001 et ****p<0,0001). 
 

b/ L’histogramme représente la différence de CT obtenus avec la molécule et sans traitement (ΔCT) à J0, J1 et 
J2 pi.  

 

 Titrage du CHIKV présent dans le surnageant à J2 (1ier protocole) 

Nous avons ensuite effectué un titrage en duplicat des surnageants cellulaires prélevés à J2 pi pour 

déterminer la quantité de particules infectieuses par puits (figure 43). Les titrages réalisés à J2 pi 

corroborent les résultats obtenus avec la RT-PCR en temps réel CHIKV avec des titres infectieux 

supérieurs de plus de 4 log(10) dans les puits non traités (NT = 108TCID50/ml) par rapport aux puits 

traités avec la molécule sr1057 à 20 µg/ml (8,4x103 ; p<0,001) et supérieurs de plus de 2 log(10) par 

rapport aux  puits traités avec la molécule sr1057 à 10µg/ml (5,5x105 TCID50/ml ; p< 0,01). L’IC50 à J2 

qui est de l’ordre de 50% de la valeur du NT (NT/2 = 5x107TCID50/ml) donne un intervalle de mesure 

pour le sr1057 entre 5 et 10µg/ml. On a observé de plus un effet antiviral du DMSO aux différentes 

concentrations testées (1/100, 1/200 et 1/400) mais qui est statistiquement non significatif. 
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Figure 43 : Titrage de l’infection CHIKV des cellules HEK293T à J2 pi en présence de différents antiviraux 
(cellules HEK distribuées à J0). 
Inhibition estimée à J2 pi par titrage sur cellules Vero des surnageants des puits infectés par le CHIKV et traités 
par différentes concentrations de sr1057 et de DMSO (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= p<0,001 et 
****p<0,0001). 
La moyenne du titre infectieux obtenu sur 2 réplicats est représentée.   

 

Enfin, pour confirmer que l’inhibition virale est indépendante de la cytotoxicité du sr1057, la viabilité 

des cellules HEK 293T traitées avec des doses croissantes de sr1057 a été analysée à J1 et J2 après 

l’ajout de l’antiviral. 

 

 Test de cytotoxicité du sr1057 (1ier protocole) 

Différentes concentrations des molécules antivirales témoin, de DMSO et de sr1057 ont été utilisées: 

de 250 à 4000 UI/ml pour l’IFNβ, de 1 à 16µg/ml pour le bréquinar, de 10 à 80 µg/ml pour le sr1057 

et une dilution allant de 1/25 à 1/400 pour le DMSO. La mesure du signal de luminescence à l’aide du 

réactif CellTiter-glo (Proméga) a été effectuée 24 et 48 heures après dépôt des différentes molécules 

(figure 44). 
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Figure 44 : test de viabilité cellulaire avec mesure de la luminescence à 0 heure (témoin cellules), 24 et 48 
heures après dépôt des différents composés antiviraux sur des cellules HEK293T distribuées 
concomitamment dans le puits. 

 

Les données de luminescence après traitement antiviral ont été comparées aux résultats des témoins 

cellules non traitées. Le bréquinar et l’IFNβ ne sont pas cytotoxiques à 24h post-traitement quelle 

que soit la concentration des deux molécules utilisée. De même, à J2 post-traitement, l’IFNβ n’a pas 

présenté d’effet cytotoxique. En revanche, un effet cytostatique du bréquinar a été observé. 

Pour le sr1057, la molécule apparait comme cytotoxique à forte dose et une CC50 (50% de la viabilité 

du témoin cellules) de l’ordre de 80µg/ml à J1 et de 30µg/ml à J2 post-traitement peut être calculée. 

Le DMSO dilué au 1/100 (correspondant à la dilution du DMSO pour un traitement par le sr1057 à 

20µg/ml) n’est pas cytotoxique pour les cellules HEK293T à J1 et J2 post-traitement. Ces données de 

cytotoxicité de la molécule sr1057 sur cellules HEK293T (de l’ordre de 80µg/ml à J1 post-traitement) 

sont comparables à celles générées par Samira Khiar [330] selon le protocole décrit dans l’article de 

Lucas-Hurani et al [338]. 

Conclusion : Nous confirmons, par des approches différentes de celles développées par l’IP, 

l’efficacité de la molécule sr1057 à inhiber la réplication du CHIKV en cellules HEK293T à une 

concentration comprise entre 5 et 10 µg/ml qui est peu cytotoxique pour la cellule. 

De manière intéressante, un effet antiviral beaucoup plus limité est observé quand la molécule 

sr1057 est ajoutée sur des cellules HEK293T pré ensemencées et déjà organisées en tapis.  
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 Calcul des CT sur cellules HEK293T déposées à J-1 avant traitement par les antiviraux (2nd 

protocole) 

Nous avons caractérisé dans un second temps les propriétés antivirales du sr1057 contre le CHIKV sur 

cellules HEK293T adhérentes en tapis (déposées dans les puits à J-1). Les cellules ont ensuite été 

traitées à J0 avec 20µg/ml de sr1057, concentration qui présentait l’effet antiviral le plus marqué 

dans l’essai précédent, puis infectées avec CHIKV à une MOI de 0.0001. Nous avons aussi voulu tester 

un prétraitement par le sr1057 à J0-5h. 

Sur cellules de 24 heures, le sr1057 (20µg/ml) a significativement diminué par rapport au NT 

(CT=21,5 à J1 et CT= 15,5 à J2) la quantité de génomes viraux détectés par RT-PCR temps réel CHIKV 

uniquement à J1 (CT=23,3 ; p< 0,001) avec un ΔCT de 1,8 à J1 et de 0,3 à J2 (figure 45). Pour le sr1057 

déposé à J0-5 h, l’efficacité a été supérieure avec un effet antiviral significatif à J1 et J2 (CT= 24 à J1 

et CT= 17,1 à J2 ; p< 0,001). Cependant si on compare avec l’essai précédent, les valeurs de ΔCT 

obtenues dans ces essais sur cellules adhérentes sont beaucoup plus faibles avec un ΔCT de 2,5 à J1 

(versus 3,1 pour des cellules traitées à J0) et 1,6 (versus 9,3 pour des cellules traitées à J0) à J2. Cette 

différence d’efficacité entre les deux essais n’a pas été observée avec les témoins positifs qui ont un 

effet antiviral significatif à J1 et J2 (p<0,001) (ΔCT de 5,3 à J1 et de 11,7 à J2 avec le bréquinar et de 

4,0 à J1 et 8,7 à J2 avec l’IFNβ ; figure 45).  

Remarque : Dans ce protocole, l’IFNβ a été ajouté 5h avant infection virale (J0-5h) pour potentialiser 

la réponse innée de la cellule avant infection virale. 

 

 

 

 

 



151 
 

 
 

 

Figure 45 : Inhibition de l'infection CHIKV des cellules HEK293T distribuées à J-1 par l’ajout d’antiviraux 
Détection par RT-PCR en temps réel sur 5µl d’éluât des génomes viraux CHIKV présents dans les surnageants de 
culture à J0, J1 et J2 pi sur cellules déposées dans les puits à J-1 (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= p<0,001 
et ****p<0,0001). 
a/ Le  graphique représente la moyenne des CT calculée à partir des données obtenues sur 3 répliquats à partir 
de la RT-PCR en temps réel développée par Boris Pastorino et al, 2004 [340]. 
b/ L’histogramme représente la différence des CT obtenus avec la molécule et sans traitement (ΔCT) à J0, J1 et 
J2 pi. 

 

 Test de cytotoxicité du sr1057 (2nd protocole) 

Nous avons étudié la cytotoxicité du sr1057 pour les cellules HEK293T lors de ce protocole de 

traitement sur tapis adhérent (figure 46).  
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Figure 46 : test de viabilité cellulaire avec mesure de la luminescence à 24 et 48 heures après dépôt des 
différents composés sur des cellules HEK293T ensemencées 24 heures avant traitement. 

 

On observe que la cytotoxicité du composé sr1057 est augmentée d’un facteur 2 environ en 

comparaison avec le protocole consistant en un ajout de la molécule sur des cellules non adhérentes 

avec une CC50 de 40µg/ml à J1 (versus 80µg/ml, 1ier essai) et de 15µg/ml (versus 30 µg/ml ; 1ieressai). 

L’IFN β apparait de nouveau comme non cytotoxique à J1 et J2 post-traitement et le bréquinar 

présente à nouveau de propriétés cytostatiques à J2 post-traitement.  

Conclusion : l’efficacité antivirale (vis-à-vis du CHIKV) et la cytotoxicité du sr1057 en cellules HEK293T 

sont dépendantes du moment d’administration de la molécule.  

3.1.2.3.2.  Le sr1057 inhibe l’infection à JEV sur cellules HEK293T 

 Quantification du génome dans le surnageant de cellules HEK293T traitées directement par 

les antiviraux (1ier protocole) 

Nous avons testé l’efficacité antivirale du sr1057 sur la souche JEV Nakayama de génotype III. 

Les cellules déposées dans les puits ont été traitées extemporanément avec le sr1057 à des 

concentrations variant de 2,5 à 20 µg/ml puis infectées avec JEV à 0,01 MOI. 100 µl des surnageants 

des différents puits ont été prélevés et les ARN extraits à J0, J1 et J2 pi, puis une quantification du 

génome viral JEV a été réalisée sur 5µl d’éluât par RT-PCR en temps réel [341]. 
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Une diminution significative de la quantité de génomes viraux JEV sous 5 µl a été objectivée à J2 pi 

entre le NT (1,5x107copies) et le sr1057 à 5µg (2,2x106copies; p< 0,01), 10 µg (3,3x106copies ; p< 

0,05) et 20 µg/ml (1,5x106copies; p< 0,001). Le sr1057 à la plus faible dose testée (2,5 µg/ml) ainsi 

que le DMSO au 1/100 n’ont pas eu d’effet antiviral (figure 47).  

Notre essai est validé car les témoins antiviraux IFNβ et bréquinar ont inhibé la réplication du JEV 

avec une diminution de nombre de copies d’ARN viral à J2 pi par un facteur supérieur à 10 pour 

l’IFNβ (6,3x105copies ; p<0,0001) et supérieur à 100 pour le bréquinar (2,2x104copies ; p<0,0001), par 

rapport aux cupules non traitées.  

 

Figure 47 : Inhibition de l’infection JEV des cellules HEK293T distribuées à J0 par l’ajout d’antiviraux 
Quantification par RTPCR en temps réel sur 5µl d’éluât des génomes viraux JEV présents dans les surnageants 
de culture à J0, J1 et J2 pi sur cellules déposées dans les puits au moment de l’infection (0h avant infection). Le 
graphique représente la Moy (nb copies d’ARN viral) calculée à partir des données obtenues sur 3 répliquats à 
partir de la RT-PCR en temps réel développée par Yang et al [341] (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= p<0,001 
et ****p<0,0001). 

 

 Titrage du JEV dans le surnageant à J2 pi (1ier protocole) 

Nous avons souhaité valider ces résultats par le calcul du titre infectieux dans le surnageant des 

différents puits prélevés à J2 pi. Une diminution significative des titres infectieux a été observée 

entre le NT (2.7x105 TCID50/ml) et l’IFNβ (< 100TCID50/ml ; p< 0,0001), le bréquinar (< 100TCID50/ml ; 

p< 0,0001), mais aussi le sr1057 à 10µg/ml (8,4x103 TCID50/ml ; p< 0,05) et 20µg/ml (6,3x103 

TCID50/ml ; p< 0,05). Le titre infectieux des surnageants JEV est au moins 30 fois inférieur pour les 

puits traités avec le sr1057 à 20µg/ml et 10µg/ml par rapport aux cupules non traitées (figure 48).  
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Figure 48 : Titrage de l’infection JEV des cellules HEK293T à J2 pi en présence de différents antiviraux (cellules 
HEK distribuées à J0). 
Inhibition estimée à J2 pi par titrage sur cellules Vero des surnageants des puits infectés par le JEV et traités par 
différentes concentrations de sr1057. 
La moyenne du titre infectieux obtenu sur des surnageants testés en duplicats est représentée (avec * = p< 
0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= p<0,001 et ****p<0,0001). 
 

 

Conclusion : Le sr1057 à la concentration de 10 et 20µg/ml présente un effet antiviral significatif 

contre le JEV sur des cellules HEK293T et permet de réduire la réplication virale, avec des titres 

infectieux bien plus faibles dans les surnageants traités avec ces doses de sr1057 par rapport aux 

puits non traités à J2 pi. 

 

 Quantification du génome dans le surnageant de cellules HEK293T déposées à J-1 avant 

traitement par les antiviraux (2nd protocole) 

Nous avons caractérisé dans un second temps les propriétés antivirales du sr1057 contre le JEV sur 

cellules HEK293T préensemencées dans les puits à J-1. Les cellules ont ensuite reçu un prétraitement 

d’IFNβ et sr1057 avant infection JEV (J0-5h), puisque ces conditions de traitement ont été montrées 

comme les plus efficaces pour le CHIKV.  

Ce second protocole a permis d’observer par rapport au NT (5x105 copies à J1 et 1,3x108 copies à J2)  

un effet antiviral très significatif du bréquinar et de l’IFNβ à J1 mais surtout à J2 pi (1x106 copies pour 

l’IFNβ et 4,6X104 pour bréquinar p< 0.001) et un effet antiviral peu marqué du sr1057, qui est 
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uniquement efficace à la dose de 20µg/ml à J1 (1,7x105 copies à J1 ; p< 0.05et 4,8x107 à J2 pi ; p< 

0.05) (figure 49). 

 

Figure 49 : Inhibition de l’infection JEV des cellules HEK293T distribuées à J-1 par l’ajout d’antiviraux 
Quantification par RTPCR en temps réel sur 5µl d’éluât des génomes viraux JEV présents dans les surnageants de 
culture à J0, J1 et J2 pi sur cellules déposées dans les puits à J-1 
Le graphique représente Moy (nb copies) calculée à partir des données obtenues sur 3 répliquats à partir de la RT-PCR en 

temps réel développée par Yang et al [341] (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= p<0,001 et ****p<0,0001). 
 

 

Conclusion : cet essai confirme l’importance, sur deux familles virales différentes (Togaviridae et 

Flaviviridae), de l’état physiologique des cellules pour l’action antivirale de la molécule sr1057. 

 

3.1.2.3.3. Le sr1057 a une activité modeste sur la réplication du WNV 

Nous avons enfin effectué l’infection des cellules HEK 293T avec le WNV, souche Italie 2008 à 0.01 

MOI dans les mêmes conditions que celles décrites précédemment avec le JEV.  

 

 Quantification du génome WNV dans le surnageant de cellules HEK293T traitées directement 

par les antiviraux (1ier protocole) 

 

Le sr1057 diminue significativement la quantité de génomes viraux WNV dans les surnageants des 

cellules traitées pour toutes les concentrations de sr1057 testées à J2 pi. Cependant la réduction du 

nombre de copies dans les puits traités par le sr1057 (1,3x103 copies pour sr1057 à 20µg/ml) 

n’atteint pas une réduction d’un log(10) par rapport aux témoins non traités (104 copies). De plus, 
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comme pour le CHIKV, un effet antiviral du DMSO est observé à la dilution au 1/100 correspondant à 

la dilution de DMSO utilisée pour la préparation du sr1057 à 20µg/ml (figure 50). 

 

Figure 50 : Inhibition de l’infection WNV des cellules HEK293T distribuées à J0 par l’ajout d’antiviraux 
Quantification par RTPCR en temps réel sur 5µl d’éluât des génomes viraux WNV présents dans les surnageants 
de culture à J0, J1 et J2 pi sur cellules déposées dans les puits au moment de l’infection (0h avant infection). Le 
graphique représente la Moy (nb copies d’ARN viral) calculée à partir des données obtenues sur 3 répliquats à 
partir de la RT-PCR en temps réel développée par Linke et al [243] (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= 
p<0,001 et ****p<0,0001). 
 

 

 

La détermination des titres infectieux dans les surnageants prélevés à J2 pi apporte des informations 

cohérentes avec les mesures de quantification du génome viral, à savoir une réduction faible du titre 

viral WNV dans les puits traités par le sr1057 quelle que soit la concentration utilisée, réduction qui 

n’est cependant pas suffisante pour être statistiquement significative (figure 51).  
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Figure 51 : Titrage de l’infection WNV des cellules HEK293T à J2 pi en présence de différents antiviraux 
(cellules HEK distribuées à J0). 
Inhibition estimée à J2 pi par titrage sur cellules Vero des surnageants des puits infectés par le WNV et traités 
par différentes concentrations de sr1057.  
La moyenne du titre infectieux obtenu sur 2 réplicats est représentée (avec * = p< 0,05 ; ** = p<0,01 ; ***= 
p<0,001 et ****p<0,0001). 

 

Conclusion : L’effet antiviral du sr1057 sur le WNV, souche Italie 2008, est peu marqué même pour 

une forte concentration de drogue sur les cellules HEK293T non adhérentes. 

 

 Quantification du génome WNV dans le surnageant de cellules HEK293T déposées 1 jour 

avant traitement par les antiviraux (2nd protocole) 

Des essais sur cellules déposées à J-1 ont aussi été réalisés avec le WNV mais comme pour le JEV et le 

CHIKV, le pourcentage de réduction du génome viral en présence de sr1057 est beaucoup plus faible 

sur cellules déposées à J-1 que celui trouvé sur cellules déposées à J0 quelle que soit la concentration 

en antiviral testée (figure 52). 
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Figure 52 : Comparaison du pourcentage de réduction de l’ARN viral du WNV sur cellules déposées à J-1 ou 
J0 avant traitement par le sr1057 

 

Conclusion : Comme pour le JEV, l’état physiologique des cellules au moment du traitement est 

important pour l’activité antivirale du sr1057. 

 

3.1.2.4. Discussion et conclusion 

Nous avons démontré que le sr1057 a un effet antiviral marqué sur le CHIKV avec une IC50 entre 5-

10µg/ml à J2 pi par la technique de titrage en TCID50 quand les cellules sont distribuées de manière 

concomitante à la molécule (1ier protocole). 

L’efficacité du sr1057 est de plus dépendante de son solvant, le sr1057 solubilisé dans le DMSO 

apparaît plus efficace sur les virus testés que le sr1057 dilué dans du PBS (données non fournies). Ce 

résultat n’est pas surprenant, le DMSO étant souvent utilisé comme solvant de médicaments du fait 

de sa capacité à transporter efficacement les molécules à travers des membranes cellulaires [343].  

L’efficacité du sr1057 n’est pas due à la cytotoxicité de la molécule, la CC50 calculée étant de l’ordre 

de 30µg/ml à J2 après traitement. Néanmoins, même s’il n’y a pas de mort cellulaire, l’observation 

des cellules au microscope optique à J0+24h et J0+48h permet d’objectiver des modifications 
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morphologiques importantes avec des cellules arrondies et en amas (figure 53). Ces changements 

morphologiques pourraient être préjudiciables à la bonne tolérance de la molécule in vivo. 

 

     

   

Figure 53 : Visualisation des cellules HEK293T incubées depuis 48 heures avec du sr1057 à 5, 10 et 20µg 

ou du DMSO et infectées avec CHIKV à 0.0001 MOI au microscope optique 

Quand les cellules sont distribuées dans les puits de culture en même temps que l’antiviral, 

l’efficacité antivirale du sr1057 dilué dans le DMSO a aussi été démontrée sur le JEV et dans une 

moindre mesure sur le WNV, l’IC50 pour ces deux virus n’ayant néanmoins pas pu être calculée. La 

souche WNV utilisée est une souche  de lignée 1 responsable des foyers italiens de 2008. Sa virulence 

en modèle murin d’infection est équivalente à celles de souches mieux caractérisées de lignée 1 

comme Is98 ou NY99 (Perez-Ramirez et al, JGV, accepté). En revanche, la souche Nakayama de JEV 

(génotype III) a été isolée à partir d’un patient infecté au Japon en 1935. Il est donc difficile de savoir 

si cette souche est aussi virulente que celles qui circulent actuellement en Asie. De plus, sachant que 

le génotype I a été introduit récemment en Inde et qu’il est en train de supplanter le génotype III 

dans de nombreuses régions d’Asie [85, 86], il serait intéressant de tester l’efficacité du sr1057 

contre des souches terrain récentes de génotype I et III.  

Il a été aussi constaté au cours de de notre étude que le moment d’administration du sr1057 sur les 

cellules HEK293T est primordial pour son efficacité contre les virus CHIKV, WNV et JEV. Même si nous 

ne connaissons pas le mode d’action de la molécule, nous pouvons formuler certaines hypothèses. 

Le sr1057 semble cibler des facteurs cellulaires étant donné qu’il est efficace contre de nombreux 

virus de différentes familles. De plus, cette efficacité semble dépendante de l’état de quiescence des 

DMSO 1/100 

11/100 
sr1057 5µg/ml 

sr1057 10 µg/ml sr1057 20 µg/ml 
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cellules. En effet, les cellules déposées sur une plaque multi-puits mettent environ 12 heures à entrer 

en division alors que des cellules distribuées depuis 24 heures sont en pleine phase de croissance. On 

peut donc faire l’hypothèse que le sr1057 influe sur un facteur lié à la réplication cellulaire et virale. 

Cette modification de l’efficacité des antiviraux sur les flavivirus en fonction de l’état de croissance 

des cellules a été aussi démontrée pour la ribavirine qui est efficace sur cellules confluentes mais pas 

sur cellules en multiplication [313]. Cependant, dans sa thèse, Samira Khiar a démontré que l’ajout 

d’uridine dans le milieu de culture n’a pas d’impact sur l’activité antivirale du composé sr1057, 

concluant que la voie de biosynthèse de novo des pyrimidines n’est pas la cible du sr1057 [330]. De 

même il a été démontré que le sr1057 ne semble pas être un inhibiteur des kinases cellulaires. Le 

mode d’action de ce composé est donc inconnu à ce jour. 
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3.2  Discussion générale et perspectives  

3.2.1 Nouvelles stratégies diagnostiques des flavivirus neurotropes  

3.2.1.1 Diagnostic des flavivirus neurotopes par méthode MIA 

Perçues à l’origine comme des maladies exotiques, les infections arbovirales sont maintenant une 

préoccupation majeure en Europe et aux Etats Unis dans le domaine de la santé publique et 

vétérinaire. 

En Europe, une co-circulation de différents flavivirus est objectivée dans de nombreux pays. Ainsi en 

France, les flavivirus USUV ou WNV ont émergé (USUV) ou ré-émergé (WNV) conjointement en 2015 

[61, 135] (annexe 1). De plus, il faut rester vigilant sur l’introduction possible d’un nouveau flavivirus 

par le biais principalement des oiseaux sauvages ou des échanges internationaux d’animaux et de 

marchandise, qui ont considérablement augmenté au cours de ces dernières décennies et qui 

constituent de potentielles sources d’introduction d’animaux virémiques ou de vecteurs infectés 

[131]. 

Le diagnostic des infections à flavivirus est complexe du fait de la non-spécificité des symptômes 

neurologiques chez les animaux infectés, d’une virémie brève limitant l’utilisation des méthodes 

directes, en particulier des méthodes moléculaires, et de l’existence de réactions sérologiques 

croisées compliquant le diagnostic sérologique différentiel.  

Face à ces différentes contraintes, le développement de méthodes multi-analytiques sérologiques, 

permettant de cibler les différents flavivirus en un seul test, est une réponse de choix. 

Nous avons donc développé une méthode MIA basée sur l’utilisation des antigènes recombinants 

spécifiques des flavivirus zoonotiques responsables de maladies neurologiques chez les équidés et les 

ovins. Notre méthode permet la capture spécifique d’anticorps dirigés contre le WNV, JEV ou TBEV 

chez le cheval ou LIV chez les ovins avec une sensibilité et spécificité comparables à la méthode ELISA 

suivie d’une analyse par SNT ou HIT (LIV).  

Les nombreux avantages de la technologie MIA développée, à savoir son caractère multiplexe, la 

possibilité de manipuler les échantillons en laboratoire non confiné, la faible quantité de sérum  

nécessaire (1µl) et un temps d’exécution très court (< 3 heures comparé aux 3-6 jours pour la 

méthode SNT) plaident en faveur de sa mise en place dans les laboratoires européens de référence.  

Cette méthode rapide et multiplexe est particulièrement adaptée pour les études séro-

épidémiologiques et les études de surveillance. 
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Cependant, si on considère le contexte épidémiologique actuel des flavivirus européens, il serait 

intéressant d’ajouter à minima un antigène pour le flavivirus USUV [61]. En effet, même si ce 

flavivirus ne semble pas être responsable de symptômes neurologiques chez le cheval, sa diffusion 

rapide en Europe de l’Ouest en 2015 et 2016 et son potentiel pouvoir pathogène chez l’homme [65, 

66] nécessiteraient de suivre son évolution spatio-temporel et de pouvoir le distinguer 

sérologiquement du WNV. 

Nous avons réalisé dans cette optique des tests au laboratoire avec une méthode MIA en 5 plex 

(WNV.sE, JEV.EDIII, WNV.EDIII, TBEV.EDIII et USUV.EDIII aimablement transmis par l’IP) sur les 

sérums de chevaux trouvés positifs en IgG contre le JEV, WNV et TBEV et testés dans le manuscrit 

N°3. Nous avions la contrainte de ne pas posséder de sérums équins terrain correctement 

caractérisés positifs en anticorps anti-USUV. Sur les 101 sérums JEV positifs, cinquante ont été 

trouvés positifs en USUV (résultats non présentés) par méthode MIA. Les réactions sérologiques 

croisées entre les antigènes JEV.EDIII et USUV.EDIII ne permettent donc pas la distinction des 

anticorps induits après infection JEV et USUV. Les EDIII de JEV et USUV sont très proches 

génétiquement  (homologie de séquences en AA de JEV.EDIII par rapport à USUV.EDIII de 85% contre 

75 % entre WNV.EDIII et JEV.EDIII, après analyse NCBI Blastp). Des sérums équins trouvés JEV.EDIII 

positifs en Europe pourraient donc correspondre à une réaction sérologique croisée avec USUV. Dans 

ce cas de figure, une SNT avec les virus JEV et USUV est donc encore nécessaire pour poser un 

diagnostic de certitude dans le cadre d’infections équines suspectes à USUV ou JEV. Une solution 

pour pallier à ce manque de spécificité de l’analyse des réponses contre les billes USUV.EDIII et 

JEV.EDIII serait d’ajouter d’autres antigènes comme JEV.NS1 et USUV.NS1 à notre méthode MIA 

multiplexe et de comparer les réactions des sérums vis-à-vis des couples de billes NS1 et EDIII pour 

chaque virus.  

Le même cas de figure se retrouve avec les sérums ovins LIV positifs qui « cross-réagissent » avec les 

antigènes TBEV.EDIII et LIV.EDIII (cf. 3.1.1.3). On touche ici aux limites de la méthode MIA quand elle 

est utilisée sur des virus très proches sur le plan antigénique. 

Un second axe de recherche intéressant à développer serait de s’affranchir de la révélation par un 

anticorps secondaire anti-espèce, ce qui permettrait de disposer d’un protocole MIA multi-espèces. 

Ce point est d’autant plus intéressant pour les flavivirus à réservoirs aviaires car l’on dénombre un 

grand nombre d’espèces d’oiseaux importantes dans l’épidémiologie de ces infections. De plus cette 

nouvelle méthode sans anticorps secondaire serait capable de révéler la présence d’isotypes variés 

d’anticorps (IgG, IgM,…) et serait de ce fait plus proche des caractéristiques de la méthode SNT. Enfin 

le faible volume de sérum nécessaire pour la technique MIA est un avantage indéniable, en 
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particulier chez les oiseaux où les prélèvements sanguins sont difficiles à réaliser et souvent en petite 

quantité. 

Lors du stage de Master II d’Audrey Gabassi, nous avons mis au point une technologie MIA avec des 

antigènes biotinylés comme révélateur de la liaison antigènes/anticorps (figure 54). Cette stratégie a 

déjà été employée avec succès au laboratoire pour l’étude d’autres maladies vectorielles comme la 

fièvre catarrhale ovine [344]. 

 

Figure 54 : Méthode MIA par biotinylation des antigènes 

 

Les premiers résultats pour le diagnostic des flavivirus ont été en demi-teinte. Nous avons testé un 

panel de sérums équins positifs en IgG ou IgM anti-WNV. La méthode présente une bonne sensibilité 

et spécificité pour WNV.sE (Se=92.6% et Sp= 97.4%) mais manque de sensibilité pour WNV.EDIII (Se= 

34% et Sp =97.4%)[345]. Ce manque de sensibilité pourrait provenir de la petite taille des EDIII 

(≈30kDa), qui ne seraient pas correctement biotinylés ou des épitopes EDIII qui seraient en partie 

masqués par la biotine. L’emploi, en tant qu’anticorps secondaires, de protéines G ou A biotinylées, 

protéines qui reconnaissent les Ig de nombreuses espèces pourraient être une autre alternative à 

tester.  

Enfin, un dernier axe de recherche serait de mettre en place un test MIA sur sérums équins pour un 

diagnostic syndromique des encéphalites équines virales. Alors qu’elles représentent la quatrième 

cause de mortalité chez le cheval, les affections nerveuses virales sont pourtant peu diagnostiquées 

[346]. Les raisons principales sont une symptomatologie fruste associée à une diversité des agents 

étiologiques en cause. En effet celles-ci peuvent être causées par de nombreux virus : virus de la 

rage, flavivirus (WNV, JEV, LIV et TBEV), herpès virus équin de type 1 (HVE1), virus de borna, virus de 
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l’encéphalose équine et encéphalites équines exotiques (encéphalites équines de l’Est, de l’Ouest et 

vénézuélienne) [347]. Il serait ainsi intéressant d’analyser en parallèle la réponse anticorps contre les 

différents virus responsables d’encéphalites chez le cheval et de s’affranchir d’une approche par 

agent étiologique isolé. La synthèse des différents antigènes ainsi que la récolte de sérums positifs 

pour les différents virus est en cours au laboratoire.  

Trouver la cause de l’encéphalite nécessite obligatoirement d’avoir recours à un diagnostic direct ou 

indirect de l’infection et la confirmation de l’infection virale fait appel à des outils de détection 

variables en fonction du virus recherché.  

Pour la rage et la maladie de Borna, seule une analyse post-mortem à partir du cerveau du cheval 

malade par histologie (rage), par immunohistochimie (rage + Borna) et/ou PCR (Borna) permet un 

diagnostic de certitude. De même pour l’HVE1, la forte prévalence du virus dans la population équine 

ainsi que sa persistance à l’état latent, nécessite le recours à la PCR pour établir un diagnostic de 

certitude. Concernant les virus à transmission vectorielle (encéphalose équine, WNV et flavivirus 

apparentés, encéphalites équines à alphavirus), la détection directe (PCR ou isolement viral) ou la 

mise en évidence des IgM par ELISA de capture sont les méthodes de choix pour le diagnostic de 

confirmation.  

Notre test « MIA syndromique », qui détecte la présence d’IgG dans le sérum, donnerait donc une 

orientation du diagnostic mais ne permettrait pas de s’affranchir des méthodes citées ci-dessus. Pour 

être plus performant dans ce contexte, ce test devrait évoluer, en particulier pour les virus à 

transmission vectorielle, vers un MIA détectant les IgM. La faisabilité de détecter les IgM par MIA est 

en cours d’étude dans notre laboratoire. 

3.2.1.2 MIA et vaccination  

Circulation endémique du WNV dans des pays européens de plus en plus nombreux et vaccination 

conjointe contre WNV d’une partie de la population équine (surtout importante à l’heure actuelle en 

Italie et en Hongrie) posent de nouveaux défis et nécessitent le développement de nouveaux outils 

sérologiques, pour assurer la distinction entre chevaux vaccinés et infectés. Ce point est d’autant 

plus important chez le cheval qui est une espèce sentinelle de l’infection à WNV.  

Des études précédentes ont démontré la faisabilité d’une telle distinction pour les infections équines 

et humaines à JEV après vaccination par un vaccin inactivé JEV [348, 349]. Notre étude montre à 

l’inverse que l’utilisation du vaccin WNV inactivé (Equip® WNV de la firme Zoétis) induit des anticorps 

anti-NS1 chez le cheval quand il est utilisé sur le terrain suivant les recommandations du fabricant, 

constatation qui avait déjà été établie par deux précédentes études [291, 350].  



165 
 

Une distinction entre animaux infectés et vaccinés avec le vaccin inactivé pourrait dès lors s’appuyer 

uniquement sur la mise en évidence d’une réponse IgM spécifique d’une infection récente 

(manuscrit N°2). Lors de l’épizootie 2015, le diagnostic d’infection à WNV s’est avant tout appuyé sur 

la mise en évidence des IgM chez le cheval [135] (annexe 1). Cependant, concernant la vaccination, 

les positions divergent mais il semble, au vu des articles les plus récents, qu’une réaction IgM 

transitoire puisse être détectée après vaccination en particulier avec le vaccin inactivé [269](annexe 

1) mais aussi après vaccination avec le Proteq West Nile (données personnelles). En présence d’IgM 

dans le sang, on ne peut donc avec certitude faire un diagnostic d’infection à WNV dans une 

population de chevaux vaccinés.  

Nous avons montré lors de notre enquête que la distinction est possible avec le vaccin recombinant 

Proteq® West Nile de la firme Merial qui n’exprime pas l’antigène NS1. Le recours à ce type 

d’approche vaccinale faciliterait donc le volet équin de la surveillance WNV en France et en Europe.  

Le vaccin chimérique YFV-WNV (Equilis® West Nile d’Intervet) qui n’a pas été utilisé en France lors de 

l’épizootie 2015, devrait pouvoir offrir les mêmes avantages que le vaccin recombinant canarypox 

pour un diagnostic DIVA (protéine E de WNV mais NS1 de YFV). Cependant il faudrait s’assurer de 

l’absence de de réactions sérologiques croisées sur les antigènes WNV.NS1 causées par des anticorps 

anti-NS1 YFV produits après vaccination. Un premier élément de réponse se trouve dans l’article de 

N. Cleton qui a montré avec la technique de « micro-array NS1» que les réactions sérologiques 

croisées entre les IgG anti NS1-YFV et les IgG anti-NS1-WNV étaient très limitées chez l’homme [282]. 

Nous souhaiterions dans un avenir proche tester les sérums de chevaux vaccinés par le vaccin 

Equilis® West Nile afin de confirmer cette assertion.  
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3.2.2 Nouvelles stratégies thérapeutiques des flavivirus neurotropes  

A l’heure actuelle, les infections virales représentent un problème majeur de santé publique à 

l’échelle mondiale et pourtant notre arsenal thérapeutique reste très limité. Concernant les 

médicaments antiviraux ayant une AMM, leur spectre d’activité est souvent très étroit car ils ne 

ciblent qu’une protéine virale (ex : inhibiteur de protéases) ou la réplication virale (ex : inhibiteur de 

la transcriptase inverse, analogues nucléosidiques…). Or les virus à ARN, qui sont les principaux virus 

impliqués dans les phénomènes d’émergence, sont des virus instables avec de nombreuses 

mutations générées par les erreurs de l’ARN polymérase. Soumis à la pression d’antiviraux 

spécifiques, une évolution et sélection des virus s’opèrent et sont responsables de phénomènes de 

résistance au traitement [318]. La difficulté est encore accrue lors d’émergence d’un nouveau virus 

pour lequel aucun traitement spécifique n’est immédiatement utilisable.  

La stratégie qui consiste à cibler un facteur cellulaire essentiel à la réplication de virus appartenant à 

différentes familles est donc séduisante car elle permettrait d’agir contre de nombreux virus et de 

contourner l’obstacle des résistances au traitement. Une grande limite reste néanmoins la toxicité 

éventuelle des molécules sélectionnées en fonction de la cible cellulaire visée par l’antiviral. 

Pour identifier des antiviraux ciblant l’hôte, la mise en place d’un test de criblage est une stratégie 

originale qui s’appuie sur un nouveau concept d’approche empirique. En effet, on évalue d’abord 

l’efficacité de la molécule sur la réplication virale de plusieurs familles virales dans un système 

cellulaire donné et, en fonction des résultats, on identifie par la suite la cible cellulaire. Cette 

technique a montré son efficacité en terme de découverte de nouvelles molécules [351]. Le système 

de criblage mis en place par l’unité G2V de l’IP, basé sur la combinaison d’infections in vitro par les 

virus recombinants rMV2/Luc et CHIKV/Ren exprimant la luciférase comme rapporteur de la 

réplication virale, répond à ce principe. Le composé sr1057, sélectionné par ce test parmi 4640 

composés du CERMN, est donc actif, même si on ne connait pas son mode d’action, contre de 

nombreux virus à ARN (ex : CHIKV, MV et JEV) appartenant à aux moins trois familles différentes 

(Togaviridae, Paramyxoviridae et Flaviviridae). D’autres essais dans d’autres équipes ont montré en 

outre qu’il était efficace in vitro contre d’autres virus à ARN comme le virus Ebola (équipe de Sylvain 

Blaize, laboratoire P4 de Lyon) ou l’artérite virale (Aymeric Hans, ANSES Dozulé) appartenant 

respectivement aux familles des Filoviridae et Arteriviridae mais aussi contre des virus à ADN comme 

l’herpès virus équin de type 1 (équipe de Stéphane Pronost, Labéo Frank Duncombe) ou l’herpès 

virus humain de type 1 (Laboratoire de Marianne Lucas-Hourani, IP) [330]. Il ne fait donc aucun doute 

que cette molécule présente un large spectre antiviral.  
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Néanmoins de nombreux écueils restent à surmonter. Le premier est son index de sélectivité 

modeste pour le CHIKV (CC50/IC50=17 à J1 pi dans le modèle de l’IP et CC50/IC50 de l’ordre de 4 à J2 

dans notre modèle) et sa faible efficacité pour les flavivirus JEV et WNV. Le second est sa demi-vie 

dans le sang (estimée à 9 minutes) ainsi que sa stabilité métabolique sur les microsomes du foie 

(estimée à seulement 6 minutes) très courtes, ce qui suggère que cette molécule serait rapidement 

dégradée in vivo. L’amélioration de sa pharmacologie est donc primordiale avant de débuter les tests 

in vivo sur souris. Cependant, la recherche d’analogues de la molécule plus actifs, moins cytotoxiques 

et plus stables métaboliquement a pour l’instant été infructueuse.  

Une autre piste à envisager serait d’étudier les effets synergiques du composé sr1057 quand il est 

associé à d’autres molécules antivirales bien caractérisées (ex sr1057+ analogues nucléosidiques ou 

sr1057+ bréquinar ou sr1057 + inhibiteurs des cyclophilines…). De telles combinaisons permettraient 

en effet de limiter les effets cytotoxiques associés à une molécule en diminuant les concentrations 

utilisées et d’éviter des phénomènes d’échappement du virus en ciblant plusieurs étapes de son 

cycle réplicatif.  
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Les flavivirus ayant un impact en médecine vétérinaire sont 

largement distribués dans le monde (à l’exemple de la fièvre West 

Nile (WNF) présente sur les cinq continents ou de l’Encéphalite 
japonaise (EJ) en Asie) et sont responsables de maladies à 

dominante neurologique chez l’homme et/ou le cheval.  

La virémie étant généralement brève lors de ces infections virales, 
les méthodes de diagnostic utilisées sont essentiellement 

sérologiques. Or le chevauchement fréquent des aires de 

répartition des flavivirus complique le diagnostic sérologique. En 
effet, des réactions sérologiques croisées entre flavivirus sont 

observées lors de l’utilisation de méthodes de diagnostic usuelles 

telles que l’ELISA et l’immunofluorescence (IF). Les résultats 
sérologiques doivent donc être confirmés par la méthode 

fastidieuse de séroneutralisation (SNT) virale avec les différents 

flavivirus existants dans la région. De plus, le risque d’émergence 
sur un territoire donné de nouveaux flavivirus, comme le virus 

Zika au Brésil ou en Amérique du Nord, ne peut être exclu. 

Nous avons donc développé dans la première partie de ce travail 
une nouvelle stratégie de diagnostic sérologique multiplexe à 

l’aide de la méthode d’immuno-essai (MIA) sur billes. Sachant 

que la glycoprotéine d’enveloppe soluble (sE) des flavivirus est 
divisée en 3 domaines (D) structuraux, DI, DII et DIII et que les 

épitopes du DIII sont spécifiques de chaque flavivirus, des 

protéines EDIII recombinantes de différents flavivirus d’intérêt 
ont été synthétisées en système d’expression Drosophila S2 et leur 

antigénicité a été testée sur sérums équins et ovins. 

Nous avons obtenu des résultats très encourageants en démontrant 

que l’utilisation des rEDIII, associée à la capacité de multiplexage 

de la méthode MIA, apparaît comme une réponse adaptée au défi 

du diagnostic sérologique des infections à flavivirus. 
Nous avons en outre utilisé la même méthode de multiplexage 

mais avec des antigènes NS1 du WNV pour mettre en place un 

test DIVA (Differentiating Infected from Vaccinated Animals) 
permettant de différencier les chevaux infectés par le WNV des 

chevaux vaccinés avec un vaccin recombinant WNV.  

Un autre écueil en médecine vétérinaire est le traitement des 
affections à flavivirus. En effet l’arsenal thérapeutique est limité et 

le traitement est avant tout symptomatique. Nous avons dans la 

seconde partie de ce travail testé in vitro une molécule antivirale à 
large spectre, le sr1057 sur nos virus d’intérêt (WNV et JEV). 

Cette molécule qui provient d’une stratégie de criblage 

développée par l’Institut Pasteur a probablement pour cible la 
cellule de l’hôte car elle est capable d’inhiber des virus très 

différents, à génome à ARN de polarité positive ou négative et 

ADN. 
 Les résultats que nous avons obtenus avec ce composé sont en 

demi-teinte pour les flavivirus testés avec une efficacité démontrée 

pour le JEV mais plus modeste pour le WNV. Ils n’excluent 
cependant pas une possible utilisation de cet antiviral en médecine 

vétérinaire équine car une activité inhibitrice in vitro sur les virus 

de l’Herpes équin de type I et de l’artérite virale a été confirmée 
par d’autres collaborateurs.  
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Abstract: Flaviviruses with a major impact in veterinary 
medicine are widely distributed (e.g. West Nile fever (WNF) has 

spread across the five continents and Japanese Encephalitis (JE) 

is reported in South-East Asia) and are mainly responsible for 
neurological diseases in humans and/or horses. 

After flavivirus infection, viremia in mammal hosts is generally 

short and consequently indirect methods are mostly used to 
diagnose flavivirus infections. However, frequent spatial 

overlapping in their circulation areas renders the interpretation of 

serological assays difficult. Indeed, cross-reactions between 
flaviviruses are observed in rapid serological tests such as in 

ELISA and immunofluorescence assays (IFA). Serological assay 

results should thus be confirmed by the tedious comparative virus 
neutralization test (VNT) using a panel of viruses known to 

circulate in the area. Moreover, the risk of emergence of new 

flaviviruses such as reported recently with the Zika virus in 
Brazil or in North America should be considered when studying 

flavivirus epidemiology. 

In the first section, a new strategy aiming at improving the 
serological diagnosis of flavivirus infections was developed 

using the multiplexing capacity of microsphere immunoassays 

(MIA). The flavivirus soluble envelope (sE) glycoprotein 
ectodomain is composed of three domains (D), e.g. DI, DII and 

DIII, with EDIII containing virus-specific epitopes. Recombinant 

EDIIIs of different flaviviruses were synthesized in the 

Drosophila S2 expression system. The microspheres coupled 

with rEDIIIs were assayed with equine and ovine sera from 

natural and experimental flavivirus infections.  

Very encouraging results have been obtained and this innovative 
multiplex immunoassay based on flavivirus rEDIIIs appears to be 

a powerful alternative to ELISAs and VNTs for veterinary 

diagnosis of flavivirus-related diseases. MIA with WNV 
nonstructural 1 protein were also implemented to differentiate 

Infected from Vaccinated Animals (DIVA). Such a DIVA 

approach was only successful when horses had been immunized 
with a recombinant canarypox vaccine, while horses receiving 

inactivated WNV vaccine developed immune responses close to 

the ones induced after natural infection.  
Another pitfall in veterinary medicine is the lack of therapeutics 

for viral diseases and specifically for flaviviruses. The therapeutic 

arsenal is indeed rather limited and animals are generally 
administered supportive treatments only. In the second part, the 

results of the in vitro testing of a broad spectrum antiviral named 

sr1057 on WNV and JEV replication are presented. This 
chemical, identified from a unique screening strategy developed 

by Pasteur Institute, is probably targeting the host cell and was 

found to inhibit the replication of varied RNA and DNA viruses 
belonging to different virus families. 

The sr1057 compound was not as efficient at inhibiting the 

replication of flaviviruses as for other RNA+ viruses, with a 
modest antiviral effect demonstrated for WNV and a higher 

efficacy on JEV. This antiviral presents however potentials for 

applications in equine veterinary medicine because it efficiently 

inhibited equine herpes virus-1 and equine arteritis virus in vitro, 

as clearly shown by other collaborators.  

 
 


