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INTRODUCTION 

 

Ces dernières années ont vu l’émergence de nombreuses arboviroses de par 

le monde, notamment au travers du commerce d’animaux (Pfeffer et Dobler 2010), 

ou à partir d’un réservoir sauvage préexistant (Artois M., et al. 2006). La Fièvre de la 

Vallée du Rift (FVR) est l’une de ces arboviroses. Elle est  causée par un Phlebovirus 

de la famille des Bunyaviridae. Le virus de la FVR (vFVR) suscite un intérêt croissant 

depuis les deux dernières décennies, notamment à cause du risque potentiel 

d’introduction et de maintien en Europe, aux États-Unis, ou encore au Maghreb 

(Amraoui et al., 2012; Arzt, et al., 2010; Barker, et al., 2013; V Chevalier, et al., 2010; 

De Meneghi, 2006; Decome, 2011; Fischer, et al., 2013; Krida et al., 2010; Sánchez-

Vizcaíno, et al., 2013; Weaver et Reisen, 2010). Les impacts sanitaire et socio-

économique importants de la maladie dans certains pays où cette zoonose est 

endémique (Chengula, et al. 2013) font craindre les conséquences de l’introduction 

du virus dans un pays actuellement indemne. Ce virus est d’ailleurs déjà présent sur 

le territoire français, à Mayotte, où il semble être devenu endémique (Lernout et al., 

2013; Sissoko et al., 2009).  

Le virus est transmis de ruminant à ruminant, et parfois à l’homme, par des 

moustiques vecteurs et sans doute également par voie directe. La maladie a un 

impact potentiellement considérable, à la fois sur la santé animale et sur la santé 

humaine. Elle se traduit chez l’homme la plupart du temps par un syndrome grippal, 

mais elle peut aussi être asymptomatique. Toutefois des complications sévères 

rares, mais parfois mortelles, peuvent apparaître, les plus courantes étant des 

atteintes hépatiques, oculaires et des méningoencéphalites (Al-Hazmi et al. 2003; 

Siam et al.1980). Les personnes les plus à risque sont les personnes ayant un 

contact étroit avec les ruminants ou leurs sécrétions, notamment lors d’avortements 

(O I E, 2014).  

Chez l’animal, les signes cliniques dépendent de l’espèce, de l’âge et de l’état 

sanitaire de l’individu. Chez les bovins et ovins, qui sont les plus affectés, l’infection 

se traduit par un taux particulièrement élevé d’avortements, jusqu’à 80-100%, et par 

une forte mortalité chez les jeunes. C’est une maladie d’importance internationale, à 
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déclaration obligatoire à l’OIE, « Organisation Mondiale de la Santé Animale » (O I E, 

2014).  

L’Afrique de l’Est ainsi que l’Afrique Australe font partie des zones 

d’endémicité de la FVR. Les épizooties récentes en Afrique du Sud (Archer et al., 

2013), les cas sporadiques en Namibie (Monaco et al., 2013) et au Botswana 

(Republic of Botswana - Government Portal, 2010), ainsi que la présence d’anticorps 

chez des petits ruminants (J. Fafetine et al., 2013) et chez des bovins (Lagerqvist et 

al., 2013) au Mozambique, montrent une circulation intense du virus dans cette 

région de l’Afrique. De plus, ces régions ont mis en place au cours de la dernière 

décennie des zones de conservation transfrontalières, ( « Transfrontier Conservation 

Areas », TFCA ); (Andersson et Cumming, 2013; Andersson, et al., 2013a), avec des 

conséquences potentiellement importantes sur la transmission de certains 

pathogènes entre la faune, le bétail et les hommes (Bengis, 2005; de Garine-

Wichatitsky et al., 2013). 

Une étude en particulier (Caron et al., 2013) visait à déterminer la prévalence 

de certaines maladies du bétail dans des zones d’interface entre animaux 

domestiques et faune sauvage, au niveau d’une de ces zones de conservation 

transfrontalière. L’une des maladies étudiées était la Fièvre de la Vallée du Rift. 

Aucun effet lié à l’interface n’a été mis en évidence.  

 

L’objectif de ce travail était (i) de résumer les connaissances actuelles sur la 

FVR, et en particulier l’état des connaissance sur la FVR au Zimbabwe, puis dans la 

continuité de l’étude de Caron et al., (ii) d’évaluer le statut sérologique vis-à-vis de la 

FVR des animaux domestiques et de la faune sauvage dans différentes zones 

d’interface dans deux zones de conservation transfrontalières, du côté Zimbabwéen 

et (iii) de préciser le cycle épidémiologique de la FVR au Zimbabwe, en particulier le 

rôle potentiel de la faune sauvage. Ceci a été réalisé au travers de l’analyse de 

données sérologiques récoltées sur plusieurs années et d’études entomologiques 

préliminaires. 
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I- FIÈVRE DE LA VALLÉE DU RIFT 

 

A) ETIOLOGIE 

 

La Fièvre de la Vallée du Rift doit son appellation à son lieu de découverte, un 

élevage ovin près du lac Naivasha, dans la Vallée du Rift au Kenya en 1931. Depuis 

ce temps elle a été isolée dans de nombreux pays en Afrique sub-Saharienne. Il est 

probable que ce virus existait déjà depuis quelque temps avant sa découverte. 

 

A-1) CLASSIFICATION 

 

Le vFVR appartient au genre Phlebovirus, l’un des cinq genres de la famille 

des Bunyaviridae. Les autres genres sont : les Hantavirus, les Nairovirus, les 

Orthobunyavirus et les Tospovirus. Tous les virus de cette famille sont des arbovirus, 

à l’exception des virus du genre Hantavirus (Walter et Barr, 2011). Les Bunyaviridae 

sont des virus à réplication intracytoplasmique. 

De nombreux agents de fièvres hémorragiques chez l’homme font partie de 

cette grande famille. Nous pouvons citer par exemple le virus de la Fièvre 

Hémorragique de Crimée-Congo ou encore l’agent responsable de la Fièvre 

Hémorragique à Hantavirus ou encore le virus de la Fièvre de la Vallée du Rift. 

Le genre Phlebovirus comprend plus de 70 sérotypes. Neuf espèces 

appartiennent au genre Phlebovirus, le virus type du genre étant le vFVR. La plupart 

de ces espèces sont pathogènes pour l’homme. 
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A-2) STRUCTURE 

 

A-2-i) DU VIRUS 

 

Comme tous les virus de la famille des Bunyaviridae, le vFVR possède une 

enveloppe sphérique. Celle-ci mesure de 80 à 120 nanomètres de diamètre, avec 

122 capsomères la composant. Ces capsomères, composées de 2 glycoprotéines, 

Gn et Gc font protrusion dans une bicouche lipidique. Ces deux glycoprotéines 

possèdent des propriétés hémagglutinantes, permettant la fixation du virus lors de 

l’infection d’une cellule. L’ARN viral, tri-segmenté, est contenu dans des 

ribonucléprotéines, composée de nombreuses copies de la nucléoprotéine (N), 

issues du segment S de l’ARN, associées à l’ARN viral et à l’ARN-polymérase ARN-

dépendante. (Boshra, et al, 2011; Pepin, et al., 2010; Street, 1979). Des inclusions 

filamenteuses sont observables dans les noyaux des cellules infectées. 

La figure 1 ci-dessous présente la structure du virion, ainsi que les protéines 

codées par les différentes parties du génome. 

 

 

Figure 1: Structure schématique du vFVR, (Pepin et al., 2010) 
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A-2-ii) DU GÉNOME 

 

Les Bunyaviridae sont des virus à ARN, simple brin à polarité négative, avec 

un génome tri-segmenté (Bird, et al. 2007). Une particularité du genre Phlebovirus 

est d’avoir un segment, le segment S, à lecture ambisens (Elliott et Brennan, 2014).  

Les trois segments sont nommés en fonction de leur taille : L, le plus long (ou 

‘large’), code pour l’ARN-polymérase ARN-dépendante, puis M (ou ‘medium’), codant 

pour les glycoprotéines de surface Gn et Gc (55kDa et 58kDa respectivement), et 

deux protéines non-structurales (NSm : 14kDa, et 78kDa résultant de la fusion entre 

les protéines NSm et Gn). La formation de ces deux dernières protéines dépend du 

codon AUG-méthionine utilisé pour initier la transcription ; en effet il existe 5 codons 

AUG dans le cadre de lecture codant pour la protéine NSm. Enfin le segment S (ou 

‘small’), le plus court, code pour la nucléoprotéine (N, 27kDa) dans le sens négatif et 

pour une protéine non-structurale (NSs, 31kDa) dans le sens positif, grâce à la 

stratégie ambisens. Le promoteur du gène codant pour la protéine non-structurale 

NSs étant plus fort que celui de la nucléoprotéine N, la production d’ARN messager 

(ARNm) de la première et plus importante que celle de la seconde dans les cellules 

de mammifères (Brennan, et al. 2014). La protéine NSs est à l’origine des structures 

filamenteuses observables dans les noyaux des cellules infectées (Yadani, et al., 

1999). La taille totale de l’ARN est d’environ 11,9 kb. 

Les segments d’ARN présentent des séquences complémentaires aux 

extrémités 3’ et 5’, leur permettant de se replier sur eux-mêmes, formant une 

structure en «manche de poêle ». 

 

A-3) LIGNÉES 

 

Les virus à ARN sont connus pour leur forte variabilité. Ceci est dû notamment 

à leur polymérase qui ne possède pas de module de correction des erreurs. 

Cependant le vFVR présente étonnamment peu de variabilité (~5% au niveau 

nucléotidique et ~2% au niveau des acides aminés sur 33 virus isolés), le peu de 

diversité étant dû majoritairement à une accumulation de mutations, et à seulement 
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quelques réassortiments. Sept lignées ont initialement été décrites, appartenant à un 

même sérotype (Bird et al., 2007). Une étude plus récente a montré qu’il existerait en 

fait 15 lignées (Grobbelaar et al., 2011), mais toujours avec une très faible diversité, 

du même ordre de grandeur que celle décrite par Bird (maximum 5.4% au niveau 

nucléotidique, et 2.8% au niveau des acides aminés).  

Cette faible variabilité est assez courante chez les arbovirus car ils sont 

soumis à un système de double filtrage : ils doivent survivre et se multiplier à la fois 

chez le mammifère hôte et l’arthropode vecteur. Ce cycle alternant entre deux hôtes 

semble appliquer des contraintes sur le virus, maintenant un faible taux 

d’accumulation de mutations dans le temps (Balenghien et al., 2013). Une deuxième 

raison pouvant expliquer une diversité génétique aussi faible est l’existence d’un 

ancêtre commun récent. En effet une étude suggère que l’ancêtre commun de ces 

virus date de 1880-1890 (1850 au plus tôt) (Bird et al., 2007). Cependant ce facteur 

ne pourrait expliquer à lui seul la faible diversité génétique, étant donné qu’un grand 

nombre de générations ont vu le jour entre temps. De nombreuses mutations 

auraient donc dû s’accumuler. La faible diversité génétique est fondamentale au 

niveau de la prophylaxie. En effet elle permettrait à un même vaccin d’être efficace 

partout, et ce, quelle que soit la souche. 

On retrouve souvent des souches d’origine géographique diverses au sein 

d’une même lignée, montrant un mouvement assez important du virus sur le 

continent Africain. Par exemple la lignée D comprend des virus isolés en Mauritanie, 

au Burkina Faso, mais aussi au Kenya, en Afrique du Sud et au Zimbabwe (Figure 2 

ci-après). 
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Figure 2: Arbre phylogénique, segment S, Bird et al. 2007 
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On remarque que la plupart des souches de même origine géographique ont 

tendance à se retrouver groupées au sein d’une même lignée, c’est le cas 

notamment des souches issues de l’épizootie en Égypte, dans les années 1970, qui 

se retrouve au sein de la lignée A, ou encore les virus isolés en Mauritanie dans les 

années 80 qui sont regroupés au sein de la lignée D. Au contraire, les souches 

isolées au Zimbabwe dans les années 70, pendant une période d’endémicité, se 

retrouvent au sein de 5 des 7 lignées décrites par Bird et al.  Il est possible que 

plusieurs souches issues de lignées différentes circulent dans une zone 

géographique assez restreinte pendant une enzootie, mais qu’une épizootie résulte 

souvent de l’amplification d’une seule souche (Bird et al., 2007).  

 

 

B) MALADIE 

 

B-1) ESPÈCES SENSIBLES 

 

De nombreux mammifères peuvent être infectés par le virus, mais les signes 

cliniques sont variables selon l’espèce et les individus (cf tableau 1). Les jeunes, plus 

sensibles que les adultes, présentent un taux de mortalité élevé chez de nombreuses 

espèces, que ces espèces soient considérées comme très sensibles ou non.  

Les animaux  les plus sensibles sont les bovins, les ovins, les caprins, certains 

singes, certains rongeurs et certainement aussi les buffles. L’homme est assez 

sensible, sans avoir pour autant une atteinte beaucoup plus marquée chez les 

jeunes enfants ou femmes enceintes, contrairement à ce qui se passe chez les 

bovins et ovins.  

Les animaux domestiques, tels que les dromadaires ou les porcs sont peu 

sensibles et pourraient de ce fait permettre l’entretien du virus sans que cela ne soit 

détecté. Il existe aussi des espèces réfractaires, tels que les oiseaux, les reptiles ou 

encore les amphibiens. 
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Le virus a aussi été isolé chez de nombreuses espèces sauvages, toutefois 

leur sensibilité vis-à-vis de celui-ci n’a été que peu ou pas étudiée.  

Le tableau 1 ci-dessous résume la sensibilité de plusieurs espèces vis-à-vis 

du vFVR. 

 

 Tableau 1: Sensibilité de plusieurs espèces au virus de la FVR, (Lefèvre, et al., 2003) 

    

 

B-2) MALADIE CHEZ L’HOMME 

 

La plupart du temps l’infection de l’homme par le vFVR est inapparente ou 

provoque un syndrome pseudo-grippal qui guérit spontanément (Al-Hazmi et al., 

2003; Archer et al., 2013). À cause de sa répartition géographique et de ses 

symptômes peu spécifiques, la Fièvre de la Vallée du Rift est souvent confondue 

avec le paludisme et, de ce fait, est largement sous-estimée. Dans de rares cas, des 

complications sévères se développent ; il s’agit parfois des seuls cas observés. En 

général 1% à 2% des cas humains vont connaître des complications et 10 à 20% des 

cas hospitalisés meurent (Bird et al., 2007). 

 Après une période d’incubation de 4 à 6 jours, les symptômes apparaissent de 

manière brutale avec des sueurs froides, des malaises, un état de faiblesse, et des 

maux de tête. Ceux-ci évoluent en fièvre, baisse de la pression artérielle, myalgie, 

tremblements, avec une rougeur oculaire. Des signes cliniques plus sévères peuvent 

Mortalité> 

70% 

Mortalité 

élevée (10-

70%) 

Maladie grave 

mais peu 

mortelle 

Élaboration 

d’anticorps 

Réfractaires 

Agneaux, 

chevreaux, 

chiots, 

chatons, 

souris, rats 

Moutons, veaux, 

certains 

rongeurs 

Bovins, 

chèvres, 

buffles, 

hommes, 

singes 

Dromadaires, 

chevaux, 

ânes, chats, 

chiens, porcs, 

lapins 

Oiseaux, reptiles, 

amphibiens 
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être notés : anémie, hépato- et splénomégalie, insuffisance rénale aiguë, 

coagulopathies. Après 3 à 4 jours, les symptômes diminuent en intensité. Des 

complications plus tardives peuvent alors apparaitre, sous forme d’une atteinte 

oculaire, d’une méningoencéphalite ou encore d’un tableau hémorragique sévère. 

Plusieurs de ces complications peuvent survenir chez un même individu. La mort est 

souvent associée à une insuffisance hépatique et rénale, un état de choc et de 

l’anémie sévère, elle peut survenir dans un délai de 3 à 6 jours, mais cela peut 

prendre jusqu’à 12 à 17 jours (Al-Hazmi et al. 2003; Ikegami et Makino 2011).  

L’infection chez les humains résulte la plupart du temps d’un contact avec des 

fluides ou des tissus provenant d’animaux virémiques. Une transmission vectorielle 

par des moustiques est aussi possible, mais sans doute minoritaire et n’a jamais été 

démontrée (Archer et al., 2013; Hassan, et al., 2011). La transmission par le lait n’a 

pas été démontrée. Les professions les plus concernées sont donc les éleveurs de 

ruminants, les vétérinaires, le personnel des abattoirs et les professions associées à 

la santé et aux productions animales (Archer et al., 2013; LaBeaud, et al., 2011b; 

Woods et al., 2002).  

La distribution spatiale des infections humaines dépend en grande partie de 

celle des animaux domestiques (Archer et al., 2013) et bien souvent lorsque la 

maladie est détectée chez les humains, elle est déjà bien installée chez les animaux 

(Balenghien et al., 2013). 

 

 

B-3) MALADIE CHEZ L’ANIMAL 

 

Chez les animaux, le vFVR se transmet essentiellement par piqûre par un 

vecteur compétent, bien que des transmissions directes soient possibles, en 

particulier lors de contacts avec des produits d’avortements (Balenghien et al., 2013; 

Pepin et al., 2010).  

La maladie chez l’animal est aussi assez polymorphe. Elle dépend beaucoup 

de la sensibilité interspécifique et interindividuelle. Les races dites ‘améliorées’ sont 
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généralement plus sensibles que les races locales. Il y a peu de mortalité chez les 

adultes, mais une baisse importante voire un arrêt complet de la production laitière 

avec hyperthermie sont fréquents.  

Le virus a un tropisme particulier pour les 

hépatocytes et les cotylédons. De ce fait, les épidémies au 

sein des troupeaux de bovins ou d’ovins entrainent une 

flambée d’avortements pouvant concerner jusqu’à 100% 

des femelles gravides (Ali, et al., 2012). Ces avortements 

(figure 3) sont parfois les seuls signes apparents de 

l’infection. Une hépatite nécrosante (figure 4) avec un foie 

hypertrophié, mou, friable et décoloré (jaune-orangé), avec 

des foyers de nécrose disséminés, peut se développer 

chez certains individus, de même qu’un tableau 

hémorragique, souvent mortel. La mortalité chez les 

adultes dépasse rarement 10% chez les bovins, 30% chez 

les ovins. D’autres signes cliniques tels que la perte 

d’appétit, la salivation, les écoulements nasaux, l’ictère et 

la diarrhée  sont aussi décrits.  

 

 Les formes suraiguës se 

rencontrent chez les agneaux et 

chevreaux de moins d’une semaine. 

L’incubation dans ces cas dure moins 

de 3 jours, les jeunes animaux 

présentent une forte hyperthermie et de 

la douleur abdominale, puis meurent en 

24h à 72h. Chez les veaux la forme 

aiguë prédomine avec de 

l’hyperthermie, de la diarrhée, une faiblesse généralisée, parfois avec polypnée et 

dyspnée. La mortalité varie entre 10% et 70% (Gerdes, 2004). 

Figure 3: Avorton lors d’un 

foyer de FVR (Collection 

département EMVT du 

CIRAD) 

Figure 4: Hépatite nécrosante (Collection 

département EMVT du CIRAD) 
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 Suite au passage du virus au sein d’un troupeau il peut y avoir une 

séroprévalence dépassant parfois 60%. Des anticorps maternels sont transmis aux 

jeunes via le lait. Ceci contribue à une certaine protection du troupeau pendant 

quelques années, le temps de réduire la séroprévalence par l’introduction d’animaux 

naïfs (M. L. Wilson, 1995). Il est possible que cette immunité, en association avec les 

phénomènes climatiques, joue un rôle important dans la mise en place des périodes 

inter-épidémiques assez caractéristiques.  

 Peu d’études ont été réalisées chez les buffles. L’infection induit des 

avortements (Olive, et al. 2012; Davies et Karstad 1981) mais les signes cliniques 

sembleraient être moins importants que chez les bovins (Davies et Martin 2003). Une 

étude a montré que la mortalité chez les animaux séropositifs n’était pas 

significativement plus élevée que chez les séronégatifs lorsque l’âge et le sexe des 

animaux avaient été pris en compte, montrant qu’il ne semble pas y avoir d’effet 

négatif sur le long terme de l’infection par le vFVR (LaBeaud, et al., 2011a). Il 

semblerait également que certains individus puissent présenter une virémie 

semblable à celle des bovins, bien que plus courte, pendant 2 à 3 jours (Davies et 

Karstad 1981), ce qui permettrait la contamination de moustiques se nourrissant sur 

ces animaux. Les buffles pourraient donc jouer un rôle dans la circulation du virus. 

 Chez les dromadaires, l’infection est très souvent inapparente et l’avortement 

est souvent le seul témoin du passage du virus. De ce fait, ils peuvent être 

responsables de l’introduction du virus dans des pays indemnes, comme ce fut 

probablement le cas en Égypte avec des dromadaires importés du Soudan. 

Certaines souches particulièrement virulentes peuvent entrainer des signes cliniques 

chez les dromadaires semblables à ceux observés chez les moutons, et de la 

mortalité (Ahmed Kamal, 2011; El Mamy et al., 2011).  

 D’autres espèces telles que les carnivores domestiques, sont considérés 

comme peu sensibles et ne présentent pas de symptômes, mis à part chez les 

jeunes (Keefer, et al., 1972). Chez les porcs, l’infection est souvent asymptomatique, 

ou peu marquée. La question d’un rôle en tant qu’espèce réservoir de ces derniers a 

été évoqué, sans pour autant avoir été démontré (Youssef, 2009). 
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B-4) PATHOGÉNICITÉ 

 

La nucléoprotéine N et les glycoprotéines de surface Gn et Gc (qui se 

combinent pour former l’hétérodimère présent à la surface du virus) ont un pouvoir 

immunogène. Ces dernières ont rôle important dans l’infection d’une cellule dans 

l’étape de fixation du virion. 

Cependant c’est la protéine NSs qui semble avoir un rôle essentiel dans la 

virulence du virus. En effet, cette protéine, produite très rapidement suite à l’infection 

d’une cellule (bien que codée à sens positif), inhibe les réponses immunitaires dues 

aux interférons béta et inhibe la transcription cellulaire de la cellule infectée. Les 

souches ayant une protéine NSs non-fonctionnelle se sont révélées beaucoup moins 

virulentes que les autres souches (Boshra, et al., 2011) et ont permis la création d’un 

vaccin. Cette protéine NSs est abondamment produite dans les cellules de 

mammifères, mais beaucoup moins dans les cellules des arthropodes vecteurs. Il est 

possible que cette différence de production permette une infection silencieuse des 

moustiques, permettant une meilleure survie de ceux-ci et donc une meilleure 

transmission du virus (Vaughn, et al., 2010).  

La protéine NSm pourrait aussi avoir un rôle important, mais plutôt dans 

l’infection des vecteurs. En effet, l’absence de la protéine NSm a réduit 

significativement le taux de transmission chez les deux espèces de moustiques 

étudiées, Culex quinquefasciatus et Aedes aegypti. Chez ce dernier les taux 

d’infection et de dissémination ont aussi été réduits. Ainsi l’absence de la protéine 

NSm réduisait la capacité d’infection du virus chez les moustiques et sa capacité à 

s’échapper de l’intestin moyen de ceux-ci (Kading et al., 2014). D’autres études ont 

montré que la protéine NSm n’est pas indispensable dans la réplication du virus dans 

les cellules de mammifères (Gerrard, et al., 2007; Won, et al., 2006). 

La salive de moustiques du genre Aedes potentialise la pathogénicité du virus 

en influant à la fois sur la distribution de ce dernier chez l’hôte et sur la sévérité des 

symptômes (Le Coupanec et al., 2013).  
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C) DIAGNOSTIC 

 

Le diagnostic repose souvent sur une mise en évidence d’anticorps anti-vFVR 

associée à un contexte général et à des signes cliniques évocateurs. En effet, les 

signes cliniques n’étant pas pathognomoniques, il est impossible d’établir un 

diagnostic sur la base de la clinique seule.  

 

C-1) DIAGNOSTIC CLINIQUE 

 

L’établissement d’un diagnostic par la clinique seule est impossible, 

cependant plusieurs éléments devraient conduire à une suspicion de Fièvre de la 

Vallée du Rift. Parmi ces éléments celui qui attire le plus souvent l’attention est un 

nombre important d’avortements chez les femelles gravides chez les bovins et ovins 

en particulier, associé à de la mortalité chez les jeunes et un peu moins chez les 

adultes. Des signes cliniques tels que des larmoiements ainsi que des tableaux 

hémorragiques chez les individus morts accompagnent souvent les avortements. Un 

point important dans le diagnostic clinique est de considérer le contexte 

épidémiologique. En effet les épizooties sont liées à des phénomènes climatiques 

particuliers favorisant la pullulation des vecteurs. Le déclenchement soudain d’un 

grand nombre d’avortements en pleine saison sèche ne sera donc, selon toute 

probabilité, pas causé par la Fièvre de la Vallée du Rift. 

 

C-2) DIAGNOSTIC DIFFÉRENTIEL 

 

 Étant donné les signes cliniques peu spécifiques de la maladie chez l’animal, 

un diagnostic différentiel s’impose avec les autres causes d’avortements, de 

syndromes hémorragiques ou de mort subite. Parmi les maladies abortives et 

hémorragiques on retrouve la maladie de Nairobi du mouton, mais sans atteinte 

particulière des nouveau-nés. Parmi les maladies provoquant des syndromes 

hémorragiques on retrouve la fièvre catarrhale ovine (blue-tongue), mais celle-ci ne 

produit pas d’hépatite, la cowdriose, là-encore sans hépatite et souvent avec les 
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cavités sériques remplies de fluide, ce qui est assez pathognomonique. La Fièvre 

éphémère bovine entraine une hyperthermie soudaine avec des écoulements 

naseaux et oculaires, pouvant ressembler à la FVR, mais elle ne touche ni les jeunes 

bovins, ni les moutons. Parmi les maladies abortives on trouve la toxoplasmose, la 

leptospirose, la brucellose, la Fièvre Q et la salmonellose. Cependant ces dernières 

ne provoquent pas une flambée d’avortements de la même ampleur que la FVR et ne 

sont pas associées au même contexte épidémiologique. Le Virus de Wesselbron a 

été confondu avec la FVR en Afrique du Sud, provoquant des lésions similaires dans 

des circonstances similaires, un diagnostic de laboratoire doit être établi pour 

différencier les deux (Davies et Martin, 2003). 

 

C-3) DIAGNOSTIC DE LABORATOIRE 

 

Plusieurs techniques diagnostiques existent et peuvent être utilisées à 

différents moments suite à l’infection. Comme illustré par la figure 5, le seul moyen 

d’établir le diagnostic de FVR dans les premiers jours suivant l’infection est par la 

mise en évidence du virus, par culture ou encore par détection de l’ARN viral par RT-

PCR. La qRT-PCR est la technique la plus souvent utilisée pour la détection de 

l’ARN viral, suivie de la PCR nichée (Escadafal et al., 2013). À partir de la première 

semaine un diagnostic indirect est possible par la mise en évidence d’IgM 

spécifiques, permettant de caractériser une infection récente. Ces IgM persistent en 

général un mois, mais peuvent persister jusqu’à 5 mois post-infection (Morvan, et al., 

1992). Les IgG sont produits vers le milieu de la deuxième semaine et persistent en 

théorie pendant toute la vie de l’animal.  
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Quelques cas ont été décrits, lors d’études expérimentales, où l’infection s’est faite 

sans élaboration d’anticorps, ce qui rend le diagnostic plus difficile à établir (Antonis 

et al., 2013). 

 

C-3-i) DIAGNOSTIC DIRECT 

 

 

L’isolement viral est possible, bien que rarement utilisé en routine. En effet, il 

présente de nombreux inconvénients, dont le risque lié à la manipulation de virus 

vivant, et doit donc être réalisé dans un laboratoire de haut niveau de biosécurité, et 

le temps nécessaire à l’obtention d’un résultat qui peut être de 2 à 6 jours. Il est plus 

couramment réalisé en recherche. Il peut être réalisé sur des cellules de mammifères 

(souvent les cellules Vero) ou sur des souriceaux nouveau-nés. L’identification du 

virus se fait ensuite souvent par immunofluorescence. 

La mise en évidence de l’ARN viral par RT-PCR est souvent réalisée dans un 

second temps pour confirmer la présence du virus chez l’individu, suite à un test 

ELISA IgM positif par exemple. Plusieurs amorces ont été créées par différents 

laboratoires. L’utilisation de la RT-PCR pour mettre en évidence la présence d’acides 

ribonucléiques du virus présente plusieurs avantages par rapport à l’isolement viral. 

Tout d’abord elle permet d’obtenir des résultats beaucoup plus rapidement, souvent 

dans la journée, ce qui n’est pas négligeable lorsqu’une réponse rapide doit être 

mise en place pour éviter l’apparition ou réduire l’ampleur d’une épizootie. De plus 

Figure 5: Dynamique post-infection (Bird et al. 2009) 
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cette technique permet de mettre en évidence la présence de l’ARN viral même 

lorsque le virus a été détruit, notamment parfois lors du transport d’échantillons dans 

des conditions non-optimales (Drosten et al., 2002; Sall et al., 2002; W. C. Wilson et 

al., 2013).  

L’immunofluorescence peut aussi être utilisée sur des coupes ou calques de 

foie, rate ou de cerveau. 

 

C-3-ii) DIAGNOSTIC INDIRECT 

 

La séroneutralisation est considérée comme le « gold standard » en termes de 

diagnostic. Son point faible principal est le besoin d’un laboratoire de niveau 

minimum P3 pour réaliser ce test, puisqu’il nécessite l’utilisation de virus vivants pour 

le mettre en œuvre.  

Plusieurs tests ELISA ont été développés. Ceux-ci comprennent des ELISA 

simples, des ELISA indirectes (I-ELISA), des ELISA sandwich, des ELISA de 

compétition et de capture (Paweska, et al. 2005a; Paweska et al. 2005b; Williams et 

al. 2011). Ces ELISA sont basées sur différents antigènes/anticorps qui varient en 

fonction du fabricant.   

Pour les I-ELISA, qui sont les plus utilisés, un certain nombre de tests sont 

basés sur la nucléoprotéine. Ces tests ont été développés chez les humains, les 

buffles et les bovins et ont souvent une bonne sensibilité et spécificité (>95%) (J. M. 

Fafetine et al., 2007; Paweska et al., 2008; Paweska, et al. 2007; van Vuren, et al. 

2006).  

La séroneutralisation et l’inhibition de l’hémagglutination sont aussi utilisées 

mais moins souvent que les tests ELISA pour les enquêtes cliniques. 

D’autres tests de diagnostic direct ou indirect ont aussi été développés (Le Roux et 

al., 2009; van der Wal et al., 2012). 
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D) TRAITEMENT ET PROPHYLAXIE 

 

D-1) TRAITEMENT 

 

Il n’existe actuellement aucun traitement spécifique contre la FVR. Seuls des 

traitements symptomatiques sont utilisables et ne sont souvent utilisés que pour les 

cas les plus graves. La plupart du temps la maladie se guérit de manière 

spontannée. Le meilleur moyen de lutter contre cette maladie reste donc la 

prévention, passant notamment par la vaccination chez les animaux. 

 

D-2) PROPHYLAXIE 

 

Aucun vaccin à visée humaine n’est commercialisé actuellement, cependant il  

en existe un qui est utilisé par certains vétérinaires, personnels de laboratoire et 

l’armée américaine, avec une diffusion très limitée (Bird, et al., 2009). La lutte anti-

vectorielle, les bonnes pratiques d’hygiène, ainsi que la vaccination des animaux 

restent les meilleurs moyens de lutter contre la maladie chez l’homme (Bird et Nichol, 

2012; Monath, 2013; Weekly epidemiological Record, 2008). 

 

De nombreux vaccins à usage animal ont été développés ou sont en cours de 

développement, cependant aucun n’est utilisable hors des zones d’endémicité. Trois 

de ces vaccins sont actuellement commercialisés par l’« Onderstepoort Biological 

Products » : Rift Valley Fever (Inactivated), Rift Valley Fever (Live), RVF Clone 13, le 

vaccin vivant atténué est aussi commercialisé par « Kenya Veterinary Vaccines 

Production Institut » (RiftVax TM) (Lubroth, et al., 2007). 

Le vaccin historique, qui a largement été utilisé notamment au cours de 

grandes épizooties en Afrique de Sud, est basé sur la souche atténuée Smithburn. 

Elle a été atténuée par passages intracérébraux successifs sur des souris, induisant 

la perte du tropisme hépatique et l’accentuation du neurotropisme (Smithburn, 1949). 

Cependant ce vaccin, bien que très immunogène, a présenté de nombreux 
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inconvénients qui ont conduit à une réduction de son utilisation et au développement 

d’autres vaccins. En effet il induisait souvent des signes cliniques chez les brebis 

vaccinées, provoquant jusqu’à 25% d’avortements chez les femelles gravides en 

début de gestation (Kamal, 2011; Bird, et al., 2009). L’utilisation massive de ce 

vaccin en Afrique du Sud a permis d’enrayer, voire d’éviter certaines épizooties. 

Un deuxième vaccin, à base de virus inactivé, peut être utilisé chez les 

femelles gravides. Cependant la nécessité de faire plusieurs injections pour induire 

une réponse immunitaire satisfaisante induit un coût important, qui rend l’utilisation 

de ce vaccin inaccessible pour de nombreux éleveurs.  

Le troisième vaccin disponible sur le marché a été élaboré à partir du Clone 

13 du virus. Ce clone présente une divergence au niveau du segment S du génome. 

En effet il présente une délétion de 549 nucléotides sur le gène codant la protéine 

non-structurale NSs, or comme nous l’avons dit précédemment, cette protéine a un 

rôle très important dans la pathogénicité du virus (Muller et al., 1995). Ce vaccin peut 

être utilisé chez les femelles gravides. Il ne nécessite qu’une seule dose pour induire 

une immunité et serait compatible avec la méthode DIVA, permettant de différencier 

un animal vacciné d’un animal infecté. Il permet aussi la transmission d’anticorps 

maternels aux agneaux, ainsi que l’absence de développement d’une virémie lors 

d’infection des animaux vaccinés (Dungu et al., 2010; von Teichman et al., 2011). 

De nombreux autres vaccins sont en cours de développement, dont un avec 

l’espoir de produire un vaccin utilisable chez l’homme en utilisant un Adenovirus  

comme vecteur (Heise et al., 2009; Ikegami et Makino, 2009; Labeaud, 2010; 

Warimwe et al., 2013). 

 

Un problème rencontré avec l’utilisation des vaccins est qu’ils sont souvent 

utilisés pour enrayer une épizootie et sont donc utilisés là où le virus circule déjà. La 

campagne de vaccination devient donc une méthode de transmission du virus par les 

aiguilles utilisées pour les injections qui ne sont pas changées entre chaque animal. 

C’est pour cela qu’il est recommandé de ne pas vacciner lors d’une épizootie. 
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II- ÉPIDÉMIOLOGIE ET MODÈLE CONCEPTUEL 

 

 

La FVR est endémique en Afrique Sub-Saharienne et est restée confinée à ce 

continent pendant longtemps. Cependant, malgré l’existence de barrières physiques 

importantes telles que l’étendue du Sahara ou l’Océan Indien, difficilement 

franchissables par les moustiques et par les animaux, le virus a vu son aire de 

répartition s’élargir. Le franchissement du Sahara a eu lieu en 1977 avec une 

importante épidémie/épizootie en Égypte (Ahmed Kamal, 2011). En 1979, le virus a 

été isolé pour la première fois à Madagascar (Carroll et al., 2011). Enfin le virus a 

traversé la Mer Rouge en 2000, provoquant des épidémies en Arabie Saoudite et au 

Yémen et les premiers cas hors du continent africain (S Abdo-Salem et al., 2006; 

Shaif Abdo-Salem et al., 2010; Al-Hazmi et al., 2003; Bird et al., 2007). L’analyse 

génétique de virus issus de ces dernières épidémies a montré une très forte 

similarité avec des virus isolés lors d’une épidémie qui avait eu lieu quelques années 

plus tôt au Kenya: le virus a probablement été importé sur la péninsule Arabique par 

le commerce de petits ruminants en provenance de la Corne de l’Afrique (Shoemaker 

et al., 2002).  

L’introduction du  virus dans des zones indemnes peut conduire à une 

flambée d’avortements chez les ruminants, avec une mortalité importante des 

jeunes, et un nombre important de cas chez les humains (Pepin et al., 2010), et ce, 

parfois avant même que le virus ne soit détecté (Balenghien et al., 2013; J. Fafetine 

et al., 2013).  

 

La figure 6a ci-dessous présente un atlas de la FVR dans le monde, basé sur 

des prévalences publiées dans des articles. La différence entre la répartition du 

vFVR entre cette carte et celle présentant la distribution du virus selon les « Centers 

for Diseases Control and prevention » (Figure 6b) montre bien le manque de 

données publiées existant sur la Fièvre de la Vallée du Rift dans de nombreux pays.  
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A) MODÈLE GÉNÉRAL 

 

En nous appuyant sur des connaissances déjà établies, nous avons créé un 

modèle général de la transmission (Figure 7). Par la suite, nous verrons les 

particularités de 4 zones endémiques : l’Afrique de l’Ouest, avec comme pays de 

référence le Sénégal, puis l’Océan Indien avec un focus sur Madagascar, l’Afrique de 

l’Est, et en particulier le Kenya, et enfin l’Afrique Australe avec l’Afrique du Sud. En 

effet, le climat, les vecteurs présents, ainsi que la présence/absence de faune 

sauvage dans chaque zone rendent l’épidémiologie de la FVR très différente d’un 

pays à un autre.  

 

A-1) TRANSMISSION VECTORIELLE  

  

La FVR est une maladie à transmission principalement vectorielle, par des 

moustiques de différents genres, incluant Aedes, Culex, Anopheles et Mansonia. Il 

s’agirait de la méthode de transmission prédominante lors de la première phase 

d’une épizootie.  

a. b. 

Présence 

d’anticorps 

Endémicité 

Figure 6:  a. Atlas De La FVR, basée sur les articles publiées (Clements, et al., 2007) 

b. Distribution de la FVR, carte adaptée de CDC, Centers for Disease Control and 

Prevention 
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Certains moustiques sont des vecteurs connus du vFVR. Parmi ceux-ci Culex 

quinquefasciatus, Cx. antennatus, Aedes (neomelaniconion) mcintoshi (avec une 

transmission verticale du virus), Ae. ochraceus, Ae. dalzieli, Ae. cumminsii, Ae. 

circumluteolus et Ae. vexans (Balenghien et al. 2013; Fontenille et al. 1998; Mweya 

et al. 2013; Faye et al. 2014; Sow, et al. 2014b).  

D’autres espèces sont considérées comme des vecteurs potentiels, chez 

lesquelles le virus a été isolé mais dont le rôle de vecteur n’a pas été établi. Parmi 

ceux-ci se trouvent : Culex poicilipes, Cx. simpsoni, Cx. vansomereni, Cx. annulioris, 

Cx. Tritaeniorhynchus, Cx. univittatus, Cx. theileri,  Aedes pembaensis, Ae. furcifer, 

Ae. palpalis, Ae. dentatus, Ae. durbanensis, Anopheles coustani¸ An. fuscicolor, An. 

pauliani, An. squamosus, Mansonia uniformis, Ma. africana et Coquillettidia 

grandidieri  (Balenghien et al., 2013; V Chevalier et al., 2010; Diallo et al., 2000; 

Faye et al., 2007; Sang et al., 2010)  

D’autres encore sont capables de  transmettre le vFVR au laboratoire, mais 

aucun individu infecté naturellement n’a été capturé sur le terrain : Aedes albopictus, 

Ae. aegypti, Ae juppi (McIntosh, et al., 1980; Moutailler, et al., 2008).  

Les moustiques aspirent le virus lors d’un repas de sang sur un animal 

virémique. Le virus se multiplie dans l’intestin moyen, puis migre hors de celui-ci, 

disséminant dans tout l’organisme du moustique, c’est à ce moment-là qu’il 

contamine en particulier les glandes salivaires (Turell, et al., 1990). Ceci dépend en 

partie de la température, mais aussi de l’espèce de moustique. Chez une espèce de 

moustique, Aedes (neomelnicnion) mcintoshi, et peut-être chez d’autres, le virus 

diffuse aussi au niveau des ovaires, permettant une transmission verticale à une 

partie de la descendance du moustique. Cette capacité à laisser se multiplier et 

migrer le virus influence directement la capacité de transmission du virus par le 

moustique. Une fois dans les glandes salivaires du moustique le virus est expulsé au 

début d’un prochain repas de sang.  

Le temps de dissémination du virus dans l’organisme du moustique peut varier 

d’une espèce à l’autre et d’un individu à l’autre, mais est souvent de l’ordre de 

quelques jours (3 à 8) (Kading et al., 2014). Pour s’infecter, la virémie de l’individu 

sur lequel se nourrit le moustique doit être suffisamment importante pour que du 



 

  

29 

 

virus soit aspiré avec le repas sanguin. Le moustique est ensuite infectant à vie, avec 

une durée de vie très variable d’un individu à l’autre (en moyenne 2-3 semaines dans 

la nature, un mois en captivité). Ainsi, chez la plupart des espèces de moustiques, 

une femelle ne devient infectante qu’après un certain laps de temps après un repas 

de sang infectant. Une partie des moustiques ainsi infectés meurent avant de devenir 

infectants. Le nombre de moustiques infectants au sein d’une population est donc 

naturellement limité : un grand nombre de moustiques meurent soit sans avoir pris un 

repas de sang sur un animal virémique, soit avant que le virus n’ait eu le temps de 

disséminer dans leur organisme. 

La RT-PCR peut être utilisée afin de mettre en évidence la présence d’ARN 

du vFVR chez les moustiques. Étant donné le faible pourcentage de moustiques 

infectés dans la nature, la mise au point de RT-PCR permettant la détection d’un seul 

moustique infecté dans un lot de 49 moustiques non-infectés était important pour 

augmenter l’efficacité des recherches menées (Ibrahim, et al., 1997). Cette méthode 

est aussi beaucoup plus rapide que la méthode traditionnelle de culture virale. 

Les moustiques femelles tendent à rester autour de leur lieu d’éclosion, et se 

déplacent rarement au-delà de 500m autour de leur mare d’origine. Les deux 

principaux genres de moustiques vecteurs, les Aedes et les Culex ont une biologie 

très différente. En effet, les moustiques du genre Culex pondent leurs œufs en 

radeau à la surface de l’eau, tandis que les moustiques du genre Aedes pondent 

leurs œufs individuellement sur la terre ou des débris végétaux sur un terrain 

submersible. Ces derniers doivent ensuite subir une période de dessiccation d’au 

moins 7 jours, le temps de l’embryogenèse, avant de pouvoir éclore lors de leur 

immersion. Dans cette forme latente les œufs peuvent survivre plusieurs années 

avant d’éclore suite à une submersion. La différence très marquée au niveau de la 

reproduction de ces deux moustiques influe aussi sur leur rôle dans la transmission 

de la FVR. Les moustiques du genre Aedes atteignent rapidement une population 

maximale dès les premières pluies. En effet ces pluies entraînent l’éclosion massive 

d’œufs issus des pontes des années précédentes. Ceci permet aux larves de bien se 

développer, sans compétition avec des larves d’autres espèces. Ce sont donc 

certainement ces moustiques qui sont à l’origine de l’amplification initiale du virus lors 

du début d’une épizootie. Les moustiques du genre Culex atteignent une population 
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maximale plus tardivement et prennent le dessus sur les Aedes dont les populations 

sont beaucoup plus faibles vers la fin de la saison des pluies. Les Culex auraient 

donc plutôt un rôle dans l’entretien de la transmission du virus. De plus, comme cela 

a été écrit précédemment, une transmission transovarienne a été démontrée chez 

une espèce d’Aedes. Une hypothèse, bien souvent considérée comme avérée, est 

que d’autres espèces de moustiques du même genre pourraient aussi transmettre le 

virus de manière transovarienne. Ceci permettrait au virus de survivre les années 

peu favorables à l’intérieur d’œufs desséchés et d’être présent chez les vecteurs dès 

leur éclosion, augmentant ainsi le potentiel de transmission. Ceci rendrait aussi la 

lutte encore plus difficile car d’une année sur l’autre, la maladie pourrait réapparaître 

après plusieurs années sans circulation du virus. 

 

Une transmission mécanique par d’autres vecteurs pourrait être possible, bien 

que peu étudiée : elle concernerait des tabanidés, autres diptères piqueurs ou 

encore des tiques (Linthicum, et al., 1989). Les aiguilles utilisées lors des campagnes 

de vaccination sont aussi parfois responsable d’une transmission mécanique du 

virus. 
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Figure 7: Modèle conceptuel général de la transmission du virus de la Fièvre de la Vallée du Rift 
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A-2) TRANSMISSION DIRECTE 

 

Une transmission directe est probable, et pourrait être la méthode de 

transmission prédominante durant la deuxième phase d’une épizootie. Elle se ferait 

par contact avec les liquides biologiques d’un animal excréteur. Cette transmission 

pourrait se faire entre animaux domestiques, mais le potentiel existe aussi pour une 

transmission directe entre animaux domestiques et sauvages, chez qui le virus a 

aussi été mis en évidence. Il s’agirait aussi du mode de transmission principal à 

l’homme : les métiers à risque sont donc ceux pour lesquels les personnes ont un 

contact étroit avec des animaux ou leurs liquides biologiques (Archer et al., 2013).  

Tous les liquides biologiques sont potentiellement infectants, toutefois le lait 

ne joue probablement pas de rôle important dans la transmission du virus (Pepin et 

al., 2010). En effet la possibilité de transmission par le lait, bien que ressortant 

comme facteur de risque dans certaines études, n’a pas été démontrée (LaBeaud, et 

al., 2011; Woods et al., 2002). De plus, l’infection des femelles en lactation par le 

vFVR se traduit souvent par une baisse de la production laitière, réduisant le risque 

de transmission par cette voie. De même, l’urine ne semble pas jouer de rôle 

important, le virus n’ayant été retrouvé dans celle-ci que lors de contamination par du 

sang en nature (Pepin et al., 2010).  

Les avortements semblent être des moments particulièrement propices à la 

transmission du virus. En effet de grandes quantités de liquides biologiques sont 

émises, ainsi que des particules virales sous forme d’aérosols. C’est donc à ce 

moment-là qu’il faut prendre le plus de précautions.  

 

 

A-3) TRANSMISSION TRANSOVARIENNE 

 

 

Certains moustiques du genre Aedes sont capables de transmettre le virus de 

façon transovarienne. Pour éclore, les œufs de ces moustiques ont besoin, après 

l’embryogenèse, d’une période de déshydratation suivie d’une réhydratation. Ils 

peuvent résister sous forme dormante (déshydratée) pendant plusieurs années dans 
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la boue desséchée des mares. Des vagues d’éclosions surviennent quelques jours 

après des pluies, dites « efficaces », c’est-à-dire suffisamment abondantes pour 

permettre l’immersion des œufs et le développement complet des larves, à condition 

que le temps de dessiccation ait été suffisamment long (au moins 5 à 6 jours). Cette 

transmission transovarienne pourrait être à l’origine de -ou contribuer à- la 

persistance du virus en période inter-épidémique. 

Une transmission transovarienne à des fœtus chez des brebis gravides a 

également été décrite lors d’une étude (Antonis et al., 2013). Cependant toutes ces 

gestations ont été interrompues pour l’étude, aucune n’est donc arrivée au terme. 

Ainsi la transmission verticale réelle chez les ovins n’a pas encore été démontrée : 

on ignore si ces fœtus auraient donné des agneaux viables. Cette transmission s’est 

faite dans quelques cas sans virémie ni anticorps détectables chez la mère.  

 

 

A-4) RÔLE DE LA FAUNE SAUVAGE 

 

Le rôle des animaux sauvages dans l’épidémiologie de la FVR est encore mal  

connu, les études réalisées par le passé ayant tiré des conclusions variables. Le rôle 

des bovidés sauvages notamment est controversé, certains auteurs n’ayant mis en 

évidence aucun rôle de réservoir ni d’amplification du virus (Davies, 1975), alors que 

d’autres suggèrent le contraire (LaBeaud, et al., 2011b; Olive et al., 2012). Avant de 

déterminer si une espèce joue un rôle de réservoir pour la FVR, il est important de 

s’accorder sur la définition d’une « espèce réservoir ». Pour être une population 

réservoir il faut tout d’abord que celle-ci soit « susceptible », c’est-à-dire qu’elle 

puisse être infectée par le pathogène en question, tout en ne présentant que peu ou 

pas de symptômes. De plus, il faut que la virémie chez ces individus soit assez 

importante et d’assez longue durée pour permettre la transmission du virus. Il faut 

également que la population soit assez importante, et qu’elle comporte un 

pourcentage suffisamment élevé de séronégatifs chez lesquels l’agent pathogène 

pourra être transmis et se multiplier. Enfin il faut que cette population soit en contact 

(assez régulièrement) avec une espèce sensible ou un vecteur (Olive, et al. 2012). 
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Les buffles sont souvent considérés comme réservoirs potentiels de FVR. En 

effet, ils peuvent élaborer des anticorps contre le vFVR, démontrant ainsi qu’ils ont 

été en contact avec le virus. De plus une étude a montré une virémie pendant 48-72h 

chez certains buffles infectés expérimentalement, semblable à celle chez les bovins, 

démontrant le potentiel de cette espèce pour l’infection de vecteurs (Bird et al., 2009; 

Davies et Karstad, 1981). Les signes cliniques chez les buffles sont généralement 

moins sévères que chez les bovins, bien que des avortements soient notés (Davies 

et Martin, 2003; Gerdes, 2004). Enfin, une transmission à bas bruit a été mise en 

évidence en période inter-épidémique chez des buffles du parc national du Kruger, 

soulignant leur rôle potentiel de réservoir (LaBeaud, et al., 2011a). Ainsi les buffles 

sembleraient remplir les conditions d’espèce réservoir.  

 

D’autres animaux sauvages tels que les girafes (Giraffa camelopardalis), les 

impalas (Aepyceros melampus), les rhinocéros blancs (Ceratotherium simum) et 

noirs (Diceros bicornis), de même les cobes à croissant (Kobus ellipsiprymnus) ont 

aussi présenté des résultats sérologiques positifs, mais très peu d’études ont été 

réalisées sur ces animaux pour confirmer leur rôle dans l’épidémiologie de la RVF 

(Anderson & Rowe, 1998; Evans et al., 2008). 

Plusieurs études réalisées sur des rongeurs en Afrique du Sud et au Kenya 

n’ont pas permis de mettre en évidence une quelconque circulation du virus parmi 

ceux-ci (Davies, 1975). Cependant il a été suggéré que ces derniers ont eu un rôle 

dans l’entretien du virus lors de l’épizootie en Égypte et dans le cycle enzootique au 

Sénégal (Gora et al., 2000). Le rôle de la faune sauvage semble donc varier 

beaucoup d’une région à une autre.  

 

 

 

 

 

https://www.google.com/search?espv=2&biw=1366&bih=600&q=ceratotherium+simum+cottoni&stick=H4sIAAAAAAAAAGOovnz8BQMDQzAHnxCnfq6-gXF5cpqREpiZYZBslKJlmZ1spZ-UmZ-Tn16pn1-UnpiXWZwbn5yTWFycmZaZnFiSmZ9nlZNfnlqkgCpY_DPnzXwrbhvuZONdwYeXWGTyPop5DwDKgoiBcAAAAA&sa=X&ei=dOGjU6C9LeaJ0AXtSg&sqi=2&ved=0CLkBEJsTKAIwFg
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B) ÉPIDÉMIOLOGIE DANS DIFFÉRENTES ZONES 

 

 

B-1) AFRIQUE DE L’OUEST : EXEMPLE DU SÉNÉGAL 

 

 Il est possible que le virus circule depuis longtemps en Afrique de l’Ouest, 

sans avoir été détecté et qu’une épizootie n’ait éclaté que lorsque plusieurs facteurs 

(avec en premier lieu la création du barrage sur le fleuve Sénégal) rendaient 

l’environnement favorable (Ksiazek et al., 1989). 

 Au nord-est du Sénégal, dans la région du Ferlo, le climat est semi-aride. Le 

Ferlo est un court d’eau, à sec durant la majeure partie de l’année, sauf en saison 

des pluies au cours de laquelle des points d’eau temporaires voient le jour. Cette 

saison des pluies s’étend de juillet à septembre, avec une pluviométrie annuelle 

moyenne de 300mm. Les éleveurs du Sénégal sont en grande partie transhumants 

et se dirigent vers ces points d’eau en saison des pluies (V Chevalier et al., 2005). 

Dans cette région, le risque de transmission de FVR varie en fonction du type de 

mare temporaire, de sa localisation, de sa superficie et de son environnement 

végétal. Une distance au point d’eau inférieure à 500m représente aussi un facteur 

de risque plus important pour les petits ruminants domestiques vis-à-vis de la 

transmission du vFVR (Soti et al., 2013). 

 Il est possible que les mouvements d’animaux à la fin de la saison des pluies 

soient à l’origine de la translocation du virus des zones de mares temporaires vers 

des points d’eau permanents. En effet, plus la saison des pluies avance, plus les 

moustiques sont nombreux et vieux, or les femelles plus âgées ont plus de chance 

d’être infectées par le virus. La transmission virale pourrait donc être maximale à ce 

moment-là. Les animaux arrivent ensuite à des points d’eau permanents où des 

moustiques du genre Culex pourraient prendre le relais dans la transmission, étant 

donnant que ces moustiques sont présents de manière relativement constante 

autours des points d’eau permanents (V Chevalier et al., 2004). 

 L’éclosion massive de moustiques du genre Aedes, dont certaines espèces 

pourraient être infectées de manière transovarienne, est souvent considérée comme 

le point de départ des épizooties dans cette région. En Afrique de l’Ouest, il 



  

36 

 

semblerait que ce soit le rythme des pluies plus que leur quantité qui influe sur la 

transmission du vFVR. En effet l’éclosion des œufs d’Aedes dépend de leur 

immersion mais aussi d’une période de dessiccation préalable (Mondet et al., 2005). 

Une corrélation entre la variabilité de la température de surface de l’Océan Atlantique 

tropicale et la densité de moustiques du genre Aedes dans la région du Ferlo a été 

démontrée pour la période de 1960 à 2010 (Lafaye et al., 2013). 

 Il y a très peu de faune sauvage dans cette région, l’hypothèse d’un réservoir 

sauvage parmi les grands mammifères permettant le maintien du virus n’est donc 

probablement pas valable. Il est possible par contre que des rongeurs puissent jouer 

un rôle de réservoir (Gora et al., 2000). Il a aussi été montré que le virus circule dans 

cette zone même en l’absence d’épizooties (V Chevalier et al., 2005).  

 Au niveau du fleuve Sénégal, à la frontière nord du pays, le virus circule 

probablement de manière un peu différente. La création d’un barrage a permis une 

régulation du niveau d’eau avec pour conséquence la présence d’eau permanente, 

et de moustiques toute l’année. Il est probable que la circulation du virus soit 

constante dans cette région (Fontenille et al., 1998). 

 Le vFVR a aussi été isolé dans le sud-est du pays en 2012. Toutefois, étant 

donné le faible nombre de cas humains (3 personnes infectées), l’absence signes 

cliniques chez les animaux domestiques, ainsi que la parenté du virus isolé avec la 

souche circulant en Mauritanie en 2012, il est possible qu’il s’agisse d’une 

introduction du virus par l’importation d’un bovin issu de Mauritanie sans 

déclenchement d’une épizootie/épidémie (Sow, et al., 2014b). 

 

 Le virus circule aussi depuis quelques années en Mauritanie, conduisant à 

des épizooties successives en 1998, 2003, 2010 et 2012 (Caminade, et al. , 2014; 

Faye et al., 2007, 2014; Sow, et al., 2014a). De même qu’au Sénégal c’est le rythme 

des pluies, avec des périodes sans pluie d’au moins une semaine (le temps de 

l’embryogenèse) suivi de pluies abondantes, qui est lié à l’apparition des épizooties. 

La quantité de pluie semble peu influer sur l’apparition ou non de ces dernières 

(Caminade et al., 2014) 
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B-2) AFRIQUE DE L’EST : EXEMPLE DU KENYA 

 

Contrairement à  l’Afrique de l’Ouest, l’épidémiologie de la FVR en Afrique de 

l’Est est fortement liée à la quantité de pluie et non pas seulement au rythme de 

celles-ci. En effet, les grandes épidémies/épizooties de FVR apparaissent tous les 5 

à 15 ans, coïncidant avec des années de fortes pluies. Ces derniers sont le résultat 

de phénomènes météorologiques particuliers se déroulant dans les océans Pacifique 

et Indien. Cette relation entre épizooties de FVR et pluviométrie a été démontrée 

assez tôt au Kenya (Davies, et al., 1985). 

 Le type de sol, le relief ainsi que l’altitude jouent aussi un rôle important, en 

lien avec la dynamique de population des moustiques. Ainsi, les sols moins poreux 

permettent la mise en eau de certaines zones, alors que les plaines réduisent 

l’écoulement de l’eau et favorisent ainsi la création de mares temporaires. L’altitude, 

quant à elle, limite la zone de répartition des moustiques (Hightower et al., 2012).  

Les fortes pluies entrainent la mise en eau des « dambos », mares peu 

profondes mais étendues sur une large surface, avec une couche argileuse assez 

proche de la surface. Cette couche argileuse réduit l’infiltration de l’eau, permettant à 

ces mares de contenir un peu d’eau tout au long de la saison sèche, mais avec des 

variations saisonnières importantes du niveau. Les « dambos » sont favorables à la 

reproduction de moustiques du genre Aedes. En effet, de par leur faible profondeur 

et leur grande superficie, ils présentent beaucoup de surface immersible. 

 La démonstration de ces relations avec les phénomènes climatiques et 

géographiques/géologiques a permis la création de modèles pour la prédiction de 

futures épidémies/épizooties de FVR dans cette région. Ces modèles sont plus ou 

moins fiables selon les pays et les régions, mais ils pourraient servir à l’avenir pour 

mieux cibler les opérations de contrôle des épidémies (Anyamba et al., 2009, 2010; 

Mweya et al., 2013). 

 Le rôle de la faune sauvage est aussi probablement important, notamment 

pour la persistance du virus en périodes inter-épidémiques. La présence d’anticorps 

anti-vFVR a été démontrée chez plusieurs espèces d’ongulés sauvages au Kenya, 

ainsi que chez des dromadaires (Camelus dromedarius). Ces ongulés comprennent : 
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des buffles, des cobes à croissant, des gazelles, des girafes, des impalas et des 

gerenuks (Litocranius walleri) (Evans et al., 2008; R. A. Kock, 2005). Certains 

auteurs présentent l’hypothèse que l’entretien du virus passerait par l’infection d’un 

autre hôte (sauvage) qui serait l’hôte principal  (Britch et al., 2013; Davies, 1975).   

 

B-3) OCÉAN INDIEN : EXEMPLE DE MADAGASCAR 

 

Le vFVR a été isolé pour la première fois à Madagascar en 1979 chez 

plusieurs espèces de moustiques, mais les premiers cas n’ont été observés chez des 

ruminants domestiques qu’en 1990. L’introduction s’est certainement faite par le 

commerce de ruminants (légal et illégal), commerce important entre les îles de 

l’Océan Indien et l’Afrique continentale (Balenghien et al., 2013).  

 L’entretien de la transmission dans la région montagneuse de Madagascar se 

fait en grande partie par transmission vectorielle (importance de la distance au point 

d’eau le plus proche), mais aussi par le biais du commerce animal qui permet la 

transmission du virus d’un troupeau ou d’un village à un autre (Chevalier et al., 2011; 

Nicolas, et al , 2013a). De plus, il est probable que des réintroductions du virus aient 

eu lieu au cours des années, probablement au travers de l’importation d’animaux. 

Ces réintroductions pourraient être à l’origine des grandes épizooties et feraient suite 

à des épizooties majeures qui ont eu lieu sur le continent africain (Carroll et al., 

2011).  

Il n’existe pas de bovidés sauvages à Madagascar, cependant le rôle potentiel 

de réservoir de petits mammifères sauvages a été envisagé. Ceci serait une des 

explications possibles à la transmission du virus durant les périodes où l’activité 

vectorielle est faible (Nicolas,  et al., 2013b). Une étude récente n’a cependant pas 

permis de mettre en évidence d’anticorps anti-vFVR chez ces derniers (Olive et al., 

2013). 

Le virus est aussi présent dans d’autres îles de l’Océan Indien, telles que 

Mayotte, où le virus semble circuler depuis quelques années, et l’archipel des 

Comores (Lernout et al., 2013; Roger et al., 2014). La circulation du virus entre les 
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différentes îles est entretenue notamment au travers de l’importation illégale 

d’animaux. 

 

B-4) AFRIQUE AUSTRALE : EXEMPLE DE L’AFRIQUE DU SUD 

 

De nombreuses épidémies ont eu lieu en Afrique du Sud depuis les années 

1950, touchant des bovins, ovins, caprins, dromadaires, buffles et autres animaux 

sauvages (Métras et al., 2013).  

Il est possible que les campagnes de vaccination importantes dans ce pays 

aient modifiées la circulation virale, allant apparemment jusqu’à empêcher 

l’apparition de certaines d’épizooties importantes alors qu’elles étaient attendues 

(Archer et al., 2013). La vaccination contre la FVR n’est pas obligatoire mais est 

fortement conseillée par le gouvernement. Un certain nombre d’éleveurs vaccinent 

leurs animaux, soit systématiquement soit lors du déclenchement d’une épizootie, 

comme le montre les 3.4 millions de doses de vaccin vendues entre avril 2009 et 

mars 2010, en dehors d’un contexte épizootique. L’année suivante au cours de 

laquelle une épizootie a eu lieu, ce nombre est monté jusqu’à 5.8 millions de doses 

(Métras et al., 2013). La couverture vaccinale du pays n’est cependant pas suffisante 

pour éviter toute épizootie. 

Des épizooties localisées ont lieu régulièrement en Afrique du Sud, mais ce 

sont des pluies importantes, entrainant une multiplication des vecteurs qui sont à 

l’origine des grandes épizooties. Toutefois, comme ce fut le cas avec les épizooties 

très localisée en 2008-2009 et la grande épizootie de 2010, ce n’est pas toujours 

l’amplification du virus circulant qui cause l’épizootie. En effet le virus circulant en 

2008-2009 appartenait à la lignée C alors que celui qui a provoqué l’épizootie de 

2010 appartenait à la lignée H. Les épidémies suivent de près les épizooties et 

atteignent un maximum à la fin de l’été ou début de l’automne (Archer et al., 2013).  

Les principaux vecteurs de la FVR en Afrique du Sud sont Culex theileri, 

Aedes juppi et Aedes mcintoshi (Métras et al., 2012). Le maintien du virus se fait 

probablement par transmission transovarienne du virus chez des moustiques du 

genre Aedes, mais aussi par transmission « à bas bruit » chez des ongulés sauvages 
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et domestiques pendant les périodes inter-épidémiques. Le virus est endémique 

dans le parc national du Kruger, avec présence d’anticorps chez des buffles et 

d’autres animaux sauvages (Olive et al., 2012).  

 

Tout comme pour l’Afrique de l’Est, des modèles cherchant à prédire 

l’apparition d’épizooties/épidémies ont été créés pour l’Afrique australe, et plus 

particulièrement pour l’Afrique du Sud, en se basant sur les mêmes phénomènes 

climatiques que pour l’Afrique de l’Est. Cependant une étude a montré que la 

performance de ces modèles pour la prédiction des zones à risque pour l’Afrique 

australe est très faible (20%) comparé à l’Afrique de l’Est (65%) (Anyamba et al., 

2010) ce qui souligne une différence importante entre ces deux régions. 

Le virus est aussi présent en Namibie (Monaco et al., 2013), au Botswana 

(Republic of Botswana - Government Portal, 2010), et au Mozambique (J. Fafetine et 

al., 2013; Lagerqvist et al., 2013) où des épizooties plus ou moins importantes ont 

lieu régulièrement. 
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III- LA FIÈVRE DE LA VALLÉE DU RIFT AU ZIMBABWE 

 

A) ETAT DES CONNAISSANCES 

 

A-1) SITUATION GÉOGRAPHIQUE ET PETIT HISTORIQUE 

 

 Le Zimbabwe est un pays continental enclavé. À l’est, il est bordé par le 

Mozambique, au sud par l’Afrique du Sud, à l’ouest par le Botswana et au nord par la 

Zambie. Le Zimbabwe est traversé de nord-est en sud-ouest par une chaine appelée 

Great Dyke, structure géologique assez particulière (Gambiza et Nyama, 2000). 

Environ 80% du pays se trouve à une altitude de plus de 600m. 

 

 La colonisation du Zimbabwe, connu par la suite sous le nom de Rhodésie du 

Sud, a eu lieu en 1890. Lors de la colonisation une confiscation du bétail des 

indigènes a eu lieu, en même temps qu’une confiscation de larges parties du 

territoire. Ceci est à l’origine des grandes fermes commerciales ou ranchs 

appartenant aux colons. De 1896 à 1898 une grande épidémie de peste bovine a 

éclaté, favorisant la colonisation et décimant le cheptel bovin. C’est cette même 

maladie qui a conduit à l’établissement de la première école vétérinaire en Europe (à 

Lyon en 1761) et qui est à l’origine de la création des services vétérinaires au 

Zimbabwe (Mutowo, 2001). La Rhodésie du Sud est très rapidement devenue 

exportatrice de viande bovine. 

 La Rhodésie a déclaré son indépendance unilatéralement en 1965 mais le 

pouvoir n’a appartenu à la majorité qu’en 1980 suite à l’indépendance accordée par 

la Grande-Bretagne. Le pays prend alors le nom de Zimbabwe, avec à sa tête le 

Premier Ministre puis Président Robert Mugabe. La guerre suivant la déclaration 

unilatérale d’indépendance, qui opposait le gouvernement à deux groupes 

nationalistes, a beaucoup marqué l’élevage avec une très forte mortalité du bétail 

due à la recrudescence des maladies par manque de structuration des services 

vétérinaires. De plus la déclaration unilatérale d’indépendance a conduit à la mise en 

place de sanctions internationales, en particulier touchant l’exportation de viande. En 
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1980 une première réforme du territoire a eu lieu, basée sur une revente volontaire 

des terres pour les zimbabwéens blancs et avec un pouvoir de rachat par 

zimbabwéens noirs qui en auraient les moyens. Cependant les fonds accordés par le 

gouvernement et provenant de l’étranger pour aider au rachat de ces terres étaient 

largement insuffisants et cette réforme n’a donc eu que très peu d’impact.  En 2000 

une deuxième réforme a eu lieu, cette fois-ci en grande partie basée sur la force 

avec une invasion des grands ranchs appartenant aux fermiers blancs et une 

redistribution du terrain, soit à certaines communautés, soit à des généraux ou autres 

personnes soutenant le régime politique. Ceci a conduit à une grande réduction du 

cheptel bovin du pays et à une explosion de maladies du bétail, en particulier les 

maladies transmises par les tiques, du fait de la déstructuration des services 

vétérinaires (Scoones et al., 2011). 

 

En ce qui concerne la faune sauvage, fortement impactée par l’arrivée des 

colons et des maladies importées, elle a vu ses populations décroitre de manière 

drastique. Entre 1989 et 1998 environ 20000 herbivores sauvages ont été transférés 

au Zimbabwe afin de repeupler des zones où ces derniers ont par le passé été 

éliminés soit en partie, soit complètement. Les animaux ainsi transférés étaient issus 

de ranchs privés dans le sud, ou des parcs nationaux (Anderson et Rowe, 1998). En 

1992 une grande sécheresse a lieu conduisant à une mortalité élevée chez les 

bovins et la faune sauvage. 

En 2001 une épidémie de fièvre aphteuse a eu lieu au Zimbabwe. Cette 

maladie y est depuis devenue endémique. Il est probable que son entrée sur le 

territoire Zimbabwéen s’est faite à partir de l’Afrique du Sud, par la faune sauvage, et 

en particulier par les buffles. Ceci a eu de grandes conséquences sur l’exportation de 

viande, et donc sur l’élevage, mais aussi sur la faune sauvage même non-

directement affectée par le virus. En effet, afin de contrôler cette maladie, des 

clôtures ont été mises en place autour de plusieurs parties des parcs nationaux afin 

de limiter la contamination des animaux domestiques par la faune sauvage. La mise 

en place de ces clôtures a grandement limitée les mouvements de la faune sauvage, 

mais n’a pas suffi  à enrayer la diffusion de la maladie (du Toit, 2005; FAO, 2001). 
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Le Zimbabwe fait partie de la communauté de développement de l’Afrique 

australe (SADC : « Southern African Development Community ») fondée en 1992, 

dont l’ancêtre la SADCC : « Southern African Development Co-ordination 

Conference », fut fondé en 1980. L’objectif de la SADC est de créer une 

communauté pour promouvoir la paix et la sécurité de la région, ainsi qu’une 

économie régionale intégrée. La SADC s’intéresse à de nombreux secteurs, dont la 

gestion de la faune sauvage. Dans ce cadre un des projets réalisé au sein de la 

SADC était la création de zones de conservation transfrontalières (TFCA ; 

« Transfrontier Conservation Areas »), zones de libre circulation des animaux 

sauvages entre plusieurs pays transfrontaliers. La création de ces zones de 

conservation avait pour objectif principal la conservation de nombreuses espèces 

sauvages, notamment en augmentant le flux génétique. Cependant la création de 

ces zones de conservation transfrontalières n’est pas sans risque, en particulier 

existe le risque d’une transmission de pathogènes d’un pays à un autre, pouvant 

entraîner par la suite des conséquences importantes non seulement sur la santé 

animale et humaine lors d’épizooties/épidémies, mais aussi au niveau économique 

avec la mort d’animaux constituant la principale source de revenus et une interdiction 

de l’exportation à cause du statut sanitaire du pays vis-à-vis de certaines maladies 

(Bengis, 2005).  

Le Zimbabwe fait partie de plusieurs TFCA, notamment avec la création du 

« Great Limpopo Transfrontier Conservation Area » (GLTFCA) comprenant le Parc 

National du Gonarezhou au Zimbabwe et au Mozambique, le Parc National du 

Limpopo au Mozambique, et le Parc National du Kruger en Afrique du Sud (Bengis, 

2005), et également avec la création du « Kavango-Zambezi Transfrontier 

Conservation Area » (KAZATFCA) comprenant des zones de conservation de cinq 

pays : le Botswana, l’Angola, la Namibie, la Zambie et le Zimbabwe (Annexe 1). Ceci 

a conduit à la création de nouveaux types d’interfaces entre animaux domestiques et 

sauvages, où des transferts de pathogènes peuvent avoir lieu. Ces contacts sont les 

plus fréquents autour de points d’eau ou autour d’autres ressources clés comme les 

zones de pâturages en saison sèche. Cependant, lorsque cela est possible, la faune 

sauvage évite naturellement le contact avec les animaux domestiques, ce qui rend la 
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transmission indirecte de pathogènes plus à risque que la transmission directe (R. A. 

Kock, 2005). Ces risques sanitaires augmentent les conflits homme/faune en 

périphérie des aires protégées (Cleaveland, et al., 2003; de Garine-Wichatitsky et al., 

2013; Michel et al., 2006) et il est nécessaire d’améliorer les connaissances sur ces 

risques afférents afin de les réduire (M. D. Kock, 2003). En effet, certaines espèces 

sauvages, notamment le buffle africain Syncerus caffer, ont été mis en cause dans la 

diffusion de certaines maladies du bétail au travers des frontières du GLTFCA. C’est 

le cas notamment pour la tuberculose bovine (de Garine-Wichatitsky et al., 2010) et 

la fièvre aphteuse (Jori et al., 2014; Vosloo, et al., 2003).  

Les personnes vivant aux abords des zones de conservation transfrontalières 

sont marginalisées : ils vivent d’agriculture et de leurs élevages dans un milieu qui 

est peu propice. Leurs récoltes dépendent beaucoup du climat, de la faune sauvage 

qui ravage les cultures etc. La prédation, ainsi que les maladies transmises par la 

faune sauvage sont une autre source de conflit entre ces population et les parcs 

nationaux, qui interdisent l’abattage de faune sauvage, mais ne prennent pas de 

responsabilité pour les animaux perdus à cause d’elle (Andersson et al., 2013b). 

 

A-2) LA FVR AU ZIMBABWE 

 

Des recherches sur la FVR ont été réalisées au Zimbabwe depuis des 

décennies. Une étude réalisée entre 1989 et 1995 sur les animaux transloqués, ainsi 

que lors de l’abattage de certains animaux, a montré la présence entre-autre de FVR 

au Zimbabwe. Ces analyses ont montré que plusieurs espèces étaient entrées en 

contact avec le virus et avaient développées des anticorps anti-vFVR. Ces espèces 

comprenaient : des rhinocéros blancs (7/84) et noirs (16/110), des buffles (34/541) et 

des cobes à croissant (8/170). Une prévalence plus faible a aussi été trouvée chez 

deux autres espèces : un impala (1/801) et un hippotrague noir (Hippotragus niger, 

1/286). Les rhinocéros positifs provenaient du Parc National de Hwange, du Parc 

National de Chizerira et un provenait de Chipinge (Anderson et Rowe, 1998). Au 

contraire une séroprévalence nulle ou quasi-nulle a été trouvé chez des muridés 

sauvages lors d’une étude antérieure (Swanepoel, et al., 1978), suggérant que ces 

derniers ne jouent pas de rôle dans l’épidémiologie de la maladie au Zimbabwe.  
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Une étude plus récente dans le sud-est du Lowveld, autour du Parc National 

du Gonarezhou, a montré une circulation du vRVF dans cette région avec des 

prévalences observées variables selon les localités et l’espèce (bovin ou buffle) 

prélevée. Cependant cette étude n’a mis en évidence aucune différence de 

prévalence entre les localités pour une même espèce, ni entre les deux espèces 

étudiées (Caron et al., 2013). 

Au Zimbabwe, contrairement à ce qui se passe sur d’autres sites, il peut y 

avoir plusieurs lignées de virus responsables d’une même épizootie. Ceci peut être 

dû à l’amplification simultanée de plusieurs lignées circulant jusque-là à bas-bruit 

(Grobbelaar et al., 2011). 

 

 

L’objectif de cette étude est de préciser certains aspects du cycle 

épidémiologique de la FVR au Zimbabwe, d’émettre des hypothèses sur les vecteurs 

et hôtes concernés, afin de mieux orienter les futures recherches qui seront 

conduites sur cette maladie. 

 

B) ETUDES RÉALISÉES 

 

Les études présentées ici ont été réalisées dans le cadre de la RP-PCP 

(plateforme de recherche « Produire et Conserver en Partenariat ») et financés par le 

projet SAVARID (ANR-CEPS). Cette plateforme regroupe deux universités 

Zimbabwéennes (UZ et NUST) et deux organismes de recherche français (CIRAD et 

CNRS). L’objectif de cette plateforme est de contribuer à l’amélioration de la 

coexistence entre les activités de conservation des ressources naturelles et les 

productions agricoles en Afrique Australe. Mettre les communautés au cœur de la 

conservation et veiller à ce qu’elles en bénéficient est essentiel pour le succès des 

programmes de conservation. 
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B-1) ETUDES SÉROLOGIQUES  

 

B-1-i) MATÉRIELS ET MÉTHODES 

 

B-1-i-a) SITES D’ÉTUDE 
 

Les échantillons ont été récoltés lors de précédentes études. L’une de ces 

études, réalisée en 2008 et publiée en 2013, visait à déterminer la prévalence de 

plusieurs maladies (dont la FVR) dans des zones d’interface animaux 

domestiques/faune sauvage le Parc National de Gonarezhou (GNP), se situant dans 

le sud-est du Zimbabwe (« South-East Lowveld ; (Caron et al., 2013)) et faisant parti 

du GLTFCA.  

Les zones d’interfaces considérées ici correspondent à des zones situées 

autour et dans les parcs nationaux où le contact (la plupart du temps indirect) entre 

faune sauvage et animaux domestiques est possible. Elles peuvent être réparties en 

3 catégories. La première correspond aux interfaces à interaction intense ; c’est-à-

dire qu’il n’existe pas de barrière physique limitant le contact entre les animaux 

sauvages et les bovins, c’est le cas notamment dans le sud du Parc National du 

Gonarezhou où une grande partie des clôtures mises en place par les services 

vétérinaires ont été détruites soit par la faune sauvage, soit par les hommes vivant à 

proximité et voulant avoir accès au parc. La seconde correspond à une interface 

avec interaction limitée, où le contact est restreint de par la présence d’une clôture. 

Le dernier type d’interface est celui où l’interaction entre animaux domestiques et 

faune sauvage est nulle ou très faible, typiquement dans des villages relativement 

éloignés de la limite des parcs nationaux et où il y a donc très peu de faune sauvage.  

D’autres prélèvements réalisés au cours d’études conduites entre 2008 et 

2011 sur des ongulés sauvages et domestiques à des zones d’interfaces, dans la 

GLTFCA (e.g. projet EU-PARSEL) mais aussi dans la KAZATFCA (ANR-FEAR), 

complètent la base de données analysée ici. La GLTFCA et la KAZATFCA ont été 

choisis comme zones de prélèvement en raison de la diversité des interfaces 

« animaux domestiques/faune sauvage » qu’ils présentent. Les sites de 
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prélèvements ont été choisis à l’intérieur de ces zones pour représenter cette 

diversité.  

 

Le Parc National du Gonarezhou, situé dans le 

GLTFCA, est essentiellement composé de 

savane arborée (« Miombo ») avec des 

températures moyennes comprises entre 10°C 

et 32°C. L’année peut être découpée en 3 

saisons : une saison chaude et humide de 

décembre à avril, suivie d’une saison sèche 

froide de mai à août, puis une saison sèche 

chaude de septembre à novembre. L’altitude y 

ait d’environ 400-500m.  

En saison humide, de nombreux points d’eau 

sont présents. Ils permettent aux animaux de se disperser sur l’ensemble du parc. En 

saison sèche, les points d’eau sont plus rares, essentiellement localisés le long des 

principaux cours d’eau et quelques mares. Il y a donc une concentration forte des 

animaux autours des points d’eau principaux tels que Manyanda Pan (cf figure 8 ci-

dessus) et la rivière Mwenezi qui traverse la partie sud du parc où nous avons 

travaillé (Mabalauta). Ces points d’eau, temporaires ou permanents, sont également 

des sites de pontes pour les moustiques.  

Le Parc National de Hwange dans le KAZATFCA est également 

principalement couvert d’une savane arborée de type « Miombo », quoi que les 

espèces dominantes soient un peu différentes. Les températures moyennes sont 

comprises entre 6°C et 33°C. L’altitude, plus importante que dans le GLTFCA, est 

comprise entre 1000-1200m. Là-aussi, trois saisons principales sont identifiables: 

une saison humide chaude de novembre à mars, suivie d’une saison sèche froide 

d’avril à août, puis une saison sèche chaude identique à celle de Gonarezhou. Des 

points d’eau permanents, maintenus artificiellement par pompage, ont été mis en 

place depuis la création du parc, il y a un peu moins d’un siècle. Ces points d’eau ont 

considérablement transformé la distribution des animaux pendant la saison sèche, 

Mayanda Pan, point d’eau temporaire, avec 
de fortes variations saisonnières du niveau, 
lieu propice à la reproduction de moustiques 
du genre Aedes. 

Figure 8: Manyanda Pan, avril 2014 
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avec des populations sédentarisées dans la partie Nord du parc qui n’était autrefois 

pâturée que pendant la saison des pluies. Ceux-ci restent également à proximité des 

animaux domestiques qui sont proches de la limite Nord du Parc.  

 

Pour les bovins les prélèvements ont été réalisés 

lors des rassemblements périodiques du bétail aux 

« diptanks » (bains détiqueurs ; figure 9), des fosses 

remplies d’acaricides dans lesquelles les animaux 

sont immergés pour contrôler les tiques. Les 

éleveurs y amènent leur bétail une fois par mois en 

saison sèche et une fois par semaine en saison des 

pluies. Dans les faits, les éleveurs adaptent la 

fréquence de leur passage aux diptanks au niveau 

d’infestation par les tiques de leur troupeau.   

Pour la première série de données, des 

bovins, caprins et ovins ont été prélevés dans 

différentes localités dans et autour du GLTFCA. Le 

diptank de Chomupani a été choisi comme contrôle 

négatif, Gora comme interface clôturée, et Malipati 

comme site avec de très fortes interactions avec la 

faune sauvage. Malipati est la seule localité où les prélèvements ont été réalisés 

deux années de suite. Tous les autres prélèvements ont été obtenus en 2008.   

Pour la faune sauvage les sites ont aussi été choisis en fonction de 

l’interaction avec les animaux domestiques. Les trois sites étaient les suivants : 

Malilangwe, qui se situe en regard de la zone communale de Gora, Crook’s corner 

en face d’une zone communale appelée Pesvi et Mabalauta en regard de la zone 

communale de Malipati. 

 

 

Trempage hebdomadaire des 
bovins dans un diptank. Une plus 
grande facilité pour les 
prélèvements mais aussi pour les 
transmissions de maladies. 

Figure 9: Diptank,  Méril Massot, 

avril 2014 
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La seconde série de données, comprenait des prélèvements issus des deux 

zones :  

- Zone de Hwange: Tinde (peu d’interaction), Chezhou et Sialwindi (interaction 

limitée), Dete, Mabale et Magoli (interaction forte) pour les bovins, tous en 

2010, le parc de Hwange pour la faune sauvage, prélèvements réalisés en 

2009. 

- Zone de Gonarezhou : Pour les bovins : Chomupani et Pfumare (peu 

d’interaction), Malipati et Pahlela (fortes interactions) tous en 2009. Pour la 

faune sauvage : Mabalauta (2009) et Malilangwe (2010).  

Ces deux séries de données ont été combinées pour la présente étude. La carte ci-

après (figure 10) présente les sites où les prélèvements ont eu lieu. 
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Magoli 
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NATIONAL DE 
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NATIONAL 

  GONAREZHOU 

DE  
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Très peu d’interaction 

Interaction limitée 

Interaction intense 

Prélèvements faune sauvage 

Tinde 

Hwange (parc) 

Crook’s Corner 

Gora 

Figure 10: Sites de prélèvements et niveaux d'interaction, Laure Guerrini, 2014 
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B-1-i-b) ECHANTILLONNAGE 
 

La stratégie d’échantillonnage n’était pas exactement la même pour les 

diverses études, mais, dans tous les cas, la participation des éleveurs se faisait sur 

la base du volontariat. Pour les éleveurs ayant accepté de participer à un suivi à long 

terme (suivi sérologique et suivi des déplacements des troupeaux par colliers GPS ; 

n=12 à Malipati et n=8 à Hwange), du sang était prélevé sur 10 individus, ou sur la 

totalité du troupeau si celui-ci comprenait moins de 10 bovins, lors de leur passage 

au diptank. Ces bovins ont tous été dotés d’une boucle auriculaire avec un numéro 

d’identification individuel. D’autres prélèvements ont été réalisés occasionnellement 

en complément de ces troupeaux suivis, afin d’obtenir un effectif de 120 animaux par 

diptank: un animal sur 10 prélevé aléatoirement lors du passage au diptank. Les 

classes d’âge et de sexe échantillonnées dépendent ainsi à la fois de la composition 

des troupeaux des éleveurs volontaires et d’un tirage aléatoire. Les prélèvements sur 

la faune sauvage ont été réalisés de manière opportuniste, selon les animaux 

présents sur les zones d’étude. Des captures par télé-anesthésie individuelle depuis 

un hélicoptère ou des captures de masse de troupeaux dans des enclos (« bomas ») 

ont été pratiquées. Les tableaux 2a. et 2b. ci-dessous présentent les prélèvements 

obtenus. 

Tableau 2a: nombre de prélèvements par localité, espèce et année, Hwange 

Zone Site Espèce Année 
Nombre de 

 prélèvements 

Hwange Chezhou Bovin 2010 42 

 Dete Bovin 2010 10 

 Mabale Bovin 2010 21 

 Magoli Bovin 2010 2 

 Sialwindi Bovin 2010 23 

 Tinde Bovin 2010 49 

 Hwange Buffle 2009 4 

 Hwange Zèbre 2009 4 

TOTAL    155 
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Tableau 2b: Nombre de prélèvements par localité, espèce et année, Gonarezhou (SELowveld) 

Zone Site Espèce Année 
Nombre de 

prélèvements 

SELowveld Chomupani Bovin 2008 53 

 Chomupani Bovin 2009 79 

 Chomupani Caprin 2008 10 

 Chomupani Ovin 2008 12 

 Malipati Bovin 2008 70 

 Malipati Bovin 2009 77 

 Malipati Bovin 2009 36 

 Malipati Caprin 2008 18 

 Malipati Ovin 2008 8 

 Gora Bovin 2008 59 

 Gora Caprin 2008 13 

 Gora Ovin 2008 5 

 Pahlela Bovin 2009 116 

 Pfumare Bovin 2009 97 

 Mabalauta Buffes 2008 38 

 Mabalauta Greater Kudu 2008 22 

 Mabalauta Impala 2008 23 

 Mabalauta Impala 2009 17 

 Mabalauta Buffle 2009 13 

 Malilangwe Buffles 2011 20 

 Malilangwe Buffle 2010 20 

 Crook’s Corner Buffle 2010 42 

 Crook’s Corner Buffles 2011 72 

TOTAL    920 
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B-1-i-c) PRÉLÈVEMENTS 
  

Le sang a été prélevé sur tube sec, la coagulation s’est faite à température ambiante. 

Le sérum a ensuite été prélevé et conservé à -4°C sur le terrain, puis acheminé à       

-20°C pendant le transport à Harare.  

 

B-1-i-d) TESTS DIAGNOSTIQUES 

  

La première série d’échantillons a été envoyée au laboratoire de 

l’ « Onderstepoort Veterinary Institute » de l’ « Agricultural Research Council » (ARC-

OVI) en Afrique du Sud pour analyse par I-ELISA, pour la détection des IgG. La 

sensibilité et la spécificité du test sont estimées par le laboratoire respectivement à 

98.8% et 99.9% pour les bovins (Alison Lubisi, communication personnelle, 27 Mars 

2014).  

 La deuxième série d’échantillons a été envoyée au laboratoire de l’ANSES de 

Lyon pour analyse par I-ELISA IgG avec l’utilisation d’un kit BDSL avec une 

sensibilité et une spécificité estimées à 95.7% et 97.1% respectivement (BDSL, 

2014), pour les bovins. 

 

B-1-i-e) ANALYSES STATISTIQUES 
 

Toutes les analyses statistiques ont été implémentées sous R. 

(R Core Team (2013). R: A language and environment for statistical 

computing. R  Foundation for Statistical Computing, Vienna, Austria. URL:  

http://www.R-project.org/.). 

 

ANALYSES UNIVARIÉES 

 

Les analyses univariées ont été réalisées en utilisant le test du chi² lorsque les 

effectifs le permettaient (n>5 pour chaque case du tableau de contingence), dans le 

cas contraire c’est le test exact de Fisher qui a été utilisé. Une p-value de 0.2 a été 

http://www.r-project.org/
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retenue pour les effets significatifs. Les variables explicatives étaient : la zone 

(KAZATFCA/GLTFCA), le site (ou diptank), l’interaction potentielle avec la faune 

sauvage, l’année, l’espèce, l’âge et le sexe. La variable expliquée était le résultat du 

test sérologique I-ELISA IgG (négatif ou douteux/positif). 

Pour étudier l’effet des interactions avec la faune sauvage, chaque localité où des 

prélèvements d’animaux domestiques ont eu lieu a été associé à une valeur entre 0 

et 3 : 0 peu ou pas d’interaction, 2 interaction limitée, 3 interaction intense. Pour 

étudier l’effet de l’âge chaque individu a été classé dans une catégorie :  

- 1 : 0 à 2 ans (juvénile) 

- 2 : 2 à 4 ans (sub-adulte) 

- 3 : supérieur à 4 ans (adulte) 

Les variables non associées au taux de prévalence (fisher ou chi², p> 0.2) ont 

ensuite été supprimées de la suite de l’analyse.  

 

ANALYSES MULTIVARIÉES 

 

Un modèle linéaire généralisé (glm) maximal a été créé, contenant toutes les 

variables apparaissant comme significatives lors de l’analyse univariée. Le choix du 

modèle a été fait en fonction de l’AIC grâce à la fonction stepAIC du package MASS 

de R. L’ « Akaike Information Criterion » ou « AIC », est une mesure de qualité d’un 

modèle basé sur son nombre de paramètres et sa déviance. Moins il y a de 

paramètres explicatifs et plus la déviance est petite, meilleur est le modèle. L’AIC est 

calculé de la façon suivante : 

𝐴𝐼𝐶 = 2𝑘 − 2 ln(𝐿) 

où k est le nombre de paramètres et L la vraisemblance. 

Un LRT (Likelihood-Ratio Test) a ensuite été appliqué aux modèles obtenus 

afin de mettre en évidence la significativité de chaque variable et non pas seulement 

des niveaux pris individuellement. 

Les analyses ont été réalisées séparément pour les animaux domestiques et pour la 

faune sauvage. 
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B-1-ii) RÉSULTATS 

 

Les résultats sont synthétisés dans le tableau 3. Au total 1075 résultats ont 

été pris en compte, dont 43 positifs, soit une prévalence globale non corrigée de 4%. 

Parmi tous les échantillons, 542 résultats sont issus d’OVI, 533 de l’ANSES.  

La prévalence globale chez les bovins sur les trois années était de 3.6% 

(prévalence corrigée d’environ 3.4% [2.2 ; 4.9]), 2.4% chez les caprins, 4% chez les 

ovins, 6.6% chez les buffles et 0% chez les grands koudous, les impalas et les 

zèbres. Aucun des échantillons du KAZATFCA n’était positif. La prévalence dans le 

GLTFCA était de 4.6%. La séroprévalence la plus élevée (18.5%) est observée chez 

les bovins du site de Malipati en 2008. Les résultats de bovins de 2008, ainsi que 

ceux des buffles de Mabalauta aussi de 2008 sont les même que ceux présentés 

dans l’article (Caron et al., 2013). 
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Tableau 3: Séroprévalence en fonction du site, de l’espèce, de l'année et du laboratoire. 
 

Zone Site Espèce Année Laboratoire Séroprévalence IgG 

Hwange Chezhou Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/42 ; [0.0 ; 8.4]) 

 Dete Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/10 ; [0.0 ; 30.8]) 

 Mabale Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/21 ; [0.0 ; 16.1]) 

 Magoli Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/2 ; [0.0 ; 84.1]) 

 Sialwindi Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/23 ; [0.0 ; 14.8]) 

 Tinde Bovin 2010 ANSES 0.0% (0/49 ; [0.0 ; 7.2]) 

 Hwange Buffle 2009 ANSES 0.0% (0/4 ; [0.0 ; 60.2]) 

 Hwange Zèbre 2009 ANSES 0.0% (0/4 ; [0.0 ; 60.2]) 

     0.0% (0/155 ; [0.0 ; 2.3]) 

SELowveld Chomupani Bovin 2008 OVI 7.5% (4/53 ; [2.0 ; 18.2]) 

 Chomupani Bovin 2009 ANSES 0.0% (0/79 ; [0.0 ; 4.5]) 

 Chomupani Caprin 2008 OVI 0.0% (0/10 ; [0.0 ; 30.8]) 

 Chomupani Ovin 2008 OVI 8.3% (1/12 ; [0.0 ; 38.5]) 

 Malipati Bovin 2008 OVI 18.5% (13/70 ; [10.2 ; 29.6]) 

 Malipati Bovin 2009 OVI 3.8% (3/77 ; [0.8 ; 10.9]) 

 Malipati Bovin 2009 ANSES 0.0% (0/36 ; [0.0 ; 9.7]) 

 Malipati Caprin 2008 OVI 5.5% (1/18 ; [0.1 ; 27.2]) 

 Malipati Ovin 2008 OVI 0.0% (0/8 ; [0.0 ; 36.9]) 

 Gora Bovin 2008 OVI 8.4% (5/59 ; [2.8 ; 18.6]) 

 Gora Caprin 2008 OVI 0.0% (0/13 ; [0.0 ; 24.7]) 

 Gora Ovin 2008 OVI 0.0% (0/5 ; [0.0 ; 52.1]) 

 Pahlela Bovin 2009 ANSES 1.7% (2/116 ; [0.2 ; 60.8]) 

 Pfumare Bovin 2009 ANSES 0.0% (0/97 ; [0.0 ; 3.7]) 

 Mabalauta Buffles 2008 OVI 5.2% (2/38 ; [0.6 ; 17.7]) 

 Mabalauta Greater Kudu 2008 OVI 0.0% (0/22 ; [0.0 ; 15.4]) 

 Mabalauta Impala 2008 OVI 0.0% (0/23 ; [0.0 ; 14.8]) 

 Mabalauta Impala 2009 ANSES 0.0% (0/17 ; [0.0 ; 19.5]) 

 Mabalauta Buffle 2009 ANSES 0.0% (0/13 ; [0.0 ; 24.7]) 

 Malilangwe Buffle 2010 ANSES 15.0% (3/20 ; [3.2 ; 37.8]) 

 Malilangwe Buffle 2011 OVI 10.0% (2/20 ; [1.2 ; 31.6]) 

 Crook’s Corner Buffle 2010 OVI 11.9% (5/42 ; [3.9 ; 25.6]) 

 Crook’s Corner Buffle 2011 OVI 2.7% (2/72 ; [0.3 ; 9.6]) 

     4.6% (43/920 ; [3.4 ; 6.2]) 
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B-1-ii-a) ANALYSE UNIVARIÉE 

 

ANIMAUX DOMESTIQUES 

 

Chez les animaux domestiques, seules les variables espèce et sexe ne sont 

pas apparues significatives suite à l’analyse univariée. Toutes les autres variables 

ont donc été intégrées dans le modèle pour l’analyse multivariée. Le tableau 4 

présente les résultats de l’analyse univariée. 

 

Tableau 4: Résultats de l'analyse univariée chez les animaux domestiques 

Variable P-Value 

Zone (KAZA vs GL) 0.005298 

Site (Diptanks)  0.01425 

Interaction faune sauvage 0.0451 

Espèce 0.8677 

Sexe 0.5234 

CatAge 0.04282 

Année 5.179e-9  

Saison 2.251e-9 

 

La prévalence pour chaque niveau des variables explicatives significatives est 

présentée dans le tableau 5. 
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Tableau 5: Prévalence chez les animaux domestiques selon le niveau des variables explicatives 

 

Variable Niveaux Prévalence 

Zone Gonarezhou 4.4% (29/653) 

 Hwange 0% (0/147) 

Site (Diptank) Pfumare 0.0% (0/97) 

 Pahlela 1.7% (2/116) 

 Chomupani 3.2% (5/154) 

 Gora 6.4% (5/77) 

 Malipati 8.1% (17/209) 

 Chezhou 0% (0/42) 

 Dete 0% (0/10) 

 Mabale 0% (0/21) 

 Magoli 0% (0/2) 

 Sialwindi 0% (0/23) 

 Tinde 0% (0/49) 

Interaction faune sauvage Faible 1.6% (5/300) 

 Moyenne 3.5% (5/142) 

 Intense 5.3% (19/358) 

Catégorie d’âge ≤2ans 1.1% (2/177) 

 2<a≤4ans 3.0% (8/264) 

 >4ans 5.5% (15/274) 

Année 2010 0% (0/147) 

 2009 1.0% (5/405) 

 2008 9.7% (24/248) 

Saison Saison humide chaude 0.4% (2/475) 

 Saison sèche chaude 8.3% (27/325) 
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FAUNE SAUVAGE 

 

Chez la faune sauvage seules les variables site et année sont apparues 

comme significatives. 

 

Tableau 6: Résultats de l’analyse univariée chez la faune sauvage 

Variable P-Value 

Zone (KAZA vs GL) 1 

Site (Diptanks)  0.05449 

Espèce 0.2899 

Sexe 0.757325 

CatAge 0.3424 

Année 0.05218  

Saison 0.9308 

 

 

La séroprévalence pour chaque niveau de ces variables est présentée ci-dessous. 

Tableau 7: Séroprévalence chez la faune sauvage selon les niveaux des variables significatives 

Variable Niveaux Prévalence 

Site (Diptank) Mabalauta 1.8% (2/113) 

 Crook’s Corner 6.1% (7/114) 

 Malilangwe 12.5% (5/40) 

 Hwange 0% (0/8) 

Année 2009 0% (0/38) 

 2008 2.4% (2/83) 

 2011 5.4% (5/92) 

 2010 11.3% (7/62) 
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B-1-ii-b) ANALYSE MULTIVARIÉE 

 

Les variables à effet significatif (p>0.2) ont été intégrées au modèle GLM.  

 

ANIMAUX DOMESTIQUES 

 

Le premier modèle linéaire généralisé, ne prenant en compte que les données 

des animaux domestiques, a permis, suite à l’application de la fonction stepAIC, 

d’obtenir un modèle final à quatre variables explicatives : les interactions avec la 

faune sauvage, l’année, la saison et l’âge (tableau 8). 

L’intercept correspond ici à : ‘Interactions très faibles’, ‘2008’, ‘Saison humide 

chaude’ et ‘<2 ans’. 

Tableau 8: Modèle linéaire généralisé, Animaux domestiques 

Term Parameter Standard error Z P 

Intercept -5.32 1.25 -4.27 1.92 x 10-5 

Interactions limitées 0.24 0.75 0.32 0.75 

Interactions fortes 1.09 0.60 1.82 0.07 

2009 -1.34 0.66 -2.23 0.04 

2010 -15.32 920.69 -0.02 0.99 

Saison sèche chaude  1.53 0.94 1.63 0.10 

2 à 4 ans 0.90 0.81 1.11 0.27 

Plus de 4 ans 1.34 0.77 1.72 0.85 

 

Il apparaît ainsi que la séroprévalence était plus faible en 2009 qu’en 2008, 

avec moins de 5% de risque d’erreur. Les séroprévalences des sites où les 

interactions avec la faune étaient les plus fréquentes étaient plus élevées que celles 

des sites avec très peu d’interaction, avec 7% de risque d’erreur. Enfin la saison 

sèche chaude présentait une séroprévalence plus élevée que la saison humide 

chaude, avec un risque d’erreur de 10%. 
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Le test LRT a permis de mettre en évidence la significativité de chaque 

variable par ajout successif. 

Tableau 9: LRT, modèle final animaux domestiques 

 

Seul l’ajout des variables ‘interactions avec la faune sauvage’ et ‘année’ augmente 

significativement la qualité du modèle. 

 

FAUNE SAUVAGE 

 

Pour le deuxième modèle, basé sur les résultats de la faune sauvage, seule 

une variable a été retenue suite à l’utilisation de la fonction stepAIC: l’année. 

L’intercept ici correspond à l’année 2008 (tableau 10). 

Tableau 10: modèle linéaire généralisé, faune sauvage 

 Degré de liberté résiduel Déviance 

résiduelle 

Pr(>Chi) 

Nul 697 215.56  

Interaction faune sauvage 695 208.46 0.03 

Année 693 175.47 6.87x10
-8

 

Saison 692 172.87 0.11 

Âge 690 168.85 0.13 

Term Parameter Standard 

error 

Z P 

Intercept -3.70 0.72 -5.17 2.33 x 10-7 

2009 -15.86 1744.53 -0.01 0.99 

2010 1.64 0.82 1.99 0.05 

2011 0.84 0.85 0.99 0.32 
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La séroprévalence en 2010 était significativement supérieure à celle de 2008 (erreur 

α=0.05) et le LRT montre que l’ajout de la ‘variable’ année au modèle augmente bien 

son adéquation. 

Tableau 11: LRT, modèle final faune sauvage 

 Degré de liberté résiduel Déviance résiduelle Pr(>Chi) 

Nul 274 110.65  

Année 271 101.42 0.03 
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B-2) ÉTUDES ENTOMOLOGIQUES PRÉLIMINAIRES 

 

B-2-i) MATÉRIEL ET MÉTHODE 

 

Des piégeages de moustiques ont été réalisés dans les zones présentées 

précédemment. 

 

B-2-i-a) PIÉGEAGE DE MOUSTIQUES 
 

Une étude a été réalisée au Kenya pour comparer l’efficacité de pièges 

lumineux destinés à la capture des principaux vecteurs du vFVR. Des pièges 

lumineux « Centers for Disease Control » (CDC) à ampoule incandescente ont été 

comparés à des pièges CDC équipés de DEL de différentes couleurs. Cette étude 

comparative a montré que la méthode traditionnelle avec les ampoules 

incandescentes était la plus efficace (Tchouassi, et al. 2012a). Nous avons donc 

utilisé des pièges lumineux miniatures CDC à ampoule incandescente (cf Annexe 2).  

L’utilisation de CO2  comme attractif dans les pièges est très courante et 

permet d’augmenter le nombre de vecteurs potentiels de la FVR capturés (Fontenille 

et al., 1998; Lafaye et al., 2013; Tchouassi et al., 2013; Tchouassi, et al., 2012b). 

Étant donné l’impossibilité de se procurer de la carboglace au Zimbabwe, les deux 

premières sessions de capture se sont faites sans CO2. Pour la troisième session de 

capture, nous avons utilisé à titre expérimental (un piège sur deux) de la levure dans 

de l’eau sucrée pour produire du CO2, suivant une méthode semblable à celle décrite 

par (Smallegange et al., 2010) pour le piégeage de moustiques. Ainsi 2g de levure 

boulangère sèche ont été ajoutés à 1,75L d’eau contenant 400g de sucre. Le liquide 

en fermentation a été placé dans un récipient situé au-dessus des pièges. Une 

session de piégeage d’une nuit a été réalisée à Harare avant tout piégeage sur le 

terrain afin de vérifier le matériel et prendre connaissance du protocole. 
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LOWVELD 

 

La session de piégeage a été réalisée entre le 3 et le 6 avril 2014, en fin de 

saison des pluies. Six pièges ont été répartis sur deux sites : Mafunjwa Village (où se 

trouvent principalement des animaux domestiques, mais de la faune sauvage peut 

aussi s’y rendre) et Manyanda Pan (où vient s’abreuver uniquement la faune 

sauvage). Ils ont été mis en place entre 17h30 et 18h10, juste avant le coucher du 

soleil, trois soirs consécutifs. Les moustiques ont été récupérés les matins entre 

5h40 et 6h15, après le lever du soleil.  

 

HWANGE 

 

Deux sessions de piégeages ont été réalisées dans le Parc National de 

Hwange et dans les environs en début de saison sèche froide. Au cours de la 

première session, du 8 au 11 avril, quatre pièges ont été répartis sur trois sites : 4 à 

Safari Lodge (avec uniquement de la faune sauvage à proximité) la première nuit, 

deux à Livingi Pan (faune sauvage) et à Nengasha Dam (animaux domestiques et 

faune sauvage) les deux nuits suivantes. Ils ont été mis en place entre 17h00 et 

18h30, trois soirs consécutifs. Les moustiques ont été récupérés les matins entre 

6h15 et 7h30.  

Au cours de la deuxième session, du 15 au 18 mai, des pièges lumineux 

permettant l’utilisation de CO2 (à partir de levure), provenant de l’EID (Entente 

Interdépartementale de Démoustication) ont été utilisés en complément des pièges 

CDC, suite à des problèmes techniques rencontrés avec ces derniers. Ils ont été 

répartis de la manière suivante : à chaque fois que deux nouveaux pièges ont été 

utilisés, l’un d’eux contenait du liquide avec la levure. Si un seul nouveau piège était 

utilisé, il l’était avec la levure. Le premier soir 2 nouveaux pièges et un CDC ont été 

placés à Nengasha Dam. Le deuxième soir deux nouveaux pièges et un piège CDC 

ont été placés à Main camp (faune sauvage) et à Balla Balla (faune sauvage), et 

deux nouveaux pièges à Liwingi Pan. Le dernier soir deux nouveaux pièges ont été 

placé à Nengasha Dam et à Michel’s dam (animaux domestiques et faune sauvage), 

et un cinquième avec de la levure a été placé à Marist Dam (animaux domestique et 
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faune sauvage). Les pièges ont été placés entre 17h et 19h et relevés entre 6h et 7h 

le lendemain. 

 

B-2-i-b) PRÉLÈVEMENTS 

 

Lorsque les insectes recueillis étaient encore en vie, les filets de prélèvements 

étaient placés 10 minutes dans le congélateur avant de procéder à la suite des 

manipulations. Les moustiques ont été séparés des autres insectes, puis placés 

individuellement dans des tubes Eppendorf contenant du gel de silicate et du coton, 

après identification du genre. Ces tubes ont ensuite été conservés à température 

ambiante.  

 

B-2-i-c) ANALYSE 

 

L’espèce de chaque moustique a été déterminée grâce à des clés 

d’identification par observation morphologique sous loupe binoculaire, puis chaque 

espèce a été comptée. 

 

B-2-ii) RÉSULTATS 

 

Le nombre de moustiques piégés par espèce est présenté dans le tableau 12 ci-

après. 
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Tableau 12: Espèces de moustiques capturés par localité 

 

Le nombre le plus important de moustiques a été piégé dans le GLTFCA (n=90), plus 

précisément dans le village de Mafunjwa (n=82). La plupart des moustiques piégés 

appartenait au genre Anopheles (n=78) et 

surtout à la famille des Anopheles gambiae 

(n=70). Peu d’individus du genre Aedes ont 

été capturés, que ce soit dans le GLTFCA ou 

dans le KAZATFCA : un Aedes aegypti dans 

chaque zone. Deux espèces du genre Culex 

ont été piégés : Culex theileri (n=18) et Culex 

quinquefasciatus (n=22).  

 

 

 

 

 

Zone Localité Type 

Anopheles 

gambiae 

s. l. 

Anopheles 

funestus 

Anopheles 

coustani 

Aedes 

aegypti 

Culex 

theileri 

Culex 

quinquefasciatus 

GLTFCA Manyada Pan FS 0 0 0 0 2 6 

 Mafunjwa Village M 66 1 0 1 14 0 

KAZATFCA Safari Lodge FS 1 0 1 1 0 0 

 Liwingi FS 2 0 0 0 0 0 

 Nengasha M 1 0 6 0 2 0 

 Main Camp FS 0 0 0 0 0 10 

 Marist Dam M 0 0 0 0 0 0 

 Michel’s Pan M 0 0 0 0 0 0 

 Balla Balla FS 0 0 0 0 0 0 

Total   70 1 7 2 18 22 

Figure 11: Culex quinquefasciatus, 31/04/14 
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C) DISCUSSION   

 

Il s’agissait de préciser l’épidémiologie de la fièvre de la vallée du Rift au 

Zimbabwe, au travers d’études sérologiques ainsi que des études entomologiques 

préliminaires, afin de déterminer des axes de recherche pour l’avenir. 

 

C-1) RÉSULTATS SÉROLOGIQUES 

 

Lors de l’analyse univariée chez les animaux domestique six variables sont 

apparues comme significatives : la zone, le site, l’interaction avec la faune sauvage, 

la catégorie d’âge, l’année et la saison. Cependant le modèle final ne comprenait que 

quatre variables, sans interactions. Ces variables étaient l’interaction avec la faune 

sauvage, l’âge, l’année et la saison. 

Bien que non-significative dans le modèle final, la différence de 

séroprévalence que nous avons observée entre les deux zones d’étude reste 

intéressante. En effet aucun prélèvement du KAZATFCA n’était positif. Or la 

présence de vecteurs avérés de FVR (Culex quinquefasciatus), celle du virus non 

loin de là, ainsi que d’hôtes séronégatifs dans cette zone offre le potentiel pour une 

importante épizootie. Deux raisons peuvent expliquer une absence d’épizootie. Une 

première est qu’il est possible que le virus n’ait pas été introduit, et dans ce cas le 

risque d’une épizootie en cas d’introduction aurait été élevé. Or nous savons que le 

virus était bien présent dans cette zone dans les années 1990 grâce à l’étude de 

(Anderson et Rowe, 1998) montrant que certains rhinocéros prélevés dans le Parc 

National de Hwange présentaient des anticorps anti-FVR. La deuxième raison est 

que le virus ait été introduit, mais qu’il y ait eu un arrêt de la transmission ou une 

transmission à bas bruit. Ceci pourrait être causé par une densité de vecteurs faible 

(si c’est le cas elle pourrait être en partie causée par l’altitude, plus élevée que dans 

le Gonarezhou). En effet certains modèles indiquent que la densité de vecteurs est 

un facteur important dans la persistance du virus lors d’une introduction de celui-ci 

(Barker et al., 2013; Fischer et al., 2013). Une autre explication possible d’une faible 

transmission est une température plus faible réduisant la compétence des vecteurs. Il 

serait donc intéressant d’approfondir l’étude comparative des deux zones pour 
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confirmer ou infirmer cette différence de séroprévalence et, si elle existe, en étudier 

les causes. 

 

Le modèle linéaire généralisé final a été soumis à un LRT afin de déterminer 

la significativité de chacune des variables. Seul l’ajout de l’interaction avec la faune 

sauvage et l’année permettait d’augmenter la significativité du modèle. 

La séroprévalence plus importante au niveau des interfaces avec une forte 

interaction entre animaux domestiques et faune sauvage concorde avec l’hypothèse 

d’une transmission du vFVR entre les deux et d’un rôle possible de la faune sauvage 

dans le cycle épidémiologique. Toutefois une différence au niveau de la végétation 

présente pourrait aussi être à l’origine d’une telle différence, avec les localités où 

l’interaction avec la faune sauvage est importante se trouvant souvent aux abords 

des parcs nationaux, plus arborées que les localités plus éloignées du parc où la 

couverture végétale est souvent moins dense. La couverture végétale dense pourrait 

favoriser la survie des moustiques, dont les vecteurs de la Fièvre de la Vallée du Rift, 

et ainsi être à l’origine d’une différence d’intensité de la transmission. Il faudrait donc 

réaliser des piégeages de moustiques dans les différentes localités où les 

prélèvements sérologiques ont été réalisés afin de mettre en évidence l’existence ou 

non de ce biais. 

La séroprévalence était plus faible en 2009 qu’en 2008, or les IgG sont censés 

persister tout au long de la vie d’un animal. La séroprévalence en 2009 devrait donc 

être égale à celle de 2008, voire seulement légèrement plus faible pour prendre en 

compte le décès de certains animaux et le renouvellement naturel du troupeau avec 

des individus séronégatifs. Il est possible qu’il y ait eu une forte mortalité d’animaux 

âgés dans les troupeaux, réduisant ainsi le nombre de séropositifs. De plus il est 

possible que des animaux issus d’une zone non touchée par la FVR aient été 

achetés entre-temps. Enfin une prévalence sur- ou sous-estimée est toujours 

possible à cause de l’échantillonnage, les animaux prélevés en 2008 et en 2009 

étant différents. 

Le fait que la séroprévalence augmente avec l’âge serait typique d’une 

maladie circulant de façon endémique et a déjà été décrit ailleurs (LaBeaud, et al. 
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2011a). Dans le cas présent l’ajout de la variable ‘âge’ n’augmentait pas 

significativement l’ajustement du modèle aux données, bien que l’observation des 

différentes séroprévalences semble aller dans le sens d’une endémicité. Il est 

possible que le choix des catégories d’âges ou encore à un nombre insuffisant 

d’échantillons d’animaux dont l’âge était connu ou a pu être déterminé, masque un 

effet significatif. La séroprévalence en saison sèche chaude était plus élevée que 

celle de la saison humide chaude. Ceci semble aller à l’encontre de ce que l’on 

pourrait attendre : une séroprévalence maximale en saison des pluies. Il est possible 

que l’échantillonnage soit en partie responsable de l’apparente séroprévalence plus 

élevée. En effet tous les résultats de la saison humide proviennent soit de 

prélèvements réalisés dans le KAZATFCA, où aucun animal n’était positif pour cette 

étude, soit d’interfaces à faible interaction (qui semblent être moins atteints que ceux 

à haute interactions comme nous l’avons vu précédemment), soit  de prélèvements 

réalisés en 2009, qui était une année à plus faible prévalence comme vu plus haut. 

Au contraire aucun des prélèvements du KAZATFCA n’a été obtenu en saison sèche 

chaude. Toutefois le LRT montrait que l’ajout de la variable explicative ‘Saison’ dans 

le modèle n’en augmentait pas significativement la qualité. 

Chez la faune sauvage la seule variable explicative retenue dans le modèle 

final était l’année, avec 2010 ayant une séroprévalence significativement plus élevée 

que 2008. Il est possible que ce résultat soit dû à un biais d’échantillonnage car les 

prélèvements n’ont eu lieu que sur un seul site (Mabalauta) en 2008, qui n’était pas 

l’un des deux sites de 2010 (Malilangwe et Crook’s Corner). Cependant l’année 

explique mieux les données que la localité, donc ce biais ne peut expliquer à lui seul 

ce résultat. De plus une importante épidémie a eu lieu en Afrique du Sud en 2010-

2011 (Anyamba et al., 2014; Archer et al., 2013). Il est possible que l’épidémie ait 

atteint la zone du GLTFCA, en particulier la zone de Crook’s Corner qui est à la 

frontière avec le parc du Kruger en Afrique du Sud.  

La séroprévalence élevée chez les buffles du site de Malilangwe, qui a été 

relevée deux années de suite, pourrait être dû à la situation particulière de cette 

zone. En effet Malilangwe est une réserve privée entièrement clôturée, ce qui 

empêche tout contact direct entre les buffles de cette zone et ceux du reste de 

Gonarezhou. De plus, les densités de faune, et notamment de buffles, présente dans 
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cette zone sont beaucoup plus importantes que celles du reste du parc, rendant ainsi 

les contacts entre troupeaux plus fréquents. Ceci pourrait favoriser une transmission 

continue du virus par contact direct. Par ailleurs, les populations actuelles de buffles 

de Malilangwe résultent de plusieurs transferts, notamment à partir du Parc National 

de Hwange (Smitz et al., 2014), et il est possible que l’introduction d’animaux naïfs 

ait conduit à une augmentation des cas de FVR. 

La présence d’anticorps chez les buffles indique que ceux-ci ont bien été en 

contact avec le virus. Cependant ceci n’est pas suffisant pour conclure sur leur rôle 

dans l’épidémiologie de la FVR au Zimbabwe. La prévalence élevée que nous avons 

observée chez les buffles de Malilangwe, qui fait écho à des données similaires du 

Kruger (LaBeaud, et al. 2011a) est compatible avec un rôle possible dans la 

transmission interspécifique, la maintenance et/ou l’amplification dans certaines 

conditions. De plus, le fait que la séroprévalence soit plus élevée chez les bovins 

dans les zones où les interactions sont plus intenses avec la faune sauvage, permet 

de renforcer l’hypothèse d’un rôle des buffles dans l’épidémiologie de la FVR. Il est 

possible qu’il y ait une transmission par voie directe, indirecte ou vectorielle, entre les 

ongulés sauvages et domestiques. Ce rôle de la faune sauvage, et particulièrement 

des buffles, semble être en accord avec ce qui a été trouvé ailleurs (LaBeaud, et al. 

2011b; Anderson et Rowe 1998). 

La présence d’anticorps anti-vFVR chez des ruminants domestiques du site 

de Chomupani, où l’interaction avec la faune sauvage est très limitée, semble 

indiquer que la présence d’un réservoir sauvage n’est probablement pas essentielle 

à la transmission du virus. Toutefois il n’est pas exclu que certains bovins de 

Chomupani proviennent d’une zone d’interaction avec la faune sauvage plus 

importante ou qu’ils aient été en contact avec des individus issus de telles zones. 

 

Nos deux sites d’étude, situés en périphérie des parcs de Hwange et de 

Gonarezhou, font partie de TFCA. Ceci nous a permis d’évaluer l’effet de l’interface 

sur la séroprévalence chez les animaux domestiques. Les résultats sérologiques 

analysés ici sont issus de plusieurs études qui n’avaient pas exactement les mêmes 

objectifs et l’échantillonnage n’est pas toujours adapté aux questions que nous 
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aurions souhaité approfondir. Ainsi, pour mieux évaluer l’effet localité ou l’effet 

interaction avec la faune sauvage, il aurait été intéressant d’avoir un nombre 

d’échantillons plus équilibré entre les différentes localités et surtout un 

échantillonnage aléatoire au sein d’une localité afin de ne pas avoir 

surreprésentation des animaux d’un même troupeau. En effet, il est possible que la 

séroprévalence d’un troupeau soit assez différente de celle d’un troupeau voisin à 

cause de la transmission directe entre individus d’un même troupeau, ou encore de 

par la conduite du troupeau. Toutefois un avantage non négligeable de l’association 

des résultats de ces différentes études est d’avoir un nombre important d’échantillons 

prélevés dans différentes zones, ainsi que plusieurs villages par type d’interface. 

Les échantillons ont été envoyés à deux laboratoires différents pour tests 

sérologiques car les études fournissant les données ont été réalisées à des moments 

différents et par des personnes différentes. Or les tests utilisés dans les deux 

laboratoires ne sont pas identiques et n’ont pas tout à fait la même sensibilité et la 

même spécificité. De plus, la sensibilité et la spécificité de ces tests n’ont pas été 

déterminées pour le buffle, et l’interprétation des données est donc à prendre avec 

précaution. Cependant cette étude préliminaire permet de mettre en évidence des 

pistes pour de futures recherches. C’est d’ailleurs pour cela que les p-values 

retenues, notamment pour l’interprétation du GLM, étaient plus élevées que celles 

utilisées habituellement. 

Certaines des analyses réalisées lors d’une étude en 2009, non intégrées 

dans notre étude, semblent montrer une séroconversion (du séropositif à séronégatif) 

de certains individus qui étaient séropositifs dans notre étude. Ceci pourrait 

s’expliquer par un test diagnostic moins sensible lors du deuxième test sérologique, 

ou encore par des problèmes de conservation des échantillons, mais dans ce cas on 

s’attendrait à ce que tous les résultats soient négatifs. Une pareille séroconversion a 

déjà été décrite, notamment pour des buffles du parc National du Kruger en Afrique 

du Sud (LaBeaud, et al., 2011a). Il est possible qu’une telle séroconversion 

intervienne également chez des bovins, remettant en question le dogme d’une 

persistance à vie des IgG. Une étude longitudinale pourrait permettre d’éclaircir cette 

question.  
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Lors de l’analyse des résultats sérologiques, tous les résultats douteux ont été 

considérés comme négatifs pour en faciliter l’analyse. Ceci n’est pas tout à fait 

correct, en effet un résultat douteux pourrait être positif ou négatif. Cependant les 

analyses univariées effectuées en prenant en compte les douteux comme positifs ne 

présentaient pas de résultats très différents (les p-values variaient un peu, mais sans 

changer la significativité des variables). 

 

 Notre étude suggère qu’il existe trois zones au Zimbabwe où la circulation du 

virus se fait selon des modalités différentes :  

- la première, correspondant au KAZATFCA est une zone avec peu ou pas de 

FVR malgré la présence d’hôtes et de vecteurs potentiels ;  

- la deuxième est la zone de Malilangwe où le virus semble circuler de manière 

intense au sein des troupeaux de buffles, possiblement entretenu par contacts 

directs fréquents entre individus et possiblement en association avec une 

transmission vectorielle ; 

- la troisième zone correspond au reste du GLTFCA, divisé en deux sous-

groupes : les zones communales éloignées du parc et les zones communales 

adjacentes à celui-ci. Dans les zones éloignées du parc, il y a probablement 

une circulation du virus chez ongulés domestiques essentiellement par 

transmission vectorielle. Pour les zones situées en bordure du parc, il y a 

peut-être en plus une circulation du virus entre la faune sauvage et les 

animaux domestiques. 

 

C-2) RECHERCHES ENTOMOLOGIQUES 

 

 Les sessions de capture d’insectes ont permis de mettre en évidence la 

présence de six espèces de moustiques appartenant à trois genres différents, dont 

une (Culex quinquefasciatus) présente un intérêt particulier, car vecteur connu de la 

FVR. Des différences notables, en termes d’espèces et de nombre, entre les sites 

échantillonnés ont été observées. 
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La période impartie pour le séjour au Zimbabwe nous a contraints à effectuer 

les sessions de piégeages durant la fin de la saison des pluies dans le parc national 

du Gonarezhou et en début de saison sèche dans le parc national de Hwange. Ceci 

pourrait expliquer la différence importante entre le nombre de moustiques capturés 

dans ces différentes zones. De plus l’altitude plus élevée dans le parc national de 

Hwange pourrait nuire à la survie de moustiques (Heinrich et al., 2012; Hightower et 

al., 2012).  

Parmi les six espèces de moustiques piégées au cours des quatre sessions 

de capture, une seule est un vecteur avéré de FVR (Culex quinquefasciatus), deux 

sont des vecteurs potentiels chez qui le virus a déjà été mis en évidence (Anopheles 

coustani et Culex theileri) et une quatrième (Aedes aegypti) est une espèce dont le 

rôle potentiel de vecteur a été montré en laboratoire, mais dont l’infection n’a jamais 

été observée dans les conditions naturelles. 

La présence de Culex quinquefasciatus dans le KAZATFCA est en accord 

avec des recherches précédentes (Dr Moses Zimba, non publiées). La présence de 

ce moustique à Hwange est intéressante car ce moustique est un vecteur connu de 

la FVR. Or nous n’avons pas trouvé, au cours de nos enquêtes, de preuves 

sérologiques de la circulation du vFVR dans cette zone. Avec la présence confirmée 

de vecteurs et d’hôtes sensibles, et le virus circulant dans des régions proches, au 

Zimbabwe et dans certains pays impliqués dans le même TFCA (Botswana, 

Namibie), il est possible qu’une épizootie apparaisse dans des conditions favorables. 

Alternativement, il est également possible qu’à cause de l’altitude assez importante 

du KAZATFCA, la population de moustiques soit assez faible, les densités de 

vecteurs ne permettant pas la transmission du virus (Manore et Beechler, 2013). 

La quasi absence de moustiques du genre Aedes piégés lors de nos captures 

pourrait être due à des faibles densités, mais pourrait également résulter de la 

période des piégeages. En effet les populations d’Aedes sont plus réduites en fin de 

saison des pluies car les œufs sont pondus sur la terre et ont besoin d’une période 

de dessiccation, suivie d’une immersion, pour éclore. Les populations d’Aedes 

atteignent leur maximum en début de saison des pluies, suite à l’éclosion d’œufs 

pondus les années précédentes et ce avant la pullulation des autres genres de 

moustiques. Il est aussi possible que les méthodes de piégeages utilisées ne soient 
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adaptées à ce genre. En effet les moustiques du genre Aedes se nourrissent souvent 

avant le coucher du soleil, ainsi des pièges lumineux installés au crépuscule 

pourraient avoir une efficacité réduite. Notons cependant que des pièges lumineux 

CDC ont déjà été utilisés avec succès pour ce genre lors d’études précédentes 

(Tchouassi, et al. 2012a et b), avec toutefois une différence notable puisqu’ils avaient 

été utilisés avec de la carboglace pour ces captures. Or les moustiques du genre 

Aedes présentent un intérêt particulier dans l’épidémiologie de la FVR de par la 

transmission transovarienne démontrée chez une espèce et qui pourrait exister chez 

d’autres. Ils pourraient ainsi être responsables de la persistance du virus lors de 

période inter-épidémiques. De plus il a été montré qu’Aedes aegypti est capable de 

transmettre le virus en laboratoire, mais il semblerait qu’il n’y ait pas de transmission 

transovarienne chez cette espèce (McIntosh et al., 1980).  

 Le piégeage d’un nombre important d’Anopheles gambiae à Malipati n’était 

pas surprenant, en effet le South East Lowveld est une région où le paludisme est 

endémique, comme toutes les zones de basse altitude (‘lowveld’) du Zimbabwe. 

Notons d’ailleurs que de nombreux cas de malaria ont été diagnostiqués dans le 

village où nous avons réalisé les piégeages lorsque nous y sommes allés. Malgré la 

présence importante d’Anopheles gambiae il est probable que ce dernier ne joue pas 

de rôle important dans la transmission du vFVR ; en effet il semblerait qu’il soit 

réfractaire au virus (Moutailler et al., 2008). 

Notons également que, selon les points d’eau autour desquels les pièges ont 

été placés, l’abondance de la végétation était plus ou moins importante. Il serait 

intéressant à l’avenir d’évaluer l’influence de la couverture végétale sur les 

moustiques piégés (diversité spécifique et nombre). 

 

D’un point de vu méthodologique, nous avons utilisé des pièges lumineux 

CDC tout d’abord sans CO2, étant donné la difficulté de se procurer de la carboglace 

au Zimbabwe. Pour la dernière session de piégeage de la levure avec de l’eau 

sucrée a été utilisé expérimentalement pour produire du CO2 pour les pièges suivant 

une procédure similaire à celle décrite par Smallengange et al. 2010. Cependant la 
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quantité de moustiques que nous avons piégés durant la session de capture avec 

CO2 n’était pas significativement supérieure aux sessions de capture sans CO2.  

 

D) PERSPECTIVES 

 

Afin d’approfondir cette étude et de préciser l’épidémiologie de la FVR au 

Zimbabwe, en particulier le rôle des buffles et l’incidence saisonnière, une étude 

transversale est en cours de réalisation. Chaque bovin prélevé depuis 2008 a été 

équipé d’une boucle auriculaire numérotée, qui a permis de suivre les mêmes 

animaux au cours des sessions de prélèvements successives sur plusieurs années. 

Les sérums prélevés au cours de ces études ont été conservés dans un congélateur 

à -80°C. J’ai donc fait l’inventaire des sérums présents dans le congélateur et pris un 

aliquote de chaque échantillon. Ces aliquotes ont été envoyés à l’ANSES de Lyon 

pour des analyses sérologiques complémentaires, suivant la stratégie suivante : pour 

chaque individu pour lequel nous disposons de plusieurs prélèvements, le sérum le 

plus ancien sera testé pour la FVR en I-ELISA IgG. Tous les individus dont les 

sérums sont positifs seront ensuite écartés du reste des analyses. Pour tous les 

animaux négatifs le sérum le plus récent disponible sera testé. Les sérums 

intermédiaires des animaux pour lesquels une séroconversion a ainsi été mise en 

évidence seront ensuite testés afin de déterminer le moment de séroconversion. Les 

sérums positifs seront aussi testés en I-ELISA IgM, puis par PCR si ces derniers sont 

positifs. 

De plus une étude entomologique avec des piégeages tous les 3 mois est en 

cours depuis juillet afin de suivre l’évolution des populations de moustiques dans le 

KAZATFCA et le GLTFCA. Les piégeages se font au niveau des interfaces ‘Parc 

National de Hwange/Dete’ et ‘Parc National de Gonarezhou/Malipati’. Quatre mares 

servent de site de prélèvement dans chaque zone : une mare permanente avec 

faune sauvage et une avec animaux domestiques plus ou moins faune sauvage, une 

mare temporaire avec faune sauvage et une avec animaux domestiques plus ou 

moins faune sauvage. Des piégeages seront notamment réalisés en début de saison 

des pluies afin d’optimiser les chances de capturer des moustiques du genre Aedes. 

Des « Drum-traps », barils vides recouverts de végétation, sont utilisés afin d’attraper 
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des moustiques ayant pris leur repas de sang. L’analyse sur ces moustiques sera 

faite par PCR et/ou ELISA. Une identification des mammifères se rendant aux points 

d’eau se fera par observation des traces présentes (empreintes, bouses,…) et par 

des caméras laissés en place 24h à chaque point d’eau. 

Il serait également intéressant de mettre en place un suivi systématique des 

avortements chez les bovins et les petits ruminants, afin de quantifier l’impact de 

cette maladie par rapport à d’autres causes d’avortement, et afin de permettre 

l’isolement de souches circulantes de vFVR. Les éleveurs se souviennent en général 

assez bien de quand a eu lieu un avortement, donc un questionnaire rétrospectif 

pourrait être réalisé. Par contre l’isolement du virus ou la détection de l’ARN par RT-

PCR nécessitera la mise en place d’un système qui permette la conservation dans 

de bonnes conditions des prélèvements issus des avortons. 
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CONCLUSION  

 

 Malgré les nombreuses recherches réalisées depuis sa découverte, la FVR 

demeure une maladie pour laquelle il reste encore beaucoup de choses à préciser, 

notamment quant aux variations interannuelles, à l’implication d’autres espèces 

sauvage dans le cycle épidémiologique, ou encore aux espèces de moustiques 

responsables de la transmission. Au Zimbabwe les études effectuées permettent de 

mieux orienter les axes de recherche pour l’avenir, mais il reste encore de 

nombreuses questions sans réponse concernant l’épidémiologie de la maladie. 

 La part de la faune sauvage dans l’épidémiologie de la FVR au Zimbabwe 

n’est pas encore clairement établie, bien que les résultats de notre étude soient 

compatibles avec un rôle des buffles dans le maintien, et/ou l’amplification du virus. 

La présence de faune sauvage ne semble toutefois pas indispensable pour la 

persistance du virus au sein des populations domestiques.  

 Si le rôle de réservoir de la faune sauvage est confirmé, la gestion de la 

maladie sera d’autant plus délicate. D’autre part, les populations humaines qui vivent 

dans les zones marginales en périphérie des aires protégées sont parmi les plus 

pauvres et sont fortement dépendantes de leur bétail (Cumming, 2005). Ainsi, la FVR 

pourrait avoir un effet très important pour ces populations marginales qui vivent au 

contact plus ou moins direct de la faune dans les TFCA. 

Une grande hétérogénéité de la circulation virale existe dans le pays, 

probablement liée en partie à l’hétérogénéité topographique et climatique. Il reste 

encore de nombreuses zones dans le pays où aucune recherche sur la FVR n’a été 

réalisée. 

Il est aussi important de rappeler le côté santé humaine de la maladie et de la 

considérer sous l’angle de la « One-Health / Une santé » pour permettre une lutte 

plus efficace (Hassan, et al., 2014). L’identification précise des causes de 

l’hétérogénéité de la circulation du virus permettrait de mettre en place une stratégie 

de lutte adaptée et donc moins coûteuse, ciblant les zones qui sont réellement plus à 

risque à la fois pour le bétail et pour les populations humaines. 
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ANNEXES 

   

ANNEXE 1: LOCALISATION DES TFCA DU ZIMBABWE 

 

 

 

 

 

 

 

1 : KAZATFCA 

2 : GLTFCA 

Figure 1: Situation géographique du KAZATFCA et du GLTFCA, adapté de http://www.peaceparks 
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 ANNEXE 2: PIÈGE UTILISÉ POUR LES CAPTURES DE MOUSTIQUES 
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Figure 2: Piège CDC, à ampoule incansdescente 
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ANNEXE 3 : LIGNÉES DU VIRUS DE LA FIÈVRE DE LA VALLÉE DU RIFT 

 

 

Figure 3: Arbre Phylogénique des segments M et L du génome du vFVR 



KNIGHT Katherine

Résumé     :

La Fièvre de la Vallée du Rift (FVR), zoonose causée par un Phlebovirus,  est transmise par
des  moustiques  et  probablement  aussi  par  voie  directe.  Elle  est  endémique  en  Afrique  sub-
Saharienne.

La création de zones de conservation transfrontalières (TFCA) est à l’origine de nouveaux
types  d’interfaces  entre  humains,  animaux  domestiques  et  faune  sauvage.  Au  niveau  de  ces
interfaces, des contacts, souvent indirects, peuvent avoir lieu, favorisant la transmission de certains
pathogènes. La FVR, présente dans plusieurs TFCA, peut avoir un impact sanitaire et économique
important. Pourtant, son épidémiologie ainsi que le rôle de la faune sauvage, reste mal connue.

Les sessions de piégeages réalisées ont  permis de mettre en évidence la présence de 6
espèces de moustiques, dont l’une est un vecteur connu de la FVR. Les résultats obtenus lors de
l’analyse de la base de données sérologiques sont compatibles avec un possible rôle de la faune
sauvage, dans le maintien, voire l’amplification du virus.

Mots clés :  Fièvre de la Vallée du Rift, interface, arbovirose, faune sauvage, zones de conservation
transfrontalières

Abstract     :

Rift Valley Fever (RVF), a zoonosis caused by a Phlebovirus, is transmitted by mosquito bites
and probably also through direct contact. It is endemic in sub-Saharan Africa.

The  creation  of  Transfrontier  Conservation  Areas  (TFCAs)  has  resulted  in  new  types  of
interfaces between humans, livestock and wildlife appearing. Contact, mostly indirect, can occur at
these interfaces, increasing the transmission of a number of  pathogens.  RVF, which is present in
several  TFCAs,  can  potentially  have  a  heavy  impact  on  health  and  economy.  However,  its
epidemiology, as well as the role played by wildlife is still largely unknown.

Six species of mosquito were capture during the trapping sessions, one of which is a known
RVFv vector. The results of the database analysis are compatible with a possible role of wildlife in the
maintenance, and possibly the amplification, of the virus.
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