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Les abréviations  

 

  ADN : Acide Désoxyribonucléique 

ARN : Acide ribonucléique 

ARNm : Acide ribonucléique messager  

collab : Collaborateurs  

CP : espèce caprine  

ECP : effet cytopathogène 

ELISA : enzyme linked immuno-sorbent assay 

MDBK : Madin-Darby Bovine Kidney 

µm : micromètre  

nm : nanomètre  

OIE : Office international des épizooties (Organisation Mondiale de la Santé Animale) 

OV : espèce ovine 

PCR : réaction d’amplification en chaîne par polymérase (Polymerase chain reaction) 

PPR : peste des petits ruminants 

PPRV: virus de la peste des petits ruminants 

RPV : Rinderpest virus 

RT : réverse transcriptase 

RT-PCR : réaction d’amplification en chaîne par polymérase après action de la transcriptase 

réserve.  

VERO : cellules de rein de vervet (Cercopithecus aethiops) (lignée cellulaire) 
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INTRODUCTION  

 

 

 

         

         La peste des petits ruminants est une maladie infectieuse, inoculable, contagieuse, d’origine 

virale et souvent mortelle qui touche tous les petits ruminants, domestiques ou sauvages.   

Décrite pour la première fois en 1942 en Côte d’Ivoire (Gargadennec et Lalanne. 1942), son aire 

de répartition géographique s’est considérablement étendue en quelques décennies : initialement 

cantonnée en Afrique occidentale, la maladie est désormais présente dans de nombreux territoires 

d’Afrique, du Moyen-Orient et d’Asie. Elle se rencontre sous sa forme enzootique mais également 

sous forme de flambées épizootiques, souvent cycliques, où elle est caractérisée par une morbidité 

et une mortalité très élevées. Les conséquences économiques importantes qu’elle entraîne 

représentent un véritable frein au développement et au maintien des élevages ovins et caprins qui 

représentent une ressource essentielle (nutritionnelle, économique mais aussi culturelle) notamment 

dans les pays en voie de développement où sévit principalement cette maladie.          
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HISTORIQUE  

            La peste des petits ruminants a été décrite pour la première fois par Gargadennec et Lalanne 

en 1940 en Côte-d’Ivoire. En fait, pendant deux ans, ces auteurs hésitèrent sur la nature exacte de la 

maladie et ce n’est qu’en 1942, persuadés qu’ils avaient affaire à une affection nouvelle, différente 

de l’infection bovipestique évoluant sur moutons et chèvres, qu’ils adoptèrent la dénomination de 

''peste des petits ruminants ''  

            De son coté, Cathou, en 1941(Cathou.1941), décrivit au Bénin une maladie qu’il baptisa 

''peste des espèces ovines et caprines'', dénomination qu’il abandonna, par la suite, au profit de celle 

Gargadennec et Lalanne. 

            En 1955,Mornet, Orue et collab identifient la PPR au Sénégal(Mornet et al.1956). En 

raison des symptômes observés sur des chèvres, symptômes proches de ceux présentés par les  

animaux atteints de peste bovine, et n’ayant comme moyen d’étude que les réactions de protection 

croisées, ces auteurs concluent que le virus en cause est une souche de virus bovipestique, 

naturellement adapté aux chèvres et aux moutons. 

            En 1962, Gilbert et Monnier réussissent à cultiver puis adapter le virus de la PPR sur 

cultures cellulaires (Gilbert et al 1962), ce qui permet à Laurent et Bourdin de publier en 1967 les 

résultats de recherches approfondies sur les propriétés chimiques, la nature de l’acide nucléique et 

la structure des virus PPR. 

            A la même époque, une maladie (le complexe stomatite-pneumo-entérite) est décrite au 

Nigeria par Withney et collab. En 1968, Johnson et Ritchie isolent le virus PPR. Par la suite, 

toujours au Nigeria, Rowland et collab. en 1971 et Durtnell en 1972 étudient une maladie appelée 

''Kata'' et confirment son identité avec la peste des petits ruminants. (Lefèvre 1987)   

            Parallèlement, des analyses sérologiques et des expériences de protection croisée permettent 

d’établir une distinction entre PPR et peste bovine, et, en 1979, le virus PPR (PPRV) est classé dans 

le genre Morbillivirus, famille des Paramyxoviridae, au même titre que les virus de la peste bovine, 

de la rougeole et de la maladie de Carré (Gibbs et al 1979). Les analyses biochimiques menées sur 

ce virus dans le courant des années 1980, confirment définitivement sa différence avec le virus de la 

peste bovine (Diallo et al 1987). 

            Si la première description de la PPR date de 1942, il est évident que cette maladie sévissait 

bien avant les observations de Gargadennec et Lalanne. Comme l’ont signalé Bourdin et Doutre, la 

pasteurellose des petits ruminants a retardé la reconnaissance de la PPR en raison de la présence de 

symptômes respiratoires dus, en fait, à des sur infections bactériennes (Bourdin et al 1976). Une 

autre maladie, qui a occulté l’existence de la PPR pendant longtemps, est la peste bovine qui affecte 
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aussi bien les bovins que les petits ruminants. Les deux maladies ont des symptômes semblables 

sinon identiques,  et il est possible que des cas de peste bovine signalés chez les chèvres au Nigeria 

par Beaton en 1930 ou par D’Costa en Inde en 1933(D’Costa et al.1933), voire ceux 1871 au 

Sénégal et en 1927 en Guinée française (Taylor 1984), soient en réalité d’authentiques foyers de 

PPR.  

            L’évolution des connaissances sur les foyers en Inde conforte cette hypothèse : en effet, 

avant1989, date de la première identification de la PPR dans ce pays, des épizooties de peste bovine 

sur petits ruminants étaient régulièrement signalées. 

            Depuis cette date, seul le virus PPR est décelé dans toutes les épizooties évoquant la peste 

bovine et qui surviennent chez des petits ruminants (Diallo 2003).   

                

II.  AGENT PATHOGENE : 

      1. Morphologie et composition chimique :  

            Le virus de la PPR (PPRV), fait partie du genre Morbillivirus, famille des paramyxovirdae. 

Comme tous les morbillivirus, c’est un virus enveloppé, pléomorphe, grossièrement sphérique. Sa 

taille varie selon les auteurs, de 150 à  700 nm (Bourdin et al 1967). 

            D’après Bourdin et Laurent-Vautier, le PPRV, avec une majorité de particules d’environ 500 

nm de diamètre, semble être un peu plus gros que le virus de la peste bovine (300 nm). Son 

enveloppe, de nature lipidique, est surmontée d’un liseré de 10 nm constitué par les spicules. Le 

virion est en réalité une sorte de sac renfermant de nombreuses molécules pelotonnées de la 

nucléocapside à symétrie hélicoïdale. Cette nucléocapside forme un tube de 18 nm de diamètre en 

moyenne et d’une longueur d’environ 1µm contenant le génome viral (Bourdin et al 1967). 

            Le génome, dont la séquence entière vient d’être déterminée, est constitué d’un brin d’ARN 

monocaténaire. Il est dit négatif car il ne peut pas être traduit directement en protéine : lors de la 

multiplication virale, il doit d’abord être transcrit en ARN messagers(ARNm).ces derniers 

monocistroniques (car chacun est la copie d’un seul gène) sont traduits en protéines virales. 

Le virion est composé de 6 protéines structurales : 

La nucléoprotéine(N), la phosphoprotéine(P), la protéine de matrice (M), la protéine de  fusion (F), 

l’hémagglutinine(H) et la polymérase (L pour large protein). (Diallo 2003) 



Bibliographie de la recherche 

5 

 

 

Figure1 : Schéma structural du virus de la Peste des petits ruminants. (Gardès et al. 2006).  

 

        2. La multiplication du virus de la PPR  

            La multiplication virale débute par la fixation du virion sur la cellule cible grâce à la 

protéine H. les deux membranes virale et cellulaire étant ainsi en contact, la protéine F assure leur 

fusion, permettant alors à la nucléocapside de se trouver libérée dans le cytoplasme cellulaire. 

A partir de ce moment, et grâce à sa propre ARN polymérase ARN dépendante, le virus entame la 

transcription de son génome : synthèse des ARN messagers. 

            Pour cela la polymérase s’accroche à l’extrémité 3´ du génome viral et entame la synthèse 

d’ARN. Dès qu’elle arrive à une séquence inter-génique, l’ARN déjà synthétisé est décroché avant 

que l’enzyme n’entame la copie du gène suivant. Dans ces conditions, les séquences inter-géniques, 

pratiquement les mêmes pour tous les morbillivirus, sont dites ‹‹atténuantes»  et ne sont pas copiées 

normalement, sauf par erreur, au cours de ce processus de transcription. Les ARN messagers 

monocistroniques ainsi obtenus sont traduits en protéines par la machinerie cellulaire. 
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            A partir d’un certain stade du cycle viral, non encore déterminé, la transcription fait place 

petit à petit à la réplication qui est la synthèse complète du génome viral. Pour cela, le signal 

atténuateur n’plus reconnu par la polymérase. Cette dernière ne relâche l’ARN synthétisé qu’à la fin 

de la copie complète du génome, donnant ainsi naissance à son brin complémentaire entier dit 

antigénome. Ce dernier sera répliqué à son tour pour produire un génome. 

La transition de la transcription vers la réplication serait sous la dépendance de la protéine N qui, 

déjà associée à la protéine P, se lie à un ARN en cours de synthèse par la polymérase.  

Cela entraînerait des changements de conformation de l’enzyme. La conséquence de ces 

modifications serait une non reconnaissance des signaux d’atténuation par la polymérase. 

On aboutit ainsi à la formation de nouvelles nucléocapsides qui grâce à l’affinité des  protéines N et 

M, vont migrer vers les parties de la membrane cellulaire où sont déjà insérées les protéines de 

l’enveloppe virale M, H et F. De ces sites naissent des bourgeons dont la taille augmente pour finir 

par se détacher de la cellule cible et donner ainsi naissance à un virion complet libéré dans le milieu 

extérieur. (Diallo 2003). 

 

 

Figure 2 : Cycle de l’infection par les morbillivirus (Gerlier et al. 2007) 
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3. Propriétés physico-chimiques et caractéristiques de résistance  

            3.1. Action des agents physiques : 

                  3.1.1. Température :  

         Comme tous les virus enveloppés, le virus de la peste des petits ruminants est très sensible à la 

chaleur. En effet, Lefèvre en 1982 rapportait que la demi-vie d’une suspension virale à 37°C était 

de deux heures et que le virus était détruit à 50°C.  

            Plus tard, d’autres études ont confirmé et précisé la sensibilité thermique du PPRV : temps 

de demi-vie de 3,3 heures et 2,2 minutes respectivement à 37°C et 56°C.  

            Parallèlement, ces résultats dévoilent une certaine résistance au froid qui a été rapportée à 

plusieurs reprises. Une étude expérimentale menée en 1982  a mis en évidence la viabilité de 

particules virales dans les nœuds lymphatiques d’une carcasse de chèvre infectée après stockage 

d’au moins huit jours à +4°C. Cependant, lors de la maturation des viandes, le pH diminue,  

inactivant ainsi le virus. Les viandes issues de carcasses infectées ne semblent donc pas présenter de 

risque de contamination (MacDiarmid et Thompson, 1997) ; d’autant plus que la PPR n’est pas 

une zoonose. 

                        3.1.2. Rayonnements et dessiccation :  

            Le PPRV est également très sensible au rayonnement ultra-violet ainsi qu’à la dessiccation.  

                        3.1.3 PH : 

            Le pH optimum de survie du PPRV est compris entre 7 et 8. Laurent en 1968 (Laurent 

1968) démontrait que le virus était inactivé à un pH de 3 ; plus tard d’autres publications ont affiné 

cette sensibilité, le PPRV est stable pour des pH compris entre 5,8 et 9,5 mais perd rapidement toute 

activité pour des pH inférieur à 4 ou supérieur à 11 (Diallo, 1990), ceci à température ordinaire. 

 

                3.2. Action des agents chimiques : 

            Comme tous les virus enveloppés, le PPRV est détruit par tous les solvants lipides (éther, 

chloroforme, toluène) et est rapidement inactivé par les détergents classiques à base d’ammoniums 

quaternaires, de glycérol, de phénol, le formol ou encore la β-propiolactone (Dufour 2010). 

 
        4. Caractéristiques biologiques :  

                4.1. Culture et effet cytopathogène   

            Les cellules de culture primaire d’origine ovine, caprine et bovine, ainsi que des cellules de 

lignée continue telles que MDBK et VERO, ont été utilisées pour la multiplication du 

PPRV(Gilbert et al 1962). 

. 
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            Aujourd’hui, la cellule la plus utilisée pour la culture de ce virus est la cellule VERO. 

Cependant avec ce système cellulaire, l’effet cytopathogène (ECP) dû au PPRV est différent de 

celui des autres morbillivirus qui donnent de grands syncytiums .En effet, cet ECP se manifeste par 

un arrondissement des cellules, qui deviennent réfringentes puis se détachent peu à peu du tapis. 

Quelquefois, de petits syncytiums sont observés. La coloration à l’hémalun-éosine de cellules 

infectées révèle toujours quelque petits polycaryons non aperçus à l’état frais. Cette coloration 

révèle aussi la présence d’inclusion éosinophile intracytoplasmique et intranucléaire dans certains 

cas (Gargadennec et Lalanne 1942). Ces inclusions sont les nucléocapsides virales. 

            Selon Laurent-Vautier(Laurent 1968), le bourgeonnement commence dès la 12  heure après 

infection des cellules de mouton par le virus et continue jusqu’au 7  jours après l’infection. Son 

importance diminue avec l’accroissement du nombre des syncytiums. Il est évident que cette 

cinétique d’évolution de l’infection virale dépend du type cellulaire et de la souche virale. 

Les virions libérés dans le milieu extérieur se fixent sur d’autres cellules-cibles et propagent ainsi 

l’infection. Il existe une deuxième voie de propagation pour le virus ; grâce à la protéine F exprimée 

à sa surface, une cellule infectée fusionne avec des cellules voisines dans lesquelles vont migrer les 

nucléocapsides qui initient d’autres cycles de multiplication. Les cellules qui ont fusionné forment 

des syncytiums de taille variable suivant le type cellulaire. Ils sont à peine perceptibles à l’état frais 

dans le cas des cellules VERO. Cette possibilité de propagation de cellule à cellule, sans libération 

préalable dans le milieu extérieur, permet au virus de poursuivre le processus infectieux à l’abri 

d’une atteinte par les anticorps neutralisants, d’où l’importance de l’immunité cellulaire dans la 

protection contre les infections par le PPRV et les morbillivirus en général. (Diallo2003). 

 

                4.2. Pouvoir antigénique et immunogénique : 

            Les anticorps monoclonaux produits à partir de souris inoculées avec le PPRV entier sont 

majoritairement dirigés contre la nucléoprotéine, ce qui indique que cette protéine est l’antigène 

majeur du virus. Malgré cette caractéristique, elle ne semble pas être impliquée directement dans 

l’immunité protectrice : des chèvres inoculées avec cette protéine produite par recombinaison 

génétique dans le baculovirus n’ont pas résisté à une épreuve virulente. Un résultat semblable a été 

obtenu par Oshishi et al (Oshishi et al.1999) avec la protéine N du virus de la peste bovine 

exprimée dans le virus de la vaccine. Ces auteurs, dans leurs expériences, obtiennent une réponse 

d’immunité cellulaire qui retarde uniquement le début de la maladie à la suite de l’épreuve 

virulente. Avec les anticorps monoclonaux antinucléoprotéine, Il est possible de mettre en évidence 

des différences entre les souches de PPRV isolées de par le monde (Libeau et al 1997). 
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Une étude plus approfondie par comparaison des séquences de la protéine N des différentes souches 

a permis de les regrouper en 4 lignées. La lignée Ι en Afrique de l’ouest, la lignée ΙΙ au Ghana, 

Nigeria et Afrique centrale, la lignée  ΙΙΙ en Afrique de l’est et enfin la lignée IV, en Asie.  

Au Moyen-Orient, la lignée III  est retrouvée mais la majorité des souches virales détectées dans 

cette région sont du groupe IV. 

            Cette variabilité des souches de PPRV a été mise en évidence avec deux autres protéines 

virales : l’hémagglutinine et la protéine de fusion (Shyam 1998). Cependant, dans ces deux cas et 

contrairement à celui de la nucléoprotéine, la variabilité décelée ne reflète  pas une répartition 

géographique. Les protéines H et F sont externes et en contact avec les anticorps antivirus. De ce 

fait elles sont soumises à une forte pression du système immunitaire et font donc l’objet d’un taux 

de mutation plus important que celui de la nucléoprotéine. 

             L’hémagglutinine et la protéine de fusion des morbillivirus sont les protéines induisant la 

protection (Varsanyi et al 1987). Malgré les variations de ces protéines entre les différentes 

souches de PPRV, il n’existe aucun cas d’animal ayant été atteint de PPR à deux reprises. Un 

animal vacciné avec une souche virale est protégé contre toutes les autres. Cela signifierait que les 

sites antigéniques importants pour l’induction de l’immunité ne varient pratiquement pas. Certains 

d’entre eux  seraient partagés avec le virus de la peste bovine. En effet, différentes expériences 

effectuées sur les animaux ont montré une forte immunité croisée  entre ce dernier et le PPRV 

(Gibbs et al 1979). Cette propriété a été mise à profit pour vacciner les petits ruminants contre la 

PPR à l’aide du vaccin contre la peste bovine (Diallo2003).  
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 FIGURE 3 : Distribution mondiale des quatre lignées du virus de la peste des petits 

ruminants(PPRV). Les pays déclarant au moins une lignée de PPRV sont colorés selon les lignées 

identifiées. La couleur de fond et de barres de couleur représentent les dernières lignées recensées 

dans le pays. (Albina et al. 2013)               

               4.3. Pouvoir pathogène  

            Le virus de la peste des petits ruminants est lympho-épithéliotrope. Le caractère 

lymphotrope, commun à tous les Morbillivirus, entraîne une leucopénie sévère chez l’animal 

infecté, ce qui favorise le développement d’infections secondaires par des agents bactériens ou 

parasitaires opportunistes qui profitent de l’immunodépression induite et aggravent le tableau 

clinique.  

            La contamination se fait principalement par voie naso-pharyngée via l’inhalation de 

particules virales. Puis, le virus se multiplie dans les organes lymphoïdes régionaux avant de 

disséminer par voie sanguine vers les cellules épithéliales. Le tableau clinique est dominé par des 

lésions muqueuses, notamment digestives et respiratoires (diarrhées, jetage ou encore larmoiement)             

(Dufour. 2010).  
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III. EPIDEMIOLOGIE: 

        1. Espèces infectées  

Le groupe des Morbillivirus a longtemps été rapporté comme ayant une spécificité d’espèce-hôte 

assez étroite. Par exemple, le RPV ou PPRV et le Morbillivirus des cétacés sont des virus proches 

qui infectent des espèces proches phylogénétiquement (artiodactyles et cétacés). Néanmoins, dans 

le cas du PPRV, il n’est pas rare que la barrière d’espèce soit franchie à l’occasion de 

rapprochements inter espèces et lors, notamment, d’une diminution occasionnelle de la résistance 

individuelle.  

Les principaux hôtes du virus de la peste des petits ruminants sont les petits ruminants 

domestiques et sauvages.  

    1.1. Animaux domestiques  

                        1.1.1. Les petits ruminants   

            Les ovins et caprins sont les seules espèces animales sensibles au PPRV mais présentent une 

différence de sensibilité. En effet bien que les données épidémiologiques révèlent une présence 

d’anticorps anti-PPRV bien supérieure chez les moutons que chez les chèvres (Sow, 2008 ; Ozkul, 

2008), ces dernières, plus sensibles, succombent plus souvent des suites de la maladie (Taylor, 

2002 ; Appel et al. 1981). Globalement les taux de guérison sont bien plus élevés chez les moutons 

et les taux de mortalité chez les chèvres.  

                        

 1.1.2. Les bovins   

            L’infection des bovins par le PPRV est surtout une découverte lors d’enquêtes sérologiques 

car ils ne sont pas sensibles à ce virus et l’infection reste donc subclinique. Cette propriété a 

d’ailleurs longtemps été le seul outil de diagnostic différentiel entre les infections au PPRV et RPV. 

Néanmoins, quelques cas de maladie clinique ont déjà été rapportés ; Mornet et ses collaborateurs 

en 1956 ont inoculé deux veaux avec une souche de PPRV qui ont développé une hyperthermie et 

des lésions buccales. Une expression clinique de la maladie suite à une infection naturelle est 

également possible, néanmoins ceci reste exceptionnel et est à corréler à une diminution des 

capacités de réponse immunitaire chez des individus préalablement affaiblis par une infection 

intercurrente. L’isolement du PPRV a d’ailleurs été rapporté chez des buffles présentant des 

symptômes semblables à ceux de la peste des petits ruminants en Inde (Govindarajan et al. 1997) 

                        1.1.3. Autres espèces domestiques  

            Les dromadaires sont également réceptifs au virus de la PPR, en effet, des anticorps anti-

PPRV ont été mis en évidence chez ces camélidés lors d’enquêtes sérologiques au Soudan (El Hag 

Ali et al. 1984 ; Haroun et al. 2002), en Egypte (Ismail et al. 1992) ou encore en Ethiopie 

(Abraham et al. 2005). De plus, la population de dromadaires éthiopienne a connu une épizootie en 
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1995 caractérisée par un syndrome respiratoire très contagieux (taux de morbidité supérieur à 90%), 

des anticorps anti-PPRV ont été retrouvés chez les animaux atteints sans que l’isolement du virus 

n’ait été possible (Roger et al. 2001). Le PPRV est donc soupçonné d’être à l’origine de certaines 

affections respiratoires dans cette espèce (Diallo, 2003-b). Le rôle épidémiologique des 

dromadaires reste donc à préciser…  

            L’inoculation expérimentale de porcs induit la production d’anticorps anti-PPRV mais 

aucun symptôme n’est observé. Par contre, aucune séroconversion n’est mise en évidence suite au 

contact avec des chèvres infectées (Nawathe et Taylor, 1979). L’espèce porcine est donc un cul de 

sac épidémiologique pour ce virus.  

    1.2. Faune sauvage  

Plusieurs études ont montré l’existence d’infection au PPRV chez des petits ruminants 

sauvages.  

            La maladie a été décrite au cours d’un épisode dans une collection zoologique des Emirats 

Arabes Unis (Furley et al. 1987) sur les espèces suivantes : gazelles dorcas (Gazella dorcas), 

bouquetins de Nubie (Capra ibex nubiana), moutons de Laristan (Ovis orientalis laristani), gazelles 

gemsbock (Oryx gazella) et antilopes cervicapres (Antilopa cervicapra). Par la suite, Abu Elzein et 

ses collaborateurs rapportent, dans un article paru en 2004, un foyer de PPR ayant touché un cheptel 

de 200 gazelles dorcas et gazelles thomson (Gazella thomsoni) élevées en semi liberté dans l’est de 

l’Arabie Saoudite avec au bilan un taux de morbidité de 52% et un taux de mortalité de 100%.  

De plus, la maladie a été reproduite par inoculation expérimentale mais également par contact étroit 

avec un individu inoculé chez le daim à queue blanche (Odocoileus virginianus). L’infection a 

provoqué l’apparition de la maladie dans ses formes subcliniques à fatales (Hamdy et al., 1976-a).  

Bien que les cas de PPR sur des animaux sauvages ne donnent pas lieu à une notification officielle, 

des enquêtes sérologiques de terrain ont, mis en évidence la présence d’anticorps anti-PPRV chez 

d’autres espèces sauvages comme par exemple chez les céphalopodes de Grimm (Sylvicapra 

grimmia) au Nigéria (Ogunsanmi et al. 2003).  

 

        2. Transmission du virus : 

                2.1. Matières virulentes :  

Les recherches de Abegunde et Adu en 1977(Abegunde et al 1977) sur les voies de transmission du 

PPRV ont mis en évidence l’excrétion de particules virales :  

- dès le premier jour d’hyperthermie dans les sécrétions conjonctivales,  puis à partir du deuxième 

jour d’hyperthermie dans les sécrétions nasales (jetage) et buccales (salive),  plus tardivement, mais 

avec des titres élevés, dans les fèces.  
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De plus, des études ont montré que les animaux en cours d’incubation du PPRV étaient susceptibles 

d’excréter le virus : des particules virales ont été mises en évidence par amplification génique 

(technique PCR) dans les excrétas d’animaux infectés deux jours avant l’apparition des premiers 

symptômes de la maladie (Diallo, 2003-b), il en est de même dans les sécrétions oculaires ou 

nasales jusqu’à quatre jours avant le début de la phase clinique (Couacy Hymann et al., 2007-a).  

         A ce jour, aucun portage sain du PPRV n’a été clairement démontré ce qui implique le fait 

qu’aucun réservoir domestique ou sauvage de la maladie n’est connu (Rodostits et al. 2007).  

Ainsi, un animal ayant rencontré le virus, s’il guéri, ne présenterait donc plus de risque pour ses 

congénères.  

         Cependant, nous l’avons précédemment souligné, de nombreuses interrogations demeurent 

quant aux rôles dans l’épidémiologie de la maladie que pourraient jouer les ruminants sauvages, les 

bovidés ou encore les dromadaires. D’autre part, un autre élément étaye l’existence probable d’un 

portage sain : l’excrétion de particules virales a été détectée dans les fèces de chèvres infectées par 

le PPRV jusqu’à douze semaines après guérison ; néanmoins aucune infectiosité résiduelle n’a été 

mise en évidence (Ezeibe et al. 2008).  

2.2. Voies de transmission :  

Le mode de transmission du PPRV est horizontal direct. En effet, de par la faible résistance 

de ce virus dans le milieu extérieur, la contamination d’un animal sensible nécessite un contact 

étroit avec un animal excréteur. Ceci se vérifie d’autant plus dans les régions chaudes et ensoleillées 

où la PPR est installée de façon enzootique. Dans la nature, la transmission virale sera donc plus 

efficace chez les espèces grégaires.  

            La contamination se fait principalement par voie respiratoire suite à l’inhalation d’aérosols 

infectieux issus des sécrétions et excrétions des animaux infectés via le jetage ou la toux.  

            La voie orale semble également possible en présence de points d’eau ou de mangeoires 

communs via l’ingestion d’eau ou d’aliments souillés (Dufour 2010).  

            Etant donné la faible résistance du virus dans le milieu extérieur, une transmission indirecte 

semble très peu probable (Lefèvre et Diallo, 1990), néanmoins il apparaît de plus en plus 

dommageable de l’exclure totalement dans la mesure où l’aire d’extension de la maladie couvre 

désormais des régions au climat plus tempéré.  

            Il n’existe pas de transmission verticale du virus de la peste des petits ruminants.  

Par contre, nous l’avons vu précédemment, une contamination interspécifique est possible 

notamment avec les bovins. En ce qui concerne les dromadaires et la faune sauvage, leur rôle dans 

la transmission du PPRV étant encore imprécisé, il est globalement conseillé de limiter les contacts 

inter spécifiques d’animaux. 
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      Ainsi, en conséquence des modes de transmission que nous venons d’évoquer, l’apparition 

d’un foyer de peste des petits ruminants peut être associé entre autres à :  

- l’introduction d’un animal infecté dans un cheptel : achat d’un animal d’origine différente, 

retour du marché d’un individu non vendu qui se serait infecté là-bas, ou encore l’inexistence de 

mesures de quarantaine,  

- déplacements récents ou rassemblements d’animaux de cheptels et d’âges différents : 

notamment à l’occasion de marchés, lors de pâturage commun ou encore au cours de migrations 

nomades (Dufour 2010).  

 

        3. Facteurs de réceptivité et de sensibilité de l’hôte à l’agent pathogène : 

            La réceptivité d’un hôte est son « aptitude à héberger un agent pathogène, à en permettre le 

développement ou la multiplication, sans forcément en souffrir », quant à la sensibilité c’est son « 

aptitude à exprimer cliniquement l’action d’un agent pathogène » (Toma et al. 2001). Ces deux 

paramètres dépendent de deux types de facteurs qui sont dits intrinsèques et extrinsèques qui 

peuvent augmenter le risque d’apparition de la maladie. 

  

                3.1 - Facteurs intrinsèques : 

Ce sont les facteurs qui sont propres à l’individu et qui ne peuvent donc pas être modifiés. 

Dans le cadre de la PPR, les principaux rapportés par la littérature sont :  

                        

 3.1.1. L’espèce   

            Les chèvres sont en effet plus sensibles au PPRV que les moutons (Taylor, 2002 ; Appel et 

al. 1981), quant aux bovins ils n’expriment pas la maladie sauf dans des circonstances particulières. 

La plus grande sensibilité des chèvres pourrait être entre autre reliée au fait que cette espèce est 

prolifique ce qui implique la présence simultanée d’un plus grand nombre de jeunes animaux qui 

nous le verrons sont les plus touchés par la maladie. 

                        3.1.2. La race   

            Il est rapporté dans de nombreuses publications de la littérature que les chèvres africaines de 

race sahéliennes sont plus résistantes que les races naines côtières (Diallo, 2003-b).  

                        3.1.3. L’âge  

            Ce sont les jeunes chevreaux âgés de 3 à 12 mois qui paient le plus lourd tribut lors 

d’infection par le PPRV. Cette période est dite « critique » : à cet âge ils ne sont plus protégés de 

manière passive par les anticorps maternels et n’ont pas non plus encore acquis d’immunité propre 

efficace. Plusieurs enquêtes sérologiques ont montré que la prévalence des anticorps anti-PPRV 
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augmente avec l’âge des animaux, au Mali par exemple elle était de 22,86 +/- 5,68% pour les 

animaux âgés de 6 mois à 1 an et de 50 +/- 8,73% pour ceux de 3 à 6 ans (Tunkara et al. 1996).  

        

 

                       3.1.4. Le statut immunitaire de l’hôte  

           On a vu que les individus les plus jeunes sont plus touchés par défaut d’immunorésistance au 

virus. De plus, tout animal immunodéprimé, peu importe l’âge, est plus sensible à l’agent 

pathogène.  

                        3.1.5. Le sexe  

            Ce facteur fait l’objet de controverse, et bien qu’à ce jour il ne soit pas reconnu comme 

facteur de réceptivité et de sensibilité, certaines enquêtes sérologiques ont montré une différence 

significative de prévalence d’anticorps anti-PPRV entre mâles et femelles. Au Burkina Faso, lors 

d’une de ces études menées en 2008 (Sow et al.2008), la prévalence sérologique s’est révélée plus 

élevée chez les femelles que chez les mâles.  

 

                3.2 .Facteurs extrinsèques  

Il s’agit d’un ensemble de facteurs d’environnement des animaux, qui, selon les cas peuvent 

augmenter ou diminuer leur réceptivité à l’agent pathogène. Dans le cadre de la peste des petits 

ruminants, les principaux sont :  

 

 

                        3.2.1. Les saisons  

            Nous avons déjà vu que les pics de nouveaux foyers avaient principalement lieu en saison 

fraîche ainsi qu’au début de la saison des pluies ; périodes pendant lesquelles le virus profite d’un 

climat plus favorable à sa stabilité dans le milieu extérieur ainsi que du stress physiologique induit 

sur les animaux,  

                        3.2.2. Les activités d’élevage et de commerce  

            Notamment lorsqu’elles impliquent le déplacement d’animaux, jouent un rôle indubitable, 

que ce soit à l’occasion de marchés ou de festivités coutumières comme la fête du sacrifice du 

mouton dans les pays musulmans.  

            D’autres facteurs interviennent également mais de façon non spécifique, il s’agit-là plutôt de 

règles d’hygiène sanitaire de base relatives aux maladies contagieuses en élevage :  

 La conduite d’élevage   

L’introduction d’animaux d’origine différentes qui plus est sans appliquer de quarantaine; 

l’allottement d’individus d’âges et/ou d’origines différents, l’absence de mesures d’isolement des 
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malades ou encore le nomadisme augmentent les risques de rencontre et de propagation virale et 

donc d’apparition de la maladie.  

 Le microbisme ambiant  

 Un animal présentant déjà des infections intercurrentes est plus sensible qu’un autre au PPRV (car 

immunodéprimé),  

      

 Le logement  

           Une trop grande promiscuité des animaux ou la pratique de communauté de pâturage 

favorise également la transmission de la maladie,  

 L’alimentation  

           Toute carence ou plus globalement toute sous-alimentation diminue la résistance des 

animaux. En Afrique, les grandes sécheresses ont lieu avant la saison des pluies (pic d’apparition 

des foyers de PPR) et peuvent être à l’origine d’un défaut d’apport nutritif qui affaibli le bétail et le 

rend donc plus sensibles aux infections (Dufour 2010). 

 

IV. La PATHOGENIE  

            La pathogénie de la PPR n’a pas été autant étudie que celle de la peste bovine, la rougeole 

ou la maladie de carré. Néanmoins ; on sait que la voie naturelle de l’infection est la voie oro- 

nasale. Le virus est lymphoépithéliotrope. Son affinité pour les lymphocytes  des petits ruminants 

est plus importante que pour ceux des bovins ; est le contraire est aussi vrai pour le virus de la peste 

bovine (Rossiter et al 1985). A cette différence près ; il est vraisemblable que la pathogénie de la 

PPR soit similaire à celle de la peste bovine. Toutefois, contrairement à ce qui est observé pour le 

virus bovipestique, aucune variation du pouvoir pathogène du PPRV selon les souches n’a été mise 

en évidence. 

Pour des raisons non encore élucidées, un même isolat peut donner des résultats différents au cours 

d’expériences d’inoculation à des animaux (les jeunes de 4-12 mois sont plus sensibles) influencent 

l’expression de la maladie, l’existence d’infections intercurrentes (pasteurellose, par exemple) 

interviennent dans la sévérité des signes cliniques (Diallo. 2003). 

 

V. LES SYMPTOMES :( Diallo, 2003) 

            La PPR  peut évoluer  suivant quatre formes en fonction de la sensibilité de l’animal atteint : 

suraiguë, aigue, subaiguë et inapparente (Bourdin et al 1976). 

        1. Forme suraigüe  

Elle s’observe surtout chez les jeunes caprins âgés de plus de 4 mois. 
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Après une incubation de trois (03) jours en moyenne. La maladie débute par une forte hyperthermie 

(40 à 42ºC). L’animal est abattu et ne mange plus. Le poil est piqué. Les muqueuses buccales et 

oculaires sont congestionnées. 

Un ou deux jours après le début de l’hyperthermie, apparaissent le larmoiement et le jetage séro-

muqueux. Survient ensuite une diarrhée profuse concomitante d’une baisse de la température 

corporelle. La mort intervient dans 100% des cas, 5 à 6 jours en moyenne après le début des 

symptômes. 

        2. Forme aigue  

La période d’incubation due environ 5 a 6 jours. Le premier symptôme  est la brusque élévation de 

la température de l’animal. On retrouve les signes cliniques de la forme précédente mais moins 

accentués. 

L’évolution de la maladie est également  moins rapide, ce qui permet l’apparition d’autres signes 

cliniques. C’est ainsi que le jetage et le larmoiement séro-muqueux deviennent muco-purulents. Les 

naseaux sont presque obstrués par le pus, rendant la respiration très laborieuse. De temps en temps, 

l’animal tousse. 

Environ 4-5 jours après le début de la maladie, la fièvre commence à diminuer mais apparaissent 

alors la diarrhée  et les érosions de la muqueuse buccale. Ces dernières sont cachées par un enduit 

pultacé blanchâtre, nauséabond qui, une fois enlevé, laisse apparaitre des ulcères hémorragiques. 

L’animal fatigué par la diarrhée, reste couché, les yeux mi-clos, indifférent à tout ce qui l’entoure. 

Chez les femelles, du pus et des lésions érosives sont visibles sur les muqueuses vulvo-vaginales. 

L’avortement est de règle. 

Le taux de mortalité de la forme aigue est assez élevé (70 à 80%) et la mort survient 10 jours après 

le début de l’hyperthermie. Dans le cas de guérison, la convalescence est rapide. 

        3. Forme subaigüe :  

La phase d’incubation dure environ 5 jours comme pour la forme aigue. En revanche, 

l’hyperthermie est faible. Les autres signes cliniques sont peu intenses ou absents. Dans le cas de 

jetage, ce dernier, peu abondant, se dessèche autour des nasaux pour former des croutes qui font 

penser à l’ecthyma contagieux. La chute des croûtes laisse apparaitre une peau rosée recouverte 

d’un enduit pultacé blanchâtre. 
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                   Figure 4 : Illustrations des signes cliniques de la PPR (Roeder et al. 1999) 

           

                

Larmoiements et jetage purulents                       Congestion des muqueuses oculaires 

 

  

Lésions buccales                                       Signes de diarrhée chez une chèvre atteinte de PPR. 

 

        4. Forme inapparente   

C’est la forme la plus fréquente notamment dans les zones sahéliennes. Elle n’est révélée que lors 

d’enquêtes sérologiques. 

        5. Complications  

La gravité des formes aigue et suraigüe est très certainement fonction du degré des complications 

microbiennes particulièrement fréquentes (Akakpo et al.1996). Parmi celles-ci, la pasteurellose, 

responsable d’une bronchopneumonie, est la plus citée. On observe aussi l’apparition d’infections 

latentes par les coccidies ou les helminthes, et l’aggravation de la diarrhée par Eschirichia coli. Des 

bactéries pyogènes (streptocoques, pseudomonas et surtout staphylocoques) sont isolées dans une 

grande majorité de cas à partir de prélèvements nasaux. Moraxella bovis a été isolé de prélèvements 

oculaires. On trouve aussi des mycoplasmes dans des prélèvements pulmonaires. 
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 VI. LESIONS  

        1. Les lésions macroscopiques : (Diallo, 2003-b et 2005 ; Taylor et Barrett, 2007). 

            Le tableau lésionnel d’un animal mort suite à une infection au PPRV est dominé par une 

atteinte des appareils digestif et respiratoire.  

La carcasse d’un animal mort d’une infection au PPRV est émaciée et souillée par les fèces 

(la phase de diarrhée précédant de peu l’issue fatale de la maladie).  

En ce qui concerne l’appareil digestif, les lésions les plus caractéristiques sont constituées 

par des lésions érosives à ulcératives dans la cavité buccale d’abord ponctiformes puis coalescentes 

et se recouvrant d’un enduit blanc jaunâtre ; des foyers de nécrose tissulaire peuvent être visibles 

sur la langue, les gencives, le palais.  

Les lésions érosives linéaires des muqueuses pharyngiennes et œsophagiennes sont également assez 

caractéristiques.  

Les muqueuses intestinale, mais surtout colique et rectale sont très congestionnées à hémorragiques, 

les lésions ayant un aspect strié ou « zébré » (Roeder et al. 1999) dans les parties les plus distales 

du tube digestif (figure5) 

 

                         

                            Figure5 : Stries zébrées dans le gros intestin d’une chèvre.  

                                (Roeder et al. 1999) 

  

           Ces lésions érosives peuvent également concerner les muqueuses génitales chez les femelles 

infectées qui présentent alors des lésions de vulvo-vaginite érosives.  

L’importance de l’atteinte de l’appareil respiratoire est fonction des surinfections associées. 

Lors de bronchopneumonie secondaire (classiquement dans la forme aiguë), la trachée contient un 
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liquide spumeux (mucopus) et sa muqueuse est très congestionnée. Les lésions de pneumonie 

(Figure 6) concernent essentiellement les lobes apicaux et cardiaques pulmonaires qui ont un aspect 

rouge pourpre et sont durs au toucher.  

                 

                  Figure 6: Pneumonie avancée chez un mouton. (Roeder et al. 1999) 

 

            Par ailleurs, une atteinte lésionnelle des organes lymphoïdes est également rapportée, un 

œdème et friabilité des nœuds lymphatiques qui conservent cependant une taille normale, lésions 

nécrotiques fréquentes sur les plaques de Peyer, la rate quant à elle est congestionnée mais conserve 

une taille normale à légèrement augmentée.  

 

      2. Lésions microscopiques : (Rowland et Bourdin, 1970 ; Diallo, 2005 ; Meyer, 1993)  

Un animal atteint de PPR présente un hémogramme modifié.  

Une leucopénie est quasi systématique, tout autant que l’hémoconcentration consécutive à la 

déshydratation en cas de diarrhée qui se traduit par une monocytose et une augmentation du volume 

globulaire moyen.  

L’analyse microscopique des épithéliums digestifs montre une vacuolisation cellulaire 

associée à une infiltration par des polynucléaires. L’observation de noyaux pycnotiques et de 

syncytiums est également fréquente.  

Une coloration histologique classique (hémalun-éosine) met en évidence des inclusions 

éosinophiles intra cytoplasmiques et parfois intranucléaires.  

Le parenchyme pulmonaire est infiltré par des neutrophiles et des macrophages, de façon majeure 

au niveau des bronchioles. De plus, des colonies bactériennes et des dépôts de fibrine sont retrouvés 

dans les foyers de bronchopneumonie.  
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VII.DIAGNOSTIC : 

        1. Diagnostic clinique  

            L’apparition brutale d’un état typique suivi de jetage, de larmoiement puis d’érosions 

buccales et de diarrhée chez des petits ruminants plaide en faveur de la PPR. Tous ces signes 

cliniques ne sont pas forcément présents chez un même animal (Diallo 2003). 
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 2. Diagnostique différentiel   

Tableau1 : Principales caractéristiques pour le diagnostic différentiel de la PPR 

(Diallo, 2005). 

  

Signes 

communs avec 

la PPR 

 

Signes 

excluant la 

PPR 

 

Lésions 

communes 

avec la PPR 

Lésions 

excluant la 

PPR 

Peste bovine 

(PB) 

Congestion des 

muqueuses, 

lésions 

érosives, jetage, 

larmoiement, 

fièvre, diarrhée 

Absence de 

signes 

respiratoires 

Lésions érosive 

des muqueuses, 

lésions 

congestives, 

voire 

hémorragiques 

de l’intestin 

Pas de broncho-

pneumonie 

Pasteurellose Signes 

respiratoires, 

fièvre 

Pas de diarrhée Broncho-

pneumonie 

Pas de lésions 

ulcératives des 

muqueuses 

Pleuro-

pneumonie 

contagieuse 

caprine 

(PPCC) 

Signes 

respiratoires, 

jetage, fièvre 

Pas de lésion 

ulcérative des 

muqueuses et 

pas de diarrhée 

Lésions 

pulmonaires 

Lésions 

pulmonaires 

plus diffuses 

pour la PPCC, 

avec liquide 

pleural 

fibrineux 

Ecthyma 

contagieux du 

mouton (ECM) 

Croûtes 

labiales, signes 

de pneumonie 

et diarrhée rares 

mais possible, 

fièvre 

Papules et 

Vésiculo-

pustules, 

parfois lésions 

mammaires 

et/ou podales 

Pneumonie 

possible, parfois 

lésions 

ulcératives sur 

la langue et sur 

le palais (forme 

buccale de la 

maladie) 

Papules au 

niveau de la 

muqueuse 

buccale, lésions 

pustuleuses 

podales, 

mammaires 

 

 

  

        3. Diagnostic de laboratoire (Diallo. 2003) 

La PPR fait partie de la liste de l’OIE, dans laquelle sont regroupées les maladies très contagieuses 

et a conséquences économiques importantes. 
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  3.1. Prélèvements 

Les prélèvements à effectuer en cas de suspicion de PPR sont différents selon les cas. 

    

 Sur les animaux vivants : 

Des prélèvements de sang doivent être réalisés sur anticoagulant (pour récolte de lymphocytes) et 

sur tube sec (pour récolte de sérum), des écouvillonnages oculaires et nasaux, une biopsie de nœud 

lymphatique. 

   Sur les cadavres : 

Si possible effectuer les prélèvements sur le cadavre frais d’animal mort de la maladie ou, sacrifié 

en pleine hyperthermie. 

Il convient de réaliser des prélèvements de nœud lymphatique, de fragment d’intestin et surtout de 

poumon. La rate n’est pas un échantillon recommandé car l’isolement du PPRV à partir de cette 

organe est extrêmement difficile (utilisable cependant pour le teste d’immuno-diffusion en gélose). 

Les prélèvements doivent être correctement identifiés, envoyés sous froid au laboratoire et 

accompagnés de commémoratifs clair. Leur emballage doit être effectué de façon à empêcher toute 

fuite de liquide au moment du transport. 

                3.2. Isolement et identification de l’agent pathogène : 

            Il s’agit de mettre en évidence le virus dans les exsudats d’écouvillonnages, les broyats de 

nœuds lymphatiques, de poumons, d’intestin ou sur les lymphocytes. Pour l’identification de virus 

dans les différents prélèvements, les tests employés sont : l’immunodiffusion en gélose, l’isolement 

sur culture cellulaire, l’immuno-capture ELISA et la réaction d’amplification en chaine en chaîne 

par polymérase (PCR). 

                        3.2.1. L’immuno-diffusion en gélose  

            Elle est facile à mettre en œuvre et donne un résultat en 24 à 48 h. Ce test est de plus en plus 

abandonné en raison de sa faible sensibilité. 

                        

                      3.2.2. L’isolement du virus sur cellule en culture  

            Il s’agit de la technique de référence. Elle nécessite des prélèvements de bonne qualité, bien 

conservés (transport à + 4°C jusqu’ au laboratoire puis conservation au laboratoire à -70 °C si 
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possible sinon à – 20 ° C). Les cellules utilisées à leurs actuelle sont les cellules primaires de rein 

ou de poumon de mouton ou les cellules VERO. L’isolement du virus n’est cependant pas facile. 

C’est pour cette raison qu’il est nécessaire de disposer de plusieurs prélèvements obtenus à partir de 

plus d’un animal. Très souvent plusieurs passages «aveugles » sont nécessaires pour obtenir un effet 

cytopathogène. Ce dernier se caractérise par l’apparition de petits syncytiums sur les cellules 

primaires. En revanche, les cellules VERO s’arrondissent et se détachent petit à petit du tapis du 

tapis cellulaire, les syncytiums ne sont que très rarement vus lors de l’observation microscopique à 

l’état frais. Une fois le virus isolé, il est identifié par immunofluorescence à l’aide d’anticorps 

monoclonaux spécifiques. Un échec dans l’isolement du virus n’est pas synonyme d’absence de 

PPRV. C’est pourquoi il convient de mettre d’abord en œuvre d’autres tests d’identification de 

virus, plus sensibles, plus rapides, et plus faciles d’exécution que l’isolement viral. 

                        3.2.3. Des techniques d’immuno-fluorescence  

            Sur des frottis conjonctivaux ou d’immunohistochimie sur des prélèvements fixés dans le 

formol ont aussi été proposées (Brown et al 1991). L’utilisation d’anticorps monoclonaux peut 

rendre ce test spécifique. 

                        3.2.4. Le test d’immuno-capture  

            Il est sensible et ne nécessite pas un échantillon de bonne qualité, comme l’exige le test 

d’isolement sur culture cellulaire (Libeau et al 1995). Il est basé sur l’utilisation d’un anticorps 

monoclonal qui, fixé sur une plaque ELISA, capture le virus se trouvant dans l’échantillon à tester. 

                        3.2.5. L’amplification en chaîne par polymérase (PCR)  

            Il est extrêmement sensible et le test le plus utilisé à l’heure actuelle (Diallo et al 1995). 

L’ARN est extrait de l’échantillon pathologique. Il est ensuite transformé en ADN simple brin par 

la réverse transcriptase (RT). Cet ADN complémentaire est alors amplifie à l’aide d’amorces 

spécifique à l’un des gènes du PPRV. Le produit amplifié est révélé par électrophorèse sur un gel 

d’agarose. Séquencé, ce produit donne une identification certaine de la souche virale à l’origine de 

l’épizootie. Grâce à cette technique d’amplification en deux temps (« RT-PCR ») couplée au 

séquençage, on a pu constituer rapidement une banque de données de séquences de différentes 

souches de PPRV. 
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4. Diagnostic sérologique         

            Le test de diagnostic sérologique de la PPR pour les échanges internationaux d’animaux est 

la neutralisation du virus (Rossiter et al 1985). Cependant, un délai de 2 semaines est nécessaire 

pour avoir les résultats. De plus, il nécessite des sérums stériles. Une alternative à la neutralisation 

du virus est le test ELISA de compétition, beaucoup plus rapide (résultats en quelques heures), qui 

n’exige pas le respect strict de la stérilité dans les manipulations (Anderson et al 1994). 

            Ces tests ELISA sont basés sur l’utilisation d’anticorps monoclonaux anti-N ou anti-H qui 

entrent en compétition avec les anticorps anti- PPR présents dans le sérum pour se fixer sur 

l’antigène PPR adsorbé sur une plaque. Il existe une très bonne corrélation entre ces tests ELISA et 

la neutralisation du virus. Par rapport à cette dernière, ils présentent l’avantage de permettre de 

tester un grand nombre de sérums en très peu de temps. 

 

VIII. TRAITEMENT  

            L’administration de sérum anti-PPRV aux animaux dans les premières phases de la maladie 

semble être bénéfique. De même, une antibiothérapie par voie parentérale associée à des traitements 

anti-diarrhéiques et une réhydratation par perfusion peut réduire la mortalité. Toutefois, ces 

traitements, coûteux et aux résultats aléatoires, ne peuvent être envisageables que sur un petit 

nombre d’animaux de grande valeur (Diallo 2003). 

IX. PROPHYLAXIE : 

        1. Prophylaxie sanitaire  

            En pays indemne, l’importation d’animaux sensibles en provenance de pays infectés doit 

être strictement interdite. Dans les pays d’enzootie, les foyers déclarés doivent être délimités 

rapidement, en interdisant la sortie d’animaux. La solution idéale, à savoir l’abattage de tous les 

animaux sensibles se trouvant dans le foyer, est malheureusement impossible à mettre en œuvre 

financièrement car les zones d’enzooties de PPR sont dans des pays en développement (Diallo 

2003). 

        2. Prophylaxie médicale 

            C’est la meilleure solution pour les pays d’enzootie. Il s’agit d’un vaccin atténué par passage 

en série sur les cellules  VERO. Il procure une immunité qui dure pratiquement toute la vie 

économique de l’animal. Les femelles peuvent être vaccinées sans risque à tout moment de la 
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gestation. Les jeunes nés de ces mères vaccinées acquièrent une immunité colostrale pendant 

environ 3 mois (Diallo 2003). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 

  

 

 

        Partie2 : Partie expérimentale 
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I. Matériel et méthodes 

 

1. Zone d’étude 

L’enquête sérologique a été menée au niveau  de la région Sud-Ouest de l’Algérie. Il s’agit des 

wilayas de Béchar, Naâma, Adrar, Tindouf et Tamanrasset. Elle a révélé une sérologie positive chez 

les petits ruminants. 

 

Figure  6: Carte d’Algérie 

 

         Les données relatives au sondage sérologique ont été recueillies auprès du Ministère de 

l’Agriculture et du Développement rural (MINAGRI) 

         L’enquête sérologique a été réalisée par les services vétérinaires des inspections vétérinaires  

(IVW) de cinq (05) wilayas en 2011. Sept cents trente-quatre (734) caprins et cinq cents soixante-

dix-neuf (579) ovins ont été prélevés. Les sérums ont été  analysés par la méthode ELISA de 

compétition (c-ELISA). Ces animaux ne présentaient aucun signe de la maladie. 
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2. Collecte des données 

Il s’agit des animaux prélevés dans chaque wilaya sondée. Au total 1313 animaux ont été prélevés 

dont 734 caprins et 579 ovins (Tableau 2). 

Wilayas Espèces Animaux sensibles prélevés 

  Béchar CP 

OV 

250 

154 

            Nâama CP 

OV 

87 

110 

Adrar CP 

OV 

70 

138 

Tamanrasset CP 

OV 

217 

84 

Tindouf CP 

OV 

110 

93 

Total CP 

OV 

734 

579 

      Source : MADR  

Tableau 2 : Animaux prélevés dans les wilayas sondées 

 

 

 

II.RESULTATS ET DISCUSSIONS 

 
      1. Wilaya de Béchar  

 

 

Wilaya 

  

Espèces 

Animaux  

sensibles 

prélevés 

Nombre  

d’animaux 

positifs 

 

Séroprévalence 

Béchar CP 

OV 

250 

154 

20 

09 

08% 

05.8% 

          
       Tableau 3 : Séroprévalence  de la PPR  dans la wilaya de Béchar 
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Figure 7: Nombre des ovins et caprins sensibles et  nombre d’animaux positifs dans la wilaya 

de Béchar. 

           

 

                Figure 8 : Séroprévalence de la PPR dans la wilaya de Béchar 

         

. 

        Sur   deux cents cinquante (250) caprins, vingt (20) cas se sont  révélés  positifs ce qui 

représente une séroprévalence de 8 % et sur cent cinquante-quatre (154) ovins prélevés, neuf (09) 

animaux ont répondu positivement au test avec une séroprévalence de 5.8 % 

         Ces résultats montrent que les caprins sont plus sensible que  les ovins. Nos résultats 

rejoignent ceux  obtenus par  Taylor (2002)  et  Appel et al (1981).  
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       2. Wilaya de Naâma : 

       

Wilaya 

 

Espèces 

 Animaux  

sensibles 

prélevés 

 Nombre  

d’animaux 

positifs 

 

Séroprévalence 

  

CP 

OV 

 

87 

110 

   

6.9% 

59% 

Naama 06 

65 

     Tableau 4 : Séroprévalence de la PPR  dans la wilaya de Nâama 

 

 

 

Figure 9 : Nombre des ovins et caprins sensibles et le nombre des cas positifs dans la wilaya 

de Naâma. 
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                Figure 10 : la séroprévalence de la PPR dans la wilaya de Naâma 

           

 

         Sur  quatre-vingt-sept (87) caprins on a  six (6) cas positifs avec une séroprévalence de 6.9% 

et sur  cent dix (110) ovins prélevés on a  soixante-cinq (65) cas positifs avec une séroprévalence de 

59 %. 

         Dans la wilaya de Naâma la séroprévalence de la PPR chez les ovins est beaucoup plus élevée 

que  chez les caprins donc dans cette wilaya les ovins sont plus sensibles que les caprins.   

 Ces résultats s’opposent aux résultats obtenus Taylor (2002) et Appel et al (1981) qui ont trouvé 

que les caprins sont plus sensibles que les ovins mais rejoignent les résultats trouvés par Abid 

Mehmood et al (2009) 

    

     3. Wilaya d’Adrar  

       

wilaya 

 

Espèces  

 Animaux  

sensibles 

prélevés 

 Nombre  

d’animaux 

positifs 

  

séroprévalence 

Adrar CP 

OV 

70 

138 

06 

30 

8.6% 

21.7% 

 

        Tableau 5 : Séroprévalence de la PPR dans la wilaya d’Adrar 
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Figure 11   : Nombre des ovins et caprins sensibles et le nombre des cas positifs dans la wilaya 

d’Adrar. 

           

 

               Figure 12 : Séroprévalence de la PPR dans la wilaya d’Adrar 

           

          

 

        Sur  soixante-dix (70) caprins on a six (6) cas positifs avec une séroprévalence de 8.6% e et sur 

cent trente-huit (138) ovins prélevés on a  trente (30) cas positifs avec une séroprévalence de 21.7 % 

 La séroprévalence de la PPR chez les ovins est beaucoup plus élevée que chez les caprins, donc 

dans cette wilaya les ovins sont plus sensibles que les caprins.   
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         Ces résultats s’opposent aux résultats obtenus par Taylor (2002) et Appel et al (1981), les 

caprins sont plus sensibles que les ovins,  et rejoignent les résultats obtenus par Abid Mehmood et 

al (2009) 

       4. Wilaya de Tamanrasset  

 

wilaya 

 

espèces 

 Animaux  

sensibles 

prélevés 

 Nombre  

d’animaux 

positifs 

 

séroprévalence 

Tamanrasset CP 

OV 

217 

84 

17 

06 

7.8% 

7.1% 

                  

                Tableau 6 : Séroprévalence de PPR  dans la wilaya de Tamanrasset  

 

 

 

Figure 13 : nombre des ovins et caprins sensibles et le nombre des cas positifs dans la wilaya 

de Tamanrasset. 
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              Figure 14 : Séroprévalence de la PPR dans la wilaya de Tamanrasset 

           

 

         Sur deux cents dix-sept (217) caprins, dix-sept cas (17)  cas se sont révélés  positifs avec une 

séroprévalence de 7.8 % et sur  quatre-vingt-quatre (84) ovins prélevés, six (06) cas sont positifs 

avec une séroprévalence de 7.1 %. 

         Ces résultats montrent que les caprins sont plus sensible que  les ovins ; ce qui rejoint les 

résultats obtenus par Taylor (2002) et  Appel et al. (1981).  

 

 

      5. Wilaya de Tindouf : 

       

wilaya 

 

 

espèces 

 

 Animaux  

sensibles 

prélevés 

 

Nombre  

d’animaux 

positifs 

 

 

séroprévalence 

 

Tindouf CP 

OV 

110 

93 

12 

05 

10.9% 

5.4% 

 

Tableau 7 : Nombre d’animaux prélevés et cas positifs de PPR  dans la wilaya de Tindouf 

 

 

 

6,6

6,8

7

7,2

7,4

7,6

7,8

CP OV

7,8 

7,1 

séroprévalence(%) 

séroprévalence(%)



Partie expérimentale 

35 

 

Figure 15 : Nombre des ovins et caprins sensibles et le nombre des cas positifs dans la wilaya 

de Tindouf. 

           

          

                 Figure 16 : la séroprévalence de la PPR dans la wilaya de Tindouf 

             

 

 

         Sur cent-dix (110) caprins, douze (12) cas se sont révélés  positifs avec une séroprévalence de 

10.8% et sur  quatre-vingt-treize (93) ovins prélevés, cinq (05) cas sont positifs avec une 

séroprévalence de 5.4 %. 

         Ces résultats montrent que les caprins sont plus sensibles que  les ovins. ce qui appuie les 

résultats obtenus par  Taylor (2002) et Appel et al (1981).  
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      6 .A l’échelle globale : 

 

 

espèces 

 Animaux  

sensibles 

prélevés 

 

 Nombre  

d’animaux 

positifs 

 

 

 

Séroprévalence  

 

Total 

CP 

OV 

734 

579 

61 

115 

 

8.3% 

19.9% 

        

                     Tableau 8 : Séroprévalence de la PPR  dans les 5 wilayas. 

 

Figure 17 : Nombre d’ovins et caprins sensibles et le nombre des cas positifs dans les 5 wilayas 
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                     Figure 18: la séroprévalence de la PPR dans les 5 wilayas 

             

          

         À l’échelle globale sur sept-cent trente-quatre (734) caprins, soixante et un (61) cas se sont 

révélés  positifs avec une séroprévalence de 8.3% et sur cinq cents soixante-dix-neuf (579) ovins, 

cent quinze (115) animaux sont positifs ils ont présenté  une séroprévalence de  19.9% donc, 

globalement, dans cette région les ovins sont plus sensibles que les caprins. 
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CONCLUSION  ET RECOMMANDATIONS 

 

         Les résultats de cette enquête ont révélé la circulation virale de la PPR dans la région sud-

ouest de l’Algérie. Même si les prévalences respectivement de 8.3% chez les caprins et 19.9% chez 

le ovins ne sont pas très élevées ; elles dénotent toutefois la présence du virus sans pour autant 

dévoiler des cas cliniques durant l’année 2011. Ces résultats confortent ceux retrouvés par De Nardi 

et al. (2012), qui ont mis en évidence la circulation du PPRV dans les territoires sahraouis proches 

de l’Algérie. Les résultats retrouvés ont prouvé le caractère transfrontalier  de cette pathologie ; il 

est donc important de mettre en place un dispositif efficace et durable pour combattre cette maladie. 
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Résumé 
 

 

La peste des petits ruminants (PPR), causée par un Morbillivirus, est l’infection virale la plus grave des caprins et ovins. 

Elle est largement répandue en Asie, au Moyen Orient et en Afrique. En Afrique elle est en émergence au nord et au sud 

du continent et représente un facteur majeur d’insécurité alimentaire pour la population agricole.  

Notre travail porte sur les résultats d’une enquête sérologique qui a été mené au niveau de cinq wilayas du sud : Béchar, 

Tindouf, Tamanrasset , Adrar, et Naama en 2011 sur les ovins et les caprins   à fin de connaitre le statut sanitaire de 

l’Algérie vis-à-vis de cette maladie et  qui a révélé une sérologie positive dans ces wilayas.   

 

Mots clé : PPR, Mrbillivirus, sud algérien, petits ruminants. 

 

   

 

Summary 

 

Peste des petits ruminants (PPR),caused by a Morbillivirus is the most viral infection of goats and sheep. 

It is widespread in Asia, the Middle East and Africa. In Africa, it is in emerging in the North and South of the continent 

and represents a major factor of  food insecurity for the farming population. 

Our work focuses on the resultats of a serological survey conducted at the level of five wilayas of Algerian south : 

Bechar, Tindouf, Tamanrasset, Adrar and Naama in 2011, on the sheep and goats to know the health status of  Algeria 

with regard to this disease and which revealed positive serology in the wilayas. 

   

 Key words: PPR, Mrbillivirus, southern Algeria, small ruminants. 

 

 

 

 هلخص

 

هٍ  عذوي فُزوصُة خطُزة جصُة الأغٌام والواعز. هٌحشزة علً  ًطاق واصع فٍ آصُا  طاعىى الوجحزات الصغُزة  ،هزض ًاجن عي هىرتُلُفُزوس،

 والشزق الأوصط وأفزَمُا.

فٍ أفزَمُا   َضحوز اًحشارٍ  فٍ شوال وجٌىب المارة، وَوثل عاهلاً رئُضُا لاًعذام الأهي الغذائٍ .    

أجزَث علً هضحىي خوش ولاَات هي الجٌىب  الجزائزٌ : تشار، جٌذوف، جوٌزاصث، و لذ جوحىرت دراصحٌا حىل جحلُل ًحائج  دراصة اصحمصائُة هصلُة  

حعلك تهذا الوزض والحٍ كشفث الجزائز فُوا َفٍ ، علً الأغٌام والواعز لغزض هعزفة الىضع الصحٍ للوحجزات الصغُزة 3122إدرار، والٌعاهة فٍ عام 

. إَجاتُة فٍ الىلاَات الوذكىرةعي أهصال   

الوحجزات الصغُزة  : طاعىى الوجحزات الصغُزة، هزتُلُفُزوس، جٌىب الجزائز، يسيتالكلماث الرئ  

 

  

     
 

 


