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 Résumé 

Résumé 

Les maladies animales transfrontalières (MAT) sont des maladies du bétail 

transmissibles et hautement contagieuses possédant un potentiel de propagation très 

élevé et rapide se traduisant par de graves conséquences socio-économiques et/ou de 

santé publique. Cette étude avait pour but d'étudier la distribution spatio-temporelle de 

la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants (PPR) et de la fièvre catarrhale ovine 

en Algérie ainsi que les lésions anatomo-pathomorphologiques observées chez les 

ruminants naturellement infectés. Elle visait également à contribuer à la surveillance de 

ces maladies en intégrant l’anatomie pathologique comme outil de diagnostic précoce. 

Diverses sources, telles que des publications de revues à comité de lecture, des rapports 

de laboratoires de référence et la base de données WAHIS, ont été utilisées pour recueillir 

des données relatives aux foyers des maladies citées ci-dessus au cours de la période 

2004-2024. Les données ont été compilées et analysées à l'aide du progiciel MS Office 

Excel ® 2019 MSO (Version 2409 Build 16.0.18025.20030) 64 bits. Un total de 23 

agneaux (18 agneaux suspects de fièvre aphteuse et 5 agneaux suspects de PPR) a été 

soumis à la salle de nécropsie de l’institut vétérinaire de Tiaret. Une nécropsie 

standardisée complète a été réalisée pour ces agneaux suspects. Un examen complet de 

tous les organes a été effectué, en accordant une attention particulière au  cœur, la langue, 

le palais dur, le rumen et les organes lymphoïdes (rate, thymus et ganglions lymphatiques 

régionaux) pour les cas de fièvre aphteuse, une attention particulière a été accordée aux 

poumons, la trachée, les différentes parties de l'intestin grêle et du gros intestin ainsi que 

les ganglions mésentériques en ce qui concerne les cas de PPR, des échantillons 

représentatifs des organes sus-cités ont été fixés dans une solution de formol tamponné 

neutre à 10%. Lors des épisodes survenus en Algérie, la maladie qui a enregistré le plus 

grand nombre de foyers, de cas et d'animaux morts en Algérie est la fièvre aphteuse avec 

980 foyers, 11159 cas et 3692 animaux morts, suivie de la PPR avec 166 foyers, 3601 

cas et 1720 animaux morts et de la fièvre catarrhale ovine avec 127 foyers, 602 cas et 

104 animaux morts. Les nécropsies des animaux affectés ont révélé des lésions 

macroscopiques importantes dans les organes tels que les poumons, les intestins, la rate 

et les ganglions lymphatiques pour la PPR, le cœur, la langue, le rumen pour la fièvre 

aphteuse. De même pour la PPR, l'analyse histopathologique a également révélé de 

sévères lésions, notamment la pneumonie interstitielle, la formation de cellules 

syncytiales et la gastro-entérite. La myocardite, la nécrose et la dégénérescence 

hydropique dans les différents organes sont les principales lésions observées pour la 

fièvre aphteuse. Les lésions anatomo-pathologiques observées dans cette étude étaient 

cohérentes avec celles précédemment documentées dans des études expérimentales, ce 

qui a permis de confirmer le diagnostic basé sur les signes cliniques et l'historique de la 

maladie. 

Mots clés : Peste des petits ruminants, fièvre aphteuse, fièvre catarrhale ovine, épidémiologie, 

anatomie pathologique, tissu lymphoïde, Algérie. 



 

 
 

 Abstract 

Abstract 

Transboundary animal diseases (TADs) are highly contagious, transmissible livestock diseases 

with the potential to spread rapidly and severely, with serious socio-economic and/or public 

health consequences. This study aimed to investigate the spatiotemporal distribution of foot and 

mouth disease (FMD), peste des petits ruminants (PPR) and bluetongue (BT) in Algeria and to 

understand the pathomorphologic lesions in naturally infected ruminants. It also aimed to 

contribute to the monitoring of these diseases by integrating pathological anatomy as an early 

diagnostic tool. Various sources, such as peer-reviewed journal publications, reference 

laboratory reports, and the WAHIS database, were used to gather data on outbreaks of the 

above-mentioned diseases over the period 2004-2024. The data were compiled and analyzed 

using MS Office Excel® 2019 software MSO (Version 2409 Build 16.0.18025.20030) 64 bits. 

A total of 23 lambs (18 FMD-suspect lambs and 5 PPR-suspect lambs) was submitted to the 

necropsy room at the Tiaret Veterinary Institute. Full standardized necropsy was performed for 

these suspected lambs. A comprehensive examination of all organs was conducted, with a 

special attention to the heart, tongue, hard palate, rumen and lymphoid organs (Spleen, thymus 

and regional lymph nodes) for FMD cases, and special attention was taken to the lung, trachea, 

different parts of small and large intestine and mesenteric lymph node for PPR cases and 

representative tissue samples of the above organs were fixed in a 10% neutral buffered formalin 

solution. The disease with the highest number of outbreaks, cases and dead animals in Algeria 

was foot-and-mouth disease with 980 outbreaks, 11159 cases and 3692 dead animals followed 

by PPR with 166 outbreaks, 3601 cases and 1720 dead animals and BT with 127 outbreaks, 602 

cases and 104 dead animals in all episodes in Algeria. Necropsies of affected animals revealed 

extensive macroscopic lesions in organs such as the lungs, intestines, spleen and lymph nodes 

for PPR and the heart, tongue and rumen for FMD. Histopathological analysis also highlighted 

the severity of lesions, notably interstitial pneumonia, syncytial cell formation and severe 

gastroenteritis for PPR. Myocarditis, necrosis and hydropic degeneration in the various organs 

are the main lesions observed for FMD. The pathological lesions observed in this study were 

consistent with those previously documented in experimental studies, allowing confirmation of 

the diagnosis based on clinical signs and disease history. 

Key words: Peste des petits ruminants, foot-and-mouth disease, bluetongue, epidemiology, 

pathology, lymphoid tissue, Algeria.



 

 
 

 الملخص  

 الملخص 

الأمراض الحيوانية العابرة للحدود أمراض حيوانية شديدة العدوى وقابلة للانتقال من الماشية مع إمكانية انتشارها بسرعة تعد  

هدفت هذه الدراسة إلى استقصاء  .وبشدة، مع ما يترتب على ذلك من عواقب اجتماعية واقتصادية و/أو صحية عامة خطيرة

التوزيع المكاني والزماني للحمى القلاعية وطاعون المجترات الصغيرة واللسان الأزرق في الجزائر وفهم الآفات المرضية 

كما هدفت أيضًا إلى المساهمة في مراقبة هذه الأمراض من خلال إدماج علم التشريح   .في المجترات المصابة بشكل طبيعي

استخُدمت مصادر مختلفة، مثل منشورات المجلات المحكمة والتقارير المخبرية المرجعية  .كأداة للتشخيص المبكر المرضي

-2004تفشي الأمراض المذكورة أعلاه خلال الفترة   بيانات عن حالاتوقاعدة بيانات المعهد العالمي للصحة الحيوانية لجمع  

خراف مشتبه في إصابتها    18خروفاً )  23تم إرسال مجموعة من   الاكسل.  . تم تجميع البيانات وتحليلها باستخدام برنامج2024

  في المعهد البيطري بتيارت التشريحخراف مشتبه في إصابتها بطاعون المجترات الصغيرة( إلى غرفة  5بالحمى القلاعية و

مع إجراء فحص خاص للقلب   تم إجراء تشريح موحد كامل لهذه الحملان المشتبه بها. تم إجراء فحص شامل لجميع الأعضاء

واللسان والحنك الصلب والكرش والأعضاء اللمفاوية )الطحال والغدة الصعترية والعقد اللمفاوية الإقليمية( لحالات الحمى 

الهوائية والقصبة  للرئة  خاص  فحص  إجراء  وتم  اللمفاوية  القلاعية،  والعقد  والغليظة  الدقيقة  الأمعاء  من  مختلفة  وأجزاء 

 ٪ من محلول الفورمالين المحايد10في  عينات تمثيلية من الأعضاء المعنية  ون المجترات وتم تثبيت  المساريقية لحالات طاع

وكان المرض الذي سجل أكبر عدد من حالات التفشي والحالات والحيوانات النافقة في الجزائر هو الحمى القلاعية حيث بلغ  

حالة تفشي    166بـ  حيواناً نافقاً يليه طاعون المجترات الصغيرة    3692حالة و  11159حالة تفشي و  980عدد حالات التفشي  

حيوانات نافقة في جميع    104و  حالة  602تفشي و  حالة  127  الأزرق بـ اللسانحيواناً نافقاً ثم مرض    1720حالة و  3601و

الرئتين والأمعاء  كشف تشريح جثث الحيوانات المصابة عن آفات جسيمة واسعة النطاق في أعضاء مثل   .الحلقات في الجزائر

اللمفاوية بالنسبة لطاعون المجترات الصغيرة والقلب واللسان والكرش بالنسبة للحمى القلاعية. كما سلط   والطحال والعقد 

تحليل التشريح المرضي الضوء على شدة الآفات، لا سيما الالتهاب الرئوي الخلالي وتكوين الخلايا الخلوية والتهاب المعدة 

بالنسبة لطاعون المجترات الصغيرة والتهاب عضلة القلب والنخر والتنكس المائي في مختلف الأعضاء هي  والأمعاء الحاد  

كانت الآفات المرضية التي لوحظت في هذه الدراسة متوافقة مع تلك التي  .الآفات الرئيسية التي لوحظت في الحمى القلاعية

 تأكيد التشخيص بناءً على العلامات السريرية والتاريخ المرضي تم توثيقها سابقاً في الدراسات التجريبية، مما يسمح ب 

علم الأوبئة، علم الأمراض التشريحية،    الأزرق،اللسان    : طاعون المجترات الصغيرة، الحمى القلاعية،الكلمات المفتاحية

 . الأنسجة اللمفاوية، الجزائر
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Introduction 

Les maladies animales transfrontalières (MAT) sont des maladies du bétail transmissibles et 

hautement contagieuses possédant un potentiel de propagation très grave et rapide se traduisant 

par de graves conséquences socio-économiques et/ou de santé publique. Leurs répercussions 

sur le commerce international des animaux et des produits animaux sont loin d’être 

négligeables. En effet, les risques qui y sont associés du fait de la mondialisation représentent 

une menace sérieuse sur la production et la productivité, les économies locales et nationales et 

la santé publique (Negesso et al., 2016).  

En raison des très longues frontières avec les pays du Sahel qui bordent le désert, la plupart des 

mouvements incontrôlés de bétail dans les pays d'Afrique du Nord ont lieu par transport 

terrestre (Oueslati, 2012).  

Certaines maladies animales transfrontalières peuvent être mortelles, mais la gravité de la 

maladie varie en fonction de plusieurs facteurs tels que l'espèce et la race de l'animal, l'âge, 

l'alimentation, l'agent pathogène, etc. Le taux de mortalité varie de 50 à 90 % chez les animaux 

sensibles pour la plupart de ces maladies (Otte et al., 2004). 

L'introduction de maladies animales dans un nouveau lieu géographique se fait généralement 

par l'entrée d'animaux vivants malades et de produits animaux contaminés. D'autres 

introductions résultent de l'importation de produits biologiques contaminés, tels que des vaccins 

ou du plasma germinatif, ou de l'entrée de personnes infectées (dans le cas de maladies 

zoonotiques) (Getachew et Hamid, 2019). 

Au cours de la période 2004-2024, l'Algérie a été confrontée à des épisodes significatifs de la 

fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants (PPR) et de la fièvre catarrhale ovine (FCO). 

En 2019, une épidémie significative des maladies citées ci-dessus s’est traduite par la mise en 

place de campagnes de vaccination renforcées et d’une surveillance épidémiologique accrue 

afin de maîtriser la propagation de ces maladies. Malgré ces initiatives, des cas récurrents ont 

été enregistrés en 2020, 2022 et en 2023, soulignant ainsi la persistance du défi que représentent 

ces maladies pour la santé animale en Algérie (WAHIS, 2024). 

Le diagnostic clinique de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants (PPR) et de la 

fièvre catarrhale ovine (FCO) est complexe en raison de la similarité des symptômes avec 

d'autres pathologies infectieuses, ce qui peut prêter à confusion. Une approche intégrée, 

combinant l'examen et les tests de laboratoire, est essentielle pour établir un diagnostic précis 

et mettre en œuvre des mesures de contrôle appropriées. Bien que les tests spécifiques tels que 
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ELISA ou PCR soient largement utilisés, leur disponibilité, leur coût élevé et la nécessité de 

disposer d'un équipement spécialisé posent des problèmes importants, en particulier dans notre 

région. En outre, les résultats de ces tests peuvent prendre beaucoup de temps, ce qui peut 

donner lieu à un diagnostic tardif et entraver la mise en œuvre de mesures de contrôle. Ces tests 

peuvent parfois donner des résultats faussement négatifs ou positifs, en particulier dans les cas 

d'infections précoces ou de vaccination antérieure (Zientara et al., 2017). Par exemple, la 

détection des anticorps contre le virus de la FCO peut être influencée par des facteurs 

environnementaux et par l'immunité croisée avec d'autres virus (Sexton and Ebel, 2019). En 

outre, la rapidité de détection est cruciale pour limiter la propagation de ces maladies, mais des 

retards dans les résultats des tests peuvent entraîner des épidémies importantes, comme cela a 

été observé lors de l'épidémie de fièvre aphteuse au Royaume-Uni en 2001 (Paton et al., 2018). 

Dans ce contexte, l'histopathologie émerge comme un outil de diagnostic précis des maladies 

animales transfrontalières. Elle permet de visualiser directement les effets des virus sur les 

tissus et d'identifier rapidement et précisément les infections, ce qui est essentiel pour la gestion 

des maladies, la mise en œuvre de mesures de contrôle et de prévention et l'avancement de la 

recherche vétérinaire. Elle permet aussi d'étudier la pathogénie des maladies virales. Cela 

comprend les mécanismes d'infection, la propagation du virus dans l'organisme et la réponse 

des tissus infectés. En plus, l’histopathologie peut aider à identifier des infections secondaires 

ou des complications, ce qui est essentiel pour une gestion clinique appropriée (Hille et al., 

2023). 

L'objectif de cette étude menée dans l'ouest de l'Algérie est d'étudier la situation actuelle de 

certaines maladies animales transfrontalières (fièvre aphteuse, peste des petits ruminants (PPR) 

et fièvre catarrhale ovine (FCO) et de comprendre les lésions anatomo-pathomorphologiques 

chez les animaux naturellement infectés par ces maladies et de montrer éventuellement de 

nouveaux aspects qui pourraient aider à diagnostiquer précocement et contrôler ces maladies.
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I.1. Fièvre aphteuse 

I.1.1. Étiologie  

Le virus de la fièvre aphteuse est classé dans le genre Aphthovirus en tant que membre de la 

famille des Picornaviridae. Il s'agit d'un petit virus à ARN monocaténaire non enveloppé, de 

forme icosaédrique et d'un diamètre de 26 nm (Fig.1), il est subdivisé en sept sérotypes 

principaux : O, A, C, SAT1, SAT2, SAT3 et ASIA1 avec plus de 60 sous-types sont décrits (Fig. 

2) (Admassu et al., 2015). 

Le virion contient un ARN monocaténaire positif d'une longueur d'environ 8 500 nucléotides 

(Longjam et al., 2011). Il y a 60 copies de chaque protéine virale structurale (VP1, VP2, VP3 

et VP4), les trois premières ayant des composants de surface et un poids moléculaire d'environ 

24 kDa, tandis que la quatrième a un poids moléculaire d'environ 8,5 kDa et elle est interne au 

virion. En outre, VP0, le précurseur de VP2 et VP4, est généralement présent dans une ou deux 

unités du virion (Domingo et al., 1992). Les protéines VP1, VP 2, VP 3 se replient en une barre 

de 13 en forme de coin à huit brins, qui constitue la majeure partie de la structure de la capside 

(Acharya et al., 1989). Le génome viral est traduit en une seule polyprotéine qui est clivée par 

les protéases virales, ce qui entraîne la production de plusieurs polypeptides viraux, dont huit 

protéines non structurales (PNS) différentes. Ces PNS, ainsi qu'un certain nombre de 

polypeptides précurseurs, jouent un rôle essentiel dans le cycle de réplication du virus dans des 

cellules infectées (Clavijo et al., 2004). 

 

Figure.1 Observation de capsides 

FMDV sous microscopie Cryo-

électronique après exposition à un pH 

acide (Malik et al., 2017) 
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Figure. 2 Arbre phylogénétique montrant la 

relation entre les différents sérotypes de la 

fièvre aphteuse (WRLFMD, 2024). 

 

I.1.1.1.  Cycle de réplication du FMDV 

L'ensemble du cycle de réplication du virus se déroule dans le cytoplasme. L'ARN viral contient 

toutes les informations nécessaires pour prendre le contrôle de la machinerie cellulaire et 

induire l'arrêt de la synthèse macromoléculaire de l'hôte dans les cellules infectées où les 

produits viraux sont traduits de manière indépendante de la coiffe. La réplication de l'ARN 

amorcée par la protéine virale liée au génome (VPg) est effectuée par l'ARN polymérase ARN 

dépendante du poliovirus (3Dpol) qui transcrit l'ARN à brin positif en une molécule d'ARN à 

brin négatif complémentaire. Ensuite, 3Dpol génère plusieurs ARN à brin positif qui entrent 

dans un nouveau cycle de traduction et de réplication de l'ARN, ou sont emballés par les 

protéines de la capside pour former de nouvelles particules virales qui sont finalement libérées 

par la lyse cellulaire (Fig.3), (Rodriguez et Sáiz, 2017). 
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Figure. 3 Génome du virus de la fièvre aphteuse (A) et cycle de 

réplication (B) (Rodriguez et Sáiz, 2017). 

 

I.1.2. Pathogénie 

La primo-infection par le virus de la fièvre aphteuse se produit à l'intérieur des cellules 

épithéliales de la muqueuse oropharyngée ou nasopharyngée, en fonction de l'espèce hôte. Les 

bovins sont très vulnérables à l'infection par le virus de la fièvre aphteuse par inhalation, et le 

site primaire de l'infection est localisé dans des régions spécifiques de l'épithélium 

nasopharyngé recouvrant le tissu lymphoïde associé à la muqueuse (MALT) (Arzt et al., 2010). 

Chez les ovins, l'infection primaire se produit soit dans les cryptes épithéliales des amygdales 

oropharyngées ou laryngopharyngées, soit dans la muqueuse nasopharyngée (Stenfeldt et al., 

2019). Le virus se réplique d'abord dans la muqueuse pharyngée, puis se déplace dans le 

système sanguin et lymphatique vers des sites secondaires de réplication dans la bouche, la 

glande mammaire et le pied (Azeem et al., 2020). En cas d'infection persistante chez les ovins, 

le virus de la fièvre aphteuse est localisé dans les cryptes épithéliales des amygdales palatines, 

ce qui est différent des bovins (Stenfeldt et al., 2019). 

Le virus s'infiltre dans la zone affectée, formant des sacs appelés vésicules. Lorsque celles-ci 

se rompent, le virus se propage dans les 24 à 48 heures pendant la phase fébrile de l'infection, 
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pénétrant dans la circulation sanguine via le système lymphatique, où la charge virale peut 

atteindre jusqu'à 10 000 unités par millilitre. Le virus se propage ensuite aux organes et aux 

tissus, formant des vésicules secondaires (Holveck, 2002). La phase virémique se caractérise 

par l'apparition des signes distinctifs de la fièvre aphteuse, à savoir la vésiculation et l'érosion 

de divers sites épithéliaux, notamment la bouche, les pieds, les trayons, le prépuce et les piliers 

du rumen (Arzt et al., 2011). Le développement des vésicules, la destruction des cellules et une 

inflammation importante se produisent dans les sites de réplication secondaires (muqueuse 

buccale, peau interdigitée, peau des trayons et cœur) mais pas dans l'épithélium du site de 

réplication primaire (Zhang et Alexandersen, 2004 ; Arzt et al., 2010). Outre ses propriétés 

épithéliotropes spécifiques, la fièvre aphteuse a également un effet myotrope distinct. Chez les 

jeunes animaux, la dégénérescence parenchymateuse avec nécrose myocardique se manifeste 

par des taches gris clair ou jaunâtres, ce qui a donné au cœur affecté le nom de "cœur de tigre" 

(Röhrer, 1969). Les sources de virus sont les aphtes, le mucus nasal et les larmes. Lorsque les 

aphtes se rompent, leurs parois restent virulentes jusqu'au quatrième jour après la rupture et la 

virulence de la salive est la plus élevée, puis après la déglutition, le virus est présent dans les 

fèces en quantité variable mais généralement plus faible (Aziz et Izzedine, 2018). 

Il est bien connu que pendant la période de convalescence, après la disparition de la virémie, le 

virus de la fièvre aphteuse reste présent à des titres très élevés dans les sites de prédilection des 

lésions. En outre, le virus de la fièvre aphteuse persiste dans certains tissus pendant de longues 

périodes après l'élimination du virus des sites de lésion, et une sous-population de ruminants 

infectés par le virus de la fièvre aphteuse développe une infection chronique asymptomatique, 

appelée persistance ou état de porteur (Arzt et al., 2011). Lorsqu'il infecte l'hôte, le virus est 

attaqué par la réponse immunitaire de l'hôte. Dans cette lutte de longue durée contre la réponse 

immunitaire de l'hôte, le virus a évolué et développé une série de mécanismes d'échappement 

immunitaire pour surmonter l'élimination et l'inhibition du système immunitaire de l'hôte (Yang 

et al.,2020).  

I.1.3. Transmission 

Le virus de la fièvre aphteuse peut infecter le bétail sensible par contact direct ou indirect avec 

des animaux infectés ou par l'intermédiaire d'un environnement infecté (Alexandersen et al., 

2003). La transmission par voie aérienne de gouttelettes et de noyaux de gouttelettes est 

probablement le mode de transmission le plus courant lorsque des animaux infectés et sensibles 

se trouvent à proximité les uns des autres. La transmission aérienne du virus sur de longues 
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distances est une voie d'infection peu courante mais importante, qui nécessite la combinaison 

fortuite de certains facteurs (Fig. 4) (Alexandersen et al., 2003). 

La période d'incubation pour la propagation par contact direct d'une ferme à l'autre peut aller 

de 2 à 14 jours (Garland et Donaldson, 1990). 

 

Figure. 4 Cycle de transmission du virus de la fièvre aphteuse (Aslam et Alkheraije, 2023) 

I.1.4. Signes cliniques 

La fièvre aphteuse peut se présenter sous la forme de diverses manifestations cliniques, allant 

de légères à graves, en fonction de l'espèce. De nombreuses variables influencent la période 

d'incubation et les manifestations cliniques de la fièvre aphteuse ; en général, cette période va 

de deux à quatorze jours. Ces variables comprennent le sérotype de virus, la dose d'exposition, 

l'âge et la race de l'animal, l'espèce hôte et le statut immunitaire (Hossain et al., 2023). 

I.1.4.1. Signes cliniques chez les bovins  

Les signes cliniques chez les bovins et les buffles de différents âges sont la fièvre (40°C - 41°C), 

la boiterie, le larmoiement, la salivation excessive (Fig. 5), l'écoulement buccal sanglant, les 

érosions buccales, diverses lésions (vésicules, ulcères), les lésions du pied (ulcères sur l'espace 

interdigité), les lésions du trayon (vésicules et ulcères sur le trayon avec difficulté à traire en 

raison de la douleur) et la mort subite principalement chez les jeunes animaux (Kamal et 

Hassan et al., 2017). Les veaux malades présentent des signes de léthargie, d'inactivité, 

d'halètement tout en respirant par la bouche, d'incapacité à téter et de décubitus (Alagmy et al., 

2022). 
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Figure 5. Hypersalivation d’une vache infectée par la 

fièvre aphteuse (Kitching, 2002) 

 

I.1.4.2. Signes cliniques chez les petits ruminants 

En général, les signes cliniques chez les ovins sont moins graves que chez les bovins. La virémie 

peut persister jusqu'à trois jours avant l'apparition des lésions vésiculaires (Alexandersenet al., 

2003). Au cours de cette période, les ovins peuvent présenter une détresse, (Ryan et al., 2008). 

En outre une fièvre jusqu'à 42°C, écoulement nasal, salivation excessive et éruptions buccales 

associées à des érosions le long des espaces interdigités, avortement des brebis au cours du 

dernier trimestre de la grossesse (Hamouda et al., 2019). Inappétence, halètement, boiterie et 

vésicules dans le pied. (Muthukrishnan et al., 2020). 

I.1.5. Diagnostic différentiel 

Le diagnostic clinique de la fièvre aphteuse basé sur les symptômes est très peu fiable en raison 

d'une symptomatologie similaire également présente dans d'autre maladie telle que la stomatite 

vésiculeuse. Les symptômes cliniques ne permettent pas à eux seuls de distinguer ces maladies 

(Mowat et al., 1972 ; Smith et al., 2012). Autres diagnostics différentiels : diarrhée virale 

bovine et maladie des muqueuses caractérisée par une diarrhée, des ulcères dans la bouche et 

le tube digestif, des boiteries. La fièvre catarrhale se caractérise par de la fièvre, un gonflement 

du visage et de la langue, des ulcères buccaux, des boiteries et des hémorragies. La stomatite 

papuleuse bovine se caractérise par des papules sur le museau, la cavité buccale et parfois les 

pieds, les espèces touchées étant les bovins, en particulier les veaux. L'ecthyma contagieux se 
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caractérise par des papules, des pustules et des croûtes principalement autour de la bouche et 

des pieds, la fièvre catarrhale maligne se caractérise par une forte fièvre, un écoulement oculaire 

et nasal, des érosions buccales et nasales et des boiteries. Il est crucial de confirmer tout cas 

suspect de fièvre aphteuse par des tests de laboratoire y compris l'histopathologie, afin 

d’identifier les lésions tissulaires associées à la maladie. 

I.1.6. Épidémiologie 

I.1.6.1. Situation de la fièvre aphteuse dans le monde 

La fièvre aphteuse est la première maladie animale pour laquelle l'Organisation mondiale de la 

santé animale (OMSA) a établi une liste officielle de maladies indemnes. De nombreux pays 

de l'hémisphère Nord se sont affranchis de la fièvre aphteuse. Toutefois, la fièvre aphteuse est 

endémique dans de nombreux pays d'Afrique, du Moyen-Orient et d'Asie, ainsi que dans 

certaines régions d'Amérique du Sud. Les pays où l'absence de maladie est reconnue sont 

préoccupés par le maintien de ce statut, tandis que lorsque la maladie est endémique, elle a un 

impact sur la production de bétail et les opportunités commerciales (Fig.6) (OMSA, 2024). 

Les pays où la fièvre aphteuse est endémique ou sporadique sont subdivisés en sept pools 

régionaux alignés sur l'analyse génétique et antigénique du virus circulant de la fièvre aphteuse. 

Ces pools régionaux sont utilisés pour structurer les activités dans le cadre de la stratégie 

mondiale de lutte contre la fièvre aphteuse, qui est gérée par le Cadre mondial pour la lutte 

progressive contre les maladies animales transfrontalières. La Commission européenne chargée 

de la lutte contre la fièvre aphteuse est membre du groupe de travail sur la fièvre aphteuse du 

Cadre mondial pour la lutte progressive contre les maladies animales transfrontalières, aux 

côtés de l'Organisation des Nations unies pour l'alimentation et l'agriculture (FAO) et de 

l'Organisation mondiale de la santé animale (OMSA) (OMSA, 2024). 



 

10 
 

 Chapitre I : Étude épidémiologique de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants 

et de la fièvre catarrhale ovine 

 

Figure 6. Statut officiel de la fièvre aphteuse dans les états membres de l'OMSA (WOAH, 

2024) 

 

I.1.6.2. Statut de la fièvre aphteuse dans la région de l'Afrique du Nord 

Dans la région de l'Afrique du Nord, la fièvre aphteuse n'est pas endémique et se caractérise par 

son apparition sporadique avec des épisodes épizootiques (Sana et al., 2018). Le Maroc, 

l'Algérie et la Tunisie n'ont pas signalé de cas de fièvre aphteuse entre 1999 et 2014, très 

probablement en raison de la vaccination préventive de routine et d'autres mesures. La Libye et 

l'Égypte connaissent des épisodes sporadiques de fièvre aphteuse et bénéficient d'une 

vaccination préventive systématique (Maree et al., 2014). En Afrique du Nord, la fièvre 

aphteuse a été récemment signalée au Maroc en 2019 (sérotype O), en Égypte en 2020 (sérotype 

A et SAT 2 chez les bovins), en Libye en 2021 (sérotype O chez les bovins), en Algérie et en 

Tunisie en 2022 (sérotype O chez les bovins) (WRLFMD, 2019a). En Algérie, Tunisie, Lybie 

et Egypte en 2023 et en Tunisie et Lybie en 2024 (WAHIS, 2024). 

Selon la caractérisation génétique du virus et la relation antigénique de la fièvre aphteuse en 

Afrique, la distribution du virus a été divisée en trois pools de virus (4, 5 et 6), le pool 4 (Fig.7) 

couvrant l'Afrique de l'Est et l'Afrique du Nord (Maree et al., 2014). En Afrique du Nord, 

quatre sérotypes (O, A, SAT2 et C) circulent avec une prédominance des sérotypes O et A. La 
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vaccination ou la guérison d'une infection par un sérotype ne protège pas contre une infection 

ultérieure par un autre sérotype (Belsham, 2005). 

Même au sein d'un sérotype particulier, l'émergence de topotypes/lignées/souches antigéniques 

variantes peuvent échapper à l'immunité homologue (Belsham, 2005), ce qui rend la lutte 

contre la fièvre aphteuse difficile en raison des variations du sérotype viral et de l'émergence de 

nouvelles souches (Belsham, 2005 ; Di Nardo et al., 2011 ; Domingo et al., 2005). 

Les pays d'Afrique du Nord restent menacés au sud et à l'est, mais dans la majorité de leurs 

territoires et de leurs populations à risque, ils devraient effectivement maintenir l'absence de 

fièvre aphteuse (Rweyemamu et al., 2008). Il a été prouvé que les mouvements illégaux 

d'animaux étaient responsables de l'introduction et de la propagation de la fièvre aphteuse dans 

ces pays (Sana et al., 2018). C'est pourquoi les pays d'Afrique du Nord sont toujours conscients 

du risque d'émergence de la maladie et suivent rigoureusement les mesures sanitaires de l'OIE 

et les mouvements d'animaux. 

En 2011, l'Algérie, le Maroc et la Tunisie ont commencé à travailler ensemble en appliquant 

une approche régionale pour le contrôle de la fièvre aphteuse. En octobre 2011, ces trois pays 

ont soumis leurs dossiers à I'OMSA afin qu'ils soient évalués par le groupe ad hoc sur la fièvre 

aphteuse et par la Commission scientifique de l'OMSA avant d'être présentés à l'Assemblée 

générale en mai 2012. 

 

Figure 7. Regroupement épidémiologique combiné (Maree et al., 

2014). 
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I.1.6.3. Fièvre aphteuse en Algérie 

De 1999 à 2023, huit épisodes ont été signalés en Algérie. Les 20 et 21 février 1999, deux cas 

de fièvre aphteuse ont été suspectés chez des bovins dans la wilaya d’Alger, et les sérotypes ont 

été confirmés comme étant de type O (Kardjadj, 2018). Après cet épisode, les autorités ont 

mis en œuvre la vaccination contre la fièvre aphteuse et aucun foyer n'a été annoncé. Cependant, 

en 2014, le premier foyer est apparu dans un élevage de bovins d'engraissement à Sétif, suivi 

de 418 foyers de fièvre aphteuse de type O (dans 26 wilayas (Fig.8), principalement chez des 

bovins). 

Le génotypage de trois isolats du virus à Institut Zooprophylactique Expérimental de Lombardie et 

d'Émilie-Romagne (IZSLER), Brescia, et au Laboratoire mondial de référence pour la fièvre 

aphteuse (WRLFMD) a montré que le virus appartenait au topotype ME-SA, à la lignée Ind-

2001d et qu'il était le plus étroitement apparenté aux virus récemment isolés en Tunisie 

(O/TUN/1031/2014 et O/TUN/1054/2014) (Fig. 8) (WRLFMD, 2014). La source du foyer 

était due à l'introduction illégale d'animaux en provenance de Tunisie (OIE, 2017). Cinq mois 

plus tard (Mars 2015), 12 foyers de fièvre aphteuse impliquant des moutons sont réapparus dans 

les wilayas d'El Bayadh et d'El Oued (OIE, 2017).  

En Mars 2017, une nouvelle introduction du sérotype A du virus de la fièvre aphteuse, la lignée 

A/AFRICA/G-IV, a eu lieu dans la région du Maghreb (Algérie et Tunisie). Il s'agissait des 

premiers rapports de foyers de fièvre aphteuse sur le terrain dus au sérotype A dans ces pays 

depuis plus de 25 ans (les derniers foyers de fièvre aphteuse de sérotype A remontent à 1977 

pour l'Algérie). Nous présentons ici la séquence du génome entier des virus récupérés lors des 

foyers en Algérie et une analyse phylogénétique, basée sur la région codante VP1, mettant en 

évidence des connexions avec des pays d'Afrique subsaharienne (Pezzoni et al., 2019). 

Un foyer de fièvre aphteuse de type O a été signalé chez des bovins à Mekla, Tizi Ouzou, en 

juin 2018. Les échantillons reçus par le WRLFMD début juillet 2018 ont été génotypés comme 

O/EA-3 (WRLFMD, 2019b). 

Entre novembre et décembre 2018, 59 autres foyers de fièvre aphteuse de type O ont été signalés 

chez des bovins, des ovins et des caprins dans tout le Nord de l'Algérie. Un lot de huit 

échantillons, prélevés sur des bovins et des ovins entre décembre 2018 et janvier 2019, a été 

analysé et les résultats ont permis d’identifier le virus de la fièvre aphteuse sérotype O dans 

cinq échantillons, le génome du virus dans un échantillon et aucun virus dans deux échantillons. 

Le typage ELISA d'un échantillon, ALG/8/2018, a révélé la présence des types O et A, mais il 
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n'a pas été possible de détecter le type A par RT-PCR/séquençage VP1 ; le génotypage a montré 

que tous les virus de type O appartenaient au topotype EA-3 (tableau 1). Neuf séquences VP1 

de la fièvre aphteuse de type O ont été reçues de l'Agence nationale de sécurité sanitaire de 

l'alimentation, de l'environnement et du travail (ANSES), France, en janvier 2019 ; le 

génotypage a montré qu'elles appartenaient au topotype EA-3 (tableau 1). En mars 2019, 

l'ANSES a soumis trois échantillons de fièvre aphteuse de type O au WRLFMD en vue d'une 

comparaison avec le vaccin ; le génotypage a confirmé qu'ils appartenaient au topotype EA-3. 

(WRLFMD, 2019b). 

Entre janvier 2019 et mars 2019, 171 autres foyers de fièvre aphteuse de sérotype O ont été 

signalés chez des bovins, des ovins et des caprins dans tout le Nord de l'Algérie. En avril 2019, 

six séquences VP1 de la fièvre aphteuse de type O ont été soumises au WRLFMD par IZSLER 

(Brescia, Italie) ; le génotypage a confirmé qu'elles appartenaient au topotype EA-3 

(WRLFMD, 2019a). 

En 2022, vingt-trois (23) foyers de fièvre aphteuse causés par le sérotype O ont été confirmés 

chez des bovins dans 11 wilayas avec 112 cas et 3 décès enregistrés (Fig. 9) (WOAH, 2022).  

Entre avril et mai 2022, cinq foyers de fièvre aphteuse de type O ont été signalés chez des ovins 

et des caprins dans trois wilayas (El Taref, Guelma et Skikda) (WOAH, 2022). 

En mai 2022, cinq échantillons collectés sur des bovins dans la wilaya de Béjaïa en mars 2022 

ont été reçus de l'ANSES qui a identifié le virus de la fièvre aphteuse de type O dans quatre 

échantillons et un génome détecté du virus de la fièvre aphteuse dans un échantillon. Le 

génotypage a révélé que les quatre virus appartenaient au topotype O/EA-3 (WOAH, 2022). 

Un an et cinq mois plus tard (décembre 2023), 10 cas de sérotype SAT2 ont été enregistrés dans 

deux foyers signalés chez les bovins à Mezloug et Guelta Zerka, dans la wilaya de Sétif (Fig. 

10). À la mi-décembre, les walis des wilayas de M'Sila et de Tebessa ont temporairement fermé 

les marchés aux bestiaux et autres rassemblements de bétail dans ces wilayas pour empêcher le 

contact des animaux afin de réduire la propagation de la maladie. (WRLFMD, 2023). 

Les données de séquences récemment partagées par l'ANSES (France) démontrent que les cas 

de fièvre aphteuse détectés en Algérie en décembre 2023, étaient dus à un topotype SAT2 

inhabituel (SAT2/V) (Fig. 11). Ces cas inattendus révèlent la présence du sérotype SAT 2/V 

dans l'un des pays du Maghreb (Tunisie, Algérie et Maroc). Des virus de cette lignée ont été 

trouvés pour la dernière fois au Ghana (1991), au Togo (1990) et en Côte d'Ivoire (1990). Il est 
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urgent de poursuivre les travaux pour comprendre la source de ce virus et les voies de risque 

par lesquelles SAT2/V a été introduit en Afrique du Nord, où les foyers précédents et d'autres 

foyers en cours ont impliqué les lignées O/EA-3 et A/AFRICA/G-IV qui sont originaires 

d'Afrique de l'Ouest (WRLFMD, 2023). 

 

 

Figure 8. Répartition géographique des foyers de fièvre aphteuse lors de 

l'épisode de 2014, Algérie (Figure personnelle). 
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Figure 9. Répartition géographique des foyers de fièvre aphteuse de l'épisode 

2022, Algérie (Figure personnelle). 

 

 

Figure 10. Répartition géographique des foyers de fièvre aphteuse de l'épisode 2023, 

Algérie (WRLFMD, 2024). 
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Figure 11. Répartition géographique de différents sérotypes de la fièvre aphteuse de 

l'épisode 2023 dans le monde (WRLFMD, 2024). 

 

I.2. Peste des petits ruminants 

I.2.1. Étiologie 

Le virus de la peste des petits ruminants (PPRV) a été classé dans le genre Morbillivirus de la 

famille des Paramyxoviridae (Gibbs et al., 1979). 

Le génome du PPRV est constitué de 15 948 nucléotides (Bailey et al., 2005). Cependant, une 

variante du virus contenant six nucléotides supplémentaires a été identifiée lors de la récente 

épizootie chinoise (Bao et al., 2014 ; Su et al., 2015). Le génome du PPRV comprend six 

protéines structurales, à savoir la protéine de la nucléocapside (N), la phosphoprotéine (P), la 

protéine de fusion (F), la protéine de la matrice (M), la protéine hémagglutinine-neuraminidase 

(HN), la grande protéine (L), et deux protéines non structurales (C et V), disposées dans l'ordre 

3'-N-P/C/V-M-F-HN-L-5' (Bailey et al., 2005 ; Rahaman et al., 2003). Comme d'autres ARN 

à brins négatifs, le génome du PPRV est encapsulé dans un complexe ribonucléoprotéique 

(RNP) par la protéine N (Kumar et al., 2014). Le génome du PPRV est un ARN à brin négatif 

composé de 15 948 nucléotides et six gènes codant un total de huit protéines. Des régions non 

traduites (UTR) de 52 nt et 37 nt sont présentes aux extrémités 3' et 5', respectivement. La 

région terminale de chaque gène est suivie d'une région intergénique (IG) de trois nucléotides 

de long, conservée et contenant la séquence "GAA". La région IG se trouve également à la 
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jonction des séquences leader et du gène N (premier gène), ainsi qu'entre le gène L (dernier 

gène) et la région de la remorque. Chaque unité de transcription (pour produire une seule 

protéine virale) se compose de la ou des séquences codantes, de la région IG et des signaux de 

démarrage et d'arrêt conservés flanquant la ou les séquences codantes. Outre la protéine P 

complète, le cadre de lecture ouvert (ORF) du gène P produit également deux protéines non 

structurales C et V, par cadre de lecture alternatif (leaky scanning) et édition de l'ARN, 

respectivement. IG = région intergénique, N = protéine de nucléocapside, M = protéine de 

matrice, F = protéine de fusion, H = Hémagglutinine, L = protéine de polymérase (grande). Le 

nombre indique la longueur des nucléotides de chaque gène (Fig. 11) (Kumar et al., 2014). 

 

Figure 12. Organisation du génome du virus de la peste des petits ruminants (PPRV) 

(Kumar et al., 2014). 

 

I.2.1. 1. Cycle de réplication du PPRV 

1/ Attachement du virus aux récepteurs de la cellule hôte (SLAM/Nectine-4) par l'intermédiaire 

de sa protéine HN.  

2/ Fusion avec la membrane plasmique via les protéines F et HN.  

3/ Libération du génome viral dans le cytoplasme.  

4/ Réplication du génome par la RdRp des RNP codée par le virus.  

5/ Synthèse de l'ARNm par la RdRp codée par le virus en mode "start-stop" (mécanisme de 

contrôle de la quantité de protéines individuelles produites).  

6/ Synthèse de l'ARN positif de pleine longueur (ARN antigénome ou ARN complémentaire, 

ARNc).  

7/ Synthèse des protéines virales : Les protéines F et H sont synthétisées sur le RER (7A1) et 

transitent à travers le complexe de Golgi (7A2), où ont lieu les modifications post-

traductionnelles. Les autres protéines virales (N, P, C, V, M, L) sont synthétisées sur les 

ribosomes (7B).  

8/ Assemblage des virions descendants. 

9/ Bourgeonnement des virions progéniteurs à la membrane plasmique (Fig. 13) (Kumar et al., 

2014). 



 

18 
 

 Chapitre I : Étude épidémiologique de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants 

et de la fièvre catarrhale ovine 

 

Figure 13. Cycle de réplication du PPRV (Kumar et al., 2014). 

 

I.2.2 Pathogénie 

Lors d'une infection par le PPRV, le virus est d'abord internalisé par les cellules présentatrices 

d'antigènes (CPA) situées dans l'espace intraépithélial et la lamina propria de la muqueuse 

respiratoire (épithélium naso-pharyngé et respiratoire) (Borrow et al., 1995 ; Yanagi et al., 

2006). Le PPRV infecte les animaux par les voies orale et nasale (Bamouh et al., 2019).  Après 

avoir pénétré dans l'organisme, le virus subit une première réplication dans l'épithélium 

nasopharyngé/respiratoire (Yanagi et al., 2006 ; McChesney et al., 1997). Il infecte ensuite les 

organes lymphoïdes régionaux, où se produit une deuxième phase de réplication (Esolen et al., 

1993 ; Osunkoya et al., 1990). Ensuite, par l'intermédiaire des lymphocytes infectés, l'infection 

se dissémine dans l'organisme via les systèmes lymphatique et vasculaire (Pope et al., 2013 ; 

Osunkoya et al., 1990). Le PPRV infecte à la fois les tissus lymphoïdes et épithéliaux et 

provoque généralement une conjonctivite, une rhinotrachéite, une stomatite ulcéreuse, une 

gastro-entérite sévère et une pneumonie (Kumar et al., 2014). Comme tous les Morbillivirus, 

le PPRV est associé aux cellules et se propage probablement à d'autres organes et tissus en se 

fixant sur les cellules mononucléaires périphériques sanguines (PBMC) (Esolen et al., 1993). 

Le PPRV provoque la nécrose des organes lymphoïdes, y compris les plaques de Peyer, la rate, 
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le thymus et les ganglions lymphatiques pulmonaires, ce qui entraîne une leucopénie avec une 

réduction d'au moins 25 % des leucocytes circulants dans le sang périphérique (Pope et al., 

2013 ; Kumar et al., 2004 ; Kul et al., 2007).  

I.2.3. Signes cliniques 

I.2.3.1. Forme suraiguë 

La forme suraiguë de la maladie se manifeste typiquement chez les jeunes animaux âgés de 

quatre mois ou plus, l'infection se produit après la disparition des niveaux d'anticorps maternels 

et la période d'incubation de cette forme s'étend sur deux jours, au cours desquels l'animal 

présente une augmentation rapide de la température corporelle, atteignant des niveaux compris 

entre 40 et 42°C (Parida et al., 2015). Les animaux infectés présentent un certain nombre de 

symptômes, notamment la dépression, la congestion des muqueuses, l'écoulement oculonasal, 

la dyspnée et une diarrhée aqueuse abondante, qui conduisent finalement à la mort de l’animal 

dans 4 à 5 jours (Munir et al., 2013). 

I.2.3.2 Forme aiguë 

L'évolution la plus fréquente de la maladie est la forme aiguë, caractérisée par une période 

d'incubation de 3 à 4 jours, puis une augmentation soudaine de la température, des écoulements 

oculaires et nasaux séreux, un abattement, une anorexie, une agitation, un museau sec et un 

pelage terne. La diarrhée commence généralement 2 à 3 jours après l'apparition de la pyrexie et 

s'accompagne d'une déshydratation sévère, d'une émaciation et d'une prostration (Wohlsein et 

Saliki, 2006). 
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Figure. 14 Manifestations cliniques progressives chez les chèvres infectées par le virus de la 

PPR. a) Congestion de la conjonctive ; b) Écoulement oculaire et nasal mucoïde ; c) Lésions 

orales (gencives); d) et e) Lésions de la langue et dépôt de fibrine; f) Diarrhée; g) Perte de 

poids progressive et abattement et h) Décès (Parida et al., 2015). 

 

I.2.3.3 Forme subaiguë 

Cette forme de la maladie apparaît après une période d'incubation plus longue de 6 jours. Les 

animaux ne sont pas gravement atteints et ne présentent pas les signes caractéristiques de la 

PPR ; par conséquent, le taux de mortalité est très faible. Des symptômes similaires à l'ecthyma 

contagieux, tels que des croûtes orales dues à des écoulements muqueux, peuvent apparaître 

(Diallo, 2006). Après une pyrexie de faible intensité (39-40°C), les animaux se rétablissent 

généralement en 10-14 jours. Ils développent également une immunoprotection qui empêche la 

réinfection et protège la progéniture pendant au moins les trois premiers mois (Munir et al., 

2013). 

I.2.4. Diagnostic différentiel 

Un diagnostic différentiel doit être effectué afin de différencier les différentes maladies 

susceptibles d'être mal diagnostiquées avec la PPR, notamment : les signes de boiterie qui 

différencient la fièvre aphteuse, l'absence de diarrhée dans le cas de la fièvre catarrhale, les 

lésions en forme de pock qui différencient les Capripoxvirus et la présence d'une stomatite 

nécrotique dans le cas de l'ecthyma contagieux. La pasteurellose pneumonique et la 

pleuropneumonie caprine se caractérisent par une maladie respiratoire uniquement. Bien que 

certains cas de PPR ne présentent pas tous les signes cliniques, les diagnostics différentiels ne 



 

21 
 

 Chapitre I : Étude épidémiologique de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants 

et de la fièvre catarrhale ovine 

peuvent pas être appliqués dans ces cas. Par conséquent, il est recommandé de confirmer la 

PPR en laboratoire pour établir un diagnostic définitif (Mahmoud et al., 2022). 

I.2.5. Epidémiologie 

I.2.5.1 Historique 

La maladie est actuellement endémique dans la majeure partie de l'Afrique, du Moyen-Orient, 

de l'Asie du Sud et de la Chine (Felix, 2013). Depuis qu'elle a été identifiée pour la première 

fois en Côte d'Ivoire au début des années 1940, la PPR n'a cessé d'étendre sa distribution 

géographique au-delà de sa région endémique d'origine, l'Afrique de l'Ouest. Historiquement, 

on suppose que le PPRV s'est propagé en Afrique du Nord et de l'Est à partir de l'Afrique de 

l'Ouest, en remontant les routes commerciales à travers le Soudan et l'Égypte et jusqu'au 

Moyen-Orient (Mantip et al., 2019). Au cours des dernières années, la maladie a connu une 

expansion géographique importante et spectaculaire, de sorte que de grandes parties de l'Asie 

centrale, de l'Asie du Sud et de l'Asie de l'Est sont devenues endémiques pour la PPR. À l'heure 

actuelle, environ 70 pays ont signalé à l'OIE qu'ils étaient infectés ou soupçonnés d'être infectés 

par la PPR, et 50 autres pays sont considérés comme exposés au risque de PPR. Plus de 60 % 

de ces pays infectés se trouvent en Afrique (y compris en Afrique du Nord), les autres étant 

situés en Asie (Asie du Sud-Est, Chine, Asie du Sud et Asie centrale/Eurasie occidentale, y 

compris la Turquie) et au Moyen-Orient, à savoir l'Égypte, la République islamique d'Iran, 

l'Irak, Israël, le Koweït, Oman, la Palestine, l'Afrique du Sud, les Émirats arabes unis et le 

Yémen (Fig. 15) (Benfield et al., 2023). L'OIE a reconnu 48 pays comme exempts de PPR en 

mai 2014 (Njeumi et al., 2015). 

En 2006, un foyer apparu dans la wilaya d'Assouan a démontré une fois de plus que les chèvres 

infectées asymptomatiques pouvaient propager la maladie, tandis que d'autres pouvaient 

développer un état pathologique grave (Abd El-Hakim, 2006).  

La PPR fait partie des maladies animales transfrontalières (MAT) les plus importantes et ses 

implications socio-économiques sont observées tant au niveau national qu'international. Le 

Code sanitaire pour les animaux terrestres de l'OIE inclut la PPR dans sa liste de maladies à fort 

impact. Selon les rapports de l'OIE et de la FAO, la maladie entraîne des pertes économiques 

estimées entre 1,2 et 1,7 milliard dollars (USD) par an. Ces pertes résultent de la mort des 

animaux, de la réduction de la production et des dépenses engagées pour contenir et prévenir la 

maladie. Un tiers de l'impact financier est observé en Afrique, tandis qu'un quart se produit en 

Asie du Sud (Mahmoud et al., 2020). L'élevage est un secteur agricole important en Algérie, 
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composé principalement d'ovins, de caprins, de bovins et de chameaux. Il joue un rôle crucial 

dans le développement socio-économique de millions de familles rurales (Mahmoud et al., 

2020). 

 

Figure 15. Carte officielle du statut de la peste des petits ruminants des membres de 

l'OMSA (WOAH, 2024). 

 

I.2.5.2 Statut de la PPR en Algérie 

L'Algérie possèderait l'une des plus grandes populations de bétail, avec environ 28 111 773 

ovins et 5 013 950 caprins vulnérables à la PPR (Baazizi et al., 2017). Après le foyer de PPR 

de 2008 au Maroc, causé par la lignée IV du virus, 257 foyers subséquents se sont déclarés, 

entraînant des pertes économiques importantes (FAO, 2009). En 2011, la présence de la PPR a 

été signalée dans les camps de réfugiés sahraouis situés dans la wilaya de Tindouf, situé dans 

la région sud-ouest de l'Algérie, à la frontière avec le Sahara occidental, la Mauritanie et le 

Maroc. Le virus circulant a été séquencé et identifié comme étant de la lignée IV du PPRV (De 

Nardi et al., 2012). En mars 2012, la réémergence de la PPR a été signalée à l'OIE (Baazizi et 

al., 2017). Trois foyers avec des cas cliniques ont été déclarés dans la région de Ghardaïa. Au 

total, 659 animaux sensibles ont déclaré trois foyers, 19 cas ont présenté des signes cliniques et 

la RT-PCR était positive (Baazizi et al., 2017). 
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Quatre foyers de la PPR ont été répertoriés dans la wilaya de Ghardaïa en 2013 avec 32 cas 

présentant des signes cliniques. 

En 2018, l'Algérie a enregistré un nombre élevé de foyers (26), avec 993 cas et 409 morts. Le 

nombre de foyers de PPR a augmenté considérablement en 2019 pour atteindre 105 foyers avec 

un nombre très élevés de cas et de morts (2177 et 1261, respectivement) (Fig. 16 et 17). 

Le dernier épisode de la maladie a eu lieu en 2022 où 18 foyers ont été déclarés avec 143 cas 

infectés et 20 cas décédés (Fig. 18). 

 

Figure 16. Répartition géographique des foyers de PPR au 

cours de l'épisode 2018 (Figure personnelle). 
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Figure 17. Répartition géographique des foyers de PPR dans 

l'épisode 2019 (Figure personnelle). 
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Figure 18. Répartition géographique des foyers de PPR au 

cours de l'épisode 2022 (Figure personnelle). 

 

I.3. Fièvre catarrhale ovine 

I.3.1. Étiologie 

La fièvre catarrhale ovine (FCO) est une maladie infectieuse non contagieuse des ruminants et 

des camélidés, transmise par des moucherons du genre Culicoides. Elle est causée par le virus 

de la fièvre catarrhale ovine (BTV) et figure sur la liste de l'office international des épizooties 

(Sperlova et Zendulkova, 2011). Le virus de la fièvre catarrhale ovine est un membre du genre 

Orbivirus de la famille des Reoviridae. Il ressemble morphologiquement aux Orbivirus de la 

maladie hémorragique épizootique, la peste et l'encéphalite équine (Sperlova et Zendulkova, 

2011). Le génome du BTV est constitué de dix segments distincts d'ARN double brin, et chaque 

segment de gène code pour au moins une protéine (Patel and Roy,2014). Le génome code sept 

protéines structurales (VP1àVP7) et quatre protéines non structurales (NSP1-NSP4) 

(Schwartz-Cornil et al., 2008 ; Belhouchet et al., 2011 ; Ratinier et al., 2016). La protéine 

structurale VP7 exprime des antigènes de groupe communs à toutes les souches et à tous les 

sérotypes du BTV, tandis que la ségrégation du BTV en sérotypes est largement déterminée par 

la protéine de capside externe VP2 (Fig. 19) (DeMaula et al., 2000 ; Maan et al., 2012). 
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Il existe actuellement 26, probablement 27, sérotypes du virus de la fièvre catarrhale du mouton 

(Fig. 20) (Maan et al., 2012 ; Zientara et al., 2014). La répartition mondiale de ces sérotypes 

n'est pas uniforme, mais différentes combinaisons de sérotypes du virus de la fièvre catarrhale 

ovine sont propagées par différentes espèces de vecteurs Culicoides dans des écosystèmes 

mondiaux relativement différents (Daniels et al., 2004 ; Tabachnick, 2004 ; Maclachlan and 

Osburn, 2006). Les caractéristiques épidémiologiques de l'infection par les sérotypes 1 à 24 du 

BTV sont similaires dans le sens où ils sont tous transmis principalement par des moucherons 

Culicoïdes piqueurs, mais il existe une incertitude quant au rôle exclusif des moucherons 

Culicoïdes dans la transmission du BTV-25 et du BTV-26 (Vögtlin et al., 2013 ; Batten et al., 

2014). Le virus de la fièvre catarrhale ovine infecte à la fois ses insectes et ses mammifères 

hôtes selon des cycles alternés, ce qui offre des possibilités de diversification génétique 

(Bonneau and Maclachlan, 2004 ; Caporale et al., 2014 ; Coetzee et al., 2012). 

Les variations dans la distribution, l'activité et la capacité des populations adultes de Culicoïdes 

à transmettre des virus peuvent déterminer le statut d'une zone comme endémique, indemne de 

maladie ou indemne de maladie saisonnière. Parmi plus de 2 000 espèces de Culicoides, seules 

quelques-unes sont connues pour être des vecteurs compétents du virus de la fièvre catarrhale 

ovine. La libre circulation des insectes et du virus de la fièvre catarrhale entre les zones 

géographiques où se trouvent des espèces de vecteurs compétents est entravée par des barrières 

naturelles telles que les océans et les déserts. Le vecteur prédominant du BTV est Culicoides 

imicola, qui est largement répandu et habite diverses parties de l'Afrique, de la Méditerranée, 

de l'Europe du Sud, de l'Asie de l'Ouest et du Sud, ainsi que plusieurs pays d'Asie de l'Est 

(Wilson et Mellor, 2009 ; Carpenter et al., 2013). 
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Figure. 19 Positions relatives et organisation des principales 

protéines structurales et des ARN génomiques de la particule du 

virus de la fièvre catarrhale ovine (Rao et al., 2017). 

 

 

Figure 20. Arbre phylogénétique du segment 2 du génome du 

BTV, représentant 12 nucléotypes désignés par A-L. Les types 

25, 26 et 27 récemment identifiés sont regroupés au sein des 

nucléotypes K et L (Belbis et al., 2017). 
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I.3.2 Pathogénie 

Le BTV se propage traditionnellement aux ruminants hôtes par inoculation intradermique à 

partir de piqûres de Culicoides. En effet la salive du vecteur a le potentiel d'initier la réplication 

virale en recrutant des leucocytes, notamment des lymphocytes T gamma delta, où le virus peut 

se développer. De plus, le clivage de VP2 entraîne la production de particules sous-virales 

infectieuses, augmentant ainsi le pouvoir infectieux des particules (Darpel et al., 2011). 

Après avoir été transmis par la piqûre d'un moucheron infecté, le virus est transporté par les 

cellules dendritiques de l'hôte de la peau vers les ganglions lymphatiques voisins (Hematiet 

al., 2009), qui constituent les principaux sites de réplication du virus (MacLachlan, 2004).  

Après une réplication initiale dans les leucocytes agranulaires au site d’inoculation (Darpel et 

al., 2012) et dans les ganglions lymphatiques régionaux (Barratt-Boyes et MacLachlan, 

1995), les lymphocytes infectés, les monocytes, les cellules dendritiques et les macrophages 

propagent le virus dans des sites secondaires (principalement les poumons, la rate et les 

ganglions lymphatiques) où il se réplique dans les cellules endothéliales et les phagocytes 

mononucléaires (Fig. 21) (MacLachlan, 2004). La réplication primaire dure 2 à 3 jours, tandis 

que la réplication secondaire est estimée entre 4 et 20 jours (Belbis et al., 2017). 

La pathogénie de la fièvre catarrhale ovine se caractérise par des lésions des petits vaisseaux 

sanguins dans les tissus cibles, ce qui entraîne une occlusion vasculaire et un infarctus ultérieur 

des tissus. Les médiateurs vasoactifs induits par le virus, produits par les thrombocytes, les 

cellules dendritiques, les macrophages et les cellules endothéliales infectées par le virus de la 

fièvre catarrhale ovine, augmentent les lésions de l'endothélium, interfèrent avec sa fonction et 

augmentent la perméabilité vasculaire. Cela conduit à l'apparition d'œdèmes et d'épanchements 

(MacLachlan et al., 2009 ; Drew et al., 2010a). 

 



 

29 
 

 Chapitre I : Étude épidémiologique de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants 

et de la fièvre catarrhale ovine 

 

Figure 21. Transmission et réplication du virus de la fièvre 

catarrhale ovine (Roy et al., 2009). 

 

I.3.3 Signes cliniques 

Tous les ruminants peuvent contracter l'infection par le BTV, mais la maladie clinique est 

principalement observée chez les moutons et certaines espèces de cerfs. La gravité de la maladie 

chez les moutons varie considérablement en fonction de leur situation géographique. Les races 

indigènes tropicales et subtropicales ne présentent généralement aucun symptôme suite à une 

infection par des souches/topotypes endémiques du BTV, tandis que les races européennes à 

laine fine, telles que le mérinos, développent généralement une maladie grave. La souche virale 

affecte également la gravité de la maladie. Par exemple, les souches MLV, considérées comme 

sans danger pour les moutons sud-africains, ont induit une maladie grave, voire mortelle, chez 

les moutons européens naïfs du virus (Veronesi et al. 2010). 

Les conséquences de l'infection par le virus de la fièvre catarrhale peuvent varier de l'absence 

de symptômes visibles à une issue fatale, en fonction du sérotype et de la souche virale, ainsi 

que de l'espèce, de la race et de l'âge de l'animal dont les animaux plus âgés sont plus 

vulnérables (Elbers et al., 2008b). Des signes cliniques sont souvent observés chez les races 

de moutons à laine fine et de cerfs de Virginie (Odocoileus virginianus). Les signes 

comprennent de la fièvre, un gonflement du visage, des hémorragies de la muqueuse buccale, 

des ulcères et une coronite (Fig. 22). 
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La présence de la FCO est généralement associée à l’introduction d’espèces animales sensibles 

dans des zones où circulent des souches virulentes du BTV, ou lorsque la gamme de souches 

virulentes du virus de la fièvre catarrhale ovine s’étend à des populations de ruminants 

auparavant non exposées (Zientara et al., 2010). Une salivation et un larmoiement excessifs, 

des difficultés respiratoires et une congestion des zones glabres du corps (par exemple aisselles, 

intérieur des cuisses, flancs, périnée), ainsi qu'une coronite et une inflammation occasionnelle 

des intestins, ont été rapportés (MacLachlan et al., 2009 ; Worwa et al., 2010 ; Umeshappa 

et al., 2011). 

Les infections chez les bovins et les caprins sont généralement asymptomatiques ou 

subcliniques, malgré une virémie prolongée (Tweddle et Mellor, 2002). Néanmoins, lors des 

récentes épidémies provoquées par le BTV-8 en Europe occidentale et centrale, les bovins ont 

présenté une maladie clinique similaire à celle observée chez les moutons (Thiry et al., 2006 ; 

Darpel et al., 2007 ; Elbers et al., 2008b). 

  

Figure 22. Lésions macroscopiques de fièvre catarrhale chez les bovins. (a) Tête : écoulement 

nasal et conjonctivite. (b) Narines : exsudat, rhinite avec ulcération. (c) Peau interdigitale : 

nécrose et ulcération. (d). Glande mammaire et trayons : nécrose superficielle et exsudation 

(Maclachlan et al., 2009). 

I.3.4. Epidémiologie 

I.3.4.1. Statut de la fièvre catarrhale ovine dans le monde 

Le premier cas de fièvre catarrhale ovine a été enregistré à la fin du 18ème siècle en Afrique du 

Sud, à la suite de l'importation de moutons à laine fine en provenance d'Europe (Sperlova et 

Zendulkova, 2011). Au départ, la maladie était appelée « Fièvre catarrhale malarienne du 

mouton ou Fièvre catarrhale maligne épizootique du mouton » (Sperlova et Zendulkova, 
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2011). Le terme « Bluetongue », actuellement utilisé, trouve ses racines étymologiques dans le 

terme africain « bloutong », un néologisme inventé par des fermiers sud-africains qui avaient 

observé une cyanose de la langue chez des animaux gravement atteints par la maladie 

(MacLachlanet al., 2009). En 1906, Theiler a été le premier à signaler que l'agent infectieux 

était un virus filtrable (Mehlhorn, 2008 ; Vellema, 2008). Le développement et la propagation 

de la fièvre catarrhale ovine dépendent de la présence simultanée d'hôtes sensibles, du BTV et 

d'insectes vecteurs compétents (Sperlova et Zendulkova, 2011). 

Le sérotype 4 du BTV a été le premier à être identifié en Afrique du Sud en 1906 (Coetzee et 

al., 2012). Avant les années 1940, la présence de la bluetongue (BT) était limitée à l'Afrique du 

Sud (MacLachlan et al., 2009 ; Coetzee et al., 2012). Le premier foyer de BT en dehors du 

continent africain a été documenté chez des moutons de Chypre (Méditerranée orientale) en 

1943, et le BTV-3 a été isolé à partir de ce foyer (Gambles, 1949 ; MacLachlan, 2004). 

Dans les années 1950, des cas de FCO sont signalés en Europe du Sud, notamment à Chypre et 

en Espagne. L'introduction est attribuée à des mouvements d'animaux infectés et au transport 

de moucherons par les vents. 

Dans le 21ème siècle, en 2000-2001, la FCO s’est propagée dans plusieurs pays européens, 

notamment en Espagne, en France, en Italie et en Grèce. Le sérotype 2 était principalement 

impliqué. L’émergence était liée aux mouvements d'animaux et aux conditions météorologiques 

favorables aux moucherons Culicoides. 

I.3.4.2. Statut de la fièvre catarrhale ovine en Algérie 

En Algérie, les premiers cas de fièvre catarrhale ovine (FCO) ont été documentés le 16 juillet 

2000 dans une zone proche de la frontière avec la Tunisie. La maladie a ensuite proliféré dans 

tout le pays, touchant 28 foyers dans 10 régions administratives distinctes dans la partie 

orientale du pays. Le sérotype 2, déjà observé en Tunisie, a été découvert. Après cette première 

épizootie, la région a connu une amélioration, sans aucun autre symptôme clinique de la 

maladie. Cependant, plusieurs tests sérologiques ont été réalisés en Algérie sur des bovins dès 

l'émergence de la maladie jusqu'à 2007 (FAO, 2009). 

En juillet 2006, un foyer de BTV de sérotype 1 est apparu dans le centre de l'Algérie, avec un 

total de 28 foyers officiellement confirmés dans le pays entre le 19 juillet et le 30 août 2006. Le 

BTV-1 a été isolé dans deux régions, identifié par diagnostic clinique et confirmé par PCR en 

temps réel avec un niveau élevé de séroconversion (Kardjadj and Luka, 2016). 
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En 2008, six foyers ont été enregistrés. Ces foyers de FCO ont été occasionnés par le même 

sérotype 1. En 2010, l'Algérie a connu un épisode de Fièvre Catarrhale Ovine (FCO) avec 48 

foyers détectés. Les sérotypes 1 et 4 du virus ont été identifiés lors de cet épisode, soulignant la 

diversité des souches en circulation et la nécessité de mesures rigoureuses pour contrôler et 

prévenir la propagation de la maladie. 

En 2011, l'Algérie a enregistré 16 foyers de Fièvre Catarrhale Ovine (FCO) causés par le 

sérotype 1 du virus. 

En 2019 et 2020, l'Algérie a connu une réémergence du sérotype 4 de la Fièvre Catarrhale Ovine 

(FCO), avec 4 foyers signalés en 2019 et 5 en 2020. 
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 Chapitre II : Méthodes de diagnostic et stratégies de lutte contre la fièvre aphteuse, la peste 

des petits ruminants et la fièvre catarrhale. 

II.1. Fièvre aphteuse 

II.1.1. Diagnostic clinique 

L'examen clinique est un outil de diagnostic essentiel qui permet d'établir un diagnostic 

préliminaire ou d'orienter les investigations vers un diagnostic de laboratoire. La maladie est 

diagnostiquée sur la base de ses manifestations cliniques. L'examen de la fièvre aphteuse 

comprend une série d'évaluations, notamment la mesure de la température corporelle, 

l'auscultation, l’observation et la palpation pour déterminer la présence de vésicules sur la 

muqueuse buccale et les parties non poilues du corps, l'observation des espaces interdigitaux 

(lamina) et l'évaluation de la salivation (Betelihem and Dessie, 2023). 

II. 1.2. Diagnostic anatomopathologique 

II. 1.2.1. Lésions macroscopiques 

• Bovins 

Les bovins âgés présentent une éruption vésiculaire et des érosions dans la cavité buccale 

(museau et langue), les pieds, les trayons et les mamelles (Islam et al., 2017). En outre une 

fibrose et une induration de la mamelle et une congestion et hépatisation du poumon avec 

atrophie de la rate (rétrécissement de la capsule) (Islam et al., 2017).   

Les jeunes veaux (âgés de 1 à 2 mois) présentent une congestion des vaisseaux sanguins 

myocardiques accompagnés de zones blanc grisâtres ou de taches et de stries à la surface de 

l'oreillette et de la partie dorsale du ventricule, formant l'aspect caractéristique du cœur tigré 

(Fig. 27) (Gab-Allah et al., 2018). Aussi ils présentent des érosions et des ulcères modérés à 

graves de la cavité buccale (Fig. 25), de l'omasum, de la caillette et du rumen. (Abd-Ellatieff 

et al., 2023). Le poumon présente des zones d’hépatisations rouge foncé de pneumonie 

entourées de zones focales pâles d'emphysème qui ont été soulevées au-dessus de la surface 

adjacente (Gab-Allah et al., 2018). 

• Petits ruminants 

Lésions nécrotiques et ulcérations dans la cavité buccale (Fig. 23 et 24) (EL Beskawy et al., 

2016). Le cœur présente une myocardite nécrotique avec un élargissement, des foyers pâles de 
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 différentes tailles avec une zone d'hyperémie dans différentes parties du tissu cardiaque, en 

particulier dans les muscles cardiaques papillaires et ventriculaires (Dawood et Alsaad, 2018). 

Au départ, les lésions se présentent sous la forme de zones blanchâtres. Elles se transforment 

ensuite en vésicules remplies de liquide, qui sont présentes chez les bovins et rarement dans les 

bouches des ovins et des caprins. Ceci est probablement dû à la finesse de l'épithélium lingual, 

qui provoque une rupture rapide des lésions superficielles, laissant des érosions peu profondes 

qui guérissent généralement en quelques jours (Ranjan et al., 2016). Le temps de guérison chez 

les ovins est plus court que chez les bovins en raison de lésions plus légères et d'infections 

secondaires moins fréquentes. 

II. 1.2.2. Lésions microscopiques 

Les premières modifications histopathologiques de l'épithélium pavimenteux stratifié et 

cornifié sont la dégénérescence par ballonnement (Fig. 28) et l'augmentation de la coloration 

éosinophile cytoplasmique des cellules du stratum spinosum, ainsi que l'apparition d'un œdème 

intercellulaire dans le derme. Ces lésions précoces ne sont détectables qu'à l'examen 

microscopique (Ranjan et al., 2016). 

La langue présente une dégénérescence vacuolaire et hydropique marquée de l'épithélium de 

revêtement, avec formation de vésicules dans la muqueuse de la langue, une nécrose de 

coagulation de l'épithélium lingual marquée dans ses couches superficielles, et parfois une 

desquamation complète des couches superficielles de l'épithélium nécrosé infiltrées par un 

nombre modéré à important de cellules inflammatoires. Hyalinisation de la couche musculaire 

de la langue envahie par un petit nombre de macrophages et de neutrophiles (Gab-Allah et al., 

2018). 

Le cœur présente une myocardite lympho-histiocytaire avec dégénérescence hyaline et nécrose 

des myocytes (Fig. 26) (Alexandersen et al., 2003b). 

En outre, présence de bronchiolite, emphysème pulmonaire, pneumonie interstitielle et 

épaississement des septa interlobulaires des poumons, déplétion lymphoïde dans la rate et 

élargissement des trabécules spléniques chez les bovins adultes, hémorragies multifocales et 

infiltration lymphocytaire dans le pancréas, hémorragies et congestions dans le duodénum des 

bovins infectés et morts (Islam et al., 2017). 

Les reins présentent une hypersegmentation de la touffe glomérulaire. L'épithélium de 

revêtement des tubules contournés proximaux et distaux présente une dégénérescence 
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 vacuolaire et hydropique marquée, avec présence de matières protéiques éosinophiles et un 

dépôt hyalin dans la lumière de certains tubules rénaux en particulier dans la médulla rénale, le 

foie présente une dégénérescence excessive principalement vacuolaire, des agrégations de 

cellules mononucléaires, des thromboses et des nécroses, (Kamal et Hassan., 2017). 

  
Figure 23. Ulcération du palais dur chez des 

moutons infectés naturellement par la fièvre 

aphteuse (EL Beskawy et al., 2016). 

Figure 24. Lésion nécrotique de 

la langue chez un mouton 

naturellement infecté par la 

fièvre aphteuse (EL Beskawy et 

al., 2016). 

 

Figure 25. Lésions macroscopiques chez les veaux, les bovins et les buffles 

d'animaux infectés naturellement par le virus de la fièvre aphteuse. (b) Zone 

hémorragique de la sous-muqueuse de la commissure buccale d'un veau 

(flèches). (c) Formation d'un ulcère sur le coussinet dentaire avec infection 

bactérienne secondaire (Abd-Ellatieff et al., 2023). 
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Figure 26. Cœur d'agneau atteint de 

myocardite. Notez les foyers pâles ou gris 

(flèches) dans le myocarde ventriculaire droit 

et la congestion coronaire (Karapinar et al., 

2012). 

Figure 27.  Le cœur d'un veau infecté et décédé 

présente une nécrose focale et une infiltration de 

cellules mononucléaires (c), X40) (Islam et al., 

2017). 

 

 

 

  

Figure 28. Lésions histopathologiques chez les animaux infectés naturellement par le 

virus de la fièvre aphteuse. (a) Formation de vésicules (flèches) avec élévation de 

l'épithélium superficiel dans l'épithélium pavimenteux stratifié du derme, (H&E), 

X200. (b) Stomatite vésiculaire du coussinet dentaire d'un veau infecté caractérisée par 

des infiltrations leucocytaires de la couche muqueuse et sous-muqueuse du tissu 

épithélial cornifié (flèches), (H&E), X200 (Abd-Ellatieff et al., 2023). 
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 II. 1.3. Diagnostic de laboratoire  

Le diagnostic de laboratoire de la fièvre aphteuse fait appel à plusieurs méthodes pour détecter 

la présence du virus ou de ses composants dans les échantillons cliniques (Fig. 29). 

II. 1.3.1. Méthodes de détection des virus 

II. 1.3.1.1. Isolement du virus  

Le virus peut être isolé à partir de divers échantillons cliniques, y compris le liquide vésiculaire, 

les écouvillons oraux ou nasaux et les échantillons de tissus épithéliaux, et ceux-ci sont inoculés 

à des cultures cellulaires sensibles ou à des animaux spécifiques indemnes de pathogènes pour 

isoler et propager le virus, et leur réplication est confirmée par l'observation d'effets 

cytopathiques (ECP) caractéristiques dans les cultures cellulaires ou par la séroconversion chez 

les animaux inoculés. Parmi les différentes lignées cellulaires stables testées, les cellules rénales 

bovines exprimant les sous-unités β6 et αV et l'intégrine (LFBK-αVβ6) ont présenté la plus 

grande sensibilité à tous les sérotypes de la fièvre aphteuse (LaRocco et al., 2013). 

II. 1.3.1.2. ELISA de capture d'antigène en sandwich 

Le dosage immuno-enzymatique (ELISA) de capture d'antigène est un type de dosage 

immunologique utilisé pour la détection et la quantification d'un antigène spécifique dans un 

échantillon. Le test immuno-enzymatique est utilisé pour détecter l'antigène de la fièvre 

aphteuse et ses sérotypes dans les échantillons d'épithélium prélevés en utilisant le test ELISA 

de détection de l'antigène de la fièvre aphteuse sérotypage de la fièvre aphteuse (KIT). IZSLER 

: Brescia, Italie (IAH : Pirbright, Royaume-Uni, numéro de lot : 01-2011 1204269). Les 

résultats sont calculés conformément aux lignes directrices du fabricant. Les échantillons ayant 

une densité optique (DO) < 0,1 sont considérés comme négatifs pour la fièvre aphteuse, tandis 

que les échantillons ayant une DO ≥ 0,1 sont considérés comme positifs pour les sérotypes de 

la fièvre aphteuse sur la base des anticorps monoclonaux (AcM) spécifiques du type de capture 

(Salem et al., 2021). 

II. 1.3.1.3. Transcription inverse - Réaction en chaîne de la polymérase (RT-PCR) 

L'extraction de l'ARN des échantillons cliniques et sa transcription inverse en ADN 

complémentaire (ADNc) constituent les premières étapes du processus. Ensuite, des régions 

spécifiques du génome viral de la fièvre aphteuse sont amplifiées à l'aide d'amorces de réaction 

en chaîne par polymérase (PCR) et la présence d'ARN viral dans l'échantillon est détectée. 
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 L'ARN est extrait des échantillons analysés à l'aide du kit QIAamp Viral RNA Mini Kit (cat. 

no. 52904, QIAGEN, Allemagne) conformément aux instructions du fabricant. La RT-PCR est 

réalisée à l'aide du kit Intron en une étape (Cat. No. 25101) selon les instructions du fabricant. 

Les produits de la RT-PCR sont analysés par électrophorèse sur gel d'agarose à 1,5 % dans du 

tris-acétate EDTA contenant 0,5 µg/ml de bromure d'éthidium (Sigma, USA) pour colorer les 

bandes détectées. Les bandes de RT-PCR sont visualisées sous éclairage U.V. et leur taille est 

déterminée à l'aide d'un marqueur d'ADN (Fermentas, Allemagne) (Salem et al., 2021). 

II. 1.3.2. Méthodes sérologiques 

Les tests sérologiques sont particulièrement utiles pour la surveillance après l'apparition d'un 

foyer afin d'identifier les infections silencieuses chez des espèces comme les ovins et les caprins 

qui ne présentent que peu ou pas de signes de maladie (Rémond et al., 2002). 

II.1.3.2.1. Test d'immuno-absorption lié à l'enzyme (Enzyme Linked Immunosorbent 

Assay) 

Il est très important d'identifier les animaux, vaccinés ou non, qui ont été en contact avec un 

virus vivant, de ceux qui ont seulement été vaccinés contre la maladie, car les deux groupes ont 

des anticorps neutralisants dans leur sérum. Les techniques sérologiques traditionnelles ne 

permettent pas de distinguer les animaux infectés par la fièvre aphteuse des animaux vaccinés 

et les autorités de contrôle ont des possibilités limitées de surveiller la présence ou la circulation 

du virus. Plusieurs tests de diagnostic ont été mis au point pour distinguer les animaux infectés 

de ceux qui ont été vaccinés, tous basés sur la détection d'anticorps dirigés contre les protéines 

non structurales (NSP) du virus de la fièvre aphteuse. Les tests de détection des anticorps dirigés 

contre les NSP présentent un avantage supplémentaire par rapport aux tests de détection des 

anticorps dirigés contre les protéines structurales : ils ne sont pas spécifiques à un sérotype. Les 

protéines non structurales sont principalement conservées entre les sérotypes du virus de la 

fièvre aphteuse (Clavijo et al, 2004). 

II. 1.3.2.1.1. Tests ELISA pour les protéines structurales 

Les tests ELISA sur les protéines structurales du virus de la fièvre aphteuse sont des tests 

spécifiques au sérotype, conçus pour détecter les anticorps provoqués par la vaccination ou 

l'infection. Un certain nombre de tests ELISA bloquants ou compétitifs ont été développés sur 

la base d'anticorps polyclonaux ou monoclonaux spécifiques du sérotype contre des épitopes 
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 des protéine de la capside (VP1, VP2 et VP3), de la particule 146S ou de la sous-unité 12S 

(Poonsuk et al., 2018) 

II. 1.3.2.1.2. Protéines non structurales (NSP) ELISA 

Un certain nombre de protéines non structurelles (NSP) recombinantes de la fièvre aphteuse, 

notamment 3ABC, 3AB, 3A, 3B, 3C, 2A, 2B et 2C, ont été utilisées comme antigènes cibles 

dans les tests immuno-enzymatiques bloquants et indirects (ELISA) de la fièvre aphteuse. 

Parmi ces antigènes, les anticorps dirigés contre la poly-protéine 3ABC sont l'indicateur le plus 

sensible de la réplication du virus de la fièvre aphteuse (Grubman, 2005 ; Henderson, 2005). 

La spécificité diagnostique était adéquate pour tous les tests (97-98 %) et tous les tests 

présentaient une excellente sensibilité diagnostique (100 %) lors de l'analyse d'échantillons 

provenant d'animaux récemment exposés et non vaccinés. Cependant, les taux de détection 

étaient beaucoup plus faibles lorsque les échantillons étaient prélevés sur des animaux vaccinés 

ou exposés. Les tests ELISA de détection des anticorps anti-NSP peuvent jouer un rôle clé dans 

la vérification du statut des pays considérés comme exempts de fièvre aphteuse grâce à la 

vaccination (Poonsuk et al., 2018). 

 

Figure 29. Représentation schématique des tests de laboratoire visant à déterminer la 

présence d'une infection par le virus de la fièvre aphteuse. 
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 II. 1.4. Stratégies de lutte   

En 1999, un appel à la vigilance a été lancé sur l'ensemble du territoire national en Algérie, en 

Tunisie et au Maroc avec une surveillance active dans tous les élevages, une mobilisation de 

tous les professionnels vétérinaires et le respect des mesures de biosécurité (Kardjadj, 2018).  

II. 1.4.1. Mesures sanitaires 

L'Algérie suit les mesures sanitaires recommandées par l’OMSA : notification des maladies, 

surveillance générale et contrôle des mouvements, précautions aux frontières, dépistage, 

abattage sanitaire et surveillance ciblée. En outre, une autre mesure strictement pratiquée en 

Algérie est la vaccination du cheptel national (bovins) dans toutes les wilayas, à l'exception des 

wilayas du sud (Bouguedour et Ripani, 2016). 

II. 1.4.2. Vaccination  

La maladie a été contrôlée par une vaccination de masse, principalement chez les ovins, car ils 

étaient sévèrement touchés. La vaccination a été effectuée pendant trois année consécutives 

(1990 à 1992) et poursuivie après 1992 dans la zone frontalière de l'est considérée comme à 

risque, puis les bovins ont été vaccinés en 1993 et 1994, lorsque la Tunisie et la Libye ont 

signalé la maladie. Ces vaccinations dans les zones à risque ont été poursuivies annuellement 

jusqu'en janvier 1998 (Officier, 1999). Cependant, pour des raisons géographiques, il a été 

impossible de couvrir certaines régions. En Algérie, à la suite de l'épidémie de 1999, une 

vaccination annuelle contre la fièvre aphteuse a été effectuée chez les bovins uniquement avec 

la souche O Manisa. L'Algérie a utilisé le vaccin inactivé monovalent O entre 1999 et 2016, la 

souche vaccinale (A/ERI/98) à la fin du mois de juillet 2017, et un vaccin inactivé bivalent A 

et O entre 2017 et 2022. 

II. 1.4.3. Voie de contrôle progressif de la fièvre aphteuse (PCP-FMD) 

L'objectif optimal à long terme du programme de lutte contre la fièvre aphteuse n'est pas 

d'éradiquer complètement la maladie dans le monde entier, mais de parvenir à un contrôle 

efficace de la fièvre aphteuse chez les animaux sensibles d'ici à 2030. Stratégie régionale du 

Cadre Mondial pour le Contrôle progressif des maladies animales transfrontalières (GF-TADs) 

pour l'Afrique OMSA. 

Le PCP de la fièvre aphteuse comprend six étapes allant de zéro (0), lorsqu'il y a une circulation 

continue du virus de la fièvre aphteuse sans notification ni action de contrôle, à cinq (5), 

lorsqu'un pays est prêt à être officiellement reconnu par l'OMSA comme indemne sans 
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 vaccination. Actuellement, l'OMSA ne reconnaît que trois catégories de pays en ce qui concerne 

la fièvre aphteuse :  

1- les pays non indemnes de fièvre aphteuse (stade 0-3 du PCP). 

2- les pays ou zones indemnes de fièvre aphteuse pratiquant la vaccination (stade 4 du PCP). 

3- les pays ou zones indemnes de fièvre aphteuse où la vaccination n'est pas pratiquée (stade 5 

du PCP) (Maree et al., 2014). 

II.2. Peste des petits ruminants 

II.2.1. Diagnostic clinique 

Cliniquement, la maladie se caractérise par de la fièvre, une pneumonie, une diarrhée profuse 

et une boiterie, une inflammation de la muqueuse des voies respiratoires et digestives. Un 

écoulement nasal et oculaire séreux qui devient mucopurulent (Abera, 2023). 

II.2.2. Diagnostic anatomo-pathologique 

II.2.2.1. Lésions macroscopiques 

L’anatomo-pathologie de la PPR est caractérisée et dominée par des changements réversibles 

et nécrotiques dans les tissus lymphoïdes et les cellules épithéliales des systèmes gastro-

intestinal et respiratoire (Balamurugan et al., 2014). Les papilles buccales, le coussinet 

dentaire, la gencive, la surface dorsale de la langue, l'amygdale palatine et le palais dur sont 

principalement touchés (Parida et al., 2015). Des taches érosives et nécrotiques sur la lèvre et 

la langue avec une trachée sévèrement congestionnée ont été observées dans les carcasses 

déshydratées (Begum et al., 2018). 

Dans les intestins, on observe une hyperémie et des bandes hémorragiques sur la surface de la 

muqueuse du cæcum, parfois, avec des nodules surélevés (Chowdhury et al., 2014), mais plus 

spécifiquement, dans la partie postérieure du côlon et du rectum, il y a des stries discontinues 

de congestion (« Zebra » stripes ou « Zebra markings ») (Ugochukwu, 2019). Entérite 

hémorragique ou nécrotique avec une nécrose étendue et parfois une ulcération sévère des 

plaques de Peyer (Khan et al., 2018). Les ganglions lymphatiques mésentériques (MLN) 

présentent une légère congestion, des hémorragies et un gonflement qui s'intensifient avec le 

temps (Begum et al., 2021). Le foie est fragile, présente une décoloration brunâtre avec de 

minuscules taches nécrotiques, une légère congestion et des stries hémorragiques (Begum et 

al., 2021). La rate présente une hypertrophie et un œdème à 10 jours, puis devient pâle, 
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 contractée et atrophiée à 14 jours (Begum et al., 2021). Des exsudats mousseux et des 

hémorragies dans la muqueuse trachéale (Patel et al., 2017). 

Les lésions pulmonaires sont principalement confinées aux lobes diaphragmatiques et 

consistent en une hépatisation, un rougissement diffus et une atélectasie (Maina et al., 2015), 

une congestion sévère du lobe apical des poumons et la présence d'exsudats fibrineux dans les 

poumons (Fig. 30) (Khan, 2018). 

 

Figure 30. Lésions macroscopiques à l'autopsie chez des chèvres 

infectées par le virus de la PPR. a Lésion nécrotique sur le coussinet 

dentaire ; b Lésions sur la gencive et la cavité buccale ; c Coupes oro-

pharyngées montrant des lésions nécrotiques sur les amygdales palatines 

et de petits dépôts de fibrine à la base de la langue ; d Bandes zébrées 

dans le gros intestin et e Poumons consolidés conduisant à une 

pneumonie (Parida et al., 2015). 

 

II.2.2.2. Lésions microscopiques 

Sur le plan histopathologique, le PPRV présente également une cytopathogénicité 

caractéristique similaire à celle des autres Morbillivirus, à savoir un grand nombre de syncytia 

dans les ganglions lymphatiques, la pulpe blanche splénique et le tissu lymphoïde sous-

muqueux gastro-intestinal. Les syncytia sont suivis d'une nécrose/apoptose. Des syncytia de 

l'épithélium pavimenteux sont également observés dans l'épithélium du tube digestif et dans les 

tissus amygdaliens et faciaux (Pope et al., 2013). 
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 Les lèvres présentent une chéilite ulcéreuse et des lésions pyo-granulomateuses à 10 jours. Une 

grave infiltration mononucléaire de cellules inflammatoires, une desquamation des cellules 

épithéliales, une congestion, des corps d'inclusion intranucléaires et intracytoplasmiques ont été 

trouvés dans les lèvres des chèvres mortes (Begum et al., 2021). 

Dans l'intestin, le duodénum, le jéjunum et l'iléon ont montré une perte de l'épithélium de la 

muqueuse, une fusion et un raccourcissement des villosités, une infiltration inflammatoire 

mononucléaire à 5 et 7 jours et ont progressé rapidement. Le cæcum, le côlon et le rectum ont 

montré une prolifération des cellules caliciformes, un raccourcissement et une fusion des 

villosités, des hémorragies, un dépôt de débris nécrotiques avec des cellules inflammatoires 

mononucléaires dans les zones glandulaires à 5 jours et progressent rapidement (Begum et al., 

2021). Les plaques de Peyer présentent une lympholyse, des changements nécrotiques et une 

déplétion des cellules lymphoïdes ainsi qu'une hyperplasie des cellules réticulo-endothéliales 

(Khan., 2018). Le foie présente des lésions de dégénérescence, une congestion sinusoïdale et 

une infiltration de cellules mononucléaires dans l'espace sinusoïdal ainsi que des cellules 

syncytiales (Patel et al., 2017). Les ganglions lymphatiques mésentériques (MLN) présentent 

une légère congestion, des hémorragies et un gonflement (Begum et al., 2021). Un degré 

variable de déplétion des cellules lymphoïdes, en particulier dans le cortex et dans les cordons 

médullaires, une déplétion lymphocytaire modérée à sévère a été observée, les zones de 

déplétion apparaissant pâles, dépourvues de follicules lymphoïdes et avec peu ou pas de 

lymphocytes (Maina et al., 2015). Le foie présente des zones multifocales de nécrose de 

coagulation, une vacuolisation des hépatocytes ainsi qu'une dilatation des espaces sinusoïdaux 

et une congestion. Dans ces foyers, de nombreux noyaux d'hépatocytes sont pycnotiques. La 

zone péri-portale présente une infiltration de cellules inflammatoires, principalement des 

neutrophiles, et quelques cellules mononucléaires, ainsi que des vaisseaux sanguins engorgés 

(Khan et al., 2018). La rate présente une congestion sévère, des hémorragies modérées et une 

déplétion lymphoïde focale à 5-7 dpi et progresse rapidement (Begum et al., 2021). 

II.2.3. Diagnostic de laboratoire 

II.2.3. 1. Isolement du virus 

L'isolement du virus est la méthode de référence actuellement utilisée pour le diagnostic en 

laboratoire de la PPR. En outre, divers types de cultures cellulaires sont utilisés pour l'isolement 

de l'agent viral, notamment les cellules Vero, dérivées de cellules rénales de singe vert africain 

(Durojaiye, 1987). La caractéristique principale de l'effet cytopathique est la formation d'amas 

cellulaires en forme de raisin, qui se produisent après l'arrondissement et la vacuolisation des 
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 cellules, accompagnés d'une granulation cytoplasmique et du développement de syncytia. Ce 

phénomène peut être observé dès le troisième et jusqu'au cinquième jour suivant l'infection. 

L'isolement du virus n'est pas une méthode appropriée pour les tests de diagnostic de routine en 

raison de sa lenteur inhérente, de la nécessité de disposer d'installations spécialisées et de son 

manque de sensibilité par rapport à la RT-PCR (Santhamani et al., 2016). 

II.2.3. 1. 1. PCR multiplex 

Balamurugan et ses collaborateurs (2006) ont mis au point un test RT-PCR multiplex en une 

étape pour détecter le PPRV dans les échantillons cliniques. Ce test amplifie des régions 

génétiques spécifiques pour différencier le PPRV d'autres virus apparentés (Balamurugan et 

al., 2006). 

Settypalli et al. (2016) décrivent un test RT-qPCR multiplex en une étape capable de 

diagnostiquer plusieurs maladies respiratoires chez les ovins et les caprins, y compris la PPR. 

Le test est capable de détecter le PPRV en même temps que d'autres agents pathogènes, ce qui 

démontre son utilité pour le diagnostic complet de la maladie (Settypalli et al., 2016). 

II.2.3. 1. 2. Tests Penside 

Un test dot-ELISA simple a également été mis au point en utilisant soit la protéine MAbanti-M 

(Obi et Ojeh, 1989), soit la protéine MAbanti-N (Singh et al., 2009), pour la détection de 

l'antigène du PPRV dans l'homogénat tissulaire/les matériaux de frottis d'origine ovine et 

caprine. Ce test s'est avéré utile pour le dépistage d'un grand nombre d'échantillons cliniques et 

convient aux laboratoires d'investigation des maladies animales sur le terrain ; il pourrait être 

utilisé comme test de laboratoire pour le diagnostic de la PPR. Ce test présente une sensibilité 

(82,5 %) et une spécificité (91 %) relatives par rapport au test s-ELISA pour le diagnostic de la 

PPR (Singh et al., 2009). 

Le diagnostic de la maladie peut être effectué en détectant les anticorps sériques dirigés contre 

la protéine N, étant donné que la protéine N du Morbillivirus est hautement antigénique (Hosny 

et al., 2020). Il existe des kits de diagnostic ELISA (enzyme-linked immunosorbent assay) à 

haute spécificité et sensibilité qui détectent les anticorps dirigés contre les protéines N ou H du 

virus, indiquant la séropositivité au sein d'une population (Bodjo et al., 2018). 

 

 

 



 

45 
 

 Chapitre II : Méthodes de diagnostic et stratégies de lutte contre la fièvre aphteuse, la 

peste des petits ruminants et la fièvre catarrhale. 

 II.2.4. Stratégies de lutte 

II.2.4. 1. Stratégie mondiale pour le contrôle et l’éradication de la PPR 

Pour lutter efficacement contre la PPR, il est nécessaire de soutenir fortement les méthodes de 

diagnostic et de vacciner correctement et en temps voulu la population sensible. Par conséquent, 

la disponibilité d'un vaccin de culture cellulaire atténuée et de diverses techniques/kits de 

diagnostic pour le diagnostic de la PPR constitue une recommandation forte pour le programme 

de contrôle. 

L’OMSA et la FAO ont développé ensemble la Stratégie pour le contrôle et l’éradication de la 

PPR sous l’égide du GF-TADs (WOAH, 2024). 

Cette stratégie comprend trois composantes : 

1. Une approche technique par étapes (du stade 1 au stade 4) pour contrôler et éradiquer la 

maladie ; 

2. Le renforcement des Services vétérinaires afin d’avoir les moyens de mettre en œuvre 

la composante technique ; 

3. Le contrôle d’autres maladies prioritaires affectant les petits ruminants résultant de la 

maximisation de l’impact des mesures de contrôle (WOAH, 2024) 

Les stades s’étendent du stade 1, c’est-à-dire quand la situation épidémiologique est en cours 

d’évaluation, au stade 4 qui correspond au moment où le pays peut fournir la preuve d’une 

absence de circulation du virus et qu’il est prêt à demander la reconnaissance par l’OMSA d’un 

statut indemne de PPR (Fig. 31) (WOAH, 2024). 

 

Figure 31. Approche technique par étapes (du stade 1 au stade 4) pour contrôler                  

et éradiquer la peste des petits ruminants (WOAH, 2024). 
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 II.2.4. 2. Vaccination 

Les enseignements tirés du Programme mondial d’éradication de la peste bovine montrent que 

le recours à un vaccin de haute performance contre la peste bovine, permettant d’immuniser 

l’animal contre toutes les souches du virus, a joué un rôle essentiel dans la réussite de la 

campagne. De façon similaire, des vaccins efficaces contre la PPR existent et induiront une 

immunité protectrice à vie des animaux vaccinés (WOAH, 2024). 

La vaccination est donc l’un des outils clés pour contrôler la PPR et a été identifiée comme 

l’option principale du stade 2 « Contrôle » et du stade 3 « Éradication » de la Stratégie mondiale 

pour le contrôle et l’éradication de la PPR (WOAH, 2024). 

II. 3. Fièvre catarrhale ovine 

II.3.1. Diagnostic clinique 

Chez les ovins et maintenant chez les bovins, la fièvre catarrhale ovine peut être suspectée sur 

la base des symptômes cliniques précédents. Cependant, le diagnostic est complexe d'un point 

de vue purement clinique. D'un point de vue épidémiologique, cette maladie ne se manifeste 

que pendant les saisons chaudes de l'année (été) et/ou les mois suivants (automne), surtout après 

de fortes pluies qui facilitent la prolifération du vecteur (Breard et al., 2007). 

II.3.2. Diagnostic anatomo-pathologique 

II.3.2.1. Lésions macroscopiques 

Infiltration des tissus sous-cutanés par un liquide gélatineux dans la tête, hémorragies dans la 

tunique moyenne de l'artère pulmonaire ou même de l'aorte, hyperémie, cyanose, de la 

muqueuse buccale avec pétéchies et ecchymoses. Les lèvres, la langue et les joues peuvent 

présenter des érosions avec des couches de tissu nécrotique. Il peut y avoir une hyperémie des 

piliers ruminaux et des plis réticulaires. La rate, les ganglions lymphatiques et les amygdales 

sont hypertrophiés et hémorragiques, parfois accompagnés de pétéchies. La racine de la langue, 

le sac péricardique, les reins, l'intestin (en particulier à la jonction iléo-caecale) et les tissus 

sous-cutanés peuvent présenter des pétéchies. La musculature du squelette et du cœur présente 

de légères zones nécrotiques. En outre, une inflammation des voies respiratoires supérieures, 

un œdème pulmonaire, une pleurésie, une péricardite ou une entérite peuvent être présents 

(Tweedle et Mellor, 2002 ; Darpel et al., 2007 ; Mauroy et al., 2008 ; MacLachlan et al., 

2009). 
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 II.3.2.2. Lésions microscopiques 

Les lésions histopathologiques sont l'hypertrophie des cellules endothéliales des capillaires, 

l'œdème périvasculaire et l'infiltration de cellules mononucléaires autour des vaisseaux 

sanguins (MacLachlan, 2004). La congestion vasculaire et l'infarctus tissulaire qui s'ensuit 

entraînent une hypoxie tissulaire et une desquamation des cellules épithéliales. Au cours de 

l'infection aiguë par la BT, des thromboses microvasculaires, des œdèmes, des hémorragies, des 

dégénérescences et des nécroses avec de grandes masses acidophiles intracytoplasmiques et 

une infiltration de neutrophiles et de MNCs (macrophages et lymphocytes) dans les organes 

cibles ont été signalés (MacLachlan, 2004 ; MacLachlan et al., 2008, 2009). 

Les lésions dans le muscle squelettique et cardiaque vont de la myonécrose aiguë avec 

hémorragie, aux lésions plus chroniques avec fibrose et infiltration de cellules inflammatoires 

mononucléaires. L’œdème pulmonaire est très caractéristique de nombreuses infections 

mortelles du BTV, mais n’est certainement pas pathognomonique du BT. Les changements au 

sein des petits vaisseaux de la peau et à proximité des lésions, comme les ulcères buccaux, sont 

incohérents et souvent subtils ; les vaisseaux atteints de façon aiguë peuvent ne présenter qu’une 

hypertrophie endothéliale avec œdème périvasculaire et/ou hémorragie, avec accumulation 

périvasculaire variable subséquente de lymphocytes et macrophages (MacLachlan et al., 

2009). 

II.3.3. Diagnostic de laboratoire 

II.3.3.1. Diagnostic sérologique 

➢ Dosage immuno-enzymatique compétitif 

Le test cELISA détecte les anticorps dirigés contre la protéine centrale VP7 du BTV. 

Lorsqu'il est correctement validé, ce test est très sensible et spécifique et permet de 

détecter des anticorps dirigés contre la plupart, voire la totalité, des sérotypes et des 

souches de BTV. Les anticorps détectés par le test cELISA persistent pendant de longues 

périodes après l'infection des animaux par le BTV, bien que le test cELISA ne permette 

pas de distinguer les animaux naturellement infectés par le virus de ceux immunisés 

avec les vaccins commerciaux actuels contre le BTV (Maclachlan et al., 2015). 
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 II.3.3.2. Diagnostic virologique  

➢ Il consiste à mettre en évidence le virus (diagnostic 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, la rate peut être prélevée (Breard et al., 2007). Après 

acheminement des prélèvements au laboratoire, sous régime du froid, le virus pourra 

être isolé après passage sur œuf embryonné de 9 à 11 jours (Clavijo et al., 2000), puis 

sur culture cellulaire (cellules BHK ou Vero). Le typage peut être ensuite effectué par 

neutralisation virale sur cultures de cellules à l’aide de 24 sérums hyper immuns 

spécifiques produits sur ovin ou lapin. Par ces méthodes dites « conventionnelles » le 

délai de réponse est de 15 jours et peut atteindre un mois selon le nombre de passages 

réalisés pour isoler le virus (Breard et al., 2007). 

➢ Les techniques de RT-PCR permettent d'identifier rapidement l'acide nucléique du BTV 

dans le sang et d'autres tissus d'animaux infectés. Il est important de noter que les 

diagnostics basés sur la RT-PCR doivent être interprétés avec prudence, car la procédure 

de RT-PCR détectera l'acide nucléique spécifique du virus après que celui-ci ne soit plus 

viable et capable d'établir une nouvelle infection chez les insectes ou les mammifères 

hôtes. Par conséquent, un résultat positif de RT-PCR n'indique pas nécessairement la 

présence d'un virus infectieux. En outre, l'ARN provenant de souches vaccinales peut 

être détecté. 

Les méthodes de RT-PCR en temps réel permettent une détection sensible et rapide du 

BTV en une seule étape. Les avantages des méthodes en temps réel par rapport aux 

méthodes PCR traditionnelles sont la rapidité du test, la quantification du virus présent 

et la réduction des risques de contamination, car aucune manipulation post-

amplification, telle que l'électrophorèse sur gel, n'est nécessaire. Les tests RT-PCR en 

temps réel sont les tests de choix pour le diagnostic (WOAH, 2024). 

II.3.4. Les mesures de lutte adoptées 

Depuis l'incursion de la BT dans le pays en juillet 2000, les autorités vétérinaires algériennes 

ont mis en œuvre des programmes de surveillance pour contrôler la maladie, détecter les 

nouveaux cas cliniques par diagnostic sérologique et déterminer la présence et la distribution 

des vecteurs connus de la maladie. Lorsque la présence de la BT est confirmée dans un troupeau 

ou un local, les troupeaux sont isolés et les animaux morts enterrés. Les animaux malades, les 

élevages et les zones environnantes sont pulvérisés avec des insecticides. Des opérations de 
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 lutte antivectorielle ont donc été lancées dans le pays, mais aucune vaccination n'a été effectuée 

(Madani et al., 2011 ; Cêtre-Sossah et al., 2011). 

L'Algérie suit les mesures sanitaires recommandées par l’OMSA : En association avec les 

programmes de surveillance active destinés à identifier la localisation, la distribution et la 

prévalence des insectes vecteurs dans une zone donnée, les mesures de prophylaxie suivantes 

peuvent être mises en œuvre en fonction des nécessités : 

• Identification, surveillance et suivi des animaux sensibles et potentiellement 

contaminés ; 

• Mise en quarantaine et/ou restriction des déplacements lors de la période d’activité des 

insectes ; 

• Identification des zones spécifiées ; 

• Lutte contre les insectes. 

La vaccination est la mesure la plus efficace et la plus simple pour réduire au minimum les 

pertes liées à la maladie et pour tenter d’interrompre le cycle entre les animaux contaminés et 

les vecteurs. Il est essentiel d’utiliser un vaccin qui assure une protection contre la ou les 

souches virales spécifiques présentes dans la zone concernée (WOAH, 2024) 
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I. Matériel et méthodes 

I.1.Analyse rétrospective des foyers épidémiques de la fièvre aphteuse, de la peste des 

petits ruminants et de la fièvre catarrhale ovine en Algérie. 

Une étude rétrospective a été menée pour analyser la situation épidémiologique de la fièvre 

aphteuse, de la peste des petits ruminants et de la fièvre catarrhale ovine en Algérie. Les données 

relatives aux foyers des maladies citées ci-dessus ont été recueillies en utilisant la base de 

données du Système mondial d'information sur la santé animale (WAHIS) de l'Organisation 

mondiale de la santé animale (OMSA) au cours de la période 2004-2024, ainsi qu'auprès du 

Laboratoire mondial de référence de Pirbright pour la fièvre aphteuse (WRLFMD). 

Les informations relatives aux espèces touchées, la division administrative, le nombre de 

foyers, le nombre d'animaux sensibles, le nombre de cas et le nombre d'animaux morts ont été 

collectées à partir de la base de données WAHIS (Fig. 32). Les informations détaillées portant 

sur les différentes souches et sérotypes du virus de la fièvre aphteuse, les séquences génétiques 

et les analyses phylogéniques ont été collectées auprès du WRLFMD. 

 

 

 



 

51 
 

 I. Matériel et méthodes 

 

 

Figure 32.    Etapes de collecte des données à l’aide de la base de données du Système 

mondial d'information sur la santé animale (WAHIS, 2024).
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I.2. Enquête locale dans la Wilaya de Tiaret 

Une étude épidémiologique a été menée à travers une enquête électronique créée à l’aide de 

google Forms et distribuée aux vétérinaires de terrain dans différentes régions de la wilaya de 

Tiaret afin d'étudier la prévalence de la fièvre aphteuse, de la peste des petits ruminants et de la 

fièvre catarrhale ovine durant les trois dernières années (2022 à 2024).  

L'enquête a porté sur la population globale des petits ruminants sur chaque exploitation 

enquêtée, l’âge des animaux, le nombre d'animaux présentant des symptômes compatibles avec 

la fièvre aphteuse, la PPR et la bluetongue ainsi que le nombre d'animaux morts. 

Au cours de l’étude, des foyers de fièvre aphteuse et de peste des petits ruminants se sont 

déclarées dans différentes régions de la wilaya de Tiaret. Dès leur apparition, nous avons 

contacté rapidement les vétérinaires de la DSA pour connaître les circonstances d’apparition de 

ces foyers.  

I.3. Étude anatomo-pathologique de la fièvre aphteuse et de la PPR 

I.3.1. Étude macroscopique 

Un total de 23 agneaux dont 18 suspects de fièvre aphteuse et 5 suspects de PPR a été soumis 

à la salle de nécropsie de l’institut vétérinaire de Tiaret. L'animal a été placé en décubitus dorsal 

et après une désarticulation des membres, nous avons réalisé une incision le long de la ligne 

blanche du menton à la région pelvienne. Les cavités thoracique et abdominale ont été ouvertes 

pour examiner les poumons, le cœur, les organes digestifs et autres organes. 

Un examen macroscopique complet de tous les organes a été effectué, avec une attention 

particulière pour le cœur, la langue, le palais dur, le rumen et les organes lymphoïdes notamment 

la rate, le thymus et les ganglions lymphatiques régionaux pour les cas suspects de fièvre 

aphteuse. Par contre, une attention particulière a été accordée aux poumons, à la trachée, à 

différentes parties de l'intestin grêle et du gros intestin et aux ganglions lymphatiques 

mésentériques pour les cas suspects de PPR. Des échantillons représentatifs des organes sus-

cités ont été fixés dans une solution de formol à tampon neutre à 10 %. 

I.3.2. Étude microscopique 

Après fixation, les tissus ont été coupés et soumis à une déshydratation par immersion dans des 

bains d’alcool à concentrations croissantes pour éliminer l'eau. Cette étape était suivie d'une 

étape de clarification au xylène pour éliminer l'alcool et préparer le tissu à l'inclusion. Au cours 
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de cette dernière, les échantillons ont été mis dans des cassettes pour être imprégnés à chaud 

par la paraffine dans des moules en acier inoxydable et après solidification de la paraffine, les 

blocs formés ont été congelés à -20°C. Les blocs de tissus inclus ont été sectionnées en fines 

coupes de 4 à 5 µm d’épaisseur à l’aide d’un microtome rotatif de Type Leica 2125. Les sections 

ont été ensuite étalées dans un bain marie à 50°C pour être aplaties et montées sur des lames de 

verre. 

Une lame de verre de microscope standard est placée sous la section de tissu sélectionnée, puis 

retirée du bain-marie, séchée et colorée à l'hématoxyline et à l'éosine (H&E) pour visualiser les 

structures cellulaires et l'architecture du tissu. L'hématoxyline colore les noyaux cellulaires en 

noir bleu, montrant de bons détails intranucléaires, tandis que l'éosine colore le cytoplasme 

cellulaire et la plupart des fibres du tissu conjonctif dans des teintes et des intensités variables 

de rose, d'orange et de rouge.  Après la coloration, les lames sont recouvertes d'un milieu de 

montage pour préserver les sections de tissu colorées et les protéger des dommages ultérieurs. 

Les sections colorées ont été observées à l'aide d'un microscope optique équipé d'un appareil 

photo numérique d'une résolution de 16,1 mégapixels, et les images ont ensuite été enregistrées. 

I.4. Analyse statistique 

Les données ont fait l'objet d'une analyse statistique à l'aide du progiciel Microsoft® office 

Excel® 2019 MSO (Version 2409 Build 16.0.18025.20030) 64 bits, qui a permis de générer des 

histogrammes pour faciliter la visualisation de la distribution des valeurs et l'identification des 

tendances clés. 
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II. Résultats 

II.1. Résultat de l'enquête épidémiologique  

Les résultats de l'enquête épidémiologique sont présentés dans le tableau 1.  

Tableau 1 : Résultats des enquêtes épidémiologiques réalisées en 2022 et 2024 sur la 

PPR et la fièvre aphteuse 

Variable Fréquence (%) 

Maladie PPR FA 

Année 2022 2024 

Nombre total des 

petits ruminants 

enquêtés dans l’étude 

 

2200  

 

4924  

Espèce 

        Ovins 

        Caprins 

Total 

 

1400 (64%) 

800 (36%) 

2200 

 

4607(93%) 

369 (7%) 

4924 

Cas suspect 192 951 

Taux de morbidité 8,72% 19% 

Morts 79 234 

Taux de mortalité 3.6% 4,75% 

Taux de létalité 41% 24,60% 

II.1. 1. Fièvre aphteuse 

La fièvre aphteuse a été cliniquement suspectée chez les petits ruminants dans différentes 

régions de la wilaya de Tiaret en 2024 et les principaux symptômes observés par les vétérinaires 

étaient, l'hypersalivation, la perte d'appétit, la fièvre et la boiterie. D'après les constatations des 

vétérinaires privés, les jeunes animaux âgés de 5 jours à 3 mois étaient plus sensibles à la fièvre 

aphteuse. En effet, sur un effectif de 4924 petits ruminants, (4607 ovins et 369 caprins), 951 

sujets présentaient des signes cliniques compatibles avec la fièvre aphteuse soit un taux de 

morbidité de 19%. Le taux de mortalité était de 4, 75%. 
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II.1. 2.  Peste des petits ruminants 

Les principaux symptômes de la maladie observés par les vétérinaires en 2022 étaient des signes 

respiratoires et digestifs, la majorité des cas de PPR étant au stade aigu. D'après les constatations 

des vétérinaires de terrain, les jeunes animaux âgés de 4 à 12 mois étaient plus sensibles à cette 

maladie. Par ailleurs, il a été montré que sur 2200 petits ruminants (1400 ovins et 800 caprins) 

élevés dans différentes zones de la wilaya de Tiaret, 192 sujets présentaient des signes cliniques 

compatibles avec la PPR, soit un taux de morbidité de 8,72% et un taux de mortalité de 3,6%. 

Le laboratoire vétérinaire régional de Mostaganem a confirmé par analyse moléculaire la 

présence du virus de la peste des petits ruminants et celui de la fièvre aphteuse sur des 

échantillons envoyés par la DSA. 

II.2. Résultats de l’étude anatomopathologique 

II.2.1. Résultats de l’étude macroscopique 

II.2.1. 1. Fièvre aphteuse 

Bien que la nécropsie de tous les agneaux morts n'ait pas été possible, 18 agneaux ont fait l'objet 

d'un examen macroscopique complet, ce qui a révélé les lésions suivantes :  

La cavité buccale des agneaux présentait une congestion, une érosion et une ulcération de la 

surface dorsale de la langue et du palais dur (Fig. 33), une érosion et une ulcération modérées 

de la caillette et du rumen. Tous les agneaux morts présentaient des stries gris jaunâtre dans le 

myocarde (Fig. 34). La muqueuse trachéale présentait une congestion et une hémorragie. Les 

poumons des agneaux présentaient une bronchopneumonie, une congestion et une 

hépatisation rouge (Fig. 35). 

Une congestion sévère a été observée dans les intestins des agneaux examinés et est plus grave 

dans le gros intestin (Fig. 36). Les ganglions lymphatiques mésentériques correspondants 

présentaient une hypertrophie accompagnée d'une congestion et d'une hémorragie graves (Fig. 

37). D'autres lésions étaient des hémorragies pétéchiales dans le foie (Fig. 38) et une 

splénomégalie avec des zones blanches (Fig. 39). 
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Figure 33. Aspect macroscopique de la cavité buccale d’un agneau infecté 

par la fièvre aphteuse présentant une congestion, une érosion et une 

ulcération (flèches) (Figure personnelle). 

 

 

Figure 34. Aspect macroscopique du cœur d’un agneau infecté 

par la fièvre aphteuse présentant des zones nécrosées 

blanchâtres marquées sur le myocarde (flèches) (Figure 

personnelle) 
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Figure 35. Aspect macroscopique du poumon d’un agneau infecté par la 

fièvre aphteuse présentant une bronchopneumonie, une congestion et une 

hépatisation (Figure personnelle) 

 

 

Figure 36. Aspect macroscopique du gros intestin d’un agneau infecté 

par la fièvre aphteuse présentant une colite congestive sévère (flèche) 

(Figure personnelle). 
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Figure 37. Aspect macroscopique des ganglions lymphatiques 

mésentériques d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse présentant une 

hypertrophie avec congestion et hémorragie sévères (flèche) (Figure 

personnelle). 

 

 

Figure 38.  Aspect macroscopique du foie d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

montrant une hémorragie pétéchiale dans le foie (flèches) (Figure personnelle). 
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Figure 39. Aspect macroscopique d’une splénomégalie avec des zones de fibrose 

localisées sur la capsule splénique (flèches) d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

(Figure personnelle). 

 

II.2. 1. 2. Peste des petits ruminants 

Bien que la nécropsie de tous les animaux morts n'ait pas été possible, les cas appropriés ont  

fait l'objet d'un examen macroscopique complet, qui a révélé les lésions suivantes:  

La cavité buccale des agneaux présentait une érosion étendue, des ulcérations, une nécrose et 

des dépôts de fibrine dans la gencive, la langue et le palais dur (Fig. 40). D'importants dépôts 

de fibrine ont également été observés dans la muqueuse œsophagienne. Une congestion et une 

hémorragie diffuse ont été observées dans les intestins des agneaux examinés d’autant plus 

graves dans le gros intestin (Fig. 42). Les ganglions lymphatiques mésentériques 

correspondants présentaient une hypertrophie avec une congestion et une hémorragie modérée 

(Fig. 43). La muqueuse trachéale présentait une congestion et une hémorragie avec un exsudat 

spumeux (Fig. 41). Les poumons présentaient une hépatisation rouge des lobes crâniens 

représentant 25 % des zones pulmonaires et une légère congestion dans les lobes caudaux (Fig. 

44). Les autres lésions étaient les suivantes : splénomégalie (Fig. 45), coloration brunâtre du 

foie et hémorragies pétéchiales multifocales dans le myocarde (Fig. 46). 
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Figure 40. Aspect macroscopique de la cavité buccale 

d’un agneau infecté par la PPR présentant une érosion, 

une ulcération, une nécrose et un dépôt de fibrine 

(flèches) (Figure personnelle) 

 

 
Figure 41. Aspect macroscopique de la muqueuse 

trachéale d’un agneau infecté par la PPR présentant 

des exsudats mousseux et des hémorragies (flèches) 

(Figure personnelle) 
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Figure 42. Aspect macroscopique de 

l’intestin d’un agneau infecté par la PPR 

présentant une entérite (Figure personnelle). 

 

 
Figure 43. Aspect macroscopique du 

ganglion mésentérique d’un agneau infecté 

par la PPR présentant une légère congestion, 

des hémorragies et une hypertrophie (flèche) 

(Figure personnelle) 
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Figure 44. Aspect macroscopique du 

poumon d’un agneau infecté par la PPR 

présentant une rougeur, une 

consistance ferme des lobes crâniens 

avec une congestion dans les lobes 

caudaux (Figure personnelle). 

Figure 45. Aspect macroscopique de la 

splénomégalie d’un agneau infecté par 

la PPR (Figure personnelle) 

 

 

 

 
Figure 46. Aspect macroscopique du cœur d’un 

agneau infecté par la PPR présentant une 

hémorragie pétéchiale (flèche) (Figure 

personnelle). 
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II. 2. 2 Résultats de l’étude microscopique 

II.2.2. 1 Fièvre aphteuse 

Les lésions histopathologiques les plus importantes ont été observées sur le cœur, la langue, le 

rumen, les reins, le foie, la rate et les ganglions lymphatiques. Cependant, le cœur, la langue, 

les reins et le rumen présentaient les anomalies histopathologiques les plus graves, notamment 

une dégénérescence hydropique, une nécrose, une apoptose, une hyalinisation et une infiltration 

inflammatoire. 

Le cœur présentait une dégénérescence et une nécrose myocardique multifocale à confluente, 

avec une hyalinisation et une agrégation lymphocytaire périvasculaire focalement marquée. 

Une myocardite multifocale modérée à sévère avec une infiltration lympho-plasmocytaire (Fig. 

47 et 48). Toutes les coupes du cœur ont montré une congestion, une hémorragie et une 

destruction des cardiomyocytes. 

La langue présentait une dégénérescence hydropique avec des inclusions intracytoplasmiques 

éosinophiles observées dans le stratum spinosum (Fig. 49). Le muscle lingual présentait une 

nécrose multifocale (Fig. 50), une atrophie et une hyalinisation avec formation de vésicules 

intra-épithéliales et une infiltration mononucléaire multifocale. Une infiltration mononucléaire 

sévère et une congestion de la peau des lèvres, des narines et du palais dur ont également été 

observées. 

Une dégénérescence hydropique a été observée dans l'épithélium ruminal avec une infiltration 

mononucléaire dans les papilles intra-ruminales (Fig. 51). 

Le foie présentait une congestion sévère, des hémorragies et une nécrose avec une inflammation 

périportale multifocale. Le rein présentait une nécrose de coagulation sévère dans les tubules 

corticaux et médullaires, une dégénérescence hydropique avec dépôt hyalin et une infiltration 

mononucléaire sévère (Fig. 52). 

Les ganglions lymphatiques mésentériques présentaient une congestion sévère, des 

hémorragies, un gonflement et une déplétion des cellules lymphoïdes (Fig. 53). La rate 

présentait un épaississement de la capsule splénique et un élargissement des trabécules 

spléniques (Fig. 54) avec des hémorragies sous-capsulaires dans la pulpe rouge infiltrée par un 

grand nombre de cellules inflammatoires, principalement des lymphocytes et des macrophages. 
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En outre, la pulpe blanche présentait une déplétion lymphoïde modérée accompagnée de 

granules brunâtres de pigment d'hémosidérine infiltrant la substance splénique. 

Les coupes de poumons ont montré une bronchiolite et une pneumonie interstitielle. Les septa 

interlobulaires des poumons sont apparus plus épais en raison du dépôt de fibrine et 

d'hémorragies. Le palais dur présentait une congestion, une ulcération et une infiltration 

mononucléaire (Fig. 55). 

 

a) 
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Figure 47. Aspect microscopique du cœur d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant une myocardite modérée à sévère avec infiltration lympho-plasmocytaire avec 

nécrose des cardiomyocytes et dégénérescence des cellules de Purkinje (Flèches). (H&E), 

a) X40 ; b) X100 (Figure personnelle). 

 

 

b) 
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Figure 48. Aspect microscopique du cœur d’un agneau infecté par la fièvre 

aphteuse présentant une myocardite modérée à sévère avec infiltration lympho-

plasmocytaire avec nécrose des cardiomyocytes et dégénérescence des cellules 

de Purkinje (Flèches). (H&E), X 400 (Figure personnelle). 
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Figure 49. Aspect microscopique de la langue d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant une dégénérescence hydropique et des corps d'inclusions intracytoplasmiques 

éosinophiles (flèches) dans le stratum spinosum (H&E), X400 (Figure personnelle) 
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Figure 50. Aspect microscopique de la langue d’un agneau infecté par la fièvre 

aphteuse présentant une dégénérescence hydropique (cercle) dans le stratum spinosum 

et une nécrose du muscle lingual (flèches) (H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 51. Aspect microscopique du rumen d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant une dégénérescence hydropique (flèches) avec infiltration mononucléaire des 

papilles intraluminales (cercle) (H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 52. Aspect microscopique du rein d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant une nécrose de coagulation sévère (flèches) dans la corticale et une 

dégénérescence hydropique dans les tubules médullaires et une néphrite interstitielle 

sévère caractérisée par l’infiltration mononucléaires (cercle) (H&E), X100 (Figure 

personnelle). 
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Figure 53. Aspect microscopique du ganglion mésentérique d’un agneau infecté par la 

fièvre aphteuse, présentant une congestion sévère, des hémorragies et une déplétion des 

cellules lymphoïdes (H&E), X40 (Figure personnelle) 
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Figure 54. Aspect microscopique de la rate d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant un épaississement de la capsule splénique (flèche à deux têtes) et un 

élargissement des trabécules spléniques (flèche) (H&E), X100 (Figure personnelle). 
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Figure 55. Aspect microscopique du palais dure d’un agneau infecté par la fièvre aphteuse 

présentant une congestion, une ulcération (flèche à deux têtes) et une infiltration 

mononucléaire (Cercle) (H&E), X100 (Figure personnelle) 

 

II.2.2.2 Peste des petits ruminants 

La muqueuse trachéale présentait une desquamation épithéliale avec des hémorragies et une 

congestion dans la couche de tissu conjonctif (Fig. 62), une dégénérescence et des lésions 

kystiques dans la glande trachéale (Fig. 61). 

Les lésions histopathologiques les plus importantes ont été observées sur les poumons, les 

intestins, la rate et les ganglions lymphatiques. Cependant, les poumons présentaient les 

anomalies histopathologiques les plus graves, caractérisées par un œdème des alvéoles associé 

à un exsudat fibrineux, une infiltration de cellules mononucléaires (Fig. 56, 59) et un 

épaississement des septa inter-alvéolaires (Fig. 57, 58), ainsi que par la présence de cellules 

syncytiales (Fig. 56). Les intestins ont révélé des ulcérations de la muqueuse intestinale dans 

certaines zones, et une perte des villosités intestinales (Fig. 63), les cryptes intestinales 

apparaissaient claires avec une perte de l'épithélium, la lamina propria était infiltrée de 

macrophages et de lymphocytes, le duodénum, le jéjunum et l'iléon présentaient un 
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épanchement important de la sous-muqueuse avec un épaississement progressif de la couche de 

la sous-muqueuse. Une dégénérescence et une nécrose des cellules épithéliales glandulaires ont 

également été observées. 

Les follicules lymphoïdes des plaques de Peyer présentaient une destruction caractérisée par 

une lympholyse. Les ganglions lymphatiques mésentériques (MLN) présentent une congestion 

sévère, une hémorragie, un gonflement et une déplétion des cellules lymphoïdes (Fig. 64). En 

outre, d'autres lésions étaient marquées par une déplétion des lymphocytes dans la rate (Fig. 

66) et des changements histopathologiques dans le cœur, y compris une congestion et des 

hémorragies (Fig. 68). Le thymus présentait une déplétion sévère des lymphocytes et une 

congestion sévère (Fig. 65). En outre, le foie présentait une congestion et des hémorragies 

sévères avec une atrophie des hépatocytes accompagnée d'une expansion des espaces sinusoïdes 

(Fig. 67). Le rein présentait une légère atrophie glomérulaire, une nécrose importante et une 

perte d'épithélium dans les tubules rénaux (Fig. 69). 
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Figure 56. Aspect microscopique d’un parenchyme pulmonaire d’un agneau infecté par 

la PPR sévèrement infiltré de cellules inflammatoires (pneumonie interstitielle) avec 

groupe de cellules syncytiales (a/flèches, b/cercles) associées à une bronchiolite sévère. 

a) (H&E), X40, b) (H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 57. Aspect microscopique du poumon d’un agneau infecté par la 

PPR, présentant une pneumonie interstitielle, subaiguë, multifocale, sévère 

avec une hyperplasie nodulaire des pneumocytes de type II (cercle), un 

épaississement des septa alvéolaires (flèche) et une infiltration de cellules 

mononucléaires (H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 58. Aspect microscopique du 

poumon d’un agneau infecté par la PPR, 

présentant une exsudation sévère dans les 

septas interlobulaires (flèche à deux têtes) 

(H&E), X100 (Figure personnelle) 

Figure 59. Aspect microscopique du poumon 

d’un agneau infecté par la PPR, présentant une 

alvéolite sévère (cercle) avec œdème (H&E), 

X100 (Figure personnelle) 

 

  

Figure 60. Aspect microscopique du poumon 

d’un agneau infecté par la PPR, présentant 

une alvéolite sévère avec œdème (H&E), 

X400 (Figure personnelle). 

Figure 61. Aspect microscopique de la 

trachée d’un agneau infecté par la PPR, 

présentant une dégénérescence et des 

lésions kystiques dans la glande trachéale 

(H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 62. Aspect microscopique de la trachée d’un agneau infecté par la PPR, 

présentant une desquamation de l'épithélium trachéal (flèches) avec des hémorragies et 

une congestion dans la lamina propria a) (H&E), X100, b) (H&E), X400 (Figure 

personnelle) 
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Figure 63. Aspect microscopique de l’intestin d’un agneau infecté par la PPR, présentant 

a) une perte totale des villosités, une ulcération et une infiltration de cellules 

inflammatoires, un épaississement de la sous-muqueuse par un œdème (flèche à double 

têtes) avec déplétion modérée des plaques de Peyer (étoile). (H&E), 100X, b) Ulcération. 

(H&E), 400X (Figure personnelle). 
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Figure 64. Aspect microscopique du ganglions lymphatiques 

mésentériques d’un agneau infecté par la PPR, présentant une déplétion 

lymphoïde sévère (cercles et étoiles), principalement dans le cortex, avec 

congestion et hémorragie sévère. a) (H&E), X100, b) (H&E), X400 

(Figure personnelle) 
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Figure 65. Aspect microscopique du thymus d’un agneau infecté par la PPR, présentant 

une congestion sévère et déplétion des cellules lymphoïdes a) (H&E), X40, b) (H&E), 

X400 (Figure personnelle) 

 

  

Figure 66. Aspect microscopique de la rate d’un agneau infecté par la PPR, présentant une 

déplétion des cellules lymphoïdes a) (H&E), X40, b) (H&E), X100 (Figure personnelle) 
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Figure 67. Aspect microscopique du foie d’un agneau infecté par la PPR, présentant a) une 

congestion et une hémorragie sévères. b), c) et d) Atrophie des hépatocytes et dilatation des 

espaces sinusoïdes. b) Dans ces foyers, de nombreux noyaux d'hépatocytes sont pycnotiques 

a) (H&E), X40, b) et c) (H&E), X100, d) (H&E), X400 (Figure personnelle) 

 

  

Figure 68. Aspect microscopique du Cœur d’un agneau infecté par la PPR, présentant des 

hémorragies massives (flèches) a) (H&E), X100, b) (H&E), X100 (Figure personnelle). 
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Figure 69. Aspect microscopique du rein d’un agneau infecté par la PPR, présentant une 

légère atrophie glomérulaire et une néphrite interstitielle avec des hémorragies massives. En 

outre une dégénérescence, nécrose sévère, vacuolisation et desquamation de l'épithélium des 

tubules rénaux et un dépôt hyalin dans la lumière tubulaire a) et b) (H&E), X100 (Figure 

personnelle). 

 

II.4. Résultats de l'analyse statistique 

II.4.1. Fièvre aphteuse 

II.4.1.1. Répartition des cas de fièvre aphteuse par année en Algérie 

De 2014 à 2023, 11159 cas de fièvre aphteuse ont été enregistrés en Algérie. Le taux d'infection 

le plus élevé a été observé en 2014 (28,90 %), suivi de 2022 (24,13 %), 2017 (16,70 %), 2019 

(15,15 %) et 2018 (11,12%). En revanche, 2023 et 2015 ont présenté les taux d'infection les 

plus faibles, soit 5,34 % et 2,89 %, respectivement (tableau 2). 

II.4.1.2. Distribution spatiale et évolution temporelle des cas de fièvre aphteuse 

Au cours de la période d'étude (2014- 2023), la région de l'est a signalé le plus grand nombre 

de cas (5361 cas), suivie de la région de l'ouest (2448 cas), puis la région du nord (centre) (1898 

cas). La région du sud a enregistré le plus faible nombre de cas, avec 1452. 

II.4.1.3. Répartition annuelle de la fièvre aphteuse en Algérie en fonction de l’espèce  

La répartition des cas d'infection par le virus de la fièvre aphteuse selon les espèces animales 

montre une forte incidence chez les ovins avec 6 596 cas signalés. Les bovins, bien que moins 

touchés, représentent un nombre significatif de cas avec 4 158 infections recensées. Les caprins, 
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quant à eux, sont les moins affectés, avec 405 cas enregistrés. Cette répartition illustre la large 

propagation de la maladie parmi les ovins et les bovins (tableau 3). 

Tableau 2. Épisodes de la fièvre aphteuse en Algérie (2014-2023) 

Année Foyer Sensible Cas Taux 

d’infection 

Mort Abattu Sérotype Topotype/ligne/sous-

ligne 

Vaccination Pays de 

vaccin 
(Origine) 

2014 419 10512 3039 28,90% 238 9861 O O/ME-SA Ind-

2001d 

Inactivé 

Monovalent 
O 

Annuel 

DECIVAC 

Boxsmeer, 
Holande 

2015 12 5500 159 2,89% 0 0 O O/ME-SA/Ind-2001 Inactivé 
Monovalent 

O 

Annuel 

DECIVAC 
Boxsmeer, 

Holande 

2017 111 3514 587 16,70% 3 3432 A A/AFRICA/G-IV Bivalent 

inactivé 

O,A Annuel 

DECIVAC 

Boxsmeer, 

Holande 
2018 146 28066 3122 11,12% 848 819 O O/EA-3. Bivalent 

inactivé 

O,A 
Annuel 

DECIVAC 

Boxsmeer, 

Holande 

2019 267 27245 4130 15,15% 2600 0 O O/EA-3. Bivalent 

inactivé 
O,A 

Annuel 

DECIVAC 

Boxsmeer, 
Holande 

2022 23 464 112 24,13% 
 

3 6 O O/EA-3. Bivalent 
inactivé 

O,A 

Semestriel 

MERIAL 

United 
Kingdom 

2023 2 187 10 5,34% 0 0 SAT2 SAT2/V Bivalent 

inactivé 

O,A 
Semestriel 

MERIAL 

United 

Kingdom 

 

 

 
Figure 70. Récapitulation des données relatives à la Fièvre aphteuse en Algérie (2014-

2023) 

2014 2015 2017 2018 2019 2022 2023

Foyer 419 12 111 146 267 23 2

Cas 3039 159 587 3122 4130 112 10

Mort 238 0 3 848 2600 3 0

Abattu 9861 0 3432 819 0 6 0
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Tableau 3. Tableau récapitulatif des cas de la fièvre aphteuse en Algérie (2014-2023) en 

fonction de l’espèce animale 

Année Espèce Cas 

2014 Bovins 3039 

Ovins 0 

Caprins 0 

2015 Bovins 1 

Ovins 158 

Caprins 0 

2016 Bovins 0 

Ovins 0 

Caprins 0 

2017 Bovins 418 

Ovins 153 

Caprins 16 

2018 Bovins 580 

Ovins 2481 

Caprins 61 

2019 Bovins 0 

Ovins 3802 

Caprins 328 

2020 Bovins 0 

Ovins 0 

Caprins 0 

2021 Bovins 0 

Ovins 0 

Caprins 0 

2022 Bovins 110 

Ovins 2 

Caprins 0 

2023 Bovins 10 

Ovins 0 

Caprins 0 
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Figure 71. Nombre des cas infectés par la fièvre aphteuse en Algérie (2014-2023) en 

fonction de l’espèce animale. 

 

II.4.2. Peste des petits ruminants 

II.4.2.1. Répartition annuelle des cas de PPR en Algérie 

De 2011 à 2022, 3607 cas de PPR ont été enregistrés en Algérie. Le taux d'infection le plus 

élevé a été observé en 2021 (100 %), suivi de 2019 (18,02 %), 2013 (12,75 %), 2011 (11,35 %), 

2018 (10,25%). En revanche, les années 2022, 2012, 2016 et 2020 ont présenté les taux 

d'infection les plus faibles, soit 3,35%, 2,9%, 0,57% et 0% respectivement (Tableau 4). 

II.4.2.2. Distribution régionale et évolution temporelle des cas de peste des petits 

ruminants 

Au cours de la période d'étude, la région de l’ouest a signalé le plus grand nombre de cas (1402 

cas ; 38,86%), suivie de la région de sud (1136 ; 31,49%), puis la région de l’est (784 cas ; 

21,73%). En Revanche la région du nord (centre) a enregistré le plus faible nombre de (285 

cas), soit un taux de 7,90%. 

 

 

2014 2015 2017 2018 2019 2022 2023

Bovin 3039 1 418 580 0 110 10

Ovin 0 158 153 2481 3802 2 0
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II.4.2.3 Répartition annuelle des cas de peste des petits ruminants en Algérie en fonction 

de l’espèce animale 

La distribution épidémiologique de l'infection par la peste des petits ruminants parmi les 

différentes espèces animales montre une nette prédominance dans les populations ovines, avec 

un total de 2977 cas répertoriés. En revanche, les populations caprines semblent être 

considérablement moins touchées, avec 630 cas enregistrés (Tableau 5). 

Tableau 4. Épisodes de la peste des petits ruminants en Algérie « 2011-2022 » 

Année Foyer Sensible Cas Taux 

d’infection 

Mort Abattu 

2011 7 1313 149 11,35% 0 0 

2012 3 659 19 2,9% 2 2 

2013 4 251 32 12,75% 9 9 

2016 1 1215 7 0,57% 0 0 

2018 26 9689 993 10,25% 409 0 

2019 80 12330 2223 18,02% 1261 0 

2020 0 0 0 0% 0 0 

2021 1 35 35 100% 19 0 

2022 18 4445 149 3,35% 21 0 

 

 

Figure 72. Récapitulation des données relatives à la PPR en Algérie (2011-2022) 

 

2011 2012 2013 2016 2018 2019 2020 2021 2022

Foyer 7 3 4 1 26 80 0 1 18

Cas 149 19 32 7 993 2223 0 35 149

Mort 0 2 9 0 409 1261 0 19 20
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Figure 73. Nombre des cas infectés par la peste des petits ruminants en Algérie (2011-

2022) en fonction de l’espèce animale. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2011 2012 2013 2016 2018 2019 2020 2021 2022

Ovin 88 2 6 4 857 1887 0 0 133

Caprin 61 17 26 3 136 336 0 35 16
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Tableau 5. Tableau récapitulatif des cas de la peste des petits ruminants en Algérie (2006-

2020) en fonction de l’espèce animal (WAHIS, 2024) 

Année Espèce Cas 

2011 Ovins 88 

Caprins 61 

2012 Ovins 2 

Caprins 17 

2013 Ovins 6 

Caprins 26 

2016 Ovins 4 

Caprins 3 

2018 Ovins 857 

Caprins 136 

2019 Ovins 1887 

Caprins 336 

2020 Ovins 0 

Caprins 0 

2021 Ovins 0 

Caprins 35 

2022 Ovins 133 

Caprins 16 

 

II.4.3.  Fièvre catarrhale ovine 

II.4.3.1. Répartition annuelle des cas de la fièvre catarrhale ovine  

De 2006 à 2020, 602 cas de fièvre catarrhale ovine ont été enregistrés en Algérie. Le taux 

d'infection le plus élevé a été observé en 2010 (8,67% des cas), suivi par 2009 (6,30 %), 2011 

(6,18 %) et 2006 (5,03 %). En revanche, 2019, 2020 et 2008 ont présenté les taux d'infection 

les plus faibles, soit 3,80 %, 2,90 % et 2,61 %, respectivement (tableau 6). 

En Algérie, l'apparition de la fièvre catarrhale ovine a été observée pour la première fois en 

2006 pendant les mois d'été, suivie d'épisodes ultérieurs en automne. 

Alors que le BTV est transmis entre ruminants tout au long de l'année dans les régions tropicales, 

l'infection est nettement saisonnière dans les zones tempérées, où la grande majorité des 
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infections se produisent à la fin de l'été et en automne (Gibbs et Greiner, 1994 ; Verwoerd et 

Erasmus, 2004). 

Tableau 6. Situation de la fièvre catarrhale ovine en Algérie (WAHIS, 2024) 

Année Sérotype Saison Foyer Sensible Cas Taux 

d’infection 

Abattu Mort 

2006 1 Eté 29 5262 265  5,03% 0 36 

2008 1 Automne 6 573 15  2,61% 0 5 

2009 1 Automne 19 1238 78  6,30% 1 22 

2010 1 and 4 Automne 48 1580 137  8,67% 1 25 

2011  1 Automne 16 1019 63  6,18% 1 6 

2019  4 Automne 4 473 18  3,80% 0 6 

2020  4 Automne 5 894 26  2,90% 0 4 

 

 

Figure 74. Récapitulation des données relatives à la fièvre catarrhale ovine en Algérie 

(2006-2020) 

 

 

2006 2008 2009 2010 2011 2019 2020

Foyer 29 6 19 48 16 4 5

Cas 265 15 78 137 63 18 26

Mort 36 5 22 25 6 6 4
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II.4.3.2. Distribution régionale et évolution temporelle des cas de fièvre catarrhale ovine 

Au cours de la période d'étude, la région ouest a signalé le plus grand nombre de foyers (296 

foyers ; 49%), suivie de la région est (164 foyers ; 27,24%), puis de la région nord (centre) (115 

foyers ; 19,10%). La région sud a enregistré le plus petit nombre de foyers, avec 27 (4,15 %). 

II.4.3.3. Répartition annuelle des cas de la fièvre catarrhale du mouton en fonction de 

l’espèce animale. 

La distribution de la fièvre catarrhale du mouton en fonction des différentes espèces animales 

montre une nette prédominance chez les populations ovines, avec un total de 595 cas 

répertoriés. En revanche, les populations bovines semblent être considérablement moins 

touchées, avec seulement 7 cas enregistrés, alors qu'aucun cas n'a été répertorié chez les caprins. 

Cette distribution souligne la sensibilité accrue des ovins à cette maladie particulière, tout en 

indiquant que les bovins sont relativement préservés et que les caprins ne sont absolument pas 

affectés (tableau 7). 
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Tableau 7. Tableau récapitulatif des cas de la fièvre catarrhale ovine en Algérie (2006-2020) 

en fonction de l’espèce animale 

Année Espèce Cas 

2006 Bovins 0 

Ovins 265 

Caprins 0 

2008 Bovins 0 

Ovins 15 

Caprins 0 

2009 Bovins 0 

Ovins 78 

Caprins 0 

2010 Bovins 6 

Ovins 131 

Caprins 0 

2011 Bovins 0 

Ovins 63 

Caprins 0 

2019 Bovins 1 

Ovins 17 

Caprins 0 

2020 Bovins 0 

Ovins 26 

Caprins 0 
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Figure 75. Nombre des cas infectés par la fièvre catarrhale ovine en Algérie (2006-2020) en 

fonction de l’espèce animale. 

 

  

Figure 76. Distribution géographique de 

BTV-1 en 2006 (Figure personnelle). 

Figure 77. Distribution régionale du BTV-1 en 

2011 (Figure personnelle). 

 

2006 2008 2009 2010 2011 2019 2020

Bovin 0 0 0 6 0 1 0

Ovin 265 15 78 131 63 17 26

Caprin 0 0 0 0 0 0 0
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Figure 78. Distribution spatiale du BTV-1 et du 

BTV-4 en 2010 (Figure personnelle). 

Figure 79. Distribution spatiale du BTV-

4 en 2020 (Figure personnelle). 
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III. Discussion 

III.1. Fièvre aphteuse 

Une étude rétrospective de la fièvre aphteuse en Algérie entre 2014 et 2023 a permis de 

documenter l'évolution de la maladie et d’orienter l’analyse vers les facteurs de risque associés 

à sa propagation. La prévalence de la fièvre aphteuse demeure constante depuis 2014, avec des 

pics notables observés en 2014, 2018 et 2019. Au total, 980 foyers ont été répertoriés (WAHIS, 

2024) au cours de la période d'étude, ce qui correspond à une incidence annuelle moyenne de 

98 foyers. Bien que la base de données WAHIS constitue une source précieuse d'information 

épidémiologique, les données qu’elle publie peuvent être incomplètes ou sous-estimées. La 

distribution des foyers était étendue, englobant presque toutes les régions du pays. L'incidence 

la plus élevée a été observée dans les régions de l'est et de l'ouest. Les sérotypes les plus 

répandus en Algérie étaient les sérotypes O et A, soulignant la diversité des souches et la 

nécessité de mesures rigoureuses pour contrôler et prévenir la propagation de la maladie. La 

répartition annuelle des cas d'infection par la fièvre aphteuse par espèce animale montre une 

nette prévalence chez les ovins, l'incidence étant relativement plus faible chez les bovins. Les 

caprins, quant à eux, semblent beaucoup moins touchées. 

En comparant ces résultats avec les données disponibles dans la littérature, plusieurs tendances 

se dégagent, notamment la situation de la fièvre aphteuse dans la région de l'Afrique du Nord 

qui se caractérise par des occurrences sporadiques avec des épisodes épizootiques. Alors que 

les pays du groupe Afrique du Nord/Maghreb, tels que le Maroc, l'Algérie et la Tunisie, sont 

restés indemnes de fièvre aphteuse de 1999 à 2014 (Hemida et al., 2024). 

Le Maroc a bénéficié de huit années de statut indemne de maladie sans vaccination contre la 

fièvre aphteuse après l'arrêt de cette dernière en 2007. Depuis cette date, il n'y a eu que deux 

épisodes de la maladie, en 2015 et 2019. Néanmoins, l'absence d'épidémie de fièvre aphteuse 

sur le territoire marocain depuis le dernier épisode de 2019 prouve que la situation du contrôle 

sanitaire est établie. 

Les résultats de l'enquête menée auprès des vétérinaires dans la région de Tiaret indiquent que 

les animaux âgés de 5 jours à 3 mois sont plus sensibles à la fièvre aphteuse. Cette constatation 

est en accord avec les recherches de Ryan et ses collaborateurs qui ont rapporté que le taux de 

mortalité élevé des jeunes agneaux pourrait être attribué à l'infection maternelle. Cela confirme 

la théorie selon laquelle la mortalité néonatale consécutive à une infection par le virus de la 

fièvre aphteuse peut être due à la réplication virale dans le cœur ce qui constitue une explication 
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raisonnable des taux de mortalité spectaculaires souvent observés chez les jeunes animaux lors 

d'une épidémie (Ryan et al., 2008). Dans cette étude, les taux de morbidité et de mortalité dans 

le troupeau étaient de l'ordre de 19 % et de 4,75 %, respectivement. 

La fièvre aphteuse en Algérie de 2014 à 2023 se caractérise par des occurrences sporadiques 

avec des épisodes épizootiques, des pics notables ont été observé en 2019, 2018 et 2014. Au 

total 11159 cas ont été enregistrés au cours de cette période d'étude avec une distribution 

étendue couvrant presque toutes les régions. L'incidence était plus élevée dans les régions de 

l'est et de l'ouest (WAHIS, 2024). 

En 2014, le premier foyer de fièvre aphteuse de type O est apparu dans un élevage de bovins 

d'engraissement à Sétif. La source du foyer était due à l'introduction illégale d'animaux en 

provenance de Tunisie. En mars 2017, une nouvelle introduction du sérotype A du virus de la 

fièvre aphteuse suivie d'épisodes en 2018, 2019 et en 2022 avec une réémergence du sérotype 

O. En décembre 2023, une nouvelle introduction du sérotype SAT 2 du virus de la fièvre 

aphteuse chez des bovins a été signalée dans la wilaya de Sétif. Ces cas inattendus représentent 

la première fois que le sérotype SAT 2 est détecté dans l'un des pays du Maghreb (Tunisie, 

Algérie et Maroc). 

Nos résultats ont révélé des lésions macroscopiques importantes, notamment une congestion, 

une érosion et une ulcération étendue de la langue. Le FMDV cible principalement les cellules 

épithéliales des muqueuses de la bouche et des pieds, ce qui entraîne une dégénérescence 

cellulaire, une nécrose des épithéliums et des lésions vasculaires, favorisant ainsi la formation 

de vésicules et d'aphtes. Cette destruction cellulaire est le résultat d'une réplication virale 

intensive, provoquant une inflammation locale sévère avec libération de médiateurs pro-

inflammatoires et un exsudat séreux. Ce processus est amplifié par la virulence intrinsèque du 

virus, qui altère la réponse immunitaire de l’hôte, rendant difficile la régulation des populations 

de lymphocytes et la production d’anticorps. D'autre maladies des petits ruminants pourraient 

être confondues avec la fièvre aphteuse, telle que la peste des petits ruminants, qui entraine des 

lésions buccales similaires mais se caractérise par des signes respiratoires marqués, de la 

diarrhée et un taux de mortalité plus élevé. La fièvre aphteuse, de son côté, se distingue par la 

présence de vésicules sur les pieds, l'absence de signes digestifs importants et par la lésion du 

cœur tigré. 

Nos observations sont similaires à celles rapportées par Gab-Allah et al (Gab-Allah et al., 

2018), Ryan et al (Ryan et al., 2008) et Jubb et al (Jubb et al., 2016). 



 

97 
 

 III. Discussion 

 

Les observations macroscopiques du cœur, des poumons, de la rate, du foie, des reins et du gros 

intestin réalisées dans cette étude concordent avec celles rapportées par Ali et al. (2016) et Gab-

Allah et al. (2018).   

L'analyse histopathologique révèle la survenue d'une dégénérescence hydropique dans 

l'épithélium squameux stratifié de la langue, ainsi que dans les cellules épithéliales du rumen et 

des tubules rénaux. Ces résultats pourraient être attribués à un effet synergique des 

conséquences cytopathiques virales directes consécutives à l'adhésion aux membranes 

cellulaires et à la réplication qui en résulte dans l'environnement cytoplasmique. De plus, des 

corps d'inclusion intracytoplasmiques ont été identifiés dans les cellules de l'épithélium 

squameux stratifié de la langue. Ces observations concordent avec les résultats rapportés par 

Kamal et Hassan (2017). 

Les résultats révèlent une nécrose sévère dans la majorité des organes touchés en particulier au 

niveau du myocarde, du muscle lingual et la plupart des couches musculaires des différents 

organes viscéraux, soulignant la sévérité et le myotropisme du virus de la fièvre aphteuse. Ces 

résultats permettent d'avoir un idée du mode de la pathogénie du virus de la fièvre aphteuse en 

relation avec la manifestation des symptômes cliniques distinctifs associés à cette maladie. 

Les observations histopathologiques relatives aux tissus cardiaques identifiés dans la présente 

étude présentent un degré élevé de concordance avec les résultats de recherches antérieures 

menées par Gulbahar et al. (2007) sur des agneaux naturellement infectés et par Ryan et al 

(2008) sur des agneaux fœtaux soumis à des infections expérimentales. Il semble que la nécrose 

myocardique soit le principal facteur étiologique à l'origine de la mortalité chez les jeunes 

agneaux. À l'inverse, chez les animaux adultes, l'étiologie de la mort peut être attribuée à des 

altérations pathologiques systémiques. 

Baker et ses collaborateurs. (2005) ont observé une myocardite sans vésiculation chez les jeunes 

animaux, causant une mortalité importante dans la fièvre aphteuse maligne. 

Dans la forme aiguë de la fièvre aphteuse, le virus se réplique dans les fibres du myocarde 

touchées, provoquant leur dégénérescence et leur nécrose. Ce phénomène devient ensuite un 

infarctus ischémique du muscle cardiaque à des endroits spécifiques (McGavin et Zachary, 

2007). Cela entraîne une cessation de la transmission du signal électrique vers d'autres parties 

du muscle cardiaque, aboutissant finalement à une insuffisance cardiaque totale (Aktas et al., 

2015 ; Islam et al., 2017). 
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Le virus de la fièvre aphteuse est capable de traverser la barrière placentaire, déclenchant ainsi 

un processus infectieux au sein de l'organisme fœtal. La détection du virus dans les tissus fœtaux 

et le liquide amniotique indique le potentiel de réplication virale chez les fœtus, ce qui pourrait 

finalement entraîner leur mort (Ryan et al., 2007). 

Dans la présente étude, les lésions du foie et des reins sont largement en accord avec Kamal et 

Hassan (2017). En plus de ces lésions, ces auteurs ont rapporté des thromboses et des nécroses 

dans le foie et des nécroses dans les parois des artérioles centrales dans le rein (Kamal et 

Hassan., 2017). 

Les poumons présentaient, à des degrés divers, plusieurs types de pneumonie (lymphocytaire, 

séreuse, fibrineuse et bronchopneumonie) et la gravité de ces lésions varie de légère à sévère. 

Toutes ces formes de pneumonie ont été observées seules ou associées les unes aux autres. Ces 

résultats sont en corrélation avec ceux rapportés par Abd-Ellatieff et al. (2023). En plus de ces 

lésions, ils ont trouvé une pneumonie hémorragique (Abd-Ellatieff et al., 2023). 

Nos résultats mettent en évidence que la fièvre aphteuse a provoqué une forte morbidité et 

mortalité, surtout chez les jeunes animaux, ce qui a complexifié la manifestation clinique ainsi 

que les lésions anatomopathologiques, lesquelles étaient plus sévères et plus répandues en cas 

de co-infection avec la PPR. Les lésions macroscopiques observées lors de cette co-infection 

comprennent, en plus de la caractéristique présence du cœur tigré, qui constitue la lésion 

spécifique de la fièvre aphteuse. La co-infection se manifestait également par la présence d'une 

hépatisation rouge des lobes crâniens des poumons, une hypertrophie des ganglions 

mésentériques, ainsi que par une congestion et des hémorragies diffuses et sévères dans les 

intestins, qui constituent les lésions les plus spécifiques du PPR.  

Les lésions microscopiques associées à une co-infection par le virus de la fièvre aphteuse et le 

PPRV, ainsi que la myocardite lymphocytaire et la nécrose présentes dans la plupart des couches 

musculaires des divers organes viscéraux, ont été observées. De plus, des lésions telles que la 

pneumonie interstitielle, la formation de cellules syncytiales et la gastro-entérite sévère ont été 

identifiées comme étant les lésions les plus spécifiques du PPR.  

III.2. Peste des petits ruminants 

La prévalence de la peste des petits ruminants est restée constante entre 2011 et 2022, avec des 

pics notables observés en 2018 et 2019. Au total, 166 foyers ont été enregistrés (WAHIS, 2024) 

au cours de la période étudiée, ce qui correspond à une incidence annuelle moyenne de 13 

foyers.  
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La répartition des foyers était large, englobant presque toutes les régions du pays. L'incidence 

la plus élevée a été observée dans les régions de l'est et de l'ouest. Le sérotype le plus répandu 

en Algérie était le PPRV de la lignée IV. La répartition annuelle des infections de la peste des 

petits ruminants par espèce animale montre une nette prévalence chez les ovins, avec une 

incidence relativement plus faible chez les caprins. 

Les résultats de l'enquête menée auprès des vétérinaires indiquent que les animaux âgés de 4 à 

12 mois sont plus sensibles à la peste des petits ruminants (PPR). Ce résultat est en accord avec 

les conclusions de Chowdhury et ses collaborateurs qui ont rapporté que les jeunes animaux 

sont plus sensibles à l'infection par la PPR que les animaux plus âgés, car les anticorps acquis 

par la mère ne persistent que jusqu'à quatre mois (Chowdhury et al., 2014). Dans cette étude, 

l'incidence de la morbidité au sein du troupeau varie de 9 % à 100 %, tandis que celle de la 

mortalité se situe entre 3,6 % et 100 %. Cela contraste avec l'incidence précédemment rapportée 

de 63-100 % et de 23-100 % respectivement (Chowdhury et al., 2014) et de 5-90 % et de 50-

80 % respectivement rapporté par Abu Elzein et al. (1990) et Taylor et al. (1990).Après la 

confirmation d'un foyer potentiel de pneumonie, une stratégie de vaccination périfocale a été 

mise en œuvre pour prévenir la propagation de la maladie et pour délimiter le foyer. Une 

campagne de vaccination globale a ensuite eu lieu dans toute la wilaya, et des efforts de 

surveillance active et régulière ont été réalisés pour contrôler l'apparition de nouveaux foyers. 

L'Algérie suit les recommandations de l'Organisation mondiale de la santé animale en ce qui 

concerne la déclaration et la notification des maladies, les mouvements d'animaux, la 

surveillance de routine et la vaccination de masse officielle. Vu la circulation du même virus en 

Algérie, au Maroc et en Tunisie, il serait utile de mettre en œuvre une stratégie unifiée en 

Afrique du Nord pour lutter contre la PPR. 

Nos résultats ont révélé des changements macroscopiques importants, notamment une érosion 

étendue, des ulcérations et des nécroses au niveau de la gencive, de la langue et du palais dur. 

Après la virémie, le virus atteint les muqueuses buccales, nasales et oculaires où il se réplique 

largement et se répand dans l'environnement, ce qui entraîne des nécroses et des ulcérations 

(Begum et al., 2021). 

Les observations macroscopiques de la trachée, des poumons et de l'intestin grêle réalisées dans 

le cadre de cette étude ont révélé des altérations macroscopiques considérables, notamment une 

congestion diffuse et des hémorragies dans la trachée et l'intestin, les poumons présentant une 

pneumonie grave. Notre observation s'aligne étroitement sur celles rapportées par Wohlsein et 

Saliki. (2006) qui ont décrit une stomatite nécrosante et ulcérative et une pneumonie 
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interstitielle. Ces lésions jouent un rôle important dans les manifestations cliniques de la 

maladie, notamment la diarrhée, la détresse respiratoire, les écoulements nasaux et oculaires 

mucopurulents et les ulcérations sévères dans la bouche et le tractus gastro-intestinal. 

Les résultats de l'étude histopathologique ont révélé une lympholyse et une perte de cellules 

lymphoïdes dans les plaques de Peyer, la rate, le thymus et les ganglions lymphatiques des 

agneaux touchés par la PPR. 

La déplétion lymphoïde observée dans la présente étude peut être due à une combinaison 

d'effets cytopathiques viraux directs. L'immunosuppression résultant de la déplétion lymphoïde 

prédispose l'hôte à des infections secondaires, qui peuvent détruire et épuiser davantage les 

tissus lymphoïdes. Ces résultats concordent avec des études antérieures (Pope et al., 2013 ; 

Rojas et al., 2016). Selon Kul et al. (2007), il y a une diminution significative (au moins 25 %) 

du nombre de globules blancs dans la circulation sanguine, appelée leucopénie (Kul et al., 

2007). Il est bien établi que le virus induit une leucopénie par apoptose dans les PBMC in vitro 

(Mondal et al., 2001) et que les protéines virales H, N et P ont un rôle spécialisé dans 

l'inhibition de la lympho-prolifération (Yokota et al., 2003). En outre, elles peuvent induire une 

auto-immunité en libérant des acides nucléiques et des protéines à partir des cellules (Cosby et 

al., 2006). 

Notre étude a révélé la présence d'une broncho-pneumonie sévère, caractérisée par un 

épaississement des septa inter-alvéolaires et la présence de cellules syncytiales. Ces résultats 

peuvent être attribués à la réplication extensive du virus dans l'épithélium respiratoire. 

L'épaississement des septa alvéolaires indique des lésions tissulaires importantes, probablement 

dues aux effets cytopathiques directs du virus et à la réponse immunitaire de l'hôte.  

Ce processus pathologique est initié par une réponse inflammatoire excessive, souvent médiée 

par des cytokines pro-inflammatoires qui attirent un grand nombre de cellules immunitaires 

dans le tissu pulmonaire. Une fois activées, ces cellules exacerbent les lésions tissulaires et 

provoquent une fibrose de l’interstitium, entraînant un épaississement marqué des septa inter-

alvéolaires. Parallèlement, l'infection par le PPRV donne lieu à la formation de cellules 

syncytiales, qui résultent de la fusion de pneumocytes infectés. Ce phénomène est associé à la 

réplication virale et au dysfonctionnement cellulaire, entraînant une perte d'intégrité alvéolaire 

(Munir, 2013). Ainsi, les interactions complexes entre l'inflammation, la fibrose et la cytopathie 

virale soulignent la sévérité de la pathogénie associée au PPRV. 



 

101 
 

 III. Discussion 

 

Ces lésions peuvent entraver les échanges gazeux, ce qui peut entraîner une détresse respiratoire 

et dans les cas les plus graves, une hypoxémie et la mort. Le PPRV est connu pour produire des 

syncytia (fusion de cellules) dans les cellules Vero, une lignée cellulaire dérivée de cellules 

épithéliales de rein de singe vert africain (Osman et al., 2019). 

Les résultats macroscopiques des poumons, de la trachée et de l'intestin grêle trouvés dans cette 

étude sont pour la plupart similaires à ceux observés dans les études précédentes rapportées par 

Begum et al. (2021) et Maina et al. (2015) sur des chèvres et des moutons infectés 

expérimentalement et Ugochukwu et al. (2019) sur des moutons et des chèvres infectés 

naturellement.  

Selon Nwoha et al (2013), la pneumonie et l'hémorragie de la trachée sont probablement le 

résultat d'une infection descendante des voies respiratoires supérieures de la PPR, qui a été 

aggravée par une infection bactérienne secondaire. En outre, la présence d'une congestion 

pulmonaire et d'une « hépatisation rouge » a éveillé des suspicions concernant l'implication 

possible du virus (Kumar et al., 2004). 

Dans l'intestin, en particulier dans l'iléon et le côlon, des changements hémorragiques et 

nécrotiques marqués ont été observés. L'atrophie des villosités intestinales pourrait être 

attribuée aux caractéristiques épithéliotropes du PPRV (Maina et al., 2015) qui provoquent la 

nécrose des cellules épithéliales. Ces lésions sont un facteur principal dans la présentation 

clinique de la diarrhée muco-hémorragique sévère. Les lésions histopathologiques de l'intestin 

dans la présente étude sont en corrélation avec celles rapportées par Patel et al. (2017) et Begum 

et al. (2021). 

III.3. Fièvre catarrhale ovine 

L'absence de résultats anatomopathologiques dans notre étude est attribuée à l'absence de cas 

de fièvre catarrhale ovine (FCO) en Algérie depuis 2020. Cette absence d'infections est 

révélatrice d'une évolution positive de la santé animale et du secteur de l'élevage, reflétant une 

avancée notable dans la gestion de cette maladie. La mise en place d'une surveillance 

épidémiologique, couplée à des mesures de contrôle des populations de vecteurs et à des 

campagnes de sensibilisation auprès des éleveurs, a contribué à cette absence de nouveaux cas. 

Sur la base de la dynamique temporelle et spatiale de la fièvre catarrhale ovine en Algérie de 

2006 à 2020, la prévalence de la maladie a été constante pendant cette période, avec des pics 

significatifs observés en 2006, 2009 et 2010. 127 foyers au total ont été enregistrés (WAHIS, 
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2024), ce qui correspond à une incidence annuelle moyenne de 9 foyers. La distribution des 

foyers était étendue, couvrant presque toutes les régions du pays. L'incidence était plus élevée 

dans les régions de l'ouest et de l'est. 

Au mois de juillet 2006, des ovins de la région nord de l'Algérie ont présenté des signes 

cliniques significatifs révélateurs de la fièvre catarrhale ovine. Au total, vingt-huit foyers de la 

maladie ont été officiellement confirmés entre le 19 juillet et le 30 août 2006 (Cêtre-Sossah et 

al., 2011). La classification préliminaire de ces isolats algériens comme BTV-1 a été établie par 

l'application du test de séroneutralisation (SNT) et de la réaction en chaîne par polymérase par 

transcription inverse (RT-PCR) (Maan et al., 2008). 

En 2008, une réduction significative de la fréquence de foyers enregistrés a été observée, ce qui 

pourrait être attribué aux vastes campagnes de vaccination initiées en réponse aux foyers de 

2006. En 2010, une nouvelle introduction du sérotype BTV 4 a été enregistrée et en 2011, 

l’Algérie a connu une réémergence du sérotype 1 de la FCO suivie d’une réémergence du 

sérotype 4 au cours des épisodes de 2019 et 2020. Les sérotypes les plus répandus en Algérie 

étaient les sérotypes 1 et 4 soulignant la diversité des souches et la nécessité de prendre des 

mesures rigoureuses pour contrôler et prévenir la propagation de la maladie (WAHIS, 2024). 

La distribution annuelle des cas d'infection par la fièvre catarrhale du mouton classés par espèce 

animale illustre une nette prédominance au sein des populations ovines, alors que les 

populations bovines semblent être nettement moins touchées. Ce phénomène met en évidence 

le degré de pathogénicité du BTV chez les ovins, notamment en ce qui concerne la sévérité des 

manifestations cliniques, la morbidité et la mortalité (Maclachlan et al., 2009), tout en 

soulignant le rôle de l’espèce bovine en tant que principal réservoir du virus (MacLachlan, 

1994 ; Barratt-Boyes et MacLachlan, 1994). En outre, les bovins peuvent constituer une 

espèce cible préférée pour les moucherons piqueurs en raison de leur statut de plus grande 

espèce fréquemment atteinte par le BTV, de leur absence fréquente de pelage laineux et de la 

durée prolongée de la virémie cliniquement détectable par rapport à celle observée chez les 

ovins (Bonneau et al., 2002). 

La dynamique de transmission de la fièvre catarrhale du mouton en Algérie au cours de tous les 

épisodes enregistrés suit un schéma saisonnier, se manifestant principalement pendant les mois 

d'automne, lorsque les vecteurs adultes sont en abondance. À l’exception de l'épisode de 2006 

qui s'est produit pendant la saison estivale. 
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Les conditions météorologiques ont un impact significatif sur le mode de transmission du BTV. 

Par exemple, la longévité des populations d'insectes est inversement corrélée à la température, 

de sorte que les espèces de Culicoides présentent des taux de survie prolongés dans des 

conditions thermiques plus fraîches. À l'inverse, des températures ambiantes élevées améliorent 

le comportement alimentaire des insectes et facilitent la virogenèse du BTV au sein de ces 

vecteurs, deux facteurs qui contribuent à une transmission accrue du virus (Mullens et al., 

1995). 

L'interconnexion complexe entre le changement climatique et les divers écosystèmes de 

l'Algérie laisse présager des implications substantielles pour la biodiversité, l’exploitation des 

terres et la santé des espèces animales et végétales. Tandis que les températures continuent de 

s'élever et que les schémas de précipitations se modifient, il est prévu que les limites des déserts 

du Sahara s'étendent, entraînant des impacts significatifs sur les zones écologiques et les espèces 

qui s'y sont adaptées. Il convient de noter que ces changements constituent une menace 

importante pour la stabilité des écosystèmes vulnérables, tels que les zones humides et les 

régions montagneuses, qui servent d'habitats cruciaux pour une gamme variée d'espèces 

endémiques. 

Par conséquent, les fluctuations des conditions climatiques peuvent entraîner une perte d'habitat 

et un stress accru pour la flore et la faune, ce qui les rend davantage exposés aux maladies et 

aux parasites. En outre, lorsque les animaux sauvages migrent à la recherche de conditions plus 

favorables, le potentiel de transmission de maladies zoonotiques augmente, ce qui présente des 

risques non seulement pour les écosystèmes naturels, mais aussi pour les populations humaines 

qui dépendent de ces ressources. La nature interdépendante de ces effets souligne l'urgence de 

la recherche et de l'intervention politique pour atténuer les menaces imminentes posées par le 

changement climatique (Steinfeld et al., 2006). L'interaction entre l'altération 

environnementale et l'apparition de nouvelles affections animales souligne la nécessité d'une 

compréhension globale de leurs voies de transmission, en particulier dans le cadre du 

changement climatique en Algérie. Il convient de noter que les schémas migratoires jouent un 

rôle important en facilitant la propagation des agents pathogènes au-delà des frontières 

nationales. Par exemple, les altérations des précipitations et des températures, résultant du 

changement climatique, peuvent modifier les habitats des vecteurs et des hôtes, augmentant 

ainsi la probabilité de rencontres entre la faune sauvage et les animaux domestiques. Ces 

interactions augmentent considérablement le risque de transmission des zoonoses au bétail et, 

par la suite, aux populations humaines. En outre, l'inadéquation des systèmes de surveillance 
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régionaux ne fait qu'aggraver la situation, car les foyers potentiels peuvent ne pas être détectés, 

ce qui permet aux agents pathogènes de proliférer de manière incontrôlée. Il est indispensable 

d'adopter une démarche pluridisciplinaire pour surmonter ces défis qui intègre la science 

vétérinaire, l'épidémiologie et la politique environnementale, dans le but d'atténuer 

efficacement les menaces infectieuses émergentes en Algérie et au-delà (F.A.O, 2018). 
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Conclusion 

L'enquête épidémiologique a révélé plusieurs résultats importants concernant la peste des petits 

ruminants (PPR) et la fièvre aphteuse (FA) dans la wilaya de Tiaret en Algérie. En particulier, 

les jeunes agneaux âgés de 4 à 12 mois se sont révélés plus sensibles à la PPR, tandis que les 

agneaux âgés de 5 jours à 3 mois se sont révélés plus sensibles à la fièvre aphteuse. 

Les principaux symptômes de la fièvre aphteuse étaient une hypersalivation, une perte d'appétit, 

fièvre et des boiteries, tandis que les principaux symptômes de la PPR étaient des signes 

respiratoires et digestifs. La nécropsie a révélé des lésions caractéristiques dans divers organes 

pour les deux maladies, compatibles avec une infection par la PPR et la fièvre aphteuse, et 

l'examen histopathologique a mis en évidence la gravité des lésions, notamment la pneumonie 

interstitielle, la formation de cellules syncytiales et la gastro-entérite sévère pour l'infection par 

la PPR, tandis que les principales lésions trouvées pour l'infection par la fièvre aphteuse étaient 

une myocardite nécrosante, une dégénérescence hydropique et une nécrose sévère dans divers 

organes. Les mesures de contrôle mises en œuvre en réponse aux foyers transfrontaliers de 

maladies animales comprenaient la collecte d'échantillons, la confirmation du virus, des 

campagnes de vaccination et des protocoles de surveillance. Pour lutter efficacement contre les 

maladies animales transfrontalières, il est recommander de collaborer avec les pays voisins et 

les organisations internationales (OIE, FAO) pour harmoniser les stratégies de contrôle et de 

prévention, il est essentiel de former les éleveurs et les travailleurs agricoles sur les signes 

cliniques, les mesures de prévention et l'importance de la déclaration rapide, mettre en place 

des systèmes de surveillance robustes afin de suivre les épidémies en temps réel à travers les 

frontières et il est primordial d’utiliser des vaccins efficaces adaptés aux souches locales du 

virus. L’intégration du diagnostic anatomo-pathologique dans les dispositifs de surveillance et 

de lutte représente une perspective prometteuse pour améliorer l'efficacité des stratégies de 

contrôle de ces maladies. 
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Questionnaire électronique sur la peste des petits ruminants 

 

 

 

 



 

 

 ANNEXE 

 



 

 

 ANNEXE 

 



 

 

 ANNEXE 

 

 

  


