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Résumé

La peste des petits ruminants (PPR) causée par un virus du genre Morbillivirus (Virus de la Peste des
Petits Ruminants) est une maladie respiratoire trés contagieuse des petits ruminants. La PPR est
présente en Afrique, en Asie, au Moyen Orient, et depuis peu en Europe. Sur le continent africain,
notamment en Afrique de I’Ouest, elle est en expansion et représente un facteur majeur d’insécurité
alimentaire pour la population agricole.

La PPR est un modele pour I’étude des maladies transfrontaliéres car sa diffusion est trés étroitement
liée aux mouvements régionaux d’animaux vivants. La compréhension de cette diffusion est une
condition essentielle a la mise en place de mesures de contrdle efficaces (vaccination, controle aux
fronticres etc.).

La thése a pour ambition de clarifier la situation épidémiologique de la PPR au Mali, d’évaluer le
risque pour les filiéres de production des petits ruminants et de proposer des stratégies de contrdle
adaptées. L’objectif de la thése est de caractériser la diversité génétique de souches collectées en
Afrique de 1’Ouest et plus particuliérement au Mali en utilisant en premiére instance le géne partiel de
la nucléoprotéine du virus. Nous avons ensuite estimé la diversité et le taux d’évolution du PPRV dans
la région a partir de séquences génomiques complétes. Notre étude a montré qu’au Mali ainsi que dans
les autres pays de 1I’Afrique de 1’Ouest et Central, trois lignées génétiques du PPRV circulent dont
I’une d’elles, la lignée Il est dominante dans la région et est caractérisée par une grande diversité
génétique transfrontaliére. Cette étude démontre également une progression de la lignée IV en Afrique
de I’Ouest et la persistance au Mali et au Niger de la lignée I (au moins jusqu’en 2001). Ces résultats
reflétent par rapport aux données précédentes connues de la répartition des lignées de PPRV, une
intensification des mouvements du bétail due a 1’échange et au commerce de ces animaux, flux qui
n’est pas controlé entre tous les pays de 1’Ouest africain. Au Mali, il n’existe aucun moyen de
contrdle, de tracabilité et d’identification animale. L’utilisation de la diversité génétique comme
marqueur épidémiologique serait un moyen d’améliorer notre connaissance de la diffusion de la PPR
et de 1a son contrdle, plus particuliérement dans les pays d’ Afrique de 1’Ouest.

Mots clefs : la Peste des petits ruminants (PPR), diversité génétique, génome complet, vitesse
d’évolution, mouvements d’animaux, épidémiologie, Mali.



Abstract

Peste des petits ruminants (PPR) caused by a virus of the Morbillivirus genus is an highly contagious
respiratory diseases of small ruminants. PPR is present in Africa, Asia, Middle East, and has just
entered Europe. On the African continent, particularly in West Africa, it is emerging and is a major
factor of food insecurity for low-income farmers.

PPR is a model for the study of transboundary diseases because its diffusion is closely linked to
regional movements of livestock. Understanding this diffusion is an essential condition for the
implementation of effective control measures (vaccination, border control, etc.).

The aim of our study is to clarify the epidemiological situation of PPR in Mali in order to assess the
risk for small ruminant production chains and propose appropriate control strategies.

The aim of our study for PPR is to characterize the genetic diversity and therefore the different
lineages that circulate in Mali and, more generally, in the West and Central African sub region by
using at first the partial gene of Nucleoprotein of PPRV. We then estimated more accurately the
diversity and rate of evolution of the virus in the region from PPRV genomic sequences. Our studies
showed that three lineages of PPRV are circulating in Mali and West Africa. The lineage II is
dominating and is characterized with a wide genetic diversity and extensive transboundary circulation.
We also demonstrate the progression of lineage IV in West Africa and the persistence of lineage I in
Mali and Niger (at least until 2001). These results reflect the large flow of uncontrolled livestock trade
between all West African countries. In Mali, there is no means of control, traceability and animal
identification. The use of genetic diversity as an epidemiological marker is an effective means of
controlling the spread of PPR in these West African countries.

Key words: Peste des petits ruminants (PPR), genetic diversity, complete genome, evolution rate,
animal movements, epidemiology, Mali.
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1 Introduction

1.1 Le contexte

La peste des petits ruminants (PPR) est une maladie respiratoire trés contagieuse des petits ruminants.
Cette maladie a déclaration obligatoire aupres de I’Organisation Mondiale de la Santé Animale (OIE),
inflige des pertes importantes dans les élevages. La peste des petits ruminants (PPR) est endémique
dans la plupart des pays d’Afrique de I’ouest, et au Mali en particulier ou nous avons positionné le
champ d’investigation.

La PPR se distingue par une extension constante sur les derniéres décennies, ce qui est une menace
accrue pour les zones indemnes. Les travaux récents de 1’équipes de virologie de ASTRE, laboratoire
de référence mondiale sur cette maladie, ont porté notamment sur la mise au point du séquencage de
génomes complets du PPRV (Habib Salami et al., 2014).

En 2014, le CIRAD (thése Habib Salami), ’ISRA, et le CNERV, ont conjointement mis en évidence
un bassin épidémiologique de diffusion de souches de PPRV proches au plan génétique centré sur le
Sénégal et la Mauritanie, et sous-tendu par des mouvements animaux a courtes distances de part et
d’autre des frontiéres (Apolloni A et al., 2018; El Arbi AS et al., 2014). L’actualisation des données
virales a ’occasion des enquétes de surveillance épidémiologique a des fins de recherche, ont
bouleversé les connaissances sur la répartition géographique des souches virales et des lignées,
notamment au Sénégal et d’autres pays de la sous-région tels que la Mauritanie et la Cote d’Ivoire.
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1.2 Problématique

Sur la base de séquences partielles des génes N et F, les souches de PPRV ont été classées en quatre
lignées génétiquement distinctes (I, II, III et IV) (Banyard et al., 2010; Kwiatek et al., 2011). La
proéminence et la forte capacité d'expansion de la lignée II et le remplacement de la lignée I,
historiquement présente dans 1’Ouest africain est soutenue par des études récentes notamment la these
de Habib Salami. Il a effectué¢ un état des lieux du PPRV au Sénégal. En effet les foyers de maladie
dans cette partie de I’ Afrique sont maintenant associés quasi systématiquement a un virus de lignée II.
L'analyse d'échantillons pathologiques collectés au cours des différentes épidémies de PPR durant la
derniere décennie a révélé la propagation de cette lignée de PPRV (Adombi CM et al., 2017 ; Boussini
H et al., 2016; Dundon WG et al., 2014; Dundon WG et al., 2018; El Arbi AS et al., 2014; Woma et
al., 2016) dans tous les pays situés entre I'océan Atlantique, le désert du Sahara et 1'Afrique subhumide
/ humide alors que son front de migration se situait au Mali en 1999 (Banyard et al., 2010; Munir et
al., 2012). Cette expansion peut étre attribuée a une sélection naturelle donnant aux virus un potentiel
épidémiologique plus important, ou étre le résultat de l'intensification du mouvement et du commerce
des animaux. Des travaux sont en cours dans cette région de 1’Afrique pour mieux comprendre les
schémas spatio-temporels de la mobilité de 1'hote, facteur amplificateur potentiel de la propagation
virale (Apolloni A et al., 2018). En Afrique de I'Est, un scénario similaire a lieu avec la lignée 1V,
mettant en compétition les lignées autochtones (I1I et II). Historiquement, les virus de certains pays de
I’Afrique de I’Est tels que 1’Ethiopie, le Soudan, la Tanzanie appartenaient a la lignée III. Mais cette
lignée a progressivement été remplacée au cours des années par la lignée IV du PPRV (Banyard et al.,
2010; Cosseddu et al., 2013; Kwiatek et al., 2011; Kwiatek et al., 2007; Muniraju et al., 2014c).

Sur le phénomene de remplacement et d'extinction, aucune explication n'est encore toutefois avancée.
II est évident que plus les séquences sont générées mieux I'évolution des virus et le mouvement
transfrontalier d’animaux ayant conduit a la diffusion de la maladie seront compris. Toutefois si les
courtes séquences de génes viraux telles que N et F permettent par analyse phylogénétique une
définition en lignées elles semblent avoir un potentiel restreint a permettre la reconstruction des
mouvements dans le temps et I’espace des PPRV. Un séquencage de fragments longs du génome,
voire du génome entier, s’ impose donc.

1.3 Hypothéses et questions de recherche

Les ARN polymérases virales des virus 8 ARN négatifs ont un taux d’erreur de I’ordre de 10° a 107
nucléotides par cycle lors des réplications. Cette forte capacité a muter pendant la réplication est
causée par une absence de la fonction de relecture et de correction d’erreurs de réplication des
enzymes virales ARN polymérase ARN-dépendantes. Ce taux rapide de changement évolutif des virus
a ARN offre des opportunités particuliérement intéressantes pour étudier les processus épidémiques
car leurs dynamiques évolutives ont lieu a des échelles de temps similaires (Pybus and Rambaut,
2009). En effet, la rapidité d’évolution des virus a ARN est telle que les relations phylogénétiques
entre les souches peuvent étre résolues a partir d’échantillons recueillis a seulement quelques jours
d’intervalle (Cottam et al., 2006; Cottam et al., 2008).

Au cours de sa thése qui a porté sur le PPRV au Sénégal, Habib Salami a étudié I’ampleur de la
diversité¢ génétique au cours d’infections naturelles des petits ruminants dans un foyer de PPR et
I’accumulation de ces mutations dans un circuit de diffusion du PPRV. Il a ainsi établi, grace a la
diversité génétique qu’il a utilisée comme marqueur épidémiologique, les circuits de diffusion des
petits ruminants au Sénégal. Pour cela, il s’est basé sur 1’étude des séquences courtes et des séquences
concaténées de deux genes.

Dans notre étude, nous avons étudié la dynamique évolutive et épidémiologique de souches de PPRV
collectées sur le Grand Ouest africain a partir de génomes complets.
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1.4 Objectifs

Le projet de thése a pour ambition de clarifier la situation épidémiologique de la PPR au Mali. Les
travaux de thése ont été menés en cotutelle entre 1’'unité ASTRE du CIRAD et le Laboratoire Central
Vétérinaire de Bamako (Mali) pour la collecte et 1’analyse des virus. En outre pour la collecte des
échantillons et les informations de terrain nécessaires pour celle-ci, ils ont bénéficié de la collaboration
des Services Vétérinaires du Mali.

Les objectifs principaux sont :
1) La collecte des échantillons au Mali.

Les zones les plus propices a I’étude sont définies sur les données de densités animales et sérologiques
existantes afin d’optimiser la collecte des échantillons.

2) Evaluer la diversité génétique des agents pathogenes incriminés au Mali et élargie dans la
sous-région en Afrique de I’Ouest.

Nous avons procédé a la collecte des échantillons biologiques sur foyers cliniques. Les séquences de
génomes entiers des souches de PPRV du Mali et d’autres pays de 1I’Afrique de I’Ouest ont été
générées afin d’appréhender la diversité.

3) Intégration de I’analyse épidémiologique du pathogéne.

L’étude conduite sur les foyers de maladie en territoire malien, a permis d’actualiser nos
connaissances en termes de prévalence et de diversité génétique du pathogeéne. Le lien avec des
souches distantes dans le temps et ’espace (hors des frontieres du Mali, les pays de 1I’Afrique de
I’Ouest) est également étudié pour tracer leur origine spatio-temporelle et estimer les modalités de leur
introduction dans le territoire. Les données sont mises en lien avec celles obtenue au Sénégal (thése
Habib Salami). L’intégration des données épidémiologiques ont permis de déterminer leurs conditions
de maintien, de réémergence et de diffusion liés a la mobilité animale, en vue d’optimiser les moyens
de lutte.

1.5 Méthodologie

Tache 1. Cette phase de la thése a permis de collecter le matériel biologique grace a un dispositif de
surveillance et de diagnostic en partenariat avec le Laboratoire Central Vétérinaire (LCV, Bamako,
Mali) ainsi qu’avec la collaboration des services vétérinaires nationaux.

Les enquétes ont été initiées en lien avec les services vétérinaires du Mali alertés par des suspicions de
foyers de PPR. Sur les trois années successives du projet, elles ont été réalisées avec recueil des
commémoratifs détaillés. Les échantillons mentionnent la date de récolte (mois/année) et la localité et
sont accompagnés des commémoratifs d’enquéte (espéces, composition des troupeaux, systémes
d’élevage). Les services vétérinaires ont pu informer des liens avec des marchés a bétail ou des routes
de transhumance susceptibles d’avoir introduit et diffusé les pathogenes. Les informations recueillies
aupres des éleveurs ont permis également de mieux connaitre leurs pratiques en termes d’utilisation de
vaccins (PPR). Les prélévements contenant des charges de pathogénes importantes (larmes, poumons
pour PPR) ont été collectés et maintenus au froid (a 4°C sur glace) pendant la durée des missions de
terrain.

Tache 2. Evaluer la diversité génétique de I’agent pathogeéne incriming.

Au LCV de Bamako, les aliquots des échantillons récoltés ont été conservés a -80°C et I’identification
par PCR entreprise directement sur I’échantillon sans passer par I’isolement. Un test multiplex PCR
permettant 1’identification des agents de la PPR, de la PPCC, de la variole caprine et de la
pasteurellose développé a APHL a Vienne en Autriche (Unité de Production et Santé Animale) a été
utilisé pour le criblage des prélévements. Les parties typage et séquencage NGS et isolement ont été
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réalisées au CIRAD, Montpellier. Les séquences d’une petite portion du gene N du PPRV ont été
obtenues pour les échantillons positifs, afin de réaliser une premiére étude de la diversité génétique
dans les régions échantillonnées. Deux méthodes de séquencage de génomes complets, mises au point
au CIRAD, ont ¢été utilisées sur une sélection d’échantillons représentatifs de la diversité génétique de
la PPRV observée.

Tache 3. Intégration de 1’analyse épidémiologique du pathogene.

Les études phylogénétiques réalisées a partir des échantillons des foyers de PPR au Mali permettent
d’évaluer le risque pour les filieres de productions et de proposer des stratégies de controle adaptées.
Cette derni¢re phase consiste a confronter les données de séquences aux données épidémiologiques
(especes animales concernées, dates et lieu de prélévement...), de manicre a établir la biodiversité des
souches au Mali. La plasticité des génomes dans les prélévements d’hotes malades (caprins) permet de
mesurer cette biodiversité et également de dater 1’apparition de la PPR au Mali.

L’obtention de séquences génomiques complétes et leur alignement avec les données accessibles de
GenBank ont permis d’ouvrir la voie a des études de phylogénie (analyse par maximum de
vraisemblance ou maximum de parcimonie), des études de datation moléculaire (inférences
bayésiennes et chaines de Markov comme implémentées par exemple dans le programme BEAST) et
de phylogéographie. Les arbres phylogénétiques ont permis d’évaluer le nombre de groupes de
souches circulant au Mali. L’intégration a ces analyses des informations des souches des pays de
I’ Afrique de 1’Ouest permettent une meilleure compréhension des mécanismes de diffusion et a terme
d’affiner les stratégies de lutte.
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2 Synthese bibliographique PPR

2.1 Généralités sur la Peste des Petits Ruminants

2.1.1 La peste des petits ruminants

La Peste des Petits Ruminants (PPR) est une maladie transfrontaliere trés contagieuse des petits
ruminants. Elle affecte principalement les caprins, les ovins et les petits ruminants sauvages. L’agent
responsable de la PPR est le virus de la peste des petits ruminants (PPRV). Le PPRV est un virus du
genre Morbillivirus, qui appartient a la famille des Paramyxoviridae. Appartiennent également au
genre Morbillivirus les virus de la peste bovine (RPV, pour Rinderpest Virus), de la rougeole (MV
pour Measles Virus) de la maladie du Carré (CDV pour Canine Distemper) et le virus de maladie du
phoque (PDV pour Phocines Distemper Virus). La PPR se caractérise par une forte fiévre, une forte
diarrhée qui provoque une déshydratation, une anorexie, une respiration douloureuse, des écoulements
nasaux et oculaires et I’érosion de différents muqueuses (Gibbs et al., 1979). Les symptomes de la
PPR sont similaires a ceux de la peste bovine qui a été récemment éradiquée.

Maladie a incidence économique, la PPR fait partic de la liste des maladies a notifier a 1’Office
Internationale des Epizooties (OIE, Organisation mondiale de la santé animale) en cas d’apparition
d’épizooties. Elle a été décrite dans le passé sous plusieurs dénominations : peste des petits ruminants,
peste des espéces ovines et caprines, « pseudo-rinderpest », complexe stomato-pneumo-entérique ou
encore « kata » (mot pidgin pour catarrhe) au Nigeria. La dénomination frangaise « peste des petits
ruminants », donnée par les premiers auteurs (Gargadennec and Lalanne, 1942) a été retenue comme
nom scientifique de la maladie. Toutes ces dénominations ont fait référence aux symptomes observés
sur le terrain.

2.1.2  Etendue géographique de la maladie

La PPR a été décrite pour la premicre fois en Cote d’Ivoire en 1942. Elle est présente dans certains
pays de I’ Afrique de I’Ouest depuis pres de sept décennies : au Togo, au Bénin et au Nigeria depuis les
années quarante, au Sénégal en 1955 (Mornet et al., 1956). La maladie a ensuite été observée dans
deux pays de I’Afrique de I’Est : au Soudan en 1972 (El-Hag and Taylor, 1984) puis en Ethiopie en
1977 (Pegram and Tereke, 1981). Durant les années 1980, la maladie s’est répandue dans la péninsule
arabique : Oman en 1983, Les Emirats Arabes Unis (1987), I’ Arabie Saoudite en 1988, en Inde en
1988 puis I’Asie du Sud-Est (Banyard et al., 2010). La présence de la PPR est notée en Afrique du
Nord, notamment en Egypte en 1989. La PPR a continué a s’étendre et est devenue enzootique de
1990 a 2000 dans plusieurs pays de 1I’Afrique (Mali, Burkina Faso, Guinée, Ghana, Guinée Bissau,
Soudan, Tchad Ethiopie), au Moyen Orient (Jordanie, Israél, Iran, Liban) et en Asie (Pakistan, Inde,
Bangladesh) (Banyard et al., 2010).

De 2001 a 2013, est observée une progression rapide de 1’aire de répartition mondiale de la maladie
qui peut étre liée a 1’accroissement important des mouvements d’animaux et de leur population. On
observe alors une expansion de la PPR vers certains pays de I’ Afrique qui étaient jusque-la indemnes,
notamment la Tanzanie (2008), ’Ouganda (2007), le Kenya (2006), le Gabon (2007), le Congo
(2006), le Cameroun (2009), I’Angola (2012), le Maroc (2008), 1’ Algérie (2011), la Tunisie (2006)
(Banyard et al., 2010; Swai et al., 2009 ; FAO. 2013). La PPR est décrite pour la premicre fois aux
Comores en 2010. Il faut également noter la propagation de la maladie dans certains pays bordant
I’Union Européenne : la Turquie (1992, notifiee a ’OIE en 1999) et sa région de Thrace (partie
européenne, 2004) et plus récemment en Géorgie en janvier 2016 (Rajko-Nenow PZ et al., 2017). La
PPR est depuis peu présente a I’intérieur des frontieres de 1’Union Européenne (Bulgarie, notification
aI’UE et a OIE en juin ; Alizé Mercier, http://www.plateforme-esa.ft/).
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Présente depuis la fin des années 80 dans les pays asiatiques comme 1’Inde, les républiques d’Asie
Centrale, la PPR éclate au Tibet, région autonome de Chine, en 2007 (Wang et al., 2009), puis a partir
de 2013 dans de nombreuse provinces de Chine ou elle se répand trés rapidement, impliquant
également des espéces sauvages malgré une vaccination massive (Liu., 2018). Récemment, de
nouveaux foyers de PPR ont été déclarés pour la premiére fois dans la partie Ouest de la Mongolie
entre aolt et septembre 2016 (Shatar M et al., 2017).

2.1.3 Le virus de la peste des petits ruminants
Taxonomie — Classification

Le PPRV appartient a 1’Ordre des Mononegavirales dans la famille des Paramyxoviridae. Cette
famille compte sept genres distincts : Le genre Morbillivirus (dont le virus de la peste des petits
ruminants, et le virus de la peste bovine), le genre Respirovirus, le genre Henipavirus (dont le virus
Hendra), le genre Rubulavirus (dont le virus des oreillons), le genre Avulavirus (dont le virus de la
maladie de Newcastle), le genre Ferlavirus et le genre Aquaparamyxovirus.

Les paramyxovirus sont des virus & ARN enveloppé. Ce sont des particules sphériques contenant une
enveloppe lipoprotéine externe présentant de multiples projections ; une nucléocapside interne,
pelotonnée et filamenteuse, a symétrie hélicoidale qui entoure le génome viral.

Les virus PPRV, RPV, CDV et PDV sont classés dans le genre Morvillivirus. Ces virus présentent une
grande ressemblance morphologique commune aux Paramyxovirus : les effets cytopathogenes en
culture cellulaire (syncytium, inclusions intra-cytoplasmiques et nucléaires), un aspect
histopathologique commun (cellules géantes multi-nucléées), une forte proximité antigénique (forte
homologie entre les protéines des différents membres du groupe). Une des caractéristiques les
distinguant des autres genres est 1’absence d’activité neuraminidasique, activité qui est cependant
présente chez PPRV et RPV (Seth S and Shaila MS, 2001).

La forte ressemblance clinique entre la PPR et la RP ainsi que la forte immunité croisée entre leur
agent causal, ont conduit a considérer le PPRV comme un variant du virus de la peste bovine, mieux
adapté aux petits ruminants. Cependant, 1’isolement du virus en 1962 (Gilbert and Monnier, 1962), les
études sérologiques ainsi que celles sur la protection croisée en 1970 ont permis de faire la différence
entre les deux maladies et de montrer un lien étroit entre les deux virus (Gibbs et al., 1979). Cette
distinction s’est trouvée confirmée a la fin des années 1980 par les études épidémiologiques, qui
montrent une évolution indépendante des deux virus dans les foyers de maladies (Diallo, 2006). Sur la
base des études de réactions croisées et de protections croisées, la PPR a ainsi été classée en 1979
comme un membre du genre Morbillivirus dans la famille des Paramyxoviridae avec RPV, MV et
CDV. A la fin des années 1980, un autre groupe de virus émergents affectant les mammiferes
aquatiques a également ¢été rajouté au genre Morbillivirus appelés virus de la maladie des phoques
(Phocine Distemper Virus, PDV), morbillivirus des dauphins (dolphin morbillivirus, DMV) et
morbillivirus des marsouins (propoise morbillivirus, PMV) (Barrett et al., 2006; Kennedy, 1998). Un
autre morbillivirus a ét¢ identifié chez le chat, appelé morbillivirus félin (FmoPV), grace a une étude
des séquences de génome. Ce dernier provoque une néphrite tubulo-interstitielles chez les chats
domestiques (Woo et al., 2012).
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Figure 1 Arbre montrant la relation phylogénétique entre les différents morbillivirus basée sur les séquences nucléotidiques
de leur nucléoprotéine (Barrett et al., 1993).

Contrairement a ce qui était attendu, a savoir le PPRV et le RPV trés proche au sein des morbillivirus,
I’analyse phylogénétique montre que le RPV est en fait plus proche phylogénétiquement de MV que
de PPRV.

Structure du PPRV

Le virus de la peste des petits ruminants, comme tous les membres du genre Morbillivirus est composé
d’une nucléocapside entourée par une enveloppe. C’est une particule pléomorphe de taille variable
entre 150 et 700 nm, avec une taille moyenne de 500 nm (Bourdin and Laurent-Vautier, 1967;
Durojaiye et al., 1985).

Le génome est composé d’un seul brin d’ARN de polarité négative (-) qui ne peut pas étre utilisé
comme matrice pour la traduction en protéine. Pour la traduction, le brin d’ARN (-) doit étre transcrit
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en ARN messager (ARNm). Pour la transcription, le virus utilise une polymérase codée par le génome
viral, une ARN-polymérase ARN-dépendante qui assure les fonctions de transcription et de réplication
du génome viral. Pour la réplication, la polymérase synthétise un antigénome, I’ARN de polarité
positive (+) (une copie complémentaire du génome complet) qui ensuite sert de matrice pour la
production de nouveaux génomes a ARN (-). Pour la transcription, la polymérase synthétise a partir de
I’ARN (-) des ARNm sub-génomiques correspondant aux parties codantes de chaque géne. Ces
ARNmMm seront traduits en protéines par les ribosomes de la cellule.

La taille du génome est de 15948 nucléotides, supérieure a celle du RPV qui fait 15882 nucléotides.
Comme tous les morbillivirus, le génome a simple brin d’ARN du PPRV est enveloppé dans une
nucléocapside de symétrie hélicoidale formée de nombreuses copies de la nucléoprotéine (N)
assemblées. Le génome code pour six protéines structurales : la nucléoprotéine (N), la protéine de
matrice (M), la phosphoprotéine (P), la protéine de fusion (F), ’hémagglutinine (H) et I’ARN
polymérase ARN dépendante (L pour protéine large) et deux protéines non structurales (C et V)
(Figure 2).

Figure 2 Schéma du génome d’un morbillivirus (PPRV) (Banyard et al., 2010).

En partant de ’extrémité 3’ du génome, 1’ordre de transcription des genes est la suivante : N-P-M-F-
H-L. Le gradient de transcription fait que la N est la plus abondante et la L, la moins abondantes de
toutes les protéines virales. Le géne de la nucléoprotéine est précédé par un petit fragment de 52
nucléotides appelé le Leader (positions 1 a 54). A extrémité 5°, le géne de la polymérase est suivi par
le Trailer qui fait 37 nucléotides (positions 15909 a 15948). Les différents génes sont séparés par une
séquence de trois nucléotides bien conservée (CTT) appelée séquence inter-génique (IG) identique
pour tous les morbillivirus sauf pour celle reliant H et L. Le Leader, le Trailer et les séquences
intergéniques CTT ne sont jamais transcrits en ARN messager. Le Leader et le Trailer servent de
point d’attachement a I’ARN polymérase sur ’ARN. La séquence inter-génique sert de signal de fin
de transcription pour I’ARN polymérase (Figure2).

Structure et fonction des protéines

» La Ribonucléoprotéine virale

La ribonucléoprotéine (RNP) constitue la structure minimale essentielle pour la transcription et la
réplication du génome viral dans le cytoplasme de la cellule hote. La ribonucléoprotéine est formée de
I’association d’homopolymeres de protéines N, ou nucléocapside enveloppant I’ARN génomique viral
et de deux autres protéines structurales, la P et la L.

La N est la plus abondante des protéines virales. Elle s’assemble en une structure nucléocapsidique
autour de ’ARN en forme de tubes d’environ 1um de long et 18 nm de diametre (Durojaiye et al.,
1985; Gibbs et al., 1979). Elle est composée de 525 acides aminés. Une comparaison des séquences
de la nucléoprotéine avec celles des autres morbillivirus a permis d’identifier une région bien
conservée au milieu de la protéine et une région C-terminale avec une faible homologie (A. Diallo et
al., 1995). Le fragment de la partie C-terminale, située a la surface de la protéine est impliqué dans la
régulation de la réponse immunitaire grace a son interaction avec la phosphoprotéine (P) et certaines
protéines de la cellule héte (Bourhis et al., 2005; Couturier M et al., 2010).

La P est la deuxieme protéine associée au complexe ribonucléoprotéine (RNP). Elle fait 509 acides
aminés. Elle a deux fonctions. La premicre est une fonction de chaperonne au niveau de la
nucléoprotéine pour maintenir sa solubilité dans le cytoplasme afin d’éviter qu’elle s’auto-assemble ou
qu’elle s’assemble avec des ARN non spécifiques. La deuxieme fonction de la P est son implication au
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niveau de la synthése des ARNm et la réplication de ’ARN viral génomique. Pour cela, elle interagit
avec la polymérase virale pour former le complexe de polymérisation de I’ARN polymérase ARN
dépendant, qui est responsable de la synthése des ARNm et de la réplication.

La L, troisiéme protéine du complexe RNP est composée de 2183 acides aminés comme tous les virus
du genre Morbillivirus. C’est la protéine la plus grande mais la moins abondante parmi toutes les
protéines virales de la PPR. Elle possede toutes les activités enzymatiques nécessaires a la
polymérisation de I’ARN, a I’initiation, 1’¢longation, la terminaison, le coiffage, la méthylation et la
polyadénylation.

» Les protéines de I’enveloppe

La protéine M est la premicre protéine de I’enveloppe virale en contact direct avec la nucléoprotéine.
Composée de 335 acides aminées, c’est I'une des protéines les plus conservées parmi les membres du
genre Morbillivirus (Haffar A et al., 1999). La matrice forme un manteau a I’intérieur de 1’enveloppe
virale permettant de faire le lien entre la nucléocapside et la surface glycoprotéique du virus.
Cependant, a la suite d’une étude de cryotomographie électronique Liljeroos L et collegues (Liljeroos
L et al., 2011) ont montré que la protéine de matrice de MV forme des hélices de revétement de la
ribonucléocapside plutét qu’un revétement interne de la membrane comme on le pensait auparavant.
Le complexe qui se forme a I’intérieur du cytoplasme est en outre transporté vers la membrane de la
cellule hote dans laquelle les deux autres glycoprotéines de 1’enveloppe externe, les protéines F et H,
sont insérées. En plus de ces fonctions, la matrice joue un réle dans la formation de nouveaux virions
qui sont libérés de la cellule infectée par bourgeonnement.

La protéine H est composée de 609 acides aminés. Elle permet la fixation du virus au récepteur de la
cellule hoéte. Elle a deux fonctions biologiques : ’hémagglutination et une activité neuraminidasique.

La protéine F est composée de 546 acides aminés. Elle est responsable de la fusion entre les
membranes du virus et de la cellule hote. Elle est synthétisée sous une forme inactive, F0. Cette forme
FO est ensuite clivée par une endopeptidase cellulaire en deux fragments, F1 et F2, liés par un pont
disulfure. Ce clivage permet la libération d’un peptide hydrophile a I’extrémité N-ter du fragment F1
appelé le peptide de fusion car il est responsable de I’activité de fusion de la protéine F.

Les protéines F et H forment des spicules a la surface de I’enveloppe virale. Les deux protéines jouent
des roles importants dans les premiéres étapes de ’infection virale : le virus s’attache a la membrane
de la cellule hote par la protéine H. Puis les membranes virale et cellulaire fusionnent via la protéine F,
ce qui va permettre I’introduction de la nucléocapside dans le cytoplasme cellulaire.

» Les protéines non structurales

Le génome viral code également pour deux protéines non structurales, C et V, qui sont retrouvées
uniquement dans la cellule infectée. Leur synthése est dirigée par la protéine du gene P.

La protéine C est composée de 177 acides aminés. Elle est le produit de la traduction de I’ARNm qui
permet la synthése de la protéine P mais a partir d’un autre cadre de lecture (open reading frame,
ORF). En effet le codon d’initiation de la traduction AUG de la protéine C se trouve en aval de celui
qui permet la synthése de la protéine P (en position 23). La protéine C a un role dans la transcription
du génome viral.

La deuxiéme protéine non structurale du PPRV est la protéine V. Elle est le produit de la traduction
d’un ARNm qui provient de la transcription non-fidele du geéne P. En effet, cet ARNm comporte une
insertion d’un nucléotide (G) a la position 751 de I’ARNm lors de la transcription. Cette insertion
provoque un décalage du cadre de lecture en générant un nouveau codon stop a la position 894. Ceci
provoque donc la synthése d’une protéine différente de la protéine P et qui est plus courte. La protéine
V est composée de 229 acides aminés. Elle est impliquée dans réplication du génome viral.
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2.1.4 Le cycle viral

Le cycle viral dure 6 a 8 heures dans la cellule en culture cellulaire (Kumar et al., 2014). Ce cycle peut
étre divisé en trois étapes :
- L’attachement et I’entrée du virus dans la cellule hote
- La transcription et la réplication qui vont permettre la synthése des protéines codées par le
génome viral et la multiplication du génome
- L’assemblage et la libération des particules virales infectieuses, capables de propager
I’infection a d’autres cellules.

L attachement et [’entrée du virus

Les premiéres étapes de I’infection, a savoir la fixation du virus sur la cellule cible et la libération de la
nucléocapside dans le cytoplasme de la cellule hote, jouent un réle trés important dans la pathogénie
du virus et la réplication du virus dans la cellule hote. La premiére interaction entre le virus et la
cellule hote se fait par la fixation du virus au récepteur cellulaire par 1’intermédiaire de la protéine H
(Figure 3). Tout comme MV et CDV, le PPRV a deux récepteurs cellulaires: le ‘signalling
lymphocyte activation molecule’ (SLAM) ou protéine CD150 et la Nectin-4. Le récepteur SLAM est
exclusivement exprimé sur les cellules immunitaires (lymphocytes, macrophages et la surface des
cellules dendritiques) alors que le récepteur Nectin-4 est exprimé sur les cellules épithéliales. Les
paramyxovirus pénétrent dans la cellule hote via la fusion des membranes virales et cellulaires.
Pendant la fusion, les domaines HR1 et HR2 de la protéine de fusion interagissent ensemble pour
rapprocher les membranes virales et cellulaires et donc permettre la fusion (Lee et al., 2007;
Mubhlebach et al., 2008).

La transcription et la réplication

Apres la libération de la nucléocapside de I’enveloppe virale, la transcription virale commence dans le
cytoplasme de la cellule hote. La protéine L commence alors la synthése des ARNm dans le
cytoplasme grace a son activité d’ARN polymérase ARN-dépendante (RdRp). La RdRp s’attache au
promoteur de I’ARN génomique ou la transcription est initiée. L unité de transcription individuelle de
chaque gene est transcrite d’une manicre ‘start-stop’. La réplication virale nécessite une quantité de
protéines qui est régulée par un gradient d’ARNm transcrits pour chaque gene. Ainsi, le géne codant la
protéine N qui est nécessaire en grande quantité, est situé plus pres du promoteur génomique (GP) et
est par conséquent le plus abondamment transcrit (Figure 3). En revanche la protéine L se trouve la
plus ¢loignée du GP et donc transcrite en plus faible quantité (Meng et al., 2011).

L’assemblage et la libération des particules virales

Le processus d’assemblage et de libération des virus du genre Morbillivirus n’est pas trés bien
compris. Comme tous les virus enveloppés, les paramyxovirus aussi forment des particules virales
quand tous les composants structuraux du virus y compris les glycoprotéines et les RNP virales sont
assemblés dans les sites sélectionnés ou les virions bourgeonnent. Les virions assemblés sont ensuite
libérés par pincement de la membrane ce qui permet la transmission de I’infection de la cellule
infectée aux nouvelles cellules sensibles (Harrison et al., 2010; Kumar et al., 2014).
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Figure 3 Le cycle du PPRV (Kumar et al., 2014).

(1). Attachement du virus aux récepteurs de la cellule hote (SLAM/Nectin-4) via sa protéine H. (2).
Fusion avec la membrane plasmique de la cellule hote via les protéines F et H. (3). Libération du
génome viral dans le cytoplasme. (4). Réplication du génome viral par la RdRp codée du virus. (5).
Synthése des ARNm par la RdRp en mode start-stop (un mécanisme de contréle de la quantité de
protéine produite). (6). Synthése du ’ARN gnomique viral de sens positif (ARN antigénomique ou
ARN complémentaire, ARNc). (7) Syntheése des protéines virales: les protéines F et H sont
synthétisés dans le réticulum endoplasmique rugueux (7A1) puis translocation a travers le complexe
de I’appareil de Golgi (7A2), ou des modifications post-traductionnelles ont lieu. D autres protéines

virales (N, P, C, V, M, L) sont synthétisées sur les ribosomes (7B). (8). Assemblage des virions. (9).
Le bourgeonnement des virions formés a la membrane plasmique.
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2.1.5 Les signes cliniques de la maladie — le Pouvoir pathogene

Les signes cliniques

Figure 4 Photos d’animaux malades (écoulements naseaux et oculaires) dans un foyer de suspicions dans la région de
Sikasso en 2015 (Photos Kadidia Tounkara).

La PPR est une maladie qui affecte a la fois les systémes digestifs et respiratoires. La forme classique
est d’évolution aigué: il s’agit du syndrome pneumo-entéritique avec des lésions érosives des
muqueuses, notamment de la muqueuse buccale, d’ou la dénomination du « complexe stomato-
pneumo-entéritique » décrite par certains auteurs (Rowland et al., 1971; Whitney et al., 1967). Au
début de la maladie, I’animal s’isole du reste du troupeau et se déplace difficilement. C’est la période
d’hyperthermie : [’animal est abattu et ne mange plus, le poil est piqué. Les muqueuses buccales et
oculaires sont congestionnées (Figure 4). Tres rapidement surviennent du larmoiement et du jetage,
sero-muqueux au début, puis muco-purulent. Les naseaux sont dés lors en partie obstrués par le pus,
rendant ainsi la respiration difficile. De temps en temps, I’animal tousse. Ces signes de
bronchopneumonie sont les résultats d’une surinfection bactérienne, notamment par des pasteurelles.
Quatre a cinq jours apres le début de la maladie, la fievre commence a baisser et apparaissent alors la
diarrhée et les érosions de la muqueuse buccale. Celles-ci sont cachées par un enduit pultacé
blanchatre, nauséabond qui, une fois enlevé, laisse apparaitre des ulcéres hémorragiques. L’animal,
fatigué par la diarrhée, reste couché, les yeux mi-clos, indifférent a tout ce qui I’entoure. Chez les
femelles, du pus et des lésions érosives sont visibles sur les muqueuses vulvo-vaginales. Le taux de
mortalité de cette forme de la PPR est de I’ordre de 70%, la mort survient en moyenne 10 jours apres
le début de I’hyperthermie. En cas de guérison, la convalescence est rapide et s’effectue sur une
semaine en général. L’autopsie d’un animal mort de la forme aigué¢ de PPR révele surtout des 1ésions
ulcératives des muqueuses buccales qui sont présentes sur le pharynx et 1I’cesophage, et génitales. La
trachée, congestionnée, contient du muco-pus ou un exsudat spumeux. Des Iésions congestives sont
observées dans I’intestin gréle, le colon et surtout le rectum ou elles sont parfois hémorragiques. Les
plaques de Peyer sont souvent le si¢ge de foyers de nécrose.

A coté de cette forme classique de la PPR, existent des formes suraigués et subaigués. Dans le premier
cas, observé surtout chez les jeunes caprins, le taux de mortalité est de 100%, la mort survient avant
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I’apparition des lésions érosives des muqueuses et des signes cliniques liés a des surinfections
bactériennes, notamment de bronchopneumonie. Le tableau clinique est dominé par une forte
hyperthermie, 41-42°C, le larmoiement et le jetage séro-muqueux abondants. Dans la forme subaigué,
en revanche, tous ces signes sont discrets et peuvent passer inapercu, mis a part la présence de crotites
sur les lévres, entrainant la confusion avec I’ecthyma contagieux dans la plupart des cas.

L’examen histopathologique révele des inclusions intra-cytoplasmiques et intranucléaires virales ainsi
que la présence de granules €osinophiles dans les cellules des différents tissus (poumon, muqueuse
buccale, reins et épithélium de I’intestin), qui peuvent fusionner pour former des syncytia.

La pathogénie

La pathogénie du PPRV est trés peu connue, la plupart des connaissances obtenues sont basées sur la
comparaison avec d’autres virus du genre Morbillivirus comme CDV, RPV et MV. La voie principale
d’infection du PPRV est la voie respiratoire comme tous les morbillivirus. Dans le cas de MV, il a
longtemps ¢été pensé que la premiere étape de 1’infection et la réplication primaire du virus dans les
cellules épithéliales de la voie respiratoire étaient suivies d’une seconde amplification dans les tissues
lymphoides puis une dissémination dans tout I’organisme. L’identification de la molécule d’activation
de signalisation lymphocytaire (CD150 ou SLAM) (une protéine exprimée a la surface des cellules
dendritique ou des lymphocytes mais pas des cellules épithéliales) comme le principal récepteur des
morbillivirus a permis de mieux comprendre le modéle d’infection de I’hote par MV (Adombi et al.,
2011; Baron, 2005; Barrett et al., 1993; Meng et al., 2011; Pawar et al., 2008; Tatsuo H et al., 2000;
Yanagi et al., 2006). Cette découverte suggere fortement que MV pénetre dans son hote au niveau
alvéolaire en infectant les macrophages et les cellules dendritiques qui vont ensuite transporter le virus
dans le tissu lymphoide associée aux muqueuses (BALT pour bronchus-associated lymphoid tissue et
dans les ganglions lymphatiques trachéo-bronchiques). Cette infection se traduit par une amplification
locale du virus et sa dissémination systémique & partir des lymphocytes CD150" infectés.

Cependant, les morbillivirus ne sont pas seulement lymphotropes mais également épithéliotropes. Le
PPRYV est retrouvé dans différents tissus non lymphoides de 1’hote tel que le poumon, le cceur, les
reins et méme le cerveau comme dans le cas de MV et CDV. Ainsi, tous ces virus utilisent d’autres
récepteurs alternatifs exprimés sur la surface des cellules épithéliales ce qui va permettre leur
dissémination chez I’hdte. Ce récepteur cellulaire, Nectin-4 ou CD46 a été¢ identifié en 2011
(Miihlebach MD et al., 2011; Noyce RS et al., 2011). Les récepteurs SLAM et Nectin-4 ont des
fonctions équivalentes et sont tous les deux impliqués dans la formation de syncytia et la diffusion du
virus de cellule a cellule. Pendant les infections a morbillivirus, les aérosols contenant le virus entrent
par les voies respiratoires supérieures et ciblent les cellules dendritiques et les macrophages. Ces
cellules infectées colonisent les ganglions lymphatiques locaux ou le virus peut infecter une nouvelle
population de cellules qui expriment le récepteur SLAM. Les lymphocytes infectés disséminent le
virus chez 1’héte via le systéme sanguin et lymphatique périphérique puis les cellules épithéliales
respiratoires, gastro-intestinales, urinaires et le systéme endocrinien via le récepteur épithéliale Nectin-
4. Le récepteur Nectin-4 fonctionne alors comme un ‘récepteur de sortie’, permettant I’amplification et
la libération du virus via différentes sécrétions. Les deux récepteurs sont donc nécessaires pour la
pathogénie compléte du virus (Kato et al., 2012 ; Sawatsky B et al., 2012).

Le PPRV, comme tous les autres morbillivirus, est un virus lymphotrope et provoque une
immunosuppression chez 1’hote infecté. Cette immunosuppression, méme si elle n’est que transitoire,
favorise une infection bactérienne secondaire contribuant a aggraver la maladie chez I’animal (Jagtap
SP et al., 2012; Rajak KK et al., 2005; Schneider-Schaulies S et al., 2001). Cela est en partie le résultat
de la réplication du virus dans les cellules lymphoides et de leur destruction (Schobesberger M et al.,
2005; Von Messling et al., 2004). Cependant, des études ont montré que cet effet peut aussi étre causé
par les protéines virales. Il a été montré que I’interaction des deux glycoprotéines virales, H et F, avec
la surface des cellules lymphoides induit une immunosuppression (Heaney et al., 2002; Schlender J et
al., 1996). La protéine N des morbillivirus, a travers ses interactions avec certains récepteurs
cellulaires, est impliquée dans I’apoptose et dans I’inhibition des facteurs de réaction inflammatoire de
la cellule hote (Kerdiles YM et al., 2006a; Kerdiles YM et al., 2006b; Laine D et al., 2005; Takayama
I et al., 2012). En effet, beaucoup de protéines virales contribuent a la dérégulation de la réponse
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immunitaire de la cellule hote. En plus des protéines H, F et N, les deux protéines non-structurales C
et V inhibent I’action de I’interféron(Nanda and Baron, 2006; Ohno S et al., 2004; Shafer et al., 2003).
Les vaccins ont des effets immunosuppresseurs résiduels et transitoires mais une réponse immunitaire
forte et de longue durée s’établit quelques jours apres (Baron et al., 2016) vaccination. Dans le cas de
RPV, il a été démontré que la lymphopénie est corrélée a la virulence du virus et a la gravité de la
maladie qu’il cause (Rey Nores and McCullough, 1997; Wohlsein et al., 1995).

2.1.6 Le diagnostic de la PPR

La PPR a longtemps été négligée au profit de nombreuses maladies qui sont associées a des signes
cliniques similaires (telles que la pasteurellose, la RP, la PPCC), et dans beaucoup de cas de
suspicions de PPR, I’infection est due a Pasteurella Hemolytica. Afin de faire un diagnostic
différentiel, le diagnostic clinique doit étre confirmé par des tests de laboratoire.

Le diagnostic sérologique

Dans le « Manuel des tests de diagnostic et des vaccins pour les animaux terrestres » de I’OIE, le test
sérologique prescrit est le test de neutralisation virale (VNT) (http://www.oie.int/fr/normes/manuel-
terrestre/acces-en-ligne/) (Rossiter et al., 1985). Cependant, le test sérologique le plus utilisé est
I’ELISA (Enzyme-Linked Immuno Assay) de compétition ou c-ELISA. C’est la technique la mieux
adaptée pour analyser de nombreux échantillons de maniére rapide et il est recommandé comme
alternative au VNT. La compétition requiert un anticorps monoclonal (Mab) anti-PPRV. Les test basés
sur le Mab anti-N (Libeau et al., 1995) ou anti-H (Anderson and McKay, 1994) ont été¢ développés. Le
c-ELISA le plus utilisé actuellement et disponible dans le commerce repose sur un Mab anti-N, et une
protéine N recombinante produite par un systéme d’expression baculovirus. D’autres tests ELISA, c-
ELISA (Singh RP et al., 2004) ou ELISA indirect (Balamurugan V et al., 2007) ont ét¢ développés.
Tous ces tests permettent de déterminer le statut sérologique contre la PPR mais ne permettent pas de
faire une différenciation entre les animaux vaccinés et ceux qui ont été infectés.

Le diagnostic virologique
» Les techniques de détection de 1’antigéne

Une grande variété de techniques a été développée afin permettre une détection directe du PPRV a
partir d’échantillons de tissus ou d’écouvillons avec une grande sensibilité et spécificité. L’un de ces
tests basés sur le principe de I’ELISA sandwich utilise deux anticorps monoclonaux pour une
meilleure spécificité. Le test ELISA d’immunocapture développé par Libeau et al., (1994) par sa
rapidité et sa simplicité permet une utilisation de routine dans les pays en voie de développement. De
plus il constitue une solution alternative a I’isolement. Le test est basé sur la détection de la protéine
N. Son seuil de détection s’approche de celle des techniques de diagnostic moléculaire actuelles. Un
autre test similaire a ¢ét¢ développé par Singh et al., (Singh RP et al., 2004). Des tests
d’immunochromatographie ont été développés pour la détection antivirales dans les écouvillons
oculaires utilisable directement sur le terrain (Briining-Richardson A et al., 2011), (Libeau,
communication personnelle). Un test d’hémagglutination utilisant les globules rouges de poulet a aussi
été développé (Ezeibe et al., 2004).

Le diagnostic moléculaire

Une reverse transcription associée a une réaction de polymérisation en chaine (RT-PCR) pour
amplifier les acides nucléiques du PPRV a ét¢ développée. Ce test reste un outil important de
diagnostic pour identifier avec certitude le virus et effectuer ensuite une caractérisation phylogénétique
des isolats. Les genes N et F sont tous les deux utilisés comme cible pour la RT-PCR conventionnelle
(Couacy-Hymann et al., 2002; Forsyth and Barrette, 1995). La RT-PCR peut également étre utilisée
directement sur les échantillons collectés sur du papier filtre et stockés en absence de chaine de froid
(Michaud V et al., 2007). Des protocoles pour la RT-PCR quantitative sont disponibles pour le
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diagnostic de la PPR (Bao J et al., 2008; Batten CA et al., 2011; Kwiatek O et al., 2010). Une nouvelle
technique de PCR, la PCR LAMP pour Loop-mediated isothermal amplification a été mise au point
pour 1’amplification des acides nucléiques (Li L et al., 2010). Cette technique pourrait étre utilisée sur
le terrain avec une extraction de I’ARN simplifiée.

L’isolement du virus

Malgré une amélioration considérable des tests de diagnostics, avec le développement de I’ELISA et
les techniques de détection des acides nucléiques, la constitution de banques virales reste d’actualité et
nécessite que des isolements soient réalisés autant que possible. Pour I’isolement du PPRV,
I’échantillon doit étre collecté pendant la premiere phase de la maladie (la phase érosive) ou sur des
carcasses fraiches. Les échantillons pathologiques idéaux pour I’isolement du PPRV sont les
écouvillons nasaux ou oculaires, les poumons et les ganglions lymphatiques. D’autres tissus tels que
I’intestin ou les globules blancs peuvent aussi étre utilisés. Les cultures primaires et secondaires de
reins de veau ou de mouton ont longtemps été utilisées pour I’isolement du PPRV. Par la suite, des
lignées de cellules faciles a maintenir en culture et qui ne présentent pas d’inconvénients liés a la
disponibilité et qualité des cellules primaires ont été utilisées. Les lignées cellulaires provenant de rein
de singe africain (Vero) sont encore utilisées pour 1’isolement du PPRV (Hamdy F.M et al., 1976;
Lefévre and Diallo, 1990) mais nécessitent plusieurs passages a I’aveugle avant d’observer les effets
cytopathogénes (Saliki JT et al., 1994). De¢s lors qu’il a été¢ démontré que les morbillivirus utilisent
préférentiellement le récepteur cellulaire SLAM (Baron et al., 2016; Tatsuo H et al., 2000; Yanagi et
al., 2006) différentes lignées cellulaires exprimant le récepteurs d’hotes sensibles ont été produites
pour améliorer ’efficacité de 1’isolement. L’isolement du PPRV est maintenant possible en moins
d’une semaine grace a une lignée cellulaire appelée CHS20 qui a été développée sur ce principe
(Adombi et al., 2011). Pour ce faire, la lignée de cellules de singe CV1 a été transfectée avec la
séquence d'ADNc correspondant a la séquence codant pour la protéine SLAM de la chévre pour
I’exprimer de fagon constitutive.

2.1.7 Epidémiologie, Hotes et Transmission
Les hotes du PPRV

Parmi les espéces domestiques, la PPR affecte principalement les ovins et les caprins. En général, les
cheévres sont plus sévérement affectées que les moutons (Lefévre and Diallo, 1990), mais certaines
études ont montré une forte susceptibilité de certaines races de moutons (Fakri et al., 2017) a la PPR.
La séroprévalence de la PPR chez ces especes semble étre différente selon le type de d’¢élevage (Shaila
MS et al., 1989; Yesilbag K et al., 2005). Certaines études ont montré que dans les populations
d’élevage mixte, la séroprévalence est plus élevée chez les ovins que chez les caprins. Cette différence
est due au taux de survie plus élevé chez les moutons (Abraham G et al., 2005; Ozkul A et al., 2002).
Au contraire, d’autres études ont démontré la situation opposée ou les caprins sont moins sensibles que
les moutons et ont donc une probabilité plus élevée de produire des anticorps contre la PPR (Al-Majali
AM et al., 2008; Ayari-Fakhfakh E et al., 2011; Delil et al., 2012). Il faudra noter cependant qu’il est
trés difficile d’interpréter de maniere compléte les résultats sérologiques obtenus a partir des études du
terrain car, en plus de I’espéce et la race de I’hote, d’autres facteurs comme le type d’élevage, le
nombre d’animaux par troupeau et les commerces d’animaux peuvent influencer la susceptibilit¢ de
I’animal (Abubakar M et al., 2009; Diop et al., 2005; Ezeokoli C.D et al., 1986; Hammouchi M et al.).
Les études de surveillance épidémiologique menées dans les zones ou la PPR est enzootique, ont
montré une séroprévalence de la maladie chez les bovins, les buffles et les chameaux (Abraham G et
al., 2005; Ozkul A et al., 2002). Cette séroprévalence peut aller jusqu’a 41% et 67% chez les buffles et
bovins respectivement d’aprés une étude au Pakistan (Khan H.A et al., 2008). Cependant, malgré ces
taux élevés, les bovins et probablement les buffles sont considérés comme des culs-de-sac
épidémiologiques pour la PPR. Des études menées par Mornet et al., (Mornet et al., 1956) décrivent le
PPRV comme peu enclin a infecter les bovins, méme par contact. Apres inoculation, il entraine une
immunité solide et durable contre la peste bovine, sans pour autant engendrer de signes cliniques
manifestes, mis a part une hyperthermie passagere. Ceci a été confirmé plus récemment par Sen et al.,
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2014 et Couacy-Hymann (communication personnelle). Une exception cependant, rapportée
uniquement en Inde, décrit un taux de 1étalité de 96% chez des buffles domestiques (Bubalus bubalis),
causé par un virus qui a été isolé et identifié comme le PPRV (Govindarajan R et al., 1997). Plus
récemment, des enquétes épidémiologiques et cliniques associées a des résultats de laboratoire
montrent que la PPR induit un syndrome respiratoire chez le dromadaire. Les principaux signes
cliniques observés en Iran et au Soudan, et similaires a ceux observés précédemment lors d’une
épidémie en Ethiopie entre 1995 et 1996, sont des problémes respiratoires, neurologiques et des
avortements (Khalafalla Al et al., 2010; Megersa B et al., 2012; Roger et al., 2000). Le virus qui a été
identifi¢ chez les dromadaires malades et les petits ruminants qui partagent les mémes zones de
paturage sont phylogénétiquement identiques (Kwiatek et al., 2011). Les especes sauvages de petits
ruminants des différentes familles d’ongulés y compris les sous-familles de Gazellinae, Tragelaphinae
et Caprinae peuvent également Etre affectées et présenter un fort taux de morbidité et de mortalité
(Bao J et al., 2011; Furly et al., 1987; Kinne J et al., 2010). L’impact trés important de la PPR affecte
maintenant la faune dans son milieu naturel comme le démontrent les milliers de morts de la récente
épidémie survenue chez les antilopes Saiga (Saiga tatarica) en Mongolie. Ceci met en exergue
I’impact de la PPR sur les espéces sauvages menacées. Il semble, comme pour la peste bovine, qu’il
n'y ait cependant pas de réservoir d'infection en dehors de la population des petits ruminants
domestiques.

Le mode de transmission

La maladie se propage principalement par contact direct entre animaux sains et infectés. Des systémes
d’élevage extensifs, les migrations saisonniéres, les marchés et les rassemblements facilitent la
propagation des maladies. En effet, la PPR est une maladie trés contagicuse, se propageant tres
rapidement. Les sources de contaminations sont les différentes excrétions des animaux malades : les
sécrétions nasales et oculaires, la salive, les maticres fécales et 1’urine (Abegunde and Adu, 1977;
Gibbs et al., 1979). Les animaux infectés peuvent excréter le virus au moins trois jours avant le début
de la maladie (Couacy-Hymann E et al., 2007). Les aérosols de particules virales formés a partir de ces
différentes excrétions infectieuses, sont inhalés par les animaux sensibles. Comme le PPRV est un
virus trés fragile, étant rapidement inactivé aux températures tropicales par les UV et par la
dessiccation, la transmission requiert un contact étroit entre animal infecté et naif. Ces conditions sont
idéalement réunies dans les zones d’abreuvement et de paturage. Ces conditions sont également
trouvées sur les marchés d’animaux vivants ou des animaux apparemment sains (mais qui excrétent le
virus) sont sources de contaminations et de dissémination de la maladie. C’est pour cette raison que
dans les pays endémiques musulmans, les pics de foyers de PPR sont enregistrés juste apres la féte
religieuse de 1’Aid au cours de laquelle le commerce de mouton augmente énormément. Une autre
période a haute fréquence de foyers de PPR, en Afrique subsaharienne, est la saison froide (Décembre-
Février), probablement en raison d’une meilleur conservation du virus dans des conditions d’hivernage
et/ou la tendance qu’ont les animaux a se blottir les uns aux autres pour garder la chaleur (Abubakar M
et al., 2009; Lancelot et al., 2002). Dans les pays endémiques, les foyers de PPR dans une méme zone
se produisent tous les trois ans. Cela est dii au fait que le virus ne peut se maintenir qu’a travers de
nouveaux hotes sensibles (tels que les jeunes ayant perdu leurs anticorps maternels, les animaux naifs
des troupeaux de transhumants ou nouvellement achetés), les autres ayant guéri de la maladie sont
protégés a vie. En considérant le fait que le renouvellement des troupeaux de petits ruminants est de
100% tous les trois ans, une population sensible a la transmission du virus est régénérée aprés deux-
trois ans.

2.1.8 Les moyens de traitement et de prévention

Certaines études ont montré le traitement des animaux atteints de la PPR par une administration de
sérum anti-PPR ou d’antibiotiques associés avec des médicaments contre la diarrhée (Anene et al.,
1987). Un traitement efficace et rapide de la PPR pourrait étre envisagé en utilisant des antiviraux si
leur prix devient abordable. Les antiviraux basés sur de courts ARN interférents synthétiques (siRNA),
une nouvelle classe de molécules avec des applications thérapeutiques potentiellement importantes,
sont de bons candidats si ils sont délivrés par des vecteurs, y compris des vecteurs viraux (Libeau G et
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al., 2015). Cependant pour I’instant, ces approches thérapeutiques par les anti-sérums et les anti-viraux
ne peuvent étre utilisées sur le terrain car trop couteuses au regard de leur efficacité sur les moutons et
les chévres. De ce fait, maintenant le contréle de la PPR est assuré uniquement par la mise en place
d’une prophylaxie efficace.

La prophylaxie sanitaire

La peste des petits ruminants est une maladie a déclaration obligatoire auprés de I’OIE selon les
conditions énoncées dans le code sanitaire pour les animaux terrestres de I’OIE. Les mesures de
prophylaxie sanitaire sont indiquées dans le chapitre 7.6 du code (http://www.oie.int/fr/normes/code-
terrestre/acces-en-ligne/).

Lorsque la maladie apparait dans une zone antérieurement indemne, le virus doit étre identifi¢
rapidement au laboratoire, les animaux malades ainsi que ceux en contact doivent étre abattus tout en
respectant les contraintes liées au bien-étre animal. Les carcasses doivent étre brulées ou enterrées. Le
mouvement des animaux doit étre controlé et une quarantaine doit étre appliquée. Les zones
contaminées peuvent étre désinfectées par des produits chimiques de pH inférieur ou supérieur a 11.
Le nettoyage des vétements et de tous les équipements de la ferme peut se faire par des détergents
actifs sur le PPRV.

Lorsque la maladie réapparait dans une zone endémique, le moyen de contrdle le plus couramment
utilisé est la vaccination d’urgence. Les ovins et les caprins vaccinés avec une souche atténuée de
PPRYV ou rétablis de la PPR développent une immunité a vie contre la maladie. Un suivi des animaux
sauvages et en captivité doit étre mise en place afin d’éviter le contact avec les moutons et les chévres
domestiques. La vaccination préventive des especes zoologiques peut étre envisagée. Dans tous les
cas, les animaux exposés ou infectés doivent étre abattus et les carcasses brulées ou enterrées.

La prophylaxie médicale (la vaccination)

En raison de son importance épidémiologique et économique dans de nombreux pays, la PPR est
devenue apres la peste bovine une priorité pour les organisations internationales comme la FAO et
I’OIE en termes de controle et d’éradication. Des vaccins homologues PPR trés efficaces ont été
développés, et en Afrique, plus de 20 laboratoires sont producteurs de vaccins (Diallo et al., 1987;
Diallo et al., 2007; SEN et al., 2010). De nouveaux vaccins sont en développement, essentiellement
pour répondre a la question de la thermostabilité en conditions tropicales et a la question du marquage
antigénique du vaccin pour différencier les animaux infectés des animaux vaccinés (vaccins DIVA).
Ainsi, pour la produire un vaccin recombinant thermostable protégeant a la fois contre la PPR et la
variole caprine, deux maladies d’importance économique et ayant les mémes répartitions
géographiques, les génes des protéines F et H de PPRV ont été insérés dans le génome du virus
capripox (Berhe G. et al., 2003; Chen W et al., 2010). Méme s’il n’est pas encore validé sur la durée
d’immunité requise pour une utilisation sur le terrain, ce vaccin capripox recombinant peut étre
considéré comme efficace, thermostable et DIVA puisque les tests de criblages sérologiques peuvent
se baser sur I’absence de détection d’anticorps anti-N. Ce type de vaccin est de nature a améliorer
I’efficacité des programmes de contrdle de la PPR et notamment a en réduire la durée et donc les cofts
pour parvenir a I’éradication.

2.2 La répartition géographique

Les différentes souches du PPRV ont été classées en quatre lignées phylogénétiques nommeées lignée |
a IV grace a une étude phylogénétique des séquences partielles des genes de la Nucléoprotéine (N, 255
nucléotides) (Couacy-Hymann et al., 2002) ou de la protéine de la Fusion (F, 322 nucléotides) (Dhar P
et al., 2002) ou de I’hémagglutinine (H, 298 nucléotides) (K. Senthil Kumar et al., 2014). La
nomenclature des lignées I et II est différente selon que I’analyse phylogénétique est basée sur le géne
N ou le géne F : la lignée II en utilisant le gene F est considérée comme la lignée I en utilisant le gene
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N et vice versa. Cependant, récemment, une comparaison a ¢été effectuée entre les analyses
phylogénétiques basées sur les génes N, F ou H. Ces études ont montré que la séquence partielle du
geéne N présente plus de variabilité que les génes H et F. L’analyse phylogénétique en utilisant le géne
N est donc la plus précise pour identifier la lignée génétique d’appartenance de nouvelles souches.
Cela s’explique par le fait que la région du géne N utilisée pour I’analyse est la plus divergente entre
les lignées et entre les isolats au sein des lignées (K. Senthil Kumar et al., 2014).

Les lignées I, II et III ont été initialement trouvées en Afrique et ont ensuite ét¢é numérotées en
fonctions de la propagation apparente du virus de I’ Afrique de 1’Ouest (I et II) vers I’ Afrique de I’Est.
La lignée I est la lignée présente dans certains pays d’Afrique de I’Ouest dans les années 1980 (Mali,
le Sénégal, le Burkina Faso). Des études menées récemment, ont montrées que la lignée II est présente
dans les pays de I’Afrique de I’Ouest tels que le Mali, le Sénégal, le Bénin, le Burkina Faso, la Cote
d’Ivoire. La lignée II a donc remplacé la lignée I dans ces pays (Baazizi et al., 2017; Habib Salami et
al., 2014; Libeau et al., 2014). La lignée IV était une lignée principalement présente en Asie, au
Moyen Orient mais laissant place également a la lignée III présente au Yémen et 8 Oman et a un
mélange des lignées III et IV aux Emirats Arabes Unis et au Qatar. Mais la lignée IV est maintenant
présente dans les régions ou la PPR est endémique, et en Afrique cette lignée semble étre en expansion
au détriment des autres lignées notamment les lignées II et III, dont les bassins de diffusion respectifs
étaient historiquement 1I’Afrique Centrale et I’ Afrique de I’Est (Kwiatek et al., 2011; Libeau et al.,
2014; Mantip et al., 2016; Muniraju et al., 2014b; Woma et al., 2016). L’expansion apparente de la
lignée IV asiatique a travers I’ Afrique est constatée au travers des nouvelles apparitions en constante
augmentation du virus de cette lignée, suggérant une virulence accrue du PPRV (Libeau et al., 2014).

31



1973-1982

’vv’

“ 11942-1972

*

1988-200

1983-1987

l'; V "'
(h) : % ( } Lincage 1
2009-2014
_ Lincage 11
— Lineage 11T
_ Lincage IV

Opbout)

Africa

Lesotho

B rositive reports
| No dectaration

Figure 5 La répartition globale du PPRV de 1942-2014, ainsi que la répartition des différentes lignées (Parida et al

., 2016).

(a) Image obtenue de la FAO : Food and Agriculture Organisation (FAO, 2009), répartition globale du PPRV de 1942 a

2009 en couleur rouge. (b) Répartition des différentes lignées de PPRV en Afrique de 2009 a 2014.
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2.3 L’élevage et le commerce de petits ruminants au Mali et en Afrique de
I’Ouest

2.3.1 L’¢élevage des petits ruminants

L’¢levage joue un role important dans I’économie des pays ouest-africains avec une contribution au
PIB agricole allant parfois jusqu’a 44%. L’ Afrique de I’Ouest est une région d’¢élevage avec plus de 63
millions de bovins et 225 millions de petits ruminants. Par rapport a D’effectif total en Afrique
subsaharienne, I’Afrique de [’Ouest compte 25% de bovins, 33% d’ovins et 40% de caprins
(Kamuanga et al., 2008).

Avec un cheptel estimé a 15.52 millions de caprins, 11.86 millions d’ovins et 9.16 millions de bovins,
le Mali est le plus grand pays d’¢levage de 1’Union Economique et Monétaire Ouest africain
(UEMOA) et le deuxiéme de la Communauté Economique des Etats de 1I’Afrique de 1’Ouest
(CEDEAO) apres le Nigéria. En plus de I’importance de son cheptel et de ses atouts, la longue
tradition agropastorale du Mali donne a I’¢élevage une place importante dans I’économie du pays. En
effet, le secteur de ’¢levage occupe la troisiéme place des produits d’exportation. Bien que la
productivité des troupeaux soit faible, I’¢levage contribue pour pres de 14% au produit intérieur brut et
constitue une source significative de subsistance pour 80% de la population. Le taux d’exploitation du
bétail est de I’ordre de 14% pour le bovin et 34% pour les petits ruminants. Le bétail malien fait 1’objet
d’exportation vers d’autres pays de la sous-région, a savoir le Burkina Faso, le Sénégal, la Guinée, le
Niger, la Mauritanie et la Cote d’Ivoire.

11 existe trois systemes d’¢levage principaux au Mali.

Le premier se caractérise par des systémes pastoraux nomades en saison séche, basé sur la
transhumance. Ce systéme se retrouve surtout dans le Nord du Mali et Mopti, 56% des éleveurs
nomades se trouvant dans les régions de Gao, Tombouctou et Mopti.

Le deuxiéme est le systéme agropastoral sédentaire extensif. Il est prédominant dans le sud du pays
avec 65.7% d’¢leveur sédentaires dans les régions de Kayes, Koulikoro, Sikasso et Ségou. Parmi les
¢leveurs sédentaires, 85% ne pratiquent pas de transhumance. Il est surtout pratiqué par les ménages
agriculteurs ou agropasteurs qui confient leurs animaux a des bergers. Le bétail pature loin des villages
et les centres urbains. Les effectifs, plus réduits, se limitent a quelques moutons, chévres et surtout
bovins. Ces troupeaux sont exploités pour couvrir les besoins en viandes des ménages.

Enfin, il existe des élevages semi-intensifs. Ces systémes se retrouvent surtout en périphérie des
centres urbains. Mais malgré leur constante augmentation, ils ne contribuent qu’a hauteur de 20% de
I’ offre total de produits animaux et de bétail sur le marché.

2.3.2 Le flux de commerce des petits ruminants

Les circuits nationaux de commercialisation des petits ruminants convergent généralement vers la
capitale du Mali, Bamako. Les régions de Mopti et de Ségou drainent le commerce du bétail du Nord
et du Centre du Mali. Organisés autour des marchés terminaux d’exportation comme ceux de Nioro
(région de Ségou), les animaux transitent généralement par Ségou avant de se diriger en camions ou a
pieds vers Bamako. Au Mali, il existe différents types de marchés a bétail:

» Les marchés de collecte, sont des petits marchés situés dans les zones d’élevage ou le long
des chemins de transhumance. Ils sont des lieux de transaction entre producteurs et
collecteurs.

» Les marchés secondaires ou de regroupement, permettent le rassemblement d’animaux
collectés. Les transactions se font entre collecteurs et commergants.
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» Les marchés terminaux, se situent généralement a proximité d’une ville ou dans la ville.
Les transactions se déroulent entre commergants, bouchers et exportateurs.

» Les marchés frontaliers, se situe prés d’une frontiére, et constituent une étape des circuits
d’échanges internationaux (essentiellement d’exportation) ; les principales transactions se
déroulent entre collecteurs, commergants et exportateurs.

Légende:
w—w w— Frontiére nationale
s Route principale
_____ Route secondaire
Cours d'eau
. Ville

. Bourg
0 50 100 km
— $N

Flux commerciaux de bétail b

Figure 6 Flux de commerce de bétail au Mali (CIRAD).

Les axes de commerces du bétail entre les pays de 1I’Afrique de 1’Ouest et du centre sont constitués
d’itinéraires bien structurés. En Afrique de I’Ouest, le Mali constitue le principal pourvoyeur du
marché en animaux sur pied. On distingue deux grandes catégories de circuits de commercialisation
(Guibert B et al., 2009).

» Les circuits verticaux qui sont composés des:

- Circuits occidental : du Mali vers le Sénégal, la Gambie, la Guinée Bissau, la Sierra Leone,
Mauritanie et le Libéria ;

- Circuit central : du Mali, le Burkina Faso, le Niger vers la Cote d’Ivoire, le Ghana et le Togo ;

- Circuit oriental : du Niger vers le Nord du Nigéria

» Les circuits horizontaux qui sont composés des :

- Circuit Ouest/Est qui part des zones de production du Nord Est du Mali vers le Centre Ouest

du Nigéria en passant par le Nord du Bénin ;
- Circuit de I’Afrique Centrale (Tchad et République centrafricaine RCA) vers le Nigéria ;
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- Circuit RCA vers la République Démocratique du Congo RDC et le Congo.
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Figure 7 Cartographie des circuits régionaux commercialisation du bétail (Guibert B et al., 2009).

2.4 [Etat des connaissances sur la biologie évolutive de PPRYV qui sous-tendent la
propagation de la maladie

Les virus a ARN constituent de bons modéles pour les approches d’épidémiologie moléculaire car ils
ont un génome de petite taille variant entre 2 kb et 1,2Mb et un taux de mutations élevé compris entre
107 et 10™ mutations par site et par réplication (Duffy et al., 2008). Cette vitesse de mutation donne a
ces virus la possibilité de s’adapter facilement aux changements environnementaux. Cette adaptabilité
est souvent a ’origine de I’émergence ou la réémergence de maladies infectieuses dues aux virus a
ARN.

Les études sur 1I’évolution moléculaire des virus ont bénéficié de grands développements majeurs :
I’augmentation du nombre et de la qualit¢ des séquences virales, I’augmentation de la capacité des
outils informatiques et le développement de méthodes de reconstruction phylogénétique basées sur des
modeles d’évolution plus sophistiqués et des analyses statistiques modernes renfor¢ant la confiance
dans les hypothéses et les résultats générés. Les méthodes de reconstruction phylogénétique basées sur
des séquences hétérochrones permettent de calibrer une horloge moléculaire et définissent ainsi une
relation entre les distances génétiques et le temps (Pybus and Rambaut, 2009). Ces méthodes
permettent d’estimer la vitesse d’évolution virale ainsi que 1’dge de 1’ancétre commun le plus récent
(Muniraju et al., 2014a). La datation de [’ancétre commun le plus récent permet d’établir 1’origine des
virus nouvellement apparus dans une région donnée.

La phylogéographie constitue une approche simple prenant en compte les données génétiques et
géographiques et cherchant I’historique des événements de migration compatibles avec la phylogénie
observée selon le principe de parcimonie. Cette méthode a été utilisée dans la reconstruction de la
dynamique d’invasion des virus de la rage aux USA. La vitesse de la propagation du virus a été
calculée a partir de la corrélation entre les distances spatiales et temporelles (Roman et al., 2007).
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Chez les Morbillivirus, la relation phylogénétique entre les différents groupes a été établie par Barrett
et al (Barrett et al., 1993). Alors qu’on pensait que les deux morbillivirus de ruminants seraient
relativement les plus proches génétiquement, la réalité moléculaire relate plutot une parenté génétique
étroite entre RPV et MV. Aussi, pour faire la lumiére sur I’histoire évolutive des Morbillivirus, les
approches de coalescence bayésiennes ont été utilisées pour situer la date de spéciation phylogénétique
ayant eu lieu entre les virus ancestraux de MV et de RPV. Celle-ci est estimée autour des 11™-12°™
siecles (Furuse et al., 2010; Pomeroy et al., 2008).

Ces approches ouvrent ainsi de nouvelles perspectives sur les ¢tudes d’évolution du PPRV (Bao et al.,
2017; Clarke et al., 2017; Muniraju et al., 2014a). La diversité génétique actuellement observée entre
les quatre lignées de la PPR date de la moitié du 19°™ siécle. Ces études suggérent que la lignée III qui
circule en Afrique orientale et dans le sud de la péninsule arabique est la lignée la plus ancienne. Les
analyses réalisées par ces auteurs s’appuient sur des séquences du gene N. Ce géne est un bon
marqueur phylogénétique car il porte de petites séquences variables appropriées. Les mémes analyses
peuvent étre effectuées avec d’autres genes de protéines du PPRV notamment la protéine de la matrice
M, la protéine de fusion F, I’hémagglutinine H (Balamurugan et al., 2010). Habib Salami pendant sa
theése a analysé 1I’évolution du PPRV au Sénégal et élargi dans certains autres pays de 1I’Afrique de
I’Ouest en utilisant les génes N et H ainsi que les deux geénes concaténés. Ces études lui ont permis
d’estimer le taux d’évolution de toutes les lignées de PPRV a 7,11 x 10™ substitution/site/an. Il a
ensuite estimé 1’age de 1’ancétre commun le plus récent des 4 lignées de PPRV correspondant
également a celui de la divergence des virus de lignes III a 1898.

Les études récentes portant sur I’évolution des PPRV sont basées sur I’utilisation du génome complet
grace a une augmentation du nombre de techniques permettant un séquencage en grand nombre du
génome complet du PPRV (Clarke et al., 2017). L’utilisation du génome complet permet une analyse
plus approfondie et plus générale de 1’évolution du PPRV. Ainsi Clark et al., en 2017 ont étudié
I’évolution du PPRYV en utilisant la séquence du génome complet de 18 souches provenant d’Isra€l au
cours d’épidémies apparues entre 1997 et 2014. Ces études ont permis d’estimer un taux d’évolution a
9,22 x 10™. L’age de I’ancétre commun le plus récent des 4 lignées est estimé a 1870, ce qui
correspond aussi a la divergence des virus de la lignée I11.

Dans notre étude, nous avons utilisé le génome complet de multiples souches de PPRV pour retracer
I’histoire évolutive de la PPR, et plus spécialement en Afrique de I’Ouest. L’analyse de 1’évolution de
ces génomes complets du PPRV peut nous aider a interpréter les données d’épidémiologie de terrain et
donc a mettre en ceuvre des mesures de controle efficaces.
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3 PCR en temps réel asymétrique basé sur le géne
M du PPRV pour le diagnostic et Ia
différenciation des lignées du virus

3.1 Introduction

La PPR est une maladie trés contagieuse qui cause d’énormes pertes chez les éleveurs dans les pays
pauvres notamment dans la plupart des pays Africains. Le diagnostic de la PPR est basé¢ sur le
diagnostic immunologique (la technique de c-ELISA) et le diagnostic moléculaire avec la RT-PCR
dont le géne N et F sont les cibles (Couacy-Hymann et al., 2002; Forsyth and Barrette, 1995). Les
données de séquences provenant de ces geénes sont ensuite utilisées pour définir la lignée
phylogénétique des échantillons. La détermination des lignées des échantillons est un moyen de mieux
comprendre la dynamique de transmission transfrontaliére de la PPR, notamment entre les pays liés
par un commerce de bétail.

Dans la plupart des pays en voie de développement, comme ceux I’ Afrique de 1’Ouest tel que le Mali,
le cotit prohibitif de 1’équipement des laboratoires de diagnostic vétérinaires et leur maintenance font
que les techniques mises en place sont souvent plus modeste que celles des laboratoires des pays
industrialisés. Pour ce qui est de la PPR, I’activité de diagnostic dépend fortement d’une aide par
I’intermédiaire de projets internationaux ou du soutien des laboratoires partenaires tels que I’AIEA ou
le CIRAD. La détermination de la lignée du PPRV, qui devrait étre un diagnostic de routine, reste
compliquée pour les laboratoires du sud, car ils n’ont pas les moyens d’accéder aux plateformes de
séquengage. Cette détermination passe par 1’envoi des échantillons vers I’Europe. Le Laboratoire
Central Vétérinaire (LCV) a Bamako collabore généralement avec le CIRAD dans cet objectif. Mais
cette méthode colte trés cher et demande beaucoup de temps. De ce fait, les échantillons sont trés
souvent diagnostiqués mais pas génotypés.

Dans ce chapitre, nous présentons une technique que nous avons développée et qui permet de
déterminer directement la lignée des échantillons de terrain par RT-PCR sans faire de séquencage. En
effet, ’alignement du géne M du PPRV nous a permis d’identifier des zones de variation spécifique de
chaque lignée. A partir de ces zones de variations spécifiques, nous avons dessiné des amorces
spécifiques de chaque lignée (snapbacks). Une méthode de PCR en temps réel basée sur I'utilisation
de ces amorces va permettre de différencier directement les quatre lignées de la PPR sans faire de
séquengage. L’analyse des courbes de dissociation obtenues va permettre de définir pour chaque
lignée une température de dissociation spécifique. Cette méthode de génotypage a déja été appliquée,
notamment au virus de la rougeole (Waku-Kouomou et al., 2006).

En effet, nous avons choisi le géne M car il est le plus conservé chez les Morbillivirus (Barrett et al.,
2006) (Tableau 1). De ce fait, une petite variation dans la séquence du géne M entre les différentes
souches du PPRV doit étre tres significative, et donc trés importante dans I’étude phylogénétique.
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Tableau 1 Pourcentage de similitude (identité nucléotidique) du virus de la peste bovine par rapport aux autres
Morbillivirus (Selon Barrett et al., 2006).

Virus Géne N Gene GéneF Geéne P Géne Géne Géne Géne
‘M C A% H L
PPRV 79,99 89,82 82,74 58,65 54,61 54,61 59,14 83,44
MV 82,70 92,26 85,98 63,35 65,34 64,55 67,33 87,73
CDhV 75,38 83,93 78,75 53,57 52,91 44,67 46,26 81,05
DMV 79,69 89,29 84,54 57,91 55,29 50,50 57,14 83,29

Dans la présente étude, la méthode a été utilisée pour caractériser le génotype de 64 souches provenant
de différents pays d’Afrique, d’Asie et du Moyen Orient. Les résultats de cette méthode ont été
confirmés pour ’ensemble des échantillons par les techniques directes de séquengage.

Ces travaux ont été réalisés a I’AIEA en collaboration avec le CIRAD.

Cette nouvelle technique est un outil qui permettra au Mali ainsi qu’a tous les pays ayant des moyens
limités de pouvoir déterminer rapidement la ou les lignées du PPRV qui circulent dans leur pays et de
mettre en place de maniére rapide des moyens de contréle adaptés.

3.2 Matériels et méthodes

3.2.1 Utilisation du géne M du PPRV pour le diagnostic de la PPR

v" Souches utilisées

Cette partie repose sur I’é¢tude de 21 échantillons/souches de I’AIEA provenant du Niger, Nigéria,
Sierra Leone, Cameroun, Ethiopie et Turquie dans des foyers de PPR. Les échantillons ont été
conservés dans un Laboratoire de Sécurité P3 a Modling (Institute for Veterinary Disease Control) en
Autriche. En plus de cela, 17 séquences du CIRAD ont également été utilisés. Nous avons ajouté a ces
séquences, 27 séquences provenant de GenBank (Tableau 2).

Tableau 2 Liste des 65 souches et séquences utilisée pour le diagnostic de la PPR en utilisant le géne M et le récapitulatif’
des lignées a partir du gene N partiel et du géne M.

Nom des échantillons Lignée avec Numeéro d’accession
les génes N
et M
Benin/B1/1969 Benin 1 KR781450
BKFPBRLN/Burkina/2014 Burkina Faso 11 AIEA
Cameroon/19LG Cameroon 1w
AIEA
Cameroon/28LG Cameroon V4
AIEA
Cameroun/04LG Cameroon 1w
AIEA
Ethiopia/04/NIV/APHL Ethiopia 1w
AIEA
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Kenya/APHL/CHS/2011 Kenya g
AIEA
NIG10/Nigeria/APHL Nigeria 1w
AIEA
NIG28/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG29/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIGO03/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG30/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG40/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG43/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG56/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
NIG68/Nigeria/APHL Nigeria
v AIEA
Niger/2014_APHL Niger 1w
AIEA
Senegal/APHL Senegal Vi
AIEA
Sierra leone/APHL Sierra Leone 1
AIEA
Sinnar/APHL Soudan 1l
AIEA
TUKO02PM/APHL/Turkey Turkey 1w
AIEA
TUK10PM/APHL/Turkey Turkey 1w
AIEA
Senegal/16/Thiés/13001 Senegal 17 CIRAD




Comores/9/2012 Comores I CIRAD
Mali/6/4/2014 Mali 1 CIRAD
Guinee/4/2013 Guinée 11 CIRAD
Mali/7/6/2014 Mali 11 CIRAD
Senegal/10/Pakour/2013 Senegal 11 CIRAD
Senegal/1/Thies05002/2010 Senegal CIRAD
I
Senegal/2/thies14006/2010 Senegal CIRAD
I
Mali/8/18/2014 Mali CIRAD
I
Senegal/l14/Mecke/2013 Senegal CIRAD
I
Mauritanie/3/2012 Mauritania CIRAD
II
Algerie/5/2012 Algeria v CIRAD
Senegal/12/Mecke3/2012 Senegal CIRAD
II
Senegal/15/Soum/2012 Senegal CIRAD
II
Senegal/13/Mbour/Joal/2013 Senegal CIRAD
I
Mali/11/P/10/2014 Mali CIRAD
I
Vaccine/CIRAD/pathoquest Nigeria CIRAD
I
CH/GDDG/2014 China v NCBI/KP868655.1
CH/HNNY/2014 China NCBI/KM089830.1
v
CH/HNZK/2014 China NCBI/KMO089831.1
v
CH/HNZM/2014 China NCBI/KM089832.1
v
China/BJ/2014 China NCBI/KP260624.1
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China/Tibet/Bharal/2008/Lineage IV China NCBI/JX217850.1
v
China/Tibet33/2007/Lineage 1V goat China NCBI/JF939201.1
v
China/TibetGeg30/2007/Lineage IV China NCBI/FJ905304.1
v
CIV/01P/2009 Ivory coast 11 NCBI/KR781451.1
Ethiopia/1994/Lineage I1I goat Ethiopia 1l NCBI/KJ867540.1
Ethiopia/2010/Lineage 1V goat Ethiopia Vs NCBI/KJS867541.1
Ghana/NK1/2010 Ghana 1 NCBI/KJ466104.1
IND/TN/GIN/2014/01 India 4 NCBI/KT270355.1
IND/TN/Gingee/2014 India NCBI/KR261605.1
v
India/Sungri/1996/Lineage IV goat-vaccine India NCBI/KF727981
v
Ivory/Coast/1989/Lineage I goat Ivory coast 1 NCBI/EU267273
KN5/2011 Kenya 1l NCBI/KM463083.1
Morocco/2008/Lineage IV Morocco V4 NCBI/KC594074.1
Nigeria/1975/Lineage 11 goat vaccine Nigeria 11 NCBI/X74443.2
Nigeria/1976/Lineage II sheep Nigeria 11 NCBI/EU267274.1
Oman/1983/Lineage I1I goat Oman 17 NCBI/KJS867544.1
Senegal/2013 SnDk11113 Senegal 11 NCBI/KM212177.1
Senegal/E32/1969 Senegal 1 NCBI/KP789375.1
Turkey/2000/lineage IV Turkey v NCBI/AJ849636.2
UAE/1986/Lineage I1I Dorcas gazelle UAE 17 NCBI/KJS867545.1
Uganda/2012/Lineage 111 goat Uganda 1l NCBI/KJ867543.1

Extraction de l’acide nucléique, I’amplification et le séquencage du gene M et N du PPRV

L’ARN viral des 21 échantillons de I’AIEA (voir Tableau 2), écouvillons et isolats, ont été extraits en
utilisant le kit RNeasy plus RNA extraction Kit (Qiagen, Allemagne) selon les indications du
fournisseur.

Les échantillons ont ensuite été amplifiés par RT-PCR en utilisant le couple d’amorces NP3/NP4
ciblant une portion de 355pb du géne N (Couacy-Hymann et al., 2002) pour les études
phylogénétiques ultérieures. Pour cela, le kit One Step RT-PCR de Qiagen a ¢été utilisé et
I’amplification a été réalisée selon le programme suivant : un cycle de 30 minutes a 50°C permettant la
transcription inverse des ARN viraux, un cycle de 15 minutes a 95°C permettant la dénaturation des
ADNCc générés et inactivation de I’enzyme de la reverse transcription, puis 40 cycles composés de 30
secondes de dénaturation a 94°C, 30 secondes d’hybridation des amorces a 60°C et 30 secondes
d’élongation a 72°C. La taille des fragments amplifiés a été controlée aprés migration
¢électrophorétique sur un gel d’agarose a 1,5% en TAE 1X et visualisation par illumination au
rayonnement UV. Les produits d’amplification d’une taille d’environ 350pb ont alors été purifiés a
I’aide du Kit Wizard purification Kit (Promega, USA). Les produits de I’amplification ont été envoyés
a séquencer a LGC genomics a Berlin.
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De méme, ces échantillons ont été utilisés pour le séquengage du géne M. L’ARN viral des
échantillons a été retro transcrit en ¢cDNA en utilisant le kit First Strand ¢cDNA synthesis Kit
(Invitrogen, USA) en suivant les instructions du fournisseur. Le choix du kit a été ici fixé par le
laboratoire de I’AIEA ou cette partic a été faite. Les ¢cDNA obtenus ont été utilisés pour une
amplification avec des amorces spécifiques du géne M afin d’obtenir la séquence complete du géne M.
Ces amorces ont été¢ développées a partir de I’alignement de 28 séquences de génomes complets du
PPRYV disponible sur GenBank. Quatre couples d’amorces, se chevauchant, ont ¢té dessinés couvrant
le geéne de la protéine M (Tableau 3). Les échantillons ont été amplifiés en utilisant le kit Phusion
High-Fidelity DNA Polymerase (NEB, USA) en suivant les instructions du fournisseur.

La taille des fragments amplifiés a été contrdlée apres migration électrophorétique sur un gel d’agarose
a 1,5% en TAE 1X et visualisation par illumination au rayonnement UV. Les produits d’amplification
a la bonne taille ont alors été purifiés a 1’aide du Kit Wizard purification Kit (Promega, USA) et
envoyés a séquencer a LGC Genomics a Berlin.

Les séquences obtenues avec les 4 couples d’amorces ont été assemblés avec le logiciel Bioedit pour
obtenir la séquence compléte du géne M (1008bp).

Tableau 3 La séquence des amorces et les tailles des produits d amplification des amorces dessinées pour le séquencage du
gene M.

Nom de Séquences5' > 3' Taille de I’amplicon
I’amorce (bp)

M_7F AACATCYGAGGTTGAGTTRAA 678

M_7Rb AGACAGGGGGTCGTTATCCT

M_8F AATCAGCATGGGATGTCAAAG 537

M_8R AGGCKACTGCATTGGCTGAG

M_9F CCCAGAGRTTCAGGGTTGTG 505

M_9R TAGACACGGAATTCTTGGGG

M_10F CCCCCTAATGGATRTTAATGA 617

M_10R TGRCCCCTAAGTTTTGTTTG

Les 17 souches du CIRAD ont été séquencées (séquencage du génome complets) par H.Salami au
cours de sa thése (Voir Thése H. Salami).

Analyse phylogeénétique

Les séquences des génes M et N obtenus des 21 échantillons de I’AIEA, des 17 souches du CIRAD et
des 27 séquences de GenBank ont été alignées en utilisant le logiciel MEGA 6 (Kumar et al., 2013)
avec la méthode Clustal W. A partir des alignements obtenus, les arbres phylogénétiques ont été
construits avec la méthode de Maximum de Vraisemblance basée sur le modéle Kimura 2-parameter,
avec une distribution Gamma discréte pour modéliser les différences de taux d’évolution entre les sites
et un ré-échantillonnage de 1000 (boostraps). Le bootstrap permet de vérifier la robustesse et la
fiabilité de 1’arbre obtenu. Le bootstrap consiste a échantillonner les positions de I’alignement pour
relancer la construction phylogénétique de fagon itérative puis de comparer les résultats obtenus aprés
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plusieurs répétitions. Sa valeur est représentée en pourcentage et est associée a chaque branche et
indique la robustesse d’un nceud.

3.2.2 Génotypage du PPRV par analyse de séquence

Conception d’amorces spécifiques (snapback) pour identifier les polymorphismes mononucleotidiques
spécifiques (SNP).

Pour la différenciation des lignées du PPRV, nous avons utilisé la stratégic de PCR basée sur
I’utilisation d’amorces snapback et I’intercalant d’ADN Evergreen (Esayas et al., 2013; Zhou et al.,
2008). La courbe de dissociation de la fluorescence obtenue avec la PCR est ensuite analysée pour
différencier les différentes lignées.

Excess

Snapback Limiting Primer
Primer ‘\_\ ~ ~—

Asymmetric PCR

), S U ¥
A——

(a) 3 5' (b

Snapback Melting Amplicon Melting

~dF/dT

(c)

\§

Figure 8 Schéma explicatif de [’amorce snapback forward, la PCR asymétrique et la courbe de dissociation (Zhou et al.,
2008).

Les amorces snapbacks sont des oligonucléotides qui comportent a leur extrémité 5’ une sonde non
marquée et qui est complémentaire au produit d’extension de 1’amorce. La PCR en temps réel
asymétrique est réalisée avec un exces d’amorce snapback forward. Lors de I’hybridation, il y a
formation de 1’hybride de 1’amorce snapbak forward sur I’amplicon (b) et de I’hybride de I’amorce
snapback forward qui forme une boucle en épingle a cheveux (a). La température de dissociation (¢)
de amplicon (b) est plus élevée que celle de la boucle en épingle a cheveux (a). La température de
dissociation de la boucle en épingle a cheveux (a) va nous permettre de déterminer la lignée du PPRV.

Les couples d’amorces snapback forward et reverse sont dessinés pour cibler les génes M et N du
PPRV.

Pour cela, 27 séquences du gene M appartenant a toutes les lignées du PPRV ont été utilisées (Tableau
4). Parmi les 27 séquences, 6 ont été choisies parmi les 21 séquences obtenues dans la partie
précédente (voir partie 3.2.1 et Tableau 4). Les 21 autres séquences proviennent de Genbank. Les 27
séquences ont été alignées avec le logiciel Mega6 (Kumar et al., 2013). Le couple d’amorce a été
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dessiné au niveau des régions présentant 2 ou 3 différences nucléotidiques entre les quatre lignées
mais des différences qui sont spécifiques a chaque lignée (Figure 9). L’amorce snapback forward est
dessinée de manicre spécifique aux lignées IV et I, mais présentant un mismatch C/T--T/C avec la
lignée III et un mismatch A/C avec la lignée II (Tableau 5). Le couple d’amorce a été dessiné a 1’aide
du logiciel Primer3Plus. Ces mismatchs entre les lignées vont créer, lors de la PCR en temps réel, des
températures de dissociations différentes et qui sont spécifiques a chaque lignée.

Tableau 4 Tableau récapitulatif des 27 séquences utilisées pour le dessin du couple d’amorce snapback forward et reverse
du gene M.

Nom Pays Lignée Numero d’accesion
Ethiopia/2010/Lineage IV goat Ethiopia 4 NCBI/KJS867541.1
India/Sungri/1996/Lineage 1V India 1w NCBI/KF727981
goat-vaccine

India/Sungri/1996/Lineage 1V India v NCBI/KF727981
goat-vaccine

Morocco/2008/Lineage IV Morocco 1w NCBI/KC594074.1
Turkey/2000/lineage IV Turkey V4 NCBI/AJ849636.2
China/Tibet33/2007/Lineage IV China v NCBI/JF939201.1
goat

China/TibetGeg30/2007/Lineage  China v NCBI/FJ905304.1
V14

China/Tibet/Bharal/2008/Lineage China v NCBI/JX217850.1
V14

China/BJ/2014 China v NCBI/KP260624.1
IND/TN/Gingee/2014 India v NCBI/KR261605.1
NIG68/Nigeria/APHL Nigeria v AIEA
Niger/2014_APHL Niger V4 AIEA

KN5/2011 Kenya 1l NCBI/KM463083.1
Kenya/APHL/CHS/2011 Kenya 1l AIEA
Ethiopia/1994/Lineage I1I goat Ethiopia 1l NCBI/KJ867540.1
Oman/1983/Lineage III goat Oman 1l NCBI/KJ867544.1
UAE/1986/Lineage III Dorca UAE 1l NCBI/KJ867545.1
gazelle

Sinnar/APHL Soudan 11 AIEA
Uganda/2012/Lineage 111 goat Uganda 1l NCBI/KJ867543.1
BKFPBRLN/Burkina/2014 Burkina Faso 11 AIEA
Nigeria/1975/Lineage Il goat Nigeria 17 NCBI/X74443.2
vaccine

Nigeria/1976/Lineage Il sheep Nigeria 11 NCBI/EU267274.1
Sierra leone/APHL Sierra Leone 1 AIEA
Senegal/2013 SnDkI11113 Senegal 1 NCBI/KM212177.1
Ghana/NK1/2010 Ghana 1 NCBI/KJ466104.1
Ivory/Coast/1989/Lineage I goat  Ivory coast 1 NCBI/EU267273
Senegal/E32/1969 Senegal 1 NCBI/KP789375.1
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b)

875277821 Sungri 199§ MSD-4
675277812 Ethiopia 2010-4
452113850 Morocco 2008-4
54189017 Songri/ 964
7OR10047 PFRV-4

228551841 China/Tibet/Geg-1
334903157 China/Fib-4
404363895 Tihet/Bharal/2008-4
574214775 China/XJYL/2013-4
NIGER-APEL4

Nigeria-APHL- 4

Eenya-3

gif FE3428006 EN5/2011-3
§75277803 Echiopia 1R94-3
675277639 Oman 1983-3
§75277848 UAE 1986-3
Sinpar-APHL-3

675277830 Uganda 2012
Burkina APHL-Z

572918567 SnMk11T113-2
151621675 Ng76/1-2
323541116 Wigeria/75/1-2
sierra leone-2

§7806091 Wigeria CIRAD
655555420 Ghana/NK1/2010-2
151621666 ICVEa-1

Sen=gal E32-1

675277621 Sungri 1995 MSD-4
675277617 Ethiopia Z0L0-4
452113850 Morocco Z008-4
4189017 Bungri A6-4
TORLOD4T FPRV-4

2285515841 China/Tibet/Geg-4
334903157 China/Tib-4
404363595 Tibet/Bharal/20065-4
674214775 China/NJYL/2013-4
HIGER-APEL4

Nigeria-APHL- 4

Eeaya-3

gil| 683428006 ENS/2011-3
675277603 Ethiopia 1994-3
675277639 Oman 1983-3
675277548 UAE 1986-3
Sinpar-APOL-3

675277830 Uganda 2012
Burkina AFHL-Z

672918567 SaDk11I13-2
161621675 NgT6/1-2
323541116 Wigeria/75/1-2
sierra leone-2

7906091 Wigeria CIRAD
655555420 Ghana /NE1/2010-2
161621666 ICVES-1

Sensgal E32-1
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Figure 9 Exemples (a et b) de régions choisies pour le choix du couple d’amorce a partir du gene M. La zone encadrée
montre les différences spécifiques de chaque lignée du PPRYV.

Pour la différenciation des lignées IV et I, un autre couple d’amorce snpaback forward et reverse a été
dessiné au niveau du géne N. Pour cela, 39 séquences du géne complet de la nucléoprotéine (N) ont
été utilisées. Ces séquences proviennent de GenBank. Pour cela, la stratégie utilisée pour le géne M a
été appliqué au gene N.
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Tableau 5 Liste des amorces snapback des génes M et N.

Nom de ’amorce snapback  Séquence de I’amorce

RISBF1_M (Snapback " CACTTCGAATATGGAGACTTGTTCCAYGTGGGCAACTTTAG
forward du géne M) AAGA

R1Rev_M (smapback CATGGAGGGTYTTGCTCATT
reverse du géne M)

N_SBF1v4For (Snapback GATGTIATCCGCTGTATCAATTGTCTTTGTTCGTGGAGTCAC
forward du géne N) C

N_RevB (snapback reverse TCAACAAGRCGGATRCTRAC
du géne N)

Test des couples d’amorces snapbacks pour le génotypage du PPRV

Nous avons testé la capacité des couples d’amorces a différencier les lignées du PPRV en utilisant 64
¢échantillons. Ces échantillons proviennent de différents pays d’Afrique, d’Asie et du Moyen Orient
(Tableau 7). Nous avons commencé¢ a déterminer dans un premier temps la lignée de ces 64
échantillons. Puis ces mémes échantillons ont été amplifiés par RT-PCR en temps réel afin d’étudier
les courbes de dissociations.

e Extraction de I’acide nucléique

Nous avons utilisé les amorces NP3/NP4 pour déterminer la lignée des 64 échantillons (Tableau 7).
Les échantillons sont conservés dans un Laboratoire de Sécurité P3 a Modling (Institute for Veterinary
Disease Control) en Autriche. L’ARN viral des échantillons, écouvillons et isolats, a été extrait en
utilisant le kit RNeasy plus RNA extraction Kit (Qiagen, Allemagne) selon les indications du
fournisseur.

e PCR

Pour la PCR, nous avons suivi le méme protocole que précédemment (voir extraction de [’acide
nucléique, ’amplification et le séquengage du géne M et N du PPRV du point 3.2.1).

Pour déterminer la lignée des 64 souches, les séquences du gene partiel N de ces échantillons ont été
alignés en utilisant le logiciel MEGA 6 (Kumar et al., 2013) avec la méthode Clustal W (voir la partie
Analyse phylogénétique du point 3.2.1).

RT-PCR en temps réel asymétrique

La RT-PCR en temps réel est réalisée dans un volume réactionnel de 20pul contenant 600nM d’amorce
snapback forward et 40nM d’amorce reverse, 1x SsoFast EvaGreen Supermix (Biorad) et 2 ul d’ARN.
La PCR est effectuée avec la machine CFX96 Real Time PCR detection system (Bio-Rad
Laboratories, Inc). La PCR est initiée par une étape de reverse transcription a 50°C pendant 20
minutes, suivi par une PCR en temps réel selon le programme suivant: une premiére étape de
dénaturation a 95°C pendant 5 minutes, puis 45 cycles composés de 1 minute de dénaturation a 95°C,
1 minute d’hybridation des amorces a 40°C suivi d’une étape de dissociation continuelle en
augmentant la température de 0.5°C/10sec (pour la dissociation des deux brins d’ADN) avec une
acquisition de la température de dissociation entre 40°C a 90°C (courbe de dissociation du snapback).
La courbe de dissociation est analysée en utilisant le logiciel CFX Manager version 3.0 (Bio-Rad).

La température de dissociation de la boucle en épingle a cheveux va nous permettre de déterminer la
lignée du PPRV (Figure 8).
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La PCR a ét¢ réalisée avec les 64 souches, mais pour la confirmation de certains résultats, certaines
souches ont été testées plusieurs fois (voir Tableau 7 dans la section résultats).

Premiers essais de la détermination des lignées avec des échantillons du Mali

Nous avons testé notre technique de différenciation des lignées avec 6 échantillons récoltés au Mali en
2017 dans deux régions : 3 dans a Kayes et 3 a Mopti (Tableau 6).

L’ARN viral des échantillons, écouvillons, ont été¢ extraits en utilisant le kit RNeasy plus RNA
extraction Kit (Qiagen, Allemagne) selon les indications du fournisseur.

Ensuite nous avons effectué la PCR en temps réel avec les couples d’amorce snapback forward et
reverse des génes M et N (voir de la PCR dans la partie « La PCR en temps réel asymétrique »).

Ces échantillons du Mali ont ensuite été s€quencés afin de confirmer leur lignée (Voir Chapitre VI).

Tableau 6 Liste des échantillons utilisés pour les premiers essais de la différenciation des lignées du PPRV

Nom de I’échantillon Région de collecte

Kopropen 1 Mopti 2017
Kopropen 8 Mopti 2017
Kopropen 15 Mopti 2017
Kounikoto 7 Kayes 2017
Krounikoto 8 Kayes 2017
Krounikoto 9 Kayes 2017

3.3 Reésultats

3.3.1 Génotypage par analyse de séquences

Analyses phylogénétiques

Afin de savoir si nous pouvons aussi utiliser le géne M pour le diagnostic de la PPR tel que I’est le
geéne N partiel, nous avons produit les arbres phylogénétiques correspondants.

Les arbres phylogénétiques ont été construits avec 65 séquences alignées du gene partiel de la
Nucléoprotéine (N) et la séquence compléte du gene de la Matrice (M).

L’arbre phylogénétique obtenu a partir de la séquence compléte de la matrice (M) présente les quatre
lignées génétiques de la PPR (Figure 10). Conformément a la répartition phylogénétique des
différentes souches, les anciennes souches appartiennent aux lignées I et II et se trouvent en Afrique
de 1’Ouest comme les souches du Sénégal et Cote d’Ivoire de 1989 (lignée I) et du Benin de 1989
(lignée II). Les souches plus récentes de la lignée II proviennent de 1’ Afrique de 1’Ouest telles que les
souches du Mali de 2004, le Sénégal de 2010, le Burkina Faso de 2014, le Ghana de 2010 et la Guinée
de 2013. Les souches de la lignée IV, beaucoup plus répandue, se situent en Asie (p. ex. Chine et
Inde), en Afrique de I’Est (p. ex. Ethiopie), en Afrique du Nord (p. ex. Maroc et Algérie) et en Afrique
Centrale (p. ex. Cameroun) (Figure 10). Les souches de la lignée III regroupent les anciennes souches
du Moyen Orient telles que celles des Emirats Arabes Unis de 1986 et ’Oman de 1983. Dans ce
groupe, se trouvent également les souches de I’ Afrique de I’Est comme le Kenya (Voir Tableau 2).
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L’arbre phylogénétique obtenu a partir du géne partiel N a également permis d’obtenir les quatre
lignées différentes de la PPR (Figure 11). Le profil de répartition des 65 échantillons de 1’étude est
identique a ce que nous avons obtenu avec la séquence du géne M.
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Figure 10 Analyse phylogénétique par la méthode de Maximum de Vraisemblance avec la séquence compléte du gene M.
Lignée I (LI), Lignée II, (LII), Lignée III (LIII), Lignée IV (LIV).
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Figure 11 Analyse phylogénétique par la méthode de Maximum de Vraisemblance avec la séquence partielle du gene N.
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3.3.2 Génotypage par PCR en temps réel asymétrique

Détermination de la lignée des échantillons par NP3/NP4

L’arbre phylogénétique obtenu avec la séquence du gene partiel de la nucléoprotéine avec les 64
échantillons nous a permis de déterminer leur lignée. La lignée de tous les échantillons est récapitulée
dans le Tableau 7.

L analyse des courbes de dissociation

Les courbes de dissociation obtenues avec le géne M montrent une température de dissociation pour la
lignée I et IV a 59.5°C - 60°C (Figure 13), pour la lignée II a 64.5°C - 67°C (Figure 14), et la lignée
I 2 49.5°C -52.5°C (Figure 15).

Comme nous pouvons le voir sur la Figure 12 (a), les températures de dissociation de la lignée I et IV
sont identiques (59.5°C - 60°C), ce qui ne permet pas de différencier les échantillons appartenant a la
lignée [ et a la lignée V.

Pour différencier la lignée I de la lignée IV, nous avons donc analysé les températures de dissociation
obtenues avec le gene N en effectuant la PCR avec les amorces snapbacks du géne N (Tableau 5). La
température de dissociation de la lignée I est de 67°C - 67.5°C et celle de la lignée IV est de 57.5°C -
61.5°C (Figure 13). Etant donné¢ que la PCR avec les amorces du géne M permettent de bien
différencier les lignées II et III, nous n’avons pas déterminé la température de dissociation de ces
derniéres avec le gene N.

Le Tableau 7 montre le récapitulatif des températures de dissociation des 64 échantillons utilisés au
cours de notre ¢tude.
Le Tableau 8 donne le récapitulatif des températures de dissociation en fonction des différents génes.

(a) LignéeletIV
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1500

-d{RFUYT

1000

500 1

Temperature, Celsius
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Figure 12 Les température de dissociation du gene M en fonction de la lignée des souches : Les souches de la lignée I et IV
(a), les souches de la lignée II (b) et les souches la lignée 111 (c).
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Figure 13 Les température de dissociation du gene N en fonction des lignées : Lignée IV (a) et la Lignée I (b).
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Tableau 7 Récapitulatif des températures de dissociation des 64 échantillons ainsi que les lignées qui y sont associées

Nom de Pays Lignée Températur Températur Lignée en fonction
I’échantillon détermin e de e de de la température
ée par dissociation  dissociation de dissociation
NP3/NP4 dugéne M du géne N

E32 SENEGAL L1 59,50 67,50 L1

NGITH SENEGAL L1 60,00 67,00 L1

NGITH SENEGAL L1 60,00 67,00 L1

AM LG GHANA L2 65,00 L2

GHANA

AM LG GHANA L2 65,00 L2

GHANA

BENIN 10 BENIN L2 66,50 L2

BENIN 10 BENIN L2 66,50 L2

BENIN 4 BENIN L2 67,00 L2

BKF PBR BURKINA L2 65,00 L2

LUNG FASO

BKF PBR BURKINA L2 65,00 L2

Lymph Node  FASO

BKF PBR BURKINA L2 65,00 L2

SPLEEN FASO

BKF PBR BURKINA L2 66,00 L2

SPLEEN FASO

BKF PBR BURKINA L2 66,50 L2

SPLEEN FASO

CIV CHI COTE L2 65,50 L2
D'IVOIRE

CIV CHII COTE L2 65,50 L2
D'IVOIRE

GAMBIA GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G10 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G4 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G5 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G5 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G6 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G6 GAMBIA L2 65,00 L2

GAMBIA G6 GAMBIA L2 65,00 L2
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GAMBIE G10 GAMBIA L2 65,00 L2

KAMBIA SIERRA L2 65,00 L2
LEONE

N32 NIGERIA L4 65,00 60,50 L4

NK1 LG1 GHANA L2 65,00 L2

GHANA

™ 1LG GHANA L2 64,50 L2

GHANA

TMI1LG GHANA L2 64,50 L2

GHANA

AM LG GHANA L2 66,00 L2

Ghana

Gambia (4) GAMBIA L2 65,50 L2

Gambia G5 GAMBIA L2 66,00 L2

DORCAS 396 MIDDLE L3 51,00 L3
EAST

DORCAS 396 MIDLLE L3 52,50 L3
EAST

MIELIK SUDAN L3 51,00 L3

MIELIK SUDAN L3 51,00 L3

MIELIK SUDAN L3 49,50 L3

MIELIK SUDAN L3 49,50 L3

MIELIK SUDAN L3 51,00 L3

SINNAR SUDAN L3 51,00 L3

SINNAR SUDAN L3 51,00 L3

SINNAR SUDAN L3 51,50 L3

ETH7 NIV ETHIOPIA L4 52,50 59,00 L4

16 LG CAM CAMEROUN L4 58,50 59,50 L4

19 LG CAM CAMEROUN L4 59,00 60,00 L4

19 LG CAMEROUN L4 58,50 59,50 L4

CAMEROUN

19 LG ETHIOPIA L4 59,00 60,00 L4

PANVAC

28 LG CAMEROUN L4 59,00 61,00 L4

CAMEROUN

4 LG CAMEROUN L4 59,50 61,50 L4
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CAMEROUN

DRC 098/10 DRC L4 59,00 60,50 L4
DRC C85 DRC L4 59,00 58,50 L4
DRC KV25 DRC L4 59,00 60,50 L4
ETH10 ETHIOPIA L4 59,00 60,50 L4
ETH10 ETHIOPIA L4 59,50 61,00 L4
ETH10 ETHIOPIA L4 59,00 60,00 L4
ETH10 ETHIOPIA L4 59,50 61,00 L4
G43 BKF BURKINA L2 66,50 L2
FASO
LG PANVAC ETHIOPIA L4 59,50 57,50 L4
N28 NIGERIA L4 59,00 60,50 L4
N40 NIGERIA L4 59,00 60,00 L4
N40 NIGERIA L4 59,00 60,00 L4
N68 NIGERIA L4 59,00 61,00 L4
NIGER OS 10 NIGER L4 59,50 61,50 L4
NIGER OS 11 NIGER L4 59,00 60,50 L4
NIGER OS2  NIGER L4 59,00 60,00 L4
NIGER OS4  NIGER L4 59,00 60,00 L4
NIGER OS5  NIGER L4 59,00 59,00 L4
NIGER OS5  NIGER L4 59,00 61,50 L4
NIGER OS7  NIGER L4 59,00 61,50 L4
NIGER OS8 NIGER L4 59,50 60,50 L4
NIGEROS 8 NIGER L4 59,50 59,00 L4
NIGEROS8 NIGER L4 59,00 60,50 L4
NIGEROS9 NIGER L4 60,00 61,50 L4
TU K10 PM TURKEY L4 59,00 60,50 L4
TU K4 PM TURKEY L4 59,00 59,50 L4
TU K7 PM TURKEY L4 59,00 60,00 L4
TU K7 PM TURKEY L4 59,00 60,00 L4
TU K8 PM TURKEY L4 59,00 58,50 L4
TU K8 PM TURKEY L4 59,00 59,00 L4
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TUC 10 PM TURKEY L4 59,00 60,50 L4

1 LG CAMEROUN L4 59,00 58,50 L4
CAMEROUN

16 LG CAMEROUN L4 60,50 60,50 L4
PANVAC

K5 BKF BURKINA L2 66,00 L2

FASO

LG 29 ETHIOPIE L4 58,50 61.00 L4
PANVAC

N30 NIGERIA L4 59,50 61,00 L4
NIGEROS1 NIGER L4 59,00 58,50 L4
NIGER OS5  NIGER L4 60,50 61,50 L4
TU K10 PM TURKEY L4 60,50 61,00 L4
TU K2 PM TURKEY L4 60,50 61,00 L4
TU K9 PM TURKEY L4 58,50 54,50 L4

Tableau 8 Le récapitulatif des températures de dissociation en fonction des différents genes

Lignée Géne M Géne N
I 59.5-60.0 67.0-67.5
II 64.5-67.0

11 49.5-52.5

v 58.5-60.0 57.5-61.5

Les premiers essais de la détermination des lignées avec des échantillons du Mali

L’analyse des courbes de dissociation du géne M des échantillons du Mali montre une température de
dissociation de 59°C pour les échantillons de Kopropen (Mopti) (Figure 14) et de 66°C pour les
¢échantillons de Krounikoto (Kayes) (Figure 15).
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Figure 14 Les températures de dissociation du gene M pour les échantillons de Kropropen (Mopti)
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Figure 15 Les températures de dissociation du gene M pour les échantillons de Krounikoto (Kayes)

Les échantillons de Kayes appartiendraient a la lignée Il d’aprés la température de dissociation.
Cependant, pour les ¢chantillons de Mopti, nous avons analysé la courbe de dissociation du géne N
afin de déterminer si les échantillons seraient de la lignée I ou IV.
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Figure 16 Les température de dissociation du gene N pour les échantillons de Kropropen (Mopti)

La température de dissociation obtenue avec le géne N est de 59°C. Donc les échantillons de Mopti
appartiennent a la lignée IV (Figure 16).
Ces résultats ont été confirmés par séquengage dans le Chapitre VI.

3.4 Discussion

Dans ce chapitre, nous avons montré I’utilisation du géne M pour la différenciation des lignées et le
diagnostic du PPRV en plus des génes N et H (Couacy-Hymann et al., 2002; Dhar P et al., 2002).

Nous avons analysé 1’arbre phylogénétique de 65 souches différentes a partir de la séquence du gene
M complet et de la séquence partielle du géne N. Les arbres phylogénétiques obtenus montrent une
répartition phylogénétique identique entre les quatre lignées du PPRV des 65 différentes souches. Ce
résultat nous permet donc de conclure que I’étude phylogénétique du PPRV peut également étre
effectuée en utilisant le géne M.

L’alignement des séquences du géne M nous a permis de constater qu’il existe trés peu de variations
de séquences entre les quatre lignées mais elles sont cependant spécifiques a chacune lignées (Figure
8). Cela nous a donc permis de développer a partir de ces zones de variations spécifiques, une méthode
de PCR en temps réel basée sur des amorces snapbacks capables de différencier directement chacune
des lignées de PPRYV sans passer par le séquengage. L’analyse des courbes de dissociation obtenues a
partir de la PCR a permis de définir pour chaque lignée une température de dissociation spécifique
(Tableau 8). Cependant nous obtenons la méme température pour les lignées I et IV. Enfin de les
différencier, nous avons utilisé la méme stratégie en utilisant le géne N qui est également un des génes
les mieux conservés parmi les Morbillivirus apres le géne M. Le géne N, nous permet de différencier
les souches appartenant a la lignée I de la lignée IV (Tableau 8).

Nous avons donc développé a partir de PCR en temps réel une méthode qui permet de déterminer de
maniere tres rapide la lignée d’un échantillon sans faire de séquencage.
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Nous avons effectué les premiers tests au LCV au Mali sur des échantillons récoltés au Mali en 2017 a
Kayes et a Mopti (Voir chapitre suivant). Ces tests démontrent ’efficacité et 1’utilité de cette
technique.

Cette méthode de différenciation des souches de la PPR est trés utile pour les pays qui ont beaucoup
de difficultés a faire le séquencage. Elle va permettre de déterminer rapidement la ou les lignées qui
circulent dans le pays et de mettre en place de maniére rapide et efficace des moyens de contrdle
adaptés. Cela est particulierement intéressant dans les pays affectés par plusieurs lignées de PPRV (p.
ex. Niger et Mali, voir les autres chapitres de la thése), dont la lignée IV asiatique en train de se
propager en Afrique de I’Ouest et dans d’autres régions.
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4 Etude de la diversité génétique du PPRYV au Niger

4.1 Introduction

Les ¢études menées en Afrique de I’Ouest sur le PPRV ont montré que les souches qui circulent dans
ces pays appartiennent a la lignée II (Habib Salami et al., 2014; Libeau et al., 2014). Cependant, des
études récentes ont fait état pour la premiére fois de ’entrée de la lignée IV du PPRV en Afrique de
I’Ouest, au Nigéria (Mantip et al., 2016; Woma et al., 2016).

Le Niger, situé¢ au Nord du Nigéria est un pays dans lequel des activités épizootiques de PPR ont été
réguliérement rapportées. Les preuves sérologiques et les observations cliniques montrent que la PPR
est une contrainte majeure pour la production de petits ruminants dans la zone pastorale du Niger
(Bloch and Diallo, 1991). Récemment, un cas de PPR a été confirmé par I’analyse du géne N par PCR
dans des fermes dans la région de Maradi (Farougou et al., 2013). Mais les auteurs n’ont pas effectué
d’isolement ni de séquencage pour déterminer la lignée du PPRV. Le CIRAD conservait également
dans sa collection des tissus prélevés d’animaux malades sur un foyer de PPR au Niger en 2001.
Détectés positifs en PCR, les séquences des virus n’avaient pas ét¢ étudiées, pas méme sur le court
fragment diagnostique NP3-NP4 couramment effectué au laboratoire et aucune tentative d’isolement
n’avait été effectuée. De ce fait, jusqu’a présent, aucune souche de PPRV provenant du Niger n’avait
été isolée et il n’existait aucune donnée phylogénétique du PPRV pour ce pays.

L’occasion nous a été donnée lors de la thése de comparer des génomes viraux provenant de
prélevements effectués au Niger a des dates relativement éloignées. En 2001, les prélévements ont été
effectués dans la région de Dosso (au Sud-Ouest) dans deux villages (Falmey et Kena) et en 2013 dans
la région de Maradi au Sud a la frontiére avec le Nigéria. L’objectif de notre étude est de statuer sur
les différentes lignées du PPRV qui circulent au Niger, afin d’améliorer nos connaissances sur
I’épidémiologie de la maladie. Notamment, il est important de vérifier si la lignée IV, présente au
Nigéria, s’est répandue jusqu’au Niger.

Cette étude constitue une premiere caractérisation des lignées de PPRV présentes au Niger, permettant
de les inclure dans une étude phylogéographique de ce virus dans la grande région de 1’Ouest africain
(voir chapitre I1I).

Les résultats montrent que trois lignées différentes de PPRV circulent ou ont circulé récemment au
Niger. En 2001, nous avons détecté la présence des lignées I et II dans la région de Dosso. En 2013, la

lignée IV était présente dans la région de Maradi.

Une partie de ces travaux a été réalisée a I’IAEA (International Atomic Energy Agency).
Ces travaux ont fait I’objet d’une publication dans le journal Transboundary and Emerging Diseases.

4.2 First genetic characterization of Peste des Petits Ruminants (PPR) from
Niger: On the advancing front of the Asian virus lineage

First genetic characterization of Peste des Petits Ruminants (PPR) from Niger: On the advancing front
of the Asian virus lineage

Kadidia Tounkara', Arnaud Bataille', Caroline M. Adombi*?, Issoufou Maikano®, Gamatié Djibo4,
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Summary

Peste des Petits Ruminants (PPR) is a serious transboundary infectious disease of small ruminants.
The causal agent, PPR virus (PPRV), can be separated into four genetically distinct lineages using
phylogenetic analysis. In recent decades, lineage IV of PPRV has dramatically extended its geographic
distribution from Asia to the Middle East and to Africa, where it has progressively replaced other
PPRYV lineages. Lineages I and II are historically distributed in West Africa. Currently, lineage I1
appears to dominate the region, whereas the last recorded occurrence of lineage I dates back to 1994.
Recent studies reported the presence of lineage IV in Nigeria, suggesting that this lineage is expanding
in West Africa. In Niger, a close neighbour of Nigeria, PPRV has never been genetically
characterised, despite reports of PPR incidence. In this study, pathological samples collected from
sick goats were collected in 2013 during a suspected PPR outbreak in southern Niger close to the
Nigerian border were compared to samples collected in a previous investigation in October 2001 in
south-western Niger. These strains were characterised by sequencing and phylogenetic analysis to
identify their genetic lineage. Our results show that in 2001, lineages I and II were co-circulating in
south-western Niger, whereas the strain that caused the outbreak in 2013 belonged to lineage IV and is
closely related to strains identified in Nigeria. These results confirm the progression of lineage IV in
West Africa. The process of PPRV lineage replacement and its implications for the epidemiology and
the control of the disease in this region are unclear and should be the subject of further studies in the
field.

Keywords: Co-circulation, virus spread, Niger, Peste des petits ruminants, phylogeny, transboundary.
Introduction

Peste des Petits Ruminants (PPR) is a highly contagious disease of small ruminants, primarily sheep
and goats. PPR is endemic in large parts of Africa, the Middle East and Asia (Libeau et al., 2014). The
disease is characterised by high fever, diarrhoea with severe dehydration, anorexia, respiratory
distress, mucopurulent oculo-nasal discharge, necrotic oral lesions and bronchopneumonia, sometimes
abortion in pregnant animals and in many cases can lead to death. PPR has been classified among
diseases that must be notified to the World Organization for Animal Health (OIE) and is now the
target of a global eradication campaign (OIE/FAQO, 2015). The causal agent of the disease is the Peste
des Petits Ruminants virus (PPRV), a virus belonging to the genus Morbillivirus in the family
Paramyxoviridae. The genome of PPRV encodes two non-structural proteins C and V, and six
structural proteins: a nucleoprotein (N), a phosphoprotein (P), a matrix protein (M), a fusion protein
(F), a hemagglutinin protein (H) and a viral RNA-dependant polymerase (L) (Bailey et al., 2005). The
PPRYV strains have been classified in four different lineages (I, II, III, and IV) based on the partial
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sequences of the N and the F genes. All four lineages have been identified in Africa: lineages I and 11
in West Africa, lineage Il in East Africa, and lineage IV in East, North, Central and West Africa
(Baazizi et al., 2017; Banyard et al., 2010; Kwiatek et al., 2011; Muniraju et al., 2014c).

Of these lineages, two, lineages II and IV, appear to have an outstanding capacity for expansion. For
example, in East Africa, PPRV strains which have been historically present in some countries
including Ethiopia, Sudan, Uganda, Tanzania, belong to lineage III. Currently, in this part of Africa,
this lineage is slowly being replaced by PPR viruses belonging to lineage IV, a lineage of Asian origin
(Muniraju et al., 2014c). In West Africa, lineage 1 was last officially detected in 1994 in Senegal.
From this date until early 2010, no information is available on PPRV characterisation at molecular
level. Since then, all surveys undertaken in different West African countries report the detection of
PPRYV strains belonging to lineage II (Baazizi et al., 2017; Banyard et al., 2010; Farougou et al., 2013;
Libeau et al., 2014; Mantip et al., 2016). Moreover, recent studies reported the introduction of the
PPRV lineage IV in Nigeria for the first time, suggesting that this lineage is expanding its range
further into what was previously lineage II-dominated West Africa (Mantip et al., 2016; Woma et al.,
2016). Niger, situated north of Nigeria, is a country in which regular epizootic activities of PPR are
known to occur like those in neighbouring countries. Serological evidence and clinical observations
show that PPR is a major constraint for small-ruminant production in the pastoral zone of Niger
(Bloch and Diallo, 1991; Stem, 1993). A suspected case of PPR was also recently confirmed by PCR
analysis of the N gene in farms surveyed in the region of Maradi (Farougou et al. 2013). However,
those authors did not sequence the PPRV they identified. So until now, not only is there no PPRV
isolated, but also no phylogenetic data on PPRV from Niger available. Such data, in comparison with
those from other countries within the region would give more information on the distribution of PPRV
lineages and their evolution in Africa.

The aim of the present study was thus to confirm the presence of PPRV in Niger and to identify the
lineages of the viruses circulating in Niger to improve our understanding of the epidemiology of the
disease.

Materials and methods
Sampling and RNA extraction

A total of 14 samples collected between November and December 2013 in the region of Maradi in
southern Niger (Fig. 1), were received at the Austrian Agency for Health and Food Safety in Vienna
(Austria): 12 ocular swabs and two tissue samples (lung and lymph nodes); (Table 1). The samples
were processed in a biosafety level 3 containment laboratory.

In addition, eight samples (four lymph nodes, three lungs and one spleen) collected in October 2001 in
two different villages in the southwestern region of Dosso, Kena (n = 5) and Falmey (n = 3) were also
analysed (Fig. 1). To improve our understanding of the phylogenetic relationship of PPRV in Niger
and in other West African countries, two positive samples from Burkina Faso (2008 and 2014) and
one from Ghana (2014) were included in the study. These samples were processed in a biosafety level
3 containment laboratory belonging to CIRAD Centre de Coopération Internationale en Recherche
Agronomique pour le Développement (Montpellier, France).

Tissues samples were ground in a mortar using sterile sand at a proportion of 10% W/V in serum-free
DMEM medium containing 1% mixed antibiotic-antimycotic solution (Invitrogen, Eugene, Oregon,
USA). The suspension was then clarified at 1200RCF for 5 min and the supernatant collected.

Ocular swabs contents were squeezed into DMEM medium, the supernatant was collected and filtered
through a 45 pm filter. Total RNA was extracted from the supernatant of samples collected from
Maradi in 2013 using Qiagen RNeasy Plus RNA extraction Kit (Qiagen, Germany), and from samples
collected from Dosso in 2001 using the Macherey-Nagel NucleoSpin RNA virus extraction Kit,
according to the manufacturer’s instructions.

A reverse transcription Polymerase Chain Reaction (RT-PCR) was performed with 2 pl of the
extracted RNA using the Qiagen one-step RT-PCR (Qiagen, Germany) to amplify a 351 base pair (bp)
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segment of the PPRV N gene with the NP3/NP4 primer pair (Forward NP3: 5’-GTC-TCG-GAA-
ATC-GCC-TCA-CAG-ACT-3" and Reverse NP4: 5’-CCT-CCT-CCT-GGT-CCT-CCA-GAA-TCT-
3’) diagnostic primers (Couacy-Hymann et al., 2002). PCR was set up under the following
programme: 50°C for 30 min; 95°C for 15 min and 40 amplification cycles (10 sec at 95°C, 30 sec at
60°C and 30 sec at 72°C) and a final extension step at 72°C for 5 min. PCR products were resolved on
1.5% agarose gel to reveal the expected band size. The F1/F2 (Forward F1: 5’-ATC-ACA-GTG-TTA-
AAG-CCT-GTA-GAG-G-3’ and Reverse F2: 5’-GAG-ACT-GAG-TTT-GTG-ACC-TAC-AAG-C-3’)
primers were also used to amplify a 370 bp of the F gene segment using the same one-step RT-PCR
kit with samples identified as positive using N gene segment PCR amplification. PCR was performed
with 2 pl of the extracted RNA. The PCR programme for the F gene was: 50°C for 30 min; 95°C for
15 min and 40 amplification cycles (10 sec at 95°C, 30 sec at 55°C and 30 sec at 72°C) and a final
extension step at 72°C for 5 min. PCR products were resolved on 1.5% agarose gel to reveal the
expected band size.

Sequencing and phylogenetic analysis

Some of the positive PCR products resulting from the N and F gene amplifications from each outbreak
were sequenced (Table 1). Sequencing was carried out in both forward and reverse directions by LGC
Genomics (Germany) for samples from Maradi 2013 and by Cogenics (France) for samples from
Dosso 2001, Burkina Faso (2008 and 2014) and Ghana (2014). Sequences of Niger were submitted to
GenBank under Accession Numbers MG694464- MG694472.

Forward and reverse DNA sequences were assembled using Geneious v. 8.1.6. Corrected sequences
were aligned with 44 PPRV N gene sequences, or 29 PPRV F gene sequences publicly available in
GenBank using MEGAG6. A phylogenetic tree was constructed using the neighbour-joining method
with node supports evaluated by bootstrap analyses (1000 replicates) implemented in MEGAG.

Isolation of the virus

Isolation of PPRV was only attempted with 10 samples from Maradi 2013, two samples from Kena
and two samples from Falmey using the CHS-20 cells (Adombi et al., 2011) (Table 1). Cells were
examined under the microscope daily to detect cellular pathogenic effects (CPE). The reduction of the
concentration of the antibiotics to 1% started on day 5. Cells in flasks in which no CPE was detected
after one week of incubation were trypsinised for a blind passage in a T75 flask containing 25 ml of
fresh medium with only 5% of FBS. After 12 days of infection, the cells in flasks in which CPE was
detected were stored in the freezer at -80°C. The virus isolation was considered negative if no CPE
was observed after two weeks. Two controls, one negative and one positive (PPRV isolate from Ivory
Coast) were included.

Results and discussion

Twenty-two samples were tested by RT-PCR based on the use of NP3/NP4 primers that target the N
gene. A total of 12 out of 14 samples collected in Maradi in 2013 were found to be positive, including
two lung and lymph node samples and 10 ocular swabs (Table 1). The N gene segment was also
successfully amplified in four samples collected in the region of Dosso in 2001 including one lung and
one spleen sample from the village of Kena, and two lymph node samples from the village of Falmey
(Table 1). Amplification of the F gene using F1/F2 primers was successful for all N gene positive
samples tested.

PPRV was successfully isolated from one ocular swab sample from Maradi 2013 (Table 1). CPE was
observed with the infected positive control cells. No modification was observed in the other infected
cells or in the uninfected negative control. Attempts to isolate PPRV from the samples from Dosso
failed (Table 1).

Phylogenetic analysis of partial N gene sequences showed that the PPRV strains collected in 2001
from Kena and Falmey in the region of Dosso belonged to lineages I and II, respectively (Fig. 2).
PPRV samples collected in 2013 from Maradi clustered in lineage IV (Fig. 2). Similar results were
obtained with the phylogenetic analysis of partial F gene sequences (Fig. 3).
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The PPRV strains of lineage IV obtained in this study are genetically closely related to strains
collected in the same year in north-eastern Nigeria (Woma et al 2016). In this cluster, the Nigerian
isolates have a more basal position, suggesting that lineage IV entered Niger from north Nigeria at the
latest in 2013. This can be explained by the absence of natural geographic barriers between the two
countries and the movement of animals migrating south in the dry season, although Nigeria, a country
with a fast-growing population, is by far the largest importer of livestock from Niger. More work with
more complete genomic data would be necessary to verify this hypothesis.

Another important result is the first detection of lineage I in West Africa since 1994, year of the last
official PPRV lineage I identification that was in Senegal. Up to now, it was believed to be being
replaced by lineage II across the region (Kwiatek et al. 2007, 2011; Salami et al. 2014), but our results
suggest that it was still circulating in Niger, a land-locked country, at least 15 years ago. Strains of
lineage II were also detected in 2001 in south-western Niger, suggesting that both lineages I and II
were circulating concomitantly in the region at that time. PPRV samples collected in the more recent
period from neighbouring countries (Benin, Burkina Faso, Senegal, Ghana, Niger, Nigeria; Fig. 2)
belong to lineage II, supporting the hypothesis of the current dominance of this lineage in the region.
Sampling in most West African countries is still limited, so it is impossible to determine whether
lineage I is still circulating in the region or if it has been totally replaced in the last 10 years. Our
results prove that further sampling is warranted in the region to resolve this question.

The PPRV sequences with which the strains from Niger were compared in the present study derived
from strains isolated over a period of roughly 50 years. They consisted of ‘‘historical’’ strains from the
late 1960s (Senegal) and 1970s (Nigeria and Ghana) as well as strains collected from the 1980s to
2016 in West, Central, and North Africa, in addition to representative strains from Asia and the
Middle East. The results of the phylogenetic analysis suggest that the strains identified in Niger from
lineages I and II in 2001 are distributed according to a classical geographical breakdown. Indeed, an
obvious feature of PPRV observed in early phylogenetic studies was genetic stability within regions
and strong geographic grouping, as described by Kwiatek et al. (2007), a feature suggesting that
lineages I and II were evolving in isolation in West and West Central Africa, respectively. These areas
contain all animal movements in the region and constitute an epidemiologic basin for the two lineages
of PPR. The same geographical breakdown does not apply to the phylogeny of PPRV lineage IV in
Affica.

Equally interesting is the discovery of lineage IV in Niger in the samples collected in 2013, a lineage
that was already detected in Cameroon in 1997 (see Fig 2). Its presence in Gabon (Maganga et al.
2013) and now its widespread distribution in Nigeria (Woma et al., 2016) and Niger indicate that this
Asian lineage is spreading slowly in Africa in both a southwards and westwards direction. Taken
together, all these results suggest the spread and progression of PPRV lineage IV from East and
Central Africa into West Africa, where lineage II is currently predominant. It is not yet clear if the
arrival of linecage IV in West Africa will lead to changes in the epidemiology of the disease in the
region. The rapid spread of strains belonging to lineage IV may be due to higher virulence in a wide
diversity of environments or hosts, or some other unknown factors that give them a selective
advantage. If this is the case, PPRV outbreaks due to lineage IV strains may have a higher impact on
ruminant populations than other lineages that are currently endemic in West Africa.

Further studies should be undertaken to closely monitor the spread of lineage IV and to map the
current distribution of the lineages I and II in the region in more detail. A better understanding of the
factors which determine the spread of lineage IV in Africa is needed in order to control the disease and
limit its economic impact.
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Tables

Table 1. List of samples used in this study, the analysis performed on the samples and the results of
the analysis.

RT-PCR Isolation Isolation N gene F gene

Type N positive trial success sequence sequence
Maradi (2013)
Ocular swab 12 10 10 1 1 1
Lung 1 1 1
Lymph node 1 1
Dosso (2001)
Kena
Lung 3 1 1 0 1
Lymph node 1 0
Spleen 1 1 1 0 1
Famley
Lymph node 3 2 2 0 2 2

N is the number of samples collected from different regions of Niger. RT-PCR positive shows the
number of samples which tested PPRV positive by RT-PCR. Isolation trial and isolation success show
respectively the number of samples used for the isolation and the number of samples isolated. N and F
gene sequence show the number of sequences obtained for N and F genes, respectively.
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Figures

Fig. 1. Map of Niger showing the location of villages where samples were collected in 2001 and 2013.
Villages are indicated in black within the different regions of Niger (in italic and blue).

70



Niger Lg Maradi 2013(MG694465)
ngerla Sokoto 2010 00072(KF908039)
Nigeria_Taraba 2013(KJ124740)

— Gabon_ 2011(JX079996
— Nigeria_Kano_2010(KF908040)
Nigeria_Kano_2012(KJ124730)
Nigeria_Yobe 2013(KJ124732)
 HRigeria_ Ondo_2012(KJ124746)
Nigeria 2013(KF479409)
Nigeria 2013(KF479408)
Soudan_2008(HQ131921)
Nigeria_Plateau_2010(KF908045)
Nigeria_Lagos 2010(KF908042)
76| 87 Nigeria_Plateau 2013(KJ124726)
Nigeria_Plateau 2013(KJ124728)
Nigeria_ Akwalbom_2013(KF908047)
Nigeria_Oyo_2010(KF908046)
Nigeria_Anambra_2010(KJ124765)
g7 Nigeria_Imo_2010(KJ124750)
Nigeria_ Anambra 2011(KJ124758)
Soudan_2000(HQ131917)
Cameroun 11999987((HQQSl 430119860))
I D 5 .
BB Algeria 2012(KP793696) Lineage IV
Morocco 2015(KY197740)
Soudan 2000(HQ131933)
Soudan”2005(HQ1319438)
Egypt_2012(JX312807)
Egypt 2015(KX189064)
Ethiopia 2014(KX816961)
Israel 1995(DQ840181)
SaudiArabia 1999(DQ840197)
Turkey 2015(KU325487)
Iran 1998(DO840186)

Turquie 2010(JQ388660)

01T(JF969755)
E?éLChma 2007(EU340363)

China_2008(EU815054)
China 2007(EU068731)
Bangladesh 2011(JX220410)
Il’ldla 2016(KX033350)
Dubai_2009(FJ795511)
Tadjikistan_2004(DQ840198)

China 2014(KP260624)

China 2014(KM089830)

China_2014(KM089831

95 génna 2014(KM089832

Ghana 1976(DQ840163)

Nigeria_1976(DQg840164)

Nigeria_ Ondo 2010(KF908038)

Ghana_1978(DQ840166)

Nigeria_Akwalbom 2010(KJ124770)

Nigeria 1975(DQ840161)

B5 | @ Niger LymphNode2 Falmey 2001(MG694466)
2.N1ger LymphNodel Falmey 2001(MG694467)

Ghana 2014()

Nigeria Oyo 2013(KF908036)

Benin 2011(KT692541)

Benin_2011(KT692542) .

Mali_1999(DQ840192) Lineage II

Nigeria Plateau 2010(KF908037)

BurkinaFasso 2008

Ghana_2010(KJ676597)

Maurifania 2012(KF483658)

SierralL.eone 2009(JN602080)

Senegal 2010(HQ131963)

BurkinaFasso 2014()
Benin_2011(KT692538
Benin_2011(KT 692539
ag Benin_2011(KT692540)

Benin 2011(KT692543)
Senegal _T968(DQ840165)
Guinea_1988(DQ840170)
78 IvoryCoas% 1989(EU267273)

nger Spleen Kena 2001(MG694468) .
92?2  Niger Lung Kena 2001(MG694469) Lineage I
inaFasso 1988(DQ840172)

Gulnea 1989(DQ840171)

IE Senegal 1994(DQ840174)
idpia 1994(DQ840175)

B3 — Comores 2013(KM669158)
100 Ethiopia_1996(DQ840183) Lineage III
B Oman_1983(DQ840168)
UAEDorcas 1986(KJ867545)

100

g a7 !’nger Os5_Maradi_2013(MG694464)

93

bh 73

77
90| g3

g4

97

62

—
0.02

Fig 2. PPR N gene phylogenetic analysis. Neighbour-joining tree showing the relationship between the

71



N gene sequences in the present study (indicated by black dots, country and sample name, the year the
samples were collected) with sequences obtained from GenBank (indicated by the country and sample
name, the year and the GenBank Accession Number). The numbers at the nodes are bootstrap values
obtained from 1000 replicates. Only bootstrap values > 60 are shown.
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Fig. 3. PPR F gene phylogenetic analysis. Neighbour-joining tree showing the relationship between
the F gene sequences in the present study (indicated by black dots, country and sample name, the year
the sample was collected) with sequences obtained from GenBank (indicated by the country and
sample name, the year and the Accession Number). The numbers at the nodes are bootstrap values
obtained from 1000 replicates. Only bootstrap values > 60 are shown.
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4.3 Discussion

L’¢étude menée au Niger sur des échantillons récoltés dans des foyers d’épidémie de la PPR en 2001 et
2013 a permis d’identifier, grace a une ¢tude phylogénétique des genes N et F du PPRV, les
différentes lignées qui circulent dans ce pays.

Pour la premicre fois depuis 1994, la lignée 1 est retrouvée en Afrique de 1I’Ouest, année de
I’identification de cette lignée au Sénégal. Longtemps considérée comme disparue car remplacée par
la lignée 11, la lignée I a donc continué de circuler dans cette région en méme temps que la lignée Il au
moins jusqu’en 2001.

Nous avons également découvert la présence de la lignée IV au sud du Niger. Cette lignée, présente en
Afrique Centrale, au Cameroun (en 1997) et au Gabon (Maganga et al., 2013), a récemment été
découverte dans un autre pays de 1’Afrique de I’Ouest, au Nigeria (Woma et al., 2016). Ces résultats
suggerent que cette lignée IV d’origine asiatique se propage lentement de 1I’Afrique de I’Est et du
Centre vers I’ Afrique de I’Ouest ou la lignée II est actuellement prédominante.

Il faut noter que ces souches de la lignée IV obtenues lors de cette étude ont été utilisées pour le
développement de la RT-PCR décrite dans le chapitre 3.

Comme nous ’avons décrit dans la partie synthése bibliographique, il existe en Afrique de 1’Ouest,
notamment entre le Mali et le Niger un fort mouvement d’animaux ce qui fait de cette région un bassin
¢épidémiologique pour les lignées du PPRV qui s’y trouvent.

Ainsi dans cette logique, dans le chapitre suivant, des études phylogénétiques plus poussées ont été
entreprises au Mali sur I’ensemble du territoire (sauf le Nord) et dans d’autres pays d’Afrique de
I’Ouest afin de mieux comprendre la diversité et la répartition de la PPR en Afrique de I’Ouest. Les
analyses au Mali vont également permettre de voir si la lignée IV continue sa progression dans la
région Ouest africain.
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S5 Répartition et diversité génétique du PPRV au
Mali et d’autres pays de I’Afrique de I’Ouest

5.1 Introduction

L’objectif de ce chapitre est d’étudier la diversité et la distribution des souches du PPRV présentes au
Mali. Notre étude inclut également d’autres pays de 1I’Afrique de 1’Ouest notamment le Sénégal, le
Burkina Faso et le Niger qui sont des pays frontaliers du Mali. L’étude phylogénétique et
phylogéographique des différentes souches de la PPR détectées nous permet d’effectuer un état des
lieux précis de la répartition des différentes lignées génétiques de PPRV au Mali et de la dynamique
de circulation transfrontaliére de ces lignées dans la région d’ Afrique de 1’ouest.

Jusqu’ici trés peu de souches PPRV ont été récoltées au Mali pour décrire leur appartenance a une des
quatre lignées, maintenant toutes présentes en Afrique (Kwiatek et al. 2010). Des souches
échantillonnées au Mali en 1999 étudiées par analyse phylogénétique du géne partiel N ont été
identifiées comme appartenant a la lignée II (Kwiatek et al., 2007). Ceci a été confirmé plus
récemment par Salami et al., (2014) sur des échantillons récoltés en 2014 provenant de différentes
localisations au Mali. Sur 5 souches analysées, I’'une d’elles appartient a la lignée I, lignée qui
historiquement prévalait plus largement en Afrique I’ouest. La présence de deux lignées plaide en
faveur d’une diversité de souches PPRV au Mali.

Pour pallier le manque de données moléculaires et faire le bilan des lignées présentes au Mali, cette
étude se base sur un échantillonnage important provenant de différentes régions et réparti sur plusieurs
années. Elle a également bénéficié de collectes d’échantillons provenant du Sénégal, du Burkina Faso
et du Niger. Les échantillons ont été s€quencés en utilisant le géne partiel N de PPRV.

Le choix d’utiliser une courte séquence nucléotidique de 255pb du geéne N pour connaitre la répartition
en lignées est basé sur les observations précédentes (Kwiatek et al., 2007). La zone variable du géne N
permet en effet, comparativement au géne F (Shaila et al.,1996) de regrouper efficacement les souches
en lignées. Les séquences obtenues a partir des échantillons ont été alignées a d’autres séquences de
PPRYV accessibles dans le domaine public afin d’étudier leurs relations phylogénétiques.
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Figure 17 Géo-localisation des différents échantillons de notre étude.
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5.2 Matériels et méthodes

5.2.1 La collecte du matériel biologique

La zone d’étude

Au cours des trois années d’études, nous avons échantillonné trois régions dans la partie Ouest du
Mali : la région de Sikasso (prélévements effectués en 2015), la région de Kayes (en 2016 et 2017) et
la région de Mopti (en 2017) (Figure 17). En plus de ces trois régions, nous avons des échantillons de
Bamako, prélevés en 1999, qui étaient déja conservés au CIRAD. Nous avons également ajouté
d’autres échantillons qui étaient présents au LCV et qui n’avaient pas encore été analysés. Ces
¢échantillons proviennent de la région de Ségou (de 2014) et de la région de Sikasso (de 2014) (Figure
17).
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Aucun prélévement n’a été effectué¢ dans le Nord du Mali a cause des conditions d’insécurité dans
cette partie du pays. Il faut noter que la région de Mopti est la région la plus proche du Nord du Mali.

Les enquétes étaient déclenchées a ’occasion des déclarations de suspicions basées sur les signes
cliniques du PPRV en collaboration avec les services vétérinaires du Mali. Nous recherchions des
foyers actifs de PPR afin de pouvoir isoler le virus et/ou séquencer son génome. Au cours de la thése,
un total de 14 sites a été enquété sur le territoire du Mali (Figure 17).

Les signes cliniques

Dans les troupeaux suspects, la sélection des animaux échantillonnés s’est faite si ces symptomes
étaient observés : I’hyperthermie, larmoiements, les jetages, les érosions buccales et la diarrhée
(Figure 18)

Figure 18 Photos d’animaux malades dans un foyer de suspicions dans la région de Sikasso en 2015(Photo Kadidia
Tounkara).

Le matériel biologique

Le matériel biologique a été recueilli grace a des missions sur le terrain avec le LCV. Au total 313
échantillons ont été prélevés (voir Tableau 9 dans la section Résultat 5.3.). En plus de ces échantillons,
nous avons ajouté 199 échantillons qui étaient déja conservés au LCV. Des échantillons cliniques ont
également été prélevés au Sénégal en partenariat avec I’Institut Sénégalais de Recherche Agricole
(ISRA). Les prélevements ont été effectués dans deux villes du Sénégal a la frontiére avec le Mali
(Région de Kayes): Tambacounda et Kédougou. Des échantillons cliniques récents du PPRV,
provenant d’autres pays de I’ Afrique de 1’Ouest et centrale, recus par le CIRAD ont été ajoutés a notre
études : le Burkina, le Niger, le Congo, la RCA, la Mauritanie et le Ghana (voir Tableau 13 dans la
section Résultats 5.3.).

Les échantillons cliniques étaient composés d’écouvillons buccaux, naseaux et oculaires. Les
¢échantillons post-mortem étaient composés de poumons, de rate et de ganglions lymphatiques. Les
échantillons ont été conservés dans de la glace pendant I’enquéte, puis a -80°C au LCV sauf quand il y
avait des problémes de coupure d’électricité. Dans ce cas, un groupe électrogéne prenait parfois le
relais. Les échantillons ont ensuite été transportés sous carboglace vers le CIRAD puis conservés a -
80°C jusqu’a leur analyse.

5.2.2 Les analyses de laboratoires

Le test multiplex

Le test multiplex développé par I’AIEA (Organisation Internationale de I’Energie Atomique) en
collaboration avec le CIRAD est un nouveau test rapide qui vient d’€tre introduit dans plusieurs
laboratoires vétérinaires en Afrique dont le Mali par I’AIEA (Settypalli et al., 2016). Ce test est décrit
par ces auteurs comme étant capable de détecter simultanément par PCR en temps réel quatre maladies
respiratoires des petits ruminants : la PPR, la PPCC, la Pasteurellose et le Capripox (Figure 19). 1l a
été évalué comme test de criblage rapide. La mise en place de ce test au laboratoire du LCV avec des
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¢échantillons de terrain doit ¢galement permettre d’évaluer les résultats préliminaires obtenus dans
I’étude afin de I'établir comme un outil de diagnostic de surveillance systématique.

L’acides (ARN et ADN) nucléiques de tous les échantillons collectés du Mali (512 échantillons,
Tableau 9) ont été extraits en utilisant le kit DNeasy Blood and Tissue (Qiagen, Valencia, CA, USA)
selon les indications du fournisseur.

Les extraits d’acides nucléiques ont ensuite été¢ amplifiés par RT-PCR en temps réel en utilisant les
couples d’amorces spécifiques des quatre pathogénes cibles et en suivant le protocole fourni par
I’AIEA (Settypalli et al., 2016a).
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Figure 19 Un exemple de test multiplex qui montre la détection des quatre maladies respiratoires des petits ruminants :
PPR, PPCC, Pasteurellose, Capripox.

L’isolement viral

Les cellules utilisées pour I’isolement du PPRV sont des cellules CV1 modifiées (BTS-34) exprimant
le récepteur SLAM du bovin) (don de 1’ Agence Internationale de I’Energie Atomique, AIEA, par le Dr
A. Diallo). Les cellules ont été cultivées a 37°C et 5% de CO2 en milieu MEM (Invitrogen) complété
avec 10% de sérum de veau feetal, 2mM de L-Glutamine (Invitrogen) et 1% de gentamicine
(Invitrogen). Au total, 20 échantillons (écouvillons et poumons) ont été utilisés pour 1’isolement
(Tableau 10).

Les échantillons de poumon (0,5g) prélevés aprés autopsie sur des chévres infectées ont été mis en
suspension dans 2ml de milieu MEM et 1% de gentamycine (Invitrogen) et broyés. Ils ont été ensuite
clarifiés par centrifugation (5000g pendant 3min a +4°C). Les échantillons d’écouvillons ont été mis
en suspension dans 2 ml de milieu de MEM et 1% de gentamycine (Invitrogen).

Des cellules de BTS-34 a 80% de confluence, réparties en boite de culture de 25 cm2 (T25), ont été
mises en contact pendant 1 heure a 37° C et 5% de CO2 avec 2ml de la solution d’échantillon. Aprés
incubation, I’inoculum a été retir¢ et les cellules ont été recouvertes avec du milieu complet et remises
a I’étuve a 37°C et 5% CO2 jusqu’a I’apparition d’un effet cytopathogene (ECP). A environ 80%
d’ECP, le virus a été récolté. Le flacon de culture a été soumis a trois cycles de congélation (-70°C) et
décongélation (37°C). Cellules et surnageant ont été récoltés et centrifugés 10 minutes a 1 500 tours
par minute a 4°C. Le virus a été réparti en aliquots et stocké a -70°C.

L’extraction de ’ARN, la RT-PCR et le séquencgage partiel du gene de la nucléoprotéine

77



L’ARN viral a été extrait des isolats et des échantillons a I’aide du kit ”Viral DNA/RNA isolation”
(Macherey Nagel) selon les indications du fournisseur. Ensuite, une RT-PCR a été réalisée en suivant
le protocole décrit dans le chapitre 3.2.1

Le séquencage de chacun des deux brins d’ADN des produits d’amplification a ensuite été réalis¢ par
la méthode de Sanger par la société Beckman Coulter Genomics. L’analyse des séquences générées a
été réalisée au moyen du logiciel Geneious version 8.1.9 (Biomatters http://www.geneious.com/).

L’analyse phylogénétique a partir du gene de la nucléoprotéine et détermination des lignées
phylogénétiques

Toutes les séquences obtenues lors du séquencage du géne N partiel ont été utilisées pour 1’analyse
phylogénétique en suivant le protocole décrit dans le chapitre 3.2.1. (voir Tableau 13 dans la section
résultats). Cependant, certaines de nos séquences provenant du méme village étaient identiques. Dans
ce cas, une seule séquence représentative du groupe de séquence a été utilisée pour faire ’arbre
phylogénétique par souci de lisibilité. Au total, nous avons donc sélectionné 25 séquences
représentatives de chaque groupe (Tableau 13). Ces séquences ont ensuite été alignées avec d’autres
séquences de PPRV représentatives des lignées génétiques de la PPR récupérées sur GenBank
(Tableau 13).

Analyse phylogénétique détaillée des souches du Mali

Pour une analyse plus en profondeur des relations phylogénétiques des séquences obtenues au sein de
chaque lignée (lignée I, 11 et IV), nous avons effectué différentes analyses avec différents jeux de
séquences. Tout d’abord, nous avons réalisé une analyse phylogénétique spécifique de la lignée IV en
utilisant 40 séquences appartenant a la lignée IV dont 9 provenant du Mali. Pour I’analyse de la lignée
I, nous avons effectué deux analyses différentes : une premiére qui a portée sur les 23 séquences de la
lignée II a la frontiére du Mali et du Sénégal (Kayes, Tambacounda et Kédougou) afin de mieux
comprendre les risques de transmission transfrontaliere de la PPR entre ces deux pays et une deuxieme
analyse sur 56 séquences de la lignée II qui circulent au Mali et les autres pays de 1’Afrique de
I’Ouest. L’analyse spécifique de la lignée I a porté sur 11 séquences de la lignée I du Mali et des
anciennes souches. Le Tableau 13 liste les séquences utilisées pour chaque type d’analyses
phylogénétiques.

5.3 Reésultats

5.3.1 Description de foyers

Les enquétes ont été réalisées pendant le mois de Novembre a Février de 2015, de Février a Avril
2016 et de Janvier a Mars 2017. Ces périodes correspondent a notre présence au Mali au LCV
(Octobre a Avril 2015-2017). En 2015, nous avons identifi¢ un foyer de PPR dans la région de Sikasso
dans le village Dialan au Sud du Mali. Les foyers de PPR de 2016 se localisent dans la région de
Kayes a I’Ouest du Mali. Les prélévements ont été effectués dans 4 villages (Kéniéba, Sitakili, Kayes
et Diboli). En partenariat avec I’Institut Sénégalais de Recherche Agricole (ISRA) des échantillons
cliniques ont également été prélevés au Sénégal dans 2 villes du Sénégal a la frontiére du Mali (avec la
région de Kayes), Tambacounda et Kédougou. En 2017, les foyers de PPR se localisaient dans 2
villages de la région de Kayes (Krounikoto et Séroumé) et dans 1 village de la région de Mopti
(Kropopen) (Figure 17).
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5.3.2 Le profil du test multiplex

Le test multiplex a été réalisé sur I’ensemble des échantillons prélevés au Mali entre 2014 et 2017 et
ceux qui etaient déja présents au LCV. Le Tableau 9 présente le résultat d’un test multiplex et la
Figure 20 montre un exemple du profil du résultat du test multiplex.

Tableau 9 Résultat du test multiplex des échantillons du Mali.

Echantillons Pasteurellose  Capripox PPRYV/Past.
(Nombre

d’échantillons)

Dialan (16) 7 0 6 0 1
Kéniéba (110) 9 0 6 0 0
Sitakili (55) 10 0 8 0 0
Kayes (57) 0 0 15 0 0
Diboli (50) 5 0 5 0 0
Krounikoto (10) 8 0 1 0 0
Séroumé (6) 0 0 1 0 0
Kopropen (9) 9 0 2 0 0
LCV (199) 31 0 27 0 0
Total (512) 79 0 71 0 1

Sur I’ensemble des 512 échantillons testés au total, nous avons obtenu 48 échantillons positifs récoltés
sur le terrain pour le PPRV provenant de la région de Kayes (Dialan, Kéniéba, Sitakili, Diboli) et
Mopti (Krounikoto). Aucun échantillon positif n’a été¢ obtenu a Kayes et a Séroumé. Nous avons
également obtenu 31 échantillons positifs pour le PPRV parmi les 199 échantillons du LCV. Nous
avons obtenu 71 échantillons positifs pour la pasteurellose. Aucun positif n’a été obtenu pour la Mccp
et Capripox. Nous avons obtenu un échantillon doublement positif pour le PPRV et la pasteurellose.
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Figure 20 Exemple du profil du résultat du test multiple. La couleur verte représente I'amplification des échantillons du
PPRYV.

5.3.3 Isolement du PPRV

Pour I’isolement du virus, 20 suspensions virales issues d’écouvillons ou de broyats d’organes (du
Mali, du RCA, Burkina Faso et du Ghana) ont ét¢ utilisées (Tableau 10). Ces échantillons ont été
choisis afin d’avoir une sélection représentative de chaque région du Mali, de I’ Afrique de 1’Ouest et
Centrale. Au total, 3 virus de PPRV ont pu étre isolés sur des cellules de BTS-34. Ces souches sont
les suivantes :

MALI 373 ISOLAT BAMAKO 1999,

GHANA 5 2014,

MALI AN13 NAS SAMAKO LFMacrog 2014.

Ces échantillons isolés ont ensuite été utilisés pour extraire I’ARN viral.

Tableau 10 Résultat de [’isolement.

Nom de I’échantillon Lignée Résultat
isolement

MALI_373_ISOLAT_BAMAKO_1999 Mali/Bamako 1999 I Isolé

MALI_CP1_LAC_DIALAN_SIKASSO_2015 Mali/Sikasso 2015 I Non isolé
MALI_CP1_NAS DIALAN_SIKASSO 2015 Mali/Sikasso 2015 I Non isolé
MALI_CP2_LAC_DIALAN_SIKASSO_ 2015 Mali/Sikasso 2015 I Non isolé
MALI_CP2_NAS _DIALAN_SIKASSO 2015 Mali/Sikasso 2014 11 Non isolé
BKF_BINDE_ECOUV4_2014 Burkina/Bindé 2014 II Non isolé
BKF_BINDE_ECOUV3_2014 Burkina/Bindé 2014 I Non isolé
BKF_D20_2008 Burkina 2008 I Non isolé
GHANA 3 2014 Ghana 2014 II Non isolé
GHANA_5 2014 Ghana 2014 I Isolé
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Mauritanie 2709 _EC_2014 Mauritanie 2014 II Non isolé
RCA_6_2006 RCA 2006 v Non isolé
RCA_7_2006 RCA 2006 v Non isolé
MALI_AN13_NAS SAMAKO_LFMacrog_2014 Mali/Sikasso 2014 11 Isolé
MALI_CP1_LAC_KOLONDIEBA_KAKOLI_SIKA Mali/Sikasso 2014 11 Non isolé
SSO_2014

MALI_AN3_NAS_SEKOU_YEMFOLILA_SIKASS Mali/Sikasso 2014 I Non isolé
0_2014

MALI_AN5 LAC_DIALAFARA_YEMFOLILA_SI  Mali/Sikasso 2014 11 Non isolé
KASSO_2014

MALI_2_F9 SEGOU_2014 Mali/Ségou 2014 I Non isolé
MALI_F1_NAS_SEGOU_2014 Mali/Ségou 2014 I Non isolé

5.3.4 LaRT-PCR et le profil électrophorétique des produits de PCR

Nous avons testé par RT-PCR les mémes échantillons du Mali (512, Tableau 9) que ceux du test
multiplex, additionnés des échantillons provenant du Sénégal, du Niger, du Congo, du Burkina Faso,

du Ghana, de la Mauritanie et la RCA.

Tableau 11 Résultat de la RT-PCR

Mali (512) 79 433
Burkina Faso (14) 7 7
RCA (32) 10 22
Congo (2) 2 0
Mauritanie (6) 2 4
Niger (12) 8 4
Sénégal (42) 13 29
Ghana (9) 9 0
Total (625) 126 499

Au total, nous avons obtenu 126 échantillons positifs sur les 625 échantillons testés dont 79
échantillons positifs du Mali (méme nombre que pour le test multiplex), 7 positifs du Burkina Faso, 13
positifs provenant du Sénégal, 10 positifs de la RCA, 2 échantillons positifs du Congo et de la

Mauritanie, 8 positifs du Niger et 9 du Ghana (Tableau 11).

La Figure 21 présente la visualisation sur gel des produites d’amplification du géne partiel de la

nucléoprotéine de PPRV.
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Figure 21 Profil électrophorétique des produits PCR. M : Marqueur, Ctrl- : Contréle négatif, Kopropen et Krounikoto :
echantillons provenant de Kopropen et Krounikoto.

5.3.5 Les séquences et I’analyse de 1’arbre phylogénétique basé sur 255 nucléotides du gene
N

Les 126 échantillons positifs obtenus ont été envoyés a séquencer. Nous avons obtenu 83 séquences
(Tableau 12). Le nom de toutes les séquences est donné dans le Tableau 13.

Tableau 12 Résultat du séquencage

Mali (512) 79 54
Burkina Faso (14) 7 3
RCA (32) 10 3
Congo (2) 2 1
Mauritanie (6) 2 1
Niger (12) 8 6
Sénégal (42) 13 13
Ghana (9) 9 2
Total (625) 126 83
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L’arbre phylogénétique a été construit avec 61 séquences alignées, dont 25 sélectionnés parmi nos
séquences (voir Tableau 13). Au total, nous avons obtenu pour I’ensemble des 83 séquences, 59

appartenant a la lignée 11, 10 appartenant a la lignée I et 14 appartenant a la lignée IV.

Tableau 13 Liste des séquences obtenues dans notre étude et de ceux provenant de GenBank.

Les séquences identiques provenant du méme village sont représentées par une méme couleur et

I’échantillon représentatif de chaque village est représenté en caractére gras.

Nom de I’échantillon

Pays / Région

Année Lign
ée

de
collect
e

Type  d’analyse
phylogénétique
éffectuée avec
I’échantillon

MALI AN3 LAC SEKOU YEMFOLILA SI | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de la
KASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN4 NAS_SEKOU_YEMFOLILA_ | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
SIKASSO_2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI AN3_NAS SEKOU YEMFOLILA SI | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de la
KASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI AN5 LAC DIALAFARA YEMFOLI | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
LA_SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI AN9 NAS SAMAKO TOUSSEG SI | Mali/Sikasso 2014 1T Détermination de la
KASSO 2014 lignée/Analyse lignée IT
Afrique de I’Ouest
MALI AN10 BUCC_SAMAKO TOUSSEG | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI AN10 LAC SAMAKO TOUSSEG S | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
IKASSO 2014 lignée/Analyse lignée I1
Afrique de I’Ouest
MALI AN12 LAC SAMAKO TOUSSEG S | Mali/Sikasso 2014 11 Détermination de la
IKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN13_NAS_SAMAKO_LFMacrog_ | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de la
2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN8 LAC SAMAKO_TOUSSEG SI | Mali/Sikasso 2014 II Détermination de la
KASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN8 NAS_SAMAKO_TOUSSEG_S | Mali/Sikasso 2014 1T Détermination de la
IKASSO_2014 lignée/Analyse lignée II
Afrique de I’Ouest
MALI_AN9 LAC_SAMAKO_TOUSSEG_SI | Mali/Sikasso 2014 II Détermination de la
KASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN10_NAS SAMAKO_TOUSSEG_S | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de la
IKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI AN14 LAC TOUSSEG SIKASSO 2 | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_AN14_NAS TOUSSEG_SIKASSO 2 | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la

014

lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
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MALI_AN15_ LAC_TOUSSEG_SIKASSO_ | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
2014 lignée/Analyse lignée II
Afrique de I’Ouest
MALI AN15 NAS TOUSSEG SIKASSO 2 | Mali/Sikasso 2014 II Détermination de la
014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI CP1 LAC KOLONDIEBA KAKOLI | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
_SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI CP1 NAS KOLONDIEBA KAKOLI | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
_SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_CP5_LAC_KOLONDIEBA_KAKO | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
LI_SIKASSO_2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI CP6 LAC KOLONDIEBA KAKOLI | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de la
_SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée I1
Afrique de I’Ouest
MALI_CP2_LAC_KOLONDIEBA KAKOLI | Mali/Sikasso 2014 1I Détermination de Ia
_ SIKASSO 2014 lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI _CP1_LAC DIALAN_SIKASSO 2015 | Mali/Sikasso 2015 I Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique de la lignée [
MALI CP1 NAS DIALAN SIKASSO 2015 | Mali/Sikasso 2015 I Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI CP2 LAC DIALAN SIKASSO 2015 | Mali/Sikasso 2015 I Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
MALI_CP2_NAS DIALAN_SIKASSO 201 | Mali/Sikasso 2014 I Détermination de la
5 lignée
MALI KEN 34 KAYES 2016 Mali/Kayes 2016 1I Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiere Mali
MALI KEN 39BIS KAYES 2016 Mali/Kayes 2016 1I Détermination de la
lignée/Analyse lignée I1
frontiere Mali
MALI KEN_43BIS KAYES 2016 Mali/Kayes 2016 I Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiere Mali
MALI_KEN_47_KAYES_2016 Mali/Kayes 2016 II Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiere Mali
MALI_KOPROPEN3 NAS MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 v Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V
MALI_KOPROPEN5 NAS MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 v Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V
MALI_KOPROPEN7 NAS MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 v Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
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MALI_KOPROPEN1_NAS_MOPTI_2017

Mali/Mopti

2017

v

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

MALI_KOPROPENS_NAS_MOPTI 2017

Mali/Mopti

2017

v

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

MALI KOPROPEN9 NAS MOPTI 2017

Mali/Mopti

2017

v

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

MALI KOPROPEN10 NAS MOPTI 2017

Mali/Mopti

2017

v

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

MALI_KOPROPEN14 NAS MOPTI 2017

Mali/Mopti

2017

I\%

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

MALI_KOPROPEN15 NAS MOPTI 2017

Mali/Mopti

2017

v

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

MALI_KROUNIKOTO N3 BUC_KAYES
2017

Mali/Kayes

2017

II

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiére Mali-
Sénégal/Analyse lignée
II Afrique de 1I’Ouest

MALI KROUNIKOTO N3 NAS KAYES 2
017

Mali/Kayes

2017

II

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiére Mali-
Sénégal/Analyse lignée
II Afrique de I’Ouest

MALI_KROUNIKOTO N3 _OCC_KAYES 2
017

Mali/Kayes

2017

1I

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiére Mali-
Sénégal/Analyse lignée
II Afrique de I’Ouest

MALI_KROUNIKOTO N4 BUC_KAYES 2
017

Mali/Kayes

2017

1I

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
fronticre Mali-
Sénégal/Analyse lignée
1T Afrique de 1’Ouest

MALI_KROUNIKOTO N4 OCC_KAYES 2
017

Mali/Kayes

2017

1I

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
frontiere Mali-
Sénégal/Analyse lignée
IT Afrique de I’Ouest

MALI 366 BAMAKO_1999

Mali/Bamako

1999

1I

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

MALI_373_ISOLAT BAMAKO 1999

Mali/Bamako

1999

1I

Détermination de la
lignée/Analyse lignée I1
Afrique de I’Ouest

MALI_IF_SEGOU 2014

Mali/Ségou

2014

Détermination de la
lignée

MALI 2F_SEGOU_2014

Mali/Ségou

2014

Détermination de la
lignée

MALI 2 F9 SEGOU 2014

Mali/Ségou

2014

Détermination de la
lignée

MALI_F1_NAS_SEGOU 2014

Mali/Ségou

2014

Détermination de la
lignée
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BKF_BINDE_ECOUV4 2014

Burkina/Bindé

2014

Détermination de la
lignée

BKF_BINDE_ECOUV3_2014

Burkina/Bindé

2014

Détermination de la
lignée

BKF_D20 2008

Burkina

2008

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Congo 2006

Congo

2006

Détermination de la
lignée

GHANA 3 2014

Ghana

2014

Détermination de la
lignée/Analyse lignée IT
Afrique de I’Ouest

GHANA 5 2014

Ghana

2014

Détermination de la
lignée/Analyse lignée IT
Afrique de I’Ouest

Mauritanie 2709 EC 2014

Mauritanie

2014

Détermination de la
lignée

RCA_BAS_CP1_2004 RCA 2004 I Détermination de la
lignée

Niger_LymphNode2_ Falmey 2001(MG6944 | Niger/Falmey 2001 1T MG694466 | Détermination de la

66) lignée

Niger LymphNodel Falmey 2001(MG69446 | Niger/Falmey 2001 I MG694467 | Détermination de la

7) lignée

Niger Lg Maradi 2013(MG694465) Niger/Maradi 2013 v MG694465 | Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

Niger_Os5_Maradi_2013(MG694464) Niger/Maradi 2013 v MG694464 | Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée [V

Niger_Spleen_Kena_2001(MG694468) Niger/Kena 2001 I MG694468 | Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Niger Lung Kena 2001(MG694469) Niger/Kena 2001 1 MG694469 | Détermination de la

lignée/Analyse lignée 11
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Afrique de I’Ouest

Mali_1999

Mali

1999

DQ840192

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Algeria 2012

Algérie

2012

v

KP793696

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

BurkinaFasso 1988

Burkina Faso

1988

1I

DQ840172

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Comores 2013

Comores

2013

11

KM669158

Détermination de la
lignée

Dubai_ 2009

Dubai

2009

v

FJ795511

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

Ethiopia 1996

Ethiopie

1996

1II

DQ840183

Détermination de la
lignée

Ghana 1978

Ghana

1978

II

DQ840166

Détermination de la
lignée

Guinea 1988

Guinée

1988

DQ840170

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Israel 1995

Israél

1995

v

DQ840181

Détermination de la
lignée

IvoryCoast 1989

Cote d’Ivoire

1989

EU267273

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Mauritania 2012

Mauritanie

2012

1I

KF483658

Détermination de la
lignée

Oman_1983

Oman

2012

11

DQ840168

Détermination de la
lignée

SaudiArabia_ 1999

Arabie Saoudite

1999

v

DQ840197

Détermination de la
lignée

Senegal 1968

Sénégal

1968

DQ840165

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

Senegal 1994

Sénégal

1994

DQ840174

Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest

UAEDorcas 1986

Oman

1986

11

KJ867545

Détermination de la
lignée

India 2016

Inde

2016

v

KX033350

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

Egypt 2015

Egypte

2015

v

KX189064

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV

Morocco 2015

Maroc

2015

v

KY197740

Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
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Ethiopia 2014 Ethiopie 2014 v KX816961 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Ghana 2010 Ghana 2010 1I KJ676597 Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
Senegal 2010 Sénégal 2010 1I HQ131963 Détermination de la
lignée
SierralLeone 2009 Sierra Leone 2009 1I IN602080 Détermination de la
lignée
Benin 2011 Benin 2011 1I KT692538 Détermination de la
lignée
Nigeria_ Oyo_ 2013 Nigéria 2013 1I KF908036 Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
Nigeria_ Ondo 2010 Nigéria 2010 1I KF908038 Détermination de la
lignée/Analyse lignée 11
Afrique de I’Ouest
Nigeria Lagos 2010 Nigéria 2010 v KF908042 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Soudan_2008 Soudan 2008 v HQ131921 Analyse de la lignée IV
China 2014 Chine 2014 v KP260624 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Nigeria Akwalbom 2013 Nigéria 2013 v KF908047 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Nigeria Kano 2012 Nigéria 2012 v KJ124730 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Iran 1998 Iran 1998 v DQ840186 Analyse de la lignée [V
Turquie 2010 Turquie 2010 v JQ388660 Analyse de la lignée IV
Gabon_2011 Gabon 2011 v JX079996 Détermination de la
lignée/Analyse
spécifique lignée IV
Guinea 1989 Guinée 1989 I DQ840171 Détermination de la
lignée
Nigeria 2013 Nigéria 2013 v KF479408 Analyse de la lignée IV
Nigeria 2013 Nigéria 2013 v KF479409 Analyse de la lignée [V
Nigeria Taraba 2013 Nigéria 2013 v KJ124740 Analyse de la lignée IV
Nigeria_ Sokoto 2010 Nigéria 2010 v KF908039 Analyse de la lignée [V
Nigeria Oyo 2010 Nigéria 2010 v KF908046 Analyse de la lignée IV
Bangladesh 2011 Bangladesh 2011 v JX220410 Analyse de la lignée IV
Egypt 2012 Egypte 2012 v JX312807 Analyse de la lignée IV
Tadjikistan_2004 Tadjikistan 2004 v DQ840198 Analyse de la lignée IV
Turkey 2015 Turquie 2015 v KU325487 Analyse de la lignée [V
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Nigeria_Anambra 2010 Nigéria 2010 v KJ124765 Analyse de la lignée IV
Nigeria_Imo_2010 Nigéria 2010 I\Y KJ124750 Analyse de la lignée IV
Nigeria Plateau 2010 Nigéria 2010 v KF908045 Analyse de la lignée IV
Nigeria Kano 2010 Nigéria 2010 v KF908040 Analyse de la lignée IV
Nigeria Plateau 2013 Nigéria 2013 v KJ124726 Analyse de la lignée [V
Nigeria Kano 2012 Nigéria 2012 v KJ124730 Analyse de la lignée IV
Nigeria_ Yobe 2013 Nigéria 2013 v KJ124732 Analyse de la lignée IV
Nigeria_ Ondo 2012 Nigéria 2012 v KJ124746 Analyse de la lignée IV
Nigeria_Anambra 2011 Nigéria 2011 v KJ124758 Analyse de la lignée IV
Nigeria Plateau 2013 Nigéria 2013 v KJ124728 Analyse de la lignée IV
China 2014 Chine 2014 v KMO089830 | Analyse de la lignée IV
Turquie 2010 Turquie 2010 v JQ388660 Analyse de la lignée IV
Gabon_2011 Gabon 2011 v JX079996 Analyse de la lignée IV
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Figure 22 Analyse phylogénétique par la méthode de Maximum de Vraisemblance.
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L’analyse phylogénétique par maximum de vraisemblance a partir de courtes séquences de la
nucléoprotéine nous a permis d’obtenir une phylogénie présentant les quatre lignées différentes du
PPRV (1, 11, III, et IV). Conformément a la répartition phylogéographique des différentes souches du
PPRYV, les anciennes souches appartiennent aux lignées I et II et se localisent en Afrique de I’Ouest,
comme le montrent les souches de la lignée I détectées au Sénégal en 1968, au Burkina Faso en 1988,
en Guinée en 1988 et en Cote d’Ivoire en 1989, et les souches de la lignée 11, récoltées au Nigéria en
1976, au Ghana en 1978 et au Mali en 1999. Les plus anciennes souches de la lignée III se trouvent en
Afrique de I’Est comme celle d’Ethiopie en 1996 et d’Oman en 1983. Les souches de la lignée IV, qui
est beaucoup plus répandue, se distribuent en Asie, avec la souche provenant de Chine en 2014 et
d’Inde en 2016. Cette lignée est également présente en Afrique, notamment en Afrique du Nord,
détectée lors des foyers de 2008 au Maroc et récemment en 2015, en Afrique Centrale comme en
Cameroun en 1999 et Gabon en 2012, elle se trouve aussi en Afrique de I’Est comme en Ethiopie en
2014 (Baazizi et al., 2017) (Figure 22).

Les différentes souches de PPRV récoltées au Sénégal (en 2016), au Burkina Faso (en 2008 et 2014) et
au Ghana (en 2014) sont regroupées dans le clade de la lignée II. Cette classification récente des pays
de I’Afrique de 1’Ouest montre I’émergence de cette lignée au niveau régional, 1a ou la lignée I était
dominante.

Le chapitre V décrit en détail I’analyse phylogénétique des souches du Niger.

Les souches de I’ Afrique centrale: le Cameroun, 1997, le Congo (2006) et de la RCA (en 2006) sont
regroupées dans le clade de la lignée IV.

Les différentes souches de PPRV du Mali de 1999, 2014 a 2017 sont regroupées dans toutes les clades
sauf celui de la lignée I1I.

5.3.6 Analyse phylogénétique détaillée des souches du Mali

La lignée 1V
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Figure 23 Analyse phylogénétique des souches de la lignée IV du PPRV par la méthode de Maximum de Vraisemblance. Les
points rouges représentent nos échantillons.

Les souches du Mali de la région de Mopti font parties du clade de la lignée IV. Sur l’arbre
phylogénétique (Figure 23), qui ne montre que les souches de la lignée IV, nous constatons la
formation de deux groupes au sein des souches de cette lignée. Nous avons un premier qui rassemble
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toutes les souches de I’Afrique de 1’Ouest dont le Mali, le Niger, le Nigéria et Afrique Centrale
(Gabon). Au sein de ce groupe, nous distinguons deux sous-groupes : celui du Mali - Nigeria dans sa
partie Centrale, et le sous-groupe Niger- Nigéria du Nord — Gabon.

Le deuxiéme cluster regroupe les séquences provenant de 1’Asie (comme la Chine), Afrique du Nord
(comme le Maroc) et de I’ Afrique de I’Est (telle que 1’Ethiopie).

La lignée Il du Mali

Au Mali, la lignée I est présente dans différentes régions échantillonnées : Kayes, Sikasso et Bamako.

La région de Kayes est a la frontiere avec le Sénégal notamment les villes de Kédougou et
Tambacounda. Les études phylogénétiques effectuées avec les souches de Kayes et du Sénégal (Figure
24) nous montrent plusieurs clusters comprenant chacun des séquences provenant du Mali et du
Sénégal.

SENEGAL MISSION3 47 2017
SENEGAL MISSION3 75 2017
SENEGAL MISSION3 33 2017
SENEGAL MISSION2 88 2017

67 | MALI KROUNIKOTO N4 OCC KAYES 2017

MALI KROUNIKOTO N4 BUC KAYES 2017
MALI KROUNIKOTO N3 OCC KAYES 2017

MALI KROUNIKOTO N3 BUC KAYES 2017
64

MALI KROUNIKOTO N3 NASKAYES 2017

SENEGAL MISSION3 21 2017

SENEGAL MISSION3 962017
SENEGAL MISSION1 14 2017
87 | SENEGAL MISSION1 15 2017
MALI BIO SIT 55 KAYES 2016
69 | SENEGAL MISSION1 31 2017
—{ SENEGAL MISSION1 32 2017

MALI SIT 55 KAYES2016

95

MALI KEN 34 KAYES 2016

MALI KEN 39BISKAYES 2016

MALI KEN 43BISKAYES 2016

95 | MALI KEN 47 KAYES 2016

MALI SIT 6 KAYES2016

SENEGAL MISSION3 67 2017

—
0.01

Figure 24 Analyse phylogénétique des souches de PPRV de la lignée Il du Mali (Kayes) et du Sénégal (Tambacounda et
Kédougou) par la méthode de Maximum de Vraisemblance.

Nous avons fait une analyse phylogénétique spécifique a la lignée II (Figure 25), en incluant des
¢échantillons de la lignée II du Mali, du Sénégal et d’autres pays de 1I’Afrique de 1’Ouest (Niger,
Nigéria, Ghana, Burkina Faso et Bénin). L’arbre phylogénétique obtenu montre plusieurs sous-
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groupes a I’intérieur de cette lignée II. Nous pouvons remarquer que les souches du Mali se retrouvent
dans plusieurs de ces sous-groupes proches des souches du Sénégal, du Burkina Faso, du Niger et le
Bénin.
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Figure 25 Analyse phylogénétique des souches de la lignée Il du PPRV en Afrique de I’Ouest par la méthode de Maximum
de Vraisemblance.
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La lignée I

Sur I’arbre phylogénétique (Figure 22), nous pouvons voir que la lignée I est présente dans deux
Régions du Mali, a Ségou en 2014 et a Sikasso en 2015 dans deux petits villages.

Nous pouvons noter sur 1I’arbre phylogénétique spécifique aux souches de la lignée I (Figure 26) que
les souches de la Région de Ségou sont assez différenciées phylogénétiquement en comparaison aux
séquences de Sikasso. L’ensemble des séquences de souches récentes sont séparées des anciennes
souches du Burkina Faso, Guinée et Cote d’Ivoire et du Sénégal des années 1980.
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Figure 26 Analyse phylogénétique des souches de la lignée I du PPRV en Afrique de I’Ouest par la méthode de Maximum de
Vraisemblance.

5.4 Discussion

Les difficultés liées a I’échantillonnage sur le terrain

L’échantillonnage basé sur les déclarations des éleveurs ou des agents vétérinaires peut générer des
données incomplétes. Les foyers de PPR dans les pays endémiques sont rarement déclarés par les
¢leveurs, ces derniers préférant traiter eux-mémes leurs animaux. Cela peut constituer une entrave
majeure a ce type d’étude. Une enquéte de longue durée a I’échelle nationale aurait permis
d’augmenter la quantit¢é de prélévements dans le temps. Cependant un tel échantillonnage sur
I’ensemble du territoire malien implique de grands moyens financiers.

Au cours de nos échantillonnages, le matériel biologique a été représenté par les écouvillons (oculaire
et nasal) et les organes tels que le poumon. Les écouvillons se conservent facilement sous glace et
donnent de bons résultats en PCR qualitative par rapport au sang. En plus d’étre facilement acceptés
par les éleveurs (ne touchant pas a Dl’intégrit¢ des animaux), les prélévements sur écouvillons
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imprégnés dans des tubes contenant du MEM (milieu de culture cellulaire) peuvent aussi servir a
isoler le virus s’ils sont conservés a -80°C.

Les poumons et les écouvillons contiennent des charges virales importantes, ils peuvent étre utilisés
pour la détection PCR mais surtout pour I’isolement viral, s’ils sont conservés dans de bonnes
conditions. En effet, le faible taux de réussite de I’isolement viral résulte sans doute de la condition de
conservation du virus (sous glace) pendant la durée des missions de terrain (7 jours). Le PPRV est un
virus fragile, incapable de survivre longtemps en dehors de 1’hdte avec une demi-vie estimée a 2,2
minutes a 56°C et a 3,3 heures 18 a 37°C (Rossiter, 1994). La conservation du virus sous glace (+4°C)
pendant 7 jours de terrain permet sans doute de conserver I’ARN viral 2 moyen terme mais entame la
viabilité du virus PPR. Il aurait été intéressant de faire une cinétique de survie a 4°C pour étudier la
problématique de la conservation de I’ARN dans ces conditions. Les prélevements d’organes ou de
sécrétions virales doivent donc étre immédiatement conservés dans de ’azote liquide, puis transférés a
- 80°C au laboratoire.

Le test multiplex

Les échantillons du Mali (poumons et écouvillons) ont tous été testés avec le test multiplex. Les
mémes échantillons ont ensuite été analysés par RT-PCR. Nous avons obtenu les mémes résultats avec
les deux méthodes. Les résultats obtenus correspondent aux attentes de ceux qui I’ont développé. En
effet, les résultats obtenus ont été communiqués aux auteurs afin de pouvoir finaliser la validation du
test (notamment avec les échantillons du terrain).

Analyse phylogénétique des différentes souches qui co-circulent au Mali

Pour la premiére fois nous avons révélé la présence de la lignée IV au Mali dans la Région de Mopti.
En effet la lignée IV est une lignée a I’origine Asiatique. Mais des études phylogénétiques ont mis en
évidence son introduction en Afrique notamment en Afrique de I’Est et du Nord, en Algérie et au
Maroc et dans les pays comme 1’Ethiopie qui était précédemment dominée par la lignée III, (Banyard
et al., 2010; Cosseddu et al., 2013; Kwiatek et al., 2011; M. Muniraju et al., 2014). Nos études
effectuées au Niger (voir Chapitre V) montrent également la présence de la lignée IV dans ce pays.
L’ensemble de nos études réalisées au Mali et au Niger nous confirme une présence ainsi qu’une
progression de la lignée IV en Afrique de I’Ouest. D’aprés les analyses phylogénétiques, nous
pouvons penser que I’introduction de la lignée IV dans la région de Mopti au Mali (Figure 27) est
d’origine Africaine, provenant probablement du Nigéria ou du Niger d’aprés la proximité
phylogénétique des souches de ces pays. Un commerce de bétail assez important existe entre ces pays,
notamment entre Mopti (Mali), le Nigeria et le Niger (qui sont assez proches géographiquement). De
plus, d’aprés les informations recueillies par les vétérinaires sur les foyers a Mopti, certains des
animaux malades faisaient effectivement partie de bétail importé. Il est a noter qu’aucune souche du
Burkina qui importe le bétail malien, n’appartient a notre connaissance a la lignée IV.

L’analyse phylogénétique montre également la persistance de la lignée I au Mali. La lignée I a
longtemps été considérée comme lignée disparue. En effet, présente en Afrique de 1’Ouest dans les
années 1980, elle n’a été décrite dans aucun pays depuis 1994. Les séquences obtenues pour des
souches de cette lignée semblent démontrer une certaine diversité génétique (en tout cas dans la région
de Ségou), ce qui suggere que la lignée continue a circuler dans d’autres régions non échantillonnées.

La persistance et la conservation de cette lignée au Mali au niveau de ces villages montre que le
commerce de bétail n’est pas trés important entre ces villages et les autres villages de la région, ce qui
est corroboré par les informations récoltées sur le terrain aupres des habitants. La difficulté qu’il y a de
collecter ces régions, au Mali et dans le pays frontalier, Burkina Faso, Niger, constitue certainement
un biais a I’évaluation de I’étendue et de la diversité des souches de lignée 1. En effet, ces villages sont
trés difficiles a atteindre a cause du manque de moyens de transport. L’élevage est pratiqué pour des
besoins personnels. L’isolement relatif de ces villages par rapport aux réseaux commerciaux typiques
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du Mali pourrait expliquer la persistance de la lignée I dans ces zones malgré la dominance de la
lignée II dans le reste de la région. D’aprés nos études au Niger, la lignée I était également présente au
Niger au moins jusqu’en 2001 (voir Chapitre II), et ces souches sont proches de celles du Mali.

Si dans les années 1980, les pays de I’Afrique de 1I’Ouest hébergeaient des souches de lignée I,
aujourd’hui, c’est la lignée II qui est prédominante et elle semble progressivement la remplacer. Au
Mali, nous avons trouvé la lignée Il dans trois régions.

La liste exhaustive des souches récoltées pour cette étude et celles publiées au moment de la thése
montre que le bassin d’extension de la lignée II est délimitée autour du Mali, par le Sénégal, la
Mauritanie (H. Salami), le Bénin, Burkina, le Ghana, le Niger et le Nigéria. La diversité génétique de
cette lignée est trés importante. Cette diversité génétique est plus importante au Mali que celle
observée au Sénégal dans les travaux de these de H. Salami. Cela pourrait étre li¢ a la position centrale
du Mali comme carrefour de rencontre des mouvements commerciaux de ruminants provenant des
confins de la région Ouest africaine, alors qu’avec le Sénégal, les distances de mouvements sont plus
restreintes et stoppées par I’atlantique

L’analyse phylogénétique montre le lien de proximité des souches du Mali avec chacune de celles des
autres pays de I’Afrique de 1’Ouest. Le brassage dii aux mouvements d’animaux de diverses origines
pourrait expliquer la grande diversité de souches qui circulent au Mali. Nous savons que le Mali
exporte en période de féte musulmane (Aid El Fitr ou féte de mouton) des centaines de milliers
d’animaux vers plusieurs pays dont le Sénégal, la Niger, le Bénin, le Nigéria, le Ghana, le Burkina
Faso. L’analyse phylogénétique du génome complet de ces souches vient en confirmation de celles
faites dans ce chapitre et tout en fournissant plus d’information par rapport a 1’évolution de cette
lignée II dans ces pays (Chapitre suivant).

En résumé, notre étude a montré que la lignée I continue toujours de persister malgré la dominance de
la lignée II et est conservée au Mali dans au moins deux régions, a Ségou et a Sikasso. Cela peut étre
da a I’isolement de certaines communautés (telle que Dialan) et de leurs animaux.

En 2017, nous avons également trouvé la lignée IV a Mopti. La région de circulation et la difficulté
d’échantillonnage peut expliquer le manque de diversité de la lignée IV observé au Mali, mais cela
peut également suggérer une introduction tres récente dans le pays. D’autres études récentes portant
sur le Niger (voir Chapitre II) et le Nigéria (Woma et al. 2016 ; Mantip et al. 2016) ont également
montré la présence de la lignée IV. Cette lignée est en passe d’envahir les pays de I’Afrique de
I’Ouest. Pour mieux comprendre sa progression, il serait intéressant de faire le bilan de sa répartition
dans d’autres pays tels que le Burkina Faso, le Ghana ou la Cote d’Ivoire.

Au final, actuellement, nous avons trois lignées différentes de PPRV qui co-circulent au Mali (Figure
27). La grande diversit¢ des souches de PPRV identifiées dans ce pays suggere d’importants
mouvements transfrontaliers de la PPR entre le Mali et le reste de 1’ Afrique de 1’Ouest.

Comprendre le mouvement des animaux entre ces pays ou le commerce de bétail n’est pas contrdlé est

trés important pour les campagnes d’éradication de la PPR. Cela va permettre de proposer des
stratégies de controle les mieux adaptées afin de limiter la propagation de la maladie.
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Figure 27 La distribution des différentes lignées du PPRV au Mali.
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6 Etude génomique de la diversité des souches de
PPRYV au Mali et dans d’autres pays d’Afrique de
I’Ouest

6.1 Introduction

Les études phylogénétiques réalisées dans le chapitre précédent, sur 1I’analyse d’un fragment court du
gene N, montrent que toutes les lignées virales exceptée la lignée 111 sont représentées au Mali, ainsi
que dans d’autres pays de 1I’Afrique de I’Ouest et du Centre. Les études précédentes portant sur ces
régions montraient plutot une domination par la lignée I (Kwiatek et al., 2007) alors que les études
plus récentes font apparaitre une domination de la lignée Il sur ces méme territoires avec en surcroit
une introduction de la lignée IV jusque-la présente uniquement en Asie (Baazizi et al., 2017; Kwiatek
etal., 2011; M. Muniraju et al., 2014).

Malgré I'usage de la vaccination en Afrique depuis le début des années 90, plus particulicrement de la
souche Nigéria 75-1 (Diallo A et al., 1989), la question se pose de savoir pourquoi toutes les lignées
sont maintenant représentées et plus particuliérement en Afrique de I’ouest, et pourquoi nous
observons une propagation de la maladie que nous visualisons par le changement de répartition des
lignées historiques et 1’émergence de la lignée asiatique. Pour tenter d’apporter une réponse a ces
questions, nous proposons d’évaluer la vitesse d’évolution et d’estimer les dates d’émergence des
lignées de PPRYV circulant sur le territoire Ouest africain.

L’étude fine de I’évolution du PPRV ne peut pas se faire a partir de courtes séquences du géne de la
nucléoprotéine. Ces courtes séquences permettent une bonne définition des souches virales en lignées
mais elles ont un potentiel restreint a retracer la circulation de ces souches sur le terrain ou a
déterminer la filiation entre différentes souches d’une méme lignée. Pour une étude plus précise et
compléte, nous avons décidé d’effectuer un séquencage du génome complet de souches collectées
durant la these et celles encore non étudiées présentes au CIRAD. Ces génomes complets vont
permettre une meilleure compréhension du mécanisme d’évolution de ces différentes souches et leur
diffusion dans le temps et dans 1’espace en Afrique de 1’Ouest.

Pour séquencer le génome complet du PPRV, nous avons utilisé des techniques de séquencage de haut
débit. Ces techniques permettent théoriquement de s’affranchir de 1’isolement et de la culture des
souches virales, et de séquencer le génome du virus ciblé a partir d’échantillons cliniques.

Nous avons tout d’abord appliqué une technique d’amplification aléatoire mise en place par Habib
Salami au cours de sa thése en se basant sur une publication de Victoria et al. (2009). L’amplification
aléatoire de type sequence independent single primer amplification (SISPA) est une technique de
séquengage sans a priori utilisant des amorces aléatoires. Cette approche permet d’amplifier
I’ensemble des ARNs présents dans un échantillon. L’utilisation de cette méthode pour I’approche
« diagnostique » d’un seul virus est trés utile quand le pathogéne causant I’émergence d’une maladie
est inconnu ou que son génome complet n’a pas encore été obtenu. Ce genre de méthode est devenu
plus accessible grace a ’augmentation constante des capacités de séquengage et a la diminution de son
cotut. Un défi cependant pour les méthodes sans a priori, reste le traitement bio-informatique de
grandes quantités de séquences nécessaire pour extraire les données du pathogene d’intérét hors de la
masse de données obtenues.

Nous avons aussi mis en place et validé une autre approche basée sur I’amplification spécifique du

génome de PPRV par PCR avant séquencage. Ce type de méthode est utilisé couramment pour 1’étude
de la diversité virale, notamment pour le virus de la fievre du Nile de 1’Ouest, celui de la Dengue, ou
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encore de la maladie de Newcastle (Ehrbar et al., 2017; Lequime et al., 2016; Satharasinghe et al.,
2016).

En combinant les deux méthodes de séquengage, nous avons réussi a obtenir le génome complet de 22
souches du Mali, du Ghana et du Sénégal de 1999 a 2016. Ces nouvelles données ont été utilisées pour
réaliser de nouvelles analyses phylogénétiques de la PPRV, avec un intérét particulier pour I’histoire
évolutive de la PPR en Afrique de I’Ouest.

6.2 Matériels et méthodes

6.2.1 Séquencage par amplification aléatoire (SISPA)

Le matériel biologique

Les échantillons utilisés sont les écouvillons nasaux, oculaires et buccaux provenant d’animaux testés
positifs par PCR qui ont été préalablement criblés en utilisant les amorces NP3/NP4 spécifiques de
PPRV. Des souches isolées du PPRV sur des cellules CHS et BTS-34 ont également été utilisées. La
sélection des souches a séquencer a été¢ faite pour obtenir le génome complet des souches
représentatives de toutes les lignées circulant au Mali de 1999 a 2016 (Tableau 14).

Tableau 14 Tableau récapitulatif des échantillons séquencés par la méthode SISPA

MALI_AN3 LAC_SEKOU YEMFOLILA_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 I

MALI_AN5_LAC_DIALAFARA_YEMFOLILA_SIKASSO 20 Mali/Sikasso 2014 II
14

MALI_ANS_LAC_SAMAKO TOUSSEG_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 1I
MALI_AN3_NAS_SEKOU_YEMFOLILA_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 11
MALI_AN14_LAC_TOUSSEG_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 11
MALI_AN15_NAS_TOUSSEG_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 11

MALI_CP1_LAC_KOLONDIEBA KAKOLI SIKASSO 2014  Mali/Sikasso 2014  1I

DIALAN_NAS _AGAP_06_2017 Mali/Sikasso 2015 I
MALI_KEN_49 KAYES_2016 Mali/Kayes 2016 II
MALI_KEN 40 KAYES 2016 Mali/Kayes 2016 11
MALI_KOPROPEN7 NAS_MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 %
MALI_KOPROPENS_NAS MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 v
MALI_KOPROPEN9 NAS_MOPTI 2017 Mali/Mopti 2017 v
MALI 373 ISOLAT_BAMAKO 1999 Mali/Bamako 1999 I Isolée
SEGOU_I_M6_NASAL Mali/Ségou 2014 I
SENEGAL_MISSION2 88 2017 Sénégal/Tamb 2017 II
acounda

SENEGAL_MISSION3_21_2017 Sénégal 2017 11
BKF_BINDE_ECOUV4 2014 Burkina/Bindé¢ 2014 11

102



GHANA 5 2014 Ghana 2014 1 Isolée
Mauritanie 2709 _EC_2014 Mauritanie 2014 II
RCA 6 2006 RCA 2006 v
Niger LymphNodel Falmey 2001(MG694467) Niger/Falmey 2001 11
Niger_Lg Maradi 2013(MG694465) Niger/Maradi 2013 11
Niger_Spleen_Kena 2001(MG694468) Niger/Kena 2001 11

La RT-PCR et la purification des produits d’amplification

L’ARN viral a été extrait a 1’aide du kit Nucleospin RNA (Macherey Nagel) selon les indications du
fournisseur.

L’ARN viral a été reverse-transcrit en utilisant des amorces universelles taguées (Joseph G. Victoria et
al., 2009) (Tableau 15). Chaque échantillon a été assigné d’un tag (séquence connue de 20 paires de
bases), permettant de grouper plusieurs échantillons sur un méme tour ("run") de séquencage. Pour la
reverse transcription, 7.5 pl d’ARN viral ont été mis en mélange avec un volume de Sul d’amorces
taguées (de 20uM) (Tableau 14), puis incubés pendant 5 min a 65°C. Ensuite ont été ajoutés a ce
mélange, 4 ul de tampon de réaction 5X du kit RevertAid First Strand cDNA synthetisis (Fischer
scientifique), 0.5 ul de RNaseOut (RevertAid First Strand cDNA synthetisis, Fischer scientifique), 2
ul de désoxynucléosidetriphosphate (ANTP) de concentration 10mM (Fisher scientifique) et 1 pl de la
reverse transcriptase RevertAid (RevertAid First Strand cDNA synthetisis, Fischer scientifique). La
réaction de reverse transcription a été effectuée selon le programme suivant : une étape de chauffage a
25°C pendant 10 minutes, puis la reverse transcription a 42°C pendant 60 minutes et la réaction a été
terminée par un chauffage finale a 70°C pendant 10 minutes.

Tableau 15 Séquence des amorces taguées

Amorces tagués Séquences

ATCGTCGTCGTAGGCTGCTC
GTATCGCTGGACACTGGACC
CGCATTGGTCGGCACTTGGT
CGTAGATAAGCGGTCGGCTC
CGCAGGACCTCTGATACAGG
CGCAGGACCTCTGATACAGG
CCGAGGTTCAAGCGAGGTTG
ACGGTGTGTTACCGACGTCC

(=== g O = >

Le second brin d’ADNc a été synthétisé en rajoutant a 10 ul d’ADNc synthétisé, 2.5ul des mémes
amorces taguées utilisées précédemment (20uM), 3 pl de tampon de réaction de 10X du kit DNA
polymerase I, large (Klenow) Fragment (Fisher scientifique), 1l de solution de dNTP a 0.5mM, 0.5 U
de la polymérase. Le volume réactionnel a été¢ complété a 30ul en rajoutant de 1’eau. La réaction de
synthése du second brin a été effectuée a température ambiante pendant 60 minutes.

Pour la PCR, Ie kit Phusion Hight-Fidelity DNA Polymerase a été utilisé en préparant le mix suivant:
10ul de tampon 5X, 1 pl de ANTP (10mM), 2ul d’amorces taguées (S5uM), 0.5ul d’enzyme de
phusion, Sul d’ADNc double brin et 31.5 pl d’eau. La PCR a été réalisée selon le programme suivant :
une étape de dénaturation de 30 secondes a 98°C, puis 40 cycles composés de 10 secondes de
dénaturation a 98°C, 20 secondes d’hybridation des amorces a 65°C et 30 secondes d’élongation a
72°C, et pour finir la PCR, une étape d’élongation finale a 72°C pendant 10 minutes.

Les produits d’amplification ont été séparés par électrophorese sur gel d’agarose a 1%. Les bandes de
300bp ont été coupées du gel. Les bandes de gel ont ensuite été purifiées en utilisant le kit QIAquick
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Gel Extraction (Qiagen) en suivant les indications du fournisseur. Le produit de PCR a ensuite été ¢lué
dans un volume de 20ul d’ecau distillée. L’appareil Qubit® a été utilisé pour déterminer la
concentration en ARN et ADN contenue dans le produit de PCR.

Le sequengage et les analyses bio-informatiques

Les produits de PCR ont ensuite été envoyés a Macrogen pour un séquengage du génome complet. La
compagnie a d’abord préparé les librairies de séquencage avec le kit TruSeq puis a effectué le
séquengage sur un HiSeq2500, en mode 250bp paired-end.

Les lectures ou reads (petites séquences générées lors du séquengage) de sens forward et reverse
obtenues sont démultiplexées et triées en fonction du tag utilisé lors de la PCR. Les séquences
correspondantes a chaque échantillon de PPRV ont été regroupées dans un dossier unique sous format
fastq. Les tags ont été enlevés des reads et les reads forward et reverse assemblés.

Les reads ainsi obtenus ont été alignés sur un génome complet de référence de la PPR (en premicre
intention celui de la souche vaccinale Nigeria 75/1). L’ensemble de ses manipulations de données ont
été réalisées en utilisant les outils disponibles sur les logiciels SAMtools (LI et al., 2009) et bwa (LI
and Durbin, 2009) accessibles sur la plateforme Genotoul (Université de Toulouse). Le résultat de
I’assemblage final obtenu a été visualisé avec le logiciel IGV (Robinson et al., 2011). La séquence
consensus du génome (complet ou partiel) finale a été¢ obtenue avec Geneious v. 8.1.6.

6.2.2 Séquencage par amplification spécifique.

Cette technique se base sur I’amplification par PCR de longs fragments du génome virale en utilisant
des amorces spécifiques dessinées le long du génome du PPRV. Le séquencage se fait a partir des
produits PCR obtenus. A partir de 1’alignement de 48 génomes complets de la PPR (de GenBank et
des génomes du CIRAD non publiés), cinq couples d’amorces dénommés F1, F2, F3, F4 et F5 ont été
dessinés dans des régions conservées du génome. Ces amorces amplifient des fragments de 3000 a
4000bp et se chevauchent sur environ 300 a 400bp (Figure 28).

N-term C-term

1050pb F1. ¢ -
3663ph F3 ¢ -
3816ph F4 ¢ »

1086ph F5

3335ph

Figure 28 Schéma montrant les amorces spécifiques dessinées pour le séquencage du génome complet du PPRV ainsi que la
taille des fragments obtenus apres amplification.

MP
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Tableau 16 Les couples d’amorces spécifiques (F1 a F5) utilisés pour le séquengage du génome complet avec la technique
des longs fragments

Nom de Orientation Séquence Position (taille
I’amorce de I’amplicon)
Fragment F1 ~ Forward CAAACAAAGTTGGGTAAGGA 3 < 4053
Fragment F1  Reverse TTCTCCCATGAGCCGACTATGTA (4050bp)
Fragment F2  Forward TATTACAAAAAACTTAGGAGCAAGGG 3394 < 7057
Fragment F2  Reverse CAGCAGCATATTAATGTGACAAG (3663bp)
Fragment F3  Forward CTTGCAAATAAGGAGACCATACT 6025 < 9841
Fragment F3  Reverse GGCATATATGGGACTGTTCTTT (3816bp)
Fragment F4  Forward CACAACCCAGCCAACAATGTTAT 9247 < 13066
Fragment F4  Reverse GCTAGCATCCAAGCTTCACTCCATGA (3500bp)
Fragment F5  Forward CGCCTTTCCAATTATGATTA 12607 < 15942
Fragment F5  Reverse GAGACAAAGCTGGGAATAGA (3335bp)

Le matériel biologique

Les échantillons utilisés sont les écouvillons nasaux, oculaires et buccaux provenant d’animaux testés
positifs par PCR en utilisant les amorces NP3/NP4 spécifiques de PPRV. Des souches de PPRV
isolées sur des cellules CHS et BTS-34 ont également été utilisées.

Tout comme pour la méthode SISPA, la sélection des souches a séquencer a été faite pour obtenir le
génome complet des souches représentatives de toutes les lignées circulant au Mali de 1999 a 2016.
(Tableau 17). Les échantillons sont un peu différents de ceux utilisés avec la méthode SISPA car le
stock de certains échantillons était épuisé. Néanmoins, les échantillons finis ont été remplacé par
d’autres provenant de la méme zone.

Au total, 22 échantillons provenant des différents pays de 1’Afrique ont été préparés et envoyés a
séquencer (19 échantillons du Mali, un du Ghana et 2 du Sénégal).

Tableau 17 Récapitulatif des échantillons du Mali de 1999 a 2016 séquencés suivant la méthode d’amplification spécifique

Nom des souches Pays / Région ¢ Ligné  Souche

e s isolées

MALI_CP1_NAS KOLONDIEBA _ Mali/Sikasso 2014 I
KAKOLI_SIKASSO_2014

MALI_AN3_LAC_SEKOU YEMFOLILA_SIKASSO 20 Mali/Sikasso 2014 11
14
MALI_CP1_LAC_KOLONDIEBA _ Mali/Sikasso 2014 11

KAKOLI_SIKASSO_2014

MALI_AN9 LAC_SAMAKO TOUSSEG_SIKASSO 201 Mali/Sikasso 2014 11
4

105



MALI_AN9 NAS SAMAKO TOUSSEG_SIKASSO 201  Mali/Sikasso 2014 1
4

MALI_AN10_BUCC_SAMAKO_TOUSSEG_SIKASSO_  Mali/Sikasso 2014 11
2014

MALI_KEN _39BIS_KAYES 2016 Mali/Kayes 2014 11
SENEGAL_MISSION1_31_2017 Sénégal/Kédougou 2017 11
MALI_AN12_LAC_SAMAKO_TOUSSEG_SIKASSO_20 Mali/Sikasso 2014 11
14

MALI_AN10_NAS_SAMAKO_TOUSSEG_SIKASSO 20 Mali/Sikasso 2014 11
14

MALI_AN13_LAC_SAMAKO_TOUSSEG_SIKASSO 20 Mali/Sikasso 2014 11
14

MALI_AN14_LAC_TOUSSEG_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 11
MALI_AN14_NAS_TOUSSEG_SIKASSO 2014 Mali/Sikasso 2014 11
GHANA_5 ISOLAT_2014 Ghana 2014 11 Isolée
MALI_KEN 44 KAYES 2016 Mali/Kayes 2014 11
MALI_KEN 47 KAYES 2016 Mali/Kayes 2014 11
SENEGAL_MISSION1_32 2017 Sénégal/Kédougou 2017 1II
MALI_AN3_NAS SEKOU_YEMFOLILA_SIKASSO 20  Mali/Sikasso 2014 11
14

MALI_CP5_LAC_KOLONDIEBA_KAKOLI_SIKASSO_ Mali/Sikasso 2014 11
2014

MALI_373_ISOLAT_BAMAKO_1999 Mali/Sikasso 2014 11 Isolée
MALI_2014_LFMacrog Mali/Sikasso 2014 1
DIALAN_NAS_AGAP_06_2017 Mali/Sikasso 2015 1

v La synthése de I’ADNc a partir des cinq couples d’amorces spécifiques

L’ARN viral a été extrait a 1’aide du kit Nucleospin RNA (Macherey Nagel) selon les indications du
fournisseur.

L’ARN viral a été reverse-transcrit en ADNc en utilisant pour chaque échantillon les 5 couples
d’amorces spécifiques (Fla F5) (Tableau 16). Pour la reverse transcription, ont été mis en mélange, 2
ul d’ARN viral, 2ul d’amorce Forward (de 10uM), 2ul d’amorce Reverse (de 10uM) et le mix a été
complété a 12ul avec 6pl d’eau distillée. Le mix a été incubé pendant 5 min a 65°C, puis garder dans
la glace. Ensuite, nous avons ajouté a ce mélange, 4 pl de tampon 5X du kit RevertAid First Strand
cDNA synthesis (Fischer scientifique), 1 ul de RNaseOut (RevertAid First Strand cDNA synthesis,
Fischer scientifique), 2 pl de désoxynucléosidetriphosphate (AINTP) de concentration 10mM (Fisher
scientifique) et 1 ul de la reverse transcriptase RevertAid (RevertAid First Strand cDNA synthesis,
Fischer scientifique). La réaction de reverse transcription a été effectuée a 42°C pendant 60 minutes et
la réaction a été terminée par un chauffage finale a 70°C pendant 5 minutes. L’ADNc obtenu a été
conserveé a -20°C avant I’étape de la PCR.

L amplification des échantillons avec les amorces spécifiques
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Pour amplifier les échantillons, deux types de kit PCR ont été utilisés: les kits Kapa (Biosystems) et
Phusion (Phusion Hight-Fidelity DNA Polymerase, Thermo Science). Ces deux kits sont des enzymes
(ADN polymerase) qui ont une activité de polymérisation tres efficace et font moins d’erreur grace a
leur activité exonucléasique. Nous avons utilis¢ deux kits afin de voir si I’'un d’eux amplifiait mieux
les échantillons. Partant du protocole initial du fournisseur, nous avons mis au point deux protocoles
qui permettent d’amplifier de maniére efficace les souches contenant le PPRV avec les 5 couples
d’amorces spécifiques.

e Pour le kit Phusion
La PCR a été effectuée avec les mémes amorces spécifiques que celles de la reverse transcription.

Pour la PCR, a S5ul d’ADNCc a été rajouté le mix de PCR suivant en utilisant le kit Phusion Hight-
Fidelity DNA Polymerase: 10ul de tampon 5X, 1 pl de dNTP (10mM), 2ul d’amorce forward (10uM),
2ul d’amorce reverse (10uM), 0.5ul d’enzyme de phusion et 29.5 pl d’eau. La PCR a été réalisée
selon différents programmes en fonction du couple d’amorces. En effet pour chaque couple
d’amorces, il faut une température d’hybridation spécifique pour un temps d’élongation spécifique. La
PCR a été réalisée selon le programme suivant : une étape de dénaturation initiale de 1 minute a 95°C,
puis 40 cycles composés de 20 secondes de dénaturation a 98°C, 20 secondes d’hyrbidation (voir
Tableau 18 pour la température) et 1’élongation a 72°C (voir Tableau 18 ), et pour finir la PCR, une
étape d’¢élongation finale a 72°C pendant 10 minutes.

Tableau 18 Tableau récapitulatif des différentes conditions de PCR (température d’hybridation et temps d’élongation) pour
chaque couple d’amorces

Fragment Température d’hybridation Temps d’élongation
Fragment 1 (F1) 60°C Smin

Fragment 2 (F2), Fragment 4 55°C Smin

(F4) et Fragment 5 (F5)

Fragment 3 (F3) 62°C 3min

e Pour le kit Kapa

Pour la PCR, a 5ul d’ADNc a été rajouté le mix de PCR suivant en utilisant le kit Kapa: 10ul de
tampon 5X, 1.5 pl de dNTP (10mM), 1.5ul d’amorce forward (10uM), 1.5ul d’amorce reverse
(10uM), 1ul d’enzyme de kapa et 29.5 ul d’eau. La PCR a été réalisée selon le programme suivant
pour les couples d’amorces F2, F3, F4 et F5 : une étape de dénaturation initiale de 3 minute a 95°C,
puis 10 cycles composés de 20 secondes de dénaturation a 98°C, 15 secondes d’hybridation a 50°C et
5 minutes d’¢longation a 72°C, puis 25 cycles composés de 20 secondes de dénaturation a 98°C, 15
secondes d’hybridation a 55.2°C et 5 minutes d’élongation a 72°C et pour finir la PCR, une étape
d’¢longation finale a 72°C pendant 4 minutes. Pour le couple d’amorces F1, la PCR a été réalisée
selon le programme suivant : une étape de dénaturation initiale de 3 minute a 95°C, puis 10 cycles
composés de 20 secondes de dénaturation a 98°C, 15 secondes de d’hybridation a 55°C et 4 minutes
d’élongation a 72°C, puis 25 cycles composés de 20 secondes de dénaturation a 98°C, 15 secondes de
d’hybridation a 58.9°C et 4 minutes d’¢élongation a 72°C et pour finir la PCR, une étape d’¢élongation
finale a 72°C pendant 4 minutes.

Les produits d’amplification obtenus des PCR avec le kit Kapa ou Phusion ont été séparés par
¢électrophorése sur gel d’agarose a 1.5%. Les bandes ont été coupées du gel a la taille attendue (entre
3000bp et 4000bp). Les bandes de gel sont ensuite purifiées en utilisant le kit QIAquick Gel
Extraction (Qiagen) en suivant les indications du fournisseur. Le produit de PCR a ensuite été élué
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dans un volume de 42ul d’eau distillée. L’appareil Qubit® a été utilisé pour déterminer la
concentration en ADN contenue dans le produit de PCR.

Préparation des librairies de séequencgage

Les banques (librairies) de séquengage ont été préparées pour le séquengage du génome complet en
suivant le protocole Nextera® XT DNA. La préparation des librairies Nextera contient trois étapes
essentielles. La premiére étape consiste a effectuer une tagmentation de I’ADN. C’est un processus qui
fragmente I'ADN puis marque 'ADN avec des séquences d'adaptateurs en une seule étape. La seconde
étape est ’amplification des librairies. Cette étape amplifie 'ADN tagmenté en ajoutant les
adaptateurs index 1 et index 2 requis pour la formation des clusters. Une troisiéme étape permet le
nettoyage des librairies. Cette étape utilise des billes AMPure XP pour purifier I'ADN de la librairie et
effectue une sélection en fonction de la taille des fragments. Cette étape élimine les fragments de la
librairie trop petits pour étre utiles lors du séquencage.

Verification de la qualité des librairies

Une étape de vérification des librairies est nécessaire avant le séquencage. Tout d’abord, une PCR
quantitative (Q-PCR) (kit Library quantification, Takara Clonetech) permet d’évaluer la quantité
exacte de matériel pour chaque librairie. Ensuite, une analyse avec le bio analyser (Agilent 2100
Bioanalyser, kit Agilent High Sensitivity DNA, Agilent technologies) permet d’évaluer la distribution
des tailles des fragments au sein de chaque librairie. La quantité et la taille moyenne de chaque
librairie ont été utilisées pour pooler de maniére équimolaire les librairies a séquencer dans un méme
run sur plateforme I[llumina.

Le séquencage et les analyses bio-informatiques.

Les données obtenues ont été soumises au traitement bioinformatique décrit dans la section 6.2.1.

6.2.3 Les analyses phylogénétiques et de datations moléculaires a partir des génomes
complets et incomplets

Les analyses en datation moléculaire ont ét¢ effectuées sur un alignement de séquences de génomes
PPR complets ou quasi complets (sans 1-5 nucléotides aux extrémités) incluant les séquences obtenues
pendant ce projet, ainsi que des génomes complets provenant de GenBank et de travaux non publiés
du CIRAD (Tableau 19). Les mémes analyses ont été effectuées sur un alignement incluant des
génomes incomplets (couverture >90%) a 1’alignement de base. Cela permet d’ajouter des séquences
additionnelles obtenues pendant le projet ainsi que des séquences historiques (1972-78) trés rares et
utiles pour ce genre d’analyses de datation (Tableau 19).

Le logiciel MEGA 7 (Kumar S. et al., 2016) a ét¢é utilisé pour réaliser les alignements avec la méthode
Clustal W. A partir des alignements obtenus, le meilleur modéle de substitution a été choisi par AICM
sur MEGA 7. Le modéle de type GTR (General Time Reversible) avec sites Invariables et une
distribution Gamma (+I+G) a été retenu. Les arbres phylogénétiques ont été construits avec la
méthode de Maximum de Vraisemblance avec un ré-échantillonnage de 1000 (boostraps).

Les mémes analyses ont été effectuées pour les deux bases de données.

Le logiciel BEAST (Suchard MA et al., 2018) a été utilisé pour réaliser les analyses de datations. A
chaque séquence des alignements a été associée la date d’échantillonnage. Une horloge moléculaire de
type relaché ayant une distribution exponentielle non-corrélée (UCED) a été choisie, car des travaux
antérieurs du laboratoire ont montré que cette horloge était la plus appropriée pour ce type de données
(communication personnelle). Trois modeles de coalescence démographique ont été testés : un modele
de population de taille constante, un de croissance exponentiel, et un dernier de croissance en
expansion. Ces trois modeles ont été testés sur nos deux bases de données (génomes complets et
génomes incomplets).

Chacun des modeles a ensuite été soumis a une analyse des Chaine de Monte Carlo Markov (MCMC)
de 200.000.000 itérations avec un échantillonnage toutes les 5000 itérations. Le modele le plus adapté
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a notre jeu de données a ét¢ déterminée par comparaison des valeurs de vraisemblance (marginal log
likelihoods) en calculant le Bayes factor pour chaque modéle sur le logiciel Tracer. La convergence
des paramétres d’analyse obtenus ont été analysés a ’aide du logiciel Tracer par le calcul des
probabilités postérieures (ESS > 100 au minimum).

L’arbre consensuel (MCC Tree, Maximum Clade Credibility) a été¢ calculé par le logiciel Tree
Annotator et visualisé dans le logiciel Figtree v1.4.3 (http ://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/) apres
¢limination des 2000 premiers arbres générés (burn-in).

Tableau 19 Liste des séquences de génomes provenant de notre étude (*), de la thése de H.Salami (§) et de GenBank
utilisées pour 'analyse de datation moléculaire

Nom de la séquence Date  de Lignée Taille de la N°
collecte séquence d’accession

analysée

*MALI_CP1_NAS KOLOND Mali 2014 II Compléte

IEBA _

KAKOLI SIKASSO 2014

*MALI_AN3 LAC_SEKOU_  Mali 2014 II Compléte

YEMFOLILA_SIKASSO_201

4

*MALI_CP1_LAC_KOLON  Mali 2014 II Compléte

DIEBA _

KAKOLI SIKASSO 2014

*MALI_AN9 LAC_SAMAK  Mali 2014 1 Compléte

O_TOUSSEG_SIKASSO_201

4

*MALI_AN9_NAS SAMAK  Mali 2014 I Complete

O_TOUSSEG_SIKASSO_201

4

*MALI_AN10_ BUCC_SAMA Mali 2014 II Complete

KO_TOUSSEG_SIKASSO 2

014

*MALI_KEN_39BIS KAYES Mali 2016 II Compléte

2016

*SENEGAL_MISSION1_31_  Sénégal 20117 11 Complete

2017

*MALI_AN12_LAC_SAMAK Mali 2014 II Compléte

O_TOUSSEG_SIKASSO_201

4

*MALI_AN10_NAS SAMAK Mali 2014 11 Compléte

O_TOUSSEG_SIKASSO_201

4

*MALI_AN13_LAC_SAMAK Mali 2014 II Compléte

O_TOUSSEG_SIKASSO_201

4

*MALI_AN14 LAC_TOUSS  Mali 2014 11 Compléte

EG_SIKASSO 2014

*MALI_AN14_NAS _TOUSS Mali 2014 I Complete

EG_SIKASSO 2014

*GHANA_5 ISOLAT 2014 Ghana 2014 I Complete

*MALI_KEN 44 KAYES 20 Mali 2016 II Complete

16

*MALI_KEN_47 KAYES 20 Mali 2016 11 Compléte

16

*SENEGAL_MISSION1_32_  Sénégal 2017 11 Compléte

2017

109



*MALI_AN3 _NAS SEKOU_  Mali 2014 I Compléte
YEMFOLILA_SIKASSO_201
4
*MALI_CP5_ LAC_KOLON  Mali 2014 I Compléte
DIEBA_KAKOLI_SIKASSO
2014
*MALI_373 ISOLAT_BAM Mali 1999 II Complete
AKO 1999
*MALI_2014_LFMacrog Mali 2014 11 Complete
*MALI_373 ISOLAT_BAM Mali 1999 II Complete
AKO 1999
*SEGOU_I_M6_NASAL Mali 2014 I Incompléte
*DIALAN_NAS AGAP 06 2 Mali 2015 I Incompléte
017
*MALI_KEN 49 KAYES 20 Mali 2016 II Incompléte
16
*MALI_KEN 40 KAYES 20 Mali 2016 I Incompléte
16
§ SnNgu2 2010 Sénégal 2010 11 Complete
§ SnNga9 2010 Sénégal 2010 I Complete
§ MrTa 2012 Sénégal 2012 11 Compléte
§Guinee 2013 Guinée 2013 11 Compléte
Algerie 2012 Algérie 2012 v Compléte
§ Mali 4 2014 Mali 2014 11 Compléte
§ Mali_ 6 2014 Mali 2014 11 Compleéte
§ Mali_18 2014 Mali 2014 11 Compléte
§ Comores 2012 Comores 2012 111 Compléte
§ SnPal 2013 Sénégal 2013 11 Compléte
§ Mali 10 2014 Mali 2014 I Complete
§ SnMe3 2012 Sénégal 2012 11 Complete
§ SnJol 2013 Sénégal 2013 11 Compléte
§ SnMe 2013 Sénégal 2013 11 Compléte
§ SnSol 2012 Sénégal 2012 11 Compléte
§ SnNgall 2010 Sénégal 2010 II Complete
Turkey2000 Turquie 2000 vV Compléte AJ849636
Nigéria Ng76 Nigéria 1976 II Compléte ET267274
China_Tibet Geg 07-30 Chine 2007 1\% Compléte FJ905304
China_Tib 07 Chine 2007 v Complete JF939201
Tibet Bharal 2008 Chine 2008 v Compléte JX217850
Morocco 2008 Maroc 2008 v Complete KC594074
Ghana NK1 2010 Ghana 2010 II Compléte KJ466104
Ethiopia 1994 Ethiopie 1994 11 Compléte KJ867540
Ethiopia 2010 Ethiopie 2010 v Compléte KJ867541
Uganda 2012 Uganda 2012 11 Compléte KJ867543
Oman_1983 Oman 1983 111 Compléte KJ867544
TAE_1986 Emirats 1986 11 Compléte KJ867545
Arabes
Unis
CH_HNNY 2014 Chine 2014 v Complete KMO089830
CH HNZK 2014 Chine 2014 1\% Compléte KMO089831
CH HNZM 2014 Chine 2014 3% Compléte KMO089832
Senegal SnDk111 2013 Sénégal 2013 11 Compléte KM212177
Kenya KN5 2011 Kenya 2011 I Compléte KM463083
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China_BJ 2014 Chine 2014 v Compléte KP260624
E32 1969 Sénégal 1969 I Compléte KP789375
CH_GDDG 2014 Chine 2014 v Compléte KP868655
India TN Gingee 2014 Inde 2014 v Compléte KR261605
CIV_01P_2009 Cote 2009 Complete KR781451
d’Ivoire

Senegal E32 1969 Sénégal 1969 I Compléte

Benin_B1 1969 Benin 1969 I Complete KR781450
Benin 10 2011 Benin 2011 I Complete KR781449
Ghana_76 Ghana 1976 II Incomplete

Accra_76 Ghana 1976 11 Incompléte

Ghana 78 Ghana 1978 11 Incompléte

Soudan_1972 Soudan 1972 111 Incompléte

6.3 Les résultats

6.3.1 Le séquencage du génome complet par amplification aléatoire (SISPA)

Au total 24 échantillons provenant des différents pays de 1I’Afrique ont été séquencés. Les pays
concernés sont : le Mali, le Ghana, le Congo et le Burkina Faso. Sur ces 24 échantillons, nous avons
obtenu le génome complet du PPRV d’un seul échantillon MALI 373 ISOLAT BAMAKO 1999 (un
échantillon récolté au Mali en 1999) et pour 4 autres, un génome quasi complet (échantillons
provenant également du Mali et récoltés en 2014 et 2016).

Tableau 20 Le récapitulatif du séquengage avec la méthode SISPA

Nom des souches Nombre Nombre de Commentaire sur
total de reads couverture

reads spécifiques
PPR

MALI_373_ISOLAT_BAMAKO 1999 71168 2101 (2.9%) Génome complet

SEGOU_I_M6_NASAL 285530 1865 (0.7%) Génome incomplet comportant six
trous et beaucoup de nucleotides
manquants aux extrémités

DIALAN_NAS _AGAP_06_2017 377274 1942 (0.5%) Génome incomplet avec deux trous et
beaucoup de nucleotides manquants
aux extrémités

MALI_KEN 49 KAYES 2016 211443 8487 (4%) Génome  incomplet  comportant
plusieurs (24) trous et beaucoup de
nucleotides manquants aux extrémités

MALI_KEN 40 KAYES 2016 327910 1256 (0.38%) Génome  incomplet  comportant
plusieurs (12) trous et beaucoup de
nucleotides manquants aux extrémités

Le nombre de reads obtenus spécifiques au génome du PPRV est treés faible (entre 0.38% a 4%)
(Tableau 20) comparé au nombre total de reads obtenus. Ces reads n’ont pas permis de couvrir
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I’ensemble du génome du PPRV sauf pour MALI 373 ISOLAT BAMAKO 1999. Il en résulte cependant
des génomes incomplets avec des trous importants (Tableau 20, Figure 29).

Figure 29 Visualisation d’un génome incomplet comportant quelques trous d'une souche du Mali
(MALI KEN 49 KAYES 2016) avec le logiciel IGV. Alignement des reads de la souche avec un génome référence du
PPRYV. Les barres grises représentent les reads spécifiques alignés a une région du génome du PPRV et les zones blanches
représentent les trous.

6.3.2 Le séquencgage du génome complet par la méthode d’amplifications spécifique

Nous avons obtenu pour I’ensemble des échantillons un nombre de reads compris entre 800.000 et 2
millions.

Sur I’ensemble des 22 échantillons envoyés pour le séquengage, nous avons obtenu le génome quasi
complet pour 21 échantillons. Dans la plupart des cas, seuls quelques nucléotides (entre 1 et 5
nucléotides) manquent a chaque extrémité du génome (Tableau 21). Les Figure 30 et Figure 31 nous
montrent la visualisation de génomes complet et quasi complet avec le logiciel IGV. Tous ces
échantillons appartiennent a la lignée 11 du PPRV.

Tableau 21 Le récapitulatif du séquengage avec la méthode d’amplification spécifique.

Nom des souches Nombre de Nombre de reads Commentaire sur la
reads total spécifiques PPR couverture
(Pourcentage)
MALI_CP1_NAS KOLONDIEBA 807234 769539 (95%) Manque 3
nucléotides aux
KAKOLI_SIKASSO 2014 extrémités
MALI_AN3 LAC SEKOU _YEMFO 2059637 1043780 (51%) Manque 8
LILA_ SIKASSO 2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_CP1_LAC_KOLONDIEBA _ 1151056 1111217 (97%) Manque 3
nucléotides aux
KAKOLI_SIKASSO 2014 extrémités
MALI_AN9 LAC_SAMAKO _TOUS 1952223 928955 (48%) Manque nucléotide
SEG_SIKASSO 2014 aux extrémités
MALI_AN9 NAS SAMAKO TOUSS 1506296 1475585 (98%) Manque 2
nucléotides aux
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EG_SIKASSO_2014 extrémités
MALI_AN10_BUCC_SAMAKO _TO 1555165 1492200 (96%) Manque 3
USSEG_SIKASSO 2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_KEN 39BIS KAYES 2016 1602859 756143 (47%) Manque 9
nucléotides aux
extrémités
SENEGAL_MISSION1 31 2017 1263045 955380 (76%) Manque 6
nucléotides aux
extrémités
MALI_AN12 LAC_SAMAKO_TOU 1720915 1698817 (99%) Manque 3
SSEG_SIKASSO 2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_AN10_NAS SAMAKO_TOUS 1448378 932324 (64%) Manque 1 nucléotide
SEG_SIKASSO 2014 aux extrémités
MALI_AN13 LAC_SAMAKO_TOU 98275 94187 (96%) Manque 2
SSEG_SIKASSO 2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_AN14 LAC _TOUSSEG_SIKA 2200573 2149574 (98%) Manque 3
SSO_2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_AN14 NAS TOUSSEG_SIKA 1902815 1667578 (88%) Manque 3
SSO_2014 nucléotides aux
extrémités
GHANA 5 ISOLAT 2014 1468044 1423048 (97%) Manque 2
nucléotides aux
extrémités
MALI KEN 44 KAYES 2016 1917588 1657307 (86%) Manque 2
nucléotides aux
extrémités et un trou
MALI_KEN 47 KAYES 2016 1672571 1418625 (85%) Manque 2
nucléotides aux
extrémités
SENEGAL_MISSION1 32 2017 930486 447084 (48%) Manque 5
nucléotides aux
extrémités
MALI_AN3 NAS SEKOU_YEMFO 1395318 131837 (94%) Manque 6
LILA_SIKASSO_2014 nucléotides aux
extrémités
MALI_CP5 LAC_KOLONDIEBA K 166043 162447 (98%) Manque 3
AKOLI_SIKASSO_ 2014 nucléotides aux
extrémités
MALI 373 ISOLAT BAMAKO 199 185588 165069 (89%) Manque 8
9 nucléotides aux
extrémités

MALI_2014_LFMacrog

Génome complet
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Figure 30 Visualisation d’un génome complet d’une souche du Mali

(MALI_AN9 NAS_SAMAKO TOUSSEG_SIKASSO_2014) avec le logiciel IGYV.

oy - o %
Fie Genomes \View Trocks Region: Took GenomeSpace Help

«| 115 o <« >0 xE | SN AR

[iesstoms sorbam comarage

| e

Figure 31 Visualisation d'un génome quasi complet comportant un trou d’une souche du Mali
(MALI KEN 44 KAYES 2016) avec le logiciel IGV.

Avec la technique d’amplification spécifique, nous avons obtenu un nombre plus important de reads
(jusqu’a 2 millions de reads) par échantillon. En plus de cela, le nombre de reads spécifiques au
génome du PPRYV ¢était trés ¢levé pouvant atteindre jusqu’a 99% des reads totaux.

Nous avons testé la technique avec les échantillons de la lignée IV du Mali (les souches provenant de
Mopti) afin d’obtenir le génome complet des souches représentatives de toutes les lignées de PPRV
présentent au Mali. Mais malheureusement, nous n’avons pas réussi a amplifier ces souches avec
toutes les amorces.

6.3.3 La phylogénie avec les génomes complets et incomplets

L’analyse phylogénétique par maximum de vraisemblance a partir de génomes complets et incomplets
nous a permis d’obtenir une phylogénie présentant les quatre lignées différentes du PPRV (I, 11, III, et
IV) (Figure 32 et Figure 33). Conformément a la répartition phylogéographique des différentes
souches de la PPR, les anciennes souches de lignées I et II se localisent en Afrique de 1’Ouest comme
le montre la souche du Sénégal de 1969 et les souches de la lignée 11 du Mali de 1999, du Nigéria de
1976 et du Benin en 1969. Cette méme répartition est obtenue avec les génomes complets et
incomplets. Les génomes incomplets regroupent deux souches anciennes supplémentaires du Ghana de
1976 et 1978 qui se localisent dans le clade des anciennes souches de la lignée Il de I’Afrique de
I’Ouest.
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Les analyses phylogénétiques montrent également qu’en Afrique de I’Est les souches Ethiopie 1994,
Soudan 1972 et Oman 1983 forment un clade ancien de la lignée IlI, séparée des souches plus récentes
Kenya 2011, Ouganda 2012 et Comores 2012 (Figure 32 et Figure 33).

Les souches de la lignée IV, beaucoup plus répandues, se distribuent en Asie, comme celles de Chine
2014 et Inde de 2014. Elles se trouvent également en Afrique, notamment en Afrique de I’Est avec la
souche de I’Ethiopie de 2010, et en Afrique du Nord détectée lors de foyers en 2008 au Maroc et en
2012 en Algérie. Cette répartition phylogénétique est obtenue avec les deux types de données (Figure
32 et Figure 33).

Les différentes souches de PPRV récoltées au Mali en 2014, 2016, au Sénégal en 2010, 2012, 2013,
2016 et au Ghana en 2014 sont toutes regroupées dans le clade de la lignée II (Figure 32 et Figure 33).
Différents sous-groupes peuvent étre observés. L’ensemble des souches anciennes de la lignée II
provenant du Ghana et Benin forme un clade séparé de la souche Nigéria 1976 et de I’ensemble des
souches récentes de lignée II. Deux sous-groupes de souches récentes de lignée II sont spécifiques au
Mali. Un autre associe des souches du Mali et des souches du Sénégal a la frontiere du Mali. Un autre
associe des souches du Mali, Sénégal, Mauritanie et Guinée.

Les analyses phylogénétiques réalisées a partir de données de génomes incomplets placent les souches
du Mali de la région de Ségou et Sikasso (Segou I M6 Nasal et DIALAN NAS AGAP 06 2017) au
sein de la lignée I (Figure 33).
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Figure 32 Analyse phylogénétique avec les génomes complets par la méthode de Maximum de Vraisemblance. Les souches
de notre étude sont représentées par des points rouges.
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Figure 33 Analyse phylogénétique avec les génomes incomplets par la méthode de Maximum de Vraisemblance. Les souches
de notre étude sont représentées par des points rouges.
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6.3.4 Les analyses de datations moléculaires a partir des génomes complets et génomes
incomplets

Estimation du taux d’évolution

Le logiciel BEAST a été utilisé pour calculer les taux de substitutions nucléotidiques des génomes
complets et incomplets. Sous ces différents parametres, le taux moyen d’évolution de toutes les lignées
de PPRV pour les génomes complets a été estimé & 1,01 x 107 substitution/site/an (95% HPD 6,76 x
10, 1.38 x 107) et pour les génomes incomplets il a été estimé & 7,42 x 10™ substitution/site/an (95%
HPD 4,91 x 10, 1.03 x 10) (Tableau 22).

Tableau 22 Récapitulatif du taux d’évolution en fonction du génome

Type de génome Estimation du taux d’évolution

Génome complet 1,01 x 107 substitution/site/an (95% HPD
6,76 x 10*,1.38 x 10™)

Génome incomplet 7,42 x 10™ substitution/site/an (95% HPD
4,91x10% 1.03 x 107)

Estimation des TMRCA des différentes lignées

L’arbre consensuel (MCC Tree, Maximum Clade Credibility) a permis d’estimer a partir des génomes
complets et incomplets le time since most recent common ancestor (TMRCA) des différentes lignées.
L’age de I’ancétre commun le plus récent des 4 lignées du PPRV a été estimé pour le génome complet
autour de 1899 (95% HPD 1822-1950) et pour le génome incomplet, autour de 1863 (95% HPD 1754-
1938) (Tableau 23). L’ancétre commun le plus récent de la lignée I est estimé autour de 1968 (95%
HPD 1968-1969) pour le génome complet et autour de 1953 (95% HPD 1935-1968) pour le génome
incomplet. Le TMRCA des virus de la lignée II est estimé autour de 1961 (95% HPD 1952-1969) pour
le génome complet et estimé autour de 1956 (95% HPD 1967-1944) pour le génome incomplet. Le
TMRCA des virus de la lignée III est estimé autour de 1955 (95% HPD 1948-1980) pour le génome
complet et autour de 1949 (95% HPD 1923-1968) pour le génome incomplet. L’ancétre commun le
plus récent des souches de la lignée IV est daté autour de 1988 (95% HPD 1978-1998) pour le génome
complet et autour de 1984 (95% HPD 1972-1996) pour le génome incomplet (Tableau 24). Au niveau
du groupe de la lignée IV, nous avons deux sous-clades, I’'un correspondant a la lignée IV Africaine
qui émergé en 1998 (95% HPD 1991-2004) pour le génome complet et autour de 1994 (95% HPD
(1986-2003) pour le génome incomplet et I’autre a la lignée IV Asiatique qui a émergé en 1991 (95%
HPD 1983-1998) pour le génome complet et en 1987 (95% HPD 1979-1997) pour le génome
incomplet.
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Figure 34 Arbre phylogénétique MCC basé sur le génome complet de 62 souches du PPRV. Les différentes couleurs
représentent les différentes lignées : bleu pour lignée 1V, rose pour lignée II, vert pour lignée I et violet pour lignée
I1.L’arbre a été construit en utilisant le modéle UCED et une croissance exponentielle. Les noms des souches comportant
leur date de collecte et les longueurs de branches refletent le temps écoulé. Les valeurs a 95% HPD de ['intervalle
correspondant du TMRCA sont représentées par des barres bleues. L’axe horizontal indique la durée (dates) en années. Nos

souches sont représentées en lettres capitales.
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Figure 35 Arbre phylogénétigue MCC basé sur le génome incomplet de 67 souches du PPRV. Les différentes couleurs
représentent les différentes lignées : bleu pour lignée 1V, rose pour lignée II, vert pour lignée I et violet pour lignée
III.L arbre a été construit en utilisant le modele UCED et une croissance exponentielle. Les noms des souches comportant
leur date de collecte et les longueurs de branches reflétent le temps écoulé. Les valeurs a 95% HPD de I'intervalle
correspondant du TMRCA sont représentées par des barres bleues. L’ axe horizontal indique la durée en années. Nos souches
sont représentées en lettres capitales.

Tableau 23 Récapitulatif du TMRCA des 4 lignées du PPRV

Type de génome TMRCA

Génome complet 1899 (95% HPD 1822-1950)

Génome incomplet 1863 (95% HPD 1754-1938)
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Tableau 24 Récapitulatif du TMRCA de chaque lignée du PPRV

Type de TMRCA
génome
Lignée | Lignée 11 Lignée Il  Lignée IV Lignée IV Lignée v
africaine asiatique
Génome 1968 (95% 1961 (95% 1955 (95% 1988 (95% 1998 (95% 1991 95%
complet HPD 1968- HPD 1952- HPD 1948- HPD 1978- HPD 1991- HPD  1983-
1969) 1969) 1980) 1998) 2004) 1998)
Génome 1953 (95% 1956 (95% 1949 (95% 1984 (95% 1994 (95% 1987 95%
incomplet HPD 1935- HPD 1944- HPD 1923- HPD 1972- HPD (1986- HPD 1979-
1968) 1967) 1968) 1996) 2003) 1997)

6.4 Discussion

Notre étude a été mise en place avec I’objectif de fournir un apercu de la dynamique de PPRV et de
son contrdle possible dans le grand Ouest africain. Elle enrichit tout d’abord de facon importante le
nombre de génomes complets connus pour le PPRV, grice aux échantillons déja disponibles au
CIRAD et au large échantillonnage effectué¢ pendant la theése sur le Mali et des pays proches ou
frontaliers. La PPR est enzootique au Mali, ou ['élevage comprend un grand nombre d’animaux
transhumants jusqu’au sud du pays (Koulikoro). La PPR est bien connue des services vétérinaires,
avec une incidence qui a augmenté de fagon importante dans les derniéres décennies (B. Kamissoko et
al., 2013; Tounkara K et al., 1996). Un réseau de surveillance épidémiologique permet une
surveillance passive menée au niveau national, sur la base de cas suspects. La vaccination est
théoriquement obligatoire, mais est trés insuffisante pour la PPR (7%) ce qui motive la mise en place
des projets d’envergure (par exemple projet PRAPS de la banque mondiale) sur le grand Ouest
africain dont 1’un des objectifs est d'augmenter la couverture vaccinale.

Notre étude a I’avantage de faire un point plus précis sur I'évolution du PPRV a partir de la séquence
génomique complete de virus collectés en Afrique de I'Ouest sur une zone centrée sur le Mali sur
plusieurs années et comprenant également des souches historiques. Elle compléte les données déja
publiées de Muniraju (Muniraju et al., 2014a), dont I’analyse ne comporte que 10 génomes complets et
celle de Clarke (Clarke et al., 2017) comportant 37 génomes complets dont I’intérét réside dans
I’analyse de souche toutes localisées dans une zone géographique restreinte (Israél).

Le séquengage du génome complet du PPRV a été réalisé a partir de deux méthodes que nous avons
mises au pointau CIRAD : La méthode de séquencage aléatoire ou SISPA et la technique
d’amplification avec amorces spécifiques. Le séquengage a porté sur des échantillons du Mali et ceux
de deux autres pays de I’ Afrique de 1’Ouest, le Sénégal et le Ghana.

Les résultats obtenus avec la méthode d’amplification aléatoire SISPA ont montré un faible taux de
reads spécifiques du PPRV (0.38% a 4%). Ce faible taux de reads spécifiques PPR ne permet de pas
de couvrir I’ensemble du génome du PPRV. Cela explique le fait que nous n’ayons obtenu qu’un seul
génome complet et 4 génomes presque complets sur I’ensemble des 24 échantillons testés.

Ce résultat peut s’expliquer par le fait que I’amplification des souches est effectuée avec des amorces
non spécifiques. Le point positif de cette technique est le temps nécessaire pour la préparation des
échantillons. II faut cependant noter que cette méthode est trés couteuse.

Par contre, avec la technique d’amplification spécifique, le taux de reads spécifiques au génome du
PPRYV est trés éleve, pouvant atteindre 98%. Nous avons obtenu le génome quasi complet de 21
échantillons sur I’ensemble des 24 échantillons testés. Ces résultats ont été possibles grace a 1’analyse
préalable des séquences de génome connus (génomes de GenBank) pour le dessin d’amorces les plus

121



adéquates possibles. Les amorces sont dessinées préférentiellement au niveau des régions tres
conservées du PPRV. Cependant, il est plus difficile d’amplifier certains échantillons avec tous les
couples d’amorces. Par exemple, nous avons rencontré des difficultés a amplifier les échantillons de la
lignée IV du Mali provenant de Mopti et ceux de la lignée I provenant de Ségou et de Sikasso. Cela est
probablement causé par la qualité des échantillons. La région de Mopti est a la frontiére avec le Nord
du Mali et donc une région trés chaude, les températures peuvent atteindre 40°C. Les échantillons ont
été conserveés a +4°C pendant la durée des prélévements. C’est seulement au retour des missions qu’ils
ont été¢ conservés a -80°C. La durée de la mission n’a pas permis une bonne conservation des
échantillons, ce qui a probablement joué un role sur la qualité de I’ARN viral. Il faut également noter
que le fait d’avoir congelé et décongelé plusieurs fois les échantillons lors des différents tests a aussi
eu un effet sur la qualité de I’ARN viral.

Outre le besoin d’ARN de bonne qualité, I’inconvénient de cette technique est le temps nécessaire
pour la préparation des échantillons. Il faut faire une amplification spécifique pour chacun des couples
d’amorces dans des conditions particuliéres. Cependant, contrairement a la technique SISPA, elle est
moins couteuse.

Au vu de ces résultats et du cofit des analyses de chaque technique, il est plus intéressant de faire le
séquencage avec la méthode d’amplification spécifique.

Les génomes complets et incomplets ont été utilisés pour une analyse phylogénétique par Maximum
de Vraisemblance. Les arbres phylogénétiques ainsi obtenus sont comparés avec [ arbre
phylogénétique obtenu lors de I’analyse phylogénétique a partir de courtes séquences de la
nucléoprotéine du chapitre précédent.

Les résultats obtenus avec les génomes complets et incomplets reflétent la répartition
phylogéographique des différentes souches de la PPR. La répartition des différentes lignées du PPRV
est similaire quel que soit le type de génome: complet, incomplet ou la séquence courte de la
nucléoprotéine.

Les souches de la lignée II circulant en Afrique de 1’Ouest notamment au Mali (provenant de
différentes régions), au Sénégal et au Bénin sont toutes proches entre elles, mais différents sous-
groupes peuvent étre observés. La séparation des souches historiques de lignée Il par rapport aux
souches récentes suggere une origine commune pour I’ensemble des souches de lignée II circulant ces
30 dernieres années en Afrique de 1’Ouest. La lignée a peut-€tre subi un goulet d’étranglement entre
les années 70s et 90s. Plus de données historiques sont nécessaires pour tester cette hypothese.

Les analyses phylogénétiques montrent la grande diversité de la lignée II de PPRV qui circule dans
plusieurs régions du Mali. Elles montrent également la transmission transfrontaliere du PPRV, plus
que probablement associ¢e a I’importance du grand flux de commerce entre les pays Ouest africain,
notamment entre le Sénégal et le Mali.

Nos résultats permettent également de confirmer que la lignée I, supposée éteinte, circulait toujours en
2014 et 2015 au Mali. Des échantillonnages additionnels au Mali et dans d’autres régions d’Afrique de
I’Ouest sont nécessaires pour déterminer la distribution actuelle de cette lignée dans la région.

Ces résultats sont similaires aux résultats obtenus avec le gene N partiel (voir chapitre précédent). Les
souches ont les mémes positions phylogénétiques que celle obtenue avec le géne N. Les mémes
diversités sont obtenues au Mali ainsi qu’au sein de la lignée II. Cela suggére que les analyses
phylogénétiques a partir d’une petite portion du géne N sont trés informatives pour une premicre
investigation de I’origine d’une souche.

Notre étude permet, de la méme maniere que celles de Clarke (2017) et Muniraju (2014) (Clarke et al.,
2017; Muniraju et al., 2014a) et de la thése de H. Salami d’estimer le taux de substitution
nucléotidique par an (Tableau 25) et de restituer sur 1’échelle de temps I’ancétre commun le plus
récent des lignées de PPRV circulant a travers le monde actuellement.
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Les taux de substitution nucléotidique par an que nous avons obtenus corroborent les taux estimés lors
d’études semblables (Tableau 25). Le taux de substitution de notre étude et de ceux des autres
montrent une évolution moléculaire similaire comprise entre 10~ a 10 substitution/site/an.

Le nombre de séquences disponibles pour la lignée II nous donne la possibilité d’évaluer le taux de
substitution spécifique a cette lignée, ce qui peut servir de valeur de référence pour 1I’évolution de la
PPRYV dans un bassin de diffusion enzootique, & mettre en comparaison avec I’évolution de la lignée
IV associée a une propagation épidémique. En effet, il a été démontré que les virus & ARN présentes
dans les régions épidémiques ont généralement une tendance a avoir des taux de substitution plus
¢élevés que ceux des régions endémiques, et que les souches transmises avec des taux de contacts
¢élevés ont tendance a avoir des taux de substitutions plus €élevés par rapport a celles ayant moins de
contacts (Scholle et al., 2013).

Pour évaluer si ces tendances s’appliquent a la PPRV, nous avons réalisé les analyses de datation
moléculaire uniquement sur les données de lignées II, puis sur celles de lignée IV (Tableau 25). Le
taux d’évolution de la lignée II est similaire aux taux obtenus pour I’ensemble des lignées. Le taux
moyen d’évolution de la lignée IV semble plus élevé, mais les marges de confiance sont tres larges et
il est impossible de déterminer si cette différence est significative. D’autres analyses avec un plus
grand nombre de séquences de lignée IV permettraient peut-&tre de confirmer les tendances observées.

Tableau 25 Tableau de comparaison du taux d’évolution du PPRV

Etudes Estimation du taux de substitution

Notre étude avec les génomes complets 1,01 x 10 substitution/site/an (95% HPD
6,76 x 10, 1.38 x 10)

Notre étude avec les génomes incomplets 7,42 x 10™ substitution/site/an (95% HPD
4,91x10%,1.03 x 107)

Etude de Clarke et al., (génomes complet) 9,22 x 10™ substitution/site/an (95% HPD

6,206 x 107, 1.26 x 10™)

Etude de Muniraju et al., (Génome complet) 9,09 x 10 substitution/site/an (95% HPD
2,13x10*,1.64 x 107)

Etude de la thése H. Salami (géne H et N 7,11 x 10 substitution/site/an (95% HPD

concaténés) 4,18 x 10, 1.06 x 10”)
Notre étude avec les génomes complets 8,27 x 10™ substitution/site/an (95% HPD
Lignée IT 4,56 x 10, 1.24 x 10°)
Notre étude avec les génomes incomplets 8,35 x 10 substitution/site/an (95% HPD
Lignée IT 4,84x 10 1.27x 107
Notre étude avec les génomes complets 1,84 x 10° substitution/site/an (95% HPD
Lignée IV 5.56 x 10, 3.52 x 107)

Grace aux génomes obtenus par le CIRAD et lors de cette thése, nous pouvons analyser I’histoire de
I’évolution du PPRV avec plus de précision que les recherches antérieures. Nos analyses, comme les
études antérieures, estiment que 1’ancétre commun des 4 lignées est apparu aux alentours de la fin du
XIXeéme et début du XXeéme siécle (Tableau 26). Ces estimations dépendent de la disponibilité des
souches historiques qui sont trés rares pour la PPR. Cependant, I’ajout de 3 souches historiques ne
semble pas modifier les estimations actuelles. Le séquencage d’un plus grand nombre de souches
historiques permettrait d’affiner ces estimations, mais ce genre de souches est rare pour la PPR.
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Tableau 26 Tableau de comparaison des dates de TMRCA des 4 lignées de PPRV

Type de génome

Notre étude avec les génomes complets

1899 (95% HPD 1822-1950)

TMRCA

Notre étude avec les génomes incomplets

1863 (95% HPD 1754-1938)

Etude de Clarke et al., (génomes complet)

1870 (95% HPD 1691-1945)

Etude de Muniraju et al., (Génome complet)

1898 (95% HPD 1730-1966)

Etude de la thése H. Salami (géne H et N 1898 (95% HPD 1847-1944)

concaténés)

Le Tableau 27 nous montre la comparaison des dates des ancétres communs (TMRCA) de chaque
lignée du PPRV. Nous pouvons constater que les dates estimées du TMRCA pour chaque lignée sont
similaires d’une étude a 1’autre. La lignée III serait apparue en premier lieu, vers le milieu du XXéme
siécle, suivie rapidement de la lignée I, puis lignée II. L’étude de Clarke et al., effectué¢e avec un plus
grand nombre de souches de lignées IV (certaines n’étant pas dans le domaine public), situe I’ancétre
commun de la lignée IV en 1968, alors que les autres études placent le TMRCA de la lignée IV dans

les années 80. Selon nos analyses, la lignée IV serait arrivée en Afrique dans les années 90.

Les souches de la lignée II étant exclusivement présentes en Afrique de 1’Ouest, nous pouvons donc
estimer 1’apparition de cette lignée 11 dans cette région vers le milieu du XXéme siécle aux alentours

de 1955.

Tableau 27 Tableau de comparaison des dates des ancétres communs (TMRCA) de chaque lignée du PPRV

Type de génome ‘ TMRCA
Lignée 1 Lignée 11 Lignée II1 Lignée IV
Notre étude avec les 1968 95% 1961 95% 1955 95% 1988 95%
génomes complets HPD 1968- HPD 1952- HPD 1948- HPD 1978-
1969) 1969) 1980) 1998)
Notre étude avec les 1953 95% 1956 (95% 1949 95% 1984 95%
génomes incomplets HPD 1935- HPD 1944- HPD 1923- HPD 1972-
1968) 1967) 1968) 1996)
Etude de Clarke et al., 1956 95% 1958 95% 1958 95% 1968 95%
(génomes complet) HPD 1940- HPD 1945- HPD 1936- HPD 1946-
1966) 1966) 1973) 1980)
Etude de Muniraju et NA NA 1956 95% 1987 95%
al., (Génome complet) HPD not HPD 1957-
indicated) 1998)
Etude de la thése H. NA 1962 95% NA 1984 95%
Salami (géne H et N HPD 1951- HPD 1973-
concaténés) 1973) 1993)

Durant ce projet, nous avons pu séquencer le génome complet ou partiel de 22 souches PPRV du Mal,
du Sénégal et du Ghana, augmentant grandement le nombre de séquences disponibles pour I’ Afrique
de I’Ouest, et notre capacité a étudier I’histoire évolutive du virus dans cette région. Les efforts de




séquencage de la PPRV, notamment de souches historiques, doivent continuer pour mieux comprendre
I’origine du PPRV, son évolution et la dynamique de sa propagation.
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7 Discussion générale — Conclusion Perspective

La lutte contre les maladies animales transfrontaliéres est un énorme défi pour le développement des
productions animales en Afrique. La PPR fait partie des maladies virales les plus meurtriéres des petits
ruminants. La surveillance et le controle de cette maladie reposent avant tout sur un diagnostic
clinique et une confirmation au laboratoire. Dans les pays endémiques de PPR comme le Mali ou la
surveillance épidémiologique est de type événementielle, les foyers sont largement sous-déclarés. En
effet, en cas de fortes déclarations, les vétérinaires présents sur place ont peur d’étre sanctionnés et
jugés pour avoir mal travaillé. Le processus de déclaration suivi de diagnostic est pourtant essentiel
pour caractériser les souches virales présentes dans ces régions car il donne la possibilité de
comprendre ’écologie des virus responsables et d’établir les hypothéses épidémiologiques de leur
transmission et de leur circulation. Cependant dans les pays tropicaux d’¢levage extensif, dans
lesquels I’identification et la tragabilité animale sont inexistantes, il est extrémement difficile d’établir
les circuits de diffusion des animaux et des virus.

Au cours de cette thése, nous avons commencé dans un premier temps a mettre au point une nouvelle
technique qui permet de déterminer la lignée des échantillons de terrain par RT-PCR sans faire de
séquengage. En effet, dans la plupart des pays en voie de développement, tel que le Mali, n’ont pas la
possibilité de déterminer la lignée du PPRV de maniére rapide et facile car ils n’ont pas les moyens
d’accéder aux plateformes de séquencage. Cette technique va permettre de déterminer rapidement la
ou les lignées qui circulent dans un pays et de mettre en place de maniére rapide et efficace des
moyens de controle.

Nous avons ensuite étudié la diversité génétique du virus de la PPR au Mali, au Niger et les autres
pays de I’Afrique de I’Ouest a partir du géne partiel de la nucléoprotéine du PPRV. Notre étude sur le
Niger fut la premiére a caractériser les lignées de PPRV a circuler dans ce pays. Nos analyses nous ont
permis de déterminer que trois lignées ont circulé au Niger de 2001 a 2013 : les lignées I, Il et IV. Au
Mali, nous avons également trouve trois lignées, I, Il et IV entre 1999 et 2016. La détermination de la
lignée IV dans ces deux pays de I’ Afrique de 1’Ouest a mis en évidence I’introduction et la progression
de cette lignée d’origine asiatique dans les pays de I’Afrique de I’Ouest. Cependant, la lignée II reste
prédominante dans tous les pays d’Afrique de 1’Ouest. Au Mali, nos analyses nous ont montré qu’il
existe une grande diversité de la lignée II du PPRV dans plusieurs régions. Cette diversité est
certainement liée a la position centrale du Mali dans les mouvements commerciaux de bétails dans la
sous-région. Ces flux de commerces non contrdlés ont un rdle trés important dans la transmission
transfrontaliere du PPRV entre les pays de I’Ouest africain. Quant a la lignée I, décrite dans aucun
pays depuis les années 1990, il est apparu qu’elle est toujours présente au Mali dans certaines régions.
La persistance de cette lignée est certainement le résultat d’un isolement géographique I’excluant du
commerce de bétails.

Nous avons mise au point au cours de cette thése une technique de séquengage du génome complet du
PPRV. Ceci permet d’obtenir un grand nombre de séquences moléculaire du PPRV, notamment des
anciennes souches pour mieux comprendre leur origine.

En Afrique, toutes les lignées de PPRV sont présentes dont trois en Afrique de I’Ouest. Afin de mieux
comprendre les mouvements d’animaux, nous avons €tudié 1’histoire évolutive des lignées de PPRV
circulant sur le territoire Ouest africain a partir des séquences de génomes complets. Ces génomes sont
obtenus a partir de souches de PPRV obtenus entre 1999 et 2016. Grace a ces études, nous avons
confirmé la présence des 3 lignées de PPRV dans la région et leur diversité phylogénétique. Nous
avons également estimé la date d’apparition des différentes lignées en Afrique ainsi que le taux
d’évolution général du PPRV ainsi que de différentes lignées représentant des situations d’enzootie
(lignée II) et d’épizootie (lignée IV) de la maladie.
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La prise en compte de ces informations constitue un outil de prise de décision pour les institutions
régionales en charge de la surveillance et du contrdle de la peste des petits ruminants. Ils peuvent aider
a la mise en place d’une stratégie efficace de lutte régionale voire mondiale a 1’instar de celle qui fut
menée pour I’éradication de la peste bovine. La campagne d’éradication de la PPR par I’OIE et la
FAO est lancée et projette une éradication totale d’ici 2030. Le prélude obligatoire a cette éradication,
est I’amélioration du contréle de la maladie pour en diminuer I’incidence dans les zones atteintes. Le
constat actuel est que les 4 lignées virales sont présentes en Afrique, avec une forte prédominance des
lignées II et IV acquise a la faveur d’une conquéte rapide des territoires. Un tel phénomeéne pourrait
s’expliquer par une intensification des mouvements animaux en Afrique subsaharienne due a la
demande toujours croissante de sources de protéines certainement associée a une virulence plus
importante comparativement aux autres, des lignées Il et IV, maintenant présentes dans de vastes
zones.

L’observation dans 1’Ouest africain d’une diversité génétique importante et transfrontalicre de la
lignée II, traduit une situation d’endémicité de la maladie ou les troupeaux ne sont que faiblement
impactés par les souches circulantes, les fermiers peu inquiétés par la maladie, et les mouvements
transfrontaliers de bétail importants et difficilement contrélables. Cette situation rend le controle de la
PPR dans la région particulierement compliqué. Pour impacter durablement la persistance du virus,
une stratégie de lutte crédible doit étre basée sur (1) un recensement animal exhaustif, accompagné
d’un marquage des animaux, (2) une vaccination de masse du cheptel régional suivi de campagnes de
vaccination ciblées et régulieres, (3) du respect des closes sanitaires incluses dans les accords
interétatiques de transhumance et de commerce d’animaux. De grands programmes internationaux
sont annoncés pour le controle et I’éradication des maladies virales considérées comme priorités
internationales (PPR, FMD, rage...). Il appartient donc aux responsables de la santé animale de (1)
développer une approche intégrée et interdisciplinaire pour répondre aux questions d’épidémiologie
classiques et moléculaires ; (2) faire évoluer le concept « One Health » pour conjuguer les
compétences dans les domaines de santé humaine et animale ; (3) développer et utiliser de nouveaux
outils pour des systémes de surveillance et de contrdle innovants pour prévenir les foyers infectieux et
aider a la prise de décision. Ce dernier point implique non seulement ’utilisation des biotechnologies
pour la création vaccins innovant, thermostables et DIVA, mais aussi les approches de séquengage
haut-débit, avec ou sans a priori, et la métagénomique.

Au Mali, une réunion s’est tenue en Avril 2018 pour mettre en place une stratégie de controle et
d’éradication de la PPR. Il a été décidé de : (1) Mettre en place d’'une campagne de vaccination ciblant
les zones géographiques a risques ainsi que dans les zones transfrontalieres, (2) une sensibilisation des
chefs de villages, pour la mobilisation des ¢éleveurs a soumettre leurs animaux a la vaccination et (3)
une sensibilisation des exportateurs pour le respect des textes législatifs et réglementaires qui régissent
I’exportation afin de minimiser les risques. Le choix d’une stratégie de vaccination ciblée au lieu
d’une vaccination globale, coordonnée a un niveau régional, semble tres risqué, au vu des résultats
obtenus dans cette thése.
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