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Puisse mon travail contribuer a améliorer la surveillance et la lutte contre les arboviroses au

Burkina Faso.
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Résumé

Les arbovirus sont des virus appartenant a plusieurs familles de virus transmis aux vertébrés
par la piqlre de vecteurs arthropodes hematophages tels que les moustiques, les tiques et les
phlébotomes. lls circulent dans les régions tropicales ou subtropicales, principalement en
Afrique mais nous observons depuis quelques années une émergence de ces virus dans certaines
régions tempérées. L’infection par les arbovirus présente un tableau clinique qui varie en
fonction du virus allant d’une forme asymptomatique ou pauci-symptomatique a des formes
graves pouvant entrainer la mort. Au cours de ces derniéres années, nous assistons a une
réémergence des arbovirus en Afrique de 1’Ouest dont le Burkina Faso. Notre travail a consisté
a évaluer le risque arboviral au Burkina Faso par une surveillance selon une approche globale
d’un certain nombre d’arbovirus dont la présence a déja été identifiée au Burkina Faso, mais
aussi des arbovirus dont la circulation n’avait jamais été démontrée et dont nous soupgonnions
la circulation. Il s’agit des virus de la dengue, Usutu, du Nil occidental, Zika, O’nyong-nyong
et Chikungunya. Dans le cadre d’une approche One Health des échantillons de donneurs de
sang, de fievres d’étiologies inconnues, d’animaux (chevaux, chiens, poulets et pigeons) et de
moustiques ont ainsi été collectés et analysés selon des approches moléculaires (RT-PCR) et
sérologiques (ELISA, luminex et séroneutralisation). Les résultats obtenus montrent une
circulation des virus de la dengue (sérotypes 1, 2, 3 et 4) Usutu, du Nil occidental, Zika,
Chikungunya et O’nyong-nyong chez les donneurs de sang. Chez les animaux (chevaux, chiens
et pigeons), nous avons mis en évidence la circulation des virus Usutu et du Nil occidental. Nos
résultats montrent la nécessité de renforcer le systeme de surveillance des arbovirus au Burkina

Faso.

Mot clés : Arbovirose, circulation, surveillance, virus de la dengue, virus Zika, virus Usutu,

virus du Nil occidental, virus Chikungunya, virus O’nyong nyong, Burkina Faso.



Abstract

Arboviruses are viruses belonging to several families and transmitted to vertebrates by the bite
of blood-sucking arthropod vectors such as mosquitoes, ticks and sandflies. They circulate in
tropical or subtropical regions, mainly in Africa, but in recent years we have observed an
emergence of these viruses in certain temperate regions. Infection by arboviruses presents a
clinical picture that varies according to the virus, ranging from an asymptomatic or minimally
symptomatic form to severe forms that can lead to death. In recent years, we have witnessed a
re-emergence of arboviruses in West Africa, including Burkina Faso. Our work consisted of
assessing the arboviral risk in Burkina Faso through surveillance using a global approach for a
certain number of aboviruses which presence had already been identified in Burkina Faso, but
also for arboviruses which circulation had never been demonstrated and which circulation we
suspected. These were dengue, Usutu, West Nile, Zika, o'nyong-nyong and Chikungunya
viruses. Within the framework of a One Health approach, samples from blood donors, fevers
of unknown etiology, animals (horses, dogs, chickens and pigeons) and mosquitoes were
collected and screened using molecular (RT-PCR) and serological (ELISA, luminex and serum
neutralisation) approaches. The results obtained show the circulation of dengue (serotypes 1, 2,
3 and 4) Usutu, West Nile, Zika, Chikungunya and o'nyong-nyong viruses in blood donors. In
animals (horses, dogs and pigeons), we showed the circulation of Usutu and West Nile viruses.

Our results show the need to strengthen the surveillance system for arboviruses in Burkina Faso.

Keywords: Arbovirosis, circulation, surveillance, dengue virus, Zika virus, Usutu virus, West

Nile virus, Chikungunya virus, O’nyong nyong Vvirus, Burkina Faso.
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Introduction générale

Introduction générale
Les arbovirus (Arthropod-borne virus) sont un groupe de virus qui sont transmis aux
vertébrés par la pigQre de vecteurs arthropodes hématophages tels que les moustiques, les tiques
et les phlébotomes [1,2]. Chez les arthropodes, en plus de la transmission horizontale qui se
produit d'un homme ou d’un animal infecté a un vecteur ou d'un vecteur & un homme ou a un
animal via la salive pendant un repas de sang, il existe une transmission verticale c¢’est-a-dire
transmission du virus d’un vecteur femelle infecté a sa progéniture [3]. Les arbovirus
transmissibles a I’Homme font partie de plusieurs familles de virus que sont les Flaviviridae,
les Nairovidae, les Peribuyavidae, les Phenuiviridae, les Reoviridae, les Rhabdoviridae et les
Togaviridae [1,4] (Figure 1).
Arbovirus
| |
|

Flaviviridae | | Nairoviridae | | Peribunyaviridae | Phenuiviridae | Reoviridae | A Rhabdoviridae | | Togaviridae

Flavivirus Orthonairovirus‘ Orthobunyavirus‘ ‘Phlebovirus‘ ‘Coltivirus ‘Vesiculovirus‘ Alphavirus

| | L |
DENV | |CCHF [cev] RVFV CTFV VsV CHIKV

YFV
ZIKV
JEV
WNV
usuv

SNRNENRURNEY

Figure 1 : Principaux arbovirus pathogenes chez I’homme

DENV: virus de la dengue; YFV: virus de la fievre jaune; ZIKV: virus Zika; JEV: virus de
[’éncéphalite japonaise; WNV: virus du Nil occidental; USUV: virus Usutu; CCHFV: virus de la
fievre hémorragique Crimée Congo; CEV: virus de [’encéphalite de Californie; RVFV: virus de la
fievre de la vallée du Rift; CTFV: Virus de la fievre a tiques du Colorado; VSV: Virus de la

stomatite vésiculaire; CHIKV: Virus Chikungunya.



Introduction générale

Toutes ces familles de virus sont des virus a ARN, ce qui leur confére un taux de
mutation élevé leur permettant ainsi de s'adapter rapidement a I’évolution de l'environnement
[1,3]. Par ailleurs il existe une large gamme d’espéces d’arthropodes capables de transmettre
les arbovirus, principalement des moustiques ou des tiques, mais ¢galement d’autres
arthropodes comme les culicoides ou les phlébotomes. On estime ainsi a prés de 300, les types
de moustiques capables de transmettre les arbovirus avec une prédominance des genres Aedes
et Culex [5]. Aussi, environ 116 espéces de tiques et 25 espéces de moucherons ont été
identifiées comme pouvant transmettre les arbovirus [6].

Les signes cliniques observés lors des infections par les arbovirus peuvent étre
confondus avec d’autres maladies telles que le paludisme et la fievre typhoide [7]. Bien que la
majorité des infections aux arbovirus soient asymptomatiques, on peut observer souvent un
tableau clinique allant d’une fiévre 1égeére a un syndrome hémorragique parfois mortel en
fonction des virus [8-10]. Plusieurs arbovirus peuvent présenter un tableau clinique similaire
st bien qu’il est difficile de les différencier par rapport aux signes cliniques observés. Le
diagnostic biologique reste le seul moyen pour différentier ces infections [9,11]. Des
complications & type de fiévres hémorragiques sont observées avec des arbovirus tels que le
virus de la fievre jaune (YFV) et le virus de la dengue (DENV). Le virus Chikungunya
(CHIKV), le DENV, le virus du Nil occidental (WNV), le virus Usutu (USUV) et les virus des
encéphalites (virus de I’encéphalite équine de I’Est, virus de 1’encéphalite équine de 1’Ouest,
virus de I’encéphalite équine Vénézuélienne) sont responsables de complications a type de
méningo-encéphalite. Des polyalgies fébriles sont observées avec le DENV, le CHIKV et le
virus O’nyong nyong (ONNV).

Les arbovirus circulent dans les régions tropicales ou subtropicales, principalement en
Afrique mais nous observons depuis quelques années une émergence de ces virus dans certaines

régions temperées [12]. C’est le cas par exemple du sud de la France qui connait depuis 2014
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des cas autochtones d’infection au DENV, au CHIKV et au WNV [13]. En 2016, le premier cas
humain de I’infection par I’USUV en France a par ailleurs été identifié chez un patient
Montpelliérain atteint de paralysie faciale [14]. La dengue est aujourd’hui endémique dans plus
de 100 pays en Afrique, en Asie et en Amérique [15]. Certains arbovirus ont été introduits dans
des régions du monde ou ils n’existaient pas. C’est le cas du YFV qui a été exporté en Asie en
2016 par des voyageurs internationaux créant un risque majeur de santé publique, la population
asiatique n’étant pas vaccinée contre le YFV [16]. Le virus CHIKV circule désormais en
Amérique latine et dans les Caraibes. Le WNV s’est rapidement propagé en Amérique du Nord
et du Sud depuis son introduction aux Etats-Unis en 1999 [16].

Le nombre de virus émergents potentiels est considérable[17]. On estime a plus de 530
le nombre d’arbovirus connus, la plupart étant trés peu étudiés [18]. Au cours de ces dernieres
années, nous assistons a une réémergence des arbovirus en Afrique de 1’Ouest. Ainsi entre 2010
et 2020 des flambées de cas d’infection au DENV ont été rapportés au Burkina Faso, en Cote
d’lvoire et au Sénégal [19] ; des cas d’infection au CHIKV au Sénégal [20]; des cas d’infection
au virus Zika (ZIKV) au Cap Vert [21]; des cas de fievre de la vallée du Rift (RVF) au Niger
et au Sénégal [22,23].

Les autorités sanitaires et politiques, en particulier en Afrique, ne sont pas toujours
préparées pour faire face a I’émergence de nouvelles épidémies. L’épidémie de la maladie a
virus Ebola en Afrique de I’ouest en 2014-2016, 1’épidémie du ZIKV en Asie et en Amérique
du Sud et plus récemment la pandémie de la COVID-19 en sont des illustrations parfaites [24—
26]. La mise en place ou le renforcement des systémes de surveillance sont d’une importance
capitale pour que les pays puissent faire face a la survenue d’éventuelles épidémies. Etant donné
que I’émergence et la réémergence des infections virales font intervenir plusieurs facteurs
(environnementaux, humains et climatiques) les surveillances intégrées selon des approches

« One Health » ou « Santé Globale » doivent étre privilégiées. Nos travaux de thése s’inscrivent
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dans cette logique. Nous avons évalué le risque arboviral au Burkina Faso par une surveillance
selon une approche « One Heath » d’un certain nombre d’arbovirus dont la présence avait déja
été identifiée au Burkina Faso, mais aussi des arbovirus dont la circulation n’avait jamais été
démontrée et dont nous soupgonnions la circulation.

Le Burkina Faso, en plus d’étre endémique pour la dengue notifie chaque année des cas
sporadiques de Fiévre jaune. Le pays dispose depuis 2014 d’un laboratoire national de référence
des fievres hémorragiques virales (LNR-FHV) qui est chargé de la surveillance des virus
responsables de fievres hémorragiques y compris les arboviroses. Les techniques utilisées dans
ce laboratoire sont essentiellement des tests moléculaires alors que de nombreux arbovirus ont
des temps de virémies courts rendant souvent la détection des cas positifs par RT-PCR difficile.
Au vu de cela, des tests sérologiques peuvent s’avérer importants pour évaluer la circulation
des arbovirus dans le pays.

Notre travail de thése s’articulera autour de 4 chapitres :

— Le chapitre 1 qui va concerner I’état de 1’art dans lequel nous parlerons de 1’émergence
et de la réémergence des arbovirus, de la circulation des arbovirus en Afrique, de la
problématique diagnostic des arbovirus en Afrique et des généralités sur les Flavivirus
et les Alphavirus ;

— Le chapitre 2 ou nous présenterons nos objectifs et hypotheses de travail ;

— Le chapitre 3 ou nous présenterons nos résultats et nos productions scientifiques ;

— Le chapitre 4 ou nous ferons une discussion générale sur I’ensemble de notre travail et
les perspectives associées.

Nous terminerons par une conclusion générale.
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Chapitre 1 : Etat de I’art

l. Emergence et réémergence des arbovirus

Les problématiques liées aux maladies infectieuses émergentes se sont beaucoup
développées au cours de ces dernieres décennies [27]. Il est difficile de prédire quel virus peut
émerger dans un territoire donné ou si tel ou tel agent pathogéne franchira la barriere qui sépare
son réservoir naturel des populations humaines et déclencher une épidémie, d’autant plus que
le nombre de virus émergents potentiels est considérable [28,29]. L'émergence et la
réémergence des arbovirus sont des phénomeénes naturels amplifiés par I’empreinte de
I’Homme sur son environnement. Elles peuvent étre liées a I'évolution et a l'adaptation des
espéces, au développement du commerce international, au changement climatique, a
I'urbanisation et la croissance démographique incontrélée, a la migration des oiseaux [3,30—

33].

Le changement du comportement humain et I'écologie constituent des facteurs qui
influencent fortement I'émergence des maladies infectieuses [34]. Les mouvements de
populations, 1’agriculture et la déforestation ont ainsi favorisé 1’émergence de certains virus
[35,36]. En effet, les arbovirus circulent parmi les animaux sauvages dans un cycle enzootique
et ’'Homme a travers certaines activités telles que 1’agriculture et ou I’élevage se trouve ainsi
en contact étroit avec les réservoirs zoonotigques. Ce qui va favoriser une transmission des virus
de la faune sauvage aux humains [34,37]. La prévalence des maladies a transmission vectorielle
a considérablement augmenté ces dernieres années, en raison notamment de l'intensification
des voyages internationaux. Le nombre de cas a augmenté dans les régions endémiques, mais
nous assistons également a une émergence de certains virus dans de nouvelles régions ou les
virus n'avaient jamais circulé auparavant [30,38-40]. C’est le cas de certaines zones tempérées
en Europe [41,42]. Ce phénoméne s’explique d’une part par la présence de vecteurs compétents

tels que les moustiques et d’autre part par I’introduction des virus par des voyageurs revenant
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de zones tropicales endémiques ou par les migrations des réservoirs aviaires de certains de ces
virus ("'USUV et le WNV) [43,44]. Plusieurs pays européens sont devenus endémiques pour
certains arbovirus [45]. De plus, le contrdle et la prévention des maladies a transmission
vectorielle sont rendus difficiles a cause du développement de résistance des moustiques aux

insecticides [46].

Dans les pays en développement comme c’est le cas en Afrique de 1’Ouest, le
développement de I’agriculture et de 1’¢levage, I'augmentation de la densité de la population, le
transport accru des humains et des marchandises commerciales, I’urbanisation mal controlée et
la déforestation ont fortement contribué a I’émergence et a la réémergences des arbovirus dans
ces régions [31,38,47-49].

C’est I’exemple du Burkina Faso ou de nombreux arbovirus connus ont ré-émergé
récemment, notamment les virus de la fievre jaune (YFV), ou de la dengue (DENV). Ce dernier
a été impliqué en 2016 et 2017 dans des épidémies urbaines majeures déclenchant I’inquiétude

des autorités sanitaires [50,51].

1. Circulation des arbovirus en Afrique

L’ Afrique est le continent le plus touché par la circulation des arbovirus. En effet la majorité
des arbovirus ont émergé pour la premiére fois en Afrique et certains sont devenus endémiques
dans plusieurs régions [52]. La circulation des arbovirus en Afrique est probablement largement
sous-estimée a cause d’un manque de systeme de surveillance dans de nombreux pays ou les

arboviroses peuvent étre souvent confondues a d’autres maladies.

La circulation des arbovirus est intimement liée a la distribution des arthropodes, vecteurs
de ces virus et aux facteurs environnementaux et climatiques [53]. Ces dernieres années
plusieurs pays africains ont rapporté des cas d’émergences et de réémergence d’arbovirus. Le

ZIKV, le DENV, le YFV, le CHIKV et le virus de la fievre de la vallée du Rift (RVFV)
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semblent étre les virus qui circulent le plus en Afrique [54] (Tableau I). Plusieurs pays ont
rapporté des preuves moléculaires ou sérologiques de la circulation de ces virus chez ’homme,
chez I’animal et/ou chez les vecteurs. Ainsi, la circulation du ZIKV a été identifiée dans 14
pays africains essentiellement les pays d’Afrique subsahariennes (Burkina Faso, Sénégal,
Nigéria, Cameroun, République centrafricaine, Gabon, Angola, etc.) et un pays d’Afrique du
nord (Egypte) ; le DENV dans 36 pays africains notamment 1’ Afrique subsaharienne (Burkina
Faso, Mali, Sénégal, Nigéria, Bénin, Togo, Afrique du sud, Madagascar, Mozambique, Zambie,
Tanzanie, Namibie, Gabon, République démocratique du Congo, etc.). Le YFV quant a lui a
été detecté dans 30 pays africains majoritairement les pays d’Afrique Centrale (Angola,
Cameroun, Gabon, République centrafricaine, République démocratique du Congo, Tchad,
etc.) et de I’Ouest (Burkina Faso, Niger, Nigéria, Mali, Coéte d’Ivoire, Mauritanie, Sénégal,
etc.). On retrouve le CHIKV dans 26 pays principalement d’Afrique subsaharienne (Burkina
Faso, Sénégal, Nigéria, Cameroun, République centrafricaine, République démocratique du
Congo, Ouganda, Gabon, Afrique du Sud, Zimbabwe, Madagascar, etc.). Le RVFV a été
identifié dans 36 pays, quasiment tous les pays de I’Afrique Subsaharienne a I’exception de
quelques pays d’Afrique de 1’Ouest (Cote d’Ivoire, Togo, bénin Liberia et Sierra Leone) et
I’Egypte [54-56]. La circulation du WNV a été mise en évidence dans plusieurs pays africains
parmi lesquels on peut citer 1’Algérie, la République centrafricaine, la République
démocratique du Congo, I’Ethiopie, le Gabon, le Ghana, le Kenya, Madagascar, le Mali, le
Maroc, la Mozambique, la Namibie, le Nigéria, le Sénégal, la Sierra Leone, la Tanzanie, la
Tunisie, I’Ouganda et la Zambie [57]. L’ONNYV est endémique en Afrique Subsaharienne avec
une circulation dans les pays comme 1’Ouganda, le Kenya, la Tanzanie, le Nigéria, le Sénegal,
le Ghana, la Sierra Leone, la République democratique du Congo, la République centrafricaine,

le Cameroun le Malawi et la Mozambique [58].
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Tableau | : Résumé de la circulation des arbovirus majeurs en Afrique de 1’Ouest

Virus Famille Distribution

Virus Zika Flaviviridae Burkina Faso, Bénin, Guinée Bissau, Mali,
Nigéria, Sénégal.

Virus de la dengue Flaviviridae Burkina Faso, Bénin, Cote d’Ivoire, Gambie,
Ghana, Guinée, Guinée Bissau, Libéria, Mali,
Nigeéria, Niger, Sénégal, Sierra Leone, Togo.

Virus de la Fievre jaune Flaviviridae Burkina Faso, Bénin, Cote d’Ivoire, Gambie,

(Amaril) Ghana, Guinée, Guinée Bissau, Libéria, Mali,
Mauritanie, Nigeéria, Niger, Sénégal, Sierra
Leone, Togo.

Virus Chikungunya Alphaviridae Burkina Faso, Bénin, Coéte d’Ivoire, Guinée,
Nigeéria Sénégal, Sierra Leone.

Virus de la Fiévre de la Phenuiviridae  Burkina Faso, Gambie, Ghana, Guinée, Mali,

vallée du Rift Mauritanie, Niger, Nigéria, Sénégal.

Virus du Nil occidental Flaviviridae Cote d’Ivoire, Ghana, Mali, Nigéria, Sénégal,
Sierra Leone.

Virus O’nyong nyong Alphaviridae Cote d’Ivoire, Ghana, Nigéria, Sénégal, Sierra

Leone.

D’autres arbovirus moins bien connus circulent également en Afrique avec des incidences
moindres par rapport a ceux cités plus haut. Parmi ces arbovirus on distingue le virus Sindbis
(SINV) qui a une circulation qui s’étend de 1’ Afrique du Sud a I’Afrique de 1’Ouest avec des

cas rapportés en Ouganda, au Kenya, au Cameroun et en Egypte [52] ; un autre Alphavirus, le
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virus Semliki (SFV) isolé pour la premiere fois en 1942 en Ouganda a une circulation limitée
en Afrique du Sud, au Mozambique, au Cameroun en république Centrafricaine, en république
démocratique du Congo, au Nigéria, au Sénégal et en Ouganda [52]. L’USUV est I’un des
arbovirus pour lesquels nous avons le moins d’information sur sa circulation en Afrique avec
des cas identifiés dans seulement 14 pays dont 6 pays d’ Afrique de 1I’Ouest : Burkina Faso, Cote

d’Ivoire, Guinée, Mali, Nigéria et Sénégal [59,60].

I1l. Modes de transmission des arbovirus

1. Transmission vectorielle

Les arbovirus sont des virus zoonotiques qui circulent suivant 2 cycles (Figure 2) : un cycle
sylvatique et un cycle urbain ou domestique. Le cycle sylvatique se produit entre les vecteurs
arthropodes et les hétes sauvages (primates non humains, rongeurs, oiseaux, etc.) et le cycle
urbain ou domestique se produit entre les vecteurs et les humains ou les animaux domestiques
[61]. Les arbovirus transmis par les tiques tels que le virus de 1’encéphalite a tique (TBEV)
circulent entre les tiques et les petits vertébrés (rongeurs et certains carnivores) [62]. Les
arbovirus transmis par les moustiques tels que ’'USUYV, le WNV et le JEV circulent entre les
moustiques et les petits mammiféres mais aussi les oiseaux et parfois les reptiles [63-65].
L’Homme a travers certaines activités (agricultures, élevage) va se retrouver a proximité du
réservoir animal et s’infecter par la piqure des vecteurs sauvages. Les habitations a proximité
des zones forestiéres constituent des zones d’émergence ou le virus circule entre les humains et
certains vecteurs. L’homme a travers ses déplacements va introduire le virus en zone urbaine
ou les vecteurs urbains vont assurer la transmission et potentiellement creer ainsi des épidémies
(Figure 1).

Apres le repas sanguin sur un hote virémique, les arbovirus vont se répliquer dans
I’épithélium de D’intestin moyen du moustique. Lors de la piqlire d’un individu sain, le

9



Chapitre 1 : Etat de I’art

moustique infecté va déposer le virus au niveau des tissus cutanés. Le virus va ensuite se
répliquer au niveau des cellules musculaires et des cellules de Langerhans pour ensuite se

retrouver au niveau des ganglions lymphatiques et au niveau du sang [66].

-
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Figure 2 : cycle de réplication des arbovirus

i) Le cycle sylvatique se produit en zone forestiere ou les arbovirus circulent entre les hotes
sauvages les vecteurs ; iii) la zone d’émergence est constituée par les villages se trouvant a
proximité des foréts ; iii) le cycle urbain se produit en zone urbaine ou on a une circulation des

Flavivirus entre les vecteurs et les humains ou les animaux domestiques.

2. Transmission non vectorielle

Chez les humains et les animaux, il existe des voies de transmissions non vectorielles
(transmission par voie sexuelle et transmission par transfusion sanguine ou transplantation
d’organes chez les humains, transmission mére-enfant chez les humains et les animaux) pour

certains arbovirus ; chez certaines especes de moustiques et de tiques, on observe également
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une transmission transovarienne pendant laquelle la femelle infectée transmet le virus a sa

progéniture [67].

3. Les différents vecteurs des arbovirus

Les arbovirus sont transmis par quatre groupes d’arthropodes essentiellement : les
moustiques, les tiques, les phlébotomes et les culicoides. En plus d’étre des vecteurs, les
arthropodes constituent également des réservoirs des arbovirus puisqu’apres infection par un
arbovirus, ils restent infectés toute leur vie [68].

Parmi les arthropodes, ce sont les moustiques qui sont les plus impliqués dans la
transmission des arbovirus. Certains moustiques tels que les Aedes sont capables de transmettre
presque tous les arbovirus circulant en Afrique. C’est le cas des Flavivirus tels que le YFV, le
DENV, le WNV, I’USUV ; des Phenuivirus tels que le RVFV ; mais aussi des Alphavirus tels
que le SFV, le SINV et le CHIKV[54]. L’ONNYV est I’un des rare Alphavirus qui est transmis
par le moustique Anophele, également vecteur du paludisme [69]. Les moustiques Aedes sont
aujourd’hui présents dans presque tous les pays africains [54] (Figure 3). Aedes aegypti vit a
proximité des humains, pond ses ceufs dans des conteneurs artificiels créé le plus souvent par
I’Homme et se repose a l'intérieur des maisons [70]. Les Culex sont également impliqués dans
la transmission de plusieurs arbovirus parmi lesquels on retrouve le CHIKV, le WNV, I’'USUV

et le virus de I’encéphalite équine de 1’Ouest (WEE pour Western equine encephalitis virus).

Les tiques sont impliquées dans la transmission du TBEV et le virus de la forét de Kyasanur
(KFDV pour Kyasanur Forest disease virus) entre autres [71]. Certains arbovirus transmis par
les moustiques ont été occasionnellement isolés chez des tiques : il s’agit du WNV, du YFV,
du CHIKYV et du SINV. Le WNYV a été isolé en Egypte chez Argas lierinann [72] ; le YFV a

été isolé en République centre Africaine chez Amblyoinina variegatuni [73] ; Le CHIKV a été
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isolé au Sénégal chez Ornithodoros sonrai [74]. Le SINV a été isolé en Italie chez Hyalomma
marginntztm marginatum [75]. Cependant il n’a pas été démontré que ces tiques pouvaient étre

considérées comme des vecteurs de ces différents virus.

Le virus Oropouche est I’un des rare arbovirus transmis par un culicoide (Culicoides

paraensis). C’est un virus de la famille des Peribunyaviridae du genre Orthobunyavirus [4].
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Absence de données Aedes aegypti [J] Aedes aegypti et Aedes albopictus [l Aedes albopictus

Figure 3 : Distribution de Aedes aegypti et Aedes albopictus en Afrique

La couleur jaune représente les pays ou Aedes aegypti est présent, la couleur vert clair représente
les pays ou Aedes albopictus est présent ; la couleur vert foncé représente les pays ou Aedes aegypti

et Aedes albopictus sont présents.
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4. Hotes et réservoirs des arbovirus

Les arbovirus ont la capacité de se multiplier chez diverses especes animales. Parmi ces
animaux, on distingue les réservoirs chez lesquels une infection par le virus ne provoque pas de
maladie et les hotes chez lesquels une infection par le virus peut provoquer une maladie
apparente.

Les petits mammiféres, les marsupiaux, les reptiles, les oiseaux les primates non humains
sont les principaux hotes ou réservoirs vertébrés des arbovirus a transmission vectorielle
[10,76]. Certains animaux de plus grande taille, tels que les cerfs, les chévres, les moutons et
les chevaux peuvent servir également d'hétes de facon accessoire. Les hdtes accessoires ou « cul
de sac » épidémiologique sont des especes chez lesquelles la virémie est de courte durée et de
faible concentration ne permettant pas d’infecter d’autres vecteurs et de maintenir un cycle de
transmission : c’est le cas du WNV et de I’USUV chez I’Homme [77]. Dans certaines situations,
I’homme comme hote participe pleinement a dissémination et a I’amplification des arbovirus :

c’est le cas par exemple du DENV et du CHIKV [76].

IVV. Détection des arbovirus et problématique dans les pays a

ressources limitées

1. Méthodes générales de diagnostic des arbovirus

Il faut recourir aux diagnostics de laboratoire pour confirmer une infection par les arbovirus.
Le diagnostic biologique des arbovirus s’effectue soit par isolement du virus en culture ou
détection directe de I'ARN génomique viral dans les liquides biologiques (sang, urine, liquide
cephalo-rachidien) en fonction des virus pendant la phase aigiue de I’infection, ou dans le
cerveau suite a une encéphalite mortelle [66], soit par capture et détection de la protéine NS1
sécrétée ou a travers la réponse immunitaire de I'ndte (cas du DENV). Le diagnostic peut se
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faire également par la détection des anticorps IgM pendant la phase aigiie d’infection ou par la

détection des anticorps IgG entre la phase aigiie de I’infection et la convalescence [66,78].

Plusieurs techniques de diagnostic existent en fonction des marqueurs recherchés :
I’isolement du virus consiste a 1’observation des effets cytopathiques produits sur les cellules
infectées. Pour la détection du virus, des techniques de RT-PCR sont utilisées. Enfin, la
détection des anticorps peut se faire principalement par des techniques ELISA [79]. Des tests
de diagnostic rapides existent pour certains arbovirus tels que le DENV, le CHIKV et le WNV.
Ces tests rapides permettent de détecter les anticorps ou les antigénes de ces virus. Cependant,

ils souffrent d’un manque de sensibilité et de spécificité [80].

Bien qu’il existe de nombreux tests PCR commerciaux, la plupart des tests sont développés

en interne et manque souvent de standardisation.

Un test peu couteux ayant une trés bonne spécificité et sensibilité a été développé. C’est le
test d’amplification isotherme médiée par les boucles (LAMP) qui est une technique
d’amplification de I’ADN. La RT-LAMP combine 1’amplification isotherme médiée par les
boucles et une étape de transcription inverse comme dans le cas de la RT-PCR [81]. Dans ce
test, la séquence cible est amplifiée a une température constante de 60 et 65°C par utilisation
de 4 amorces (2 amorces externes et 2 amorces internes). Ce test a 1’avantage de ne pas utiliser

de thermocycleur [81,82].

Il existe de nombreux tests sérologiques aussi bien commerciaux que des tests dit
« maisons ». Cependant, ces tests sont difficiles a interpréter dans les pays d’Afrique de 1’Ouest
ou I’on observe une circulation de plusieurs arbovirus et pour lesquels, on observe des réactions
croisées. En effet il existe des réaction croisée entre les Flavivirus liées a la protéine E [83] mais
aussi entre les Alphavirus [84]. Par exemple le sérum d’une personne qui a déja ét¢ infecté par

le DENV peut réagir lorsqu’il est testé pour la recherche d’anticorps contre le ZIKV ou le WNV.
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Ces réactions croisées peuvent étre a 1’origine de résultats faussement positifs. Le test de
séroneutralisation ou test de neutralisation par réduction de plaque reste une bonne alternative
pour remedier au probléme de réactions croisées méme si ces tests manquent souvent de
standardisation et nécessitent du personnel trés bien formé et un équipement adéquat [7,85].
Ces tests de séroneutralisation nécessitent également des laboratoires de haut niveau de
biosécurité 2 ou 3 en fonction de la classification du virus. Trés peu de pays africains disposent
de laboratoires de niveau de sécurité 3 donc la séroneutralisation des virus de classe 3 tels que

le WNV, le CHIKYV et le DENV ne peuvent pas étre réalisée dans ces pays.

La séroneutralisation permet de quantifier le titre d’anticorps neutralisant spécifique dirigés
contre le virus [86]. Son interprétation peut cependant étre difficile chez les patients ayant des
antécédents de vaccination contre certains arbovirus en particulier les Flavivirus ou ayant déja

été infectés par d’autres arbovirus [86,87].

De nombreux efforts ont été consentis par I’OMS ces dernicres décennies afin d’améliorer
la surveillance et le controle de certains arbovirus a travers la mise a disposition des acteurs de
la santé des différents pays de nouvelles stratégies et de nouveaux outils de lutte [88]. En
Afrique de I’Ouest, certains pays ont mis en place des laboratoires nationaux de référence pour
la surveillance et le diagnostic des arbovirus tels que la dengue. C’est le cas par exemple du
Burkina Faso avec la création du LNR-FHV qui a en charge la surveillance et le diagnostic de
la dengue, des icteres fébriles et les autres maladies apparentées. A travers ce laboratoire le pays
amis en place en 2017 un systeme de surveillance par site sentinelle des arboviroses y compris

la dengue.
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2. Problématique du diagnostic des arbovirus dans les pays a ressources
limitées

Le continent africain fait face a la circulation de plusieurs pathologies ayant parfois des
symptomatologies similaires. Parmi ces maladies on peut citer le paludisme qui est endémique
dans plusieurs régions, la grippe, la rougeole, la dengue, la fievre jaune, le Chikungunya, la
fievre Lassa, la fiévre typhoides, les méningites bactériennes, la leptospirose, etc. [89]. Toutes
ces maladies peuvent avoir des présentations cliniques similaires si bien qu’il est impossible de
les différencier en se basant uniquement sur I’examen clinique. Les infections dues aux
arbovirus peuvent donc étre confondue avec d’autres pathologies, ce qui peut conduire a des
erreurs thérapeutiques dans la prise en charge des patients. En effet il existe des contre-
indications dans 1’utilisation de certains médicaments dans la prise en charge de certains
arboviroses. C’est le cas par exemple de la dengue ou I’utilisation des antiinflammatoires peut
augmenter le risque de survenu des formes hémorragiques [90]. Il est donc impératif de
diagnostiquer correctement ces maladies et cela passe indéniablement par le diagnostic de
laboratoire. Les tests de laboratoires comprennent les tests moléculaires (détection de I’ARN
viral par RT-PCR), les tests antigéniques et les tests sérologiques (recherche des anticorps par
ELISA) [89]. La réalisation de ces tests requiert des équipements de qualité et un personnel
bien formé; ce qui n’est pas toujours le cas des pays a faible revenu ou souvent les laboratoires
nationaux manquent d’équipements. Aussi les pénuries d’eau et le manque d’¢€lectricité dans

certaines régions impactent considérablement la qualité des analyses de laboratoire.

En Afrigue on note également une consultation tardive des patients dans les hépitaux donc
hors de la fenétre virémique de la plupart des arboviroses rendant la détection de I’ARN viral
et de I’antigene viral difficile. A cela s’ajoute les bulletins d’examen mal renseignés ou parfois

la date du début des symptdmes n’est pas mentionnée rendant le choix du test a réaliser
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compliqué. La combinaison des tests moléculaires et sérologiques semble étre le meilleur

moyen pour un diagnostic fiable dans ces cas de figure.

Le diagnostic des arbovirus n’est pas réalisé en routine dans de nombreux pays africains en
raison de I’existence d’autres maladies prioritaires telles que le paludisme et la tuberculose.

C’est uniquement lors des épidémies que le diagnostic est réalisé dans les laboratoires.

Certains pays africains disposent de laboratoires de références capables d’effectuer le
diagnostic des arbovirus. Cependant ces laboratoires sont situés dans les grandes villes alors
que la plupart des épidémies surviennent en zones rurales avant de se propager dans les grandes
villes. En cas de survenue d’épidémies en zone rurale, les échantillons doivent étre collectés
puis acheminés dans les laboratoires en ville pour étre analysés. Le manque de chaine de froid
dans la plupart de ces zones et le retard dans l’acheminement des échantillons li¢ a
I’inaccessibilité de certaines zones peuvent avoir un impact sur la qualité des échantillons
analyses. En effet certaines zones rurales en Afriques sont inaccessibles en raison de 1’état des
routes et/ou de I’insécurité. Pour pallier a ces problémes, les pays africains devraient opter pour
des laboratoires mobiles capables d’étre déployés prés des foyers épidémiques. En Afrique de
I’Ouest, un réseau de biostrété des pays du sahel a été mise en place en 2017. Ce réseau
coordonné par la fondation Mérieux et I’institut de microbiologie de la Bundeswehr a permis
aux 5 pays membres du réseau (Burkina Faso, Mali, Mauritanie, Niger et Tchad) de se doter de
laboratoires mobiles capables d’étre déployés dans des zones rurales ou forestieres ou les
ressources sont limitées [91]. Récemment le Sénégal a utilisé un laboratoire mobile capable de
réaliser des tests d’amplification par polymérase recombinante pour le diagnostic des

arbovirose dans un contexte de ressources limitées [92].
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V.  Les Flavivirus

De nombreux arbovirus sont des Flavivirus. Ce sont des virus d’environ 50 nm de diamétre
appartenant a la famille des Flaviviridae. Ce sont des virus a ARN monocaténaires enveloppés,
de sens positif d’environ 11 kilobases avec une structure en coiffe en 5’ dépourvue de queue
poly A en 3’ [93]. Leur génome est constitué d’un seul cadre de lecture (ORF) et code pour une
polyprotéine d’environ 3400 acides aminés. Apres clivage cette protéine va libérer 3 protéines
structurales (capside C, pré-membrane prM et enveloppe E) et sept protéines non structurales
(NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B, NS5) [94] (Figure 4). La nucléocapside est entourée
d’une bicouche lipidique dérivée de la cellule hote. La protéine C est responsable de
I’encapsidation et intervient dans la protection du matériel génétique. La protéine PrM est
impliquée dans la formation de I'enveloppe virale et joue un réle important dans le maintien de
la structure spatiale de la protéine E. Les protéines prM et E forment la structure de la surface
des virions. La protéine E participe a la fusion membranaire entre le virus et la cellule hote.
Les protéines non structurales interviennent dans la réplication virale, lI'assemblage, la

protéolyse, la maturation et la régulation de I'immunité de I'h6te [95].
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Figure 4 : (a) particule virale des Flavivirus (b) organisation génomique des Flavivirus

La figure (a) représente la structure de la particule virale des Flavivirus ou on peut apercevoir I’ARN
viral, la capside, |’enveloppe virale et la protéine de [’enveloppe E. La figure (b) représente le génome
des Flavivirus, il code pour une polyprotéine qui apres clivage par les protéases vont donner 3 protéines

structurales (capside C, pré-membrane prM et enveloppe E) et sept protéines non structurales (NS1,

NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B, NS5).
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Le genre Flavivirus comprend plusieurs arbovirus pathogénes pour I’Homme (Tableau 1)

parmi lesquels nous pouvons citer : le DENV, le YFV, le ZIKV, le WNV, le USUV, le JEV et

le TBEV [96].

Tableau Il : Principaux Flavivirus pathogénes pour I’homme

Virus Vecteur Réservoir Manifestations  Distribution
animal cliniques géographique
Virus de la Fievre  Moustique Primates non  Fievre, fievre Afrique, Asie,
jaune (YFV) Aedes, humains hémorragique, Europe,
Haemagog ictere Amériques,
gus Océanie
Virus de la Dengue  Moustique Humains, Fievre, rash, Afrique, Amérique,
(DENV) Aedes primatesnon  fievre Asie, Europe,
humains hémorragique Océanie, Pacifique
Virus Usutu Moustiqgue Oiseaux Encéphalites, Afrique, Europe
(USUV) Culex, méningites,
Aedes méningo-
encéphalite
Virus du Nil Moustique Oiseaux Fievre, Afrique, Amérique
occidental (WNV)  Culex, Encéphalites, du Nord, Europe,
Aedes méningites Moyen-Orient

21



Chapitre 1 : Etat de I’art

Virus Zika (ZIKV)  Moustique

primates non

Encéphalites,

Afrique, Amérique,

Aedes humains syndrome de Asie, Europe,

Guillain Barré,  Océanie, Pacifique
microcéphalies

Virus de Moustique Oiseaux, porcs Fiévre, Asie, Pacifique

I’encéphalite Aedes Encéphalites

japonaise (JEV)

Virus de Tique Petits rongeurs Fiévre, Asie, Europe

I’encéphalite a Ixodes Encéphalites,

tique (TBEV)

méningites

1. Le virus de la dengue

Adapté de : B. Tinto, D. Kania, T. Samdapawindé Kagone, A. Dicko, I. Traore, N. De

Rekeneire, B.W. Bicaba, H. Hien, P. Van de Perre, Y. Simonin, S. Salinas, Dengue virus

circulation in West Africa: An emerging public health issue, Medecine/Sciences. 38 (2022)

152-158. https://doi.org/10.1051/medsci/2022007.

1.1 Epidémiologie en Afrique

La dengue est endémique dans la plupart des régions tropicales et subtropicales dans

lesquelles elle constitue I’une des principales causes de maladie [97]. Elle s’est rapidement

répandue a travers le monde et plus de la moitié de la population mondiale vit actuellement

dans des zones a risque [97]. L’ Asie est le continent le plus touché suivi de I’Amérique et plus

récemment de I’ Afrique [98].
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La premiére épidémie de dengue documentée en Afrique a été celle survenue a Durban en
Afrique du Sud en 1927 [99]. Bien que des études supplémentaires soient nécessaires pour
mieux comprendre 1’épidémiologie de la dengue en Afrique, les données publiées rapportent
que 22 pays africains ont notifié des cas sporadiques ou des épidémies de dengue entre 1960 et
2010 [100]. La maladie est aujourd’hui endémique dans plus de 34 pays africains [101] (Figure
5). Le premier sérotype de dengue isolé en Afrique de 1’Ouest est le sérotype 1 isolé en 1964
au Nigéria [99]. Depuis lors, les quatre sérotypes du virus ont été identifiés en Afrique [101]

(Tableau I11).

Tableau 111 : Situation épidémiologique de la dengue en Afrique de 1’Ouest

Pays Année Sérotype Référence

1925, 2007, 2013, 2016,

Burkina Faso 1,2,3,4 [102-104]
2017
Cote d’ivoire 2006, 2007, 2008, 2017 3,2 [99,105]
1964-1968, 1972-1975,
Nigéria 1,2,3,4 [106,107]
2008, 2014

1932, 1987, 1993, 2002-
Ghana 2 [101,108]
2005, 2016-2017

Cap vert 2009 3 [101]
Mali 2006 2 [109]
Sénégal 1927, 1928, 2007, 2009 1,2,3,4 [99,101]
Togo 1987, 1993, 1999, 2002 - [101]
Bénin 1987, 1993,2006 - [99,101]
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Une transmission sylvatique due au sérotype 2 a été rapportée au Sénégal et au Burkina
Faso avec la notification de cas sporadiques. Les sérotypes 1 et 2 ont été rapportés comme étant
responsables de la majorité des épidémies sur le continent [13] (Figure 6). Cependant a partir
des années 2000, le sérotype 3 a également été détecté en Afrique de 1’Ouest et notamment au
Burkina Faso (en 2003, 2004, 2007 et 2014) et en Codte d’Ivoire en 2008, avant d’étre
responsable des épidémies survenues simultanément en 2009 au Sénégal [102,105]. Une étude
de séroprévalence a montré une circulation de la dengue au Mali en 2006 [109]. Le sérotype 4,
qui n’avait jamais été associé¢ a une épidémie en Afrique, a été détecté pour la premiére fois en
Angola et en 1980 au Sénégal [50,99]. Plus récemment en 2016, une épidémie de DENV 1, 2
et 3 avec des manifestations hémorragiques a été notifiee au Burkina Faso [103]. Environ 1300
cas avaient été rapportés [50]. La Cote d’Ivoire a également connu une épidémie de dengue en

2017 et le Ghana a enregistré des cas de dengue entre 2016 et 2017 [108].
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[ Pays ayant rapporté des cas de dengue

Erythrée

Djibouti
Gambie
Guinée Bissau

Céte d'Ivoire Togo Rwanda

Burundi

Guinée équatoriale

Malawi

Figure 5 : Distribution de la dengue en Afrique

La couleur vert olive représente les pays africains ayant déja notifié des cas dengue. On observe
que la dengue est présente dans presque tous les pays africains a l’exception de quelques pays

ou il n’existe pas de données.
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Figure 6 : Distribution des sérotypes de la dengue en Afrique de 1I’Ouest

La couleur orange représente les pays Ouest africains ayant identifié les sérotypes de dengue
circulant ; la couleur jaune représente les pays pour lesquels les sérotypes de dengue n’ont pas

été identifiés.

1.2 Virologie

Le virus de la Dengue (Dengue virus, DENV) appartient a la famille des Flaviviridae, et au
genre Flavivirus. Il existe quatre sérotypes du virus: DENV-1, DENV-2, DENV-3 et DENV-4.
Les sérotypes sont antigéniquement similaires, bien que suffisamment différents pour ne pas
conférer une protection croisée a long terme. C’est un virus enveloppé d’un diameétre d’environ

50 nm dont le génome est constitué d’un ARN simple brin de polarité positive d’environ 10
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700 nucléotides (Figure 7). Le génome code pour 3 protéines structurales formant les
composants du virion et 7 protéines non structurales (NS) impliquées dans la réplication de
I'’ARN viral [111]. Les 3 protéines structurales sont des composants de la particule virale mature
et regroupent la protéine membranaire (prM/M), de la protéine d'enveloppe (E) et de la protéine
de capside (C). La glycoprotéine E est impliquée dans la liaison du virus aux récepteurs
cellulaires, dans I’hémagglutination des érythrocytes et dans I’induction de la réponse
immunitaire de I’hote viral [111]. Les proteines NS quant & elles sont uniquement exprimées
dans la cellule infectée et sont impliquées notamment dans le contrdle de la réplication virale.
On retrouve ainsi les protéines NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B et NS5 [111]. NS1 et
NS4B sont associées a la pathogénicité de la dengue. Il existe une corrélation entre la
concentration plasmatique de la protéine NS1 et la sévérité clinique de la maladie [112]. Cette
protéine virale est décrite comme pouvant interagir avec le systtme immunitaire de I'hote et
moduler les réponses des lymphocytes T, pouvant étre utilisés comme marqueurs diagnostiques

de l'infection [24].
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Figure 7 : Structure du virus de la dengue

Figure représentant la structure de la dengue ou on peut apercevoir I’ARN génomique entouré

de la capside, les protéines structurales M et E et les lipides membranaires.

1.3 Modes de transmission

La dengue est transmise par la pigQre des moustiques du genre Aedes, principalement Aedes
aegypti et Aedes albopictus [114]. Aedes aegypti est originaire d'Afrique [101] et est présent au
Burkina Faso. La transmission de la dengue se fait selon deux cycles: un cycle sylvatique au
cours duquel le virus circule entre les primates non humains et les moustiques du genre Aedes
(Aedes luteocephalus et Aedes furcifer) et un cycle urbain pour lequel le virus circule entre les
humains et les moustiques urbains du genre Aedes (Aedes aegypti, Aedes albopictus) [114]
(Figure 8). Les moustiques de type Aedes ont une activité diurne c’est-a-dire qu’ils prennent
leur repas sanguin principalement pendant la journée. Le virus se réplique chez le moustique

qui s’infecte a la suite d'un repas sanguin sur des hotes vertébrés ayant une virémie ¢levée [88].
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La période habituelle de virémie chez ’'Homme est d’environ cing jours [88]. Le virus, une fois
chez le moustique, migre du tractus intestinal jusqu’aux glandes salivaires : ce processus appelé
phase extrinséque dure environ 10 jours et peut étre accéléré lorsque la température ambiante
est élevée [88]. Apres cette période d’incubation, le moustique peut infecter I’Homme lors d’un

repas sanguin via I’injection de salive chargée de particules virales infectieuses [88].

Bien que le mode de transmission privilégié de la dengue soit par piqlre de moustique,
plusieurs autres modes de transmission non vectorielle ont été rapportés. Ainsi, des cas de
transmission par transfusion sanguine [115], par accident d’exposition aux liquides biologiques
chez les personnels de santé ou transmission nosocomiale [116] et de transmission mere-enfant

(transmission verticale) [117], en particulier par I’allaitement maternel [118], ont été notifiés.
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Cycle sylvatique Zone d’émergence Cycle humain

Aedes luteocephalus (Afrique) Aedes furcifer (Afrique) Aedes aegypti(mondial)
Aedes furcifer (Afrique) Aedes albopictus (Asie du Sud-Est) Aedes albopictus (mondial)
Aedes niveus spp (Asie du Sud-Est) Aedes polynensiensis (Polynésie)

Figure 8 : Cycles de transmission du virus de la dengue

i) Le cycle sylvatique se produit en zone forestiére et implique les primates et les moustiques
sauvages du genre Aedes ; ii) Zone d’émergence constituée par les habitations a proximité de ces
foréts ou le virus circule entre les humains et les moustiques du genre Aedes ; iii) Cycle urbain
impliquant les humains et les moustiques urbains du genre Aedes ; iv) Transmission

transovarienne (TTO) chez le moustique.

1.4 Manifestations cliniques

La période d'incubation de la dengue varie d’une personne a I’autre et est fonction de
I’immunité de 1’h6te [119]. Elle est de quatre a sept jours pouvant atteindre onze jours chez les
personnes partiellement immunisées [119]. En fonction du tableau clinique, 1’OMS
(Organisation mondiale de la santé) classe la dengue dans deux catégories : la dengue avec ou
sans signe d’alerte et la dengue sévére. Aprés infection, le virus va infecter les cellules

dendritiques immatures de la peau par I’intermédiaire des récepteurs non spécifiques tels que
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DC-SIGN (dendritic cell-specific intercellular adhesion molecule-3-grabbing non-integrin).
Aprés maturation, les cellules dendritiques infectées vont migrer vers les ganglions
lymphatiques ou les antigenes viraux seront reconnus par les cellules T, déclenchant ainsi les
réponses immunitaires cellulaires et humorales [88]. Certaines études ont montré également
une réplication importante du virus de la dengue dans les cellules parenchymateuses du foie et

dans les macrophages des ganglions lymphatiques du foie et de la rate.

Il existe une diversité génétique importante au sein des différents sérotypes de dengue dont
certains sont le plus souvent associés a des formes graves de dengue. Certaines études tendent
amontrer que le sérotype 2 serait plus susceptible a provoquer des cas graves [120]. Par ailleurs,
une infection séquentielle par différents sérotypes de virus de la dengue augmenterait le risque
de complications pouvant entrainer un syndrome de choc (diminution aigué du volume
intravasculaire résultant de la fuite plasmatique ou sanguine) et le déces [83]. Ce phénomene
dépendant du processus de facilitation de I’infection par des anticorps préexistants, en anglais
ADE (Antibody-Dependant Enhancement), stipule que les anticorps, produits par les
lymphocytes B mémoires réactivés, ne peuvent pas neutraliser un sérotype viral différent lors
d’une infection ultérieure [121]. Ces anticorps formeraient alors des complexes avec les
particules  virales qui favoriseraient I’infection des cellules du complexe
monocyte/macrophage. On observe alors une réplication virale plus importante qui peut
entrainer une aggravation de la maladie. Aussi, ’infection des éléments du complexe
monocyte/macrophage entraine une expression d’antigénes viraux et une augmentation des
lymphocytes T mémoire a réactivité croisée [122]. Ces lymphocytes produits lors d’une primo
infection se multiplient massivement lors d’une seconde infection et sécrétent en abondance de
nombreuses cytokines pro-inflammatoires, telles que I’IFNy (interféron gamma) et le TNFa
(facteur de nécrose tumorale alpha), ce qui serait a 1’origine de la perméabilité capillaire

observée lors de la maladie [121]. En effet, en réponse a I’infection, les cellules mononucléaires
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vont produire et sécréter des médiateurs vasoactifs qui vont entrainer une augmentation de la
perméabilité vasculaire provoquant ainsi un syndrome de perméabilité vasculaire aigue [123].
La sévérité de ce syndrome est fonction de 1’age et serait plus sévere chez les jeunes enfants
[88]. Le mécanisme d’effet ADE a été également observé avec des patients ayant été exposé au

virus Zika et ayant contracté la dengue par la suite [124].

La survenue des formes graves pourrait également étre liée a des facteurs génétiques. Ainsi,
les africains et les personnes d'ascendance africaine pourraient avoir une certaine résistance
génétique a la dengue [125]. En effet pour tester I’effet ADE de la dengue, une étude a été
réalisée sur deux types de cellules mononucléées périphériques du sang de personnes
d’ascendance africaine et de personnes d’ascendance europeenne : des cellules avec des
anticorps anti-dengue 1 et des cellules sans anticorps anti-dengue. Les cellules ont été infectées
par le sérotype 2 du virus de la dengue. Les résultats obtenus ont montré que le virus ne se
réplique pas dans les cellules des personnes d’ascendance africaine avec ou sans anticorps anti-
dengue 1 alors qu’on observe une augmentation frappante de la multiplication virale dans les

cellules des personnes d’ascendance européenne qui avaient des anticorps anti-dengue 1 [125].

Bien que la majorité des cas de dengue soit asymptomatique ou bénin, certains patients
peuvent présenter une large gamme de manifestations cliniques allant d’une simple fiévre a des
formes graves voire mortelles [83]. La fievre s'accompagne souvent d’autres symptomes tels
que la myalgie, ’arthralgie, I’anorexie, des douleurs rétro-orbitaires, des nausées et
vomissements, un mal de gorge, des céphalées, une éruption cutanée. Dans les formes graves,
encore appelées dengues hémorragiques, les patients présentent une thrombocytopénie (nombre
de plaquettes compris entre 50 000 et 100 000 mm?), une fuite plasmatique marquée par une
augmentation du taux d’hématocrite, un épanchement pleural avec une hypoalbuminémie ou
une hypoprotéinémie, une augmentation de la perméabilité vasculaire pouvant entrainer des

complications hémorragiques majeures ou mineures avec ou sans syndrome de choc.
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On observe également chez certains patients des atteintes neurologiques. Les sérotypes 2 et
3 ont été identifiés comme ceux entrainant le plus de complications neurologiques [126]. Des
antigénes viraux de la dengue ont été détectés dans le systéme nerveux central ainsi que dans
le liquide céphalo-rachidien [126]. Certaines études ont rapporté des complications
neurologiques a type de syndrome de Guillain Barré, de my¢lite, d’encéphalites et de
méningites [126]. Par ailleurs une étude sur des modéles murins a montré que le virus de la
dengue pouvait entrainer une rupture des jonctions serrées de la barriére hémato-encéphalique
et causer un cedéme cérébral vasogénique. Ce phénomeéne qui semble se produire également
chez I’homme est provoqué par une réponse immunitaire cytokinique induite par I’infection

[127].

1.5 Diagnostic biologique du virus de la dengue

La réaction en chaine par polymérase a transcription inverse (RT-PCR) et les tests immuno-
enzymatiques de capture d'antigéne (ELISA) ont progressivement remplacé I'isolement du virus

qui était la méthode de diagnostic traditionnelle pour détecter une infection par le DENV [83].

L’algorithme diagnostic est basé sur la cinétique des marqueurs de I’infection (Figure 9).
Au cours d’une infection primaire, le virus et la protéine NS1 peuvent apparaitre tres tot au
début de la maladie. Les IgM apparaissent autour du troisieme jour de la maladie et les IgG vers
la fin de la période aigué c’est-a-dire environ sept jours apres les premiers signes cliniques.
Lors d’une infection secondaire, ce sont les IgG qui apparaissent au début de la phase aigué de

la maladie avec un délai plus court de détection de NS1 et du virus [83].

La technique de RT-PCR permet la détection de I’ARN viral dés le début de la maladie avec

une bonne spécificité et une bonne sensibilité.
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Figure 9 : Chronologie de Il'apparition des biomarqueurs de la dengue chez les patients
présentant une infection primaire et secondaire

Lors d’une infection primaire, I’ ARN et la protéine NS1 apparaissent trés tot au début de la maladie
suivit des IgM qui apparaissent autour du troisieme jour de la maladie et enfin des IgG vers le

septiéme jour ; lors d’une infection secondaire, les IgG apparaissent au début de la phase aigué de
la maladie avec un délai plus court de détection de NS1 et de I’ARN viral.
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Il existe aussi des tests de diagnostic rapide homologués par I’OMS (SD Bioline de Abbott®)
pour le diagnostic de la dengue qui pourraient étre utilisés pour orienter les cliniciens dans la
prise en charge clinique. Ces tests permettent de mettre en évidence la protéine NS1 et les

Immunoglobulines M et G avec une spécificité de 98% et une sensibilité de 92%.

2. Levirus Zika

2.1 Epidémiologie

Le ZIKV a été identifié pour la premiére fois en 1947 chez un singe rhésus dans la forét
Zika en Uganda et le premier cas humain a été rapporté en 1954 au Nigéria [128]. Avec
seulement 14 cas humains rapportés avant 2007 [129], le virus est aujourd’hui endémique dans
toutes les régions tropicales du monde : Afrique, Amériques, Asie du Sud-Est et Asie du Sud-
Est [130]. Entre 2007 et 2008 des épidémies ont été notifiés dans 1’ile de Yap en Micronésie,
au Gabon et au Sénégal [131-133]. Les plus grosses épidémies de la maladie au virus Zika ont
été celles survenues entre 2013 et 2016 en Polynésie francaise, en nouvelle Calédonie, en
Colombie, au Cap Vert et au Brésil [134-138]. La Floride a déclaré 1471 cas de ZIKV entre
2016 et 2018 dont 299 chez des femmes enceintes [139]. Des cas autochtones de transmission

du ZIKV ont été rapportés en France métropolitaine en 2019 [140].

En Afrique, plusieurs pays ont rapporté des preuves moléculaires ou sérologiques de la
circulation du ZIKV chez les humains depuis son apparition [89]. La majorité des cas concerne
les anticorps (Figure 10). La circulation du virus ZIKV n’a jamais été clairement établie au
Burkina Faso malgré la surveillance des arboviroses mise en place depuis 2016 [141]. Une
enquéte sérologique en population générale réalisée de 1963 a 1964 avait montré une preuve
sérologique de la circulation du virus ZIKV en république de Haute-Volta actuelle Burkina
Faso [142].
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Figure 10 : Distribution géographique du virus Zika en Afrique

La couleur vert foncé représente les pays africains dans lesquels des preuves moléculaires ou

sérologiques de la circulation du virus Zika chez les humains ont été rapportées

2.2 Virologie

Le virus Zika (ZIKV) est un virus enveloppé a ARN monocaténaire de polarité positive
d’environ 50 nm de diamétre appartenant a la famille des Flaviviridea au genre Flavivirus.
Comme le DENV, son génome d’environ 10,8 kilobases a un seul cadre de lecture (ORF) et
code pour 3 protéines structurales (protéine de capside C, protéine de pré membrane prM et
protéine de I’enveloppe E) et 7 protéines non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A,

NS4B et NS5) [143]. Les protéines structurales participent a la formation de la particule virale.
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La protéine C forme la capside; la protéine prM est un précurseur de la protéine M qui est
integrée dans la membrane virale ; la protéine E forme I’enveloppe et participe également au
cycle viral en favorisant la fixation et la fusion du virus aux cellules de I’hdte. Les protéines
non structurales jouent un rdle dans la réplication et a 1I’encapsidation du génome viral ;
elles s’associent aux membranes cellulaires du réticulum endoplasmique ou elles forment un
complexe de réplication dans lequel la protéine NS5 assure la réplication de I’ARN viral par

son activite ARN-polymérase ARN dépendante [144].

Il existe deux lignées du ZIKV : une lignée asiatique et une lignée africaine [145]. Méme si
la totalité des épidémies rapportées a été associée a la souche asiatique [146], plusieurs études
tendent a montrer que la lignée africaine serait dans certaines conditions plus virulente que la
lignée Asiatique et incite donc également a la vigilance concernant la circulation de cette lignée

[147-150].

2.3 Modes de transmission

Il existe deux principales modes de transmission pour le ZIKV : la transmission vectorielle
et la transmission non vectorielle (transmission par transfusion sanguine, par accident
d’exposition aux liquides biologiques chez les personnels de santé ou transmission
nosocomiale, transmission meére-enfant et transmission sexuelle). Le mode de transmission

vectorielle reste cependant le principal mode de transmission.

— Transmission vectorielle

Le virus Zika se transmet a I’homme par la piqire d’un moustique de genre Aedes
principalement Aedes egypti et Aedes albopictus [151,152]. Le cycle sylvatique est maintenu
par les moustiques du genre Aedes (Aedes africanus, Aedes furcifer, Aedes taylori) et les
primates non humains. Le cycle urbain est assuré par les moustiques urbains du genre Aedes

(Aedes aegypti, Aedes albopictus) et les humains (Figure 11). L’homme peut servir d’hote
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occasionnel pendant le cycle sylvatique mais aussi d’hote primaire dans les zones ou il n’y a
pas de primates non humains. Les anticorps du ZIKV ont été identifiés chez certains

mammiféres dont certains rongeurs mais leur role de réservoir n’a pas été démontré [153].

— Transmission non vectorielle

% Transmission par transfusion sanguine

Des cas probables de transmission du ZIKV par transfusion de plaquettes ont été rapportés
au Brésil méme si la possible transmission vectorielle n’a pas été complétement exclue
[154,155]. Pendant 1’épidémie de ZIKV survenue en Polynésie francaise entre 2013 et 2014,
I’ARN viral a été détecté par RT-PCR chez 2,8% (42/1505) des donneurs de sang
asymptomatiques [156]. Par ailleurs de I’ARN viral a été détecté chez des donneurs de sang
aux USA et a Porto Rico [157,158].

% Transmission par accident d’exposition aux liquides biologiques

La premiere suspicion de transmission du ZIKV par accident d’exposition au sang date de
1963 chez une personne travaillant dans un laboratoire en Ouganda [159]. L’hypothése de ce
mode de transmission a été confirmée quelques années plus tard lorsque le ZIKV a été isolé en
1973 chez une personne travaillant dans un laboratoire sur les arbovirus [160]. Trois autres cas
d’infections par le ZIKV acquises au laboratoire ont été rapportés en 1980 par « I'American
committee on arthropod-borne viruses » [161]. Plus récemment quatre cas de transmission du
ZIKV liée aux activités de laboratoire ont été identifiés aux USA entre 2016 et 2019 [162].
Parmi ces quatre cas, deux étaient associés a des blessures par piqlre d’aiguille infectée et pour
les deux autres cas, la voie de contamination n’a pas pu étre clairement détermineée.

R/

¢ Transmission par voie sexuelle

Une probable transmission par voie sexuelle avec le ZIKV a éte rapportée en 2008 aux USA

[163]. 1I s’agissait d’un scientifique américain qui avait séjourné au Sénégal et qui a
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probablement transmis le ZIKV a son épouse. En effet, six jours aprés son retour du Sénégal il
a développé des symptdmes faisant penser a la maladie ZIKV. Quatre jours plus tard, son
épouse avec qui, il a eu des relations sexuelles développait des symptémes similaires alors
qu’elle n’avait pas voyagé a I'étranger l'année précédente. Les résultats des tests sérologiques
réalisés chez les deux patients étaient positifs au ZIKV. Les tests moléculaires pour la détection
de I’ARN viral et les tests d’isolement du virus ont été cependant négatifs.

L’analyse du sperme d’un patient présentant une hémospermie pendant I’épidémie de ZIKV
survenue en Polynésie francaise en 2013, avait permis 1’isolement du virus par culture et la
détection d’une charge virale élevée dans le sperme [164].

Méme si la plupart des cas de transmission par voie sexuelle s’effectue d’un homme
symptomatique a une femme, des cas de transmission sexuelle d’homme asymptomatique a une
femme, d’homme a homme, de femme a homme ont été également documentés [165-167].
De nombreuses études rapportent que le ZIKV est détectable dans le sperme par PCR ou par
culture virale jusqu’a 24 jours a 69 jours apres le début de la maladie [168-170]. Le plus long
temps de persistance du virus dans le sperme était de 188 jours apreés le début de la maladie
[171].

L’Organisation mondiale de la santé (OMS) et le Centre pour le contréle et la prévention
des maladies (CDC) recommandent aux hommes infectés par le ZIKV qu’ils soient
symptomatiques ou non, de se protéger pendant les rapports sexuels jusqu’a 6 mois apres le
début de I’infection [172].

% Transmission mere-enfant (transmission verticale)

L’ARN viral du ZIKV a été détecté dans des tissus cérébraux des foetus avortés et dans le
placenta avec un nombre accru d'anomalies neuro développementales néonatales confirmant
ainsi la transmission verticale du ZIKV [173,174]. La transmission du ZIKV de la mére infectée

au foetus a des effets néfastes sur le feetus tels que la microcéphalie et des anomalies oculaires
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et squelettiques [175,176]. L’infection pendant la grossesse peut également entrainer des
dysfonctionnements placentaires pouvant aboutir a des fausses couches [177]. Une étude
réalisée au Brésil rapporte 7% de mort feetale dans les grossesses ot les femmes étaient infectées

par le ZIKV [178].

Le risque probable de transmission verticale du ZIKV varie en fonction de I’age de la
grossesse [179]. Ce risque est estimé a 47 % lorsque I’infection de la mére survient au premier

trimestre de la grossesse, 28 % au deuxieme trimestre et 25 % au troisieme trimestre [179].

®,

% Autres modes de transmission potentiels

Bien qu’il n’existe pas de preuves absolues de transmissions du ZIKV par 1’allaitement
maternel, une étude a montré la présence de particules virales infectieuses dans le lait maternel
[180]. En effet, ’ARN du ZIKV a été détecté dans le lait maternel de neuf femmes allaitantes
parmi lesquelles trois présentaient des particules virales infectieuses a la culture [180-183].
Deux nourrissons de deux meéres chez qui la culture n’a pas montré de particules infecticuses
présentaient des signes d’infection au ZIKV. Au final les données étaient insuffisantes pour
conclure & une transmission du ZIKV par allaitement maternel [184]. Sur cette question, I’OMS
suggere que les avantages de 1’allaitement maternel priment sur les risques de transmission du
ZIKV par cette voie [184].

L’ARN du ZIKV a été également identifié dans d’autres fluides corporels tels que les urines,
la salive, le liquide amniotique, le liquide céphalo-rachidien, I'humeur aqueuse, le liquide
conjonctival et les préléevements nasopharynges [185-188]. Cependant il n’existe pas de

preuves de transmission du virus via ces fluides.
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Figure 11 : Cycle de transmission du virus Zika

i) Le cycle sylvatique se produit en zone forestiére ou le virus circule entre les primates non
humains et les moustiques sauvages du genre Aedes ; ii) les humains qui vivent a proximité
des foréts peuvent se faire piquer par les moustiques sauvages du genre Aedes ; iii) le cycle
urbain se produit en zone urbaine et implique les humains et les moustiques urbains du genre
Aedes ; iv) Transmission non vectorielle chez [’homme (transfusion sanguine, relation sexuelle

et transmission mere-enfant).

2.4 Manifestations cliniques

La majorité des patients sont asymptomatiques [189]. Le tableau clinique de I’infection par

le virus Zika a été correctement établi apres les épidémies survenues a Yap et en Polynésie
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frangaise. Pendant ces épidémies, les symptdmes les plus courants étaient la fiévre, les éruptions
cutanées, l'arthralgie et la conjonctivite [131]. Le méme tableau clinique a été observé pendant
les épidémies de Polynésie francaise et du Brésil [146,190]. Au cours de ces derniéres
épidémies, de nombreux cas de complication de type de syndrome de Guillain-Barre et de
microcéphalies chez les enfants nés de meéres infectées ainsi que d’autres syndromes
neurologiques ont été observes [191]. Le Brésil est le pays qui a été le plus touche par le virus
Zika avec 1’épidémie de 2015/2016 avec plus de 128 000 cas confirmés au cours de laquelle
plus de 5400 cas ont éte notifies avec la mention de complications neurologiques [134,192]. La
microcéphalie qui est une réduction du périmetre cranien est provoquée par une infection par
le ZIKV des cellules souches neurales pendant le premier trimestre de la grossesse [193-195].
Certains enfant sont nés normaux mais ont connus un ralentissement de la croissance de la téte
développant ainsi une microcéphalie post naissance [196]. Par ailleurs chez certains enfants des

problémes cognitifs durant leur développement ont été signalés [197].

L’OMS déclarera plus tard en 2016 I’infection par le virus Zika comme étant une urgence

de santé publique de portée internationale [198].

2.5 Diagnostic biologique du virus Zika

L’OMS a établi trois définitions de cas pour I’infection au ZIKV [145] :

— Cas suspect : tout patient présentant une éruption cutanée et au moins deux des signes
suivants : fiévre, conjonctivite, arthralgie, myalgie et ou cedéme péri articulaire.

— Cas probable : tout patient qui répond aux critéres d’un cas suspect avec des anticorps

IgM Zika, sans preuve d’infection par d’autres Flavivirus.
— Cas confirme : tout patient qui répond aux critéres d’un cas suspect chez qui le

laboratoire a confirmé une infection récente par le virus Zika.
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Ces tests de confirmations au laboratoire concernent la détection de I’ARN viral dans le
sang total, le sérum, les urines, la salive et les tissus ou la détection des anticorps neutralisants

par séroneutralisation ou la détection du génome viral dans les échantillons d’autopsie [145].

Le choix du test a réaliser dépend du stade de I’infection au ZIKV (Figure 12) [152].

Début des symptomes IgG

A . Virurie
Piqlre de moustique

E Virémie

AN 2
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Figure 12 : Cinétique d’apparition des marqueurs biologiques au cours d’une infection par le
virus Zika.
L’ARN viral est présent dans le sang jusqu’environ 5 jours apres le début des symptomes ; il
persiste dans les urines jusqu’a une dizaine de jours apres le début des symptomes ; les IgM
apparaissent autour du cinquiéme jour aprés [’exposition au virus et les IgG apparaissent plus

tardivement autour du quinzieme jour.

Pendant la phase aigiie de la maladie, c’est la RT-PCR qui est la technique la plus utilisée

en raison de sa spécificité et de sa capacité a différencier le ZIKV des autres infections a
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Flavivirus [199]. Les techniques de PCR utilisées ciblent les genes de la protéine NS5 et la
protéine de l'enveloppe du ZIKV c’est a dire les régions codant pour la protéine prM/E
[164,200]. Ces génes ont des caractéristiques uniques qui permettent de les différencier des
autres Flavivirus. L’utilisation des sondes TagMan augmenterait la spécificité des tests PCR
[201]. Le sang et de sérum sont les échantillons les plus utilisés pour la PCR ; cependant la
faible virémie observée chez I’homme lors de I’infection au ZIKV réduit la sensibilité des tests
[199,202]. Certaines études ont montré que I’ARN du ZIKV était détectable sur une plus longue
durée dans les prélévements d’urine (virurie plus longue) et de sperme des patients et que
I’ARN était plus facilement détectable dans la salive des personnes infectées que dans les
prélévements sanguins [164,203]. L’utilisation des trois types de prélévement (sang, salive et
urines) dans la réalisation des tests PCR augmenterait ainsi la sensibilité des tests surtout dans
les situations ou le prélévement est réalis¢ tardivement au cours de 1’infection [203,204]. Aussi,
I’utilisation des échantillons de salive et d’urine pourraient étre une bonne alternative pour le

diagnostic du ZIKV chez les nouveau-nés et les nourrissons [201].

Les tests sérologiques permettent la détection des anticorps IgM et 1gG spécifique du ZIKV
[205]. Les anticorps IgM sont détectables quelques jours apres lI'apparition des symptomes et
peuvent durer jusqu'a 3 mois apres 1’apparition des premiers symptomes. Les anticorps IgG
sont détectables apres 1’apparition des IgM et peuvent durer quelques mois a plusieurs années.
Le test sérologique le plus utilisé est le test ELISA. Des tests Elisa maison et commerciaux ont

été développés.
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3. Levirus Usutu

3.1 Epidémiologie

Le virus Usutu a été isolé pour la premiere fois en 1959 chez un moustique Culex neavei
collecté pres de la riviere Usutu au Swaziland [59]. Il a longtemps été considéré comme un
virus d’intérét africain avant son introduction en Europe en 2001 [206,207]. Depuis sa
découverte, le virus a été par la suite isolé dans plusieurs pays Africains tels que le Sénégal, la
République Centrafricaine, le Burkina Faso, la Céte d'Ivoire, le Nigéria, le Kenya, 1’ Afrique du
sud et I’Ouganda [206,208] (Figure 13). Les anticorps du virus ont été identifiés chez des
oiseaux sauvages au Maroc, au Mali et a Madagascar [209,210] et chez des chevaux en Tunisie
[211]. Au Sénégal, le virus a été isolé chez plusieurs espéces de moustique notamment Culex
neavei, Culex perfuscus et Aedes minutus et récemment chez des rongeurs [206,212]. Les
anticorps contre I’'USUV a été récemment détecté chez des chauve-souris au Cameroun, en
Guinée et en République démocratique du Congo [60]. L’étude a concerné des échantillons

collectés entre 2016 et 2019.
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Figure 13 : Distribution géographique du virus Usutu en Afrique

La carte représente les pays africains ayant déja notifiés la présence de I’'USUV chez les
humains, les oiseaux, les rongeurs, les chauves-souris ou les moustiques : en rouge nous avons
les pays ayant rapporté des preuves moléculaires de la présence du virus et en vert, les pays

ayant rapporté des preuves sérologiques.

Méme si la propagation du USUV en Europe a été confirmé en 2001, une étude rétrospective
effectuée sur des échantillons d’oiseaux en Italie suggere que le virus circulait en Europe depuis
les années 1990 [213]. La premiere grande épidémie du USUV en Europe est survenue en 2001
chez plusieurs espéces d’oiseaux en Autriche [214]. Depuis lors plusieurs pays Européens ont

identifié des cas chez des moustiques, des oiseaux, des mammifeéres et des humains (Tableau
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V). Les premiers cas humains d’USUYV en Europe ont été signalés en 2009 chez des patients
immunodéprimés en ltalie [215,216]. Le virus et/ou les anticorps du virus ont été isolés en
Autriche (2001, 2016, 2017, 2018 et 2021) [214,217-222], en Belgique (2012, 2016 et 2017)
[223-225], en Croatie (2011, 2012, 2016, 2017, 2018 et 2019) [226-230], en République
Tcheque (2004 et 2013) [231,232], en France (2015 et 2016) [14,233,234], en Allemagne
(2010, 2011, 2012, 2013 et 2015) [235-239], en Hongrie (2005, 2017 et 2018) [221,240,241],
en Italie (1996, 2008, 2009-2014) [213,215,216,242—-244], au Pays Bas (2016) [245], en Serbie
(2009, 2012, 2014 et 2015) [246—248], en Espagne (2006, 2011 et 2012) [249-253] et en suisse
(2006, 2008) [254]. Les anticorps du virus ont été identifiés en Grece (2010) [255], en Pologne
(2006 et 2012) [256,257], en Slovaquie (2010) [258,259] et au Royaume Unie (2011) [260].

L’USUV comprend huit lignées : trois lignées africaines (Africa 1 a 3) et cing lignées
européennes (Europe 1 a 5) [261]. Les trois lignées africaines circulent en Afrique mais aussi
en Europe. Le cas humain rapportée en République centre africaine était di a la lignée Africa
3 ; il a été également isolé dans certains pays européens dont la France [261,262].

Les lignées européennes circulent principalement en Europe (République Tchéque, Italie,
Allemagne, Belgique et France). Parmi elles, c’est la lignée Europe 2 qui circule le plus et est

identifiée comme étant le plus souvent associé a des complications neurologiques[262].

Tableau IV : Situation épidémiologique du virus USUV en Europe

Pays Année Espéce Test de_
diagnostic
2012 Homme Moléculaire
2011 Oiseau Moléculaire
Allemagne 2010 Moustique Moléculaire
2013 Chauve-souris Moléculaire
2015 Oiseaux Moléculaire
Autriche 2001 Oiseau Moléculaire
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2016 Homme Moléculaire
Moustique Moléculaire
2017 i i
Oiseau Moléculaire
Oiseau Moléculaire
2018 . .
Moustique Moléculaire
2021 Homme Moléculaire
2012 Oiseau Moléculaire
Belgique 2016 Moustique Moléculaire
2017 Chauve-souris Moléculaire
2011 Cheval Sérologie
2012 Homme Sérologie
2016 Moustique Moléculaire
Croatie 2017 Moustique Moléculaire
Oiseau Moléculaire
2018 . .
Moustique Moléculaire
2019 Moustique Moléculaire
2006 Moustique Moléculaire
Oiseau Sérologie
Espagne 2011 i
Cheval Sérologie
2012 Oiseau Moléculaire
Oiseau Moléculaire
2015 i i
France Moustique Moléculaire
2016 Homme Moléculaire
Greéce 2010 Oiseau Sérologie
2003-2006 Oiseau Moléculaire
) 2017 Oiseau Moléculaire
Hongrie
Oiseau Moléculaire
2018
Homme Moléculaire
1996 Oiseau Moléculaire
2008 Cheval Sérologie
Italie Homme Moléculaire
2009-2014 Moustique Moléculaire
Oiseaux Moleculaire
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Pays Bas 2016 Oiseau Moléculaire
2006 Oiseau Sérologie
Pologne ; i
2012 Cheval Sérologie
) _ . 2004 Oiseau Moléculaire
République Tcheque i ; i
2013 Moustique Sérologie
Royaume Unie 2001 Oiseau Sérologie
2009 Cheval Sérologie
_ 2012 Oiseau Seérologie
Serbie : i
2014 Moustique Moléculaire
2015 Homme Sérologie
Slovaquie 2010 Oiseau Sérologie
) 2006 Oiseau Moléculaire
Suisse i i
2008 Oiseau Moléculaire

3.2 Virologie

L’USUV est un petit virus enveloppé, sphérique de 40 a 60 nm de diametre a ARN simple
brin de polarité positive. Son génome est constitué de 11064 nucléotides avec une structure en
coiffe en 5’sans queue poly A en 3’, un seul cadre de lecture ouvert (ORF) et deux régions non
traduites (UTR) [263]. La longueur des UTR 5' et 3' varient respectivement entre 95 a 96
nucléotides et 631 & 664 nucléotides en fonction des souches [264]. Les UTR interviennent dans
la traduction et la réplication virale. L’ORF code une seule polyprotéine de 3434 acides aminés
qui apreés clivage donne 3 protéines structurales (capside, enveloppe et pré-membrane) et 8
protéines non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, 8 NS4A, 2K, NS4B et NS5) [265]. Les
protéines structurales sont situés a I’extrémité 5° du génome viral et forme la particule du virion
[246,266]. La proteine de capside (C) forme le noyau central du virion et est associée a I'ARN
viral. La glycoprotéine de I’enveloppe (E) intervient dans le cycle viral en favorisant I’entrée

du virus dans les cellules hétes. La protéine pré-membranaire (prM) participe a I’assemblage et
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a la maturation des virions en facilitant le repliement de la glycoprotéine d’enveloppe (E)
[267,268]. Les protéines non structurales remplissent différentes fonctions lors de l'infection
[269]. La protéine NS1 participe a la réplication du génome et a la maturation des virions [270].
Les protéines NS2A, NS2B, NS4A et NS4B jouent un réle dans l'inhibition de la réponse
interféron [271]. La protéine NS5 assure la réplication de I’ARN viral par son activité ARN-

polymérase ARN-dépendante [263].

3.3 Modes de transmission

L’USUV est transmis principalement par les moustiques ornithophiles du genre Culex avec
les oiseaux passériformes et strigiformes comme principaux hétes amplificateurs et ’Homme
et le cheval comme hotes accidentels [59,272] (Figure 14). Plusieurs especes de moustiques ont
été identifiées comme étant impliquées dans le maintien du cycle viral dans I’avifaune [272].
L’USUYV a été isolé chez plusieurs especes de moustiques aussi bien en Afrique qu’en Europe
[206,273]. 1I s’agissait des moustiques Aedes albopictus, Aedes caspiuis, Anopheles
maculipennis, Culex quinquefasciatus, Culex perexiguus, Culex perfuscus, Coquillettidia
aurites, Mansonia africana et Culex pipiens qui est un vecteur tres répandu en Europe [274—

277].

L’USUV a été détecté chez prés de 93 especes d’oiseaux en Afrique et en Europe [59]. En
Afrique le virus a été isolé chez des especes d’oiseaux tels que le calao, le little greenbul et le
merle kurrichane au Nigéria ; et les anticorps du virus ont été détectés chez le merle noir au
Maroc [206,278]. En Europe, les anticorps du virus ont été détectés chez des oiseaux sauvages
migrateurs tels que le faucon crécerelle, la rousserolle, le busard des roseaux, I'hirondelle
rustique, la petite paruline grise, la paruline masquée, la paruline des jardins, I'hirondelle

domestique et le moucherolle pie [279]. Les espéces sauvages migratrices telles que le faucon
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crécerelle, la fauvette babillarde, la fauvette grisette et le gobemouche noir seraient considérées

comme responsables de ’introduction de 'USUV en Europe [271].

L’homme et le cheval constituent des hotes accidentels de 'USUV et des impasses
épidémiologiques. Le virus ou les anticorps du virus ont été identifiés chez d’autres espéces
animales mais la question sur le role de ces especes dans I’amplification et le cycle du virus
reste posée. L’USUYV a ainsi été isolé chez des chauves-souris et des rongeurs [212,236,262] ;
Les anticorps du virus ont été trouvés chez des chiens et chez certains animaux sauvages tels

que le sanglier, le cerf, le daim, le mouflon et le chevreuil [280,281].

/\ / Animaux domesthues
Cycle enzootiqu \ ‘\ ’j“
/Cu/ex\‘ -

NP N
»-

Faune sauvage

Hotes accidentels

Figure 14 : Cycle de transmission du virus Usutu

i) Le cycle enzootique se produit entre les moustiques Culex (vecteurs) et les oiseaux (réservoirs).
ii) L’homme et certains animaux domestiques et de la faune sauvage constituent des hotes

accidentels.
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3.4 Manifestations cliniques

Depuis la découverte du virus USUV, seulement 2 cas humains ont été rapporté en Afrique.
En république centre africaine en 1981 chez un patient fébrile avec éruption cutanée ; et au
Burkina Faso en 2004 chez un patient de 10 ans présentant un ictére fébrile [136]. Pour ces
deux cas, les signes cliniques notifiés étaient la fiévre et des éruptions cutanées [206]. Par la
suite plusieurs cas ont été rapportés dans le reste du monde principalement en Europe. 28 cas
d’infections aigiies par le USUV ont été identifiés chez I’homme [272]. De nombreux patients
infectés par le USUV en ltalie et en Croatie présentaient des atteintes neuro-invasives a type
d’encéphalite ou de méningo-encéphalite [216,282-286]. Certains de ces cas étaient associés a
d’autres comorbidités et d’autres sont survenus chez des patients immunodéprimés
[216,282,284]. Plusieurs études ont montré que I’'USUYV eétait neurotrope. En effet le virus a été
détecté dans le cerveau de chauves-souris et d'oiseaux [287,288]. En France un cas de paralysie
faciale a frigore a été décrit chez un patient infecté par ’'USUV [14]. Cette symptomatologie
atypique montre que des études supplémentaires sont nécessaires pour établir un tableau

clinique clair de I’'infection par 'USUV.

Des cas asymptomatiques ont également été rapportés dans des études réalisées chez des
donneurs de sang en Allemagne et en Autriche [289,290]. Ces résultats en plus de ceux des
études de séroprévalences du USUV suggerent que les cas humains ont pu étre sous-estimes et
que le virus aurait une circulation plus importante avec des formes asymptomatiques ou
faiblement symptomatiques [59]. Jusqu’a présent une centaine d’infection aigue ont été

détectées dont une trentaine d’atteintes neurologiques clairement identifiées.

3.5 Diagnostic biologique du virus Usutu

Le diagnostic de I’infection par I’'USUV est basé sur la détection de I’ARN viral dans le
sang ou dans le liquide céphalo rachidien (LCR), I’isolement du virus par culture cellulaire et
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la détection des anticorps IgM ou IgG anti-USUV dans le sang ou le LCR [272]. La cinétique
d’apparition des marqueurs biologiques chez I’Homme n’est pas connue. Il n’existe pas de tests

commerciaux spécifiques pour le diagnostic d’USUV.

L’isolement du virus par culture cellulaire est le gold standard mais la courte virémie
observée lors de I’infection par le USUV rend difficile sa réalisation et il n’est donc pas utilisé

en routine pour le diagnostic du USUV [291].

De nombreux tests de RT-PCR ont été développés par les laboratoires de référence
[292,293]. La premiere RT-PCR en temps réel spéecifique a I'USUV ciblant le gene NS5 et basée
sur des souches européennes a été développé en 2011 [292]. Une RT-PCR en temps réel
permettant en une seule réaction de détecter et de différencier le WNV et le USUV a été décrite

par la suite [294].

4. Le virus du Nil occidental

4.1 Epidémiologie

Le WNV a été isolé pour la premiere fois en 1937 dans le district du Nil occidental en
Ouganda chez une femme présentant une infection fébrile [295]. Depuis lors il y’a eu trés peu
d’épidémies rapportées jusqu’aux années 1990 [296]. Le WNV est aujourd’hui présent sur tous

les continents.

La premiere épizootie autochtone de WNV en Europe est survenue en Camargue en 1962
[297]. Des grosses épidémies ont éte ensuite rapportées en 1996 et en 1999 respectivement en
Roumanie et en Russie [298,299]. Des cas de séroconversion WNV ont été rapportes en Turquie
dans les années 1970 et 2000 avant la survenue d’une épidémie en 2010 [300-302]. Les

épidemies survenues en Europe étaient causées par des souches de la lignée 1 jusqu’en 2004
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[303]. La lignée 2 quant a elle est apparue en Europe pour la premiére fois en Hongrie avant de
se propager au reste de I’Europe [304]. Elle a été ensuite responsable d’épidémies en Gréce
[304], en Serbie [305], en Roumanie [306], en Russie [307] et en Italie [308,309]. La plus
grosse eépidémie du WNV en Europe a été enregistrée en 2018. L’épidémie avait touché plus
d’une douzaine de pays causant plus de 2000 cas avec 181 décés [303]. Les pays les plus
touchés étaient I’Italie, la Serbie, la Grece, la Roumanie, la Hongrie, la Croatie, la France, la

Turquie et I’ Autriche.

Aux Etats Unis, le WNV a été rapporté dans la ville de New York en 1999 [310].

Au Proche-Orient, le WNV a été isolé en Israél lors d’une épidémie en 1951 [311]. I
s’agissait de la premiére fois que le WNV était identifié dans le pays, méme si on soupgonne
que le virus était présent en Israél avant cette date. Depuis lors, il s’en est suivi d’autres
épidémies [312,313]. A partir des années 2000, Israél connait régulierement des épidémies de
WNV [314-318]. Les anticorps anti WNV ont été détecteés chez les humains et les animaux en

Iran dans les années 1970 et 2009, en Jordanie et au Liban [319-323].

Le continent Africain a enregistré de nombreuses épidémies de WNV depuis les années
1950 méme si des enquétes sérologiques montrent que le virus circulait en Afrique avant cette
date [57] (Figure 15). En effet, une enquéte sérologique réalisée entre 1939 et 1940 en Ouganda,
au Soudan et dans ’actuel République démocratique du Congo a rapporté une séroprévalence
du WNV supérieure a 50% dans certaines régions [324]. Une autre analyse réalisé sur des
échantillons collectés entre 1951 et 1955 a permis d’observer des séropositifs au WNV au
Nigeéria [325]. Des cas sérologiques ont été rapportés en 1954 en Afrique du Sud sur des
échantillons humains et animaux [326]. D’autres études sérologiques ont permis d’identifier
des cas du WNV en Egypte chez les humains et les moustiques [327-329]. Le WNV a été

responsable de syndromes neurologiques et de décés en Afrique du Sud en 1997, 1980 et 1984

54



Chapitre 1 : Etat de I’art

[57]. Entre 1997 et 2018 plusieurs cas d’encéphalites et de décés liés au WNV ont été signalés

en Tunisie [330-333].

Des foyers épidémiques ont été rapportés chez les humains et les animaux au Maroc en
1996 et en 2010, avec des cas sporadiques signalés en Algérie [324,334-336]. Des tests
moléculaires ont montreé la circulation du WNV en République centrafricaine [337], en Guinée
[338], au Ghana [339], au Gabon [340], au Nigeria [341] au Sénégal [342] et en Sierra Leone

[343] entre 1983 et 2020.

Des enquétes sérologiques ont permis de confirmer la circulation du WNV chez I'homme
en Algérie, en République centrafricaine, en République démocratique du Congo, en Ethiopie,
au Gabon, au Ghana, au Kenya, a Madagascar, au Mali, au Maroc, en Mozambique, en Namibie,
au Nigéria, au Sénégal, en Sierra Leone, en Tanzanie, en Tunisie, en Ouganda et en Zambie

[57].
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Figure 15 : Distribution du virus du Nil occidental en Afrique

La couleur verte représente les pays dans lesquels des cas sérologiques ou moléculaires du WNV

ont été rapportés chez les humains, les animaux ou les moustiques.

Les lignées 1 et 2 du WNV ont été identifiées en Afrique (Figure 16). La lignée 1 a été
identifié en Algérie, en République centrafricaine, en Egypte, en Céte d'lvoire, au Kenya, au
Maroc, en Tunisie, au Sénégal et en Afrique du Sud tandis que la lignée 2 a quant a elle été

identifiée au Botswana, en République centrafricaine, au Congo, en Djibouti, a Madagascar, au
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Mozambique, en Namibie, au Sénégal, en Afrique du Sud, en Tanzanie et en Ouganda [57,344—

348]

Djibouti

Ouganda :

Tanzanie
Mozambique »

:L‘Q”ée 1 Namibie Botswana Madagascar
Lignée 1 et 2

B Lignée 1,2¢et8
Lignée 2

ud

Figure 16 : Distribution des lignées du virus du Nil occidental en Afrique

La couleur vert fonce représente les pays dans lesquels la lignée 1 du WNV a été isolée, la couleur
rouge les pays dans lesquels les lignées 1 et 2 ont été isolées, la couleur orange les pays dans
lesquels les lignées 1, 2 et 8 ont été isolées et la couleur bleue claire, les pays dans lesquels la

lignée 2 a été isolée.
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4.2 Virologie

Le WNV est un virus a ARN brin positif avec une enveloppe entourant une capside
icosaédrique d’environ 50 nm de diametre [296]. Son génome de 11 kb est composé d’un seul
cadre de lecture ouvert avec des UTR en 5’ et 3” codant une polyprotéine de 3000 acides aminés.
Apreés clivage la polyprotéine va donner 3 protéines structurales (C, prM et E) et 7 protéines
non structurales (NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B et NS5) [349]. La protéine C
intervient dans la formation du virion, la protéine prM et la protéine E sont nécessaires a
I’assemblage des particules virales [350,351]. Toutes les protéines non structurales sont
nécessaires a la réplication virale, I’assemblage des particules et I’évasion a réponse antivirale
de I’hote [351,352]. Plus spécifiquement NSI1 intervient dans la réplication de 1I’ARN,
I’échappement viral et la virulence [353,354] ; NS3 avec son activité hélicase ATP dépendante
est impliquée dans la maturation postraductionnelle des protéines virales [296] ; NS5 est une
méthyltransférase et une ARN polymérase dépendante de I'ARN et joue un réle antagoniste de
la voie de signalisation de I’interféron [355] ; NS2A participe a l'assemblage du virus ainsi qu’a
I'inhibition de I'activation du promoteur de I’interféron béta [356,357]; NS4B bloque la réponse

interféron [358].

Phylogénétiquement, le WNV compte 9 lignées mais la majorité des épidémies et des cas
sont provoqués par les lignées 1 et 2 [347]. 1l semble y avoir une forte diversité de virulence
entre les souches. La lignée 1 a été responsable d’épidémies majeures en Europe, en Afrique et
en Amérique avec des syndromes neurologiques [304,359,360]. La lignée 2 a été longtemps
considérée comme spécifiquement africaine avant de s’étendre en Europe [304,344,361,362].
Elle semblait étre moins pathogene que la lignée 1 jusqu’a ce qu’elle soit responsable de forme

grave en Afrique du Sud et en Europe [304,344,363].
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4.3 Modes de transmission

Le WNV circule entre les moustiques et les oiseaux dans un cycle enzootique [296]. De
nombreuses espéces de moustiques sons susceptible de maintenir ce cycle mais ce sont les
moustiques du genre Culex qui sont les plus impliqués [364]. Méme si les moustiques du genre
Culex sont ornithophile c’est a dire qu’ils prennent leur repas sanguin préférentiellement sur les
oiseaux, il leur arrive aussi d’effectuer leur repas sanguin sur des mammiferes principalement

les chevaux et les humains [303].

Plusieurs espéces de moustiques Culex ont été identifiées dans différentes régions comme
principales vecteurs du WVN. Ainsi, Culex pipiens pipiens et Culex tarsalis ont été identifiés
en Amérigue du Nord [365-367]; Culex univittatus en Afrique et au moyen Orient [368]; Culex
quinquefasciatus, Culex tritaeniorhynchus et Culex vishnui en Asie [369]; Culex pipiens et
Culex modestus en Europe [370]. D’autres especes de moustiques appartenant a d’autres genres
telles qu’Aedes albopictus, Aedes vexans, Ochlerotatus japonicus et Orchlerotatus triseriatus

ont été identifiées comme étant capable de transmettre le WNV [371].

Les oiseaux constituent les hdtes naturels et hotes amplificateurs du virus [372]. Le WNV
a été isolé chez plusieurs espéces d’oisecaux sauvages telles que les passereaux, les
charadriiformes, les strigiformes et les falconiformes [373,374]. Le geai bleu, le quiscale
bronzé, le roselin du Mexique, la corneille d’Amérique et le moineau domestiques sont
considérés comme des hotes amplificateurs les plus importants [370]. Certains oiseaux
domestiques interviennent également dans la transmission du WNV surtout en zone urbaine

[370].

Comme pour USUV I’homme et le cheval constituent des hotes accidentels c¢’est-a-dire que
la virémie est tres faible et de courte durée chez ces mammiferes si bien qu’ils ne peuvent pas

infecter un moustique naif pendant son repas sanguin [296]. Chez les humains, le WNV peut
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se transmettre de différentes maniéres d’une personne a I’autre : i) transmission mére enfant :
le WNV peut étre transmis d’une mére infectée a son nouveau-né par voie intra utérine
[375,376]. Une transmission par allaitement maternel a également été notifiée [377]; ii)
transmission par transfusion sanguine ou par transplantation d’organes : plusieurs cas de
contaminations par transfusion sanguine et par transplantation d’organes ont été signalés au
début des années 2000 [378,379]. Le WNV peut représenter alors une menace pour la sécurité
transfusionnelle dans les pays ou le virus est endémique ; iv) transmission par manipulation de

cadavres d’oiseaux infectés [303]; v) transmission probable par voie sexuelle [380] (Figure 17).
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Figure 17 : Cycle de transmission du virus du Nil occidental

i) Le cycle enzootique implique les oiseaux et les moustiques. ii) [’homme et le cheval sont des
hotes accidentels. iii) transmission par transfusion sanguine ou par transplantation d’organe
chez I’homme. iv) transmission verticale (mere-enfant) chez [’homme. v) probable transmission

sexuelle chez ["homme.

4.4 Manifestations cliniques

La période d’incubation aprés infection par le WNV est de 2 a 14 jours [381]. La majorité
des personnes infectées (environ 80 %) sont asymptomatiques ou présentent des symptémes
tres légers [381]. Environ 20 % des personnes infectés développent des symptomes allant d’un

syndrome pseudo grippal a des complications neuroinvasives graves chez moins de 1% des
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patients [382]. Les symptémes les plus couramment rencontrés sont la fievre, les myalgies, les
cephalées et des adénopathies [383]. Les complications neuroinvasives comprennent la
méningite, 1’encéphalite, la paralysie flasque aigiie et parfois des troubles oculaires [384].
Pendant les complications neuroinvasives on peut noter une forte fiévre, des céphalées
violentes, une raideur de la nuque, une confusion, des tremblements, une paralysie musculaire
et des déficits neurologiques [384]. Un dixieme des malades qui développent des atteintes
graves du systéme nerveux central en décedent [384]. La gravité de la maladie augmente avec
I’age ou I’état immunitaire du patient. Ainsi les personnes agées et les personnes
immunodéprimées présentent des risques plus élevés de développer des formes graves de la
maladie [381]. Des complications a type de troubles comportementaux et de surdité
neurosensorielles irréversibles [385] ainsi que des atteintes rénales ont été rapportées lors de
I’infection par le WNV [386]. Certains patients ont présenté une hypotension et des arythmies
cardiaques mortelles [387,388]. Des complications a long terme pouvant dépasser un an apres

I’infection ont été observées chez certains malades ayant développé des formes graves [381].

Chez les chevaux, l'infection au WNV provoque des atteintes musculaires et
neurologiques dans 20% des cas. Parmi les chevaux qui développent des signes neurologiques,

30% sont susceptibles de mourir et 10 a 20% guérissent avec des séquelles neurologiques [389].

4.5 Diagnostic biologique du virus du Nil occidental

Les tests moléculaires consistent a la détection de ’ARN viral du WNV dans le sérum ou
le liquide céphalo rachidien par la RT-PCR [381]. La courte période de virémie rend difficile
la détection du WNV dans le sang des patients [303]. Cependant des données suggérent que la
virémie dure plus longtemps chez les personnes infectées [390,391] (Figure 18). Les

prélévements d’urines pourraient alors étre une alternative aux prélévements sanguins dans le
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diagnostic moléculaire du WNV. La PCR peut étre également réalisé a partir d’une biopsie

cérébrale [392].

Le WNV peut étre isolé a partir de cultures cellulaires réalisées sur des échantillons de
sérum ou de LCR. Ce test malgré sa spécificite est peu sensible et nécessite un laboratoire de

niveau de sécurité 3 d’ou sa pratique dans les laboratoires de recherche [393].

Les tests sérologiques permettent la détection des anticorps IgM et 1IgG du WNV. Les IgM
sont détectables 4 a 7 jours aprés I’exposition au WNV et peuvent persister jusqu’a un an [394].
En cas de non détection de I’ARN viral dans le sérum et le LCR, la détection des IgM
spécifiques est un indicateur fiable d’une infection précoce [393]. Ce résultat peut étre confirmé
par la détection des IgG (séroconversion) pendant la phase de convalescence de 1’infection
[393]. Les 1gG sont détectable environ 8 jours aprés le début des symptomes et persistent
pendant plusieurs années [395]. Les tests sérologiques les plus utilisés sont des tests ELISA ou
des tests d’immunofluorescence [396]. Des tests ELISA existent dans le commerce et sont peu

couteux [397].
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Figure 18 : Cinétique d’apparition des marqueurs biologiques au cours d’une infection au virus

du Nil occidental

L’ARN viral est présent dans le sang jusqu’a 5 a 7 jours apres le début des symptomes ; I’ARN
viral persiste dans les urines jusqu’a 15 a 20 jours apres le début des symptomes ; les IgM
apparaissent autour du quatrieme jour apres l’exposition au virus et les IgG autour du huitieme

jour.

VI. Les Alphavirus

Les Alphavirus sont des virus enveloppés non segmentés de 70 nm de diametre appartenant
a la famille des Togaviridae. Leur génome est constitué d’'un ARN monocaténaire de polarité
positive avec 2 ORF. Ils possédent une longueur allant de 11000 a 12000 nucléotides avec une
coiffe a ’extrémité 5’et une queue poly A a ’extrémité 3°. Le génome code pour 4 protéines

non structurales (nsP1, nsP2, nsP3 et nsP4) et 5 protéines structurales (protéine de capside C,
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glycoprotéine E1, glycoprotéine E2, Glycoprotéine E3, polypeptide 6K) [398] (Figure 19). Les
protéines structurales sont principalement impliquées dans 1’assemblage des virions infectieux

[399].

a)

Protéine de I'enveloppe E

Capside

ARN viral

Enveloppe virale

b)

| ]\ J
| !

Protéines non structurales Protéines structurales

Figure 19 : (a) particule virale des Alphavirus (b) organisation génomique des Alphavirus

La figure (a) represente la particule virale des alphavirus avec de [’intérieur vers [’extérieur
I’ARN viral, la capside, [’enveloppe virale et la protéine de [’enveloppe E. La figure (b)
représente le génome viral des Alphavirus qui posséde 2 cadres de lecture ouverts (ORF) codant
pour 4 protéines non structurales (nsP1, nsP2, nsP3 et nsP4) et 5 protéines structurales (protéine

de capside C, glycoprotéine E1, glycoprotéine E2, Glycoprotéine E3, polypeptide 6K).
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Certains Alphavirus font partie des arbovirus et se transmettent a I’homme ou aux autres
mammiféres principalement par la piqire d’un moustique. Les Alphavirus ont été rarement
isolé chez les tiques [400]. Plusieurs especes de moustiques sont impliquées dans la
transmission des Alphavirus. En fonction des virus, les Aedes, les Culex et les Anopheles ont

été identifiés [401].

La nature sporadique des épidémies causées par les Alphavirus rend complexe la
compréhension de leur épidémiologie [7]. Les Alphavirus sont largement répartis sur tous les
continents et circulent au niveau enzootique a travers différents hotes réservoirs (rongeurs,
oiseaux) [66,402]. Les Alphavirus peuvent étre classés en Alphavirus du nouveau monde et en
Alphavirus de I’ancien monde. Les Alphavirus du nouveau monde regroupant le virus de
I’Encéphalite équine Orientale (EEEV), le virus de I’Encéphalite équine occidentale (WEEV)
et le virus de I’Encéphalite équine Vénézuélienne (VEEV) circulent dans les Amériques. Les
Alphavirus de I'ancien monde regroupant le SINV, le CHIKV, I’ONNV, le virus de la Ross
River (RRV pour Ross River virus), le virus de la forét de Barmah (BFV pour Barmah Forest
virus) et le SFV, sont répartis en Europe, en Asie, en Australie et en Afrique [10]. Plusieurs
facteurs interviennent dans la dissémination des Alphavirus dans les différentes régions. Parmi
ces facteurs nous pouvons citer le transport aérien, le commerce maritime, I’évolution du virus
et I’adaptation des vecteurs a un nouvel environnement [7].

Les Alphavirus peuvent également étre classes en 2 grands groupes en fonction des

manifestations cliniques provoquées (Tableau V) [399]:

- Le premier groupe constitué par les Alphavirus provoquant des arthralgies tels que le
CHIKV, le RRV, ’ONNV et le virus Mayaro (MAYV pour Mayaro virus). Une
infection par ces virus provoque également de la fievre, des éruptions cutanées des

polyarthrites aiglies ou chroniques.
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- Le second groupe constitué par les Alphavirus neuroinvasifs responsables
d’encéphalites tels que le VEEV, I’EEEV et le WEEV. Ces virus provoquent des

atteintes du systéme nerveux central avec de graves conséquences neurologiques.

Tableau V : Principaux Alphavirus pathogenes pour I’homme

Virus Vecteur Réservoir Manifestations Distribution

animal cliniques géographique

Alphavirus provoquant des arthralgies

Chikungunya Culex, Aedes Primates Fiévre, Afrique, Asie,

(CHIKV) Arthrites, rash Europe, Amériques,
Océanie

Virus O’'nyong  Anopheles Fiévre, Afrique

nyon (ONNV) Arthrites, rash

Ross River virus  Culex, Aedes Mammiferes Fievre, Australie,

(RRV) Acrthrites, rash Papouasie

Nouvelle-Guinée,
lles Salomon et lle

du Pacifique Sud

Virus de Sindbis  Aedes Oiseaux Fievre, Europe, Asie,
(SINV) Acrthrites, rash Afrique, Australie
Virus Mayaro Haemagogus, Fievre, Amérique du Sud
(MAYYV) Aedes Avrthrites, rash

Virus de la forét  Aedes Oiseaux Fiévre, Australie

de Barmah Arthrites, rash,

(BFV)
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faiblesse

musculaire
Virus de la forét  Aedes Oiseau, Fievre, Afrique, Europe,
de Semliki mammiféres Arthrites, rash Asie
(SFV) (rare)

Alphavirus neuroinvasifs

Virus de Aedes Oiseaux Encéphalite Ameérique du nord,
I’encéphalite Ameérique du sud,
équine de I’Est les Caraibes
(EEE)
Virus de Culex Oiseaux, Fievre, Ameérique du nord,
I’encéphalite chevaux encéphalite Ameérique du sud
équine de
I’Ouest (WEE)
Virus de Psorophora, Chevaux, Fievre, Ameérique du nord,
I’encéphalite Aedes rongeurs encéphalite Ameérique du sud
équine

Vénézuélienne

(VEE)
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1. Le virus Chikungunya

1.1 Epidémiologie

Le CHIKYV a été isolé pour la premiere fois en 1953 au Tanganyika (actuel Tanzanie) [403].
Le nom Chikungunya vient de la langue Makondé et signifie « ce qui est courbé » en référence
a la position adoptée par les patients due aux douleurs articulaires séveres dont ils souffrent
[404]. Depuis lors le CHIKV a été responsable de nombreuses épidémies dans le monde. Le

virus est aujourd’hui présent sur tous les continents [405].

Les cas de CHIKYV identifiés en Europe étaient uniquement des cas importés jusqu’en 2007
ou les premiers cas de transmission autochtone ont été signalés dans le nord-est de 1’Italie lors
d’une épidémie qui a causé plus de 190 cas [406]. Deux cas autochtones ont ensuite été détectés
en France en 2010 puis en 2014 ou 12 autres cas autochtones ont été identifiés au sud du pays,
dans la ville de Montpellier [407,408]. En 2017 une deuxiéme épidémie de CHIKV a été
signalée au sud de I’Ttalie causant prés 700 cas suspects [405,409]. Des études de
séroprévalence ont rapporté des séroprévalences de 0,4% en Turquie et de 10% en lItalie
[410,411]. Le génotype Est/Central/Sud Afriqgue (ECSA) a été identifié dans tous les foyers
européens a l'exception de la France en 2010 ou aucune lignée spécifique de CHIKV n'a été

identifiée [405].

Le premier cas d’infection au CHIKV dans les Amériques a été identifié a Saint-Martin en
fin 2013 [412]. Le virus s’est par la suite propagé dans pres de 45 pays et territoires d’ Amérique
du Nord, Central et du Sud causant plus de 2,9 millions de cas et 296 déces [413]. Des épidémies
ont été signalées au Suriname en 2014-2015 [414], en Haiti, au Mexique et en Barbade en 2014
[415-417], en Colombie en 2014 et 2015 [418,419], au Brésil et en Honduras en 2015
[420,421]. Les premiers cas autochtones du CHIKV aux Etats-Unis ont été rapportés en 2014

en Floride [422]. Plus de 2799 cas avaient été signalés par I’Etat américain dont 12 cas
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autochtones, le reste étant des cas importés. Presque toutes épidémies survenues dans les
Amériques étaient dues a la lignée asiatique a I’exception de quelques épidémies au brésil qui

étaient associé au génotype ESCA [405].

L’Asie a enregistré plusieurs foyers épidémiques du CHIKV. Une étude rétrospective
réalisée sur des échantillons de patients montre que le virus circulait déja en Asie du Sud-Est
depuis 1954 [423]. Les premiéres epidémies ont été rapportées en 1958 en Thailande, puis en
1963 en Inde [423]. Depuis lors, des épidémies ont été signalées au Sri Lanka, en Inde, au
Bangladesh, en Indonésie, en Malaisie, au Vietnam, en Thailande et aux philippines
[405,423,424]. L’inde est le pays ayant signalé le plus d’épidémies avec plus de 26 épidémies
[405]. Les taux d’incidence les plus élevés ont été observés en Inde en 2006 (4 270 cas suspects
pour 10 000 habitants) et en 2008 (6 644 cas suspects pour 10 000 habitants) [425,426]. La
majorité des épidémies enregistrées en Asie étaient associées au génotype ESCA [405]. Deux
épidémies incluant la circulation de plusieurs lignées ont été rapportées dans le nord de I’Inde
en 2016 et aux Philippines en 2011-2013 [427,428]. Des preuves sérologiques ont été
rapportées dans des pays qui n’ont pas signalé d’épidémies comme 1’Iraq, le Qatar et le

Singapour [429-431].

L’Océanie est le continent le moins touché avec une seule épidémie identifiée en 2013-2014
en Micronésie [432]. Des études de séroprévalence réalisées en 2014-2015 ont montrés

également une circulation du virus dans cette région [433].

Depuis la découverte du CHIKYV, le continent africain fait face a une recrudescence des
épidemies avec une endémicite dans les zones rurales [89] (Figure 20). Certains pays Africains
ne disposent pas de données fiables sur la circulation du CHIKV. Les preuves sérologiques
et/ou moléculaires de I’infection au CHIKV ont été rapportées dans 33 pays Africains dont
I'Angola, le Bénin, le Burundi, le Cameroun, la République centrafricaine, le Tchad, les

Comores, la Cote d'lvoire, la République démocratique du Congo, Djibouti, la Guinee
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équatoriale, I'Erythrée, I'Ethiopie, le Gabon, la Guinée, le Kenya, Madagascar, le Malawi, I7le
Maurice , Mayotte, la Mozambique, le Nigéria, la République du Congo, la Réunion, le Sénégal,
le Seychelles, la Sierra Leone, I’ Afrique du Sud, la Somalie, le Soudan, la Tanzanie, 1’Ouganda
et le Zimbabwe [434,435]. Depuis les années 2000 on assiste a une augmentation des épidémies
en Afrique [434]. Des épidémies ont été observées au Kenya en 2004 et 2017-2018 [436,437],
a Mayotte en 2005-2006 [438], au Cameroun en 2006 [439], en Tanzanie en 2015 [440], au
Gabon en 2007 et 2010 [441,442], en République du Congo 2011 et 2019 [443,444], au Sénégal
en 2009-2010 [445], en Angola en 2016 [446] et en Ethiopie en 2019 [447]. La majorité des
épidémies du CHIKYV enregistrées en Afrique est associée au génotypes ECSA [405]. Il existe
tres peu de données sur la circulation du CHIKV au Burkina Faso. Une seule étude réalisée sur
des échantillons collectés en 2015 dans la capitale burkinabé (Ouagadougou) a montré une

séroprévalence de 29% [56].
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[l pays ayant rapporté des cas de chikunguya

Erythrée

Djibouti

Rwanda

Guinée équatoriale Burundi

» Comores
bique

Ile Maurice

Figure 20 : Distribution géographique du virus Chikungunya en Afrique

La couleur rouge représente les pays ayant enregistré des épidémies ou des preuves

sérologiques de la circulation du CHIKV.

1.2 Virologie

Le CHIKV est un arbovirus appartenant a la famille des Togaviridae du genre Alphavirus.
Son génome est trés proche d’ONNYV et est constitué d’un ARN monocaténaire de sens positif
d’environ 11,8 kilobases. Il posseéde une coiffe avec du 7- méthylguanosine a son extrémité 5’et

une extrémité 3’ polyadénylée. Il possede 2 ORF. L’ORF 5’ qui représente les 2/3 du génome
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code une poplyprotéine non structurale de 2474 résidus d’acides aminés et I’autre ORF code
une polyprotéine structurale de 1288 résidus d’acides aminés. Ces deux polyprotéines vont étre
clivées pour donner plusieurs protéines. La polyprotéine non structurale va donner quatre
protéines non structurales (nsP1, nsP2, nsP3 et nsP4) qui participent a la réplication virale. La
glycoprotéine structurale va donner cing protéines structurales : la protéine C de capside, les
glycoprotéines de I’enveloppe El, E2, E3 et la protéine 6K. La particule virale sphérique
d’environ 70 nm de diamétre est encapsidée par la protéine de capside C et entourée d’une
bicouche lipidique dérivée de la cellule hote enrichie d’hétérodimeres des protéines
d’enveloppe E1 et E2. Les protéines structurales E3 et 6K sont des peptides leadeurs de E1 et
E2 respectivement et ne sont pas observees en abondance dans le virion mature [448,449]. Trois
génotypes du virus ont été identifiés : le génotype Est/Central/Sud Afrique en abrégé ECSA

incluant la lignée Océan indien (IOL), le génotype Ouest africain et le génotype asiatique [450].

1.3 Modes de transmission

Les moustiques sauvages tels que Aedes furcifer, Aedes taylori, Aedes africanus et Aedes
luteocephalus servent de vecteurs [451-453] et les primates non humains constituent le
principal réservoir et hdtes amplificateurs du virus dans les zones forestieres [454]. Le cycle de
transmission enzootique n’a pas été décrit sur d’autres continents méme si des études ont montré
des preuves sérologiques et moléculaires de la circulation du CHIKV chez des singes en
Malaisie [455]. Aedes furcifer a été identifié comme étant le principal vecteur capable de

pénétrer dans les villages et de transmettre le virus des singes aux humains [451].

Aedes aegypti et Aedes albopictus sont les principaux vecteurs qui maintiennent le cycle de

transmission urbain [449] et I’homme constitue 1’hote amplificateur (Figure 21).

Une mutation adaptative (substitution de 1’alanine par la valine en position 226 dans le géne

de la glycoprotéine E1) survenue sur une souche de CHIKV circulant sur I'le de la Réunion
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aprés septembre 2005 a permis au virus d’améliorer son infectivité, sa réplication et sa
transmission par Aedes albopictus [456,457]. Ce phénomeéne pourrait expliquer la propagation

du virus dans les zones tempérées et I’apparition d’épidémies plus importantes chez ’Homme.

Des modes de transmission non vectorielles sont possibles chez ’Homme notamment la
transmission verticale (meére-enfant) [458]. La transmission par transfusion sanguine reste

probable méme s’il n’existe pas de cas rapportés [459].

oustique infecté

Moustique infecté * E ‘\M

/TN TN

;\\“\‘J . Q /\
Cycle sylvatique &% ) / j Cycle urbain j
\ / Village a proximité des foréts \ ,_/
A

——

<

Aedes africanus T " Aedes aegypti
—— Transmission vectorielle .

Aedes furcifer ) ) ) ) = Aedes albopictus
—> Déplacement d'une personne infectée en ville 5

Aedes taylori . . . f
———> Transmission verticale (mére-enfant)

------------ > Transmission par transfusion sanguine
probable

Figure 21 : Cycle de transmission du virus Chikungunya

i) Le virus circule entre les primates non humains et les moustiques de la forét au cours d’un cycle
sylvatique. ii) les moustiques de la forét pénétrent dans les villages a proximité et transmettent le
virus aux humains. iii) les personnes infectées se déplacent des villages vers les villes ou les
moustiques de la ville du genre Aedes vont assurer la transmission du virus et maintenir ainsi le

cycle urbain.
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1.4 Manifestations cliniques

Le temps d’incubation aprés une infection au CHIKV est de 2 & 4 jours. 3 a 25% des
personnes infectées sont asymptotiques [405]. Le reste des individus infectés développe
principalement des symptémes a type de fiévre, d’arthralgies et des éruptions cutanées [89].
Chez certains patients, on observe d’autres symptdmes tels que des céphalées, des myalgies,
des douleurs rétro-orbitaires, des trouble digestifs, des nausées et une fatigue generale [460].
Certains patients notamment les immunodéprimés et les personnes agées développent des
douleurs articulaires sévéres invalidantes et des myalgies pouvant persister plusieurs mois voire
des annees [461,462]. Pendant 1’épidémie de CHIKV dans les Caraibes en 2014, 1/3 des
voyageurs ayants contracté la maladie lors de leur séjour ont signalé des douleurs articulaires
persistantes plus de 9 mois apres leur maladie [463]. Les genoux sont les articulations les plus
concernés par les arthralgies méme si d’autres articulations peuvent étre également atteintes
[460]. D’autres complications telles que des méningo-encéphalites, des heépatites, des
insuffisances respiratoires et des syndromes de Guillain Barré ont été décrites [460]. Les
examens biologiques peuvent faire apparaitre une thrombocytopénie (baisse du nombre de
plaquettes dans le sang) [423]. Le taux de létalité de la maladie est inférieur a 1 pour 1000 cas

[434] mais peut augmenter chez les personnes agées [464].

Des expériences réalisées sur des primates non humains montrent que lors de la phase aiglie
de I’infection, le CHIKV cible les tissus lymphoides, le foie, les articulations, les muscles et le
systéeme nerveux central. Le virus infecte surtout les macrophages, les cellules dendritiques et
les cellules épithéliales. Les macrophages constituent le principal réservoir du virus pendant les

infections persistantes, d’ou la survenue des rhumatismes chroniques [465].
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1.5 Diagnostic biologique du virus Chickungunya

Les tests moléculaires principalement la PCR et I’isolement du virus dans le sang ou le
liquide céphalo-rachidien peuvent étre utilisés pendant la phase virémique de la maladie qui
peut durer jusqu’a 5-7 jours aprés 1’apparition des signes cliniques. Pendant cette période il est
également possible de détecter les antigénes du virus par des tests ELISA ou par
immunochromatographie [460,466]. Aprés ce délai, il faut faire recours a la sérologie pour
rechercher les anticorps IgM et/ou IgG. Les IgM apparaissent vers le cinquieme jour de
I’infection et peuvent persister jusqu’a 3 mois. Les IgG quant & eux apparaissent plus
tardivement vers le septieme et dixieme jour de la maladie et persistent pendant plusieurs années
[460] (Figure 22). Cependant des tests de séroneutralisation sont nécessaires pour confirmer les
tests ELISA [466]. Différents tests moléculaires et sérologiques ont été développés et

disponibles dans le commerce [460].
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Figure 22 : Cinétique d’apparition des marqueurs biologiques au cours d’une infection par le

virus Chikungunya

L’ARN viral est détectable dans le sang jusqu’a 5-7 jours apres l’apparition des premiers
symptomes. Les IgM apparaissent vers le cinquiéme jour de [’infection et peuvent persister
jusqu’a 2 a 3 mois. Les IgG autour du septieme et dixieme jour de la maladie et persistent

pendant plusieurs années.

2. Levirus O’nyon-nyong

2.1 Epidémiologie

L’ONNYV est apparu pour la premiere fois en Ouganda en 1959 lors d’une épidémie qui
avait touché plus de 2 millions de personnes dans plusieurs pays d’Afrique de I’Est [467]. Le
virus est endémique en Afrique subsaharienne (Figure 23). Entre 1959 et 1962, des pays comme

I’Ouganda, le Kenya, la Tanzanie, le Malawi et la Mozambique ont signalé des épidémies
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d’ONNYV [58]. Pendant la méme période le virus s’est propagé a d’autres parties du continent
africain en touchant des pays tels que la République démocratique du Congo, la République
centrafricaine, le Cameroun et le Sénégal [58,468,469]. Depuis 1962, le virus n’a plus causé
d’épidémies jusqu’en 1996 ou il a ré-émergé a nouveau avec une épidémie en Ouganda [470].
En 2009, le Kenya a rapporté une co-circulation d’ONNV et du CHIKV [471]. Plus tard en

2013, ’ONNYV a été isolé en Allemagne chez un voyageur de retour du Kenya [472].

Des cas d’ONNYV ont été signalés en Afrique central. Des études menées au Cameroun ont
montré la circulation du virus dans certaines régions du pays [473,474]. Les anticorps du virus
ont été détectés dans la faune sauvage en République démocratique du Congo et au Gabon sur

des échantillons collectés entre 1991 et 2011 [475].

Dans le sahel, ’ONNYV a été détecté chez un expatrié frangais ayant séjourné au Tchad en 2004

[476].

En Afrique de I’Ouest, des preuves sérologiques et moléculaires de la circulation d’ONNV
ont été rapporté au Nigéria, au Ghana et en Sierra Leone [58]. En 2013, la Céte d’Ivoire a
signalé une épidémie chez des réfugiés libériens [477]. Il n’y a pas eu d’études au Burkina Faso

concernant ’ONNV.

78



Chapitre 1 : Etat de I’art

[ Détection du virus O'nyong nyong et/ou des anticorps
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Figure 23 : Distribution du virus O’nyong nyong en Afrique

La couleur violet représente les pays africains ayants enregistré des cas d’ONNV chez les

humains, les moustiques ou la faune sauvage.

2.2 Virologie

L’ONNV est un Alphavirus de la famille des Togaviridae appartenant au complexe
antigénique du SFV [58]. L’ONNYV est phylogénétiquement tres proche du CHIKV avec qui il
partage 90% d’identité des séquences nucléotidiques [478]. Comme les autres membres du
genre Alphavirus, le génome d’ONNV est un ARN simple brin a sens positif de 11.7 kb
possédant 2 ORF. Il contient un domaine non structural a son extrémité 5 constituant les 2/3

de ’ARN et un domaine structural a ’extrémité 3’ constituant les 1/3 restants [479]. Le
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domaine non structural code pour 4 protéines non structurales (nsP1, nsP2, nsP3 et nsP4) qui
participent a la réplication virale et au traitement des polyprotéines. Les protéines non
structurales assurent la synthése de I’ARNm subgénomique 26S coiffé et polyadénylé qui va
produire 5 protéines structurales (la protéine de capside C, les glycoprotéines E1, E2 et E3 et le
polypeptide 6K) [480]. Des données suggerent que toutes les protéines structurales virales sont
indispensables pour I’infection du moustique Anopheles gambiae par ’ONNYV [481]. L analyse
phylogénétique montre qu’il existe deux clades majeurs avec différentes souches. Un premier
clade constitué d’une souche appelée Igbo-Ora et la souche de I’épidémie de 1996 en
Ouganda et un second clade constitué d’une souche appelée EVA887, de la souche Kenya 2001

et de la souche Ouganda Gulu de 1959 [58].

2.3 Modes de transmission

Contrairement au CHIKV et aux autres Alphavirus, ’ONNYV est I’un des rares Alphavirus
qui se transmet par la piqlre des moustiques du genre Anopheles. 1l s’agit principalement
d’Anopheles funestus et d’Anopheles gambiae qui sont aussi des vecteurs du paludisme [69].
Contrairement & Aedes qui a une activité diurne, les Anophéles ont une activité nocturne c’est-
a-dire qu’ils prennent leur repas sanguin la nuit [482]. Les larves des moustiques Anopheles se
développent au niveau des grandes étendues d’eau claire et permanente telles que les lacs, les
bords de rivieres et les marécages [483]. La transmission de I’ONNV se fait probablement selon
2 cycles : un cycle enzootique ou le virus circule entre des vecteurs sauvages et des hoétes
réservoirs naturels ; et un cycle épidémique ou le virus circule entre les humains et les vecteurs
urbains (Anopheles funestus et Anopheles gambiae). Cependant les vecteurs enzootiques et les
hotes réservoirs naturels restent inconnus [58]. Des modes de transmission inter humaines n’ont

pas été documentés.
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2.4 Manifestations cliniques

L’infection a ’ONNV a une symptomatologie semblable a celle du CHIKV. Le temps
d’incubation est d’environ 8 jours. Les personnes infectées présentent de la fievre, des douleurs
articulaires (grosses articulations), des céphalées, des éruptions cutanées, une lymphadénite
(inflammation des ganglions lymphatiques) et des conjonctivites. Des signes hémorragiques
notamment des gingivorragie (saignements des gencives) et des épistaxis (saignements du nez)
ont été observes quelques rares fois. La définition clinique d’une infection a ’ONNYV se base
sur la présence de trois signes cliniques chez les patients: une fiévre, une polyarthralgie et une
lymphadénopathie. Pendant 1’épidémie de 1961 en Ouganda, 40% des patients ont présenté une
combinaison de douleurs articulaires, d’éruptions cutanées et de lymphadénopathie avec ou

sans fievre.

La maladie dure en général quelques jours et les malades peuvent rester immobilisés
pendant une durée moyenne de 4 jours. Cependant on note une persistance des douleurs
articulaires chez certains patients. Aucun cas de déces lié chez I’homme a I’infection a ’ONNV
n’a été signalé. Cependant les malades peuvent rester des jours sans pouvoir travailler, ce qui

peut avoir un impact économique sur les pays touchés par des épidémies.

2.5 Diagnostic biologique du virus O’nyong nyong

Les tests moléculaires principalement la PCR pour la détection de I’ARN viral et
I’isolement du virus dans le sang peuvent étre réalisés pendant la phase virémique de la maladie
qui peut durer 3 jours a une semaine aprés ’apparition des signes cliniques [58]. Méme s’il
n’existe pas de tests moléculaires commerciaux ciblant ’ONNV, plusieurs tests PCR maison

ont été développés [484-486].
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Les tests sérologiques principalement I’ELISA pour la recherche des anticorps IgM et IgG
peuvent étre réalisé plus tardivement lorsque le virus n’est plus détectable dans le sang par les
tests moléculaires [58]. On dispose de peu d’informations sur la cinétique d’apparition des
anticorps d’ONNV. Des données suggérent que les IgM apparaissent généralement 2 semaines
apres le début de la maladie et persistent pendant environ 2 mois [476,487]. Cependant d’autres
études suggérent que les IgM persistent pendant 6 mois ou plus [476]. Concernant les 1gG,
seulement 2 études ont été réalisées pour déterminer leur période d’apparition dans le sang au
cours de I’infection. Dans une de ces études on a observé que la séroconversion IgG survenait
26 jours apres le début de la maladie tandis que dans 1’autre étude, on a trouvé que le pic d’IgG
apparaissait 68 jours apres le début de la maladie [472,476]. Il n’existe pas de kits commerciaux
pour les tests sérologiques d’ONNV [488] et des tests de séroneutralisation sont nécessaires

pour distinguer les anticorps d’ONNYV de ceux du CHIKV [489].

VIIl. Traitement et prévention contre les arbovirus

1. Traitement

Il n’existe a ce jour aucun traitement curatif contre les arbovirus malgré les pistes de
traitement en étude [370]. Le traitement est uniqguement symptomatique. En plus du repos, les
malades doivent s’hydrater réguliérement pour lutter contre la déshydratation en cas de
diarrhées et de vomissements ; des analgésiques et des antipyrétiques sont nécessaires en cas
de fiévre [11]. Dans le cas des arbovirus responsables d’arthralgies, 1’'usage des analgésiques et
des anti-inflammatoires non stéroidiens est recommandé pour soulager les douleurs [460,490].
L’aspirine et les anti-inflammatoires non stéroidiens sont a éviter dans les cas d’infection par
les arbovirus tels que le DENV parce que pouvant augmenter les risques d’hémorragie par
altération de la fonction plaquettaire [90]. Dans le cas par exemple de I’infection au ZIKV, les
anti-inflammatoires non stéroidiens peuvent étre utilisés seulement si une infection par le

DENYV est écartée [11].
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Dans le cas du CHIKYV, plusieurs pistes de traitement sont a 1’étude et montrent des résultats
encourageants. La chloroquine a montré des capacités a inhiber la réplication du CHIKV in
vitro dans les cellules véro méme si une efficacité in vivo n’a pas encore été démontrée [491].
Une expérience réalisee sur des souris infectées par le CHIKV montre que la ribavirine et la
doxycycline agissent en synergie pour réduire la charge virale et I’inflammation [492].
L’utilisation d’anticorps monoclonaux dirigés contre les protéines E1 et E2 du CHIKYV chez les
primates non humains a montré une protection de ces animaux contre une infection apres

exposition au CHIKV [493].

Pour le cas de ONNV, des expériences réalisées sur des souris montrent I’importance de
I’interféron de type I dans la protection contre I’infection a ’ONNV, alors que le systeme

immunitaire adaptative s’est avéré peu important dans I’infection aigué [473].

2. Prevention

Etant donné D’inexistence de traitement curatif, le meilleur moyen de lutte contre les
arbovirus demeure la prévention qui consiste a la lutte anti-vectorielle et au développement de
vaccins.

% Lutte anti-vectorielle et autres moyens de lutte

La lutte anti-vectorielle et la protection individuelle restent les meilleurs moyens de
prévention pour réduire la propagation des arbovirus notamment ceux dont il n’existe pas de
vaccins. Cette lutte anti-vectorielle est basée sur la destruction des gites larvaires et la
pulvérisation intra domiciliaire. Des mesures individuelles telles que 1’utilisation de répulsifs
corporelles et le port de vétement longs, 1’usage des moustiquaires pourraient également étre
efficaces pour éviter les piglres des moustiques [370]. La mise en place de programmes de
surveillance de 1’avifaune pourrait permettre d’anticiper les futures épidémies aux arbovirus

tels que le WNV et 'USUV.
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En Afrique de I’Ouest la lutte anti-vectorielle est rendue difficile par son co(t élevé et par
le fait que la plus part des infections aux arbovirus ne sont pas toujours considérées comme des

priorités sanitaires pour la majorité des pays endémiques.

D’autres mesures de prévention existent pour certains arbovirus tels que le ZIKV et
consistent a I’abstinence ou a I’utilisation des préservatifs lors des rapports sexuels au moins

six mois apres 1’apparition des symptémes pour les hommes ayant contracté la maladie [172].

0,

% Vaccins

Des vaccins efficaces existent chez I’homme pour certains arbovirus. C’est le cas du vaccin
contre la fiévre jaune et le vaccin contre I’encéphalite japonaise [63,494]. Malgré 1’existence
de ces vaccins on observe une persistance de la survenue d’épidémies de fiévre jaunes dans
certaines régions africaines [495].

Un vaccin contre la dengue a été développé par Sanofi Pasteur depuis 2016 (Dengvaxia®).
Cependant ce vaccin a montré de nombreuses limites notamment une efficacité moindre chez
les personnes n’ayant jamais été infectées par rapport a ceux ayant déja fait une primo-infection
et une exacerbation de survenue de dengue sévere chez les jeunes enfants. Le vaccin
augmenterait également le risque de survenue d’une dengue sévere chez les sujets vaccinés
n’ayant jamais été en contact avec le virus [496]. Pour cette raison le vaccin est uniquement
indiqué chez les personnes vivant dans des zones d’endémie et ayant un antécédent prouve
d’infection par le virus de la dengue. D’autres candidats vaccins contre la dengue sont en cours

d’évaluation [88].

Il n’existe pas a ce jour de vaccins homologués contre de nombreux arbovirus chez
I’homme. Cependant, plusieurs vaccins utilisant diverses technologies sont actuellement en
développement : il s’agit de vaccins vivants atténués, de vaccins a sous unités, de vaccins

recombinants et de vaccins a ADN entre autres [497]. Les vaccins les plus avancés contre le
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ZIKV sont en phase 1 [498]. Un candidat vaccin contre le CHIKV a montré une protection
croisée contre ’ONNYV chez les souris [499]. Les multiples vaccins en développement contre
le CHIKV pourraient alors étre potentiellement efficaces contre ’ONNV [497]. Plusieurs
vaccins contre le WNV chez ’Homme sont en développement selon différentes approches
[500,501]. L’armée américaine a développé des vaccins inactivés contre I'EEE, le WEE, le VEE
et le CHIKV qui sont utilisés par les travailleurs de laboratoires. Ces vaccin induisent des
protections de courte durée et nécessitent des doses de rappels périodiques. Ils ne sont pas

homologués et ne peuvent donc pas étre utilisés a 1’échelle mondiale [502].

Des vaccins pour usage Vétérinaire existent cependant contre certains arbovirus. Ainsi, on
dénombre quatre vaccins (2 vaccins inactivés, un vaccin vivant utilisant un vecteur et un vaccin
chimere a Flavivirus inactivé) contre le WNV homologués utilisés chez les chevaux [503]. Des
vaccins a usage vétérinaire contre le WEE, I’EEE et le VEE sont également disponibles pour

les chevaux [504].
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Chapitre 2 : Objectifs et hypotheéses de these

Les maladies infectieuses demeurent I'un des principaux facteurs de morbidité et de
mortalit¢ dans le monde. En comparaison aux autres régions du monde, 1’Afrique Sub-
saharienne porte une charge anormalement élevée de la morbidité et de la mortalité en raison
des maladies infectieuses. Les étiologies de ces maladies infectieuses ne sont pas toujours
connues et necessiteraient des investigations plus poussées. Tres peu de données probantes sont

disponibles sur les sites sentinelles des différents pays.

Une surveillance des arbovirus chez les moustiques a été effectuée au Burkina Faso de
1983 a 1986. Cette étude qui a éte réalisée au sud-ouest du pays a permis de détecter le virus de
la fievre jaune et le virus de la dengue [505]. Une étude réalisée en 2010 sur les patients fébriles
a mis en exergue le poids des fievres d’étiologies inconnues sur la santé des populations au
Burkina Faso. En effet cette étude rapporte que 78% et 36% des infections fébriles enregistrees

respectivement en saison seche et en saison pluvieuse étaient d’étiologies inconnues.

Depuis ces derniéres décennies on note une émergence et une réémergence de certains
arbovirus au Burkina Faso. De 2006 a 2008, 4 touristes rentrant en France en provenance du
Burkina Faso ont été diagnostiqués positifs a la dengue. Au cours des mois d'octobre a
novembre 2013, 111 cas suspects de dengue ont été testés avec 33 cas positifs dans la ville de
Ouagadougou. Plus récemment en 2016 et 2017, le Burkina Faso a connu des grosses épidémies
urbaines de dengue déclenchant 1I’inquiétude des autorités sanitaires. Enfin, dans le cadre de la
surveillance nationale de la fiévre jaune, le Burkina Faso a enregistré plus de 100 cas positifs

entre 2001 et 2018 (source : LNR-FHV, données non publiées).

La circulation du DENV et du YFV et le nombre élevé de maladies fébriles d’étiologies

inconnues nous amene a poser les hypotheses selon lesquelles, plusieurs autres arbovirus
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circuleraient au Burkina Faso et qu’il existe un manque d’information sur 1’épidémiologie de

Ces Virus.

L’objectif de mon travail était d’évaluer les risques d’émergence et de comprendre les
mécanismes d’épidémisation des arbovirus au Burkina Faso. Pour atteindre cet objectif, nous
avons ciblé 6 arbovirus (DENV, ZIKV, USUV, WNV, CHIKV et ONNV) en utilisant une
approche « One Heath ». Parmi ces virus sus cités, seule la circulation du DENV a été
formellement établit en lien avec les épidémies identifiées. Une seule étude publiée récemment
en juin 2022 a mis en évidence les anticorps du CHIKYV dans des échantillons de sang collectés
en 2015 a Ouagadougou. Concernant les autres virus (ZIKV, USUV, WNV et ONNV), aucune

preuve formelle de leur circulation au Burkina Faso n’a été rapportée.

Nous avons donc recherché la présence de ces virus chez les vecteurs (moustiques), les
réservoirs (animaux domestiques) et les hétes (humains) dans 2 zones géographiques du
Burkina Faso (Ouagadougou et Bobo Dioulasso) selon des approches sérologiques et

moléculaires.

Le but de final ce projet est d’anticiper de futures situations épidémiques impliquant des
arbovirus au Burkina Faso, en proposant des mesures de surveillance, de prévention et de

contréle sanitaires adéquates.
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1. Circulation des virus Zika et dengue au Burkina Faso

Le ZIKV et le DENV sont deux arbovirus étroitement liés de la famille des Flaviviridae,
tous deux transmis par des moustiques du genre Aedes, et font partie des arbovirus les plus a
risque pour la santé humaine. Depuis 2013, le Burkina Faso est confronté a une recrudescence
des épidémies de DENV. Contrairement au DENV, il n'existe aucune preuve de la circulation
du ZIKV chez I'homme au Burkina Faso. L'objectif principal de notre étude était de déterminer
la séroprévalence du ZIKV et du DENV chez les donneurs de sang au Burkina Faso. 501
échantillons de donneurs collectés dans les deux principales villes du pays en 2020 ont d'abord
été testés par un test immuno-enzymatique compétitif pour détecter les anticorps anti-
Flavivirus. Les sérums positifs ont ensuite été testés a I'aide de la technologie Luminex pour
détecter les anticorps anti-ZIKV et anti-DENV. Des protéines NS1 recombinantes pour le ZIKV
et pour les quatre sérotypes du DENV ont été couplées a des billes Luminex pour détecter les
immunoglobulines G (IgG) dirigées contre ces antigeénes. Par la suite des tests de
séroneutralisation spécifiques du virus contre le ZIKV ont été réalisés. La séroprévalence du
ZIKV était de 22,75% dans les échantillons des donneurs et nous avons trouvé une
séropositivité pour tous les sérotypes de DENV allant de 19,56% pour le DENV-1 a 48,86%
pour le DENV-2. Les analyses moléculaires pour la recherche du ZIKV effectuées sur des
échantillons de patients fébriles et pour la recherche du ZIKV et du DENV sur des échantillons
de moustiques Aedes aegypti collectés par nos collaborateurs au CIRAD (Centre de coopération
internationale en recherche agronomique pour le développement) et a I’'IRSS (Institut de
recherche en science de la santé du Burkina Faso), entre 2019 et 2021 étaient négatives. Notre
étude a montré une circulation importante du ZIKV et du DENV deétectés par sérologie bien

que la preuve moléculaire de la circulation du ZIKV n‘ait pu étre démontrée. Il est essentiel de
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renforcer la surveillance actuelle des arbovirus au Burkina Faso et plus largement en Afrique
de I'Ouest en se focalisant sur les fieévres d'étiologie inconnue et en intégrant la surveillance des
vecteurs pour évaluer I'étendue de la circulation du ZIKV et identifier la ou les souche(s)

circulante(s).
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Abstract: Zika virus (ZIKV) and dengue virus (DENV) are two closely related members of the
Flaviviridae family, both transmitted by mosquitoes of the genus Aedes, and are among the arboviruses
most at risk to human health. Burkina Faso has been facing an upsurge in DENV outbreaks since
2013. Unlike DENV, there is no serological evidence of ZIKV circulation in humans in Burkina Faso.
The main objective of our study was to determine the seroprevalence of ZIKV and DENV in blood
donors in Burkina Faso. A total of 501 donor samples collected in the two major cities of the country
in 2020 were first tested by a competitive enzyme-linked immunosorbent assay to detect flavivirus
antibodies. Positive sera were then tested using Luminex to detect ZIKV and DENV antibodies and
virus-specific microneutralization tests against ZIKV were performed. The ZIKV seroprevalence
was 22.75% in the donor samples and we found seropositivity for all DENV-serotypes ranging from
19.56% for DENV-1 to 48.86% for DENV-2. Molecular analyses performed on samples from febrile
patients and Aedes aegypti mosquitoes between 2019 and 2021 were negative. Our study showed
the important circulation of ZIKV and DENV detected by serology although molecular evidence of
the circulation of ZIKV could not be demonstrated. It is essential to strengthen existing arbovirus
surveillance in Burkina Faso and more broadly in West Africa by focusing on fevers of unknown
origin and integrating vector surveillance to assess the extent of ZIKV circulation and identify the
circulating strain. Further studies are needed to better understand the epidemiology of this virus in
order to define appropriate prevention and response methods.

Keywords: Zika virus; dengue virus; flavivirus; arbovirus; seroprevalence; Burkina Faso

1. Introduction

Zika (ZIKV) and dengue (DENV) viruses are arthropod-borne viruses (arboviruses)
belonging to the Flaviviridae family of the Flavivirus genus. These viruses are transmitted
to humans through the bite of infected mosquitoes from the Aedes genus, mainly Aedes
egypti and Aedes albopictus [1,2]. There are also cases of non-vectorial transmission by
blood transfusion, accidental exposure to biological fluids among healthcare personnel

Pathogens 2022, 11, 741. https:/ /doi.org/10.3390/ pathogens11070741
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or nosocomial transmission, mother-to-child transmission (vertical transmission), and
sexual transmission, in particular with ZIKV [1,2]. Importantly, the clinical diagnosis of
these viruses is difficult in areas endemic to malaria because the symptoms may appear
similar [3].

ZIKV is endemic in all tropical regions of the world: Africa, the Americas, and
Southeast Asia [4]. The virus was first identified in 1947 in a rhesus monkey in the Zika
forest in Uganda and the first human case was reported in 1954 in Nigeria [5]. Only
14 human cases were reported before 2007 [6]. Similar to many arboviruses, the majority of
ZIKV-infected patients are asymptomatic [7]. The clinical picture of ZIKV infection was
correctly established after the epidemic in Yap in 2007, with fever, rash, arthralgia, and
conjunctivitis as the most common symptoms [8]. The same clinical picture was observed
during the outbreaks in French Polynesia and Brazil, in 2013 and 2015, respectively [9,10].
During the later epidemics, numerous cases of neurological complications such as Guillain-
Barre and neurodevelopmental deficits, (e.g., microcephaly) in children born to infected
mothers as well as other neurological syndromes such as meningitis or meningoencephalitis
have been observed [11].

DENYV is endemic in more than 100 countries, mostly in urban and semi-urban areas,
in Africa, Asia, and America. These last two continents are the most affected. The global
incidence of dengue has grown dramatically with about half of the world’s population now
at risk. Circulation of the virus in West Africa was first reported in Nigeria in the 1960s [12].
Dengue fever is the most common arboviral disease in the world and is due to four
different serotypes: DENV-1, DENV-2, DENV-3, and DENV-4 [13]. Infection with one of the
serotypes does not confer long-term cross-protection [2]. The disease is asymptomatic in
the majority of cases. However, some patients experience symptoms such as fever, myalgia,
arthralgia, anorexia, retro-orbital pain, nausea and vomiting, sore throat, headache, and
rash. Neurological and bleeding complications may occur in some cases [14]. There is
no specific treatment for dengue/severe dengue. Early detection of disease progression
associated with severe dengue, and access to proper medical care lowers fatality rates of
severe dengue to below 1%. Studies have shown that sequential infection with different
DENV serotypes increases the risk of complications that can lead to death [15]. This
phenomenon called antibody-dependent enhancement (ADE) is also observed in patients
who have been exposed to ZIKV and subsequently contracted dengue [16].

In Burkina Faso, there has been an upsurge in dengue fever epidemics since 2013 [2].
All four DENV serotypes have already been identified in the country since the first sus-
pected case was reported in 1925 [2]. Unlike DENYV, there is no molecular and serological
evidence of ZIKV circulation in humans in this country. The objective of our study was to
determine the seroprevalence in Burkina Faso of ZIKV and DENV in blood donors and
to carry out a molecular screening of ZIKV on samples of febrile patients and mosquitoes
(Aedes aegypti).

2. Results
2.1. Serological Screening for ZIKV and DENV in Blood Donor

To assess the circulation of ZIKV and the different DENV serotypes in Burkina Faso,
we analyzed blood donor samples from two regional blood transfusion centers for the
year 2020, including 114 (22.75%) women (median age: 28 years; interquartile range (IQR):
24-35.75 years) and 387 (77.25%) men (median age: 28 years; IQR 24-35 years). From
those 501 serum samples screened by competitive enzyme-linked immunoabsorbent assay
(cELISA) to detect prior flavivirus infection, we identified antibodies against flaviviruses
in 400 samples (79.84%, 95% CI: 76.10-83.12). These cELISA-positive samples were then
tested with Luminex-based serological assay using the NS1 antigens of ZIKV and for the
four DENV serotypes (DENV-1, DENV-2, DENV-3, and DENV-4). We found 229 sam-
ples positive for ZIKV (representing 45.70% of the total samples, CI 95%: 41.39-50.08),
98 positives for DENV-1 (19.56%, 95% CI: 16.32-23.26), 280 positives for DENV-2 (48.86%,
95% CI: 44.79-51.13), 204 DENV-3 positive (40.71%, 95% CI: 36.50-45.07) and 199 DENV-4
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positive (39.72%, 95% CI: 35.53-44.06) (Table 1). Ninety-four (18.76%) people carried an-
tibodies against the four DENV serotypes. Since ZIKV is not described as circulating in
Burkina Faso, unlike dengue virus, to confirm the presence of anti-ZIKV antibodies in blood
donor samples, all ZIKV Luminex-positive samples were tested by microneutralization
tests (MNT). We found 114 positives (22.75%, 95% CI: 19.29-26.62) with high neutralizing
antibody titer (Table 2).

Table 1. Luminex and MNT results in blood donor samples tested positive for flaviviruses by Elisa.

2021. N = 501.
Luminex Positive N (%)
DENV1 MNT ZIKV
NS1 Ab DENV2 NS1 DENV3 NS1 DENV4 NS1 ZIKV NS1 Ab Positive N (%)
po Ab (%) Ab (%) Ab (%) (%) ogative. V. (o
0,
Total 98 (19.56) 280 (55.88) 204 (40.71) 199 (39.77) 229 (45.39) 114 (22.75)
Origin
Ouagadougou 63 (24.60) 164 (64.06) 126 (49.21) 122 (47.65) 127 (49.60) 71(27.73)
Bobo-Dioulasso 35(14.28) 116 (47.34) 78 (31.83) 77 (31.42) 102 (41.63) 43 (17.55)
Gender
Male 69 (17.82) 223 (57.62) 158 (40.82) 159 (41.08) 187 (48.32) 90 (23.25)
Female 29 (25.43) 57 (50.0) 46 (40.34) 40 (35.08) 42 (36.84) 24 (21.05)
Age
18-24 28 (16.47) 81 (47.64) 53 (31.17) 56 (32.94) 63 (37.05) 27 (15.88)
25-34 37 (18.78) 106 (53.80) 79 (40.10) 70 (35.53) 92 (46.70) 45 (22.84)
35-44 25 (26.31) 67 (70.52) 55 (57.89) 55 (57.89) 54 (56.84) 31(32.63)
45-59 8 (20.51) 26 (66.66) 17 (43.58) 18 (46.15) 20 (51.28) 11 (28.20)
DENV: Dengue virus; ZIKV: Zika virus; NS: non-structural protein; Ab: antibody; MNT: microneutralization test;
N: number.

Table 2. Anti-ZIKV antibody titer in blood donor samples after MNT tests.

ZIKV Antibody Titer Number of Sample N (%)
15 11 (9.64)
22.5 28 (24.56)
45 21 (18.42)
67.5 18 (15.78)
135 14 (12.28)
202 1(0.87)
202.5 3(2.63)
405 7 (6.14)
607.5 6 (5.26)
1215 2(1.75)
1837.5 2 (1.75)
3675 1(0.87)
Total 114 (100)

We did not find a significant association between the sex of blood donors and ZIKV
seroprevalence while there was a statistically significant difference between origin and age
and ZIKV seroprevalence. Blood donors from Ouagadougou city were the most affected
and ZIKV seroprevalence increased with age (Table 3).
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Table 3. ZIKV seroprevalence according to the socio-demographic characteristics of the blood donors.

Variable Positive N (%) Odds Ratio I1C95% p-Value
Origin 0.0076 *
Ouagadougou 71 (27.73) 1
Bobo-Dioulasso 43 (17.55) 0.55 [0.36-0.84]
Gender 0.7034
Male 90 (23.25) 1
Female 24 (21.05) 0.88 [0.53-1.46]
Age 0.0148 *
18-24 27 (15.88) 1
25-34 45 (22.84) 1.57 [0.93-2.66]
3544 31 (32.63) 2.57 [1.42-4.66]
45-59 11 (28.20) 2.08 [0.93-4.67]
*p <0.05.

2.2. Molecular Screening for ZIKV and DENV in Samples from Febrile Patients and Aedes aegypti
Mosquitoes

With RT-qPCR, we analyzed ZIKV RNA in samples from febrile patients collected
in 2019 as part of the national surveillance of dengue and yellow fever in Burkina Faso.
About 26% of samples collected in Burkina Faso in 2019 were positive for DENV PCR. We,
therefore, selected 340 samples among the negative DENV samples that we analyzed by RT-
PCR for ZIKV. No ZIKV-positive samples were detected in this specific cohort. Additionally,
a total of 1356 Aedes aegypti no-blood-engorged females were collected in the Hauts-Bassins
and southwest region of Burkina Faso, in both rural and urban areas, in 2019 (147 females),
2020 (863 females), and 2021 (346 females). We did not identify the presence of ZIKV or
DENV in mosquitoes. It should be noted that the national arbovirus surveillance program
reported a few sporadic cases of DENV in 2020 and 2021 without noticing major outbreaks.

3. Discussion

DENV has become endemic in Burkina Faso with recurrent outbreaks since 2013 [2].
After the dengue epidemics that the country has experienced, there have been no studies
to estimate the level of immunity of the population according to the different serotypes.
To be fully immune to new dengue infections, it is necessary to have antibodies against
all four serotypes. In our study we identified all four DENV serotypes in the blood
donor cohort with a predominance of serotype 2 (48.86%); serotype 1 being the least
represented (19.56%). Our results are consistent with those obtained in previous studies
that reported the presence of the four serotypes, with a predominance of serotype 2, in
previous epidemics in the country [17-19]. In our study, only 94 people had antibodies
against all four serotypes, representing 18.4% of the cohort, which means that the vast
majority of people are likely to be infected with different dengue serotypes against which
they do not have effective antibodies. For example, an introduction of serotype 1, for
which the Burkinabe population has the least antibodies, could lead to new epidemics
and potentially severe clinical cases as sequential infections are known to increase the risk
of severe dengue [20]. Therefore, monitoring serotypes would be important to anticipate
future epidemics in the country. Other studies carried out in the general population in
neighboring countries have identified DENV serotypes 2 and 3 in Cote d’Ivoire [21], and
DENYV serotype 2 in Ghana and Mali [22,23]. All four DENV serotypes have also been
identified in Nigeria and Senegal [2,24,25].

Unlike DENYV, the circulation of ZIKV has never been clearly established in Burkina
Faso despite the surveillance of arboviruses implemented since 2016 [26]. A serological
survey of the general population carried out from 1963 to 1964 showed serological evidence
of the circulation of the ZIKV in the present-day Republic of Haute-Volta (now Burkina
Faso) [27]. Our study is the first to be carried out since the major epidemics of ZIKV the
world experienced in 2007, 2013, and 2015 [8,9]. We found a high seroprevalence (22.6%) of
ZIKV among blood donors in Burkina Faso. This percentage is close to the 21.9% and 22.7%
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seroprevalence obtained in Senegal in 2007 and 2011/2012, respectively [28]. Our results
are higher than in Mali, a country bordering Burkina Faso, which detected 12% of positives
between 2013 and 2016 [29]. We found statistically significant associations between ZIKV
seroprevalence and the location of blood donors. Donors from Ouagadougou had a higher
seroprevalence (27.73%) compared to those from Bobo-Dioulasso (17.55%). Ouagadougou
has a higher population density than Bobo-Dioulasso and also has problems with access
to water and sanitation. These factors could increase the risk of vector proliferation and
therefore arbovirus transmission. The ZIKV seroprevalence increased with age with a
peak in the 35 to 44 age group with a seroprevalence of 32.63%. In Burkina Faso, this age
group represents the most active part of the population and therefore spends more time
outdoors compared to the younger and older age groups and are likely to be more exposed
to mosquito bites. Our results are comparable to those of Diarra et al. who found in a study
carried out in Mali that ZIKV seroprevalence increased with age [29]. We did not observe
any statistically significant difference between seroprevalence and sex. Men and women
seem to be exposed to the same degree as previously reported in Mali [29].

Despite a high seroprevalence, we did not obtain positive results for ZIKV in the
RT-gPCR performed on the human fever cohort or mosquito samples. This result implies
that either the virus may have been in circulation at low levels during the study period,
causing mainly asymptomatic cases within the population, or that the virus may have
been transmitted in previous years. Indeed the detection of arbovirus RNA is difficult
and rare outside of epidemic periods. Added to this is the short viremia observed during
infection with arbovirus including ZIKV [30]. Furthermore, in the literature, we have not
encountered any cases of microcephaly in newborns or Guillain-Barre reported in Burkina
Faso, even though these two neurological symptoms are typical of complications due to
infection with ZIKV. However, these neurological disorders are relatively rare outcomes and
African and Asian lineages may have differential virulence [31]. Moreover, it is not clear
if the African lineage of ZIKV has the capacity to cause microcephaly or not. In addition,
health care systems in some regions are limited and one cannot exclude un-reported cases.
It is important to note that RT-PCR testing for DENV in Aedes aegypti mosquitoes was
negative despite the existence of molecular evidence of DENV circulation in humans in
Burkina Faso [18,32]. This result could be due to the low number of mosquitoes tested. In
general, the detection of arboviruses in natural mosquito populations is not very sensitive
unless mosquito collections are carried out during a major circulation of the virus or during
an epidemic [33]. As a reminder, surveillance of arboviruses was initiated in Burkina Faso
in 2016, some ten years after the emergence of the first major ZIKV epidemics in Yap and
French Polynesia. It is possible that human cases of ZIKV may have gone unnoticed in
Burkina Faso or in Africa in general due to the low diagnostic and surveillance capacity
of most African countries [34]. Studies showed differential transmission efficiency of the
African strain of ZIKV compared to the Asian strain by Aedes Aegypti [35,36].

Given that prior exposure to ZIKV could potentially cause an ADE effect in the event of
a subsequent dengue virus infection, the circulation of ZIKV could increase the number of
severe cases in future dengue fever epidemics in Burkina Faso. The circulation of different
dengue serotypes could also be a factor favoring the occurrence of severe forms of the
disease [37].

It should be noted that we observed differences between Luminex and MNT tests.
This makes sense because the NS1 protein, used for Luminex, is an internal protein, which
is not the target of neutralizing antibodies. Furthermore, even for surface proteins, not all
specific antibodies are neutralizing. It is therefore logical that we observed higher results
with an NS1-based test compared to a test detecting neutralizing antibodies.

Our study has shown a high level of DENV and ZIKV seroprevalence in Burkina
Faso although molecular evidence of the circulation of ZIKV could not be demonstrated.
It is therefore essential to strengthen the existing arbovirus surveillance by focusing on
fevers of unknown origin and by integrating vector surveillance. Our results also show the
importance of setting up a good program for the prevention and expanded management
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of the main arboviruses circulating in Burkina Faso. A retrospective study of newborn
cohorts covering the last 10 years would be interesting to identify whether there have
been undocumented cases of congenital malformations such as microcephaly that could be
attributable to ZIKV.

4. Materials and Methods
4.1. Samples
4.1.1. Blood Donors

The blood donor samples included in our study came from regional blood transfusion
centers in the cities of Ouagadougou and Bobo-Dioulasso. A total of 501 serum samples
(256 in Ouagadougou and 245 in Bobo Dioulasso) were collected from June to July 2020. At
least 600 uL of serum were taken from each participant and sent to the National Reference
Laboratory for Viral Hemorrhagic Fevers at the Centre MURAZ Center in Bobo-Dioulasso
to be stored at —80 °C before the serological tests.

4.1.2. Febrile Patients

Three hundred and forty fever samples collected as part of arbovirus surveillance
in Burkina Faso in 2019 and stored at —80 °C in the biobank at the Centre MURAZ were
included in our study. In the present study, we selected 340 samples that had already been
tested with dengue fever RT-PCR and were negative. These samples were then screened
with ZIKV RT-PCR in our study.

4.1.3. Mosquito Sampling

Mosquito collection was carried out in August, September 2019; June, July, and October
2020, and May, June 2021. Mosquitoes were collected in several areas from the Hauts-
Bassins and southwest region of Burkina Faso. In the Hauts-Bassins region, the sampling
was carried out in seven localities: Bobo-Dioulasso, Banakeledaga, Sourkoudougou, Badara,
Vallée du Kou 3 (VK3), Nasso and Dinderesso. In the southwest region, sampling was
carried out in six sites: Diébougou, Gaoua, Bapla, Tiankoura, Banlo and Bouroum-bouroum.

Sampling was carried out over two successive days in each locality. Two methods were
used: the BG-Sentinel traps and the Prokopack aspiration. The various specimens (living)
were identified morphologically to the species level using the identification keys [38—40].
Non-blood-engorged females of Aedes aegypti were sorted and stored at —80 °C for subse-
quent analyses.

Mosquitoes were pooled in groups of 6 to 37 individuals per site and collection
date. Pools were homogenized in 500 uL ice-cold 1X-PBS (Phosphate Buffered Saline)
buffer with two ice-cold steel bearing balls (3 mm diameter, LOUDET) using a TissueL-
yser II (Qiagen). After homogenization and clarification, total RNA was extracted from
homogenate supernatants with the NucleoMagVet kit (Macherey Nagel) using a Kingfisher
Flex (Thermo Scientific).

4.2. Competitive Enzyme-Linked Immunosorbent Assay

All blood donor samples were screened using a competitive ELISA test: the ID Screen®

West Nile Competition Multi-species from Innovative Diagnostics (Grabel, France). This
test was originally developed for the detection of antibodies directed against the envelope
protein pr-E of the West Nile virus but it is found to give cross reactions with other
flaviviruses including the ZIKV and DENV and can therefore be used for the screening of
these viruses [41]. The test was performed according to the manufacturer’s protocol.

4.3. Luminex

All cELISA-positive samples were screened in Luminex using the NS1 antigens of
ZIKV and DENV (DENV-1, DENV-2, DENV-3, and DENV-4) according to the procedures
described by Raulino et al. [42].
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Recombinant NS1 proteins for ZIKV and for the four DENV serotypes were coupled
to Luminex beads to detect Inmunoglobulin G (IgG) directed against these antigens. The
samples, diluted to 1/200th, are placed in the presence of the beads and incubated overnight
at 4 °C. The fluorescence intensities of the antigen-antibody reactions are then read with the
Bioplex 200 device. A blank is used to measure only the fluorescence intensity of the beads
and remove this “background noise” from the other results obtained. The NS1 antigen used
for ZIKV has a sensitivity of 100% and a specificity of 98.48%; for DENV-1, a sensitivity
of 91.3% and a specificity of 98.48%; for DENV-2, a sensitivity of 100% and a specificity
of 96.97%; for DENV-3, a sensitivity of 100% and a specificity of 96.97%, for DENV-1, a
sensitivity of 82.61% and a specificity of 98.48%.

4.4. Seroneutralization Assays

Viral microneutralization tests (MNT) were performed on cELISA-positive sera to
confirm ZIKV infection. The sera were serially diluted in duplicate in 50 pL of Dulbecco’s
Modified Eagle Medium (DMEM) of ThermoFisher supplemented by heat-inactivated fetal
bovine serum 2% and hepes 40X in a 96 plate, then with a dilution factor of 3 starting
with 1/5th to 1/3645th. ZIKV suspension (ArB41644 ZIKV of African lineage) at 107.14
tissue culture infectious dose 50 (TCID50) was then added to each well. After incubation
for 90 min at 37 °C with 5% CO,, we added 100 uL of DMEM 2% containing 2000 Vero
cells E6 per well. The plates were incubated at 37 °C with 5% CO, for 7 days. Antibody
titers were calculated by doing the reciprocal of the last dilution at which there are no
cytopathic effects.

4.5. RT-PCR ZIKV and DENV

Nucleic acids from fever samples were extracted using Qiagen RNA extraction kit (QI-
Aamp Viral RNA Mini Kit, Qiagen, Hilden, Germany). Amplification was performed with
the QuantStudio® Real-Time PCR from ThermoFisher Scientific (Waltham, Massachusetts,
USA) according to the procedures described by Liu et al. [43]. For mosquitoes, total
RNA extraction was performed using the Biomek-FX machine (Beckman-Coulter) and
the Nucleospin RNA virus extraction kit (Macherey-Nagel), following the manufacturer’s
instructions. Control of the quantity and quality of the RNA was measured by spectropho-
tometry (Nanodrop, Thermo Fisher Scientific) and by capillary electrophoresis (Bioanalyser,
Agilent Technologies). The detection of ZIKV and PAN-DENV by real-time RT-PCR was
carried out following the protocol described previously by Liu et al. and Gray et al. [43,44].
We use the following primers and probes:

ZIKV:

Forward: CGCAGGATCATAGGTGATGAAG

Reverse: CCTGACAACACTAAAATTGGTGC

Probe: VIC-ACAGCACTCCAGGTGTAGACCCTTC-BHQ1

DENV:

Forward: GGATAGACCAGAGATCCTGCTGT
Reverse R1: CATTCCATTTTCTGGCGTTC

Reverse R2: CAATCCATCTTGCGGCGCTC

Probe: FAM-CAGCATCATTCCAGGCACAG-TAMRA

4.6. Statistical Analysis

The seroprevalence of ZIKV and DENV was calculated by dividing the number of
positive samples by the total number of samples tested, using two-sided exact binomial
95% confidence intervals (95%CI). The correlation between seroprevalence of ZIKV and
independent variables such as origin, sex, and age were analyzed using a Pearson chi-
square test and/or Fisher’s exact test and odds ratio.
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2. Circulation des virus WNV et USUV

L’USUV et le WNV sont des arbovirus phylogénétiquement proches appartenant au
sérocomplexe du JEV, de la famille des Flaviviridae et du genre Flavivirus. Ces virus suivent
principalement un cycle enzootique impliquant les moustiques et les oiseaux, mais ils infectent
occasionnellement 'Homme et d'autres mammiferes en provoquant des troubles neurologiques.
La transmission d'Homme a Homme est rare et ne contribue pas a la circulation de ces virus.
Depuis la découverte de I'USUV, seuls deux cas humains ont été rapportés en Afrique, dont un
au Burkina Faso en 2004 chez un patient de 10 ans présentant un ictére fébrile. Depuis, aucune
étude n'a été menée pour mesurer I'étendue de la circulation de ce virus au Burkina Faso et
aucune étude concernant la circulation du WNV n'avait été réalisée. Notre étude visait a
déterminer la séroprévalence de I'USUV et du WNV dans les dons de sang et chez les animaux
domestiques (chevaux, chiens, poulets et pigeons) et a réaliser un screening moléculaire chez
les patients présentant une fievre avec ou sans ictéere et chez les moustiques (Culex
quinquefasciatus et Aedes aegypti). La prévalence de I'USUV et du WNYV a été évaluée par des
analyses sérologiques (tests Elisa et séroneutralisation) et moléculaires (RT-gPCR)
d'échantillons de moustiques, de chiens, d'oiseaux domestiques, de chevaux et d'humains au
Burkina Faso entre 2019 et 2021. Nous avons détecte une transmission tres active des deux
virus au Burkina Faso. La séroprévalence du WNV et de I'USUV est particulierement élevee
chez les humains (19,16 % et 14,17 % respectivement) et les chevaux (17,28 % et 6,17 %). Les
analyses moléculaires n'ont pas permis de détecter le WNV ou I'USUV dans les moustiques ou
les échantillons de fievre testés. Notre étude montre une propagation active de I'USUV et du
WNV au Burkina Faso, surtout pour le WNV. Cette étude souligne l'intérét de développer des
programmes de surveillance pour mieux prévenir, détecter et alerter sur la circulation de

I'USUV et du WNV chez les hdtes primaires et accidentels.
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Abstract: Usutu virus (USUV) and West Nile virus (WNV) are phylogenetically closely related ar-
boviruses. These viruses mainly follow an enzootic cycle involving mosquitoes and birds, but they
occasionally infect humans and other mammals, inducing neurotropic disorders. Since the discov-
ery of USUV, only two human cases have been reported in Africa, including one in Burkina Faso in
2004. Since then, no studies have been conducted to measure the extent of the circulation of this
virus in Burkina Faso, and no study regarding the circulation of WNV has been conducted. Our
study aimed to determine the seroprevalence of USUV and WNV in blood donations and in animals
(horses, dogs, chickens and pigeons) and to perform molecular screening in patients with febrile
fever and in Culex quinquefasciatus and Aedes aegypti mosquitoes. The prevalence of USUV and WNV
was studied by serological (ELISA and microneutralization tests) and molecular analyses (RT-
qPCR) of mosquito, dog, domestic bird, horse, and human samples in Burkina Faso between 2019
and 2021. We detected a very active transmission of both viruses in Burkina Faso. WNV and USUV
seroprevalence is particularly high in humans (19.16% and 14.17%, respectively) and horses (17.28%
and 6.17%). Molecular screening did not detect WNV or USUV in the mosquito or human samples
tested. Our study shows an active spread of USUV and WNV in Burkina Faso, especially for WNV.
This study highlights the value of developing surveillance programs to better prevent, detect, and
alert people to USUV and WNV circulation in both primary and incidental hosts.

Keywords: Usutu virus; West Nile virus; humans; domestic animals; mosquitoes; Burkina Faso

1. Introduction

Usutu (USUV) and West Nile (WNV) viruses are arboviruses that are phylogenet-
ically closely related, belonging to the Japanese encephalitis (JEV) serocomplex of the Fla-
viviridae family and the Flavivirus genus [1,2]. These viruses have a complex transmis-
sion cycle involving different species of birds as amplifying hosts, Culex mosquitoes as
main vectors, and humans, horses, and other mammals as incidental hosts [3,4]. A trans-
mission from human to human is rare and does not contribute to the circulation of these
viruses, but several species of mosquitoes such as Culex quinquefasciatus, Culex pipiens, Ae-
des albopictus, and Aedes japonicus are involved in the transmission and circulation [5,6].
USUV was first isolated in 1959 from a Culex neavei mosquito collected near the Usutu
river in Swaziland [7]. WNV was initially identified in 1937 in the West Nile Province of
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Uganda in a woman with a febrile syndrome [8]. These two viruses have long been con-
sidered viruses of African interest, given that they circulated originally in Africa, prior to
their introduction to Europe and other continents. Major USUV epizootics affecting avi-
fauna, associated with a large epidemic of WNV, were demonstrated in Europe in 2016
and in 2018 [2]. Although most USUV and WNYV infections are asymptomatic, some pa-
tients experience symptoms ranging from febrile syndrome to neurological complications
such as meningitis, meningoencephalitis, and encephalitis [7,9].

Since the discovery of USUV, only two human cases have been reported in Africa.
These cases occurred in the Central African Republic in 1981 in a febrile patient with a
rash and in Burkina Faso in 2004 in a 10-year-old patient with febrile jaundice [10]. The
low number of human cases diagnosed in Africa makes it difficult to establish a clear clin-
ical picture of the disease on the African continent. This arbovirus has gained the attention
of the scientific community due to its recent incursions in Europe and due to the threat it
represents for certain wild birds (mainly blackbirds and owls in Europe) [2]. Molecular
and serologic evidence of USUV infection in European blood donors also suggests a silent
spread of this virus among asymptomatic humans. To date, USUV infection has been re-
ported in a dozen European countries, with more than a hundred cases of acute human
infection being described, mainly in Europe [2,11]. Contrary to USUV, WNV has been
described as responsible for many epidemics in Africa, Europe, and the United States [12].
On the African continent, cases of WNV have been reported in the Democratic Republic
of Congo, Gabon, Namibia, and Tunisia [13]. The majority of symptomatic patients have
fever, rash, headache, muscle and joint pain, or jaundice. Less than 1% of infections pro-
gress to neuroinvasive disease, with such progression being recorded in cases of immu-
nocompetent or immunocompromised patients (meningitis, encephalitis, or acute flaccid
paralysis) [13,14].

Clinical diagnosis is made difficult by the similarity of USUV and WNV symptoms
with other flaviviruses or other infectious diseases. Diagnostic techniques used are RT-
PCR, virus isolation in cell culture, and the detection of antiviral antibodies by Enzyme-
linked immunosorbent assay (ELISA) tests. ELISA tests suffer from a lack of specificity
due to cross-reactions that exist with flaviviruses [15]. To discriminate these viruses, pos-
itive ELISA samples must be systematically confirmed by microneutralization tests
(MNT). There are no specific commercial tests for the differential diagnosis of USUV and
WNV, making them difficult to monitor. Currently, in-house tests developed by reference
laboratories are relied upon. The above-mentioned diagnostic problems make the moni-
toring of these viruses particularly difficult in resource-limited countries.

In Burkina Faso, the circulation of some flaviviruses such as dengue and yellow fever
viruses (DENV and YFV) has been observed, notably with recurrent DENV epidemics
since 2013 [16]. The country has recorded sporadic cases of yellow fever every year since
the establishment of national surveillance in 2001. Since the identification of the first hu-
man case of USUV infection in Burkina Faso in 2004, no studies have been conducted to
measure the extent of the circulation of this virus in the country. Hence the interest of our
study, which aims to determine the seroprevalence of USUV and WNV in blood dona-
tions, animals (horses, dogs, chickens, and pigeons) and to perform molecular screening
in patients with febrile fever and in Culex quinquefasciatus and Aedes aegypti mosquitoes
the main vectors of arboviruses in Burkina Faso.

2. Materials and Methods
2.1. Samples
2.1.1. Blood Donors

The study involved blood donors from regional blood transfusion centers in the cities
of Bobo-Dioulasso and Ouagadougou. Blood samples were collected from June to July
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2020. A total of 501 samples were collected. This cohort harbors 114 (22.75%) females (me-
dian age: 28 years; interquartile range (IQR): 24-35.75 years) and 387 (77.25%) males (me-
dian age: 28 years; IQR 24-35 years).

2.1.2. Sera Specimens from Fever of Unknown Etiologies.

188 samples from patients with fever of unknown etiology, including 23 with jaun-
dice, were collected in 2019 and stored at =80 °C in the biobank of the MURAZ center in
Bobo-Dioulasso to perform serological and molecular tests.

2.1.3. Sera Samples from Animals

Horses, dogs, chickens, and pigeons were collected from the towns of Bobo-Diou-
lasso and Ouagadougou. A total of 204 animal samples were collected from November
2021 to January 2022.

- Atotal of 81 horse sera samples (50 from Ouagadougou and 31 from Bobo-Dioulasso)
were collected. The average age of the 81 horses analyzed was 7.11 years, with ex-
tremes ranging from 10 months to 27 years, corresponding to 79.01% of males and
20.99% of females. The samples were taken in the breeding sites by a veterinary tech-
nician. No horse was vaccinated against WNV, and all showed no symptoms at the
time of sampling.

- A total of 52 dogs (25 from Ouagadougou and 27 from Bobo-Dioulasso) were in-
cluded in our study. All samples were taken at the owners’ homes, and no dog
showed symptoms. The average age of the dogs was 2.77 years, with extremes rang-
ing from 2 months to 12 years. There were 34 males and 18 females.

- A total of 50 sera samples from chickens from traditional farms were collected in
Ouagadougou (25) and Bobo-Dioulasso (25) and analyzed. The average age was 1.3
years, with extremes ranging from 5 months to 3 years. There were 10 males and 40
females. All samples were collected from poultry markets.

- A total of 21 domestic pigeons from traditional breeding were included in the study.
We collected 10 sera samples in Ouagadougou and 11 in Bobo-Dioulasso. The aver-
age age of the pigeons was 12.8 months, with extremes ranging from 1 month to 2
years. There were 9 males and 12 females. All samples were collected from owners’
homes.

2.1.4. Mosquito Samples

Mosquito collection was carried out in August and September 2019, June, July and
October 2020, and May and June 2021. Mosquitoes were collected in the Hauts-Bassins
and South-West regions of Burkina Faso (Figure 1). In the Hauts-Bassins region, the sam-
pling localities were located on two road transects. The first transect was composed by the
town of Bobo-Dioulasso, following four rural areas: Banakeledaga, Sourkoudougou, Ba-
dara and Vallée du Kou 3 (VK3). The sampling on the second transect were carried out in
two rural forested areas: Nasso and Dinderesso. In the South-West region, the sampling
was carried out in two urban areas (Diébougou and Gaoua) and in four rural sites (Bapla,
Tiankoura, Banlo, and Bouroum-bouroum). Collection areas have been grouped and re-
named in urban or rural areas.
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Figure 1. Location of mosquito collection sites in Burkina Faso. Each dot represents one sampling
site; the samples from the sites that have the same dot color were grouped and renamed in rural 1
to 3 and in urban 1 to 3.

Samples were carried out over two successive days in each locality. Three methods
were used: the double net tent, the BG-Sentinel traps, and the prokopack aspiration. The
various specimens (living) were identified morphologically using the identification keys
[17-19], then killed cold and stored at —80 °C for subsequent analyses.

2.1.5. Mosquito Sorting and Crushing

No-blood-engorged females of Culex quinquefasciatus and Aedes aegypti, the main vec-
tors of Arboviruses, were our species of interest for this study. As the sampling were com-
posed of several genera and species of mosquitoes, a sorting was necessary to isolate the
specimens of interest and to group them by area and by collection period. This sorting
was carried out on an ice-cold platform to avoid viral genome degradation. Each species
was placed in pools of 6 to 37 individuals per well in 96-well “deepwell” type. The crush-
ing was carried out using the TissueLyser II (Qiagen (Hilden, Germany), 30 s at 30 Hz, 2
times). Beforehand, each pool was resuspended in 500 puL 1X-PBS (Phosphate Buffered
Saline buffer (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) with two ice-cold steel bear-
ing balls (3 mm diameter, LOUDET). After crushing, the supernatant was recovered for
extraction of total RNA.

2.2. Competitive Enzyme-Linked Immunosorbent Assay

The screening of human and animal sera was carried out with the ID Screen® West
Nile competition ELISA test, (Innovative diagnostic, Montpellier, France), which is a com-
petition ELISA test. This test was originally developed to identify antibodies against the
West Nile virus pr-E envelope protein, as it turned out to cross other flaviviruses and can
therefore detect a large spectrum of flaviviruses including WNV and USUV and other
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related flaviviruses [20,21]. The test was performed according to manufacturer’s instruc-
tions.

2.3. Seroneutralization Assays

Viral microneutralization tests (MNT) were performed on cELISA positive sera to
identify WNV or USUV infection for human, horse, and dog samples using USUV
(France2018, MT863562) and WNYV (lineage 2, MT863560) [21]. The sera were serially di-
luted in duplicate in 50 pL of Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) of Ther-
moFisher supplemented by heat-inactivated fetal bovine serum 2% in a 96 plate, then with
a dilution factor of 2 starting with 1/4th to 1/256th. USUV and WNV suspension at 200
tissue culture infectious dose 50 (TCID50) were then added in each well. After incubation
for 90 min at 37 °C with 5% CO2, we added 100 uL of DMEM 2% containing 2000 vero
cells per well. The plates were incubated at 37 °C with 5% CO:z for 5 days. Antibody titers
were calculated by doing the reciprocal of the last dilution at which there is no cytopathic
effects. Samples that were positive for both WNV and USUV were considered positive for
either virus when the antibody titer for one virus is 4 times higher than the antibody titer
for other virus.

2.4. USUV and WNV gRT-PCR

Nucleic acids were extracted from human sera using the automatic extractor MGISP-
960, and amplification was performed with the LightCycler® 480 from Roche according to
the procedures described by Nikolay et al. for USUV [22] and Garcia et al. for WNV [23].
For mosquitoes, total RNA extraction was performed using the Biomek-FX machine
(Beckman-Coulter) and the Nucleospin RNA virus extraction kit (Macherey-Nagel, Stras-
bourg, France), following the manufacturer’s instructions. A control of the quantity and
quality of the RNA was measured by spectrophotometry (Nanodrop, Thermo Fisher Sci-
entic, Waltham, MA, USA) and by capillary electrophoresis (Bioanalyser, Agilent Tech-
nologies, Santa Clara, CA, USA). The detection of USUV and WNV by real-time RT-qPCR
was carried out using the LUNA Universal Probe One Step RT-qPCR Biolaps kit, respec-
tively following the protocol described previously by Nikolay et al. and Tang et al. [22,24].

2.5. Statistical Analysis

In blood donors, the correlation between seroprevalence and independent variables
such as origin, sex, and age were analyzed using a Pearson chi-square test or Fisher’s exact
test. We also used the Odds ratio to show the association or lack thereof of independent
variables with seroprevalence. Figures were made using GraphPad Prism 9 software and
maps using QGIS 3.24.2 software.

2.6. Ethical Statement and Informed Consent

Study on human samples was approved by health research ethics committee of
Burkina Faso (2020-3-049) and was performed in line with the regulations outlined in the
Declaration of Helsinki. Data was anonymized for publication purposes. Animal sam-
pling was performed according to national and institutional guidelines, informed written
consent of animal owners was obtained, and sample collection was performed by veteri-
narians.

Patients and blood donors were informed during the collection that their samples
could be used later for other studies.

3. Results
3.1. WNV and USUV Infections in Humans Samples

In order to analyze the potential circulation of USUV and WNV in the general popu-
lation in Burkina Faso, we decided to screen blood donor samples and clinical samples
from the national YFV surveillance program. The seroprevalence of WNV and USUV was
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first evaluated in a collection of 501 samples from blood donors, using cELISA to detect
prior flavivirus infection. A total of 389 samples were positive (77.65%, CI95%: 73.79—
81.07) (Tables 1 and S1). Samples positive for cELISA were then tested using MNT against
WNV and USUV. Despite the inability to completely rule out antibody cross reactions,
samples with close or equal neutralizing activity for WNV and USUV (<four-fold differ-
ence in MNT titer) were considered as potential co-infections. Among the positive sam-
ples, 71 were tested positive for USUV-specific antibodies (14.17%, CI195%: 11.39-17.49),
and 96 for WNV-specific antibodies (19.16%, 95% CI: 15.95-22.83). A total of 52 samples
demonstrated neutralizing activity for both USUV and WNV (Table 1). We did not find
any significant associations between the origin, sex, and age of blood donors and USUV
seroprevalence (Table 2A), whereas men had a higher seroprevalence for WNV than
women (Table 2B). We additionally analyzed 188 fever samples of unidentified etiology
for serological screening and using RT-qPCR for USUV and WNV. No WNV or USUV
was detected in any of these samples.

Table 1. cELISA test and MNT results in blood donors among the 501 human samples analyzed.

. o . MNT Positive n (%)
Variable cELISA Positive n (%) USUV+ WNV+ USUV + WNV+
Total 389 (77.64) 71* (14.17) 96 * (19.16) 52 *(10.38)
Origin
Ouagadougou 216 (84.37) 44 (17.18) 50 (19.53) 31 (12.10)
Bobo-Dioulasso 173 (70.61) 27 (11.02) 46 (18.77) 21 (8.57)
Gender
Male 302 (78.03) 56 (14.47) 82 (21.18) 45 (11.62)
Female 87 (76.31) 15 (13.15) 14 (12.28) 7 (6.14)
Age
18-24 130 (76.47) 24 (14.11) 33 (1941) 17 (10.0)
25-34 146 (74.11) 24 (12.18) 30 (15.22) 15 (7.65)
35-44 81 (85.26) 17 (17.89) 23 (24.21) 14 (14.73)
45-59 32 (82.05) 6 (15.38) 10 (25.64) 6 (15.38)

* among the 71 USUV positives and 96 WNV positives, there are 52 samples positive for both USUV
and WNV.

Table 2. (A). USUV seroprevalence according to the socio-demographic characteristics of the blood
donors. (B). WNV seroprevalence according to the socio-demographic characteristics of the blood
donors.

(A)
Variable Positive n (%)  Odds ratio IC95%  p-Value
Origin 0.0547
Ouagadougou 44 (17.18) 1
Bobo-Dioulasso 27 (11.02) 0.6 [0.36-1]
Gender 0.8786
Male 56 (14.47) 1
Female 15 (13.15) 0.9 [0.49-1.66]
Age 0.6213
18-24 24 (14.11) 1
25-34 24 (12.18) 0.84 [0.46-1.54]
35-44 17 (17.89) 1.33 [0.67-2.62]
45-59 6 (15.38) 1.11 [0.42-2.93]
(B)
Variable Positive n (%)  Odds ratio IC95%  p-Value
Origin 0.9097
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Quagadougou 50 (19.53) 1
Bobo-Dioulasso 46 (18.77) 0.95[0.61-1.49]
Gender 0.0415*
Male 82 (20.15) A |
Female 14 (12.28) 0.52[0.28-0.96]
Age 0.2040
18-24 31 (18.23) 1
25-34 29 (14.72) 0.75[0.44-1.29]
35-44 22 (23.15) 1.33 [0.73-2.45]
45-59 10 (25.64) 1.43 [0.63-3.22]

*p<0.05.

3.2. WNV and USUV Infections in Domestic Animals

Arboviruses are maintained in sylvatic and urban cycles through non pathological
infection in natural reservoirs but can also affect other animal hosts. To monitor the po-
tential infection in domestic animals, we screened various species for the presence of spe-
cific USUV and WNV antibodies. Animal samples were collected in different neighbor-
hoods of the two major cities of Burkina Faso (Ouagadougou and Bobo-Dioulasso). All
animals were from domestic breeding. A total of 81 horses, 52 dogs, 50 chickens and 21
pigeons were included in our study. Among the 81 horses analyzed, we obtained 73
horses positive for cELISA (48 from Ouagadougou and 25 from Bobo-Dioulasso). Among
them, 5 (6.17%, CI95%: 2.66-13.64) were positive for USUV antibodies, and 14 (17.28%,
CI95%: 10.58-26.94) for WNV (Table 3). We identified anti-flavivirus antibodies in 14 dogs
(10 from Ouagadougou and 4 from Bobo-Dioulasso); only one of the dogs presented neu-
tralizing activity for WNV; and all dog samples were negative for USUV antibodies. Con-
cerning avian analyses, we identified anti-flavivirus antibodies in 4 chicken samples but
no positives for USUV and WNV after MNT tests. In pigeons, of the two samples that gave
a positive result for the cELISA test, we detected one sample presenting a USUV positive
antibody and another one presenting anti-WNV antibodies (Table 3). The majority of pos-
itive animals came from Bobo-Dioulasso (Table 4, Figure 2).

Table 3. USUV and WNV MNT results in cELISA positive animals.

Species Number of Specimens cELISA Mg ;‘Uf;ntlbodx;"{;ter Conclusion
Horses 81 78 128 128 USUV + WNV+
32 Negative USsuv+
32 256 WNV+
64 64 USUV + WNV+
8 Negative USUV+
8 Negative USUV+
32 128 WNV+
Negative 128 WNV+
Negative 128 WNV+
Negative 32 WNV+
Negative 32 WNV+
Negative 8 WNV+
Negative 256 WNV+
Negative 16 WNV+
Negative 32 WNV+
Negative 16 WNV+
Negative 16 WNV+
Dogs 52 14 0 64 WNV+
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Chickens 50 4 Negative Negative Negative
Pigeons 21 2 Negative Usuv+
8 WNV+
Table 4. Seroprevalence of USUV and WNV according to animal location.
" Origin
Species Results Total Ouagadougou Bobo-Dioulasso
T, - USUV +n (%) 5 (6.17%) 2 (4%) 3 (9.67%)
WNV +n (%) 14 (17.28%) 1(2%) 13 (41.93)
Dogs USUV +n (%) 0 (00%) 0 (00%) 0 (00%)
& WNV +n (%) 1 (1.92%) 1 (4%) 0 (00%)
; USUV +n (%) 0 (00%) 0 (00%) 0 (00%)
Chickens  \/\ v +n (%) 0 (00%) 0 (00%) 0 (00%)
Pigeons USUV +n (%) 1(4.76%) 0 (00%) 1(9.09%)
& WNV +n (%) 1(4.76%) 0 (00%) 1 (9.09%)
SN - <\ N
=f ; N
-gﬂ\"( Burkina Faso > A
i (e
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I Voo IS ZAFg
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Figure 2. Geographical distribution of animals who tested positive for antibodies against USUV and
WNV. Red dots represent USUV positive samples and blue dots WNV positive samples. In Bobo-
Dioulasso, all the positives are concentrated in the same area.

3.3. WNV and USUV Screening in Mosquitoes

A total of 1356 Aedes aegypti and 1659 Culex quinquefasciatus no-blood-engorged
females were obtained after sorting. Blood-fed mosquitoes can contain viruses in the
blood that are not mosquito borne and thus lead to false conclusions on the viral patho-
gens borne by mosquitoes in the study area.

These species were most dominant in the city of Bobo-Dioulasso (Urban 1) (Figure
S1). We did not identify the presence of USUV or WNV in these samples. To validate the
negative results of our RT-qPCR, we always added a positive sample (RNA isolated from
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cell culture infections) in our PCR plates. Moreover, we have analyzed in parallel and with
the same RT-qPCR a batch of mosquitoes from France [25]. Our results with the French
samples show that our RT-qPCR is able to detect both viruses and allows to identify pos-
itive samples for virus isolation and genome sequencing. Finally, the Burkinabe samples
were also screened with a RT-qPCR targeting the mosquito 5.8S ribosomal RNA to vali-
date the absence of PCR inhibitors.

4. Discussion

There was no previous data regarding the circulation of USUV and WNV in Burkina
Faso. The only human case of West African USUV infection was identified in Burkina Faso
in 2004, which suggests that this virus circulated in the country several years ago [10].
Since 2014, Burkina Faso has developed a national reference laboratory for hemorrhagic
fevers, which is responsible for monitoring arbovirus infections in humans. This monitor-
ing is mainly concerned with DENV, YFV, zika and chikungunya viruses, with no analysis
of USUV or WNV having been performed thus far. Notably, a modeling study has iden-
tified a number of countries (Togo and Benin) bordering Burkina Faso as areas at risk of
the emergence of WNV [12].

To have a general view of the potential circulation of these viruses, our study targeted
several epidemiologically relevant hosts: humans, horses, dogs, birds, and mosquitoes,
and highlighted the active circulation of USUV and WNV in Burkina Faso. We found the
presence of antibodies directed against these two viruses in blood donors, horses, dogs
and pigeons. Several other studies have shown the co-circulation of USUV and WNYV vi-
ruses in humans and animals, particularly in Europe [26,27]. Horses, dogs, domestic birds
and chickens have been identified as accidental hosts of USUV and WNV [7,20,28-31].
Horses are known as a species particularly susceptible to WNV and USUV infection, and
are considered as valuable sentinels of the risk of WNV epizootic transmission [32,33]. In
this species, we observed a high seroprevalence of WNV (17.28%) compared to USUV
(6.17%). In general, WNV is known to be more widespread than USUV [26], and our study
appears to confirm the same trend in Burkina Faso as well. That said, some studies have
shown a higher circulation of USUV in humans in regions where the two viruses are en-
demic [21]. During the collection of our samples, horse breeders reported the occurrence
in some horses of neurological syndromes typically associated with infection. Unfortu-
nately, this information was not documented, nor does such data exist at the level of vet-
erinary clinics in the country. It would be very informative to set up a surveillance system
for flaviviruses in horses, with the collaboration of veterinary clinics and horse owners in
Burkina Faso. Some previous studies have reported high seroprevalence of WNV in
horses in sub-Saharan Africa, particularly in Ivory Coast, Nigeria and Chad [34,35]. An-
other study carried out in Morocco reported serological evidence of the circulation of
USUV and WNV in horses but also in dogs [29]. Although dogs are not described as de-
veloping clinical signs after USUV and WNYV infection, our study included them as rele-
vant candidates for surveillance due their proximity to humans and their high exposure
rates to WNV, as has been previously documented [36]. While our study we observed
only one dog presented antibodies against WNV and none had antibodies to USUV, it
must be acknowledged that our cohort was small in number to be conclusive. The small
sample size of pigeons (21) collected did not allow us to measure the real extent of the
circulation of these viruses in this population of domestic birds although it did allow us
to detect positive birds for USUV and WNV. The regular displacement of this species sug-
gests that they could be more exposed than mammals to infections by these viruses. To
date, there have been very few studies on domestic pigeons, even though the first WNV
infection in birds was detected in organs and blood from a pigeon in 1955 [13]. A WNV
surveillance system based on the serological testing of domestic pigeons in Greece re-
ported seroprevalences of 54% in 2010 and 31% in 2011, with one pigeon also testing pos-
itive for anti-USUV antibodies during the same period [37]. Also, an epidemiological sur-
vey on zoonoses in Spain identified the circulation of USUV and WNV in feral pigeons
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[38]. Our study is the first to show serological evidence of USUV in domestic pigeons in
West Africa. A WNV serological survey of domestic pigeons in Nigeria reported a sero-
prevalence of 3.5% [39]; which is close to the 4.76% rate found in our study. Another study
conducted in Mali showed the presence of USUV and WNV antibodies in other species of
domestic bird (duck and chicken) [30]. A large-scale study on domestic pigeons in Burkina
Faso would make it possible to better situate their share in the circulation of USUV and
WNV. It should be noted that samples from domestic pigeons are more easily accessible
compared to samples from wild birds. In our study, all chickens were found to be negative
for antibodies to both viruses. Previous studies estimate that USUV has a limited patho-
genicity in domestic chickens [40], while WNV antibodies have been identified in chickens
by authors in Turkey and Croatia [31,41].

USUV and WNYV have been isolated from several mosquito species of the genera Cu-
lex and Aedes [4], and some Culex and Aedes species have been shown as capable of trans-
mitting USUV and WNV in Africa [13,42]. The presence of these vectors has already been
demonstrated in Burkina Faso [43]. In the course of our study, we searched for USUV and
WNV in two mosquito species using RT-PCR: Culex quinquefasciatus (1659 specimens) and
Aedes aegypti (1356 specimens). The PCR was negative for the viruses sought in these two
species of mosquitoes, but also for other viruses such as DENV, zika, and chikungunya
viruses known to be circulating in Burkina Faso. [44]. The data for the absence of detection
of other flaviviruses (DENV and ZIKV) in mosquitoes have been recently published and
are thus available [45]. Moreover, virus positive mosquitoes are extremely scarce for most
epidemiological situations involving arboviruses. These results show a low prevalence of
the circulation of USUV and WNV in vector population, hence the difficulty of identifying
and monitoring these viruses in mosquitoes. A more exhaustive mosquitoes sampling or
targeted mosquito collection in localities where we identified animals positive to both vi-
ruses would increase the likelihood to find the positive specimens in the vector popula-
tion.

There is currently an information gap as to the circulation of USUV and WNV in
humans in West Africa. For example, concerning WNYV, there are more than twenty Afri-
can countries (including Burkina Faso) in which no seroprevalence study has yet been
conducted in humans to measure the extent of the circulation of the virus [46]. Two studies
in Africa have considered the seroprevalence of WNV in blood donors. In Egypt, a study
reported a high seroprevalence of 55%, and in Rwanda, a seroprevalence of 10.4% [47,48].
No data exists on the seroprevalence of USUV among blood donors in Africa. The only
available data concerning blood donors derives from studies carried out in Europe. Of
those studies, several have reported quite low seroprevalences of USUV among blood do-
nors in Italy (1% and 0.23%), Germany (<1%), and Hungary (<1%) [49-52]. These results
are all very far from the 14.17% obtained in our study, suggesting a significant level of
circulation of USUV virus in humans in Burkina Faso. We observed a statistically signifi-
cant association between blood donor gender and WNV seroprevalence as men had a high
seroprevalence compared to women. One hypothesis to explain this is that in Burkina
Faso, due to their typical daily activities, men spend more time outside the home than
women, which would expose them more to mosquito bites. The search for viral RNA of
USUV and WNV using RT-PCR in fever specimens of unknown etiologies returned neg-
ative results for all samples analyzed (188). In Burkina Faso, people often resort to self-
medication when they are sick, and all febrile illnesses are generally treated as malaria.
Therefore, people only consult a doctor when self-medication does not work. This late
consultation makes it difficult to detect the virus in the blood because during USUV or
WNV infection, the viremia window is very short in humans [2]. It is therefore necessary
to take a blood sample very early during disease onset to increase the probability of de-
tecting the virus in the blood.

In our study, 52 human samples demonstrated neutralizing activity for both USUV
and WNV. These results do not allow us to conclude whether they are simultaneous in-
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fections or infections acquired at different times. Co-infections have already been docu-
mented in other studies in birds and mosquitoes [3,53]. The ability of vectors to transmit
multiple arboviruses in a single bite increases the likelihood of individuals being infected
with multiple arboviruses simultaneously [54]. Such co-infections would further compli-
cate the interpretation of serological tests and could affect the performance of molecular
tests.

5. Conclusions

To conclude, our study shows an active spread of USUV and WNV in Burkina Faso
in humans and horses, especially for WNV. This study highlights the value of developing
monitoring programs to better prevent, detect, and warn about USUV and WNV circula-
tion, in both primary and incidental hosts. Developing surveillance programs in Burkina
Faso would help to anticipate the veterinary and public health risks associated with these
viruses and further studies would be needed to characterize these viruses in wild birds to
determine their potential origin.
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Table S1: Socio-demographic characteristics of bloods donors samples.

n(%) or median

Variable Ouagadougou Bobo-Dioulasso Total
256 245 501
Gender
Male 183 (71.48%) 204 (83.27%) 387 (77.25%)
Female 73 (28.52%) 41 (16.73%) 114 (22.75%)
Age
18-24 72 (28.12%) 98 (40%) 170 (33.94%)
25-34 94 (36.72%) 103 (42.04%) 197 (39.32%)
35-44 65 (25.39%) 30 (12.25%) 95 (18.96%)
45-59 25 (9.77%) 14 (5.71%) 39 (7.78%)
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3. Circulation des virus Chikungunya et O’nyon-nyong

Le CHIKV et ’ONNYV sont des arbovirus trés proches appartenant a la famille des Togaviridae
du genre Alphavirus. Il existe tres peu de données sur la circulation de ses deux virus au Burkina
Faso. Une seule étude réalisée sur des echantillons collectés en 2015 dans la capitale burkinabe
(Ouagadougou) a montré une seroprévalence de 29% du CHIKV. Aucune donnée n’existe au
Burkina Faso sur ’ONNV. Cependant des preuves sérologiques et moléculaires de la
circulation d’ONNYV ont été rapportées dans des pays limitrophes du Burkina Faso tels que le
Ghana et la Cote d’Ivoire. Au cours de notre étude nous avons screeneé 500 échantillons de
donneurs de sang du Burkina Faso en Luminex en utilisant les antigenes NS1 du CHIKV et
d’ONNV. Les protéines recombinantes NS1 du CHIKV et d’ONNYV ont été couplées aux billes
Luminex pour détecter les Immunoglobulines G (IgG) dirigées contre ces antigenes. Nous
avons obtenu 283 (56,6%) échantillons positifs CHIKV et 273 (54,6%) échantillons positifs
ONNV. 168 échantillons (33,6%) étaient a la fois positifs CHIKV et ONNV. Nos résultats
montrent des séroprévalences assez élevées pour ces deux virus. Des analyses supplémentaires
(séroneutralisation et analyses moléculaires) sont en cours afin de renforcer ces résultats qui

feront I’objet d’une publication scientifique trés prochainement.
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Chapitre 4 : Discussion générale-Perspectives

Il existe un manque d’information sur I’incidence des arbovirus en Afrique en générale
et au Burkina Faso en particulier. Nous ne disposons pas de connaissances réelles sur les
conséquences des arbovirus sur la santé¢ des populations. Le diagnostic des arbovirus n’est pas
réalisé en routine et les maladies arbovirales ne constituent pas une priorité pour de nombreux
pays africains alors que certaines arboviroses peuvent causer des maladies graves voir le déces
des patients. C’est le cas par exemple du DENV qui a causé plusieurs dizaines de déces au
Burkina Faso en 2016 selon les données du service de surveillance épidémiologique (données

non publiées).

1. Problématique diagnostic et de surveillance des arbovirus au Burkina Faso

Le Burkina Faso est une zone endémique pour le paludisme, une infection parasitaire
qui a une symptomatologie assimilable aux infections arbovirales. Les cliniciens doivent donc
avoir a 1’esprit les possibilités de co-infections qui peuvent exister entre le paludisme et les
arbovirus pendant leur pratique. En effet, une étude réalisée au Burkina Faso pendant
I’épidémie de dengue de 2016 a montré 1’existence de co-infection DENV-paludisme dans
environ 24% des cas [506]. La méme étude rapporte qu’environ 28% des personnes décédés
avaient une co-infection DENV-paludisme [506]. Une autre étude réalisée au Sénégal a montré
des taux élevés de co-infections aigués entre les arbovirus et le paludisme [507]. Dans cette
étude les patients qui avaient une co-infection présentaient une fievre plus marquee (> 40 °C)
par rapport aux patients mono-infectés par le paludisme ou un arbovirus. Ce critere pourrait
orienter les cliniciens dans le diagnostic clinique différentiel en attendant la confirmation de
laboratoire.

Depuis I’avenement de 1’épidémie de la maladie a virus Ebola en Afrique de I’Ouest en
2013, le Burkina Faso a créé en 2014, un LNR-FHV. Ce laboratoire était chargé de la
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surveillance et de la confirmation des cas de maladie a virus Ebola. Depuis 2016, le LNR-FHV
réalise la surveillance et le diagnostic des arbovirus avec un focus sur le DENV.

Les tests PCR de confirmation utilisé au LNR-FHV est le trioplex du CDC Atlanta qui
permet de détecter en une seule réaction le DENV, CHIKV et le ZIKV [508]. Les autres
arbovirus tels que le WNV, I’'USUV et ’ONNV ne sont pas recherchés.

Pendant notre étude, la recherche de certains arbovirus par RT-PCR dans des
¢chantillons de fievres d’étiologies inconnues et de moustiques collectés au Burkina Faso était
négative. Dans les échantillons de fiévre d’étiologies inconnues, ce sont le ZIKV, le WNV, le
DENV, I’USUV et le CHIKV qui ont été recherchés. La courte virémie observée avec les
arbovirus rend la détection PCR compliquée surtout dans un pays comme le Burkina Faso ou
les patients consultent tardivement. Cependant certains arbovirus tels que le ZIKV et le WNV
ont une virurie plus longue faisant des prélévements d’urine une bonne alternative pour la
recherche par PCR de ces virus. Par ailleurs les prélévements d’urine sont faciles a réaliser et
moins invasifs que les prélevements sanguins surtout chez les enfants et chez qui, le
prélévement sanguin est difficile.

Un couplage des tests moléculaires avec des tests sérologiques IgM et IgG permettrait une
meilleure interprétation des résultats. Malheureusement, il n’existe pas de tests sérologiques
commerciaux spécifiques pour la plupart des arbovirus et les tests existants sont confrontés a la
problématique des réactions croisées observées avec les arbovirus. La séroneutralisation qui est
le test de référence pour pallier aux problemes de réaction croisée est trés lourde a réaliser et
nécessite des laboratoires de haut niveau de sécurité 2 ou 3 en fonction de la classe du virus et
du personnel bien formé. Le LNR-FHYV dispose d’un laboratoire de niveau de sécurité 3 mais
ne dispose pas de I’expertise pour réaliser la s€éroneutralisation. Pendant la réalisation de nos
travaux de these, nous avons effectu¢ des séroneutralisations pour I’identification de certains

arbovirus (ZIKV, WNV et USUV). L’un de nos objectifs de these était de pouvoir effectuer un
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transfert de cette technologie au Burkina Faso afin de renforcer le systéme de surveillance
existant.

Des outils de diagnostic innovant ont été également développés par notre partenaire
industriel HORIBA Medical et est en cours de validation. Cette plateforme innovante, flexible
et multiplexe, permet de détecter des génomes amplifiés ou la présence d’anticorps. Elle repose
sur un principe d’agglutination de particules magnétiques fonctionnalisées en surface par des
molécules appelées récepteurs complémentaires des biomarqueurs ciblés. Cette technologique
innovante pourra étre transférée au LNR-FHV du Burkina Faso pour renforcer les capacités
diagnostiques.

La surveillance des arbovirus au Burkina Faso est confrontée a de nombreuses
difficultés de divers ordres. L’accessibilité de certaines zones liée au mauvais état des routes et
a I’insécurité, le nombre limité de laboratoires équipés et le manques d’infrastructures dans les
zones rurales.

Lorsque des épidémies arbovirales se déclarent dans des zones & fortes activités
terroristes il est impossible d’intervenir et 1’épidémie pourrait se propager a travers les
mouvements de personnes de ces zones vers les autres régions du pays. Une alternative dans ce
cas de figure est I’utilisation de laboratoires mobiles et la formation des militaires biologistes
au diagnostic de ces virus. En effet, le Burkina a pu se doter de laboratoires mobiles utilisables
en zone rurale grace au réseau de biosécurité, bioslreté du G5 sahel. Depuis 2016, le terrorisme
a entrainé de nombreux mouvements de populations des zones rurales vers les zones urbaines.
Ces déplacés internes vivent dans des conditions précaires et le plus souvent a 1I’extérieur donc
exposeés a des piqdres de moustiques. Etant donné que le cycle sylvatique se produit a proximite
des villages, ces personnes déplacées pourraient étre a 1’origine de I’introduction des virus en
ville et donc de la survenue d’épidémies. Une surveillance spécifique basée sur des populations

Ou environnements a risque permettraient d’anticiper sur ces problémes.
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Au Burkina Faso, les laboratoires sont localisés dans les zones urbaines alors que la
majorité des epidémies arbovirales débutent en zone rurale compte tenu du cycle de réplication
de ces virus dont le cycle sylvatique s’effectue en forét. Les échantillons doivent donc étre
prélevés et acheminés en ville en respectant la chaine de froid alors que de nombreuses zones
rurales ne disposent ni d’électricité ni d’équipements pour assurer cette chaine de froid ; cette
situation peut altérer la qualité des échantillons et impacter sur la qualité des résultats. Pour
pallier & ce probléeme, nous explorons des pistes de techniques alternatives de collecte
d’échantillons a partir de papier buvard appelé DBS (Dried Blood Spot). C’est une technique
qui consiste a prélever une goutte de sang sur du papier buvard et a le laisser sécher. Ces papiers
une fois séchés peuvent étre conservés a température ambiante et le transport se fait par
I’utilisation de simples enveloppes. Cette technique est déja utilisée dans plusieurs pays a
ressources limités dont le Burkina Faso pour le suivi des enfants infectés par le VIH ou les
hépatites. L’implémentation de cette technique dans le diagnostic des arbovirus viendrait

améliorer la surveillance de ces virus au Burkina Faso.

2. Circulation des arbovirus chez les humains au Burkina Faso

Notre étude a mis en évidence la circulation de plusieurs arbovirus au Burkina Faso chez
les humains. Les anticorps du DENV, du ZIKV, du WNV, d’USUV, du CHIKV et d’ONNV
ont été identifiés dans les échantillons de donneurs de sang de Ouagadougou et de Bobo-

Dioulasso.

2.1 Le virus de la dengue et le virus Zika

Le Burkina Faso est devenu un pays endemique pour le DENV et fait face a des
épidémies récurrentes depuis 2016 causant des pertes en vies humaines. L’infection au DENV

est tres souvent confondue avec le paludisme, ce qui occasionne des erreurs de prise en charge
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cliniques qui peuvent parfois étre fatales. En effet, lors de la premiére épidémie de DENV en
2016, I’utilisation des anti-inflammatoires dans certains centres de santé ou en automédication
avait augmenté le nombre de cas de DENV hémorragiques avec des déces associés a cette
mauvaise prise en charge [506]. Ces événements ont amenés les autorités sanitaires du pays a
renforcer les capacités des laboratoires de biologie médicale et a doter les centres de santé en
tests de diagnostic rapide (TDR) DENV, ce qui a contribué & améliorer la prise en charge
clinique. Le diagnostic joue donc un role essentiel dans la prise en charge des cas. Afin de
mieux optimiser sa capacité de diagnostic, le Burkina Faso a mis en place en 2017 a travers le
LNR-FHV, un systeme de surveillance de la dengue et les autres arbovirus par sites sentinelles.
Dans ce systeme, les échantillons de cas suspects sont collectés dans les sites sentinelles puis
criblés avec les TDR DENV ; les échantillons positifs au TDR DENV sont ensuite acheminés
au LNR-FHV pour confirmation.

Dans notre étude, les quatre sérotypes du DENV ont été identifiés avec une
prédominance du sérotype 2 (48,86 %), le sérotype 1 étant le moins représenté (19,56 %).
Depuis 2016, c’est la premiére €tude réalisée sur la séroprévalence du DENV au Burkina Faso
et cela donne un apergu sur le taux d’immunisation de la population bien qu’un échantillonnage
plus important permettra de donner des informations plus completes. Nous savons que pour étre
totalement immunisé contre le DENV, il faut avoir les anticorps contre les quatre sérotypes et
dans notre étude, 18,76% des personnes étaient dans ce cas de figure. Environ 82% des
personnes ayants déja contracté la dengue peuvent donc se réinfecter s’ils étaient en contact
avec un sérotype différent de celui ayant éte responsable de leur primo infection. Nos résultats
montrent qu’une surveillance des sérotypes du DENV au Burkina Faso s’avére importante pour
anticiper sur les futures épidémies. En effet une réintroduction d’un sérotype ayant moins
circulé pourrait entrainer une épidémie de grande ampleur. Des études réalisées en population

générale dans les pays voisins du Burkina Faso ont permis d’identifier les sérotypes 2 et 3 en
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Cote d’Ivoire [509], le sérotype 2 au Ghana et au Mali [510,511]. Les quatre sérotypes ont

également éeté identifiés au Nigeria et au Sénegal [19,106,512].

Contrairement a la dengue, il n’existait pas d’informations sur la circulation du ZIKV
au Burkina Faso. Nous avons trouvé une seroprévalence de ZIKV de 22,6% chez les donneurs
de sang. Ce pourcentage est assez élevé vue que le pays n’a jamais identifié de cas cliniques.
Une enquéte sérologique réalisée entre 1963 et 1964 en république de Haute-Volta (actuel
Burkina Faso) avait mis en évidence la circulation du ZIKV [142]. Notre étude est la premiere
réalisée depuis les importantes épidémies de la maladie associées au ZIKV qu’a connu le monde
en 2007 et 2013 [131,190]. Malgré la mise en place de la surveillance des arbovirus en 2014 au
Burkina Faso, aucun cas de ZIKV n’a été répertorié. Un seul cas positif aux 1gG anti ZIKV a
été détecté par Elisa en 2018 par le LNR-FHV mais le test de séroneutralisation n’ayant pas pu
étre réalisé a 1’époque, le résultat n’a pas pu étre confirmé (données non publiées du LNR-
FHV). Aussi dans la littérature, nous n’avons pas rencontré des cas de microcéphalies chez les
nouveau-nés ou des cas de Guillain barrés rapportés au Burkina Faso, alors que ces deux
symptomes neurologiques sont typiques des complications dues a I’infection au ZIKV.
Cependant, ces troubles neurologiques sont relativement rares et les lignées africaines et
asiatiques peuvent avoir une virulence différente [513] et il n’a pas été clairement établi si la
lignée africaine du ZIKV a la capacité de provoquer une microcéphalie ou non. Une étude
expérimentale a montré une transmissibilité plus élevée de la lignée africaine du ZIKV chez les
moustiques par rapport a la lignée asiatique [514]. Aussi la lignée africaine provoquerait une
Iétalité plus importante chez les souris adultes et les feetus que la lignée asiatique [514]. Au vu
des résultats de cette étude, une hypothése avancée pour expliquer la non survenue d’épidémies
majeures en Afrique est que le virus a pu circuler en provogquant d’avantage de morts feetales
que de malformations congénitales, ce qui a di échapper aux systémes de surveillance de

nombreux pays africains. 1l serait donc important de pouvoir déterminer la souche circulant au
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Burkina Faso et pour cela il faut pouvoir détecter le virus chez des patients virémiques. Lors de
la maladie a ZIKV chez I’homme, la virémie est de courte durée mais la virurie se prolonge sur
des temps plus longs. Par ailleurs I’ARN viral est plus facilement détectable dans la salive des
personnes infectées que dans les prélévements sanguins [164,203]. Une définition claire de cas
suspects basés sur les signes cliniques et des prélévements précoces d’urine et de salive associés
a des prélévements sanguins pourrait ainsi augmenter la probabilité d’avoir des cas positifs aux
tests moléculaires et ainsi d’isoler, amplifier et identifier la ou les souche(s) circulante(s). Au
vu de nos résultats, nous pouvons dire que le ZIKV a probablement circulé a bas bruit et que
les cas d’infections chez I’Homme sont passés inapercus en raison de la faible capacité de

diagnostic et de surveillance.

Il est & noter que la co-circulation du DENV et du ZIKV peut augmenter la survenue de
formes graves de DENV au Burkina Faso. En effet il existe un effet ADE qui se produit en cas
d’exposition préalable au ZIKV et d’une infection ultérieure au DENV [515]. La connaissance
du statut sérologique d’une population donnée vis-a-vis de DENV et ZIKV est donc importante

afin d’évaluer le risque associé a cet effet ADE.

2.2 Le virus du Nil occidental et le virus Usutu

% Chez ’Homme
I y’a trés peu d’informations sur la circulation du WNV chez I'nomme en Afrique de
I'Ouest y compris le Burkina Faso. La plupart des études concernent les animaux et les vecteurs.
Nous avons trouvé une séroprévalence du WNV de 19,16% chez les donneurs de sang. Une
étude de modélisation avais identifié deux pays limitrophes du Burkina Faso, le Togo et le
Bénin comme des zones a risque d'émergence du WNV [516]. Seulement deux études en

Afrique ont traité de la séroprévalence du WNV chez les donneurs de sang : une étude en Egypte
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qui a rapporté une séroprévalence élevée de 55%, et une au Rwanda qui a rapporté une
séroprévalence de 10,4%.

Le seul cas humain d'infection par le USUV en Afrique de I'Ouest a été identifié au
Burkina Faso en 2004, ce qui suggere que ce virus a circulé dans le pays il y a cela plusieurs
années [10]. Nous avons donc voulu évaluer ’ampleur de la circulation de ce virus dans la
population. Nos résultats montrent une seroprévalence de 14,17%. Cette étude qui a concerné
les donneurs de sang est la premiere réalisée en Afrique. Les seules données disponibles
concernant les donneurs de sang proviennent d'études réalisées en Europe notamment en ltalie,
en Allemagne et en Hongrie ou on note des séroprévalences assez faibles (environ 1%)
[235,517-519].

10% des personnes inclues dans notre étude présentaient des co-portages des anticorps
contre le WNV et ’'USUV. Ce qui peut rendre I’interprétation des résultats de séroneutralisation
complexe. Les échantillons qui étaient positifs a la fois pour le WNV et 'USUV ont été
considérés comme positifs pour I'un ou l'autre virus, lorsque le titre d'anticorps pour un virus
était 4 fois plus élevé que le titre d'anticorps pour l'autre virus. Le WNV ET I"USUV ne faisant
pas partie des arbovirus systématiquement recherchés par le LNR-FHV donc des cas cliniques
ont pu passer inapergus.

% Chez les animaux

En plus des études réalisées sur des échantillons humains nous avons ciblé des animaux
pouvant étre des hdtes potentiels d’un point de vue épidémiologique. Nous avons mis en
évidence la présence des anticorps contre ces deux virus chez les chevaux, les chiens et les
pigeons domestiques. Plusieurs etudes ont permis d’identifier les chevaux, les chiens, les
oiseaux domestiques et les poulets comme des hotes accidentels de 'USUV et du WNV
[59,210,520-523]. Les chevaux sont connus comme une espéce particuliérement sensible a

I'infection par le WNV et 'USUV, et jouent un role important dans le risque de transmission
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épizootique du WNV [272,524]. Nous avons trouvé une séroprévalence élevée du WNV (17,28
%) par rapport a 'USUV (6,17 %) chez les chevaux. Des études antérieures ont rapporté une
séroprévalence élevée du WNV chez les chevaux en Afrique sub-saharienne, en particulier en
Cote d'lvoire, au Nigeria et au Tchad [525,526]. Une autre étude réalisée au Maroc a rapporté
des preuves sérologiques de la circulation de I'USUV et du WNV chez les chevaux mais aussi
chez les chiens [521].

Bien que les chiens ne soient pas décrits comme développant des signes cliniques apres une
infection par 'USUV et le WNV, notre étude les a inclus comme candidats pertinents pour la
surveillance en raison de leur proximité avec les humains et de leur taux d'exposition éleve au
WNV, comme cela a été précédemment documenté [521]. Nous avons trouvé un seul chien
positif aux anticorps anti-WNV et aucun aux anticorps anti-USUV. Le faible nombre de chiens
inclus dans 1’étude (52) ne nous permet néanmoins pas de conclure concernant 1’importance de
la circulation de ces virus chez ces animaux.

Bien que nous ayons détecté des oiseaux domestiques positifs aux anticorps contre ’USUV
et le WNV (un positif USUV et un positif WNV), le faible échantillon de pigeons (21) collectés
ne nous a pas permis comme dans le cas des études sur les canidés de mesurer I'étendue réelle
de la circulation de ces virus dans cette population d'oiseaux domestiques. Le mode de vie des
pigeons (déplacements réguliers) suggerent que cette population pourrait étre plus exposée que
les mammiféres aux infections par ces virus. A ce jour, il y a eu tres peu d'études sur les pigeons
domestiques, alors que la premiére infection par le WNV chez les oiseaux a été détectée dans
les organes et le sang d'un pigeon, en 1955 [527]. Notre étude est la premiére a montrer des
preuves sérologiques de 'USUV chez les pigeons domestiques en Afrique de I'Ouest. Les rares
¢tudes réalisées sur la circulation d’USUV chez les pigeons domestiques concernent les pays
européens notamment la Gréce et I’Espagne [255,528]. Pour le WNV, une étude sérologique

chez les pigeons domestiques au Nigeria a rapporté une séroprévalence de 3,5% [529]. Une
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autre étude menée au Mali a montré la présence d'anticorps USUV et WNV chez d'autres
espéces d'oiseaux domestiques : le canard et le poulet [210]. Ainsi une étude a grande échelle
sur les pigeons domestiques au Burkina Faso permettrait de mieux évaluer le role de ce réservoir

dans la circulation de I'USUV et du WNV dans le pays.

2.3 Le virus Chikungunya et le virus O’nyong nyong

Nous avons obtenu des séroprévalences élevées de CHIKV (56,6%) et d’ONNV (54,6%)
au sein des donneurs de sang de notre cohorte. Une étude publiée en 2022 a rapporté une
séroprévalence de CHIKV de 29% sur des échantillons collectés en 2015 en population générale
dans la capitale Burkinabé (Ouagadougou) [56]. Ce sont les seules données qui existent sur la
circulation de ce virus au Burkina Faso. Les preuves sérologiques et/ou moléculaires de la
circulation du CHIKYV ont été rapportées dans plus de 30 pays africains dont la Cote d’Ivoire et
le Bénin, deux pays limitrophes du Burkina Faso avec lesquels ils existent de nombreux
échanges de biens et de personnes [434,435]. A la différence de la plupart des arbovirus,
I’infection au CHIKV est symptomatique dans prés de 75% des cas. [405]. Les patients
développent principalement des symptémes de type de fiévre, d’arthralgies, d’éruptions
cutanées et une fatigue générale [89]. Ces symptomes sont semblables a ceux d’autres infections
courantes au Burkina Faso telles que le paludisme et la dengue. Nos résultats suggérent que le
virus a circulé dans la population et a pu étre confondu avec le paludisme, la dengue ou d’autres

maladies fébriles.

La circulation d’ONNYV n’a jamais été mise en évidence au Burkina Faso avant notre étude.
Contrairement au CHIKV, ’ONNYV circule moins en Afrique méme si nous pensons que cette
circulation est largement sous-estimée du fait du manque de systéme de surveillance du virus
dans les différents pays. Les résultats de notre étude en sont une illustration parfaite. Aussi il

n’existe pas de kits commerciaux pour les tests moléculaires et sérologiques et la cinétique des
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marqueurs biologiques est mal connue [488]. L’ONNYV a été détecté dans deux pays limitrophes
du Burkina Faso : le Ghana et la Cote d’Ivoire avec une épidémie en Cote d’Ivoire en 2013
[58,477]. L’infection a I’ONNYV présente une symptomatologie semblable a celle du CHIKV et

il pourrait avoir également circulé en étant confondu avec d’autres pathologies.

33,6% de co-portage d’anticorps anti-CHIKYV et anti-ONNV ont été identifies. Des tests de
séroneutralisation seraient intéressants pour mieux comprendre ces co-portages. En effet ces
deux virus sont phylogénétiquement proches et il existe des réactions sérologiques croisées
entre ces virus. Une étude réalisée au Kenya avait également rapporté une co-circulation du

CHIKYV et ’ONNV [471].

3. Circulation des arbovirus chez les vecteurs (moustiques) au Burkina Faso

On trouve principalement 2 genres de moustiques capables de transmettre les arbovirus
au Burkina Faso. Il s’agit d’Aedes et de Culex. Lors d’une étude réalisée en 2019 au Burkina
Faso sur les vecteurs potentiels des arbovirus, 98% des vecteurs étaient représentés par I’espéce
Aedes aegypti [530]. Nos collaborateurs ont ciblé deux especes de moustiques dans notre étude
. Culex quinquefasciatus et Aedes aegypti. La recherche du DENV, du ZIKV, du WNV,
d’USUV et du CHIKYV par RT-gPCR dans ces moustiques était négative malgré I'existence de
preuves moléculaires de la circulation du DENV chez les humains au Burkina Faso. Nos
résultats montrent la difficulté d'identifier et de suivre ces virus chez les moustiques pendant
les périodes hors epidémiques. En général, la détection des arbovirus dans les populations
naturelles de moustiques n'est pas trés sensible, sauf si les collectes de moustiques sont
effectuées pendant une circulation importante du virus ou pendant une épidémie [531]. Un

échantillonnage plus exhaustif des moustiques ou une collecte ciblée de moustiques dans les

127



Chapitre 4 : Discussion générale-Perspectives

localités ou nous avons identifié des animaux positifs augmenterait la probabilité de trouver des
specimens positifs dans la population de vecteurs.

Plusieurs arbovirus ont été identifiés chez les moustiques au Burkina Faso de par le
passé. Entre 1983 et 1986, une surveillance des arbovirus chez les moustiques a permis
d’identifier le YFV et le DENV-2. Le YFV a été identifiées chez Aedes luteocephalus et Aedes
furcifer, tous des vecteurs sylvatiques. Le DENV-2 a été identifié chez Aedes luteocephalus au
niveau sylvatique et chez Aedes aegypti au niveau urbain [505]. Récemment en 2016 le CHIKV

et le DENV-2 ont été détectés chez Aedes aegypti lors d’une enquéte entomologique [532].

4. Les moyens de lutte contre les arbovirus au Burkina Faso

Dans notre étude nous avons trouvé de facon générale, des séroprévalences plus élevées
a Ouagadougou par rapport a Bobo-Dioulasso. La forte densité de la population de
Ouagadougou et le manque d’assainissement de la ville pourraient expliquer cette différence.
Cela souligne I’importance de 1’assainissement dans la lutte contre la prolifération des vecteurs
donc de la transmission de la maladie. Le Burkina Faso connait des inondations ces derniéres
annees et cela pourrait contribuer a une émergence ou a une réémergence de certains arbovirus.
En effet, I’émergence de certains arbovirus tels que le RVFV a toujours été étroitement lié a
des inondations ou a de tres fortes pluviométries [533].

Parmi les arbovirus traités dans notre étude, aucun ne dispose de vaccins homologués
chez I’'Homme. Seul le WNV possede des vaccins homologués chez les chevaux [503]. Ces
vaccins ne sont cependant pas utilisés au Burkina Faso par les propriétaires ou éleveurs de
chevaux. En effet lors de la collecte de nos échantillons d’animaux, nous avons discuté avec les
propriétaires des écuries et les éleveurs qui disent ignorer I’existence du WNV ainsi que de son
vaccin. Il serait donc important d’organiser des campagnes de sensibilisation aupres des

éleveurs équins sur les arbovirus dont les chevaux constituent des hotes ou réservoirs.
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Etant donné I’absence de traitement et de vaccin contre la plus part des arbovirus, les
autorités sanitaires du Burkina Faso doivent mettre 1’accent sur la surveillance et la lutte anti
vectorielle. Pour cela, il est nécessaire d’impliquer les communautés a travers des campagnes
de sensibilisation. En effet, I’engagement communautaire a montré son efficacité dans la
réduction de la transmission de la dengue en Amérique centrale et en Amérique du Sud ce qui
n’est pas le cas en Afrique [534]. Les autorités devraient organiser des campagnes de
sensibilisation des populations afin de les impliquer davantage dans la lutte contre la
prolifération des vecteurs. Des études sur la perception et ’acceptabilité des communautés sur
les interventions gouvernementales peuvent s’avérer nécessaires afin de mieux adapter ces
interventions aux réalités locales. Une étude réalisée au Burkina Faso rapporte que plus de 95%
des ménages approuvaient les interventions proposées par le gouvernement dans la prévention
contre la dengue pendant les épidémies de 2016 et 2017 et seraient disposés a s’y investir [534].
Ces interventions concernaient la sensibilisation des ménages sur la transmission de la dengue,
I’identification et I’élimination des gites de reproduction des moustiques et de 1’utilisation

d’insecticides non dangereux pour la santé dans les domiciles [534].

5. L’approche « One Health » comme solution pour améliorer la surveillance

des arbovirus au Burkina Faso

Des politiques de surveillance selon des approches globales permettraient d’anticiper
sur les risques de survenue d’épidémies dues aux arbovirus. En effet plusieurs facteurs
interviennent dans la survenue des épidémies parmi lesquels on a : i) I’existence de vecteurs
compétents ; ii) les fortes pluviométries et les inondations qui peuvent entrainer une
augmentation de la densité des vecteurs (moustiques), ii1) I’existence d’hotes amplificateurs ou
réservoirs. Une surveillance intégrée qui prend en compte les données climatiques, les
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informations sur les vecteurs, les animaux potentiels réservoirs et les humains permettrait
d’identifier le risque précocement et d’anticiper sur les futures épidémies.

Il existe trés peu d’étude antérieure réalisée au Burkina Faso sur la circulation des
arbovirus au niveau des réservoirs animaux. Les résultats de nos travaux renforcent I’idée selon
laquelle les systémes de surveillance en Afrique doivent étre basés sur des approches « One
Health ». Au cours de la collecte de nos échantillons de chevaux, les propriétaires et éleveurs
ont fait cas de syndromes neurologiques dont certains chevaux souffriraient souvent sans que
les causes ne puissent étre elucidées. Malheureusement ces informations ne sont pas
documentées. La mise en place d’une surveillance syndromiques basés sur un certain nombre
de signes cliniques chez les chevaux en accord avec les propriétaires et éleveurs permettrait de
mieux comprendre ces phénomeénes. En effet des études suggérent qu’environ 20% des chevaux
infectés par le WNV développent des signes cliniques a type de fievre, d’atteintes musculaires
et neurologiques. 30% des chevaux qui développent des signes neurologiques sont susceptibles
de mourir et 10 a 20% des chevaux guérissent avec des séquelles neurologiques [389].

L’USUYV peut étre surveillé chez les oiseaux domestiques notamment chez les pigeons.
Au Burkina Faso 1’¢levage des pigeons est tres répandu et est effectué dans les domiciles. Ces
oiseaux sont faciles d’accés par rapport aux oiseaux sauvages et les informations cliniques
peuvent étre également obtenues facilement.

Les chevaux et les oiseaux pourraient alors étre utilisés comme des sentinelles dans la

surveillance des arbovirus tels que le WNV et ’'USUV.

6. Autre arbovirus a surveiller : le virus de la fievre de la vallée du Rift

Un autre arbovirus dont nous pensons qu’il est important de mettre en place des
systemes de surveillance est le RVFV. La RVF est une zoonose qui touche principalement le

bétail (bovins, ovins, caprins et chameaux) mais aussi I'Homme [535]. Le virus responsable de
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la maladie appartient a la famille des Phenuiviridae et au genre Phlebovirus [4]. Le virus est
transmis a I'Homme et aux animaux par la piqQre d'un moustique infecté ou par I'exposition aux
liquides biologiques, au sang et aux tissus d'animaux infectés [536]. Les vecteurs
principalement impliqués dans la transmission du RVFV sont les moustiques Culex, Aedes,
Mansonia et Anopheles [537].

L’importance de surveiller ce virus réside dans le fait qu’en plus de causer une maladie
chez I’homme est qu’il peut avoir un impact socio-économique important lié au taux de
mortalité élevé causé par la maladie dans les élevages. En effet le taux de mortalité varie selon
I'espéce et I'4ge de I'animal, et peut atteindre plus de 90 % & 100 % chez les nouveau-nés et les
jeunes agneaux [538] et le taux d'avortement peut atteindre 100 % chez les brebis gestantes
[539].

Au Burkina Faso, des enquétes sérologiques réalisées sur des échantillons animaux entre
1985 et 1987 avaient montré une circulation du virus [540-542]. Une autre étude réalisée plus
récemment sur 520 échantillons de bovins, caprins et ovins collectés entre 2005 et 2007 a
rapporté un taux de prévalence des anticorps spécifiques du RVFV de 7,67% [543]. Depuis lors
il n y a plus eu de données sur la RVFV au Burkina Faso. La récente épidémie qu’a connu le
Niger (pays frontalier du Burkina Faso) en 2016 montre que le risque de réémergence de ce
virus au Burkina Faso est plus qu’une réalité. Des cas sporadiques de RVFV ont été également
rapportés au Mali en 2016 [544].

Le développement de I'agriculture moderne et les inondations observées ces derniéres
années au Burkina Faso pourraient étre des facteurs favorisant la réémergence du RVFV. Il
n'existe pas de chiffres sur les pertes économiques dues a la FVR en Afrique de I'Ouest. Mais
des études menées dans d'autres parties du continent montrent que les pertes économiques
causées par la RVF peuvent étre énormes. Par exemple, I'épizootie égyptienne survenue en 1977

aurait codte a l'industrie de I'élevage du pays (bovins/moutons/chevres) 82 millions de dollars
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US en pertes directes et indirectes [545]. Au Burkina Faso, 1’élevage représente 1’activité phare
des populations les plus démunies. Les populations dans les villages pratiquent I'élevage pour
subvenir aux besoins de leurs familles. Ainsi, certains vendent leurs animaux pour payer la
scolarité de leurs enfants ou pour régler des situations urgentes qui nécessitent de I'argent. La
RVF pourrait représenter également une menace pour la sécurité alimentaire en réduisant la
production de lait et de viande.

La mise en place d’un systéeme de surveillance ciblé sur le bétail et les personnes a risque
permettrait une détection précoce des cas et de prévenir la survenue d’épidémie. En effet
certaines ¢études ont permis d’identifier les vétérinaires, les agriculteurs et éleveurs de bétail et
les travailleurs des abattoirs comme des populations a risque [546-548]. La survenue
d’avortements massifs dans des troupeaux doit étre considérée comme des signes d’alerte.

Il existe des vaccins efficaces pour les animaux, méme s'ils ne sont pas utilisés dans de
nombreux pays [549,550]. La vaccination des animaux pourrait étre un moyen efficace d'arréter
la propagation de la maladie et sa transmission a I'Homme. La meilleure stratégie pour lutter
efficacement contre les conséquences de la FVVR dans les exploitations est sans aucun doute la
vaccination du bétail. Les autorités sanitaires devraient également sensibiliser les populations
notamment les éleveurs sur la manipulation des avortons des animaux, la consommation de

viande d’animaux morts et la consommation de produits laitiers crus.
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Conclusion générale

Notre étude a permis de mettre en évidence la circulation des arbovirus dont la circulation
n’avait jamais ét¢ démontrée au Burkina Faso. L’étude permet également d’avoir un apergu sur
le pourcentage des personnes immunisées contre la dengue dans le pays aprés les récentes
épidémies de 2016 et 2017. Bien que nous n’ayons pas détecté des arbovirus au niveau
moléculaire, nous avons pu identifier certains animaux et oiseaux domestiques (chevaux et
pigeons) qui peuvent étre utilisé comme des sentinelles dans la surveillance des arbovirus au
Burkina Faso. Des études supplémentaires sont nécessaires pour identifier les souches des virus
circulants et pour cela il faudrait renforcer la surveillance en mettant 1’accent sur les fiévres
d’étiologie inconnue en se basant sur des définitions de cas assez claires. Nos collaborateurs de

ASTRE ont développé une technique d’identification des nouveaux virus par métagénomique.
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Conclusion générale

Cette technique a ’avantage de rechercher la présence des arbovirus dans les échantillons sans

apriori par rapport aux techniques ciblées telles que la PCR. Cette technique sera utilisée pour

analyser prochainement les échantillons de fiévres d’étiologie inconnue collectés dans le cadre

de cette these.
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> La dengue est I'arbovirose la plus répandue
dans le monde avec environ 390 millions de cas
par an, dont 96 millions présentent des mani-
festations cliniques, avec plus de 25000 déces
annuels répertoriés. Le diagnostic clinique de la
dengue en Afrique de I’Ouest est rendu difficile
par I’existence d’autres maladies présentant des
tableaux cliniques similaires. Il est donc néces-
saire de mettre en place des systémes de surveil-
lance des infections fébriles d’origine inconnue
en Afrique, en renforcant les capacités diagnos-
tiques des laboratoires nationaux. <

Le terme arbovirus (ou arthropod-borne virus) regroupe
plusieurs familles de virus transmis aux vertébrés par la
piglre de vecteurs arthropodes hématophages, tels que
les moustiques, les tiques et les phlébotomes [1]. La
dengue est Iarbovirose (maladie causée par un arbo-
virus) la plus répandue dans le monde, avec environ
390 millions de cas par an dont 96 millions présentent
des manifestations cliniques [2]. Selon certaines esti-
mations, environ la moitié de la population mondiale
serait exposée a la dengue qui est endémique dans
plus de 100 pays en Afrique, en Amérique et en Asie.
La dengue serait responsable de 25000 déces par an
[3]. Uadaptation des espéces, le développement du
commerce international, le réchauffement climatique,
I'urbanisation et la croissance démographique mal
contrélée ont favorisé I’expansion de la circulation de
ce virus a travers différents continents.

La dengue constitue un probléme de santé publique
dans les zones tropicales et en Asie du Sud et du Sud-
Est, ol les enfants dgés de cinq a quinze ans repré-
sentent |a classe d’dge de la population la plus touchée
[4]. €n Afrique de I'Ouest, la circulation du virus chez
les populations humaines a été décrite pour la premiére
fois dans les années 1960 au Nigéria [5]. Depuis, plu-
sieurs pays d’Afrique ont signalé des cas sporadiques
ou des flambées épidémiques associés a ce virus. €n
Afrique sub-saharienne, les cas de dengue sont proba-
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blement sous-déclarés, en raison du
faible niveau de sensibilisation des
soignants, et de la confusion avec
d’autres maladies fébriles courantes
comme le paludisme [6]. €n effet, la
forte prévalence du paludisme dans
cette région rend difficile la détec-
tion des arboviroses ainsi que celle
des autres maladies fébriles non-
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palustres du fait de la similitude des symptomes. Environ 70 % des
maladies fébriles diagnostiquées en Afrique Sub-saharienne sont ainsi
traitées comme des cas de paludisme [7]. Des études de population
sur les maladies fébriles sont donc nécessaires pour déterminer I’épi-
démiologie et 'incidence réelle de la dengue en Afrique.

Le virus de la dengue

Caractéristiques

Le virus de la dengue (DENV pour dengue virus) appartient a la famille
des Flaviviridae, et au genre Flavivirus. Quatre sérotypes de virus de la
dengue existent : DENV-1, DENV-2, DENV-3 et DENV-4. Ces sérotypes
sont similaires du point de vue antigénique, mais suffisamment diffé-

178

REVUES

i

SYNTHESE



rents pour ne pas conférer une protection croisée a long terme. Le DENV
est un virus enveloppé d’un diametre d’environ 50 nm. Son génome,
constitué d'un ARN simple brin de polarité positive d’environ 10 700
nucléotides (Figure 1), code trois protéines structurales formant les
composants du virion, et sept protéines non structurales (NS1, NS2A,
NS2B, NS3, NS4A, NS4B et NS5) impliquées dans la réplication de I’ARN
viral [8]. Les trois protéines structurales sont des composants de la
particule virale mature. Elles correspondent a la protéine membranaire
(prM/M), la glycoprotéine d’enveloppe (€) et la protéine de capside
(C). La glycoprotéine € est impliquée dans la liaison du virus aux
récepteurs cellulaires mais aussi dans I’hémagglutination des érythro-
cytes et dans I'induction de la réponse immunitaire de I'hdte [8]. Les
protéines NS sont uniquement exprimées dans la cellule infectée [8].
NS1 et NS4B sont associées a la pathogénicité de la dengue. Il existe
en effet une corrélation entre la concentration plasmatique de NS1 et
la sévérité clinique de la maladie [9]. NS1 est ainsi utilisée comme
marqueur diagnostique de I’infection. Cette protéine peut également
interagir avec le systéme immunitaire de I’hdte et moduler la réponse
des lymphocytes T [10].

Modes de transmission

La dengue est transmise par la piqtire des moustiques du genre Aedes,
principalement Aedes albopictus et Aedes aegypti [11]. Originaire
d’Afrique [6], Aedes aegypti est présent dans tous les pays du conti-
nent africain. La transmission de la dengue suit deux cycles : un cycle
sylvatique au cours duquel le virus circule entre les primates non
humains et des moustiques du genre Aedes (Aedes luteocephalus et
Aedes furcifer), et un cycle urbain dans lequel le virus circule entre les
hommes et les moustiques urbains (Aedes aegypti et Aedes albopic-
tus) [11] (Figure 2). Les moustiques du genre Aedes ont une activité
diurne : ils effectuent leur repas sanguin principalement pendant la
journée. Ils s’infectent a la suite d’un repas sanguin sur des hotes ver-
tébrés ayant une virémie élevée ; la période habituelle de virémie chez
I’lhomme est d’environ cing jours [12]. Le virus ingéré par le moustique
migre du tractus intestinal de I'insecte jusqu’a ses glandes salivaires :
ce processus, appelé phase extrinseque, dure environ dix jours. Il peut
étre accéléré lorsque la température ambiante est élevée [12]. Aprés
cette période d’incubation, le moustique sera susceptible d’infecter
I’homme lors d’un repas sanguin, en injectant sa salive chargée de
particules virales infectieuses [12].

Bien que le mode de transmission privilégié de la dengue soit par
piglre de moustique, plusieurs autres modes de transmission non vec-
torielle ont été rapportés. Ainsi, des cas de transmission par transfu-
sion sanguine [13], par accident d’exposition aux liquides biologiques
chez les personnels de santé (transmission nosocomiale) [14] et de
transmission mere-enfant (transmission verticale) [15], en particulier
par I'allaitement maternel [16], ont été observés.

Physiopathologie et manifestations cliniques

La période d’incubation de la dengue varie d’une personne @ I'autre,
en fonction de son statut immunitaire [17]. Cette période dure de
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Figure 1. Structure du virus de la dengue.

quatre a sept jours (pouvant atteindre onze jours) chez
les personnes partiellement immunisées [17]. A la suite
de la contamination, le virus entre dans les cellules
dendritiques immatures de la peau en utilisant des
récepteurs non spécifiques, comme DC-SIGN (dendritic
cell-specific intercellular adhesion molecule-3-grab-
bing non-integrin), un récepteur de lectine de type C.
Les cellules dendritiques infectées migrent ensuite vers
les ganglions lymphatiques dans lesquels les antigénes
viraux qu’elles présentent seront reconnus par les
lymphocytes T, déclenchant alors des réponses immu-
nitaires cellulaires et humorales [12]. Une importante
réplication virale a également été observée dans les
cellules parenchymateuses du foie et dans les macro-
phages des ganglions lymphatiques du foie et de la
rate.

La maladie revét différentes formes plus ou moins
graves. Selon le tableau clinique, I’Organisation mon-
diale de la santé (OMS) classe ainsi la dengue en deux
catégories : la dengue avec ou sans signe d’alerte et
la dengue sévére. La gravité de la maladie dépend du
sérotype du virus infectant, les sérotypes divergeant
génétiquement les uns des autres. Certaines études
tendent ainsi @ montrer que le sérotype 2 (DENV-2)
serait plus susceptible de provoquer des cas graves
[18]. Des infections séquentielles par différents séro-
types augmenteraient également le risque de compli-
cations, pouvant entrainer un syndrome de choc (dimi-
nution aigué du volume intravasculaire résultant de la
fuite plasmatique ou sanguine) et le décés du patient
[19]. Ce tableau clinique a pour origine le mécanisme
d’ADE (antibody-dependent enhancement), un méca-
nisme de facilitation de I'infection par les anticorps,
dont la dengue est I'un des prototypes : les anticorps,
produits par les lymphocytes B mémoires éduqués lors
de P'infection par un premier sérotype et réactivés lors
d’une seconde infection, ne neutralisent pas le virus
si son sérotype est différent [20]. Au contraire, ils
formeraient avec les nouvelles particules virales des
complexes qui favoriseraient I'infection des cellules
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Aedes niveus spp (Asie du Sud-€st)

Pays Année Sérotype Référence
1925, 2007, 2013, 2016

Burkina Faso et e, ! 1,234 [29-31]
2017

Cote d’ivoire 2006, 2007, 2008, 2017 3,2 [27,32]
1964-1968, 1972-1975,

Nigéria 1,234 [33,34]

2008, 2014

1932, 1987, 1993, 2002-
" , 1987, 1993,
Sy 2005, 2016-2017 2 (Lel

Cap vert 2009 3 [6]
Mali 2006 2 [35]
Sénégal 1927, 1928, 2007, 2009 1,234 [6,27]
Togo 1987, 1993, 1999, 2002 - [6]
Bénin 1987, 1993, 2006 - [6,27]
Tableau I. Si ion épidémiologique de la dengue en Afrique de I’Ouest.

myéloides (monocytes et macrophages) en permettant I'entrée du
virus via la fixation des immunoglobulines complexées au virus a leurs
récepteurs (les récepteurs de la région Fc des immunoglobulines,
RFc) présents sur ces cellules, augmentant ainsi la réplication virale.
Linfection des cellules myéloides, qui conduit a une présentation de
différents antigénes viraux, induit alors une augmentation du nombre
de lymphocytes T mémoire ayant une réactivité croisée contre diffé-
rents sérotypes du virus [21]. Produits lors d’une primo-infection, ces
lymphocytes T se multiplient massivement lors d’une seconde infec-
tion. Ils sécrétent alors de grandes quantités de cytokines pro-inflam-
matoires, telles que I'IFN-y (interféron gamma) et le TNF-o. (tumor
necrosis factor alpha), [20], ainsi que de médiateurs vasoactifs, qui
sont a I'origine d’une augmentation de la perméabilité capillaire, pro-
voquant le syndrome de perméabilité vasculaire aigué responsable de
la dengue hémorragique [3]. La sévérité de ce syndrome est fonction
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Cycle humain

Cycle sylvatique Zone d’émergence
Aedes luteocephalus (Afrique) Aedes furcifer (Afrique) Aedes aegypti (mondial)
Aedes furcifer (Afrique) Aedes albopictus (Asie du Sud-Est) Aedes albopictus (mondial)

Figure 2. Cycles de transmis-
sion du virus de la dengue. Le
T cycle sylvatique se produit en
zone forestiére et implique les
primates et les moustiques sau-
vages du genre Aedes. La zone
d’émergence est constituée par
les habitations a proximité de
ces foréts. Le cycle avec la trans-
mission aux hommes est induit
par I'infection par les mous-
tiques urbains. TTO : transmission

transovarienne.

Aedes polynensiensis (Polynésie)

de I'dge du patient et serait plus sévére chez les jeunes
enfants [12]. Le mécanisme d’ADE a également été
observé entre des virus différents, chez des patients
ayant été exposés au virus Zika et ayant secondaire-
ment contracté la dengue [22].

La survenue des formes graves pourrait également étre
liée a des facteurs génétiques de I’héte. Les Africains
et les personnes d’ascendance africaine pourraient en
effet présenter une certaine résistance génétique face
a la dengue [23]. Une étude a été menée pour tester
I’ADE dans le contexte de I'infection par le virus de
la dengue. Elle a été réalisée en utilisant des cellules
mononucléées isolées du sang périphérique soit de
personnes d’ascendance africaine soit de personnes
d’ascendance européenne ayant été exposées au
sérotype 1 du virus et présentant, ou non, des anti-
corps anti-DENV-1. Ces différentes cellules ont été
infectées par le sérotype 2 du virus (DENV-2). Dans
les cellules des personnes d’ascendance africaine,
présentant ou non des anticorps anti-DENV-1, aucune
réplication de DENV-2 n’a été observée. Au contraire,
dans les cellules des personnes d’ascendance euro-
péenne qui avaient des anticorps anti-DENV-1, une
importante augmentation de la multiplication virale a
été mesurée [23].

Bien que, dans la majorité des cas, la dengue soit asymp-
tomatique ou bénigne, certains patients présentent des
manifestations cliniques allant d’une simple fiévre a des
formes graves, voire mortelles [19]. La fiévre s’accom-
pagne souvent d’autres symptémes : myalgie, arthralgie,
anorexie, douleurs rétro-orbitaires, nausées et vomisse-
ments, mal de gorge, céphalées, éruption cutanée. Dans
les formes graves (dengues hémorragiques), les patients
présentent une thrombocytopénie, une fuite plasmatique
(augmentation du taux d’hématocrite), un épanchement
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Figure 3. Distribution des sérotypes de la dengue (DENV) en Afrique de I’Ouest.

pleural avec une hypoalbuminémie ou une hypoprotéinémie, ainsi qu’une
augmentation de la perméabilité vasculaire pouvant entrainer des com-
plications hémorragiques majeures ou mineures, avec ou sans syndrome
de choc. Chez certains patients, des atteintes neurologiques ont égale-
ment été observées : syndrome de Guillain-Barré, myélite, encéphalites
et méningites. Ce sont les sérotypes 2 et 3 qui sont le plus a Porigine
de complications neurologiques ; des antigénes viraux ont été détectés
dans le systéme nerveux central et dans le liquide céphalo-rachidien
[24]. Une étude réalisée chez la souris a ainsi montré que le virus pou-
vait entrainer une rupture des jonctions serrées de la barriere hémato-
encéphalique et causer un cedéme cérébral vasogénique. Ce phénomene
qui semble se produire également chez I’homme, est provoqué par une
réponse immunitaire marquée par une forte production de cytokines
induite lors de I'infection [25].

Epidémiologie : circulation du virus en Afrique

La dengue est endémique dans la plupart des régions tropicales et
subtropicales dans lesquelles elle constitue I'une des principales
causes de maladie [4]. Cette virose s’est rapidement répandue a
travers le monde et, actuellement, plus de la moitié de la population
mondiale vit dans des zones & risque [4]. L'Asie est le continent le plus
touché, suivi de ’Amérique et, plus récemment, de I’Afrique [26].

La premiére épidémie de dengue documentée en Afrique est survenue a
Durban, en Afrique du Sud, en 1927 [27]. Bien que des études supplé-
mentaires soient nécessaires pour mieux comprendre 'épidémiologie
de la dengue en Afrique, les données publiées rapportent que 22 pays
africains ont déclaré entre 1960 et 2010 des cas sporadiques ou des
épidémies de dengue [28]. La maladie est aujourd’hui endémique dans
plus de 34 pays africains [6]. Une transmission sylvatique du sérotype 2
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a été rapportée au Sénégal et au Bur-
kina Faso avec la notification de cas
sporadiques. Les sérotypes 1 et 2 ont
été rendus responsables de la majorité
des épidémies sur le continent [6, 29].
A partir des années 2000, le sérotype 3
a également été détecté en Afrique de
I’Ouest, notamment au Burkina Faso
(en 2003, 2004, 2007 et 2014) et en
Cote d’Ivoire en 2008. €n 2009, ce séro-
type était responsable des épidémies
survenues au Sénégal [30, 31]. Au
Mali, une étude de séroprévalence a
montré une circulation de la dengue
en 2006 [32]. Le sérotype 4, qui n’avait
jamais été associé a une épidémie en
Afrique, a été détecté pour la premiére
fois en Angola et au Sénégal, en 1980
[27]. Plus récemment, une épidémie
de dengue a virus de sérotypes 1, 2 et
3, avec des manifestations hémorra-
giques, a été signalée au Burkina Faso
en 2016 [33]. La Cote d’Ivoire a également connu une
épidémie de dengue en 2017 et le Ghana a enregistré des
cas de dengue entre 2016 et 2017 [1] (Figure 3).

Le diagnostic de la dengue et la problématique
des ictéres fébriles en Afrique

€n Afrique de I’Ouest, le diagnostic des ictéres fébriles
pose un réel probleme de santé publique. Les ictéres
fébriles peuvent étre causés par différentes infec-
tions : parasitaires (paludisme), bactériennes (fiévre
typhoide, leptospirose), ou virales (dengue, hépatites)
[34]. La similarité des symptomes existant entre ces
maladies rend difficile le diagnostic, pouvant conduire
a des erreurs dans la prise en charge clinique des
patients [34]. Il est donc essentiel d’identifier les
pathogenes responsables de ces maladies en recourant
a un diagnostic biologique spécifique (sérologique ou
moléculaire). Ces diagnostics biologiques requiérent
des équipements de qualité et un personnel formé,
ce qui n’est pas toujours le cas dans les pays a faible
revenu od, souvent, les équipements manquent dans les
laboratoires nationaux. Les pénuries d’eau et le manque
d’électricité dans certaines régions ont également un
impact considérable sur la qualité des analyses de
laboratoire.

Les causes réelles d’ictéres fébriles ne sont donc pas
documentées et elles sont le plus souvent traitées par
le clinicien, faute d’informations, comme des cas de
paludisme, le conduisant a une prise en charge thé-
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Bien qu'il existe de nombreux tests
commerciaux utilisant la RT-PCR, la
plupart sont développés en interne
et manquent souvent de standardi-
sation.

De nombreux tests sérologiques com-
merciaux ou développés par les labo-
ratoires sont disponibles. Cependant,
ce type de tests donne des résultats

IgM qui sont difficiles a interpréter en

Afrique de I’Ouest. En effet, plusieurs
Temps

rapeutique erronée qui peut avoir des conséquences importantes sur
Iévolution de I’état de santé des patients [7].

Différentes approches permettent le diagnostic biologique de la
dengue : isolement du virus, aprés culture ex vivo sur cellules ; détec-
tion directe de I’ARN génomique viral par RT-PCR (transcription inverse
suivie de réaction en chaine par polymérase) a partir du sang du
patient ; détection de la protéine NS1 virale sécrétée dans le sang, par
enzyme-linked immunoassay (ELISA) (tests immuno-enzymatiques de
capture d’antigéne) ; évaluation de la réponse immunitaire de I’héte
par la mesure des taux sanguins d’lgM (immunoglobulines d’isotype M)
et d’lgG spécifiques du virus [19]. La RT-PCR et I’ELISA ont progres-
sivement remplacé I'isolement du virus, qui était la méthode de dia-
gnostic traditionnelle pour détecter une infection par la dengue [19].
L’algorithme utilisé pour le diagnostic est fondé sur la cinétique des
marqueurs d’infection (Figure 4). Au cours d’une infection primaire,
le virus et sa protéine NS1 peuvent étre détectés trés tot au début de
la maladie. Les IgM spécifiques apparaissent autour du troisieme jour
de la maladie et les IgG vers la fin de la période aigué, c’est-a-dire
environ sept jours apres les premiers signes cliniques. Lors d’une infec-
tion secondaire, ce sont les IgG qui apparaissent au début de la phase
aigué de la maladie. La détection de NS1 et celle du virus dans le sang
sont également plus précoces [19]

La technique de RT-PCR permet la détection de I’ARN viral dés le début
de la maladie avec une bonne spécificité et une bonne sensibilité.
Cette technique est rapide, facile a réaliser et moins coliteuse que
les méthodes d’isolement viral et de culture cellulaire [19]. Cepen-
dant, elle nécessite un équipement spécial avec du personnel formé,
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Flavivirus circulent dans cette région
et des réactions immunitaires croi-
sées, liées a la présence de la pro-
téine d’enveloppe € chez tous ces virus, existent [19].
Ces réactions croisées peuvent donc étre a I'origine de
résultats faussement positifs et non spécifiques. Il est
cependant possible de coupler les tests sérologiques
(IgM et IgG) a des tests de capture de I’antigéne NSI,
pour une meilleure interprétation des résultats [19]. Le
test de séroneutralisation, ou test de neutralisation par
réduction de plaques, reste une bonne alternative pour
remédier au probléme des réactions croisées, méme
si ces tests manquent souvent de standardisation et
nécessitent du personnel tres bien formé.

Des tests commerciaux de diagnostic rapide de la
dengue (SD Bioline, Abbott®) ont été homologués par
I’OMS. Ils pourraient étre utilisés pour orienter les cli-
niciens dans la prise en charge clinique. Ces tests per-
mettent en effet de détecter la protéine NSI et les IgM
et IgG avec une spécificité de 98 % et une sensibilité de
92 %. Cependant, ces tests ne sont pas toujours acces-
sibles dans les pays a ressources limitées.

Ces derniéres décennies, de nombreux efforts ont été
consentis par I'OMS afin d’améliorer la surveillance
et le contréle de la dengue par la mise a disposition
de nouvelles stratégies et de nouveaux outils pour les
acteurs de la santé de différents pays [12]. €n Afrique
de I’Ouest, certains pays ont mis en place des labora-
toires nationaux de référence pour la surveillance et le
diagnostic des arbovirus, tels que la dengue. C'est le
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cas du Burkina Faso, avec la création, en 2017, du laboratoire natio-
nal de référence des fiévres hémorragiques virales qui a en charge la
surveillance des arboviroses par site sentinelle, et le diagnostic de la
dengue, des icteres fébriles et des autres maladies apparentées.

Traitement et prévention

Il n’existe a ce jour aucun traitement curatif contre la dengue ; le trai-
tement disponible est en effet uniquement symptomatique. €n plus du
repos, les patients doivent s’hydrater régulierement pour lutter contre
la déshydratation en cas de diarrhées et de vomissements et, en cas de
fievre, des analgésiques et des antipyrétiques sont prescrits. L’aspirine
est a éviter, pouvant augmenter les risques d’hémorragie par altéra-
tion de la fonction plaquettaire [35].

Le meilleur moyen de lutte contre la dengue demeure ainsi la pré-
vention. Celle-ci repose sur la lutte contre les vecteurs (moustiques)
et sur le développement d’un vaccin. Depuis 2016, Sanofi Pasteur
développe un vaccin appelé Dengvaxia®. Mais celui-ci a montré de
nombreuses limites, notamment une efficacité moindre chez les per-
sonnes n'ayant jamais été infectées par rapport a celles ayant déja
fait une primo-infection, ainsi qu'une augmentation de survenue
de dengue sévere chez les jeunes enfants. Ce vaccin augmenterait
également le risque de survenue d’une dengue sévere chez des sujets
vaccinés et n’ayant jamais été en contact avec le virus [36], sans
doute en raison du mécanisme d’ADE di a la réponse immunitaire
induite par la vaccination. Ce vaccin n’est ainsi indiqué que pour les
personnes vivant dans des zones d’endémie et ayant un antécédent
prouvé d’infection. D’autres candidats vaccins sont en cours d’éva-
luation [12]. La lutte anti-vectorielle et la protection individuelle
restent donc actuellement les meilleurs moyens de prévention pour
réduire la propagation du virus. La lutte anti-vectorielle repose sur
la destruction des gites larvaires et la pulvérisation d’insecticides
dans les domiciles. Mais cela nécessite d’impliquer les communautés
villageoises et citadines avec des campagnes de sensibilisation. Un
tel engagement communautaire a montré son efficacité en Amérique
centrale et en Amérique du Sud avec la réduction de la transmission
de la dengue, ce qui n’est pas le cas en Afrique [37]. Il est néces-
saire que les gouvernements mettent en place des stratégies de
surveillance entomologique et de lutte anti-vectorielle et organisent
des campagnes de sensibilisation des populations afin de les impli-
quer davantage dans la lutte contre la prolifération des vecteurs.
Une étude réalisée au Burkina Faso rapporte que plus de 95 % des
ménages approuvaient les interventions proposées par le gouverne-
ment dans la prévention contre la dengue lors des épidémies de 2016
et 2017 et seraient disposés a s’y investir [37]. Ces interventions
concernaient la sensibilisation des ménages sur la transmission de
la dengue, Iidentification et I’élimination des gites de reproduction
des moustiques et 'utilisation d’insecticides non dangereux pour la
santé dans les domiciles [37]. €n Afrique de I'Ouest, la lutte anti-
vectorielle reste difficile en raison de son colit élevé, et du fait que
la dengue n’est pas toujours une priorité dans la majorité des pays
endémiques.
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Conclusion

La dengue est devenue aujourd’hui la maladie arbovi-
rale la plus répandue dans le monde. Méme si, dans la
majorité des cas, I'infection est bénigne, elle présente
parfois des manifestations cliniques, allant d’une
simple fievre a des formes graves pouvant entrainer
le déces du patient. €n Afrique de I’Ouest, les cas de
dengue sont sous-évalués et la maladie est souvent
confondue avec le paludisme, comme c’est le cas de
plusieurs autres infections fébriles. Il est donc néces-
saire de mettre en place des systémes de surveillance
des infections fébriles d’origine inconnue en Afrique en
renforgant les capacités diagnostiques des laboratoires
nationaux. Des études de séroprévalence en population
générale pourraient également permettre de cartogra-
phier plus précisément la circulation de la dengue dans
ces régions afin de prévenir sa dissémination. ¢

SUMMARY

Dengue virus circulation in West Africa: An emerging
public health issue

Dengue is the most widespread arbovirosis in the world,
with approximately 390 million cases per year, 96 mil-
lions of which have clinical manifestations and 25,000
deaths. In West Africa, the circulation of this virus in
human populations was first reported in the 1960s in
Nigeria. Clinical diagnosis of dengue in West Africa is
made difficult by the existence of other diseases with
similar clinical presentations, thus, biological diagnosis
remains the only alternative. This biological diagno-
sis requires high quality equipment and well-trained
personnel, which are not always available in resource-
limited countries. Thus, many cases of dengue fever are
consistently reported as malaria, leading to mismana-
gement, which can have serious consequences on the
health status of patients. It is therefore necessary to set
up surveillance systems for febrile infections of unknown
origin in Africa by strengthening the diagnostic capaci-
ties of national laboratories. ¢
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Spreading of SARS-CoV-2 in West Africa and
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Abstract

Although the African continent is, for the moment, less impacted than the rest of the world, it
still faces the risk of a spread of COVID-19. In this study, we have conducted a systematic
review of the information available in the literature in order to provide an overview of the epi-
demiological and clinical features of COVID-19 pandemic in West Africa and of the impact of
risk factors such as comorbidities, climatic conditions and demography on the pandemic.
Burkina Faso is used as a case study to better describe the situation in West Africa. The epi-
demiological situation of COVID-19 in West Africa is marked by a continuous increase in the
numbers of confirmed cases. This geographic area had on 29 July 2020, 131 049 confirmed
cases by polymerase chain reaction, 88 305 recoveries and 2102 deaths. Several factors may
influence the SARS-CoV-2 circulation in Africa: (i) comorbidities: diabetes mellitus and
high blood pressure could lead to an increase in the number of severe cases of SARS-CoV-
2; (ii) climatic factors: the high temperatures could be a factor contributing to slow the spread
of the virus and (iii) demography: the West Africa population is very young and this could be
a factor limiting the occurrence of severe forms of SARS-CoV-2 infection. Although the
spread of the SARS-CoV-2 epidemic in West Africa is relatively slow compared to
European countries, vigilance must remain. Difficulties in access to diagnostic tests, lack of
hospital equipment, but also the large number of people working in the informal sector
(such as trading, businesses, transport and restoration) makes it difficult to apply preventive
measures, namely physical distancing and containment.

Introduction

On 31 December 2019, the city of Wuhan (Hubei Province, China), reported the emergence of
an atypical pneumonia caused by a new coronavirus, later known as SARS-CoV-2 [1, 2].
Coronaviruses are a large family of RNA viruses that can cause a wide variety of diseases in
animals and humans, from the common cold to SARS (Severe Acute Respiratory
Syndrome), [3]. Coronaviruses are divided into four genera according to phylogeny:
alpha-CoV, beta-CoV, gamma-CoV and delta-CoV [4]. Human coronaviruses (HCoVs)
were first described in the 1960s in patients with cold [4]. Since then, six HCoVs have been
discovered: 229E, OC43, NL63, HKUI1, SARS-CoV-1 and MERS-CoV [4, 5]. Similar to
SARS-CoV-1 and MERS-CoV, SARS-CoV-2 belongs to the genus beta-CoV (beta-
coronavirus) [6]. On 7 January, Chinese researchers isolated the new SARS-CoV-2 from
patients with pneumonia. From 13 January, the epidemic began to spread outside of China
[7] and on 30 January 2020, the World Health Organization (WHO) Director-General
declared the COVID-19 epidemic a public health emergency of international concern [8].
As of 29 July 2020, WHO has reported 16 558 289 confirmed cases and 656 093 deaths world-
wide [9]. On 14 February 2020, the first case of COVID-19 on the African continent was regis-
tered in Egypt [10]. Since then, the disease has spread to several other African countries. In
sub-Saharan Africa, Nigeria was the first country to report a case of COVID-19 on 27
February 2020 [11]. Nowadays, all the countries of the sub-Saharan zone have been affected
by the pandemic. As of 29 July 2020, Nigeria is the most affected country by the coronavirus
pandemic in West Africa followed by Ghana [12]. Previous studies have shown the circulation
of MERS-CoV in camels in some West African countries (Nigeria, Burkina Faso and Mali)
[13, 14]. However, no case of HCoVs has been reported until the appearance of
SARS-CoV-2. Although the African continent is, for the moment, less impacted than the
rest of the world, it still faces the risk of a spread of COVID-19. Even though most African
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countries repeatedly face epidemics and health crises which
allowed them to learn from past outbreaks, many gaps remain
in the patient care systems of many countries. The WHO there-
fore ‘fears Africa may not be able to face this pandemic, and
calls on states to make their arrangements timely’ [15]. The
transmission and spread of viruses can be influenced by a num-
ber of factors, including climatic conditions (such as tempera-
ture and humidity), population density and the quality of
medical care [16, 17]. In this study we have conducted a system-
atic review of the information available in the literature in order
to provide an overview of the epidemiological and clinical fea-
tures of COVID-19 pandemic in West Africa and the impact
of risk factors such as comorbidities, climatic conditions and
demography on the pandemic. We focused our attention on
Burkina Faso as it is one of the countries of West Africa with
the most data available. Otherwise the way of life, the demog-
raphy and the climate are comparable to most countries in
West Africa.

Methods

We conducted reviews for a broad range of public health topics
related to SARS-CoV-2 focusing on the epidemiology, clinical
manifestations and mode of transmission, factors that may
influence the circulation of the virus. Initially, we conducted a sys-
tematic literature search of electronic databases (PubMed,
ScienceDirect, Google Scholar and EMBASE) and pre-print ser-
vers (medRxiv and bioRxiv). In addition to the articles, we also
searched data from WHO, some international organisations and
SitReps on COVID-19. Then we used all this information to
describe the situation in West Africa based on demographics, life-
styles, climate, chronic diseases and availability of resources. The
research was conducted from March to July 2020. A total of 531
articles were reviewed and all articles that were deemed irrelevant
to our review were excluded. These exclusion criteria mainly con-
cerned the geographic location of the study, the epidemiological
aspects addressed and the language of publication. The selection
was made in three stages: a first stage of selection based on titles,
then based on summaries and finally one based on full text. Thus,
40 articles were selected for this review. We have combined the
search terms ‘SARS CoV-2 and climatic factors’, OR ‘SARS
CoV-2 and chronic diseases’, OR ‘SARS CoV-2 and West
Africa’ OR ‘SARS CoV-2 and Africa’. We used data from the
COVID-19 Dashboard, a dataset hosted by the Center for
Systems Science and Engineering at Johns Hopkins University
to plot Figures la, b, 2a and b [18]. Figure 3 and Table 1 were
plotted using SitRep 115 data on COVID in Burkina Faso.
Figure la and b were generated by datawrapper, and Figures 2a,
b and 3 were generated by Excel 2013.

Clinical manifestations and mode of disease transmission

Transmission of coronavirus disease occurs mainly through the
inhalation of infectious droplets and aerosols [19] and the incuba-
tion period is approximately 3-14 days. The clinical picture of
SARS-CoV-2 infection is wide. It can range from an asymptom-
atic infection to a mild upper respiratory infection or even severe
viral pneumonia that can lead to death [20, 21]. Seniors are most
likely to develop severe forms [22]. Other non-specific symptoms
have been reported, such as fever, cough, myalgia, dermatological
damage, dyspnoea with or without diarrhoea and neurological
manifestations such as hypogeusia and hyposmia were described
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[21, 23]. A hyperinflammatory phenomenon called ‘cytokine
storm’ is thought to be involved in the occurrence of severe
forms [24]. Cytokines are small proteins naturally produced by
immune cells to promote ant-inflammatory reaction in order to
protect the body from infection [25]. During SARS-CoV-2 infec-
tion, there is an excess production of cytokine causing a hyperin-
flammatory reaction that can lead to death by cytokine shock
[24]. All patients should be quarantined and mechanical ventila-
tion in the intensive care unit is mandatory for the management
of severe cases. Secondary bacterial infections can also occur,
which can lead to pneumonia [26]. There is little data on the clin-
ical manifestations of COVID-19 in West Africa. However,
according to a study of 32 COVID-19 patients in Nigeria, no
patient presented to hospital under critical conditions. In total,
75% were in moderately severe condition while 16% were asymp-
tomatic. The most common symptoms were fever (59%) and dry
cough (44%). Anosmia (loss of smell) and ageusia (loss of taste)
were present in 19% of patients [27].

Epidemiological situation of SARS-CoV-2 in West Africa

The epidemiological situation of SARS-CoV-2 disease in West
Africa is marked by a continuous increase in the numbers of con-
firmed cases with rather disparate situations (Fig. 1a and b) [28].
After a first case notified on 27 February 2020 in Nigeria, West
Africa, had on 29 July 2020, 131 049 cases confirmed by polymer-
ase chain reaction (PCR), 88 305 recoveries and 2102 deaths [12].
Nigeria is the most affected country in terms of registered death
with 41 804 confirmed cases and 868 deaths followed by Ghana
(34 406 confirmed cases and 168 deaths) and Cote d’Ivoire (15
713 confirmed cases and 98 deaths). Among the least affected
countries we can cite Gambia (326 confirmed cases and 8 deaths),
Togo (896 confirmed cases and 18 deaths) and Chad (926 con-
firmed cases and 75 deaths) (Fig. 2a and b) [12]. If we analyse
in more detail the situation in Burkina Faso, the first two cases
were highlighted on 9 March 2020: a couple returning from
France, precisely in the city of Mulhouse, where they participated
in an evangelist event gathering several tens of thousands of peo-
ple from 17 to 24 February 2020 and which constitutes the main
cluster of COVID-19 in France. In this country young people
under 15 are the least affected with only 14 confirmed cases
(Fig. 3). Table 1 shows the death rate of SARS-CoV-2 by age
group in Burkina Faso as of 21 June 2020. If we take the case
of Nigeria, the most affected country in West Africa, a study
described that 94% of patients had a recent travel history or con-
tact with a confirmed case and 53% of patients were over 40 years
old [27]. Another study reported a case fatality rate from
COVID-19 of 2.8%. Lagos State was the most affected with
more than 50% of positive cases. In a survey conducted among
the population, only 29.0% would agree to be vaccinated if a vac-
cine against COVID-19 was available [29, 30].

In West Africa the number of confirmed cases is probably
largely underestimated, given the limited means of diagnosis in
some countries [31]. The diagnosis is based on reverse-
transcription (RT)-PCR using a nasopharyngeal swab. Two
genes are targeted for the detection of SARS-CoV-2 RNA: the
ORF1 gene and the N gene [32]. However, there’s approximately
a false negative rate of 20% (33].

The low population density in West African countries could
probably limit the spread of COVID-19. Indeed, with the excep-
tion of Nigeria (220 people/km?), the population density of West
African countries is relatively low (Burkina Faso: 72 people/km?,
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Fig. 1. (a) Evolution of confirmed cases per day of the SARS-CoV-2 disease in West Africa from 28 February to 29 July 2020. (b) Mapping of the West Africa countries
affected by SARS-CoV-2 as of 29 July 2020.

Niger: 16 people/km® Mali: 15 people/km®) compared to  Hong Kong: 6510 people/km?) [34-36]. Nevertheless, the pres-
European countries (France: 105 people/km’, Italy: 207 people/  ence of large urban areas and highly populated capital is a factor
km?, United Kingdom: 267 people/km?) and Asians countries favouring the spread of the disease. This is, for example, the case
(China: 144 people/km?® Republic of Korea: 516 people/km?  of Lagos in Nigeria with around 6871 people/km® [37].
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Fig. 2. (a) Geographical distribution of confirmed cases of the SARS-CoV-2 disease in West Africa as 29 July 2020. (b) Geographical distribution of cumulative num-

ber of deaths of the SARS-CoV-2 disease in West Africa as 29 July 2020.

Preventive measures against SARS-CoV-2

The WHO encourages countries to carry out widespread testing,
to apply social distancing and to respect barrier measures [38].
Also, the experiences of China and South Korea teach us that
rapid and systematic detection of suspected cases, the wearing
of masks, as well as studied containment and compliance with
barrier rules (hand washing and social distancing) could help to
significantly reduce the spread of the disease [39, 40].

In West Africa majority of governments have quickly taken a
number of measures to limit the spread of the disease. Among
these measures we can cite: (i) border closure; (ii) quarantine
and self-containment of contacts of cases; (iii) dissemination of
prevention messages calling on the population to wear a mask,
to comply with barrier measures and social distancing; (iv) intro-
duction of a curfew in certain countries (Burkina Faso, Cote
d’Ivoire, Mali, Senegal, Niger and Guinea) and (v) closure of mar-
kets and places of worship.

However, the population struggles to comply with certain mea-
sures such as the closing of shops and the travel limitations. In
fact, 92.4% of people active in West Africa work in the informal
sector as trading and businesses, transport and restoration.
These jobs are not subject to any national legislation and are
not subject to any social protection [41]. All these people are
forced to go to work every day in order to support their families

and in the absence of robust economic packages to help them to
stay at home physical distancing measures are doomed to failure.
Otherwise million people in West Africa lack access to clean water
and communal water and sanitation facilities are not always
accessible which makes certain hygiene measures recommended
to fight against the SARS-CoV-2 epidemic difficult. For example,
63% of people in urban areas, or 258 million people, lack access to
handwashing [42]. According to UNICEF data from 2017, the
majority of people did not have basic handwashing facilities avail-
able at home. Only Ghana, Mali, Mauritania and Nigeria were
above the global average of 60% of people with access to basic
facilities. The situation was particularly bad in small countries
such as Benin, Gambia, Guinea-Bissau, Liberia and Togo where
at least three-quarters of the population had no handwashing
facility at home [43]. Quality masks are not always accessible to
the population. Some countries (Senegal, Nigeria and Mali)
have invested in the production and local distribution of masks
[44]. However, the quality of these masks is often lacking. For
example, in Benin buying a quality mask in pharmacies subsi-
dised at 30 cents is still too expensive for some people. People
then flock to masks sold on the street at half price, with a single
layer of fabric and without any filter [45]. The average size of
households in certain West Africa countries is estimated at 7.2
members per household which mean that several family
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Table 1. Mortality rate of SARS CoV-2 by age group in Burkina Faso as of 21
June 2020 (n=907)

Age Number of deaths (% relative to Case-fatality rate
range the total number)

<15 0 0

15-29 3(5.7) 03

30-44 4(1.5) 0.4

44-59 13 (24.5) 14

>60 33 (62.3) 36

Total 53 (100) 5.7

Source: Ministére de la santé Burkina Faso, Sitrep 115. https:/www.humanitarianresponse.
info/sits itari info/files/d fil

P itrep_covid-19_ndeg_115.

pdf.

generations live and interact under the same roof (concession)
[46]. This makes it difficult to comply with self-containment
and distancing measures. The difficulty in applying all these pre-
ventive measures could be a factor favouring the spread of the
virus in these countries.

Case management

The health situation in West African countries is difficult, in par-
ticular due to the extremely poor access of populations to health
services. This weakness was exposed by the 2014/2015 Ebola virus
epidemic in West Africa. This epidemic has revealed significant
gaps in the capacity and preparedness to respond effectively to
critical health events in affected countries [47]. In a country like
Burkina Faso we have six university hospitals for around 20 244
079 inhabitants and one doctor for 12 000 inhabitants [48]. The
management of patients with severe forms of COVID-19 requires
resuscitation beds and respirators. Most African countries do not
have enough of these essential care materials. It is difficult to
obtain exact numbers for all countries but some are nevertheless
available. For instance, there are only 15 resuscitation beds in
Burkina Faso, 40 in Mali and 80 in Senegal. There are only 4
respirators in Togo, 5 in Niger, 11 in Burkina Faso, 20 in Cote
d’Ivoire, 56 in Mali, 80 in Senegal and around 400 in Nigeria
[49]. The hospital’s capacity could quickly be exceeded. So, it is
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Fig. 3. Distribution by age group of COVID-19 cases in
Burkina Faso from 9 March to 21 June 2020 (N=845).
Source: Ministére de la santé Burkina Faso, Sitrep 115.
https://www.humanitarianresp info/sites/www.h i
tarianresponse.info/files/documents/files/sitrep_covid-
19_ndeg_115.pdf.

l60 years

therefore necessary to anticipate the equipment of hospitals for
the management of cases. Certain non-specific symptoms of
SARS-CoV-2 such as fever and headache resemble that of malaria,
hence the need for a differential diagnosis with malaria so as not
to miss certain cases of SARS-CoV-2.

Problematic of the management of asymptomatic cases

In the strategy implemented to limit the spread of SARS-CoV-2,
there is the quarantine of contacts of cases. All people who have
been in contact with a confirmed case are quarantined and fol-
lowed up for 2 weeks. During these 2 weeks, everyone who devel-
ops symptoms is tested and managed; and anyone who does not
show symptoms after 2 weeks is released from quarantine without
being tested as is the case of Burkina Faso. Among these asymp-
tomatic people out of quarantine, there could be asymptomatic
carriers of the disease. The literature reports that people with
asymptomatic forms of the disease can infect others and this
transmission is estimated to be approximately 10% of transmis-
sion events [50]. This capacity for transmission of SARS-CoV-2
by asymptomatic carriers could thus increase the risks of spread
of the disease in the population. It should therefore be wise to
test all contacts of cases without exception after quarantine but
this need is faced with the limitation of diagnostic tests available.
For example at the beginning of the epidemic, there was only one
laboratory (National Influenza Reference Laboratory) for con-
firmation of the cases for all the Burkina Faso, located in
Bobo-Dioulasso, the second city in the country, located 365 km
from the capital. Today, four other laboratories have been
equipped in Ouagadougou and Bobo-Dioulasso to carry out diag-
nostic tests, thereby improving diagnostic capacities.

SARS-CoV-2 and co-morbidities

Several studies in China and Italy tend to confirm that
co-morbidities increase the risk of developing serious or even
fatal forms of SARS-CoV-2 infection [51-53]. A study on 1099
patients with COVID-19 in China, reported that 173 patients suf-
fering from severe forms had the following comorbidities: high
blood pressure (23.7%), diabetes mellitus (16.2%), coronary
heart disease (5.8%) and cerebrovascular disease (2.3%) [52].

In West Africa, the most common chronic diseases encoun-
tered in the population are diabetes mellitus and high blood pres-
sure [54].
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Diabetes mellitus

Diabetes mellitus is a public health problem in sub-Saharan
Africa. According to the WHO estimates, there will be a signifi-
cant increase in the prevalence of diabetes in developing countries
by 2025, which is expected to house 75% of the world’s diabetic
patients. In sub-Saharan Africa, the number of adults over the
age of 20 with a body mass index greater than 25 kg/m” increased
from 28 million in 1980 to 127 million in 2015 [55, 56]. During
this same period, the prevalence of diabetes mellitus increased
considerably in Africa (3.1% in 1980 to 7.1% in 2014) which is
higher than that in many European countries [55]. Although
there are few data on the prevalence of diabetes in West Africa,
these data indicate that it is an important problem to take into
account regarding the SARS-CoV-2 pandemic, the rate being
3% in Benin; in 6% Mauritania, 5% in Ivory Coast and 4.2% in
Burkina Faso [57-59].

High blood pressure

High blood pressure is defined as a systolic pressure of 140 mmHg
or more or a diastolic pressure of 90 mmHg or more [60]. The
prevalence of high blood pressure is increasing in sub-Saharan
Africa, and has become similar to that seen in high-income
African countries [61, 62]. This prevalence varies between 16%

pyramid.net/western-africa/2017/.

and 40% among adults aged 18 and over; and exceeds 60% in peo-
ple aged 65 and over in some studies [63, 64]. There are high pro-
portions of people with high blood pressure who are unaware of
their status (>70%), poor medication compliance (>80%) or of
hypertensive patients who are not controlled under treatment
(30-80%) [63].

The two co-morbidities mentioned above could lead to
an increase in the number of severe cases of SARS-CoV-2 in
West African during this pandemic. Also, many people in
sub-Saharan Africa live with chronic pathologies without knowing
it either through ignorance of the symptomatology or through
lack of regular health check-ups. It would therefore be appropriate
to strengthen the monitoring of people living with chronic path-
ologies during this period of SARS-CoV-2 pandemic.

SARS-CoV-2 and people living with HIV

There has not yet been any scientific evidence that people living
with HIV are at higher risk of contracting COVID-19 or develop-
ing severe forms of the disease. However, HIV-infected people are
at higher risk of cardiovascular and/or metabolic disorders, as a
consequence of chronic immune activation and ARV drugs
exposure. They are more likely to contract COVID-19 and
develop severe forms. With the exception of Niger (0.3%),
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Burkina Faso has one of the lowest rates of people living with HIV
in the West African sub region (0.7%). Ivory Coast has the highest
rate with 2.6% followed by Togo with 2.3%, Ghana with 1.7%,
Mali with 1.4% and Benin with 1% [65].

SARS-CoV-2 and climatic factors

SARS-CoV appeared in China in Foshan, Guangdong province, in
November 2002, while SARS-CoV-2 appeared in Wuhan, Hubei
province in December 2019 [66, 67]. In China, November and
December are the coldest months of the year [68]. Low rainfall
was also noted in these two regions during both of these periods
of SARS outbreaks. Low temperatures generally constitute condi-
tions favouring the circulation of viruses [68]. Cold accompanied
by dry winds would be even more favourable to the survival of
viruses compared to cold alone. Indeed, under these conditions,
viral particles dried in the air, survive for a long time in the cir-
culating air [69-71]. In addition, cold causes a decrease in
immunity in humans, notably by reducing blood supply and
therefore a decrease in the supply of immune cells to the nasal
mucosa [72]. Low humidity would reduce the ability of cell lashes
in the airways to remove viral particles [72]. It can also cause dry-
ing of the nasal mucus, thus weakening the nasal cavity; which
will make the entire upper respiratory tract vulnerable to viral
infection [68]. In a study of 100 Chinese cities, Wang et al.
found that high temperature and high humidity significantly
reduced transmission of SARS CoV-2 [73].

With the exception of the Mediterranean and South Africa,
most countries on the African continent have a tropical climate.
Temperatures, generally high, vary little throughout the year
[74]. In the Sahelian zone the hottest season is between April
and June and for the Guinean zone, it is between January and
March [75]. During hot periods temperatures can reach 45°C
in some areas; this is the case in Burkina Faso, Niger and Mali
[76-78]. These high heats could be a factor contributing to slow
the spread of the SARS-CoV-2 in these countries.

The West African rainfall regime is linked to the seasonal
movement of the intertropical convergence zone. The semi-arid
zone, which essentially comprises the Sahelian and Sahelo-
Saharan strip, is marked by a single rainy season between July
and September. Further south, the alternation of two rainy sea-
sons and two dry seasons marks the climate of the countries of
the Gulf of Guinea [74]. These periods are also marked by an
increase in humidity. The arrival of the rainy season in certain
West Africa countries, moreover, will increase the humidity,
which combined with heat could further reduce the spread of
SARS CoV-2.

SARS-CoV-2 and demography

West Africa’s population is predominantly young. Out of a popu-
lation estimated at 371 159 562 in 2017, over 64% are under the
age of 24 (Fig. 4) [79, 80]. The youthfulness of the West
Africa’s population could be a factor limiting the occurrence of
severe forms of SARS-CoV-2 infection. Indeed, the epidemio-
logical situation of COVID-19 infection in China and Italy sup-
ports the hypothesis that the age factor plays an important role
in the occurrence of severe forms of the disease [22]. The fatality
rate higher in Italy than in China could be explained in particular
by the fact that the Italian population is one of the oldest in the
world with approximately 22% of the population aged 65 and
over [81]. This could contribute, in part, to the high case fatality
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rate compared to other countries. In the African context, intra-
family transmission of SARS-CoV-2 may be linked to the fact
that several families and several generations live and interact
under the same compound. In addition, the youngest live with
the oldest within the extended family unit, making the risk of
contamination of the elderly by the young higher.

Conclusion

Although the spread of the SARS-CoV-2 epidemic in West Africa
is relatively slow compared to European, North American or
Asian countries, vigilance must remain. West Africa has already
registered more than 131049 cases confirmed by PCR with
2102 deaths. This figure, however, falls far short of those recorded
by European countries such as France, Spain, UK and Italy. The
West African’s population way of life and the large number of
people working in the informal sector make it difficult to apply
preventive measures, namely physical distancing and confine-
ment. In order to be able to effectively combat the spread of
the virus, it is essential to develop a strategy based on the protec-
tion of people at risk, namely the elderly and people living with
chronic diseases. Mass screening targeting mainly people at risk
and their entourage would allow early detection of cases and
quarantine to breaking the chain of transmission and protecting
the more vulnerable ones. A local production of protective
masks could also be an alternative to the shortage of masks that
the world is currently facing. Experiences from past epidemics
(such as Ebola, dengue, yellow fever and Lassa fever) have
increased laboratory and surveillance capabilities across the
African continent which allows West Africa to be better prepared
to face the COVID-19 pandemic. For example, in Burkina Faso,
the epidemic of Ebola virus disease has led to the creation of a
national reference laboratory for viral haemorrhagic fevers and
the training of several health workers in the management of epi-
demics. It is to be hoped that this epidemic will boost care and
detection capacities in the near future.

Data availability. The data that support the findings of this study are openly
available in The Lancet at https://www.thelancet.com/journals/laninf/article/
P11S1473-3099(20)30120-1/fulltext [18]. We also used data from the ministry
of health of Burkina Faso available in free access at https:/www.humanitarian
response.info/sites/www.humanitarianresponse.info/files/documents/files/sitrep_
covid-19_ndeg_115.pdf.
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Background: West Nile virus (WNV) and Usutu virus
(USUV), two closely related flaviviruses, mainly follow
an enzootic cycle involving mosquitoes and birds, but
also infect humans and other mammals. Since 2010,
their epidemiological situation may have shifted from
irregular epidemics to endemicity in several European
regions; this requires confirmation, as it could have
implications for risk assessment and surveillance
strategies. Aim: To explore the seroprevalence in ani-
mals and humans and potential endemicity of WNV
and USUV in Southern France, given a long history
of WNV outbreaks and the only severe human USUV
case in France in this region. Methods: We evaluated
the prevalence of WNV and USUV in a repeated cross-
sectional study by serological and molecular analyses
of human, dog, horse, bird and mosquito samples in
the Camargue area, including the city of Montpellier,
between 2016 and 2020. Results: We observed the
active transmission of both viruses and higher USUV
prevalence in humans, dogs, birds and mosquitoes,
while WNV prevalence was higher in horses. In 500
human samples, 15 were positive for USUV and 6 for

www.eurosurveillance.org
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WNV. Genetic data showed that the same lineages,
WNYV lineage 1a and USUV lineage Africa 3, were found
in mosquitoes in 2015, 2018 and 2020. Conclusion:
These findings support existing literature suggesting
endemisation in the study region and contribute to a
better understanding of USUV and WNV circulation in
Southern France. Our study underlines the importance
of a One Health approach for the surveillance of these
viruses.

Introduction

West Nile virus (WNV) and Usutu virus (USUV) are
neurotropic mosquito-borne flaviviruses belonging to
the Japanese encephalitis serocomplex [1]. Circulation
of these viruses is maintained in similar transmis-
sion cycles involving ornithophilic mosquitoes, such
as Culex pipiens, and different bird species. Both
viruses can also spread to several mammalian spe-
cies, including humans, although most mammals are
considered to be dead-end hosts [2]. WNV can rep-
resent a serious burden to human and animal health
[3]. The clinical spectrum of WNV infection in humans

1
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FIGURE 1
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Collection sites of horse (May-June 2016; n = 29) and mosquito samples (2018-2020; n = 20 sites), Southern France

A. Horse sample collections sites (n = 29 sites for 235 samples)
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MNT: microneutralisation test; WNV: West Nile virus; USUV: Usutu virus.

Mosquito sample collections sites (n = 20 sites for 17,362 samples)

A. Horse sample collections sites in the Camargue area in 2016. Stables with at least one USUV MNT-positive horse are represented by a
cross and WNV seroprevalence in sampled stables is represented by a colour gradient from green (no WNV MNT-positive animal in the
corresponding stable) to dark red (81-100% seroprevalence rate) (Map source: https://www.openstreetmap.org).

B. Mosquito collection (Culex pipiens) sites in the Camargue area from 2018 to 2020. Red pins indicate USUV-positive pools and green pins
both WNV-positive and USUV-positive pools. White pins negative trapping sites. USUV-positive sites in our previous study in 2015 are
shown for the sake of completeness. The location of the city of Montpellier is provided to facilitate site positioning.

The locations of sample collection for dogs and humans are not available because of the anonymisation of the data. We do not have

information on the exact site where the dying wild birds were collected.

can range from influenza-like febrile illness to acute
flaccid paralysis, meningitis or encephalitis [4]. USUV
has been shown to affect primarily specific species of
wild birds (mainly blackbirds and owls in Europe) [5,6].
Although less numerous than human cases of WNV
infections, USUV infections in humans can manifest
as encephalitis, meningitis and meningoencephalitis
in both immunocompetent and immunocompromised
patients [5].

Despite their potential impact on human and animal
health, the available measures to control these viruses
are limited. Although inactivated and recombinant
WNYV vaccines exist for horses [7], there are currently
no specific treatments or vaccines for WNV or USUV
available for humans. The management of virus circu-
lation is thus largely based on integrated surveillance
activities. These activities provide guidance to imple-
ment mainly preventive measures in case of detection.
For example, blood for donation is tested for WNV and
donors are deferred in regions in which outbreaks are
detected because WNV can be transmitted through
blood transfusion [8].

Since the 1960’s, different lineages of WNV and USUV
have been periodically detected in Europe. Theseviruses
were mainly associated with sporadic cases in humans,

horses and birds and limited to certain European
regions, until recently [9]. Occasional outbreaks of
WNV have mainly taken place in Southern Europe dur-
ing the last two decades [10-12]. Nevertheless, the
outbreaks of both viruses have recently increased in
numbers and geographical distribution. In 2018, a con-
current WNV and USUV epidemic occurred for the first
time in several parts of Europe, including countries in
different latitudes and a record number of outbreaks
[2,5,13-18]. Currently, epidemiological patterns in sev-
eral European regions suggest endemicity of these
viruses instead of periodic introductions from endemic
regions. For example, repeated detection of the same
strains in the same region over a consistent number
of years has been proven in Northern Italy, Hungary
and Austria [19-21]. These patterns, together with the
potential health risks associated with WNV and USUV,
support the need for continuous rigorous analysis of
the epidemiological situation in Europe [3], which will
serve as a key piece of information in the design of sur-
veillance strategies for WNV and USUV.

This study explores the seroprevalence and potential
endemicity of WNV and USUV in a European region with
a high risk of endemisation. This region in the south
of France includes the Rhdone River delta, the French
region with the longest record of WNV outbreaks and
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TABLE 1

Screening for Usutu and West Nile viruses in flavivirus-
positive human samples using a microneutralisation test,
Southern France, 2019-2020 (n = 53)

USUV MNT WNV MNT

Samples (n) titre titia Infection

33 ND ND ub

2 10 ND usuv

9 20 ND usuv

3 40 ND usuv

3 ND 20 WNV

1 ND 40 WNV

4 10 160 WVN

A 20 20 WNV and USUV
Positive 14 USUV, 5 WNV, 1
samples (n) o o USUV/WNV

MNT: microneutralisation test; ND: not detected; UD:
undetermined; WNV: West Nile virus; USUV: Usutu virus.

A titre was determined for each sample from the reciprocal of
each dilution. If the results indicate a titre for both viruses, the
neutralising immune response was considered specific for WNV
or USUV if the MNT titre was at least fourfold higher than the
titre obtained against the other virus.

included in the French surveillance programme for
WNV [9,22].

Methods

Study setting

The study area encompasses part of the Camargue
area including the city of Montpellier, located within
the Mediterranean basin in the eastern part of the
Occitania region in Southern France. It has a climate
catalogued as a warm-summer Mediterranean climate
according to the Koppen-Geiger climate classification
[23]. The Camargue area is a natural wetland located
south of Arles city and within a triangle defined by the
two arms of the Rhdne River and the Mediterranean
Sea. This area harbours diversified environments in
which dry areas are continuously irrigated by canals,
ditches and wetlands favourable to a large and diverse
bird population as well as a large mosquito population

[24].

Sample collection

Sample collection was a joint effort by INSERM
(French Institute of Health and Medical Research),
ANSES (French Agency for Food, Environmental
and Occupational Health and Safety), and CIRAD
(French Agricultural Research Centre for International
Development). The analyses on humans, dogs and
birds were carried out by the Pathogenesis and Control
of Chronic and Emerging Infections unit, INSERM, the
studies on horses by the Animal Health Laboratory,
ANSES and on mosquitoes by the Astre unit, CIRAD.

Human samples

Five hundred human serum samples randomly collected
in2019 and 2020 from outpatients attending Montpellier
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University hospitals (mainly for occupational medicine
(n=133) or consultations in haematology (n = 84),
nephrology (n = 78), hepato-gastroenterology (n = 56),
cardiology (n = 41), dermatology (n = 28)) as part of
a seroepidemiological investigation. Serum samples
were stored at —80°C until further serological analysis.
Patients less than 1 year of age and patients under care
for any other viral infection were excluded from this
study. An additional 34 serum samples from inpatients
diagnosed in the same hospitals with non-bacterial
meningitis or meningoencephalitis without an identi-
fied aetiology were also screened for WNV and USUV
infection.

Dog samples

Serum samples were collected from 184 dogs (mainly
indoor pets) in 2019-20 from animals undergoing
health evaluations or surgical interventions at two
veterinary clinics which serve animals from across
the Montpellier area. These animals did not have any
recent recorded infectious episodes. Serum samples
were stored at —20°C until processed. No animals were
sampled solely for the purpose of this study.

Horse samples

Serum samples from 235 horses included for the
study were collected from 29 stables located in the
Camargue area in May and June 2016 (Figure 1). The
horse stables were chosen according to the criteria
presented in Desjardins et al [25]. Samples were stored
at —20°C before serological analysis. All horses were
asymptomatic at the time of sampling and unvacci-
nated against WNV. The surveyed stables were in part
randomly selected from stables located in a large area
affected by WNV outbreaks in 2015. Stables that had
previously reported horses with chronic fever during
the sampling period or the previous year were included
when possible.

In addition to sample collection, the owner completed
a questionnaire on the individual characteristics of
each horse (age, sex, activity), its health status (clini-
cal signs, infection history and treatments) and stable
management (contact with other animals, tick and flea
control).

Bird samples

From February 2019 to December 2020, sick or dying
resident wild birds were passively collected around
Montpellier by the Regional Centre for the Safeguard-
ing of Wild Fauna, the League for the Protection of
Birds (LPO) and Montpellier Zoological Garden for first
aid care. In agreement with the competent Official
Veterinary Service, samples (liver and brain) were
collected from dead birds (n = 191) and were stored at
-20°C for laboratory molecular investigations.

Mosquito samples
Adult mosquitoes were collected from 20 sites in the
Camargue area from 2018 to 2020 (Figure 1; detailed
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TABLE 2

Screening for Usutu and West Nile viruses in flavivirus-
positive dog samples using a microneutralisation test,
Southern France, 2019-2020 (n = 3)

usuv WNV MNT .
Breed MNT titre titre Infection
Ge'rman wirehaired 5 ND USuv
pointer
Jack Russell terrier 40 ND usuv
German shepherd ND 160 WNV
Positive samples (n) 2 1 Z Lﬁ#\\//’ &

MNT: microneutralisation test; ND:not detected; WNV: West Nile
virus; USUV: Usutu virus.

A titre was determined for each sample from the reciprocal of each
dilution.

information on mosquito numbers and sites can be
found in Supplementary Table S1). Overnight trapping
using CO2-baited type traps was performed once per
week between April to October (28 trappings per year),
as previously described [26]. Mosquitoes were identi-
fied based on morphological features on a chill table at
4°C [26]. Once identified, non-blood-engorged C. pipi-
ens females were grouped in pools of between one and
44 individuals per site and collection date and stored
at —80°C until further analyses.

Serological testing in human, dog and horse
samples

A competitive enzyme-linked immunosorbent assay
(cELISA, ID Screen West Nile Competition Multi species
ELISA kit, IDvet, France) was used for the detection of
flavivirus antibodies (IgG and IgM) in sera [27] from
humans, dogs and horses, according to the manufac-
turer’s instructions.

To confirm WNV or USUV infection, viral microneutrali-
sation tests (MNT) were performed on cELISA-positive
sera. For human and canine samples, methods to iden-
tify USUV (France2018, MT863562) and WNV (lineage 2,
MT863560) were performed according to Constant et al.
[9]. For horse samples, tests using USUV (France2018,
MT863562) and WNV (lineage 11S-98-ST1, AF481864.1)
were performed according to Beck et al. [28]. Different
WNYV strains have been used based upon their availabil-
ity in the screening laboratories. WNV MNT performed
on horse samples at ANSES in the frame of interlabora-
tory proficiency testing generated comparable results
(data not shown). Briefly, serial dilutions of Dulbecco’s
Modified Eagle’s Medium (DMEM) supplemented with
2% foetal bovine serum were mixed with USUV and
WNV suspension at 100 tissue culture infectious dose
50 (TCID50). After incubation for 9o min at 37°C allow-
ing for viral neutralisation, 100 pL containing 2,000
Vero cells (human samples) or 2x104 Vero cells (horse
samples) were mixed in each well and plates were incu-
bated for 3 to 5 days at 37°C. The presence or absence
of a cytopathic effect was determined and compared
with controls. A titre was determined for each sample
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from the reciprocal of each dilution. The tests were
performed twice in two independent experiments. For
a neutralisation dilution21:10, sera were confirmed
positive for WNV or USUV antibodies after duplication
of results. If the results indicate a titre for both viruses,
the neutralising immune response was considered spe-
cific for WNV or USUV if the MNT titre was at least four-
fold higher than the titre obtained against the other
virus.

Viral RNA detection in bird, human and
mosquito samples and sequencing in
mosquitoes

Viral RNA was extracted from 20-30 mg of homoge-
nised bird brain or liver samples using the QIAmp Viral
RNA mini kit (Qiagen). Viral RNA was extracted from 50
uL of human serum using the EZ1 BioRobot workstation
in combination with the EZ1 DSP Virus Kit (Qiagen). The
LightCycler 480 real-time PCR machine was then used
for one-step reverse transcription-quantitative PCR
(RT-gPCR) analysis. Mosquito pools were homogenised
in PBS buffer and total RNA was extracted with the
NucleoMagVet kit (Macherey Nagel) using a Kingfisher
Flex (Thermo Scientific).

USUV and WNV detection was performed with a
TagMan-based RT-gPCR and a SYBR-Green-based
RT-gPCR  respectively, as previously described
[29,30]. PCR amplification for Sanger sequenc-
ing (Eurofins Genomics, Germany) was performed
using cDNA from all virus-positive pools. For USUV
sequencing, we performed a PCR with the primers
4723fwd (5°-GTCATGTATGAAGGRGTT-3’) and s5672rev
(5’-GTGTAYTCTGTTATCCACTC-3’). The primers target a
region of the NS3 gene (their 5* position is indicated
in the name). Sequences of WNV were obtained using
a PCR which targets a part of the NS5 gene as previ-
ously described to discriminate WNV lineages [31]. The
GenBank accession numbers of the USUV sequences
are ON125263, ON099437, ON099438, ON099439, and
ON099436 for WNV sequence.

Virus isolation

Confluent monolayers of Vero E6 (African green mon-
key) cells were inoculated with organ homogenates
from RT-gPCR-positive birds in order to attempt virus
isolation. Cells were incubated at 37°C with 5% CO2 for
7 days and observed daily to assess cytopathic effects.

Phylogenetic analyses

Phylogenetic analyses were performed in Geneious
(Dotmatics). Multiple alignments were generated with
the default Geneious algorithm. All positions contain-
ing gaps and missing data were not included. The
alignment for USUV included 33 partial sequences
from mosquitoes of the NS3 gene (682 bp, positions
4,736-5,614). The alignment for WNV included 51 par-
tial sequences (all from mosquitoes, except one from
a horse) of the NS5 gene (1,000 bp, positions 9,039—
10,039). Trees were generated with the Tree Builder
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Screening for Usutu and West Nile viruses in flavivirus-positive horse samples using microneutralisation tests, Southern

France, May-June 2016 (n = 40)

Samples (n) USUV MNT titre WNV MNT titre Infection

5 ND ND uD

2 10 ND usuv

2 20 ND usuv

6 ND 20 WNV

3 ND 40 WNV

1 10 80 WNV

5 ND 80 WNV

2 10 160 WNV

3 ND 160 WNV

| 10 320 WNV

2 20 320 WNV

3 ND 320 WNV

1 10 20 WNV and USUV
1 80 80 WNV and USUV
3 80 40 WNV and USUV
Positive samples (n) 9 31 4 USUY, 26 WNV, 5 USUV/WNV

MNT: microneutralisation test; ND:not detected; UD: undetermined; WNV: West Nile virus; USUV: Usutu virus. A titre was determined for each
sample from the reciprocal of each dilution. If the results indicate a titre for both viruses, the neutralising immune response was considered
specific for WNV or USUV if the MNT titre was at least fourfold higher than the titre obtained against the other virus.

function using the maximum likelihood approach and
the Jukes-Cantor model.

Statistical analyses

Seroprevalence for USUV and WNV was estimated by
dividing the number of positive subjects by the total
number of subjects tested with two-sided exact bino-
mial 95% confidence intervals (Cl). Maximum likelihood
estimates of infection rates in C. pipiens populations
and their 95% Cl were obtained with the R package
binGroup.

Results

WNYV and USUV seroprevalence and infections
in humans

The human cohort included 272 (54.4%) females
(median age: 43 years; interquartile range (IQR): 29-58
years) and 228 (45.6%) males (median age: 49 years;
IQR: 33-68 years). We identified antibodies (IgG and
IgM) against flaviviruses in 53 of the 500 samples
(10.3%; 95% Cl: 7.9-13.3).

All cELISA-positive human samples were then tested
using MNT against WNV and USUV (Table 1). Among
these 53 samples, 15 tested positive for USUV-specific
antibodies (3%; 95% Cl: 1.5—4.5) and six for WNV-
specific antibodies (1.2%; 95% Cl: 0.25-2.15). Although
antibody cross-reactions could not be ruled out, sam-
ples with equal neutralising activity for WNV and USUV
(«fourfold difference in MNT titre) were considered as
potential co-infections. One sample demonstrated
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neutralising activity for both WNV and USUV. We did
not detect WNV or USUV RNA in the set of 5oo human
samples.

We also analysed 34 serum samples from patients
diagnosed with meningitis or meningoencephalitis
(of unidentified aetiology). WNV or USUV were not
detected in any of these samples by serological screen-
ing or RT-qPCR.

WNYV and USUYV infections in dogs

We confirmed the presence of flavivirus antibodies
(IgG and IgM) by cELISA in three of the 184 dog sam-
ples analysed (1.63%; 95% Cl: 0.00-3.46): two USUV
antibody-positive samples were detected by MNT
(1.08%; 95% Cl: 0.00-2.58). One dog was positive for
WNV antibodies (0.54%; 95% Cl: 0.00-1.60) (Table 2).
We found that USUV seroprevalence in dogs appears
higher than that of WNV, although the number of posi-
tive samples was too low to infer a statistically signifi-
cant pattern.

WNYV and USUYV infections in horses

All horses that were sampled were asymptomatic on
the date of sampling as well as during the previous
WNV transmission season. Two horses that belonged
to two different stables had developed a WNV infection
in 2015. The sampling was performed in spring 2016,
outside of the WNV transmission period in France. Most
of the surveyed horses had no history of clinical signs
indicative of higher risks of infection by WNV and/or
USUV. We identified antibodies against flaviviruses
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Wild bird species positive for Usutu virus by RT-qPCR, Southern France, 2019-2020 (n = 5)

Species Collection date Neurological symptoms USUV Cq values
Domestic pigeon 23 Aug 2019 No 35.95
Eurasian collared dove 29 Oct 2019 Yes 34.59
Eurasian sparrowhawk 16 Nov 2019 No 33.65
Song thrush 7 Oct 2019 Yes 32.89
Tawny owl 10 Jul 2019 Yes 37.94

Cq: cycle quantification; USUV: Usutu virus.

Samples (brains or livers) of dying wild birds with and without neurological symptoms were analysed by RT-qgPCR. No samples positive for

WNV were detected.

(IgM and IgG) in 40 out of 235 sera analysed (17.02%;
95% Cl: 12.21-21.82) (Figure 1) (Table 3). Among these
40 samples, nine were positive for USUV-specific anti-
bodies (3.83%; 95% Cl: 1.37-6.28) and 31 for WNV-
specific antibodies (13.19%; 95% Cl: 8.86-17.51) which
suggests that, based on the confidence intervals,
WNV seroprevalence appears to be higher than USUV
seroprevalence in horses. Among these positive sam-
ples, we identified five potentially co-infected samples
demonstrating neutralising activity for both WNV and
USUV. Moreover, a specific flavivirus species could not
be determined in five horse sera.

WNYV and USUYV infections in birds

Brain or liver samples from diseased, euthanised or
dead-found wild birds, with or without neurological
signs, were analysed for the detection of WNV and USUV
RNA by RT-gPCR. We did not detect WNV RNA in any
of the samples, whereas five wild birds were positive
for USUV RNA (Table 4). In 2019, USUV-infected birds
found included one Columba livia domestica (Domestic
pigeon), one Streptopelia decaocto (Eurasian collared
dove), one Accipiter nisus (Eurasian sparrowhawk) and
one Turdus philomelos (Song thrush). In 2020, we iden-
tified one Strix aluco (Tawny owl), a species considered
as highly sedentary. USUV isolation from avian sam-
ples was not successful.

WNYV and USUV infections in mosquitoes

A total of 17,362 non-engorged C. pipiens females were
collected in the south of France between 2018 and
2020 and separated in 1,771 pools (Figure 1; detailed
information on mosquito pool number and screen-
ing results can be found in Supplementary Table S1).
All pools were analysed for the presence of WNV and
USUV RNA. Two WNV-positive pools were identified
in 2018, each in a different site. USUV-positive pools
were detected in 2018 (one pool) and 2020 (six pools
from four sites). No WNV- or USUV-positive pools
were detected in 2019. The number of positive pools
implied low infection rates in C. pipiens populations
across all years, i.e.<0.5% (infection rates available
in Supplementary Figure S1).

We obtained one sequence from a WNV-positive pool in
2018 and three sequences from USUV-positive pools,
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one in 2018 and two in 2020 (Figure 2). The WNV
sequence belonged to Lineage 1 and clustered with
WNV sequences previously identified in the Camargue
area isolated from horses and one bird, which were
obtained in 2000, 2004 and 2015. All USUV sequences
clustered together within USUV Africa 3 Lineage.

Discussion

Here, we analysed the epidemiological situation of
WNV and USUV in the Camargue area in France, a
European region in which endemicity of both viruses
is suspected. This seroprevalence study targeted sev-
eral epidemiologically relevant hosts: humans, horses,
wild birds and mosquitoes. Very low WNV seropreva-
lence in horses was evident in the Camargue region
between 2005 and 2010 when important sampling
efforts in wild birds were employed; no spillover out-
side the enzootic bird—-mosquito transmission cycle
was evident during the same period [32]. Furthermore,
there is no molecular study showing the circulation
of the virus over this period. WNV re-emerged in the
Camargue during the summer of 2015 [32]. This arbovi-
rus has been repeatedly reported in birds [33], horses
[10,32,34,35] and humans [36-38] in this area since that
time. Similarly, USUV infections have been previously
reported in mosquitoes [26] and birds [33], and we
previously described a human case of idiopathic facial
paralysis in a person infected with USUV in the same
area [39]. Although dogs do not commonly develop
clinical signs, especially neurological disorders, with
USUV or WNV infections, they were included in the
study because they are considered relevant candidates
for surveillance because of their proximity to humans
and high WNV exposure rates, as previously docu-
mented [40]. Importantly, prevalence was estimated
for 3 consecutive years in mosquito populations to pro-
vide a time window large enough to assess long-term
virus presence. Thus, our approach aimed to obtain
an estimation of virus prevalence in the study area,
as well as genomic sequences over several years. Our
results show that infections of USUV and WNV among
humans, dogs, horses, birds and mosquitoes repeat-
edly occurred in the study area in recent years.
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FIGURE 2
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Maximum likelihood phylogenetic trees of A. the West Nile virus sequence from 2018 in Southern France (n = 1) and B.
Usutu virus sequences from 2018 and 2020 in Southern France (n = 3), compared with selected sequences from GenBank

(n =65)

A. West Nile virus sequences

B. Usutu virus sequences
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WNV: West Nile virus; USUV: Usutu virus.
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The phylogenies were inferred based on a partial sequence of the NS5 or the NS3 genes for WNV and USUV, respectively. The tree was rooted
with a sequence of Japanese encephalitis virus (AFo75723) for WNV sequences. The tree was rooted with a sequence of lineage Africa 1 for
USUV. One hundred bootstrap datasets with random sequence addition were computed to generate a consensus tree drawn. Numbers along
branches are bootstrap values. Scale bar indicates substitutions per site.

Sequences in blue come from France. French sequences identified in this study (red) are all from mosquito samples and are available in
GenBank. The WNV sequence from a horse from the Camargue region in 2015 and obtained by other authors appears in green to facilitate
comparison [32]. Sequences from the Camargue area are marked with a black circumference. The year of collection is stated on the

sequence name, generally after the country name.

In comparison with our mosquito surveillance data
from 2015 [26], we identified two sites with WNV
and USUV detection in different years, suggesting a
high suitability of those sites for future surveillance
studies (Supplementary Table S1: mosquito collec-
tion sites). Moreover, the combination of genetic
data from other studies and ours show the presence
of the same lineages for both WNV and USUV in the
same region in 2015, 2018 and 2020. More precisely,
the cluster of WNV Lineage 1 found in mosquitoes in
2018 has also been detected in Camargue in a horse
in 2015 (Figure 2A) and in mosquito excreta in 2020 (a
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different genomic region than that used in our analysis,
GenBank accession 0K489805.1 [41]). The same cluster
had been detected in equines in the region in 2000 and
2004 (Figure 2A). Thus, after an 11-year period without
detection, viruses belonging to the same cluster within
WNV Lineage 1 have been repeatedly detected since
2015 in both vertebrates and mosquitoes. Similarly,
the same USUV lineage was detected in mosquitoes
from Camargue in 2015 (@ sequence from a different
genomic region than that used in our analysis was
obtained) [26]. Thus, similarly to WNV, USUV Africa 3
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Lineage has been detected in C. pipiens populations in
Camargue in 2015, 2018 and 2020.

The repeated detection of the same lineages over sev-
eral years is notable, given the usual low prevalence
of these viruses, the detection of other lineages in the
study area [26] and the lack of mosquito surveillance
data in 2016 and 2017. Thus, the genetic data support a
scenario of endemisation for both viruses in the study
area. Our data also suggest that human exposure to
WNV and USUV has been non-negligible in the study
area (3% (95% Cl: 1.5-4.5) for USUV and 1.2% (95% Cl:
0.25-2.15) for WNV). Although the human cohort ana-
lysed was relatively limited in size, the seroprevalence
data from domestic dogs also support active transmis-
sion of both viruses near humans. Overall, the poten-
tial continuous presence of WNV and USUV and the
exposure levels observed suggest that the infection
risk in the region deserves thorough characterisation.
In particular, potential endemisation requires further
validation through long-term studies because WNV
epidemiological patterns have been shown to be com-
plex. For example, lineage 1 of WNV was detected in
the study region in 2000 and 2004 but later remained
undetected until 2015. This pattern could be explained
by two contrasting scenarios: extinction after intro-
ductions or, alternatively, circulation below detection
thresholds for 11 years.

Our study reports the extent of USUV prevalence in the
region in humans, dogs, horses, birds and mosquitoes.
USUV remains largely unstudied worldwide, although
the recent avian outbreaks, together with the detec-
tion of more than 100 human cases in Europe since
2008, have triggered studies on different aspects of
USUV biology [5]. Our results show that the prevalence
of USUV in humans may be at least as high as that of
WNYV, if not higher, in the study area. This observation
concurs with a previous report showing a higher preva-
lence of USUV than WNV in zoo animals in the same
area [9]. Similarly, USUV exposure in humans has been
shown to be higher than that of WNV in some Italian
regions [5,42-44]. Moreover, our passive surveillance
in wild birds found USUV-positive birds in sedentary
species, which favours long-term virus circulation
locally. Mosquito surveillance data suggest that USUV
can reach relatively notable prevalence levels in the
region, i.e. the infection rate in mosquitoes was above
1% in late 2015. Although USUV has not been found
responsible for a large number of detected human clin-
ical cases in the study area, our results suggest that
this situation could change, should a more pathogenic
strain emerge, especially because USUV is described
as having lineage-dependent virulence [45].

Our study provides data on the seroprevalence of WNV
and USUV in different vertebrates that can be used to
assess their possible interest for inclusion in surveil-
lance schemes. Horses are considered as valuable
sentinels of the risk of WNV epizootic transmission
in Europe [46,47]. Based on the high seroprevalence
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in horses obtained in our study (13.19% for WNV and
3.83% for USUV), their suitability for USUV surveillance
warrants an experimental design allowing a robust
comparison of USUV seroprevalence in domestic ani-
mals. However, we did not collect horse samples from
the same years as the human and dog samples, ham-
pering such a robust comparison. Nevertheless, WNV
prevalence was almost 10-fold higher in horses than in
humans and dogs, and USUV prevalence in horses was
at least as high as in the other hosts.

This study also highlights the need for reinforce-
ment of monitoring and surveillance programmes for
USUV and WNV infection over several years, includ-
ing monitoring of geographic spread and the dynam-
ics of USUV and WNV transmission in both primary
and incidental hosts. Such programs exist in various
European countries, particularly in southern Europe,
but they are mostly focused on seasonal surveillance
of WNV [48-50]. However, some countries, such as
Italy, have more recently expanded their programs
for both viruses planned annually under the National
Integrated Surveillance Plan (NISP), based on ento-
mological, veterinary and human surveillance activi-
ties. These programmes should also involve different
support actions, such as raising awareness as well
as encouraging and training clinical veterinarians to
better prevent, detect and alert on these infections.
Nevertheless, such analysis is challenging because
of several aspects of the epidemiology of WNV and
USUV. First, their epidemics are not homogeneous over
Europe, with certain regions experiencing concentrated
outbreaks. Secondly, a robust assessment of their
prevalence requires One Health, i.e. integrated sur-
veillance in their different hosts and, thus, sampling
approaches adapted to humans, equines, wild birds or
mosquitoes. In addition, virus dispersal through bird
movement hinders the ability to distinguish between a
continuous virus presence in a given region, i.e. ende-
micity, and repeated virus introductions followed by
extinctions. Disentangling between the two scenarios
requires long-term studies showing virus prevalence in
the same region over several years.

Our study had several limitations. A larger study with
more samples per host species over several years
would be needed to more accurately assess the infec-
tion rates of these two viruses in the different species
studied. Furthermore, compared with active surveil-
lance (entomological or on animal sentinels), passive
surveillance systems (on dead birds or on diseased
humans) are simpler and cheaper to implement, but
the drawback lies in the inability to detect the virus
early before human cases occur. A limitation of passive
surveillance in birds is that not all species die from
infection. In our study, only birds that died from infec-
tion or another cause were collected for study.
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Conclusions

Our results show an active spread of USUV and WNV in
a particularly exposed area of France in humans, dogs,
horses, birds, and mosquitoes. Overall, improving sur-
veillance programmes for USUV and WNV as part of a
One Health approach would help to anticipate the vet-
erinary and public health risks associated with these
viruses.
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