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La fièvre catarrhale ovine (bluetongue) :
quand une maladie du sud s’invite au nord
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Résumé. La fièvre catarrhale ovine, ou bluetongue, est une maladie virale non
contagieuse du mouton, transmise par piqûres de Culicoides, diptères hémato-
phages. Elle est due à un orbivirus appartenant à la famille des Reoviridae dont
le génome viral est constitué de 10 segments d’ARN bicaténaires, protégé par
une capside virale protéique à symétrie icosaédrique non enveloppée. Il existe à
l’heure actuelle 24 sérotypes distincts de ce virus, chacun induisant une faible
immunité protectrice contre les autres sérotypes. Si, classiquement, seul le
mouton exprime la maladie après infection (hyperthermie, congestion des mu-
queuses et cyanose de la langue), les bovins, caprins et autres ruminants sauva-
ges peuvent être infectés, mais ils expriment rarement la maladie. Autrefois
cantonnée entre les 30-40e parallèles sud et les 40-50e parallèles nord, l’infection
s’est récemment étendue vers le sud puis le nord de l’Europe. La raison de cette
extension est double, la remontée du vecteur tropical Culicoides imicola vers le
nord et l’adaptation du virus à de nouveaux vecteurs non encore identifiés mais
pérennes en Europe septentrionale. La lutte contre la maladie repose sur l’utili-
sation de vaccins à virus atténué ou inactivé (un vaccin contre chaque sérotype)
et la détection et l’élimination rapide des foyers introduits dans une zone
indemne.

Mots clés : fièvre catarrhale ovine, bluetongue, orbivirus, reoviridae,
Culicoides

Abstract. Bluetongue is a non contagious viral disease of sheep transmitted by
bites of haematophagous midges. The disease is caused by an orbivirus belong-
ing to the Reoviridae family. The genome is segmented in 10 double-strand RNA
encapsidated in a non-enveloped spherical particle with a icosaedral symetry.
Twenty distinct serotypes have been identified so far, each of them inducing
limited cross-protection against the others. Sheep are usually the only ones
showing clinical signs like pyrexia, congestion of mucosa and cyanosis of the
tongue. However, cattle, goat and wild ruminants can be asymptomatically
infected. Formerly restricted to the area between the 30/40th south and 40/50th
north parallels, the infection has progressively extended to the south of Europe
and was more recently introduced in the north. The reason for this extension
might be twice : the northward spreading of the tropical vector Culicoides
imicola and the adaptation of the virus to a yet unknown endemic biting midge.
Control of the disease is based on the use of live-attenuated or inactivated
vaccines specific of the serotype. In free area, emergency measures can also
consist in the rapid detection and elimination of the outbreaks.
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La fièvre catarrhale ovine (FCO, bluetongue ou BT) est une
arbovirose non contagieuse qui, sous nos latitudes, provo-
que des signes cliniques chez les moutons, rarement chez
les chèvres et les bovins. Elle se traduit dans la première
espèce par une maladie généralisée associant hyperthermie,
abattement, anorexie et développement de lésions œdéma-
teuses congestives, hyperhémiques, voire hémorragiques,
en particulier au niveau de la face et des muqueuses de
l’oropharynx. Elle provoque la mort dans 2 à 20 % des cas.
Autrefois limitée entre les latitudes 35° S et 40° N, elle
s’est récemment répandue dans les pays d’Europe du sud,
jusqu’alors indemnes, et a depuis tendance à persister dans
la plupart de ces régions.
Les raisons de ces changements dans l’épidémiologie de la
FCO sont complexes mais sont liées à de récentes exten-
sions de la distribution de son vecteur majeur, un diptère
hématophage du genre Culicoides de l’espèce imicola, et à
la présence d’un réservoir permettant au virus de persister
pendant l’hiver en l’absence de vecteurs adultes. Le lien
entre le réchauffement climatique et l’augmentation de
l’aire de distribution du vecteur C. imicola est fortement
suspecté. Ainsi, la modélisation géographique des biotopes
favorables à l’installation de ce vecteur identifie toute l’Eu-
rope du sud, en particulier une bonne partie du sud de la
France, comme zone à risque [1]. Cependant, l’émergence
en août 2006 de nombreux foyers de FCO aux Pays-Bas
(459 foyers au 19 janvier 2007), en Allemagne (914
foyers), en Belgique (695 foyers), au Luxembourg (8
foyers) et dans le nord de la France (7 foyers) a bouleversé
le schéma épidémiologique classique de la maladie.
L’origine du virus de sérotype 8 jusqu’alors non répertorié
en Europe, reste indéterminée. L’infection se traduit par de
signes cliniques marqués chez les bovins, rappelant certai-
nes des manifestations cliniques provoquées par la fièvre
aphteuse. En outre, le vecteur Culicoides imicola n’a pas
été détecté dans la zone infectée, signifiant qu’un autre
vecteur a pris le relais avec tout autant d’efficacité.
L’incidence clinique de l’infection chez les ovins, voire
chez les bovins, et la mise en place, en cas d’épizootie, de
mesures de prophylaxie sanitaire et médicale entraînant de
fortes pertes économiques pour une filière justifient l’ins-
cription de cette maladie dans la liste des maladies à inci-
dence majeure de l’Organisation mondiale de la santé ani-
male (ex. Office international des épizooties, OIE).

Un arbovirus à multiples facettes

Classification et caractéristiques générales
Le virus responsable de la fièvre catarrhale ovine (BTV) est
un virus non enveloppé àARN double brin segmenté appar-
tenant à la famille des Reoviridae, genre Orbivirus. C’est
un virus quasi exclusivement transmis par des arthropodes
vecteurs (Arbovirus pour Arthropod borne virus).

En 1959, Sabin [2] proposa de regrouper, au sein d’un
groupe spécifique, des virus jusqu’alors classés dans le
groupe des échovirus et isolés du tractus gastro-intestinal et
de l’arbre respiratoire mais qui n’étaient pas directement
associés à des entités cliniques définies. Il proposa le nom
de réovirus pour virus respiratoires, entéritiques, orphelins.
Cette famille s’est progressivement enrichie de virus appa-
rentés et est aujourd’hui composée de douze genres : Or-
thoreovirus, Orbivirus, Rotavirus, Coltivirus, Aquareovi-
rus, Cypovirus, Fijivirus, Phytoreovirus, Oryzavirus,
Seadornavirus et Idnoreovirus [3].
Les virus de la famille des Reoviridae sont dépourvus
d’enveloppe virale et possèdent une capside à symétrie
icosaédrique dont la taille varie entre 60 à 80 nm
(figure 1A). Cette dernière est constituée d’une capside
externe et d’une capside interne (ou core). La masse mo-
laire de la particule virale est d’environ 120.106 Da [4]. Le
génome est constitué de 10 à 12 segments d’ARN bicaté-
naire (la masse molaire du génome varie de 12 à 20 106 Da).
La densité des réovirus en gradient de chlorure de césium
est de 1,33 à 1,39. Ces virus sont stables à - 70 °C
et + 4 °C ; en revanche, ils perdent leur pouvoir infectieux à
- 20 °C.
Les réovirus sont caractérisés par un large spectre d’hôte et
infectent vertébrés, oiseaux, mammifères, poissons ainsi
qu’invertébrés et plantes. Les Orbivirus sont isolés de nom-
breuses espèces animales, y compris l’homme, et sont

10 segments
d'ARNdb

VP7
VP3 VP2

VP5

VP6

VP4

VP1

Figure 1. Représentation schématique de la structure des virus de
la fièvre catarrhale ovine (FCO) et de la peste équine. Le coeur
viral est constitué des protéines VP1, 3, 4 et 6 et des segments
ARN. Autour de ce cœur, s’organise la couche externe de la
capside interne constituée de la VP7. Autour de la capside interne,
s’assemble la capside externe comprenant les protéines VP2 et
VP5.
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répandus dans le monde entier. Ils sont responsables de
maladies majeures en médecine vétérinaire alors que, en
médecine humaine, leur gravité est moindre. Ils sont trans-
mis par l’intermédiaire de nombreux vecteurs biologiques :
tiques, phlébotomes, moustiques, moucherons (Culicoi-
des...). Parmi les Orbivirus, les virus de la bluetongue
(BTV), de la maladie hémorragique épizootique du cerf
(epizootic hemorrhagic disease of deer virus, EHDV) et de
la peste équine (African horsesickness virus, AHSV) cons-
tituent des risques sanitaires majeurs. Les Orbivirus possè-
dent des caractères morphologiques, structuraux et biolo-
giques communs. Ils sont divisés en sérogroupes, les virus
d’un même sérogroupe possédant un antigène commun
localisé au niveau de la capside interne qui leur confère une
réactivité croisée en fixation du complément.Actuellement,
14 sérogroupes distincts sont identifiés ainsi qu’un ensem-
ble de virus non groupés (tableau 1). Chaque sérogroupe
est divisé en sérotypes [5]. Des antigènes spécifiques de
type sont associés à la capside externe et induisent la
production d’anticorps neutralisants.

Structure

Les virus BTV et AHSV possèdent sept protéines structu-
rales différentes (VP1 à VP7) réparties en deux capsides
(figure 1B). La capside externe est composée de VP2 et
VP5. La protéine VP2, constituant majeur de la capside
externe, exposée à la surface de la particule virale, est
l’antigène spécifique de type [6]. Cet antigène a permis
d’identifier 24 sérotypes différents du virus de la FCO. Les
anticorps neutralisant le virus de la FCO sont induits par

des épitopes localisés sur la protéine VP2. Le site de fixa-
tion des orbivirus à leur récepteur cellulaire serait situé sur
VP2 [7]. La capside interne, ou core, est composée des
deux protéines majeures VP3 et VP7 et de trois protéines
mineures VP1, VP4 et VP6, ces dernières constituant les
complexes de transcription. Les complexes de transcription
sont disposés sur la face interne de la capside formée par la
protéine VP3, au niveau des pores situés aux 12 sommets de
la particule à symétrie icosaédrique. Ils forment une struc-
ture en forme de fleur dans le cœur de la particule virale,
autour desquels s’enroulent les segments d’ARN [8]. Ces
derniers apparaissent en quatre couches concentriques dans
le cœur de la particule virale lorsque l’observation est faite
selon l’axe de symétrie passant par deux sommets de la
particule [9]. La protéine VP3 est une protéine de la capside
interne qui possède des déterminants antigéniques spécifi-
ques de groupe [10, 11]. La protéine VP7 est le composant
majeur de la capside interne du virus et possède également
des déterminants antigéniques de groupe. Le génome, loca-
lisé dans la capside interne est constitué de dix segments
d’ARN double brin (db) de tailles différentes [12]. La taille
totale du génome segmenté est d’environ 19 200 bases. Le
tableau 2 présente les caractéristiques des segments géno-
miques du virus de la FCO ainsi que de leurs produits
d’expression. La composition moyenne de la totalité du
génome séquencé est la suivante : 57 % (A + U) et 43 %
(G + C). Les extrémités 5’ et 3’ de tous les segments géno-
miques sont conservées. À l’extrémité 5’, on retrouve la
séquence GUUAAA et, à l’extrémité 3’, la séquence
ACUUAC. La taille moyenne des séquences non codantes

Tableau 1. Les sérogroupes du genre Orbivirus

Sérogroupes Nombre
de sérotypes

Hôtes vertébrés Invertébrés vecteurs

Bluetongue virus (BTV) 24 Ruminants domestiques et
sauvages

Culicoïdes

Epizootic hemorrhagic disease
of deer (EHDV)

8 Chameaux, bovins lamas, cerfs Culicoïdes

Eubenangee 4 Inconnu Culicoïdes, moustiques
African horsesickness (AHSV) 9 Equidés, zèbres, chiens,

éléphants, chameaux, moutons,
chèvres

Culicoïdes, moustiques

Encéphalose équine (EEV) 7 Chevaux Culicoïdes,
Warrego 2 Marsupiaux Culicoïdes,
Wallal 2 Marsupiaux Culicoïdes,
Palyam 11 Bovins, moutons Culicoïdes, moustiques
Changuinola 12 Humains, rongeurs Culicoïdes, phlébotomes
Corriparta 4 Humains, rongeurs Moustiques
Kemerovo 40 Humains, rongeurs, oiseaux,

bovins, moutons
Tiques

Umatilla 3 Oiseaux Moustiques
Orungo 4 Humains, chameaux, bovins,

chèvres, singes, moutons
Moustiques

Lebombo 1 Humains, rongeurs Moustiques
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des extrémités 5′ varie de 7 (segment 4) à 34 pb (segment 6)
alors que les séquences non codantes des extrémités 3′ sont
plus longues, de 79 (segment 6) à 116 pb (segment 10,
tableau 2).

Variabilité du génome

La comparaison des séquences nucléotidiques du seg-
ment 2 des BTV, AHSV et EHDV indique que le degré de
similitude n’est que de 39 %. La séquence de ce gène est
variable au sein même d’un sérotype puisque la comparai-
son des séquences des gènes 2 de la souche sauvage corse et
du vaccin de même sérotype utilisé en Corse montre une
identité de nucléotides de 96,5 % (identité acides aminés
98,4 %) sur l’ensemble de la séquence [13]. La comparai-
son des séquences en acides aminés des protéines VP2 de
AHSV4 et BTV10 [11] permet d’émettre l’hypothèse que
ces protéines auraient eu un ancêtre commun puis qu’elles
auraient évolué, notamment sous l’influence de la pression
de sélection du système immunitaire des hôtes respectifs de
ces virus [12]. Seules leurs extrémités carboxyterminales
sont conservées. Ces régions, non exposées à la surface du
virion, pourraient être impliquées dans des interactions
avec les protéines de capside (notammentVP5 etVP7) [12].
Les segments 3 des BTV, AHSV et EHDV sont plus conser-

vés entre eux que ne le sont leurs segments 2 : 59 % des
nucléotides des gènes 3 sont communs. Les gènes des
segments 4, 6, 7, 8 et 9 sont également plus conservés avec
respectivement 55,4 , 49, 55,2, 53, 50,6 et 49,8 % d’identité
entre le BTV et l’AHSV [14-17].

Cycle de réplication

La réplication du virus s’effectue dans le cytoplasme de la
cellule. La transcription s’effectue à partir des brins néga-
tifs d’ARN bicaténaires et nécessite une ARN polymérase
ARN-dépendante d’origine virale. Les ARN messagers,
coiffés et méthylés par des protéines virales non structura-
les, quittent la particule virale par des pores situés aux
sommets de la capside icosaédrique [4]. Des corps d’inclu-
sion virale, ou viroplasmes, dont le composant majeur est la
protéine NS2, sont détectés dans le cytoplasme de la cellule
infectée [18]. Ces structures semblent être le lieu de la
morphogenèse des particules virales. Le cycle de réplica-
tion des orbivirus est rapide puisque, 8 à 10 heures après
inoculation d’une culture de cellules MS ou Vero à haute
multiplicité d’infection à 37 °C, le virus est décelé dans le
surnageant de culture [19].
À cette phase d’éclipse succède une phase de croissance
exponentielle jusqu’à la 24e heure. L’attachement du virion

Tableau 2. Caractéristiques des segments génomiques et des protéines du virus de la BT sérotype 10 [12, 22]

Segments Taille
(en pb)

Région
non

codante
en 5’

Région
non

codante
en 3’

Protéines Masse
molaire
(kDa)

Localisation Nombre de
molécules
par virion

Fonctions ou
propriétés

1 3954 11 37 VP1 149 Protéine mineure
de la capside interne

10 - antigène de groupe
- ARN polymérase

2 2926 19 39 VP2 111 Capside externe 180
(60 trimères)

- spécificité de type
- antigène protecteur
- ligand récepteur
cellulaire
- hémagglutinine

3 2770 17 50 VP3 103 Protéine majeure
de la capside interne

120
(60 dimères)

- antigène de groupe

4 1981 7 41 VP4 76 Protéine mineure
de la capside interne

20
(dimères ?)

- antigène de groupe
- guanylyltransférase

5 1769 34 79 NS1 64 Protéine non
structurale

0 antigène de groupe

6 1638 29 31 VP5 59 Capside externe 360
(120 trimères)

spécificité de type

7 1156 17 92 VP7 38 Protéine majeure
de la capside interne

780
(260 trimères)

antigène de groupe

8 1124 19 34 NS2 41 Protéine non
structurale

0 - associée aux corps
d’inclusion
- fixe les ARN
messagers

9 1046 15 44 VP6/VP6A 36 Protéine mineure
de la capside interne

72 - antigène de groupe
- fixe les ARN sb et
db (hélicase)

10 822 19/58 116 NS3/NS3A 25 572/
24 020

Protéine non
structurale

0 - glycoprotéine,
- libération des virions
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à la membrane cellulaire s’effectue par l’intermédiaire de la
protéine VP2 et l’interaction de cette protéine avec son
ligand cellulaire déclenche l’internalisation du virus [20].
Le virus se fixe à son récepteur localisé dans la membrane
cellulaire dans un site caractérisé par la présence de molé-
cules de clathrine. La membrane cellulaire s’invagine alors,
produisant une vésicule (appelée coated-pit) dont la surface
externe est recouverte de clathrine. Le récepteur cellulaire
n’est pas identifié de façon définitive mais une syaloglyco-
protéine membranaire seule ou en association avec un coré-
cepteur interviendrait [20]. En outre, l’étude des interac-
tions entre le BTV et les érythrocytes indique que le virus se
fixerait par l’intermédiaire de la protéine VP2 à la syalogly-
cophorine A présente à la surface des hématies d’origine
humaine et animale, offrant ainsi au virus la possibilité de
circuler associé aux globules rouges et facilitant probable-
ment sa transmission au vecteur hématophage [21]. La VP5
virale intervient lorsque le pH diminue dans les vésicules
endosomales : cette protéine permet alors la perméabilisa-
tion des membranes compatibles avec ses propriétés de
fusion membranaire in vitro [22]. Les vacuoles d’endocy-
tose fusionnent avec des lysosomes. Huismans et al. [23]
ont montré qu’une heure après pénétration du virus de la
BT dans la cellule, la capside externe contenant les protéi-
nes VP2 et VP5 a été hydrolysée. Cette décapsidation est
nécessaire à l’activation de la transcriptase virale [23]. Un
mode de pénétration directe du virus de la BT dans la
cellule cible a été décrit pour les particules infectieuses
subvirales (qui résultent de la digestion du virion, in vitro,
par la chymotrypsine et qui contiennent les produits de
clivage de la protéine VP2) et les cores viraux (particules
virales ne contenant pas les protéines externes VP2 et VP5)
[24]. Les particules infectieuses subvirales et les cores sont
100 à 500 fois plus infectieuses pour les cellules d’insectes
(Aedes albopictus) que pour les cellules de mammifères et
sont 100 fois plus infectieuses pour les cellules d’insectes
que les particules virales intactes [25]. La protéine d’atta-
chement du virus aux cellules de Culicoides est la VP7 [26,
27].

L’induction de la transcription est effectuée dans les virions
décapsidés. La protéine VP1 du virus de la fièvre catarrhale
ovine, l’ARN polymérase ARN-dépendante du virus, a une
température optimale d’activité de 28 °C alors que celle des
autres réovirus est de 47 à 52 °C [28]. Cette propriété est à
relier avec le fait que le BTV, comme l’AHSV, est transmis
par des insectes hétérothermes dans lesquels il se réplique.
Les brins négatifs des ARN db sont transcrits en ARN
messagers précoces.

La transcription précoce est définie comme l’étape de trans-
cription se déroulant dans le core viral et produisant des
ARNm coiffés qui permettront la synthèse de protéines et
serviront de matrice à la synthèse des ARN négatifs. Les
ARNm précoces sont coiffés et polyadénylés. La protéine

VP4 serait, toujours chez le virus de la fièvre catarrhale, la
guanilyl-transférase [29]. Les ARNm synthétisés à l’inté-
rieur du core quitteraient celui-ci selon un mécanisme en-
core mal connu qui impliquerait un changement de confor-
mation du core viral. Les ARN génomiques négatifs sont
synthétisés à partir des ARN positifs préalablement trans-
crits. Cette synthèse s’effectue simultanément avec la for-
mation des particules provirales. La protéine NS2, une
phosphoprotéine, se fixe sur les ARN simples brins et
interviendrait dans la réplication. Les brins complémentai-
res ainsi synthétisés restent associés sous forme d’ARN
double brin. Les mécanismes par lesquels les dix ARN db
génomiques s’associent ensemble à l’intérieur de chaque
particule virale en formation restent inconnus. Les protéi-
nesVP6/VP6a du BTV, produits de traduction du segment 9
et qui possèdent des séquences en acides aminés communes
à celles des hélicases, pourraient jouer un rôle dans l’encap-
sidation des ARN db [10]. Dans la particule virale, les
segments d’ARN sont intimement associés aux complexes
de transcription (VP1 + VP4 + VP6) situés aux 12 som-
mets de la particule à symétrie icosaédrique. Un seul seg-
ment d’ARN est localisé à chaque sommet, ce qui explique
qu’un maximum de 12 segments d’ARN peut être intégré
dans une particule virale de ce type (applicable à tous les
réovirus). La réplication de l’ARN s’effectue au niveau de
ces complexes, les ARN néosynthétisés étant libérés en
dehors de la particule virale par les pores situés aux som-
mets de la particule icosaédrique. Deux heures après l’in-
fection de la cellule, des protéines d’origine virale peuvent
être détectées dans le cytoplasme. Cette production de
protéines virales s’effectue aux dépens de la synthèse des
protéines cellulaires. L’inactivation, inexpliquée, de la pro-
téine VP4 responsable du phénomène de coiffe des ARNm
explique l’arrêt de la traduction des ARNm coiffés (traduc-
tion « coiffe-dépendante ») aux profits de la traduction des
ARNm tardifs non coiffés (traduction « coiffe-
indépendante »). Ces derniers codent pour des protéines
structurales.
L’étude des produits d’expression en système eucaryote
des protéines structurales VP2, VP3 et VP5 du virus de la
fièvre catarrhale ovine [10, 30] permet de proposer le
schéma d’assemblage suivant. Les protéines VP3 synthéti-
sées forment dans le cytoplasme une particule instable à
géométrie icosaédrique. Les trois protéines VP1, VP4 et
VP6 interagissent avec cette structure dans laquelle les
ARN double brin sont encapsidés. La protéine VP7, sous
forme de trimère, se fixe à la surface de cette capside interne
et en rigidifie la structure, puis les protéines VP2 et VP5
constituent, dans une dernière étape, la capside externe. Les
particules virales sont associées aux filaments du cytosque-
lette via les protéines VP2 et/ou VP5 et transportées vers le
système membranaire de la cellule (réticulum endoplasmi-
que et appareil de Golgi). Les protéines NS3 et NS3A sont
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ancrées dans les membranes des vésicules intracellulaires
et dans la membrane plasmique. Ces deux protéines per-
mettraient la fixation et le transport des particules virales
dans les compartiments membranaires de la cellule et favo-
riseraient la libération des virions par bourgeonnement
[31]. Des échanges de segments génomiques peuvent se
produire lors d’infections simultanées d’une cellule par
deux Orbivirus d’un même groupe mais de sérotype diffé-
rent [32]. La fréquence de réassortiment des gènes est
variable : certains gènes, soumis à une forte pression de
sélection, sont plus fréquemment échangés que d’autres
[5]. Ce phénomène de réassortiment participe à l’évolution
génétique des Orbivirus. Aucune donnée n’est actuelle-
ment disponible sur l’importance et la fréquence de ces
réassortiments dans la nature.

Interactions hôtes-virus
et pathologies associées

Infection chez les ruminants

Après infection par piqûre d’insecte, le virus se réplique
d’abord dans le nœud lymphatique adjacent puis diffuse par
la voie lymphatique et hématique à l’ensemble des organes
et tissus. Il infecte les cellules endothéliales vasculaires, les
macrophages et les cellules dendritiques. L’infection des
cellules endothéliales a pour conséquence des thromboses
vasculaires et des nécroses ischémiques des tissus irrigués,
à l’origine de lésions d’ulcération buccale, de nécrose mus-
culaire et d’extravasation sanguine (pétéchies). L’infection
naturelle produit une virémie prolongée, jusqu’à 11 jours
chez le mouton et jusqu’à 49 jours chez le bovin et la
transmission du virus au vecteur a été montrée jusqu’à
21 jours post-infection chez le mouton et le bovin [33].
Toutefois, l’ARN viral peut être détecté jusqu’à 111-
222 jours post-infection. Le virus circule associé aux cel-
lules blanches et rouges du sang dans les premières phases
de l’infection, puis il est presque exclusivement associé aux
globules rouges dans les phases tardives. Cette association
favorise probablement la persistance du virus et sa trans-
mission aux diptères hématophages. Un récent travail incri-
mine les lymphocytes Tck, particulièrement abondants
chez les ruminants, dans la persistance du virus au niveau
de la peau, jusqu’à 9 semaines chez le mouton après infec-
tion intradermique, soit 5 à 6 semaines après que le virus
n’est plus détecté dans le sang périphérique [34]. La ré-
ponse inflammatoire intense résultant des piqûres de culi-
coïdes recruterait et activerait ces lymphocytes Tck au
niveau de la peau, permettant alors un cycle de réplication
viral important et favorisant la transmission du virus aux
vecteurs lors des prochains repas de sang. Ce mécanisme
pourrait contribuer à la persistance du virus chez l’animal
au cours de l’hiver dans les régions les plus septentrionales,

lorsque les culicoïdes ne sont plus actifs sur plusieurs
semaines consécutives.
C’est dans l’espèce ovine que la maladie peut revêtir toute
sa gravité. Cependant, pour diverses raisons (telles que des
variations du pouvoir pathogène selon les sérotypes ou les
souches, les vecteurs impliqués ou la résistance particulière
de certaines races ovines), l’infection n’entraîne pas tou-
jours l’apparition de symptômes. Ainsi, tous les intermé-
diaires entre la forme aiguë et les formes inapparentes sont
observés. Les formes cliniques graves ne sont décrites que
chez des ovins vivant dans des régions contaminées pour la
première fois (cas de la Corse en 2000) ou sur des races
améliorées (comme les races corses ou sardes) [35]. Après
une période d’incubation moyenne de 2 à 6 jours (avec un
maximum de 18 jours), les animaux présentent une hyper-
thermie (pouvant atteindre 42 °C) associée à une anorexie
et un abattement pendant 4 à 8 jours. Des phénomènes
congestifs, œdémateux et hémorragiques apparaissent
alors. Au niveau des muqueuses buccales, de vastes zones
de congestion (figure 2) et d’hémorragies punctiformes
accompagnées d’hypersalivation apparaissent, évoluant
vers l’ulcération, la langue devient cyanotique (d’où le nom
de bluetongue), signe cependant inconstant. L’anorexie est
alors totale. Des œdèmes sont observables dans l’espace
interdigité et sur le bourrelet coronaire des onglons (figure
2). Des pétéchies sont visibles à travers le revêtement
cutané et, par endroits, le tégument se rompt, donnant
naissance à de petits ulcères allongés, engendrant une boi-
terie importante sur les animaux les plus touchés. La
congestion de la peau peut se généraliser, entraînant une
chute de la laine en quelques semaines. Parallèlement à ces
signes cliniques, il est décrit une atteinte musculaire avec
myosite dégénérative ainsi que des complications d’ordre
pulmonaire ou digestif. Des avortements sont aussi
signalés [36].
Chez les bovins et caprins, l’infection est généralement
inapparente et se limite à une simple hyperthermie transi-
toire. Toutefois, dans quelques cas, une forme aiguë peut se
manifester. Les symptômes suivants peuvent être retrou-
vés : hyperthermie accompagnée de dyspnée et d’hypersa-
livation. De plus, en raison de son passage par voie trans-
placentaire, le virus provoque des avortements et des
mortinatalités. En Corse, chez les bovins et les caprins,
aucune manifestation clinique n’a été rapportée. En revan-
che, l’épisode récent apparu en Europe du nord montre une
sensibilité accrue des bovins au sérotype 8 circulant dans
cette zone.
Des études sérologiques ont montré que, dans la faune
sauvage africaine, de nombreuses espèces (notamment les
buffles, les chameaux, les grands koudous, les impalas et les
springboks) possédaient des anticorps contre le virus sans
aucun signe clinique apparent. En Amérique du Nord, des
cerfs mulets et wapitis ont été trouvés séropositifs. Le rôle
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de ces espèces animales dans l’épidémiologie de la maladie
n’est pas encore connu.

Infection du vecteur

Les Culicoides sont des diptères hématophages d’environ
2 mm de taille appartenant à la famille des Ceratopogoni-
dae (figure 3). Seulement 17 espèces de Culicoides parmi
les 1 254 répertoriées ont été incriminées dans la transmis-
sion du virus bluetongue [37]. Les espèces principales
avérées ou fortement suspectées sont C. imicola (Afrique,
Europe, Asie), C. bolitinos (Afrique), C. brevitarsis (Aus-
tralie), C. variipennis (Amérique du Nord) et C. insignis et
C. pusillus (Amérique centrale et du sud) [25, 37]. Cepen-
dant des foyers de FCO ont été déclarés dans des régions
d’Europe où C. imicola n’a encore jamais été identifié. Ce
fut le cas pour les épisodes bulgares de 1999 et 2001, impli-
quant le sérotype 9, pour lesquels le rôle des groupes

d’espèces C. obsoletus et C. pulicaris dans la transmission
est fortement suspecté [38]. C’est le cas pour l’épisode
actuel en Europe septentrionale. Le rôle d’espèces comme
celles appartenant aux groupes C obsoletus (C. obsoletus
ss, C. scoticus, C. dewulfi, C. montanus et C. chiopterus)
et C. pulicaris très largement répandus au nord est à sus-
pecter [39]. En outre, C. obsoletus et C. pulicaris peuvent
être infectés de façon expérimentale par repas de sang
contenant du virus bluetongue à des taux assez importants
[40].

La température joue un rôle dans la capacité vectorielle
(capacité du vecteur à transmettre l’infection) de ces espè-
ces de Culicoides. Ainsi, il a été montré que, pour C. imi-
cola, le délai nécessaire à la multiplication du virus à un
titre minimal nécessaire pour une transmission à l’animal
est de 4 jours à 30 °C et de 10 jours à 23,5 °C [41]. La
réplication virale à 15 °C n’est pas suffisante pour une

5
P

IIQR S
T III

5 5

5

5 5

Figure 2. Représentation cristallographique de la capside virale externe et interne du virus FCO, sérotype 10 [8]. L’image en haut à
gauche représente la capside externe avec les trimères de VP2 en rouge, et les trimères de VP5 en jaune. En haut, à droite vue agrandie.
En bas, à droite, capside interne de structure icosaédrique comprenant 12 pentons et 120 hexons. Deux cent soixante trimères de VP7,
soit 780 molécules de VP7, entrent dans la constitution de ces 132 capsomères. Chacune des 60 unités de structure de la particule
icosaédrique, représentée sur la figure par une surface triangulaire passant par trois axes de symétrie d’ordre 5, est constituée de 13
facettes (nombre de triangulation T égal à 13) correspondant à 13 molécules de VP7, arrangées en 5 trimères de VP7 repérés par les
lettres P, Q, R, S et T. La coque VP7 interagit avec une structure icosaédrique interne formée par des monomères de VP3 (image de
droite). Chaque unité de structure de la particule icosédrique recouvre deux monomères de VP3 (T égal à 2). 120 molécules suffisent à
la formation du polyèdre interne à 20 faces, grâce à une distorsion moléculaire des monomères VP3.
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éventuelle transmission et, à 10 °C, aucune réplication vi-
rale n’est détectée.
De même, des différences de compétence vectorielle (capa-
cité du vecteur à s’infecter et à répliquer le virus) entre
sérotypes ont été observées pour les vecteurs C. imicola ss
ou C. bolitinos [42]. Le sérotype 8, en cause dans les
récents foyers d’Europe du nord, n’est pas transmis pas
C. imicola, non détecté dans les piégeages, mais probable-
ment par des espèces européennes locales telles que C. ob-
soletus ou C. scoticus suspectées d’intervenir dans la trans-
mission de la BT dans d’autres zones sud-européennes où
C. imicola n’est pas présent (Balkans, Italie péninsulaire).
C. dewulfi a été également incriminé dans la mesure où de
l’ARN du BTV8 a été détecté chez des individus capturés à
Limburg aux Pays-Bas dans la zone index de l’épizootie
[Baldet, communication personnelle]. Finalement, la vi-
sion de la dynamique des vecteurs responsables de la trans-

mission du virus bluetongue est très restreinte. C’est en
partie la conséquence d’un manque de ressources humaines
en entomologie médicale et du trop récent développement
des outils moléculaires sur les Culicoides. Toutefois, des
tests PCR pour l’identification rapide des Culicoides adul-
tes ou larvaires [43] associés à des tests PCR spécifique du
virus bluetongue, ainsi que les études en phylogénétique
[44, 45] permettent d’envisager une meilleure connais-
sance des vecteurs potentiels, de leurs biotopes et des
méthodes possibles de contrôle.

Épidémiologie et diagnostic

Décrite pour la première fois en 1881 en Afrique du Sud, la
fièvre catarrhale ovine s’est étendue, à partir de 1940, en
Afrique centrale pour atteindre ensuite le bassin méditerra-

FMV - ULg - Belgium

Figure 3. Signes cliniques chez les ovins en haut (photos : C. Hamblin, Institute for animal Health, Pirbright, GB). A gauche : congestion
des muqueuses. A droite : inflammations des bourrelets coronaires. En bas, signes cliniques observés sur les bovins lors du dernier
épisode en Europe du nord (photos : Etienne Thiry, ULG, Belgique et Piet van Rijn, Pays-Bas).
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néen (Israël, Turquie, Syrie, Oman, Arabie Saoudite) et
l’Asie (Inde, Chine, Pakistan, Japon, Indonésie, Inde, Ma-
laisie). À l’heure actuelle, elle est également signalée en
Amérique du Nord (États-Unis, Canada), Amérique Cen-
trale, Amérique du Sud (Mexique, Chili, Brésil, Guyane),
Australie et Nouvelle Zélande. Traditionnellement, elle est
signalée sur tous les continents dans une zone comprise au
nord entre le 40° et le 50° parallèle et au sud entre le 20° et
le 30° parallèle, mais tous les sérotypes n’y sont pas repré-
sentés de façon identique. En Europe, la fièvre catarrhale
ovine a déjà fait incursion à trois reprises (au Portugal et en
Espagne de 1957 à 1960, à Chypre en 1977, en Grèce en
1980 sur l’île de Lesbos) mais l’efficacité des mesures
défensives (abattage des animaux infectés et contaminés,
désinsectisation...) ainsi que les conditions climatiques peu
favorables à la survie du vecteur ont contribué à son éradi-
cation. Les territoires et départements d’outre-mer français
sont infectés de façon endémique. Le dernier virus isolé sur
l’île de la Réunion en 2002 était de sérotype 3 [46].
Plus récemment, en 1998, cette maladie a fait son appari-
tion dans les îles grecques du sud-est de la mer Egée. En
1999, des cas ont été enregistrés en Grèce, Bulgarie, Tuni-
sie et Turquie ; en 2000 en Tunisie, Algérie, Italie (Sardai-
gne, Sicile et Calabres), Espagne (îles Baléares), à nouveau
en Grèce et finalement en France sur l’île de la Corse (49
foyers) [36, 47]. L’origine du virus dans le bassin méditer-
ranéen est double, une introduction depuis l’Asie (Tur-
quie ?) pour certains sérotypes retrouvés en Italie et une
introduction depuis le Maghreb pour d’autres sérotypes
retrouvés en Espagne, France et Italie [48]. La maladie s’est
installée durablement au moins en Italie et en Corse. Elle a
été dans un premier temps contrôlée en 2001, en Espagne
(îles Baléares), puis réintroduite depuis le Maroc en 2004.
En 2004, le Portugal a également été concerné en lien avec
les foyers espagnols. Elle s’est également étendue au nord
et a sévi en Bulgarie, au Kosovo et en Serbie [48]. En
août 2006, plusieurs dizaines de foyers ont été diagnosti-
qués pour la première fois dans le nord de l’Europe, Alle-
magne, Belgique, Pays-Bas, Luxembourg et enfin France
(Meuse et Ardennes). L’origine de l’infection reste indéter-
minée. Le vecteur principal du virus en Europe du sud
(C. imicola) n’a pas été retrouvé en Europe du nord, sug-
gérant qu’un nouveau vecteur a pris le relais. En effet, la
transmission ne se fait presque exclusivement que par les
vecteurs Culicoides : un animal infecté ne peut contaminer
un autre animal par contact direct. Des cas de transmission
par voie vénérienne ou par transfert d’embryons ont été
décrits mais ils restent anecdotiques sur le plan épidémio-
logique.
Les sérotypes impliqués au cours des différents épisodes
récents observés en Europe sont indiqués en figure 4.
Chez les ovins, la fièvre catarrhale ovine peut être diagnos-
tiquée cliniquement lors de l’observation de syndromes

fébriles associés à des lésions des muqueuses oronasales.
Dans les autres espèces (bovine ou caprine), le diagnostic
est difficile du seul point de vue clinique. Sur un plan
épidémiologique, cette maladie ne survient sous nos latitu-
des que durant les périodes chaudes de l’année qui permet-
tent au vecteur de se multiplier. À l’autopsie, les lésions
sont caractérisées par la présence d’œdèmes dans la plupart
des tissus. Les muqueuses du tractus digestif et génito-
urinaire sont le siège de pétéchies ou d’ecchymoses locali-
sées, parfois cyanotiques. Il est quelquefois observé de
l’œdème et des hémorragies dans les poumons et sur la
paroi artérielle à la base de l’artère pulmonaire. Le tissu
conjonctif sous-cutané est infiltré de liquide gélatineux. Les
muscles sont le siège d’une importante dégénérescence. Le
diagnostic différentiel en France doit tenir compte de la
présence enzootique de l’ecthyma contagieux provoquant
des lésions péribuccales de nature papulocroûteuse ou ulcé-
rative. Cependant, des vésiculopustules ou des nodules sont
observées sur l’ensemble du corps et cette infection ne
provoque pas d’œdème. La fièvre aphteuse, en raison des
lésions buccales et podales qu’elle provoque, devrait être
suspectée de façon systématique. Ses lésions sont cepen-
dant beaucoup moins prononcées que lors d’un épisode de
fièvre catarrhale ovine et surtout ne sont pas accompagnées
d’œdèmes. La fièvre catarrhale ovine peut également être
confondue avec la nécrobacillose qui provoque des ulcères
profonds chez des animaux dénutris ou immunodéprimés et
les allergies aux piqûres d’insectes qui se caractérisent par
des papules œdémateuses puis par des vésicules et ulcères
superficiels.
Le diagnostic de laboratoire est la plupart du temps indis-
pensable pour confirmer le diagnostic clinique, mais sur-
tout pour identifier le sérotype incriminé. Le diagnostic
virologique consiste à mettre en évidence le virus (diagnos-

Figure 4. Culicoides imicola (photo Bruno Matthieu, EID).

revue

Virologie, Vol. 11, n° 1, janvier-février 2007 9



ÉPR
EU

VES

tic conventionnel) ou son génome (diagnostic moléculaire).
En cas de suspicion, il convient de prélever 5 ml de sang sur
anticoagulant (EDTA) pendant la phase d’hyperthermie qui
correspond à la phase de virémie. Sur le cadavre frais,
seront prélevés la rate, le cœur et/ou les nœuds lymphati-
ques. Après acheminement des prélèvements au labora-
toire, sous régime du froid, le virus pourra être isolé après
passage sur œufs embryonnés de 9 à 11 jours [49], puis sur
culture cellulaire (cellules BHK ou Vero). Le typage peut
être effectué, après isolement du virus, par neutralisation
virale sur cultures de cellules à l’aide des 24 sérums hype-
rimmuns spécifiques produits sur ovins ou lapins. Des
techniques plus rapides font appel à l’amplification génique
ou RT-PCR : l’amplification de gènes hautement conservés
(les segments 7, 8, 9 et 10) chez les 24 sérotypes permet le
diagnostic du virus bluetongue en 24 heures [13]. Ces tech-
niques présentent une haute spécificité ainsi qu’une grande
sensibilité. Une amélioration technologique (la PCR en
temps réel) basée sur l’utilisation de fluorophores permet
maintenant la quantification du génome dans les prélève-
ments [50]. Le typage peut aussi être effectué par RT-PCR
spécifique de type [47].
De nombreuses techniques de détection des anticorps séri-
ques ont été mises au point mais seules deux d’entre elles
sont recommandées par l’OIE [51] : l’immunodiffusion en
gélose et l’Elisa de compétition qui est aujourd’hui le test
plus utilisé (plusieurs kits sont commercialisés). Ces deux
techniques permettent un diagnostic de groupe puisqu’elles
reposent sur la reconnaissance d’antigènes communs aux
24 sérotypes. Les prélèvements à effectuer sont des prises
de sang sur tube sec (10 ml environ). Dans les régions où les
cheptels ovins sont vaccinés, la séropositivité peut être
attribuée à la détection d’anticorps post-vaccinaux. La neu-
tralisation virale sur culture de cellules est utilisée pour
identifier le sérotype en cause ou pour déterminer le ou les
sérotypes contre lesquels un animal a été immunisé. Cepen-
dant, en raison des nombreuses réactions croisées entre
sérotypes, l’interprétation peut être délicate.

Contrôle

Conformément aux prescriptions de l’OIE et aux recom-
mandations de l’Union européenne qui visent à prévenir
toute extension de la maladie, des restrictions aux mouve-
ments des ruminants sont appliquées aux régions infectées.
Ces mesures consistent pour l’essentiel en l’isolement des
animaux malades, la mise sous surveillance de l’exploita-
tion par arrêté préfectoral, l’interdiction de tout mouvement
des espèces sensibles, la réalisation de prélèvements desti-
nés à localiser la présence de la fièvre catarrhale ovine, le
traitement des animaux et des bâtiments contre les insectes
et, enfin, la surveillance entomologique par la mise en

œuvre de piégeages. En raison de la présence du virus en
Corse, en Espagne et en Italie, des enquêtes sérologiques et
entomologiques ont été organisées dans les départements
du littoral méditerranéen. Cependant, compte tenu du ca-
ractère vectoriel de la FCO, l’efficacité des mesures de
contrôle sanitaires est limitée. La vaccination est actuelle-
ment le meilleur moyen de lutte contre cette maladie vec-
torielle. Dès la connaissance de la présence du virus de la
fièvre catarrhale ovine en Corse, les services vétérinaires
français ont pris la décision de la mise en œuvre d’une
prophylaxie médicale. Ainsi, une campagne de vaccination
à l’aide d’un vaccin à virus atténué monovalent (sérotype 2,
[52, 53]) a été organisée après l’isolement et le typage du
virus responsable des premières épizooties corses en 2000.
Après deux campagnes de vaccination en 2000 et 2001
contre ce sérotype, celui-ci n’a plus été isolé lors des
épizooties de 2003 et 2004. En 2004, des campagnes simi-
laires ont été menées contre les sérotypes 4 et 16, toujours
avec des vaccins à virus atténué. En décembre 2004, l’uti-
lisation du vaccin à virus atténué sérotype 16 a été suspen-
due, suite à l’apparition, dans les élevages ovins vaccinés,
de signes cliniques évocateurs de la maladie. La mauvaise
atténuation du vaccin semblait en être la cause. L’utilisa-
tion d’un vaccin vivant peut présenter un certain nombre de
risques : atténuation insuffisante ou retour à la virulence de
la souche vaccinale, effets tératogènes (les animaux en
gestation ne pouvant être vaccinés), risque de réassortiment
génétique avec un virus sauvage et, enfin, les souches
vaccinales circulent dans le sang périphérique et sont sus-
ceptibles d’être transmise à d’autres animaux par le biais
des Culicoïdes. Depuis 2004, les autorités vétérinaires fran-
çaises ont préconisé l’utilisation de nouveaux vaccins à
virus inactivé. Ces vaccins contre les sérotypes 2 et 4,
réalisés à partir d’isolats corses, sont maintenant utilisés en
Corse, en Italie et en Espagne. D’autres vaccins, utilisant
des antigènes composés de pseudo-particules constituées
des protéines de structure VP2-VP5 ou basés sur des vac-
cins recombinants de type vaccine, canarypox ou capripox,
ont donné des résultats prometteurs mais ne sont pas encore
commercialisés [12, 54-56].

Compte tenu de la pluralité antigénique du virus
bluetongue (24 sérotypes différenciés par séroneutralisa-
tion), la vaccination contre un sérotype à l’aide d’un vaccin
à virus atténué ou inactivé monovalent n’engendre pas de
protection croisée avec les 23 autres sérotypes. La vaccina-
tion contre plusieurs sérotypes nécessite l’utilisation en
mélange de plusieurs sérotypes atténués ou inactivés. Des
vaccins de nouvelle génération permettant de vacciner
contre plusieurs sérotypes sont en cours de développement.
Ils sont basés sur l’expression d’antigènes conservés
comme la VP7 [56] (figure 5 Merci de replacer cet appel de
figure, initialement absent du texte, au bon endroit.).
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Conclusion

La fièvre catarrhale ovine, traditionnellement maladie exo-
tique en Europe, est en quelques années devenue enzooti-
que dans les pays d’Europe du sud (Portugal, Espagne,
Italie et France) et s’est même tout récemment invitée en
Europe du Nord (Allemagne, Pays-Bas, Belgique et
Luxembourg). Si dans le premier cas, le réchauffement
climatique peut être incriminé comme à l’origine de l’in-
fection, en permettant aux vecteurs de remonter vers le
nord, dans le second cas, l’émergence des foyers est proba-
blement liée à l’introduction d’un animal virémique suivie
d’une transmission locale par de nouveaux vecteurs endé-
miques encore non identifiés. Dans les deux cas, le lecteur
trouvera une origine humaine à l’extension de cette infec-
tion « tropicale », conséquence de la globalisation des acti-
vités et de leurs effets secondaires et des échanges commer-
ciaux.
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