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CCL : Contaminant Candidate List 
CE : Commission Européenne  
CEN : Comité européen de normalisation 
CFP : protéine fluorescente cyan 
CoV : coronavirus 
CSHPF : Conseil supérieur d'hygiène publique de France 
CSMVSP : Comité Scientifique des Mesures Vétérinaires en rapport avec la Santé Publique 
Ct : Cycle threshold  
CT : concentration x temps 
db : double brin  
DI50 : dose infectante qui provoque des symptômes chez 50% des sujets infectés 
ECP : Effet cytopathique 
EFSA : European Food Safety Authority, autorité européenne de sécurité des aliments 
EIL : essais inter-laboratoire 
ELISA : Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay 
EMA : Ethidium Monoazide 
ESIMS : Spectrométrie de masse avec ionisation par électronébulisation 
FRET : Fluorescence Resonance Energy Transfert  
FRhK : cellules de rein fœtal de singe rhésus 
FSA : Food Standards Agency (UK) 
FTIR : spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 
GD1a : ganglioside 
HCSP : Haut Conseil de la santé publique 
HEK : cellules de rein d’embryon humain  
Hela : lignée de cellules humaines dérivée d’un cancer de l’utérus 
Hep2 : lignée de cellules humaines dérivée d’un cancer du larynx 
ICC-PCR : Integrated Cell Culture PCR (combinaison culture cellulaire et PCR) 
ICTV : Comité International de la Taxonomie des Virus 
IFA : Immunofluorescence Assays 
IFREMER : Institut français de recherche pour l’exploitation de la mer 
IMS : séparation immunomagnétique 
InVS : Institut de Veille Sanitaire  
ISO : Organisation internationale de normalisation 
kb : kilo base 
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kbp : kilo paire de base  
L20B : lignée continue de cellules de souris tranfectées avec le récepteur cellulaire des 
poliovirus 
LEMP : Leucoencéphalopathie multifocale progressive 
Log ou log10 : logarithme décimal 
MA-104 : lignée continue de cellules de rein embryonnaire de singe rhésus 
MALDI : Désorption-ionisation laser assistée par matrice 
MIQE : minimum information for publication of quantitative real-time PCR experiments 
MNV : norovirus murin  
NoV : norovirus 
NPPUC : nombre le plus probable d'unités cytopathiques  
OMS : Organisation Mondiale pour la Santé  
pb : paire de bases  
PBS : Phosphate Buffered Saline  
PCR : Polymerase Chain Reaction, Réaction en Chaîne par Polymérase 
PEG : Polyéthylène glycol 
PLC/PRF/5 : lignée de cellules humaines dérivée d’un hépatome humain 
PMA : Propidium Monoazide 
ppm : partie par million 
PVK : cellules primaires de rein de singe vervet 
qPCR : Quantitative PCR  
RAW 264.7 : lignée de macrophages 
RD : lignée de cellules humaines dérivée d’un rabdomyosarcome humain 
RT : Reverse Transcription  
SAFV : virus Saffold  
SaV : sapovirus 
sb: simple brin  
SRAS : syndrome aigu respiratoire sévère 
TCID50 : dose infectant en culture de tissus 50 % (unité infectieuse) 
TGBE : Tampon Tris, Glycine, Extrait de Bœuf  
Tm : Temperature melting 
UFP : Unité Formant Plage  
US-EPA : Agence Américaine de l’Environnement 
UV : ultraviolet 
Vero : lignée continue de cellules de rein de singe 
VHA : virus de l’hépatite A  
VHE : virus de l’hépatite E  
VIH : Virus de l’Immunodéficience Humaine  
VPN : valeur prédictive négative 
YFP : protéine fluorescente jaune 
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INTRODUCTION 

L’importance du milieu hydrique dans la transmission d’infections virales a été démontrée 
dans les années 1940-1945 avec les épidémies de poliomyélite (LeGuyader et al., 2014). La 
mise en évidence de particules virales dans les selles de personnes infectées ainsi que dans les 
eaux usées des zones endémiques a permis la remise en question d’une transmission aérienne 
de la maladie. La virologie environnementale a ensuite connu un tournant au début des années 
1990 avec le développement des méthodes de biologie moléculaire. 

Les virus abondent dans le milieu hydrique, aussi bien dans les eaux douces que dans 
le milieu marin. Parmi ces virus, les virus excrétés dans les selles de personnes infectées sont 
capables de provoquer des infections chez l’homme et présentent donc un intérêt en santé 
humaine. Ces virus sont regroupés sous le nom de virus entériques, ils appartiennent à 
plusieurs familles et plusieurs genres. Ils sont responsables de gastro-entérites aigües, 
d’hépatites, mais aussi d’autres pathologies comme la poliomyélite. Selon l’OMS, plus de 500 
millions de personnes sont concernées chaque année dans le monde par des maladies 
infectieuses d’origine hydrique. Plus de trois millions de personnes décèdent chaque année de 
maladies liées à l’eau, aux installations sanitaires ou à l’hygiène. Parmi ces décès, plus de 
deux millions sont dus à des maladies diarrhéiques, la plupart chez des enfants de moins de 
cinq ans. Les maladies diarrhéiques représentent ainsi la deuxième cause de mortalité dans le 
monde des enfants de moins de cinq ans (OMS, 2013a). Les maladies virales occupent ici une 
place non négligeable, le rotavirus représente la cause principale de diarrhée sévère dans le 
monde (Ganesh et Lin, 2013), provoquant le décès de près de 500 000 enfants de moins de 
cinq ans par an (Parashar et al., 2003). Le norovirus, lui, est responsable du décès d’environ 
200 000 enfants de moins de cinq ans (Patel et al., 2008). 

La contamination de l’homme par des virus entériques pathogènes met en cause la 
consommation d’eau insuffisamment ou non traitée, mais aussi le contact avec des eaux 
récréatives contaminées, la consommation de fruits de mer cultivés dans des zones 
conchylicoles contaminées ou encore la consommation de produits maraichers contaminés par 
irrigation ou épandage de boues d’épuration (Schwartzbrod, 2000). A l’heure actuelle, la 
qualité microbiologique des eaux destinées à la consommation est uniquement basée sur des 
indicateurs bactériens. Or, la survie dans l’environnement et la résistance aux traitements de 
désinfection diffèrent entre les bactéries et les virus. La pertinence des indicateurs bactériens 
pour l’évaluation du danger viral semble alors contestable. Ainsi, le CSMVSP (Comité 
Scientifique des Mesures Vétérinaires en rapport avec la Santé Publique), dans son avis de 
janvier 2002, est parvenu à la conclusion que les indicateurs bactériens fécaux conventionnels 
ne sont pas fiables pour démontrer la présence ou l’absence de norovirus dans les mollusques. 
Pour évaluer les risques pour la santé humaine il conviendrait donc d’utiliser également la 
détection de virus entériques. Cette détection peut se faire par culture cellulaire qui est 
actuellement la méthode de référence car elle permet de détecter les virus infectieux 
présentant un risque en termes de santé publique. Cependant, tous les virus ne sont pas 
cultivables, c’est le cas du norovirus, d’où l’intérêt des méthodes moléculaires qui permettent 
une détection rapide et spécifique du génome viral. Toutefois, la présence de génome viral ne 
peut être systématiquement reliée à la présence de virus infectieux car le génome persiste 
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beaucoup plus longtemps dans l’environnement que les particules virales infectieuses. Devant 
ce constat, il apparait nécessaire de développer de nouvelles méthodes de détection. Ces 
techniques doivent permettre de détecter la totalité des virus entériques pathogènes dans le 
milieu environnemental tout en discriminant les particules virales infectieuses et non 
infectieuses pour une bonne évaluation du risque sanitaire lié à l’eau et aux aliments. 

Ce travail bibliographique s’articulera selon trois axes. Tout d’abord, nous nous 
intéresserons aux différents virus entériques pathogènes du milieu hydrique et à leurs 
caractéristiques. Ensuite nous recenserons les méthodes actuelles de détection des virus dans 
le milieu hydrique et leurs limites. Enfin, nous aborderons les méthodes de détection 
actuellement en développement et les différentes perspectives envisagées. 
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PREMIERE PARTIE :  
Les virus entériques pathogènes du milieu hydrique  

 

Les virus associés à une transmission hydrique sont des virus entériques, c'est-à-dire qu’ils 
infectent les cellules du tractus intestinal et sont excrétés dans les selles des personnes 
infectées. Ces virus posent des problèmes significatifs en termes de santé publique, ils sont 
responsables de gastro-entérites, d’hépatites, de paralysies, de méningites ou encore de 
maladies respiratoires. Ces virus sont excrétés en grande quantité par voie fécale et vont 
contaminer l’environnement, ils peuvent ainsi être transmis par voie hydrique ou lors de la 
consommation d’aliments contaminés. 

Nous allons tout d’abord présenter ces virus entériques pathogènes, ensuite nous nous 
intéresserons à leurs voies de transmission, à leur persistance dans l’environnement et enfin 
nous décrirons des exemples d’épidémies liées à ces virus. 

1- Les virus entériques pathogènes 
 
Les virus entériques sont excrétés dans les selles, ce sont des virus nus de taille comprise entre 
20 et 100 nm, ils peuvent être classés en trois groupes en fonction des pathologies dont ils 
sont responsables (Koopmans et Duizer, 2004). Le premier groupe correspond aux virus 
responsables de gastro-entérites aigües, il s’agit des norovirus, rotavirus, adénovirus, 
sapovirus, astrovirus... Ces virus colonisent le tractus intestinal et s’y répliquent en causant 
des symptômes tels que diarrhées et vomissements. Le deuxième groupe de virus entériques 
comprend les virus des hépatites transmises par voie digestive, il s’agit des virus des hépatites 
A et E. Enfin le troisième groupe concerne des virus tels que le poliovirus et les 
coxsackievirus, se répliquant au niveau intestinal mais causant des pathologies diverses après 
migration vers d’autres organes, notamment le système nerveux central. 

La figure 1 représente certains de ces virus observés par microscopie électronique. Les 
principaux virus humains pouvant être transmis par la voie hydrique sont présentés dans le 
tableau I. 
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Figure 1 : Observation par microscopie électronique des principaux virus entériques 

associés à une transmission par voie hydrique (Koopmans et Duizer, 2004) 
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Tableau I : Virus humains transmissibles par voie hydrique (d'après Hamza et al., 2011 ; Bosch et al., 2008 ; Carter et al., 2005 ; Fauquet 
et al., 2005) 

Pathologie Nom commun des 
virus Famille Genre 

Capside Génome 

Morphologie Taille Nature Taille (kb 
ou kpb) Configuration 

Gastro-entérite 

Norovirus Caliciviridae Norovirus icosaédrique 27-30 nm ARN sb 7-8 1 segment 
Sapovirus Caliciviridae Sapovirus icosaédrique 27-30 nm ARN sb 7-8 1 segment 
Rotavirus Reoviridae Rotavirus (A-C) icosaédrique 75 nm ARN db 19-32 11 segments 
Astrovirus Astroviridae Mamastrovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 6-7 1 segment 
Adénovirus Adenoviridae Mastadenovirus icosaédrique 80-110 nm ADN db 26-45 linéaire 
Virus Aichi Picornaviridae Kubovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 7-9 1 segment 

Hépatite Virus de l’hépatite A Picornaviridae Hepatovirus icosaédrique 25-28 nm ARN sb 7-9 1 segment 
Virus de l’hépatite E Hepeviridae Hepevirus icosaédrique 30 nm ARN sb 7 1 segment 

Autres* 

Coxsackievirus A et B Picornaviridae Enterovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 7-9 1 segment 
Echovirus Picornaviridae Enterovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 7-9 1 segment 
Poliovirus Picornaviridae Enterovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 7-9 1 segment 

Entérovirus  Picornaviridae Enterovirus icosaédrique 28 nm ARN sb 7-9 1 segment 
Parechovirus Picornaviridae Parechovirus icosaédrique 27 nm ARN sb 7-9 1 segment 

Réovirus Reoviridae Orthoreovirus icosaédrique 75 nm ARN db 18-30 10 segments 
* Ces virus peuvent être responsables d’une grande variété de symptômes, allant de symptômes respiratoires à des symptômes neuronaux 
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1.1- Les virus des gastro-entérites aigües 
 
Il est aujourd’hui admis que les gastro-entérites virales aigües les plus communes sont dues 
aux rotavirus chez les jeunes enfants et aux norovirus chez les adultes. Les virus responsables 
de gastro-entérites sont une cause importante de mortalité et de morbidité dans le monde, mais 
leur importance est souvent sous-estimée. Entre 1993-1996 et 2008-2009, deux études menées 
au Royaume-Uni ont recensé toutes les consultations chez un médecin généraliste pour 
infections gastro-intestinales (FSA, 2000 et 2012). La répartition des cas entre cinq virus 
entériques en fonction de l’âge des patients est représentée sur la figure 2 pour la première 
étude et sur la figure 3 pour la seconde.  

 

 
Figure 2: Virus détectés chez des patients consultant leur médecin généraliste pour 

infection gastro-intestinale, en fonction de l’âge, pour la période 1993-1996 (FSA, 2000) 

 
Figure 3 : Virus détectés chez des patients consultant leur médecin généraliste pour 

infection gastro-intestinale, en fonction de l’âge, pour la période 2008-2009 (FSA, 2012) 
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Lors de la première étude (FSA, 2000), les sapovirus sont détectés sous l’appellation 
calicivirus. Nous remarquons que très peu de calicivirus sont alors détectés chez les adultes en 
comparaison à la seconde étude (FSA, 2012). Ceci peut s’expliquer par les progrès en termes 
de sensibilité des méthodes de détection entre ces deux études. Lors de la première étude, 
26,5% des consultations chez le généraliste pour infection intestinale virale concernaient des 
enfants de moins de cinq ans présentant une infection à rotavirus. Ce chiffre passe à environ 
12% lors de la seconde étude. Cette différence peut s’expliquer du fait de l’amélioration des 
techniques de détection de l’ensemble des virus entériques entre les deux études. La 
vaccination anti-rotavirus en routine des enfants au Royaume Uni ne se pratiquait pas lors de 
ces deux études. 

Les norovirus représentent la cause la plus importante d’épidémies de gastro-entérites 
non bactériennes dans le monde (Carter, 2005). Ces virus infectent aussi bien les adultes que 
les enfants, comme le montrent les figures 2 et 3. Ils représentent 40 à 50% des gastro-
entérites liées à la nourriture aux USA (Dolin, 2007). Les principaux virus infectant les 
adultes au Royaume-Uni en 2008-2009 sont les norovirus et les sapovirus (FSA, 2012). 
Les infections à rotavirus représentent la cause majeure de diarrhée chez les enfants de 6 à 24 
mois (Schaechter et al., 1999). La quasi-totalité des enfants ont au moins eu une infection à 
rotavirus du groupe B avant l’âge de cinq ans. Les rotavirus sont responsables d’environ deux 
millions d’hospitalisations et provoquent 352 000 à 592 000 décès chez les enfants de moins 
de cinq ans chaque année dans le monde (Parashar et al., 2003). Les enfants des pays les plus 
pauvres comptent pour 82% des morts par rotavirus. 

Les astrovirus sont une cause importante de gastro-entérites chez les jeunes enfants 
(Dennehy et al., 2001 ; Herrmann et al., 1991), ce qui ne ressort pas forcément dans l’étude 
de la FSA (2012). En 1978, Kurtz et Lee ont effectué une recherche d’anticorps à astrovirus 
dans un hôpital anglais, ils ont constaté que 75% des enfants de 5 à 10 ans possédaient des 
anticorps dirigés contre ce virus. Les astrovirus sont aussi une cause importante de gastro-
entérites chez les personnes âgées (Lewis et al., 1989 ; Gray et al., 1987) en association avec 
d’autres virus comme des rotavirus ou calicivirus.  

Pour les adénovirus, ce sont essentiellement les sérotypes 40 et 41 qui sont responsables 
de gastro-entérites. L’infection est le plus souvent asymptomatique chez les adultes en bonne 
santé.  

Nous allons présenter les principaux virus responsables de gastro-entérites aigües 
transmissibles par voie hydrique. 

 

1.1.1- Les calicivirus : norovirus et sapovirus 
 
Le nom calicivirus vient du mot latin calyx qui signifie « calice », la surface de ces virus 
présente en effet des dépressions en forme de calice visibles en microscopie électronique. Les 
calicivirus sont des virus à ARN simple brin de polarité positive. Ils possèdent une capside 
icosaédrique d’environ 30 nm de diamètre. Ces virus sont retrouvés chez un grand nombre 
d’hôtes comme l’homme, les primates, le chat, le porc, le poulet. La famille des Caliciviridae 
inclut deux genres qui peuvent infecter les humains : Norovirus et Sapovirus. 
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1.1.1.1- Les norovirus 
 
La dénomination norovirus (NoV) fait référence à la ville de Norwalk dans l’Ohio aux Etats-
Unis, où survint une épidémie de gastro-entérites impliquant des enfants et des adultes en 
1968 (Adler et Zickl, 1969). Les particules virales ont seulement été clairement identifiées 
dans les échantillons de cette épidémie en 1972. Une observation au microscope électronique 
a été possible après agglutination des particules par des anticorps issus du sérum d’un patient 
convalescent (Kapikian et al., 1972). Ce virus a alors été dénommé virus de Norwalk, en 
référence à la ville où eut lieu l’épidémie. La figure 4 représente les agrégats de norovirus 
observés au microscope électronique (Kapikian, 2000). Grâce à l’analyse du génome, qui est 
un ARN simple brin de sept à huit kilo bases, le virus de Norwalk a ensuite été classé dans la 
famille des Caliciviridae et dans le genre Norovirus. Ce genre regroupe cinq génogroupes 
dont les génogroupes I, II et IV qui sont pathogènes pour l’homme. La diversité de la 
séquence du gène de la capside a permis de définir des génotypes qui sont respectivement au 
nombre de 8, 17 et 1 pour les génogroupes I, II et IV (Zheng et al., 2006). 
 

 
Figure 4 : Agrégats de virus de Norwalk observés au microscope électronique 

(Kapikian, 2000) 
 
Signes cliniques et réponse immunitaire : 

Les norovirus sont responsables de gastro-entérites aigües avec diarrhée et 
vomissements d’apparition brutale. L’incubation pour les génogroupes I et II a une valeur 
médiane de 1,2 jours et 95% des cas symptomatiques sont observés avant 2,6 jours (Lee et al., 
2013).  

Les vomissements sont très fréquents chez les enfants de plus de un an alors que la 
diarrhée domine le tableau clinique chez les enfants de moins de un an. De la fièvre est 
observée chez 37 à 45% des patients, celle-ci est souvent spontanément résolutive en 24h. La 
guérison est elle aussi spontanée au bout de deux à trois jours ; cependant des formes 
cliniques plus sévères peuvent être observées chez les personnes immunodéprimées avec une 

100 nm 
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évolution possible vers une atteinte chronique. La détection du virus dans les selles peut se 
faire jusqu’à trois semaines après l’infection chez les patients avec ou sans symptômes.  

Lors d’études réalisées aux USA sur des volontaires sains afin de tester le pouvoir 
pathogène et immunogène des norovirus, trois types de situation ont été observées. Certains 
individus ont développé une maladie associée à une réponse immunitaire, d’autres sont restés 
asymptomatiques tout en présentant une séroconversion associée à une excrétion du virus, et 
enfin, certains n’ont présenté ni symptômes, ni séroconversion (Ruvoën et Le Pendu, 2013). 
De même, lors d’études réalisées sur des personnes volontaires, 13 à 40% d’entre elles n’ont 
pas développé de symptômes (Patel et al., 2009). Certaines personnes semblent donc 
présenter une résistance innée à ces virus. La théorie émise est que les norovirus utilisent 
comme ligands cellulaire des glycannes A, B, H et Lewis (de la famille des antigènes 
tissulaires de groupes sanguins) et que le polymorphisme de ces glycannes influencerait la 
sensibilité aux infections à norovirus (Ruvoën et Le Pendu, 2013). 
 
Voies de transmission : 

L’homme est le seul réservoir des norovirus humains. La transmission se fait par la voie 
féco-orale soit directe, soit indirecte via l’eau ou les aliments contaminés. L’eau, les 
coquillages filtreurs comme les huîtres qui concentrent les virus, les fruits et les légumes 
exposés à de l’eau contaminée ou encore les produits dérivés comme la glace ou les coulis 
peuvent être des sources de contamination (afssa, 2007). Une transmission par voie aérienne 
est également possible par les aérosols produits lors des vomissements (Koopmans et al., 
2002). 

Trois éléments favorisent la transmission de ces virus, leur faible dose infectieuse, la 
grande diversité des souches et leur grande résistance dans l’environnement (Patel et al., 
2009). Ces virus présentent une dose infectieuse inférieure à 102 particules virales et une 
excrétion fécale élevée comprise entre 107 et 1010 particules virales par gramme de selles. De 
plus, l’excrétion virale peut perdurer jusqu’à deux semaines après le début des symptômes. 
Ainsi, une épidémie de gastro-entérites à norovirus liée à la consommation de sandwichs 
décrite en 1997 aux Etats-Unis, était due à la préparation des sandwichs par une personne 
malade 10 jours auparavant (Parashar et al., 1998). La grande diversité des souches avec des 
types antigéniques et génétiques multiples favorise les infections à répétition (Lau et al., 2004 
; Patel et al., 2009) et l’immunité n’est généralement que de quelques mois (Parrino et al., 
1977). Du fait de la grande diversité antigénique et surtout de l’absence d’immunité acquise 
de longue durée, aucun vaccin n’a été développé pour ces virus. Enfin, les norovirus semblent 
relativement stables dans l’environnement car de nombreuses épidémies à norovirus ont été 
reliées à une contamination du milieu hydrique (Patel et al., 2009).  
 
Epidémiologie : 

Les norovirus sont responsables de la majorité des épidémies de gastro-entérites aigües 
chez les patients de tout âge (Hall et al., 2011) aussi bien dans les pays en développement que 
dans les pays industrialisés (Fankhauser et al., 2002). Ils représentent la principale cause de 
maladie liée à la nourriture (Scallan et al., 2011) et sont responsables de la moitié des gastro-
entérites dans le monde (Patel et al., 2009). Aux Etats-Unis, les norovirus sont responsables 
d’environ 21 millions de cas de gastro-entérites aigües par an, provoquant plus de 70 000 
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hospitalisations, 400 000 visites aux urgences et environ 800 décès (Hall et al., 2012). En 
Europe, de 1995 à 2000, les norovirus ont été responsables de plus de 85% des épidémies de 
gastro-entérites non bactériennes (Lopman et al., 2003). Ces virus causent chaque année la 
mort de 200 000 enfants de moins de cinq ans dans les pays en voie de développement (Patel 
et al., 2008). 

Les norovirus sont responsables d’infections partout dans le monde et tout au long de 
l’année, cependant ils sont plus fréquemment rencontrés en hiver d’où le nom de « winter 
vomiting disease » utilisé dans les pays anglo-saxons. Ainsi, en Europe, on observe une 
saisonnalité hivernale avec quelques épidémies ponctuelles au printemps et en été (afssa, 
2007). Une augmentation de la détection de norovirus au niveau mondial a été observée 
pendant la période 2002-2003 avec plusieurs épidémies à norovirus rapportées dans des 
hôpitaux au Royaume-Uni, aux Etats-Unis, en Europe, au Canada et au cours de croisières 
(Lopman et al., 2004). Ces différentes épidémies ont été attribuées à l’émergence d’une 
nouvelle souche de norovirus dans le monde qui possède une mutation du gène de la 
polymérase (Lopman et al., 2003 et 2004). La détection de ce nouveau variant du génogroupe 
II.4 coïncide avec une augmentation des épidémies en Europe et surtout, elle a précédé un pic 
d’épidémie atypique au printemps et en été 2002. Cette nouvelle souche semble plus 
infectieuse que les autres et mérite de plus amples investigations. 
 
Détection : 

En diagnostic clinique, la méthode de référence est la RT-PCR par amplification du 
gène de l’ARN polymérase. Des tests immunologiques de type ELISA sont également 
commercialisés, mais ils sont moins sensibles que la détection génomique. Dans 
l’environnement et les aliments, la technique de référence est la RT-PCR. Une seule étude a 
décrit la culture de norovirus humains sur système tridimensionnel (Straub et al., 2007). 
 
 

Ainsi, les norovirus sont une cause majeure de gastro-entérites dans le monde, toutes 
classes d’âge confondues et quel que soit le pays. C’est l’agent infectieux le plus 
fréquemment responsable d’épidémies de gastro-entérites aiguës en collectivité, aussi bien 
d’origine alimentaire qu’hydrique. 
 

1.1.1.2- Les sapovirus 
 
Les sapovirus (SaV) ont été identifiés pour la première fois lors d’une épidémie de gastro-
entérites dans un orphelinat de la ville de Sapporo au Japon (Chiba et al., 1979). La figure 5 
représente des sapovirus observés en microscopie électronique. Le génome de ces virus est un 
ARN monocaténaire de polarité positive de taille comprise entre sept et huit kilo bases. Les 
sapovirus sont divisés en cinq génogroupes, eux-mêmes divisés en génotypes (Hansman et al., 
2007). 

Les sapovirus sont également responsables de gastro-entérites. L’incubation est de 24 à 
48 h avec des symptômes souvent moins marqués que pour les norovirus (Cubitt, 1989). La 
guérison est spontanée en moins de trois jours. 



18 
 

 

 
Figure 5 : Sapovirus dans les selles d’un enfant atteint de gastro-entérite, microscopie 

électronique (Curry, 2003) 
 

La transmission des sapovirus suit surtout la voie féco-orale directe, mais peut aussi se 
faire de façon indirecte avec l’eau contaminée. Tout comme les norovirus, les sapovirus 
semblent très résistants dans l’environnement, bien que cette résistance soit difficile à évaluer 
du fait de l’absence actuelle de système de multiplication in vitro (afssa, 2007). En revanche, 
ces virus sont rarement impliqués dans des épidémies liées à la nourriture (Chiba et al., 2000). 

Les sapovirus sont surtout retrouvés dans des infections de l’enfant et des personnes 
âgées. Ils comptent pour 3% des admissions d’enfants à l’hôpital pour diarrhée au Royaume-
Uni et aux Etats-Unis. La plupart des enfants présentent des anticorps à l’âge de 12 ans (FSA, 
2000). Les sapovirus peuvent aussi être responsables d’épidémies nosocomiales (Johansson et 
al., 2005).  

La détection de sapovirus, aussi bien chez l’homme que dans l’eau et les aliments, est 
réalisée par détection du génome par RT-PCR. 
 

1.1.2- Les rotavirus 
 
Les rotavirus appartiennent à la famille des Reoviridae. En microscopie électronique, ils 
ressemblent à une roue d’où leur nom (figure 1, page 11). leur capside icosaédrique mesure 
entre 70 et 100 nm de diamètre (Weisberg, 2007) et leur génome est composé de 11 segments 
d’ARN bicaténaire de taille totale comprise entre 19 et 32 kilo paires de bases (figure 6). Ces 
virus sont classés en huit groupes, de A à H (Desselberger, 2014), mais seuls les groupes A, B 
et C infectent les humains et le groupe B est surtout retrouvé en Chine (Carter, 2005). 
 

100 nm 
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Figure 6 : Représentation schématique d’un virion de rotavirus (Singer et al., 2010) 

Signes cliniques et prévention : 
La durée médiane de l’incubation est de deux jours et 75% des cas symptomatiques sont 

observés à 2,5 jours (Lee et al., 2013). Les rotavirus sont responsables d’une gastro-entérite 
pouvant se révéler grave chez les jeunes enfants avec un tableau de diarrhée liquide intense 
accompagnée de fièvre et de douleurs abdominales. Chez les adultes, l’infection est plus 
discrète voire asymptomatique ; en effet, une immunité persistante s’installe après l’infection 
primaire (Schaechter et al., 1999).  

Il n’existe aucun traitement spécifique pour les rotavirus et le risque principal de cette 
infection pour les enfants est la déshydratation. Un vaccin est aujourd’hui disponible en 
France sous deux spécialités commercialisées. RotaRix® est un vaccin monovalent obtenu à 
partir d’une souche humaine atténuée. RotaTeq® est un vaccin pentavalent obtenu à partir 
d’un virus bovin recombinant exprimant des protéines de surface de rotavirus humains. Dans 
son avis de novembre 2013, le Haut Conseil de la Santé Publique (HCSP) recommande 
dorénavant la vaccination anti-rotavirus systématique pour les nourrissons âgés de moins de 
six mois (HCSP, 2013). Cette vaccination suit un schéma vaccinal à deux doses à 2 et 3 mois 
de vie pour le vaccin monovalent et à trois doses à 2, 3 et 4 mois de vie pour le vaccin 
pentavalent. 
 
Voies de transmission : 

La transmission se fait surtout de personne à personne. Une transmission par aérosols 
est possible. Les rotavirus peuvent survivre plusieurs heures sur les mains, jusqu’à neuf jours 
dans des aérosols et plusieurs dizaines de jours dans une eau à 20°C (afssa, 2007). Cependant, 
malgré cette résistance dans le milieu hydrique, à ce jour aucune épidémie liée à l’eau n’a été 
rapportée pour les rotavirus.  
 
Epidémiologie : 

Les rotavirus du groupe A sont responsables de 611 000 morts par an chez les jeunes 
enfants, surtout dans les pays en voie de développement (Parashar et al., 2006). Au Royaume-
Uni, le rotavirus est le virus entérique pathogène le plus souvent identifié dans les cas de 
gastro-entérite chez les enfants de moins de quatre ans (FSA, 2000). Ces virus sont 
essentiellement retrouvés en période hivernale. 
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Détection : 
Chez l’homme, le diagnostic se fait par détection des antigènes viraux dans les selles 

par test ELISA, agglutination au latex ou encore par immunochromatographie. La recherche 
du génome viral par RT-PCR dans les selles peut également être réalisée lors d’investigations 
épidémiologiques. La détection dans l’environnement et les aliments se fait par RT-PCR. Ces 
virus sont cultivables, notamment sur cellules MA-104 et CaCo-2 (afssa, 2007). 
 

1.1.3- Les adénovirus 
 
Les adénovirus appartiennent à la famille des Adenoviridae, au genre Mastadenovirus pour les 
virus ayant pour hôte un mammifère (Ishibashi et Yasue, 1984). Ce sont des virus non 
enveloppés avec une capside icosaédrique de 80 à 110 nm de diamètre. Leur génome est 
composé d’un ADN double brin linéaire de 26-45 kilo paires de bases (figure 7) (Russel, 
2000). Sept sous-groupes ou espèces nommés A à G et 52 sérotypes sont identifiés pour les 
adénovirus humains (Ghebremedhin, 2014).  
 
 

 
Figure 7 : Structure d’un adénovirus (Russel, 2000) 

 
Signes cliniques : 

La pathologie dépend du sérotype et de l’espèce, le tableau II présente une 
classification des différents sérotypes et le site d’infection. La plupart des adénovirus infectent 
le tractus respiratoire supérieur et se disséminent par voie aérienne. C’est le cas notamment 
des adénovirus des espèces B, C et E. Ils sont responsables d’infections respiratoires avec 
congestion nasale, toux, frissons, fièvre. Ils peuvent aussi provoquer des pharyngo-
conjonctivites, des conjonctivites et des kérato-conjonctivites épidémiques (Schaechter et al., 
1999). Ces espèces B, C et E sont responsables de 5 à 10% des maladies respiratoires et des 
conjonctivites infantiles (Ganesh et Lin, 2013). Les sérotypes 4 et 7 qui appartiennent 
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respectivement aux espèces E et B ont été associés à des épidémies d’infections respiratoires 
aigües chez de jeunes recrues militaires avec jusqu’à 80% des personnes touchées (Singh, 
2014). Les épidémies liées à une exposition en piscine ou autre eau récréative contaminée 
sont le plus souvent dues au contact de l’œil avec l’eau contaminée et au partage de serviettes 
ou de lunettes (Papapetropoulou et Vantarakis, 1998 ; Crabtree et al., 1997). Le sérotype 11 
qui appartient à l’espèce B provoque des atteintes respiratoires et oculaires, mais aussi des 
cystites hémorragiques qui sont spontanément résolutives chez les immunocompétents, en 
revanche cette infection peut se révéler grave chez les immunodéprimés (Numazaki et al., 
1973).  

Les sérotypes 40 et 41 (groupe F) sont responsables de gastro-entérites et vont plus 
particulièrement nous intéresser. L’infection est asymptomatique chez les adultes en bonne 
santé, mais des signes cliniques peuvent apparaître chez les personnes âgées, les enfants et les 
personnes immunodéprimées (Dupuis et al., 1995). L’incubation varie entre 3 et 10 jours et 
les signes cliniques sont modérés avec présence de nausées, vomissements et diarrhée 
aqueuse. Les vomissements sont fréquents et surtout présents au début des symptômes. Des 
signes respiratoires apparaissent dans 20% des cas. La guérison est spontanée en 10 à 12 jours 
(afssa, 2007). L’excrétion du virus dans les selles a lieu pendant toute la période des signes 
cliniques et se poursuit après la guérison. 

 
Tableau II: Classification des sérotypes des adénovirus humains (Cupelli et Stehle, 2011) 

Espèce Sérotype Site d’infection 
A 12, 18, 31 Tractus gastro-intestinal,  
B 
 
 

3, 7, 11, 14, 16, 21, 34, 35, 50 
 

Œil, tractus respiratoire, 
tractus urinaire  

C 1, 2, 5, 6 Tractus respiratoire 
D 8Ŕ10, 13, 15, 17, 19, 20, 22Ŕ30, 32, 33, 36Ŕ39, 

42Ŕ49, 51 
Œil, tractus gastro-intestinal 

E 4 Tractus respiratoire, œil 
F 40, 41 Tractus gastro-intestinal 
 

La transmission des adénovirus se fait par la voie féco-orale, orale-orale ou encore 
main-œil. Même les souches responsables d’infections respiratoires ou de kérato-
conjonctivites peuvent être retrouvées dans les selles (Ghebremedhin, 2014).  

 
Epidémiologie : 

Les sérotypes 40 et 41 sont les agents de 5 à 20% des gastro-entérites chez les enfants 
(Haramoto et al., 2010). Au Royaume-Uni, les infections à adénovirus ont surtout lieu chez 
les enfants de moins de cinq ans et ils représentent 12% des virus identifiés lors d’une 
infection intestinale (FSA, 2000). Ils sont responsables de 5 à 20% des admissions à l’hôpital 
aux Etats-Unis pour diarrhée, surtout chez les enfants de moins de deux ans (Uhnoo et al., 
1984 ; Kotloff et al., 1989). Les infections à adénovirus touchent surtout les enfants car les 
adultes seraient immunisés ; en effet, plus de 90% de la population mondiale adulte 
posséderait des anticorps pour un ou plusieurs sérotypes d’adénovirus (Fong et al., 2010). La 
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répartition des adénovirus est mondiale, des épidémies et des cas sporadiques ont lieu tout au 
long de l’année sans période de flambée précise (afssa, 2007). 
 
Détection : 

Le diagnostic biologique se fait par recherche des antigènes spécifiques ou par PCR. 
Les adénovirus 40 et 41 se multiplient sur cellules HEK 293 (afssa, 2007), cependant leur 
culture est beaucoup plus difficile que celle des autres sérotypes. Les techniques de biologie 
moléculaire ont un intérêt surtout épidémiologique et pour la recherche de virus dans l’eau et 
les aliments (Haramoto et al., 2010). 
 

Les adénovirus sont fréquemment retrouvés dans les eaux polluées par des matières 
fécales et dans les coquillages (Pina et al., 1998 ; Papapetropoulou et Vantarakis, 1998 ; 
Chapron et al., 2000). Aux Etats-Unis, l’agence de protection de l’environnement (US E.P.A.) 
a inclus les adénovirus dans la liste des agents contaminants des eaux de distribution 
(Drinking Water Contaminant Candidate List ou CCL).  

 

1.1.4- Les astrovirus 
 
Les astrovirus sont des particules icosaédriques de 28 nm de diamètre qui doivent leur nom à 
leur forme d’étoile à 5 ou 6 branches (figure 8) qui peut s’observer en microscopie 
électronique (figure 1, page 11). Ces virus ont un génome à ARN monocaténaire de polarité 
positive de 6 à 7 kilo bases (Ganesh et Lin, 2013). Ils sont les seuls membres de la famille des 
Astroviridae, 8 sérotypes d’astrovirus humains sont décrits actuellement. 
 
 

 
Figure 8 : Structure d’un astrovirus (Dong et al., 2011) 

 
Signes cliniques : 

L’incubation moyenne est de 4,5 jours, avec 75% des cas symptomatiques déclarés 
après 5,3 jours (Lee et al., 2013). Les symptômes sont ceux d’une gastro-entérite avec un 
tableau de diarrhée aqueuse prédominant, associé ou non à d’autres symptômes digestifs 
comme des douleurs abdominales, des nausées et des vomissements. Les vomissements sont 
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moins fréquents lors d’infections à astrovirus que pour les infections à rotavirus ou calicivirus 
(Bennett et al., 2005). Le risque de déshydratation et d’hospitalisation semble moins 
important que pour les rotavirus (Dennehy et al., 2001). Les symptômes durent en moyenne 
deux à trois jours. 
 
Epidémiologie : 

L’homme est l’unique réservoir des astrovirus humains. Leur transmission suit la voie 
féco-orale. L’excrétion virale chez les personnes infectées peut précéder les symptômes et se 
poursuivre plusieurs jours après la fin de la diarrhée. La contamination de personne à 
personne concerne surtout les crèches et maisons de retraite.  

Les astrovirus comptent pour 5% des admissions à l’hôpital aux Etats-Unis pour 
diarrhée, ces hospitalisations concernant presque exclusivement des enfants (Ellis et al., 
1984). Au Royaume-Uni, les astrovirus représenteraient 12% des virus identifiés avec une 
incidence de 125 pour 100 000 personnes-année pour les enfants de moins de 1 an et de 550 
pour 100 000 personnes-année pour les enfants de 2 à 4 ans (FSA, 2000). Les astrovirus 
représentent également une étiologie fréquente de diarrhée chez les personnes 
immunodéprimées et les personnes âgées (afssa, 2007). 

Les sérotypes 1 et 2 sont rapidement acquis pendant l’enfance. Une étude réalisée au 
Royaume-Uni montre que 50% des enfants de 7 ans possèdent des anticorps contre le 
sérotype 1 et ce chiffre passe à 75% à l’âge de 10 ans (Lee et Kurtz, 1982 ; Kurtz et Lee, 
1984). Les adultes, bien qu’immunisés contre les sérotypes 1 et 2, peuvent être infectés par les 
sérotypes 3 à 8. Dans ce cas, les anticorps acquis pendant l’enfance ne permettent pas de 
prévenir les signes cliniques. Ainsi au Japon, 1500 enfants et professeurs ont été infectés par 
des astrovirus de type 4 lors d’une épidémie liée à la nourriture et à l’eau (Oishi et al., 1994). 
 

1.1.5- Le virus Aichi 
 
Jusqu’en 1993 et l’identification du virus Aichi, la famille des Picornaviridae n’était pas 
associée à des épidémies de gastro-entérites. La première épidémie de gastro-entérites 
impliquant le virus Aichi a eu lieu au Japon en 1989, elle était liée à la consommation 
d’huîtres (Yamashita et al., 1993). Le virus identifié lors de cette épidémie est capable 
d’infecter in vitro des cellules Vero et possède une organisation de son génome typique des 
Picornaviridae (Yamashita et al., 1998). Le virus Aichi a été classé dans un nouveau genre 
des Picornaviridae, le genre Kobuvirus. Le virus Aichi possède une capside icosaédrique de 
28 nm de diamètre, son génome est composé d’un ARN simple brin de polarité positive de 7 à 
9 kilo bases (Yamashita et al., 1991). 

Le virus Aichi a été identifié dans des eaux usées et des échantillons d’eaux de surface 
aux Pays-Bas prélevés entre 1987 et 2000 et entre 2009 et 2012. Le virus était donc déjà en 
circulation au sein de la population humaine avant sa première détection (Lodder et al., 2013). 

Ce virus représenterait moins de 3% des cas de gastro-entérites et il est souvent associé 
à d’autres pathogènes entériques. Seules quelques études se sont intéressées à la détection du 
virus Aichi chez l’homme, des données supplémentaires sont nécessaires pour mieux 
comprendre sa pathogénicité et son mode de transmission (Reuter et al., 2011). 
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1.2- Les virus des hépatites 
 
A ce jour six types de virus d’hépatites ont été identifiés : A, B, C, D, E et G. Seuls les virus 
de l’hépatite A et de l’hépatite E sont transmissibles par la voie féco-orale et par conséquent 
sont liés à une transmission par l’eau, ce sont des virus d’hépatites entériques (Ganesh et Lin, 
2013). Le virus de l’hépatite A représente environ 50% des cas d’hépatite dans le monde, il 
est relié à de sévères épidémies liées à l’eau (Pintó et Saiz, 2007). L’hépatite E, bien que 
moins fréquente que l’hépatite A, présente un taux de mortalité plus élevé, surtout chez la 
femme enceinte. Le virus de l’hépatite E est surtout responsable d’infections dans les pays en 
voie de développement, mais peut être transmis par les animaux, surtout le porc, dans les pays 
industrialisés (Purcell et Emerson, 2008). 
 

1.2.1- Virus de l’hépatite A 
 
Le virus de l’hépatite A, ou VHA, appartient à la famille des Picornaviridae, comme le virus 
Aichi ou le genre Enterovirus. Il a d’ailleurs initialement été classé dans ce genre, mais des 
analyses poussées ont montré des propriétés uniques en relation avec sa structure génétique et 
sa procédure de réplication. Le VHA a donc été classé dans le genre Hepatovirus dont il est 
l’unique membre (Cuthbert, 2001). Ce virus possède une capside icosaédrique de 25 à 28 nm 
de diamètre et un génome à ARN monocaténaire de polarité positive de 7 à 9 kilo bases 
(Ganesh et Lin, 2013). Trois génotypes (I, II et III) sont décrits actuellement chez l’homme. 
Ces virus peuvent infecter les hommes mais aussi d’autres primates comme par exemple le 
chimpanzé. Le foie est le site connu de réplication et de libération des particules virales. 
 
Signes cliniques : 

L’hépatite A est une affection aigüe du foie, généralement bénigne et d’évolution 
favorable sans séquelle dans 95% des cas (afssa, 2007). L’incubation est d’environ un mois. 
Chez les enfants de moins de cinq ans, l’infection est asymptomatique dans 90% des cas. En 
revanche, 70 à 80% des adultes infectés sont symptomatiques. La moitié des formes 
symptomatiques sont caractérisées par une forme ictérique. Les autres signes cliniques 
comprennent une asthénie, des céphalées, l’apparition de fièvre, des nausées et vomissements 
et des douleurs abdominales. La mortalité globale liée au virus de l’hépatite A est très faible 
allant de 0,2 à 0,4%, cependant ce chiffre devient supérieur à 2% pour les personnes de plus 
de 40 ans (afssa, 2007). L’hépatite A n’évolue jamais vers la chronicité. Quelques formes 
graves existent, elles sont fulminantes, surtout chez les adultes atteints d’une hépatopathie 
chronique. Elles sont caractérisées par une hépatite aigüe couplée à une encéphalopathie 
métabolique et leur taux de létalité est de 70 à 90%. 
 
Voies de transmission : 

L’excrétion du VHA dans les selles est très importante, allant de 105 à 1011 particules 
virales par gramme de selles (Koopmans et al., 2002), sur une durée de 15 jours à un mois 
(Cuthbert, 2001). Cette excrétion virale peut être prolongée chez des patients 
immunodéprimés ou chez les nouveaux-nés prématurés. La contamination se fait par contact 
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direct ou par ingestion d’aliments ou d’eau contaminée par des déjections (OMS, 2000). Il 
existe également un faible risque de transmission parentérale. En effet, une virémie se produit 
chez les sujets infectés une à deux semaines avant l’augmentation des ALAT (Alanine amino-
transférases), et celle-ci peut se poursuivre pendant plusieurs mois (Cuthbert, 2001). Les 
populations à risque sont les voyageurs dans les zones endémiques, les enfants en collectivité, 
les employés des égouts, le personnel soignant, … L’exportation de nourriture qui ne supporte 
pas la stérilisation depuis des pays avec une forte endémie vers des pays avec un faible taux 
d’infection représente aussi une potentielle source d’infections (Cuthbert, 2001). 
 
Epidémiologie : 

La figure 9 présente une estimation de la prévalence du virus de l’hépatite A à travers le 
monde en 2005. La prévalence du VHA est inférieure à 50% à 30 ans aux Etats-Unis, en 
Australie et en Europe, elle est donc considérée comme très faible. Dans les pays en voie de 
développement, les jeunes enfants sont exposés très tôt au VHA. En Afrique, Asie et 
Amérique latine le taux de prévalence est proche de 100%. Mais les progrès en matière 
d’hygiène tendent à diminuer l’incidence des infections. 
 
 
 

 
Figure 9 : Estimation de la prévalence du virus de l’hépatite A en 2005 

(Jacobsen et Wiersma, 2010) 
Prévalence élevée : immunité ≥ 90% à 10 ans, prévalence intermédiaire : immunité ≥ 50% à 
15 ans, prévalence faible : immunité ≥ 50% à 30 ans, prévalence très faible : immunité < 50% 
à 30 ans  
 
Diagnostic et prévention : 

Le diagnostic biologique est réalisé par détection des immunoglobulines spécifiques de 
type M par méthode ELISA. Le virus de l’hépatite A est difficilement cultivable notamment à 
partir d’isolats primaires. La lignée cellulaire FRhK-4 est utilisée pour la culture du VHA qui 
est longue car l’obtention d’un effet cytopathique nécessite 14 à 21 jours d’incubation. 

Il n’existe pas de traitement curatif spécifique au VHA. En cas d’hépatite fulminante, 
une transplantation hépatique en urgence peut permettre la guérison. 
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La prophylaxie repose sur les mesures d’hygiène. Un vaccin inactivé administré par 
voie parentérale existe sous les noms commerciaux Havrix® et Avaxim®. Il est recommandé 
pour les enfants et les jeunes accueillis dans des établissements et services spécialisés et ceux 
nés de familles originaires d'un pays de haute endémicité. La vaccination est également 
recommandée pour les adultes vivant en situation d’hygiène précaire, ceux dont l'activité 
sexuelle les expose au risque et les personnes ayant une maladie hépatique chronique telle que 
la mucoviscidose ou une pathologie hépatobiliaire chronique pouvant évoluer vers une 
hépatopathie chronique. En présence d’un cas avéré d’hépatite A, la vaccination de 
l’entourage est aussi recommandée. Au niveau professionnel, la vaccination est recommandée 
pour les personnels de crèches, les assistantes maternelles, les personnels des structures 
d’accueil pour personnes handicapées, les professionnels impliqués dans la préparation 
alimentaire en restauration collective et les personnes chargées du traitement des eaux usées et 
des égouts (Calendrier vaccinal, 2013). 
 

1.2.2- Virus de l’hépatite E 
 
Le virus de l’hépatite E (VHE) appartient à la famille des Hepeviridae, il est le seul membre 
du genre Hepevirus (Purcell et Emerson, 2008). Les particules du VHE mesurent 30 nm de 
diamètre et contiennent un génome à ARN simple brin de polarité positive de 7 kilo bases. La 
figure 10 schématise la structure du VHE et la figure 11 correspond à des particules agrégées 
observées en microscopie électronique. Le VHE a été identifié en 1990 par des méthodes 
moléculaires (Reyes et al., 1990). Auparavant, seul le VHA était reconnu comme ayant une 
transmission hydrique et la maladie liée au VHE était dénommée hépatite non-A non-B 
(Khuroo, 1980 ; Wong et al., 1980). La découverte du virus de l’hépatite E s’est faite en 
appliquant des anticorps anti-VHA sur des sera de patients obtenus suite à une épidémie 
d’hépatites liées à l’eau en Inde. 

Le VHE a tout d’abord été classé dans la famille des Caliciviridae. Toutefois, son 
génome ressemble de très près à celui du virus de la rubéole. Il est maintenant classé comme 
membre unique du genre Hepevirus qui est lui-même le seul genre de la famille des 
Hepeviridae. Bien que ce virus soit isolé aussi bien chez l’humain que chez certains animaux, 
il n’existe qu’un seul sérotype composé de quatre génotypes : 1 ou Burma qui est retrouvé 
essentiellement en Asie et Afrique, 2 ou Mexico retrouvé au Mexique, au Nigéria et au Chad, 
3 ou USA qui est distribué dans les pays industrialisés et enfin 4 ou China qui est retrouvé 
exclusivement en Asie (Song et al., 2014). 
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Figure 10 : Structure d’une particule du virus de l’hépatite E (Mori et Matsuura, 2011) 

 

 
Figure 11 : Virus de l’hépatite E agrégés (souche A87) observés en microscopie 

électronique (Huang et al., 1992) 
Signes cliniques : 

L’hépatite E est une infection aigüe, habituellement bénigne. L’incubation dure en 
moyenne 40 jours. Les formes ictériques sont observées dans 50% des cas et plus 
fréquemment chez l’adulte que l’enfant. Comme pour le VHA, il n’est pas observé d’hépatite 
chronique. Une forme d’hépatite fulminante existe, mais elle est rare et touche seulement 1% 
des personnes infectées. En revanche, le nombre d’hépatites fulminantes passe à 30% chez la 
femme enceinte (Purcell et Emerson, 2008). Le risque d’hépatite fulminante est également 
plus élevé chez les personnes avec une hépatopathie préexistante. 
 
Voies de transmission :  

Le virus de l’hépatite E se transmet via la voie féco-orale, surtout indirecte par l’eau 
contaminée (OMS, 2013b). L’excrétion du virus dans les selles des personnes infectées 
commence quatre à huit jours avant la phase ictérique et se poursuit jusqu’à 50 jours après les 
symptômes. Cette longue excrétion virale participe à la diffusion du virus notamment dans 
l’eau. Une transmission par le sang est théoriquement possible car une virémie de quelques 
jours apparait suite à l’infection. Le VHE n’infecte pas que l’homme, de nombreuses espèces 

200 nm 
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animales comme le porc, le poulet, le rat, le chien, le cerf… peuvent être infectées et ce virus 
peut donc être zoonotique (Song et al., 2014). Des cas de contamination par consommation de 
viande de porc contaminée ont été décrits au Japon (Yazaki et al., 2003) mais aussi en France 
après la consommation de saucisses de foie de porc (figatelles) crues (Berto et al., 2013). 
 
Epidémiologie : 

Le virus de l’hépatite E est l’une des principales causes d’hépatite clinique chez les 
adultes en Asie, au Moyen-Orient et en Afrique. Cette infection est rare dans les pays 
industrialisés (Purcell et Emerson, 2008). 20 millions d’infections par le VHE, plus de trois 
millions de cas d’hépatite aigüe et 57 000 décès sont dénombrés chaque année dans le monde. 
Le VHE sévit partout dans le monde mais sa prévalence est plus élevée en Asie de l’Est et du 
Sud (OMS, 2013b). Les personnes à risque d’infection sont les voyageurs en zone endémique. 
Chez la femme enceinte, une transmission au fœtus est possible, elle entraine le plus souvent 
la mort in utero (Khuroo et al., 1983). 
 
Diagnostic et prévention : 

Devant un manque de sensibilité des tests sérologiques, le diagnostic se fait par 
recherche du génome viral par RT-PCR. Il n’existe aucun traitement spécifique de cette 
infection. Un vaccin, le rHEV, a été développé et testé sur des volontaires de l’armée 
américaine et de l’armée du Népal (OMS, 2013b). Les effets indésirables observés étaient 
minimes. L’efficacité de ce vaccin est de 95,5% après injection de trois doses et de 87% après 
seulement deux doses (Safary, 2001 ; Shrestha et al., 2007). Un autre vaccin, HEV-239, a fait 
l’objet d’un essai clinique de phase III en Chine. Sur une cohorte de 112 604 patients et avec 
un suivi sur 13 mois, aucun cas d’hépatite E n’a été rapporté dans le groupe vacciné contre 15 
cas pour le groupe placebo. Ce vaccin est actuellement autorisé sur le marché chinois. Bien 
que ces deux vaccins aient fait preuve de leur efficacité et de leur innocuité, aucun n’est 
validé en Europe actuellement (Abravanel et al., 2013). 
 

1.3- Virus entériques responsables d’autres pathologies 
 
Nous étudierons ici les virus entériques pathogènes qui ne provoquent ni gastro-entérite, ni 
hépatite. Ces virus peuvent être responsables de diverses pathologies allant d’infections 
respiratoires à des atteintes neuronales. Nous nous intéresserons tout d’abord aux entérovirus 
et aux paréchovirus de la famille des Picornaviridae, puis aux réovirus. 
 

1.3.1- Les entérovirus et paréchovirus 
 
La famille des Picornaviridae regroupe, comme nous l’avons vu avec le virus de l’hépatite A, 
des virus non enveloppés, avec une capside icosaédrique d’environ 28 nm de diamètre et un 
génome composé d’un ARN simple brin de polarité positive de 7 à 9 kilo bases (Tapparel et 
al., 2013). Leur nom vient de leur taille (pico) et de leur génome (RNA). En 2012, le comité 
international de la taxonomie des virus (ICTV) reconnait 28 espèces distribuées dans 12 
genres au sein de cette famille (Knowles et al., 2012). La famille des Picornaviridae inclut de 
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nombreux virus entériques responsables de pathologies diverses chez l’Homme appartenant 
aux genres Enterovirus et Parechovirus. 

 

1.3.1.1- Le genre Entérovirus 
 
Ce genre regroupe actuellement 103 types d’entérovirus humains. Si 95% des infections à 
entérovirus sont asymptomatiques, ils sont responsables de 20 syndromes cliniques très 
différents parmi lesquels la poliomyélite, des encéphalites, des méningites aseptiques, des 
myocardites et péricardites ainsi que des maladies respiratoires (Tapparel et al., 2013). Les 
entérovirus sont responsables de plus de 90% des méningites virales (Irani, 2008). Un même 
virus peut causer des infections différentes selon les personnes. Bien que le tractus digestif 
soit le lieu privilégié de la réplication virale des entérovirus, les syndromes entériques tels que 
vomissements et diarrhée sont rares. De nombreux auteurs font état d’une association possible 
entre une infection à entérovirus et le développement d’un diabète de type 1 (Jaïdane et 
Hober, 2008), cependant cette question est encore soumise à controverse (Tapparel et al., 
2013).  
 
Nous allons détailler les signes cliniques dus aux principaux entérovirus : 

- Poliovirus : ce virus est responsable de la poliomyélite. C’est un virus lytique, c'est-à-
dire que sa multiplication s’accompagne de la lyse de la cellule hôte. L’incubation dure en 
moyenne entre deux et cinq jours. La propagation du virus se fait du tractus intestinal vers le 
système nerveux central. La multiplication virale a lieu dans les neurones de la substance 
grise du cerveau et la moelle épinière. L’infection provoque une paralysie flasque 
caractéristique. Dans les formes les plus sévères on peut voir apparaitre une poliomyélite 
bulbaire provoquant une paralysie des muscles respiratoires qui est à l’origine des « poumons 
d’acier », ancêtres des respirateurs modernes (Schaechter et al., 1999). 

- Coxsackievirus A et B : ces virus peuvent entraîner une méningite aseptique, ainsi 
que des paralysies, de la fièvre et des infections respiratoires (Tapparel et al., 2013). Les 
coxsackievirus du groupe A peuvent également causer une pathologie appelée herpangine 
caractérisée par une fièvre d’apparition soudaine et la présence de vésicules et d’ulcères sur 
les amygdales et le palais. Les virus du groupe B sont impliqués dans des myocardites et 
péricardites. 

- Entérovirus A71 : ce virus est responsable du syndrome pied-main-bouche chez les 
enfants en particulier. Le premier isolement de ce virus s’est fait en 1969 au Etats-Unis et il 
représente un problème majeur de santé publique en Asie (Solomon et al., 2010). En Chine, il 
a été responsable de plus de 1 600 000 cas et de 500 morts en 2011 (Shang et al., 2013). En 
effet, dans un faible nombre de cas, l’infection peut évoluer vers des complications 
neurologiques et systémiques comme une méningite ou une encéphalite pouvant être fatale. 

- Echovirus (Enteric Cytopathogenic Human Orphan Virus) : ces virus sont 
généralement moins infectieux que les autres entérovirus (Fong et Lipp, 2005). L’échovirus 
16 est responsable de l’exanthème de Boston. L’échovirus 9 est responsable de la maladie de 
Crawford associant fièvre, vomissements, douleurs abdominales, céphalées et éruption 
rubéoliforme. Les autres échovirus peuvent provoquer des éruptions cutanées évoquant la 
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rubéole, des méningites aseptiques, des paralysies, des péricardites et myocardites, des 
diarrhées et vomissements ou encore des maladies respiratoires. 
 

La transmission de ces virus suit la voie féco-orale, aussi bien directe qu’indirecte. 
L’eau et les aliments sont impliqués dans la transmission des entérovirus, notamment les 
framboises, les légumes et les coquillages bivalves filtreurs. Une surveillance étroite de ces 
derniers est réalisée par l’IFREMER (Institut Français de Recherche pour l'Exploitation de la 
Mer) (afssa, 2007). 
 
Diagnostic et prévention : 

Le diagnostic d’une infection à entérovirus peut se faire par culture cellulaire ou par 
détection du génome par RT-PCR. Ces virus sont pour la plupart cultivables sur des cultures 
de cellules HeLa ou Vero, hormis quelques entérovirus du génogroupe C. 
La vaccination antipoliomyélitique est obligatoire en France depuis 1964. L’introduction de la 
vaccination contre la poliomyélite a eu des conséquences très importantes au niveau mondial 
sur la morbidité et la mortalité liées à cette maladie.  
 

1.3.1.2- Le genre Paréchovirus 

 
Les paréchovirus sont des virus à ARN de 27 nm de diamètre, leur capside présente une forme 
plus aplatie que celle des entérovirus. Les paréchovirus ont été isolés pour la première fois en 
1956 suite à une épidémie de diarrhée estivale (Wigand et Sabin, 1961). Ces virus 
initialement connus sous le nom d’échovirus 22 et 23 ont été nommés paréchovirus 1 et 2 en 
1999 lorsque le genre Parechovirus a été créé (Legay et al., 2003). Le nombre de génotypes 
est actuellement de huit (Harvala et Simmonds, 2009). 

La plupart des infections à paréchovirus sont asymptomatiques, les formes 
symptomatiques sont des infections respiratoires, des gastro-entérites et quelques rares cas de 
paralysie flasque, de méningites aseptiques ou encore d’encéphalites (Legay et al., 2003). 
Environ 30% des cas d’infection à paréchovirus 1 identifiés concernent des enfants présentant 
une gastro-entérite (Harvala et Simmonds, 2009). 

Les paréchovirus sont présents dans toutes les régions du monde. Une prévalence élevée 
des infections durant la petite enfance est notée. Ainsi, plus de 60% des infections à 
paréchovirus surviennent avant l’âge de un an, contre 17% pour les entérovirus dans les pays 
en voie de développement (Grist et al., 1978). 

Le diagnostic peut se faire par la détection directe du virus par culture cellulaire ou 
encore par la recherche de génome viral par RT-PCR. 
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1.3.2- Les réovirus 
 
Les réovirus appartiennent à la famille des Reoviridae et au genre Orthoreovirus. Ils sont 
constitués d’un ARN double brin segmenté de 18 à 30 kilo paires de base et d’une capside 
icosaédrique de 60 à 80 nm de diamètre. Ces virus sont cultivables sur cellules BGM (cellules 
de rein de singe vert Buffalo). L’acronyme réovirus a été proposé en 1959 par Sabin (Sabin, 
1959) pour Respiratory Enteric Orphan Virus, il souligne leur origine intestinale et 
respiratoire et le fait qu’ils ne soient reliés à aucune pathologie clinique bien définie. Ils ont 
été isolés des voies respiratoires et digestives de personnes présentant un symptôme 
respiratoire ou entérique sans gravité, mais aussi chez des patients présentant des maladies du 
système nerveux central telles que des méningites, des encéphalites (Joske et al., 1964 ; 
Johansson et al., 1996; Tyler et al., 2004) et des encéphalomyélites (Ouattara et al., 2008). 
Aujourd’hui encore, il n’y a aucune certitude sur le fait qu’ils soient responsables de 
pathologies cliniques bien définies chez l’homme et aucune épidémie à réovirus n’a été 
rapportée à ce jour. 
 

1.4- Autres virus potentiellement transmissibles par voie hydrique 
 
Des virus nus appartenant notamment à deux familles : Picornaviridae et Parvoviridae sont 
considérés comme potentiellement transmissibles par voie hydrique du fait de leur présence 
dans les selles de personnes infectées, mais également dans le milieu hydrique. 
 

1.4.1- Picornaviridae 
 
Les rhinovirus humains, appartenant au genre Enterovirus, sont habituellement transmis de 
personne à personne par les aérosols, mais sont également excrétés dans les selles d’où une 
contamination de l’eau et une potentielle transmission par voie hydrique. Ils sont mis en 
évidence dans 9% des selles d’enfants ne présentant aucun symptômes et ils sont également 
détectés dans des échantillons de selles d’enfants avec des symptômes de gastro-entérite et 
une absence de signes respiratoires (Lau et al., 2012 ; Honkanen et al., 2013). Bien que de 
grandes quantités de génome soient retrouvées dans les selles des enfants et personnes âgées 
infectées, il n’existe actuellement aucune preuve d’une réplication virale entérique ni de son 
association avec des symptômes entériques (Harvala et al., 2012). 

Le genre Cardiovirus regroupe des virus potentiellement transmissibles par voie 
hydrique. Ces virus ont été isolés chez des patients présentant des gastro-entérites, des 
symptômes respiratoires, des paralysies flasques ou encore des inflammations du cervelet, 
mais le lien de causalité entre ces virus et les symptômes observés doit encore être démontré 
(Himeda et Ohara, 2012 ; Nielsen et al., 2012 ; Tapparel et al., 2013). Le virus Saffold 
(SAFV), du prénom de la personne qui l’a isolé, a été mis en évidence pour la première fois 
en 2007 par culture cellulaire à partir d’un échantillon de selles collecté en 1981 chez un 
enfant présentant une fièvre d’origine inconnue (Jones et al., 2007). Aux Etats-Unis, 91% de 
la population adulte est porteuse d’anticorps anti SAFV-2 (Chiu et al., 2010). La plupart des 
infections à cardiovirus sont probablement asymptomatiques. 
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Les virus du genre Cosavirus, pour common stool-associated picornavirus, ont été 
identifiés pour la première fois en 2008 dans les selles d’un enfant d’Asie du Sud atteint d’une 
paralysie flasque aigüe non due au poliovirus (Kapoor et al., 2008). Ces virus ont depuis été 
identifiés chez des enfants souffrant de diarrhée aigüe en Australie (Holtz et al., 2008) et chez 
des enfants présentant, ou non, une diarrhée en Chine et au Brésil (Dai et al., 2010 ; Stöcker et 
al., 2012). Ces virus ont été retrouvés dans les eaux usées aux Etats-Unis (Blinkova et al., 
2009) d’où une potentielle transmission par le milieu hydrique. 

Les virus du genre Salivirus ont été identifiés pour la première fois en 2009 lors d’un 
séquençage à partir de selles d’enfants atteints de gastro-entérite aux Etats-Unis (Greninger et 
al., 2009). Ces virus ont également été isolés dans les selles d’enfants atteints de paralysie 
flasque au Nigéria, dans les selles d’enfants atteints de diarrhée en Australie et dans les eaux 
usées en Espagne (Tapparel et al., 2013). 
 

1.4.2- Parvoviridae 
 
Les virus des genres Bocavirus et Parvovirus sont des petits virus, « parvum » en latin 
signifiant petit, de 18 à 26 nm de diamètre. Leur génome est composé d’un simple brin 
d’ADN.  

Les bocavirus ont été identifiés pour la première fois en 2005 en Suède, chez des 
enfants atteints de maladies respiratoires aigües (Allander et al., 2005), puis chez des enfants 
présentant des atteintes respiratoires (Foulongne et al., 2006 ; Kaplan et al., 2006 ; Smuts et 
Hardie, 2006 ; Kesebir et al., 2006 ; Sloots et al., 2006 ; Ma et al,. 2006 ; Bastien et al., 2007) 
ou une gastro-entérite (Levican et al., 2013). Ces virus ont également été détectés dans 40,8% 
des 120 échantillons provenant de deux rivières en Allemagne (Hamza et al., 2009). Ces 
informations doivent faire évoquer une possible transmission par l’eau. 

Les parvovirus ont quant à eux été associés avec des épidémies de gastro-entérites dans 
des écoles au Royaume-Uni et en Australie. Un parvovirus a aussi été identifié lors d’une 
épidémie au Royaume-Uni lié à la consommation de coquillages contaminés, ce virus a ainsi 
été nommé le « cockle agent » (Paver et al., 1973 ; Christopher et al., 1978 ; Appleton, 1987).  
 

1.4.3- Autres virus 
 
D’autres virus nus sont retrouvés dans le milieu hydrique et seraient potentiellement 
transmissibles par cette voie, il s’agit notamment des circovirus et des polyomavirus. 

Les circovirus, de la famille des Anelloviridae, mesurent environ 30 nm de diamètre et 
possède un génome à ADN circulaire (Biagini, 2004). Le premier circovirus humain identifié 
est le virus Torque Teno ou virus TT (Nishizawa et al., 1997), il a été retrouvé chez un patient 
présentant une hépatite post-transfusionnelle d’origine inconnue. Des circovirus ont ensuite 
été identifiés chez plusieurs patients sans pathologie apparente, incluant les donneurs de sang 
(Biagini et al., 1998 ; Charlton et al., 1998). Ces virus ont été détectés dans les eaux usées aux 
Etats-Unis (Blinkova et al. 2009). Leur transmission peut se faire par voie parentérale, via des 
gouttelettes de salive mais aussi par voie féco-orale (Biagini, 2004). Le rôle de ces virus dans 
diverses pathologies est encore mal connu et nécessite des investigations. 



33 
 

Les polyomavirus de la famille des Polyomaviridae (Moret et Ingrand, 1997) sont des 
petits virus de 33 à 43 nm de diamètre possédant un génome à ADN double brin superenroulé 
très résistant à la chaleur. Ces virus sont impliqués dans des pathologies comme la 
leucoencéphalite multifocale progressive (LEMP), des néphropathies sévères et des cystites 
hémorragiques chez les patients transplantés, mais aussi dans des cancers comme le 
carcinome à cellules de Merkel (Dalianis et Hirsch, 2013) ou encore le cancer du côlon (Enam 
et al., 2002). Bien que leur transmission semble surtout aérienne, ces virus sont excrétés dans 
les urines et une transmission par l’eau semble possible. Les polyomavirus sont détectés dans 
les eaux usées du monde entier (Bofill-Mas et al., 2000 ; Bofill-Mas et Girones, 2003 ; Bofill-
Mas et al., 2010). Des investigations complémentaires sont nécessaires afin de déterminer le 
mode de transmission et les risques liés à ces virus et à l’eau. 
 

La présence dans les selles et/ou dans l’eau de certains virus zoonotiques, bien qu’ils 
soient enveloppés et considérés comme moins résistants aux conditions environnementales, 
pose la question de leur possible transmission par voie hydrique.  

Le coronavirus reponsable du Syndrome Respiratoire Aigu Sévère ou SRAS-CoV, 
décrit pour la première fois en 2002, est un virus enveloppé. Sa transmission par voie féco-
orale semble possible en raison du nombre important de particules virales excrétées dans les 
selles des personnes infectées (Chu et al., 2005). Environ 40% des personnes atteintes ont au 
moins un épisode de diarrhée pendant la maladie et le virus est détecté dans les selles jusqu’à 
10 semaines après l’épisode infectieux (Leung et al., 2003). Mais la question se pose d’une 
simple excrétion digestive du virus ou de sa responsabilité dans les symptômes entériques. 

Le virus de la grippe H5N1 infecte les oiseaux qui l’excrètent dans leurs selles. Bien 
qu’une transmission des oiseaux à l’homme via de l’eau contaminée semble possible, elle 
n’est toujours pas confirmée (Zhang et al., 2006 ; Worobey, 2008). La contamination de 
l’homme pourrait se faire par l’ingestion d’eau contaminée, ou encore par contact 
conjonctival ou intranasal avec cette dernière. Cependant, le manque de données sur les cas 
confirmés d’infection à H5N1 empêche d’évaluer les facteurs de risque potentiels tels que le 
rôle de l’eau dans la transmission du virus (Van Kerkhove, 2013). 

 

2- Les voies de contamination 
 
La présence de virus entériques pathogènes dans le milieu hydrique peut entrainer une 
contamination de l’homme selon différentes voies d’exposition. La figure 12 représente les 
différentes voies de contamination humaine liées à l’eau par les virus entériques pathogènes. 
La contamination peut se faire par ingestion d’eau de boisson ou lors de contact avec des eaux 
dites « récréatives » comme les piscines. Mais l’homme peut aussi se contaminer via 
l’ingestion d’aliments comme des fruits ou légumes contaminés soit lors de l’irrigation des 
cultures, soit au moment de leur préparation. De nombreuses épidémies virales liées à la 
nourriture sont ainsi relevées chaque année dont des infections alimentaires liées au norovirus 
(Widdowson et al., 2005).  
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Figure 12 : Schéma du cycle de contamination virale du milieu hydrique  

(Schwartzbrod, 1991) 
 

Les virus entériques sont retrouvés dans le milieu hydrique suite à leur excrétion par 
voie fécale à des concentrations élevées, pouvant atteindre 1011 particules virales par gramme 
de selles (Fong et Lipp, 2005). De plus, cette excrétion se poursuit souvent après la fin des 
symptômes. Le tableau III présente différents taux d’excrétion virale dans les selles en 
fonction du virus, ainsi que la durée moyenne d’excrétion. 

 
Tableau III : Excrétion virale dans les selles (Schwarztbrod, 2000) 

Virus 
Durée 
moyenne 
d’excrétion 

Concentration 
virale par 
gramme de selles 

Rotavirus 10 jours 1010 
Norovirus et sapovirus 3 jours >106 
Astrovirus 12 jours >106 
Entérovirus 1 mois 103-106 
Virus de l’hépatite A 3 semaines 109 
Virus de l’hépatite E 2 semaines 109 
Adénovirus 10 jours >106 

 
Il faut noter que la DI50 ou dose infectieuse qui provoque des symptômes dans 50% des 

cas est très faible pour les virus entériques. Ainsi, elle est de l’ordre de 10 particules pour les 
norovirus (Blanton et al., 2006) et de cinq particules pour les rotavirus (Haas et al., 1999). 
 

Les particules virales sont excrétées dans les selles des personnes infectées, puis dans 
l’environnement suite au rejet des eaux usées traitées ou non et entrainent une contamination 
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des eaux récréatives, des eaux d’irrigation, voire des eaux destinées à la consommation. Le 
rejet d’effluents de stations d’épuration représente la première source de virus entériques 
pathogènes dans l’environnement (Okoh et al., 2010). La présence de virus entériques dans le 
réseau de distribution ne peut être exclue en cas de défaillance du système de traitement de 
potabilisation ou du réseau de distribution. Une étude menée au Japon entre novembre 2003 et 
février 2004, s’est intéressée à la présence de génome de norovirus dans divers types d’eau 
(Ueki et al., 2005). Les résultats montrent que 100% des eaux usées brutes (n=9), 89% des 
eaux usées traitées (n= 9) et 75% des eaux de rivière (n=8) sont positives en génome de 
norovirus.  

La contamination humaine par les virus entériques pathogènes peut aussi être due à la 
consommation de coquillages, notamment les coquillages bivalves filtreurs. Ceux-ci 
concentrent les éléments présents dans l’eau de mer dont les particules virales lorsque l’eau 
est contaminée. Les coquillages concentrent les virus dans leurs tissus particulièrement au 
niveau de l’hépatopancréas. De nombreuses épidémies dues à la consommation de coquillages 
sont rapportées et documentées. Des épidémies de gastro-entérites à norovirus liées à la 
consommation d’huîtres sont ainsi décrites en France (Le Guyader et al., 2006) ou au Japon. 
Dans ce pays, une étude a révélé un taux de contamination en génome de norovirus de 60% 
(n= 30) pour des huîtres (Ueki et al., 2005). Mais la consommation de coquillages peut aussi 
être responsable d’épidémies d’hépatite A telle que celle décrite en Espagne en 2002 qui était 
liée à la consommation de palourdes (Sánchez et al., 2002). 
 

Aujourd’hui les infections virales liées à la consommation d’eau potable ne sont pas 
considérées comme un problème majeur de santé publique dans les pays développés. En 
revanche, la prévention des infections liées à des aliments contaminés est un challenge aussi 
bien dans les pays industrialisés que dans ceux en développement en raison du commerce 
mondial des aliments. Ainsi, en Pennsylvanie, une épidémie d’hépatite A liée à la 
consommation d’oignons verts en provenance du Mexique a été rapportée avec 601 cas et 
trois décès (Wheeler et al., 2005). En France, une épidémie d’hépatite A a touché 59 
personnes et était liée à la consommation de tomates semi-séchées importées de Turquie 
(Gallot et al., 2011). 

Ceci nous amène à nous intéresser plus particulièrement au problème de contamination 
lié à l’irrigation. Plusieurs études récentes se sont penchées sur le problème de l’irrigation des 
fruits et légumes par de l’eau contaminée et surtout sur la possibilité d’une entrée des virus 
dans la plante par les racines. Un virus internalisé dans la plante ne sera pas éliminé lors du 
nettoyage de celle-ci et ne sera pas détecté si l’analyse est limitée à la surface du végétal par 
les méthodes d’élution-concentration (cf partie 2). DiCaprio et al. (2012) ont rapporté que les 
norovirus humains et des calicivirus animaux, utilisés comme modèles, peuvent pénétrer dans 
de la laitue romaine pendant sa croissance dans de l’eau contaminée. Les racines des plantes 
de cultures vivrières peuvent absorber à la fois les virus et les bactéries (Hirneisen et al., 
2012). Deux facteurs semblent influencer l’internalisation des virus dans les plantes. D’une 
part, le type de culture semble être le facteur prépondérant dans l’internalisation de virus par 
des végétaux. Deux études ont constaté l’internalisation de norovirus murin et de VHA dans 
des épinard et des oignons verts uniquement pour des cultures hydroponiques ou hors-sol 
(Chancellor et al., 2006 ; Hirneisen et al., 2012). D’autre part, la qualité de l’eau semble jouer 
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un rôle important. Une eau présentant une faible concentration en matière en suspension 
semble plus favorable à l’internalisation du poliovirus dans des plants de tomates (Oron et al., 
1995). 

 

3- Survie des virus entériques 
 
L’étude de la survie des virus entériques pathogènes, c'est-à-dire le maintien de leur 
infectiosité, est d’une importance fondamentale pour l’évaluation du risque viral lié à l’eau et 
aux aliments. La survie varie selon l’environnement dans lequel se trouve la particule virale, 
elle ne sera pas la même si le virus se trouve en eau douce, en eau de mer, sur une surface 
sèche ou encore sur des aliments. La température mais aussi les UV ont une grande influence 
sur la persistance des particules virales. Ces particules peuvent également se fixer sur certains 
solides ou être influencées par la présence de prédateurs flagellés (Fong et Lipp, 2005) 
comme par exemple les nanoflagellés phagotrophiques du milieu marin (Suttle et Chen, 
1992). Il est important de garder à l’esprit que les virus entériques pathogènes pour l’homme 
ne peuvent pas se multiplier dans l’environnement et donc, malgré leur grande résistance à 
l’environnement extérieur, le taux de virus présents dans le milieu hydrique ne peut que 
chuter après leur excrétion (Ganesh et Lin, 2013). De même, bien que les coquillages 
concentrent les particules virales présentes dans l’eau, aucune multiplication des virus ne peut 
y avoir lieu.  
 

Le tableau IV regroupe des données concernant l’inactivation de virus entériques 
pathogènes après exposition à un traitement thermique, aux UV ou au chlore. A l’heure 
actuelle, seules les méthodes de culture cellulaire permettent de déterminer l’infectiosité des 
virus. Ainsi, la détection des norovirus infectieux et l’étude de leur persistance ne peuvent être 
réalisées avec les techniques actuelles. Les virus entériques sont détruits par une exposition à 
une température de 100°C. Il faut cependant noter la résistance remarquable du virus de 
l’hépatite A pour lequel l’inactivation est obtenue pour des températures avoisinant les 90°C 
(Millard et al., 1987) voire 100°C selon certains auteurs (Croci et al., 1999). Les adénovirus 
s’avèrent extrêmement résistants aux UV avec des doses quatre fois supérieures à celles 
nécessaires pour les autres virus pour observer une baisse d’une unité logarithmique. La 
persistance des virus sur les surfaces dépend de plusieurs paramètres tels que la présence ou 
non de matières fécales, les conditions d’humidité et de température. Beaucoup de virus 
peuvent rester infectieux de longues périodes sur des surfaces sèches. Ainsi, après 60 jours sur 
une surface en aluminium à 20°C avec un taux d’humidité d’environ 85%, le titre infectieux 
de suspensions séchées de poliovirus, de rotavirus humain et de VHA aura diminué de 
seulement deux log10 sur les six initialement présents (Abad et al., 1994b). Les temps de 
survie des virus dans le milieu hydrique varient d’une étude à l’autre et ceci reflète bien les 
différences dans les conditions expérimentales : le type d’eau, le pH, l’exposition à la lumière 
ou non, la turbidité… 
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Tableau IV : Inactivation virale en fonction de la température, de l’exposition aux UV ou au chlore 

Virus 

Inactivation par la 
températurea 

(Temps en jours 
pour observer le 

premier log10 
d’abattement) 

(Bertrand et al., 
2012) 

Inactivation par 
les UV (mJ/cm2) 

(Hijnen et al., 
2006) 

Inactivation par le chlore 
(D’après Pelleieux, 2012 ; Abad et al., 1994a ; Kahler et al., 2010 ; Thurston-

Enriquez et al., 2003) 

0-50°C 
50-

100°C 

Dose requise pour 
obtenir une 

réduction de 1 
log10 

Milieu 
étudié 

Température 
(°C) 

pH 
Concentration 

en chlore 
(mg/L) 

Temps 
d’exposition 

(min) 

Taux 
d’inactivation 

(log10) 

VHA 316,2 5,1 6 Eau de 
distribution 
autoclavée 

25 7,5 
0,5-1 1,5 2 

Poliovirus 7,9 1,3 7 0,2-0,5 >1 2 

Coxsackievirus 63,1 1 8 Pas de données 

Echovirus 25,1 0,46  Eau 
souterraine 5-15 7-8 0,2 3,4 3 

Rotavirus 25,1 0,46 10 
Eau de 
rivière 

autoclavée 
25 7,5 1 10 1,8 

Adénovirus 125,9 2 42 
Eau 

souterraine 
déchlorée 

15 8-
8,2 0,5 2,5 2 

Astrovirus 79,4 1,3 Pas de données Pas de données 
a : tests effectués sur matrices simples (eau de boisson, eau souterraine ou milieux synthétiques) 
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4- Cas d’épidémies virales liées à l’eau ou aux aliments 
 

4.1- Epidémies virales liées à l’eau 
 
Le tableau V présente plusieurs cas d’infections virales d’origine hydrique, identifiées ces 
dernières années. Les infections virales d’origine hydrique sont liées soit à une consommation 
d’eau de distribution contaminée, soit à un contact avec des eaux récréatives contaminées. Le 
taux d’attaque ou taux d’atteinte représente la probabilité pour un sujet de développer la 
maladie lors du pic d’une épidémie. Il est calculé par le rapport entre le nombre de sujets 
atteints et le nombre de sujets exposés. 
 

Les épidémies liées à une baignade en piscine sont le plus souvent dues à un problème 
de taux de chlore insuffisant et à des contrôles inadéquats. Des épidémies sont également 
observées après baignade dans des eaux naturelles. Ainsi une épidémie liée à une 
contamination multiple à coxsackievirus et échovirus a été rapportée chez des étudiants lors 
d’un voyage scolaire au Mexique avec 21 personnes malades après une baignade dans l’océan 
(n=29) (Begier et al., 2008).Une étude menée sur la rivière du Colorado entre 1994 et 2004 a 
montré une corrélation entre la présence de norovirus dans l’eau et les épidémies de gastro-
entérites rapportées chez des gens pratiquant le rafting sur la rivière avec six épidémies et plus 
de 400 cas de gastro-entérites rapportés en 10 ans (Jones et al., 2009). 
 

Jusqu’en 2005 la majorité des épidémies rapportées étaient liées aux eaux récréatives, 
mais depuis cette date, ce sont les eaux de distribution qui sont le plus souvent incriminées. 
Ceci peut s’expliquer par une meilleure gestion de la qualité des eaux récréatives ou par une 
amélioration de la détection des cas de gastro-entérites liés aux eaux de distribution. Les 
causes les plus fréquemment rencontrées lors d’une contamination de l’eau de boisson sont 
des défaillances du réseau de distribution ou une contamination de la source d’eau prélevée 
avant potabilisation. 

Comme pour les eaux récréatives, ce sont les épidémies de gastro-entérites à norovirus 
qui sont le plus souvent rapportées. Ces épidémies peuvent avoir lieu sur des lieux de 
vacances, comme en Italie avec 344 personnes infectées par un norovirus lors de leurs 
vacances après une rupture au niveau du système de l’alimentation en eau et une détection de 
bactéries fécales dans les échantillons d’eau du robinet (Boccia et al., 2002). Une épidémie a 
également été décrite dans une station de ski en Nouvelle Zélande, avec 218 cas de gastro-
entérites à norovirus. Une fosse septique avait débordé dans le ruisseau où l’usine de 
production d’eau potable prenait l’eau de ressource en période de forte affluence (Hewitt et 
al., 2007). Une épidémie de gastro-entérite liée au rotavirus a été rapportée en Turquie avec 
9 907 personnes de tous âges atteintes de diarrhée, le taux de chlore résiduel relevé dans l’eau 
du robinet était beaucoup trop faible et l’eau d’un puits avait contaminée un réservoir d’eau 
potable (Koroglu et al., 2011). 
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Tableau V : Les épidémies virales récentes d’origine hydrique au niveau mondial (Hamza et al., 2011) 

Année Localisation Source de 
contamination Virus Nb de cas  Taux 

d’attaque (%) Référence 

2000 

Australie Piscine Adénovirus NP 40 Harley et al., 2001 
Italie Eau de distribution Norovirus 344 51,4 Boccia et al., 2002 

Albanie Eau de distribution Rotavirus, astrovirus, adénovirus 
et norovirus 2722 NP Villena et al., 2003 

2001 

Afrique du Sud Piscine Echovirus 90 69,2 Yeats et al., 2005 
Allemagne Piscine Echovirus 215 NP Hauri et al., 2005 
Finlande Piscine Norovirus, astrovirus 242 NP Maunula et al., 2004 

Minnesota Lac Norovirus 40 NP Yoder et al., 2004 

Wyoming Eau de distribution Norovirus 35 43,2 Anderson et al., 
2003 

2002 

Pays Bas Fontaine Norovirus NP 47 Hoebe et al., 2004 
Arizona Rivière Norovirus 400 NP Jones et al., 2009 

Minnesota Piscine Norovirus 36 NP Yoder et al., 2004 Wisconsin Lac Norovirus 66 NP 

Albanie Eau de distribution Rotavirus, astrovirus, 
adénovirus,calicivirus et VHA 

2000 gastro-entérites 
200 hépatites NP Divizia et al., 2004 

2004 

Mexique Océan Coxsackievirus, échovirus 21 72,4 Begier et al., 2008 

Vermont Piscine Norovirus 53 28 Podewils et al., 
2007 

Suède Lac Norovirus 163 NP Sartorius et al., 2007 

2005 

Inde Eau de distribution VHE 546 NP Sarguna et al., 2007 
Brésil Eau de distribution Rotavirus 816 NP Siqueira et al., 2010 

Irak Eau de distribution VHE 268 NP Al-Nasrawi et al., 
2010 

Turquie Eau de distribution Rotavirus A 9907 NP Koroglu et al., 2011 

2006 

Nouvelle-Zélande Eau de distribution Norovirus 218 NP Hewitt et al., 2007 
Caroline du Nord Eau de distribution VHA 16 NP Tallon et al., 2008 

Inde Eau de distribution VHE 160 NP Prinja et al., 2008 
Chine Eau de distribution VHA 60 NP Cao et al., 2009 

2007 Corée Eau de distribution VHA 70 NP Lee et al., 2008 
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2007 

Belgique Eau de distribution Norovirus NP 85 Waarbeek et al., 
2010 

Finlande Eau de distribution Rotavirus, calicivirus, Aichi virus, 
adénovirus et bocavirus 50 NP Räsänen et al., 2010 

Finlande Eau de distribution Norovirus, astrovirus, rotavirus, 
enterovirus et adenovirus 1000 NP Maunula et al., 

2009a 

2008 Monténégro Eau de distribution Norovirus, rotavirus et adénovirus 10 000 Ŕ 15 000 
 10 Werber et al., 2009 

2009 
Italie Eau de distribution Norovirus, rotavirus, enterovirus 

et astrovirus 299 NP Scarcella et al., 
2009 

Suède Eau de distribution Norovirus 200 NP Riera-Montes et al., 
2011 

NP : non précisé 
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Des épidémies d’hépatites A et E liées à l’eau sont également rapportées. En Chine, 60 
cas d’hépatite A ont été rapportés après une contamination fécale du système de distribution 
d’eau potable (Cao et al., 2009). En Corée, ce sont 70 cas d’hépatite A qui ont été observés 
chez des militaires qui se fournissaient en eau potable dans un ruisseau, après de fortes pluies. 
Suite à cette épidémie, la vaccination contre l’hépatite A des militaires a été mise en place, 
ainsi qu’un approvisionnement en eau par un système public (Lee et al., 2008). Deux 
épidémies d’hépatite E ont été décrites en Inde, la première avec 546 cas regroupés à un 
endroit où les canalisations d’eau potable traversaient les égouts (Sarguna et al., 2007) et la 
deuxième avec 160 cas due à une fuite des systèmes de distribution de l’eau courante à 
proximité de fossés à ciel ouvert contenant des ordures ménagères et des eaux usées. De plus, 
lors de la seconde épidémie, les auteurs ont noté une absence de chlore résiduel dans les eaux 
prélevées dans la zone d’épidémie (Prinja et al., 2008). 

Plusieurs épidémies dues à des contaminations multiples sont aussi décrites. La plus 
célèbre ayant eu lieu à Nokia où pendant deux jours les eaux usées sont passées dans le circuit 
d’eau potable suite à l’erreur d’un employé. Plus de 1 000 personnes ont été infectées 
(Maunula et al., 2009a). A Podgorica, capitale du Monténégro, en 2008, environ 15 000 
personnes ont présenté des symptômes de gastro-entérite, soit environ 10% de la population, 
suite à une contamination fécale du réseau d’eau de la ville (Werber et al., 2009).  
 

En France, entre 1998 et 2008, 10 épidémies de gastro-entérites d’origine hydrique ont 
été identifiées par l’Institut de veille sanitaire (InVS) (Therre et al., 2009). En 2008, 142 cas 
de gastro-entérites liés à la consommation d’eau dans un camping en Ardèche ont été décrits 
avec un taux d’attaque de 51,5% (L’Azou et Duchen, 2012). En 2012, dans un village du 
Cantal, 477 cas de gastro-entérites à norovirus sont déclarés suite à une défaillance du 
système de fonctionnement et de surveillance d’une station d’épuration (Mouly et al., 2013). 
 

4.2- Epidémies virales liées aux aliments 
 

Des épidémies virales liées à la consommation d’aliments contaminés sont également 
rapportées (tableau VI). Nous remarquons que ce sont principalement les norovirus qui sont 
incriminés et que l’aliment le plus « sensible » semble être les huîtres. La consommation 
d’huîtres ou de palourdes crues est mise en cause dans plusieurs épidémies de gastro-entérites 
aigües. La cuisson des coquillages semble diminuer le risque de contamination, mais ne 
garantit pas leur innocuité. Lors d’une épidémie liée à la consommation de moules en Italie, le 
taux d’attaque était de 74,1% pour toutes les personnes ayant consommé des moules, cuites 
ou crues. Ce taux passe à 86,3% pour les personnes les ayant consommées crues (Prato et al., 
2004). Ainsi, la cuisson, si elle n’est pas réalisée à cœur à des températures suffisantes ne 
permet pas la destruction des virus. La congélation fréquemment appliquées pour des petits 
fruits rouges consommés crus ne permet pas d’inactiver les virus. Deux épidémies liées à la 
consommation de framboises congelées ont notamment été décrites (Le Guyader et al., 2004 ; 
Maunula et al., 2009b).  
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Tableau VI : Epidémies virales récentes liées à la consommation d’aliments contaminés 
(d’après Stals et al., 2012) 

Année Localisation Aliment 
contaminé Virus Nombre 

de cas 
Taux 

d’attaque Référence 

2000 

Etats-Unis Palourdes norovirus 5 NP Kingsley et 
al., 2002 

France Huîtres norovirus 14 NP 
Le 

Guyader et 
al., 2003 

2001 Suède Framboises norovirus 30 NP 
Le 

Guyader et 
al., 2004 

2002 

Nouvelle-
Zélande Myrtilles HAV 43 NP Calder et 

al., 2003 

France - Italie Huîtres norovirus 327 92-100% 
Le 

Guyader et 
al., 2006 

Italie Moules norovirus 103 74,1% Prato et al., 
2004 

2003 
Australie Huîtres norovirus 83 NP Webby et 

al., 2007 

Singapour Huîtres norovirus 305 82% Ng et al., 
2005 

2004 Canada Huîtres norovirus 26 NP David et 
al., 2007 

2007 

Allemagne 
Pommes 

de terre en 
ragout 

rotavirus 6 NP Mayr et 
al., 2009 

Suède Huîtres norovirus 30 NP Nenonen et 
al., 2009 

Japon Salade norovirus 23 NP Oogane et 
al., 2008 

2008 France Huîtres norovirus 23 68% 
Le 

Guyader et 
al., 2008 

2009 Finlande Framboises norovirus 200 NP Maunula et 
al., 2009b 

2010 Danemark Laitue norovirus 264 55% Ethelberg 
et al., 2010 

NP : non précisé 
 

Comme nous l’avons vu, les virus entériques pathogènes ont un réel impact sur la santé 
humaine, et ce, au niveau mondial. A ce jour, il n’existe aucun traitement spécifique de ces 
infections. Hormis les mesures préventives comme le lavage des mains, une bonne hygiène ou 
encore la vaccination dans certains cas, le seul traitement de l’infection sera symptomatique 
avec une réhydratation dans les cas de gastro-entérite. Devant l’importance de ces infections, 
nous allons à présent nous intéresser aux méthodes de détection mises au point. 
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DEUXIEME PARTIE :   
Méthodes actuelles de détection des virus entériques 

pathogènes dans l’eau et les aliments 
 
Nous avons vu dans la première partie de ce document l’importance des virus entériques 
pathogènes en termes de santé publique et le rôle que l’eau et les aliments peuvent avoir dans 
leur transmission. Dans cette deuxième partie, nous allons nous intéresser aux méthodes de 
détection des virus entériques pathogènes, aussi bien dans l’eau que les aliments. Tout 
d’abord, nous nous intéresserons au contrôle sanitaire microbiologique en vigueur en France. 
Nous nous pencherons ensuite sur les méthodes actuelles de détection des virus entériques 
incluant les méthodes de concentration des particules virales et les méthodes de détection à 
proprement parlé. Nous aborderons également les méthodes normalisées actuelles et celles en 
préparation. Enfin nous nous intéresserons à l’interprétation d’un signal positif en génome 
viral. 

 

1- Contrôle sanitaire microbiologique de l’eau et des aliments 
 
Le code de la santé publique préconise que « les eaux destinées à la consommation humaine 
doivent (…) ne pas contenir un nombre ou une concentration de micro-organismes, de 
parasites ou de toutes autres substances constituant un danger potentiel pour la santé des 
personnes. » Des mesures portant sur l’ensemble du circuit de production et de distribution de 
l’eau permettent via des obligations de moyens et de résultats d’assurer la sécurité sanitaire 
des eaux de consommation. Nous allons ici nous intéresser au cadre réglementaire 
actuellement en place pour la présence de virus, aussi bien dans l’eau que dans les aliments, 
aux niveaux européen et français. L’OMS donne des recommandations qui sont prises en 
compte lors de l’édition de directives européennes. Ces directives sont ensuite traduites en 
droit français. 
 

En 2013, l'OMS déclare qu’à l’heure actuelle, les seuls indicateurs de contamination 
microbiologique des eaux sont bactériens. Cependant, les virus ont une survie et une 
sensibilité à la désinfection totalement différente de celles des bactéries, c’est pourquoi la 
question se pose d’utiliser des virus entériques comme indicateurs de contamination virale. 
L’OMS indique ainsi qu’une surveillance basée sur un ou plusieurs virus entériques serait 
plus utile pour l’évaluation de la présence de virus entériques pathogènes dans l’eau que 
l’utilisation d’indicateurs bactériens. Cependant, aucun contrôle de routine ne s’effectue pour 
l’instant sur les virus. Les meilleurs candidats comme indicateurs viraux seraient les virus les 
plus facilement détectables comme les entérovirus, les adénovirus ou encore les orthoréovirus. 
Ils sont retrouvés en grand nombre dans les eaux soumises à une pollution fécale. Ces virus 
peuvent être concentrés sur laine de verre, élués, puis détectés par culture cellulaire avec la 
recherche d’un effet cytopathique (OMS, 2013c). L’OMS recommande la recherche des virus 
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entériques pour évaluer la performance d’un procédé de décontamination des eaux. En 
revanche, les temps d’incubation et la complexité relative des méthodes font qu’elles ne sont 
pas adaptées aux opérations de vérification et de surveillance en routine. 
 

Au niveau européen, la directive 98/83/CE relative aux eaux destinées à la 
consommation humaine demande pour les analyses en routine une recherche exclusive 
d’indicateurs bactériens. La recherche de virus n’est pas demandée en routine, mais elle peut 
se faire en cas d’épidémie et/ou de suspicion de contamination des eaux.  

En ce qui concerne les aliments, le règlement de la Commission Européenne du 15 
novembre 2005 (CE n° 2073/2005) concernant les critères microbiologiques applicables aux 
denrées alimentaires est entré en application dans tous les états membres le 1er janvier 2006.  
L’article 14 de ce règlement précise qu’ « aucune denrée alimentaire n’est mise sur le marché 
si elle est dangereuse » et qu’« une denrée alimentaire est dite dangereuse si elle est 
considérée comme : a) préjudiciable à la santé, b) impropre à la consommation humaine. » 
De plus, ce règlement précise que « les denrées alimentaires ne doivent pas contenir de 
micro-organismes ni leurs toxines ou métabolites dans des quantités qui présentent un risque 
inacceptable pour la santé humaine. » Sont définis sous le terme de micro-organismes : « les 
bactéries, les virus, les levures, les moisissures, les algues, les protozoaires parasites, les 
helminthes parasites microscopiques ainsi que leurs toxines et métabolites. » Ainsi, les virus 
entrent dans le cadre de ce règlement. Cependant, aucun critère microbiologique 
réglementaire n’est encore fixé pour la détection des virus dans les denrées alimentaires et 
ceci faute de méthode d’analyse suffisamment fiable (afssa, 2007). Le règlement CE n° 
2073/2005 précise ainsi qu’ « il conviendrait en particulier de fixer des critères applicables 
aux virus pathogènes dans les mollusques bivalves vivants si les méthodes d’analyse sont 
suffisamment développées. » De plus, le règlement ajoute que « les 30 et 31 janvier 2002, le 
CSMVSP [Comité Scientifique des Mesures Vétérinaires en rapport avec la Santé Publique] a 
délivré un avis sur les virus de type Norwalk (ou norovirus). Dans son avis, le comité est 
parvenu à la conclusion que les indicateurs fécaux conventionnels n’étaient pas fiables pour 
démontrer la présence ou l’absence de virus de type Norwalk et que le recours à l’élimination 
des indicateurs bactériens fécaux pour déterminer les durées de purification des mollusques 
constituait une pratique dangereuse. Le comité a également recommandé d’utiliser E. coli au 
lieu des coliformes fécaux pour déterminer la contamination fécale dans les zones de 
ramassage des mollusques lorsque des indicateurs bactériens sont appliqués ». C’est donc à 
l’heure actuelle Escherichia coli qui est utilisée pour évaluer la qualité microbiologique des 
coquillages. 
 

En France, pour assurer la sécurité sanitaire des eaux, les autorités sanitaires sont 
soumises à des obligations de moyens, mais aussi à des obligations de résultats et la qualité de 
l’eau est exigée au robinet du consommateur. L’article R. 1321 du Code de la Santé Publique 
recommande la mise en place d’un plan d'assurance qualité au sein du système de production 
et de distribution. Ce plan d’assurance qualité est basé sur l'analyse régulière des risques 
comportant notamment l'identification des points critiques et les actions permettant de 
maîtriser les risques, la mise en œuvre de vérifications et de suivis efficaces au niveau de ces 
points et enfin la formation et l'information des agents intervenant dans cette démarche. Le 
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Code de la Santé Publique distingue d’une part les limites de qualité pour les paramètres dont 
la présence présente des risques immédiats ou à long terme pour la santé du consommateur, et 
d’autre part les références de qualité pour les paramètres qui sont des témoins du 
fonctionnement des installations de production et distribution des eaux. 

Les limites de qualité pour les eaux douces superficielles destinées à être utilisées pour 
la production d’eaux destinées à la consommation humaine sont déterminées par une 
recherche des coliformes totaux à 37°C, d’Escherichia coli, d’entérocoques et de salmonelles 
(afssa, 2007). Ces ressources sont classées en trois groupes en fonction de leur degré de 
contamination, chaque groupe nécessitant un traitement de potabilisation différent ; toutefois, 
elles ne doivent pas contenir plus de 50 000 coliformes totaux, plus de 20 000 Escherichia 
coli et plus de 10 000 entérocoques pour 100 mL (Arrêté du 11 janvier 2007). Lorsque la 
qualité des eaux brutes est altérée, le Code de la Santé Publique demande un renforcement des 
traitements. 

Les limites et références de qualité pour les eaux distribuées sont soumises à des 
obligations de résultats ; le prélèvement s’effectue au robinet du consommateur et non plus en 
sortie de l’unité de production comme avant. Les critères microbiologiques auxquels ces eaux 
doivent répondre concernent la recherche d’Escherichia coli et d’entérocoques pour les 
limites de qualité, ces deux paramètres doivent être absents d’un prélèvement de 100 mL. Les 
références de qualité concernent la recherche de bactéries coliformes, de bactéries sulfito-
réductrices et de leurs spores qui doivent aussi être absentes d’un prélèvement de 100 mL. Les 
références de qualité demandent aussi la numération des germes aérobies revivifiables à 22°C 
et 37°C à partir d’un mL d’eau, ici le résultat peut varier au maximum d’un rapport de 10 par 
rapport à la valeur habituelle (afssa, 2007). En cas de détection de la présence anormale d’un 
ou plusieurs indicateurs bactériens dépassant les valeurs réglementaires, une procédure 
proposée dans un avis émis en 2005 par le Conseil Supérieur d’Hygiène Publique en France 
(CSHPF) peut conduire à la recherche de virus dans l’eau.  

En ce qui concerne les eaux embouteillées, les paramètres recherchés incluent cette fois 
encore Escherichia coli, les entérocoques, les coliformes totaux, ainsi que Pseudomonas 
aeruginosa pour lesquels la recherche s’effectue dans un échantillon de 250 mL. Les bactéries 
sulfito-réductrices et leurs spores sont recherchés dans un volume de 50 mL. Enfin, les 
germes aérobies revivifiables à 22°C et 37°C sont quantifiés dans un mL. La recherche 
d’autres micro-organismes pathogènes comme Cryptosporidium, Giardia, Legionella species 
et Legionella pneumophila peut être effectuée en cas de suspicion de contamination (afssa, 
2007).  

En ce qui concerne les aliments, comme pour les eaux, il n’existe pas en France à 
l’heure actuelle, de textes réglementaires prenant en compte les virus. Des agents pathogènes 
à rechercher sont définis par catégorie de denrée alimentaire d’après le règlement CE 
2073/2005. 
 

Aux Etats-Unis, l’US-EPA (US Environmental Protection Agency) indique qu’en 
routine, pour le contrôle des eaux pour lesquelles le traitement appliqué ne permet pas 
d’assurer quatre unités logarithmiques d’abattement en virus, seule la recherche d’indicateurs 
de contamination fécale est demandée (US-EPA, 2000). En situation dégradée, une démarche 
spécifique est proposée. Au Canada, Santé Canada déclare en avril 2004 que « même si les 
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entérovirus reconnus pour infecter les êtres humains peuvent causer des maladies graves et 
parfois mortelles, il est impossible pour le moment d’en déterminer les concentrations 
maximales acceptables dans l’eau potable. (…) Lorsqu’un traitement est nécessaire, les 
techniques de traitement devraient réduire ou inactiver la charge virale dans une proportion 
d’au moins quatre log.» 
 

En conclusion, nous avons donc vu que les virus entériques ne font pas l’objet d’une 
surveillance en routine bien qu’il soit reconnu que l’utilisation des indicateurs bactériens n’est 
pas adaptée pour l’évaluation d’une contamination virale. Aussi bien au niveau français 
qu’européen, il n’existe à l’heure actuelle aucun texte réglementaire demandant la détection 
des virus entériques pathogènes dans les eaux et les aliments. 
 

2- Méthodes actuelles pour la recherche des virus entériques dans l’eau et 
les aliments 
 
L’analyse virologique de l’eau et des aliments doit tenir compte lors du développement des 
protocoles des faibles concentrations en particules virales, mais aussi de la présence possible 
d’inhibiteurs. Cette analyse repose sur une étape de concentration des particules virales pour 
les eaux, ou d’élution-concentration pour les aliments et les boues suivie d’une étape de 
détection. Une étape de décontamination associée ou non à une détoxification pour 
l’élimination des bactéries, micromycètes et substances toxiques peut également être 
envisagée lors d’une détection par culture cellulaire (Schwartzbrod, 2000). Nous allons tout 
d’abord nous intéresser aux méthodes de concentration et d’élution-concentration utilisées 
pour les analyses d’eau, de boues ou d’aliments, puis nous aborderons les différentes 
méthodes de détection des virus. 
 

2.1- Méthodes de concentration et d’élution-concentration 
 

2.1.1- Méthodes de concentration pour l’analyse d’échantillons hydriques 
 
L’objectif de l’étape de concentration est d’obtenir tous les virus présents dans l’échantillon 
dans un faible volume final. La concentration des particules virales présentes dans un 
échantillon est une des étapes essentielles à maîtriser lors de l’analyse virologique du milieu 
hydrique. Elle doit répondre à deux problématiques : la faible concentration en virus et la 
présence d’inhibiteurs. La méthode doit permettre de concentrer les virus présents à de très 
faibles concentrations. En effet, contrairement aux prélèvements cliniques, les échantillons 
environnementaux contiennent généralement de très faibles taux de virus, souvent proches des 
limites de détection des méthodes. Cette étape de concentration doit également permettre une 
élimination maximale des inhibiteurs présents dans l’environnement qui pourraient influencer 
les méthodes de détection. Une bonne méthode de concentration doit répondre à plusieurs 
exigences : elle doit être rapide, techniquement simple, permettre un bon taux de récupération 
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en virus, être adaptée à un large éventail de virus entériques, donner un faible volume après 
concentration et être peu coûteuse. A l’heure actuelle, aucune méthode ne répond à 
l’ensemble de ces critères. La sélection du système le plus approprié se fera selon le type 
d’échantillon et la méthode de détection. 

 
Méthodes basées sur l’adsorption-élution 

Le principe de ces méthodes repose sur la capacité des virus à se fixer sur différents 
supports et à s’en décrocher lorsque les conditions électrochimiques varient (Vilagines et al., 
1979). Plusieurs facteurs présentent un rôle important dans ces méthodes d’adsorption-
élution : la composition chimique du support, les conditions de force ionique, le pH, la 
présence ou non de matières organiques ou de protéines et la charge de la particule virale 
(figure 13). De nombreux matériaux peuvent être utilisés comme support pour l’adsorption 
virale. La poudre de verre, la laine de verre (Vilagines et al. 1988 ; Wyn-Jones et al., 2011), 
l’oxyde de fer, le phosphate de calcium, l’hydroxyde d’aluminium (Wallis et Melnick, 1967), 
mais aussi des silicates minéraux ou encore du charbon actif peuvent être utilisés 
(Schwartzbrod, 2000). Ces matériaux sur lesquels sont filtrés les échantillons d’eau sont 
chargés positivement ou négativement. L’utilisation de supports chargés négativement est 
limitée car elle nécessite une acidification du milieu qui peut provoquer une inactivation 
virale. En effet, comme représenté sur la figure 13, pour obtenir une charge globale virale 
positive, il faut que le pH soit inférieur au point isoélectrique du virus. Les valeurs du point 
isoélectrique de quelques virus entériques pathogènes sont présentées dans le tableau VII. Au 
contraire, l’adsorption des virus sur des surfaces chargées positivement ne nécessite aucun 
traitement préalable de l’échantillon. Les virus sont élués à l’aide de solutions protéinées ou 
non, en général à un pH alcalin, l’extrait de bœuf ou un tampon glycine sont fréquemment 
utilisés. Ces méthodes d’adsorption-élution sont les mieux adaptées pour l’analyse de grands 
volumes d’eau. En effet, elles permettent de concentrer les particules virales présentent dans 
20 à 1 000 litres d’eau dans un volume final de quelques centaines de millilitres (Rodier, 
2009). 
 

 
Figure 13 : Représentation schématique de l’état d’ionisation des protéines en fonction 

du pH (Michen et Graule, 2010) 
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Tableau VII : Points isoélectriques (pI) expérimentaux de certains virus entériques 
(d’après Dika, 2013) 

Virus pI Références 
Poliovirus 1 (Sabin LSc) 6,6 Zerda, 1982 
Coxsackievirus A21 6,1 ; 4,8 Murray et Parks, 1980 
Virus de l’hépatite A 5,8 Kukavica-Ibrulj et al., 2004 
Parvovirus AA4.x14 2,6 Salo et Mayor, 1978 

 
Méthodes basées sur la filtration 

Ces méthodes permettent la séparation des particules en fonction de leur taille. Tout 
d’abord, nous citerons deux méthodes historiques mais qui ne sont plus utilisées 
actuellement : la méthode des gazes et l’électro-osmose ou électrophorèse.  

Une méthode basée sur la filtration actuellement utilisée est l’ultrafiltration. Cette 
méthode utilise une membrane dont le diamètre des pores est inférieur à la taille des virus que 
l’on veut concentrer. L’ultrafiltration peut se faire sous pression, par circulation tangentielle 
continue ou en appliquant une pression osmotique. Ces méthodes permettent d’obtenir un 
rendement élevé, mais le colmatage des filtres est possible et le débit de filtration demeure 
faible. Le risque de colmatage des membranes est limité en ultrafiltration tangentielle qui 
consiste à faire passer le fluide tangentiellement à la surface du filtre, contrairement à la 
filtration frontale. 
 
Méthode basée sur la centrifugation : l’ultracentrifugation 

Cette méthode repose sur un principe de sédimentation physique des particules virales. 
Ainsi, si on applique une force supérieure à 100 000 g pendant une heure, les particules 
virales sont concentrées dans le culot (Schwartzbrod, 2000). Il est de plus possible d’appliquer 
un gradient de densité, par exemple au chlorure de césium (Redman et al., 1997) pour 
récupérer uniquement la fraction de densité identique aux particules virales recherchées. 
L’inconvénient de cette méthode est que l’appareillage est très coûteux et qu’elle est limitée à 
de faibles volumes. Elle est donc employée comme méthode de concentration secondaire des 
particules virales. 
 
Méthodes basées sur la précipitation 

- Précipitation au polyéthylène glycol (PEG) : le polyéthylène glycol est un polymère 
synthétique soluble dans l'eau qui agit en piégeant l'eau autour des virus ce qui provoque leur 
précipitation. Le précipité ainsi formé est récupéré par centrifugation (Markwell et Shortridge, 
1982). Cette méthode est simple et économique, son rendement est proche de 100% quels que 
soient les solutions et les virus testés (Schwartzbrod, 2000). 

- Floculation organique ou minérale : c’est une méthode d’adsorption des virus sur des 
précipités ou flocs produits par ajout d’ions minéraux ou organiques. La floculation minérale 
peut être réalisée avec le sulfate d’ammonium, le sulfate de protamine, le chlorure ferrique, le 
chlorure de cobalt ou encore le sulfate d’alumine. La floculation organique utilise le plus 
souvent de l’extrait de bœuf. Cette méthode est simple mais présente une efficacité variable et 
l’extrait de bœuf peut entrainer une inhibition des méthodes de détection, il peut de plus se 
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révéler cytotoxique. Cette méthode est surtout adaptée pour la concentration secondaire ou 
pour les échantillons très chargés en matière en suspension. 
 
Méthodes basées sur la lyophilisation  

La lyophilisation ou cryodessiccation est basée sur la sublimation du solvant, ici l’eau, 
pour concentrer les particules. Cette méthode est efficace pour les échantillons très sales ou 
comme méthode de concentration secondaire. Elle est coûteuse et très peu utilisée (Gajardo et 
al., 1995). 
 
 

En règle générale, les méthodes le plus souvent employées pour la concentration 
primaire sont des méthodes d’adsorption-élution, surtout sur poudre de verre et laine de verre, 
ou encore des méthodes d’ultrafiltration tangentielle. Pour la concentration secondaire, seront 
préférées les méthodes utilisant la floculation organique, la précipitation au PEG et 
l’ultracentrifugation (Schwartzbrod, 2000). Une méthode normalisée (AFNOR XP T90-451, 
1996) décrit la recherche des entérovirus dans les eaux, elle est présentée dans la partie 2.4. 
 

2.1.2- Analyse virologique d’aliments 
 
Les virus sont recherchés dans des aliments classés en trois catégories : les fruits de mer, les 
aliments principalement composés de protéines-lipides ou aliments « prêts à consommer » et 
les aliments principalement composés de glucides et d’eau comme les fruits et légumes (Stals 
et al., 2012). Lors de l’analyse d’aliments il est nécessaire de réaliser une étape d’élution pour 
« décrocher » les virus des aliments. La méthode qui peut être utilisée pour tous les types 
d’aliments est une technique d’élution-concentration. Les particules virales présentes à la 
surface des aliments seront éluées grâce à un tampon qui est généralement de pH alcalin 
compris entre 9 et 10,5. Une fois cette étape d’élution effectuée, la concentration des virus est 
réalisée par précipitation au PEG, ultrafiltration, ultracentrifugation, séparation cationique ou 
immuno-concentration (Stals et al., 2012).  

Dans les mollusques bivalves, les virus peuvent être présents au niveau de plusieurs 
tissus comme la muqueuse du tube digestif ou l’hépatopancréas. L’analyse est réalisée soit sur 
l’ensemble des tissus, soit uniquement sur l’hépatopancréas après dissection. Les tissus sont 
broyés et les virus sont récupérés par élution-concentration (Schwartzbrod, 2000). 

 
Summa et al. (2012) ont comparé quatre méthodes d’élution-concentration afin de 

détecter des norovirus sur des laitues fraîches, du jambon et des framboises congelées. Les 
virus sont élués des aliments dans une solution tampon avant de subir l’étape de concentration 
par ultrafiltration, séparation immunomagnétique, ultracentrifugation ou encore précipitation 
au PEG. La solution tampon utilisée pour l’élution dépend de la méthode de concentration. 
Ainsi, les auteurs utilisent un tampon glycine à 50 mM pour l’ultrafiltration, le tampon de 
lavage fourni dans le kit Norocheck IMS® pour la séparation immunomagnétique, un tampon 
NaHCO3 à 1 M avec 1% de protéines de soja pour l’ultracentrifugation et enfin un tampon 
TGBE (100 mM Tris, 50 mM glycine, 1% Extrait de Bœuf) pour la précipitation au PEG. 
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Après concentration, le génome viral est extrait puis détecté par RT-PCR. La répétabilité et 
l’application de la méthode à tous les aliments sont meilleures avec la précipitation au PEG 
avec des rendements de 19% pour la laitue, 47% pour le jambon et 28% pour les framboises. 
L’ultracentrifugation permet d’obtenir les rendements les plus élevés pour la laitue et le 
jambon avec des rendements respectifs de 19% et 70%. Une dilution au dixième de l’ARN 
extrait a été systématiquement nécessaire pour diminuer le taux d’inhibiteurs de la RT-PCR. 
 

2.1.3- Analyse virologique des boues 
 
Pour analyser les particules virales présentes dans les boues, il est nécessaire en amont de la 
concentration virale, d’ajouter une étape d’élution-extraction. Cette dernière doit permettre de 
rompre la liaison entre les virus et les particules de boues. Les solutions éluantes utilisées 
doivent donc modifier les conditions du milieu, soit en modifiant le pH, soit en ajoutant des 
ions, pour permettre ainsi la libération des particules virales dans la phase liquide. Plusieurs 
solutions peuvent être utilisées comme des solutions d’extrait de bœuf et de glycine, de borate 
ou encore du lait écrémé. La phase liquide est récupérée après centrifugation et les virus 
seront alors concentrés généralement par floculation organique ou par précipitation au PEG 
(Schwartzbrod, 2000). 
 

2.2- Méthodes d’extraction des acides nucléiques 
 
L’extraction du matériel génétique à partir des particules virales éluées et concentrées doit 
permettre la récupération et la purification de l’ARN ou de l’ADN viral. Elle utilise des 
agents dénaturant des protéines qui vont permettre la dégradation de la capside virale mais 
aussi l’inactivation des ribonucléases. L’extraction peut se faire par lyse enzymatique ou lyse 
chimique et sera suivie d’une purification du génome extrait. 

La lyse chimique utilise des réactifs comme le thiocyanate de guanidium. La lyse 
enzymatique se fait par action d’une protéinase K couplée à un détergent comme le SDS 1% 
et nécessite une incubation de 30 minutes à 65°C. Cette technique de lyse enzymatique se 
révèle applicable aux coquillages. Ainsi, Le Guyader et al. (2003) détectent les norovirus dans 
des huîtres et utilisent une extraction de l’ARN viral par protéinase K. Après dissection des 
huîtres, les tissus digestifs sont récupérés et mixés, les virus sont élués et concentrés par 
action de chloroforme-butanol et de PEG. Les acides nucléiques sont extraits par action d’une 
protéinase K et sont détectés par RT-PCR. La lyse enzymatique par la protéinase K a été 
sélectionnée comme méthode de référence par le groupe de travail européen 
CEN/TC275/WG6/TAG4 pour l’extraction du génome des virus entériques pathogènes les 
plus communs à partir de tissus digestifs de coquillages (Lee et al., 2010). 
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2.3- Méthodes de détection des virus 
 

2.3.1- Détection par culture cellulaire 
 
La culture cellulaire est une technique qui permet de ne détecter que les particules virales 
infectieuses. L’infectiosité virale peut être décrite comme la capacité des virus à entrer dans 
des cellules hôtes et à utiliser la machinerie cellulaire pour produire de nouvelles particules 
virales infectieuses ou virions (Black, 1996). Pour être infectieux, un virus nécessite une 
capside et un génome intacts (Knight et al., 2013). Le génome doit en effet être intact pour 
correctement employer la machinerie de la cellule hôte à la production de nouveaux virions. 
La capside joue elle aussi un rôle essentiel, c’est elle qui protège le génome lorsque le virus 
est en dehors de la cellule hôte et qui permet l’initiation de l’infection lorsque le virus entre en 
contact avec un récepteur d’une cellule hôte (Cliver, 2009). La capside semble donc 
essentielle pour assurer la protection du génome de la dégradation, cependant, plusieurs 
études ont noté que l’ARN viral peut être infectieux in vitro (Bachrach, 1959 ; Holland et al., 
1960 ; Nuanualsuwan et Cliver, 2002 ; Brandenburg et al., 2007). Nuanualsuwan et Cliver 
(2002) ont extrait l’ARN de poliovirus et l’ont déposé sur une culture cellulaire permissive. 
Ils ont observé la formation de plages de lyse mais la dose infectieuse était alors 100 000 fois 
supérieure à celle de virions intacts et seuls les virus avec un génome à ARN de polarité 
positive peuvent initier une infection à partir d’ARN libre. 

 
La culture cellulaire est une méthode sensible, spécifique et quantitative. Elle est à 

l’heure actuelle la méthode de référence de détection des virus dans l’eau, les aliments et 
l’environnement car c’est la seule méthode qui permet d’affirmer le caractère infectieux des 
particules virales (Hamza et al., 2011). On considère comme infectieux un virus qui va 
répliquer son génome et/ou entrainer la synthèse de protéines virales dans la cellule hôte qu’il 
provoque ou non l’apparition de lésions de la cellule. Il existe deux moyens de visualiser la 
multiplication virale sur culture cellulaire, soit de façon directe en observant des lésions au 
niveau du tapis cellulaire appelées effet cytopathique ou ECP, soit de façon indirecte grâce à 
des techniques immunologiques ou de biologie moléculaire qui seront détaillées dans la 
Partie 3 du manuscrit. En effet, tous les virus qui sont capables de multiplication sur culture 
cellulaire ne provoquent pas forcément d’ECP visible, c’est le cas par exemple de certains 
coxsackievirus, des échovirus ou encore de certains adénovirus (afssa, 2007). Lorsque la 
culture s’effectue en milieu liquide, les virions libérés par les cellules infectées peuvent se 
propager dans toutes cellules du milieu provoquant ainsi leur destruction massive. En 
revanche, en milieu solide, les virus nouvellement formés ne peuvent pas se disperser dans 
tout le tapis cellulaire, ils vont infecter seulement les cellules adjacentes et provoquer 
l’apparition de plages de lyse. Avant de déposer les virus sur une culture cellulaire, il convient 
d’éliminer les bactéries et micromycètes par filtration et ajout d’antibiotiques et 
antifongiques.  

L’avantage de la culture cellulaire est qu’elle permet également de quantifier les virus 
infectieux. En milieu solide c’est une méthode de type énumératif qui sera utilisée avec un 
comptage des plages de lyse cellulaire provoquées par le virus. L’unité utilisée sera l’UFP 
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pour unité formant plage. En milieu liquide, il s’agit ici de méthodes de type quantique et les 
résultats sont exprimés soit en NPPUC (Nombre le Plus Probable d’Unités Cytopathiques), 
soit en TCID50 (Median Tissue Culture Infectious Dose ou dose infectieuse médiane en 
culture cellulaire). La méthode du NPPUC est réalisée en microplaque, des dilutions 
successives du virus sont mises en contact avec la lignée cellulaire adaptée (Hugues, 1981). 
Jusqu’à 40 puits sont utilisés par dilution et sont comptés comme « positifs » les puits dans 
lesquels un effet cytopathique est observé. La détermination du NPPUC est ensuite faite à 
partir des trois dernières dilutions ayant permis d’obtenir des ECP. La détermination du titre 
infectieux en TCID50 est également réalisée en milieu liquide avec 8 à 16 puits par dilution. 
La valeur de TCID50 obtenue correspond à la concentration en virus permettant d’obtenir un 
ECP dans 50% des puits. 

 
Les limites de la culture cellulaire sont surtout dues à l’absence de lignée universelle et 

au fait que tous les virus entériques pathogènes n’ont pas forcément de lignée cellulaire 
permissive identifiée. Le tableau VIII présente des lignées cellulaires permettant la 
multiplication de virus entériques citées dans la littérature. Certains virus comme les 
entérovirus sont très faciles à propager sur culture cellulaire. Pour d’autres, la culture s’avère 
plus longue et plus complexe notamment pour les rotavirus et le VHA pour lequel la culture 
cellulaire reste limitée à quelques souches de laboratoire. Enfin pour les norovirus aucune 
lignée cellulaire permissive n’a encore été trouvée à ce jour. En 2007, Straub et collaborateurs 
ont  réalisé un essai d’infectiosité avec du norovirus humain sur des cultures en trois 
dimensions de cellules hautement différenciées d’épithélium intestinal embryonnaire humain 
(Straub et al., 2007 ). Cet essai est difficilement réalisable en routine car cette lignée cellulaire 
est peu répandue et la technique utilisée est très particulière. 

Un autre paramètre à prendre en compte lors de l’utilisation de la culture cellulaire est la 
possibilité d’une agrégation virale. Dans l’environnement, les virus peuvent avoir tendance à 
s’agréger en fonction du pH et cette agrégation peu influencer les résultats de façon notable 
(Langlet et al., 2007). Le pH joue un grand rôle dans l’agrégation des particules virales car 
c’est de lui que dépend la charge des protéines de surface du virion. Lorsque le pH correspond 
au point isoélectrique, la charge des particules est nulle et ces dernières ont tendance à 
s’agréger. L’agrégation des particules virales infectieuses modifie la relation dose-réponse et 
donc l’estimation de l’infectiosité du virus. Ainsi, lors d’une culture cellulaire, un seul virus 
isolé peut infecter une seule cellule, un agrégat pouvant contenir jusqu’à des centaines de 
virus infectieux va lui aussi infecter une seule cellule. Teunis et al. (2008) ont évalué les DI50 
(dose rendant malade 50% des sujets exposés) du virus de Norwalk en fonction de 
l’agrégation des particules déterminée par microscopie électronique. Ils ont trouvé des valeurs 
de DI50 de 18 pour des particules virales isolées et 2,6 pour des virus agrégés. 
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Tableau VIII : Exemples de lignées cellulaires permettant la détection de virus 
entériques (d’après afssa, 2007) 

Cellules Virus isolés Échantillons Références 

BGM 

Poliovirus Eaux usées 
Grabow et al., 1999 
Hoyt et Margolin, 

2000 

Enterovirus 

Eaux du robinet 
Eaux de surface 

Eaux de mer 
Eaux usées 

Vilaginès et al., 
1979, 1982, 1989, 

1993 et 1997 
Enriquez et al., 1995 
Muscillo et al., 1997 
Reynolds et al., 2001  

Reovirus Eaux usées Grabow et al., 1999 

CaCo-2 

Enterovirus Eaux de surface Chapron et al., 2000 Astrovirus, 

Rotavirus Selles 
Eaux potables Abad et al., 1998 

FRhK VHA 
Eaux de surface 

Eaux de mer 
Eaux usées 

Reynolds et al., 2001 

Hep-2 Poliovirus Échantillons 
cliniques Wood et Hull, 1999 

Enterovirus Eaux de mer Muscillo et al., 1997 

L20B 
Poliovirus 

Eaux usées 
Échantillons 

cliniques 

Grabow et al., 1999 
Wood et Hull, 1999 

Reovirus 
Enterovirus Eaux usées Grabow et al., 1999 

MA-104 Rotavirus Eaux potables 
Selles Abad et al., 1998 

Vero 
Hela 

Enterovirus, 
Echovirus Boues Caillou et al., 1998 

PLC/PRF/5 

HAV Eaux du robinet 
Eaux de mer 
Eaux usées 

Enriquez et al., 1995 
Adenovirus 40 et 41 

Poliovirus 
Eaux usées Grabow et al., 1999 Enterovirus 

Reovirus 

RD Poliovirus Échantillons 
cliniques Wood et Hull, 1999 

PVK 
Poliovirus 

Eaux usées Grabow et al., 1999 Enterovirus 
Reovirus 

 
La culture cellulaire est la méthode de référence pour la détection des virus entériques 

dans l’eau, les aliments et les échantillons environnementaux car elle est la seule technique 
qui témoigne de leur caractère infectieux. Cependant, elle n’est pas applicable à tous les virus 
entériques pathogènes. Malgré de récentes publications sur des lignées cellulaires permettant 



54 
 

une multiplication plus rapide du virus de l’hépatite A (Konduru et Kaplan, 2006) et une 
multiplication du norovirus (Straub et al., 2007), des questions liées à la complexité de ces 
essais, à leur rentabilité et à leur validité pour détecter un large éventail de souches se posent 
encore. De plus, il n’existe pas à l’heure actuelle de consensus sur les lignées cellulaires à 
utiliser et un manque de standardisation de la méthode est aussi à déplorer. Enfin, la culture 
cellulaire est une technique souvent longue pouvant nécessiter plusieurs jours ou semaines 
d’incubation avant l’observation d’un effet cytopathique et elle nécessite du personnel 
qualifié. C’est pourquoi les techniques utilisant la biologie moléculaire, et plus 
spécifiquement la (RT)-PCR, sont actuellement les plus utilisées pour la détection des virus 
dans l’eau.  
 
 

2.3.2- Détection du génome viral par RT-PCR 

 
Principe 
La PCR (Polymerase Chain Reaction) permet la détection spécifique d’acides nucléiques. Elle 
permet d’amplifier in vitro une séquence nucléotidique définie grâce à des amorces qui lui 
sont spécifiques. Pour les virus à ARN, soit la majorité des virus entériques, une étape de 
transcription inverse ou rétro-transcription (RT) est nécessaire en amont pour obtenir l’ADN 
complémentaire (ADNc). Les séquences obtenues peuvent ensuite être identifiées soit par 
électrophorèse sur gel d’agarose en présence d’un agent intercalant tel que le bromure 
d’éthidium (BET) avec une séparation en fonction de leur taille, soit par hybridation 
moléculaire avec une sonde complémentaire de la séquence cible liée à un fluorochrome. Un 
cycle de PCR est composé de trois étapes : la dénaturation du génome, avec notamment la 
dénaturation des doubles brins à 94-96°C, l’hybridation des amorces à chaque extrémité de la 
séquence à amplifier à 50-60°C et enfin l’élongation ou synthèse des brins complémentaires 
par une polymérase à partir des amorces à 60-72°C. Une PCR est composée de 20 à 40 cycles 
successifs qui permettent en théorie d'obtenir 220 à 240 copies de la séquence cible.  

Les techniques de PCR permettent une analyse rapide et spécifique, elles sont très 
sensibles et reproductibles mais restent cependant coûteuses surtout au niveau de l’étape de 
rétro-transcription. Ces techniques permettent de plus de détecter tous les virus pourvu que la 
séquence de leur génome soit connue. 
 
La PCR quantitative 

La PCR quantitative (qPCR) permet de déterminer la quantité de génome cible 
initialement présent dans un échantillon (Heid et al. 1996 ; Gibson et al. 1996). Elle repose 
sur le suivi en temps réel de la PCR contrairement à la PCR classique aussi appelée PCR en 
point final. Cette technique repose sur la mesure de la fluorescence émise au cours de la PCR. 
La courbe d’intensité de fluorescence obtenue pour un échantillon positif à une allure 
sigmoïdale (figure 14). Suite à la PCR, chaque échantillon est caractérisé par une valeur de Ct 
(threshold cycle ou cycle seuil) qui correspond au cycle de la PCR à partir duquel la 
fluorescence est considérée comme significativement supérieure à la ligne de base. Plus un 
échantillon contient de génome cible, plus sa valeur de Ct est faible. Ainsi la valeur de Ct est 
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inversement proportionnelle à la quantité de copies d'ADN contenues dans l’échantillon. Pour 
être quantitative cette méthode nécessite l’amplification d’une gamme étalon simultanément 
aux échantillons. 
 

 
Figure 14: Evolution de la fluorescence au cours d’une PCR en temps réel en fonction du 

nombre de cycle 
 

Deux systèmes sont utilisés pour produire la fluorescence, soit un agent intercalant, soit 
une sonde moléculaire couplée à un fluorochrome. Ainsi, la fluorescence peut être le résultat 
d’une interaction non spécifique entre l’ADN et un agent intercalant. Le SYBRGreen est le 
plus utilisé actuellement du fait d’une meilleure sensibilité et d’une plus faible toxicité. 
L’inconvénient principal des agents intercalant est leur absence totale de spécificité. Il est 
donc nécessaire de réaliser une courbe de fusion en fin de réaction pour vérifier qu’il n’y a 
bien qu’un seul produit de PCR amplifié. Les amplicons produits sont soumis à une 
température augmentant par palier de 0,5°C entre 55 à 95°C, avec une mesure de l’intensité 
fluorescente en continu. La Tm (Temperature melting) ou température de fusion des 
amplicons correspond à la température à laquelle 50% des doubles brins d’ADN sont 
dissociés. La valeur de Tm est spécifique d’un fragment nucléotidique, elle dépend en effet de 
la taille et de la séquence du fragment. L’autre méthode de production de la fluorescence est 
basée sur l’utilisation d’une sonde spécifique complémentaire de l’ADN cible, marquée 
chimiquement par un fluorochrome. Les sondes TaqMan® sont marquées à leur extrémité 5' 
par un fluorochrome ou "Reporter" et à leur extrémité 3' par un "Quencher". Le quencher 
inhibe l'émission de fluorescence par un phénomène de FRET (Fluorescence Resonance 
Energy Transfert) lorsque la sonde est intacte. Durant l'étape d'hybridation de chaque cycle de 
la PCR (figure 15), les amorces et sonde TaqMan s'hybrident à la cible. Lors de la phase 
d'élongation, la sonde est clivée grâce à l'activité 5'-3' exonucléasique de la Taq polymérase ce 
qui permet la séparation entre le quencher et le reporter provoquant alors une émission de 
fluorescence. D’autres types de sonde peuvent être utilisés en PCR temps réel. L’utilisation 
d’une sonde couplée à un fluorochrome permet d’augmenter la spécificité de la réaction de 
PCR par rapport à l’utilisation d’un agent intercalant. 
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Figure 15 : Représentation schématique du principe de la PCR en temps réel avec une 

sonde TaqMan 
 

 

Autres techniques de PCR : les puces à ADN  
Les puces à ADN ou biopuces sont constituées d’un ensemble de molécules d’ADN 

fixées de façon ordonnée sur une petite surface de plastique, verre ou silicium. Le principe de 
ces puces repose sur la propriété que possède l’ADN dénaturé à reformer spontanément sa 
double hélice lorsqu’il est en présence d’un brin complémentaire : c’est la réaction 
d’hybridation. L’ADN ou l’ARN est donc extrait de l’échantillon puis amplifié afin d’avoir 
suffisamment de matériel à détecter. Les produits d’amplification sont ensuite déposés sur la 
puce. Chaque point ou spot de la puce va être analysé individuellement par un scanner aux 
longueurs d’onde d’excitation des fluorochromes. Le principe des puces à ADN est expliqué 
sur la figure 16. 
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Figure 16 : Principe des puces à ADN 

 
Chizhikov et al. (2002) ont développé une puce pour la détection et le génotypage de 

rotavirus du groupe A. La puce permet d’obtenir des informations sur la souche, 
contrairement à la PCR classique. Les puces à ADN combinent en effet la haute spécificité de 
la PCR à la sélectivité de l’hybridation ADN-ADN. Cette puce permettrait d’identifier sans 
ambigüité toutes les souches de rotavirus. Une étape de PCR utilisant les primers communs à 
tous les rotavirus du groupe A précède la détection sur puce. Une puce à ADN pour la 
détection d’entérovirus 71 et de coxsackievirus A16 a également été mise au point (Chen et 
al., 2006) et s’est révélée utile pour l’analyse des échantillons cliniques. Jääskeläinen et 
Maunula (2006) ont développé une puce permettant la détection de norovirus et astrovirus. 
Sur les 74 échantillons de selles analysés, 45 se sont révélés positifs via la puce contre 
seulement 35 avec une RT-PCR classique. Brinkman et Fout (2009) ont développé et évalué 
une puce pour la détection et le génotypage de norovirus. Cette puce permet de cibler 10 
génotypes et les résultats sont prometteurs puisque chaque génotype conduit à un seul profil 
d’hybridation. Avec cette puce, la détection de norovirus s’est révélée possible dans des 
échantillons enrichis d’eau de rivière. Cependant, un ensemble plus exhaustif de sondes 
recouvrant tous les génotypes connus est encore requis avant une application réelle dans 
l’environnement.  

 
Les puces à ADN se révèlent donc utiles pour la détection, le génotypage et les études 

épidémiologiques sur les virus entériques pathogènes, aussi bien dans l’environnement que 
dans des échantillons cliniques.  

 
 
Ainsi, les techniques moléculaires de RT-PCR permettent la détection de souches 

virales dont la séquence nucléotidique est connue. Ces techniques sont rapides, spécifiques et 
peuvent être quantitatives. Girones et al. (2010) recensent les avantages et les inconvénients 

+ PCR 
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des techniques moléculaires pour la détection des virus dans l’eau. La (RT)-PCR est ainsi, 
pour certains virus, la seule méthode permettant de les détecter et de les quantifier devant 
l’absence de protocoles de culture efficaces. Les techniques moléculaires peuvent être 
utilisées pour l’identification de souches virales et de génotypes spécifiques. La combinaison 
de la PCR et du séquençage peut fournir des informations sur les caractéristiques 
phylogénétiques de la souche identifiée. L’utilisation de la qPCR permet de faciliter 
l’évaluation de l’efficacité des traitements de désinfection de l’eau. En effet, une diminution 
voire une disparition de la quantité de génome détecté témoigne de l’efficacité du traitement. 
Les techniques moléculaires se révèlent enfin être des outils très utiles pour identifier les 
sources d’une contamination fécale du milieu hydrique lors d’investigations recherchant la 
cause d’une épidémie de gastro-entérites avec la présence de génome de la même souche 
virale présent simultanément dans les selles des personnes malades et dans l’eau ou les 
aliments incriminés. Cependant, les techniques moléculaires présentent également des 
inconvénients, le principal étant que la détection du génome ne fournit aucune information sur 
l’infectiosité et donc le niveau de risque en termes de Santé Publique (Girones et al., 2010). 
La PCR détecte le génome qu’il provienne d’une particule virale infectieuse, inactivée, ou 
qu’il soit à l’état libre dans l’environnement (Richards, 1999). Une simple amplification du 
génome ne fournit pas d’informations sur l’intégrité de la capside virale et elle ne s’intéresse 
qu’à une petite partie de ce génome donc elle n’apporte pas d’information sur l’intégrité du 
génome. Enfin, il ne faut pas négliger le fait que les méthodes moléculaires peuvent donner 
des résultats faussement négatifs du fait de la présence dans l’environnement d’inhibiteurs 
enzymatiques tels que les composés humiques ou du fait du fait d’une faible concentration 
virale dans l’échantillon.   
 

2.4- Méthodes normalisées existantes et en préparation pour la détection de virus 
dans l’eau et les aliments 
 
Il existe actuellement une méthode normalisée pour la détection des entérovirus infectieux 
dans les eaux et des normes en préparation pour la détection du génome de norovirus et du 
virus de l’hépatite A dans les aliments et les eaux embouteillées. 
 
2.4.1- Méthode normalisée pour la recherche des entérovirus dans les eaux : Normes XP 
T90-451  
 
Une norme existe en France pour la recherche d’entérovirus dans l’eau depuis plusieurs 
années (XPT90-451, 1996). Cette méthode est basée sur la concentration des virus sur laine 
de verre et détection par culture cellulaire. Les entérovirus détectables avec cette méthode 
sont les virus de la poliomyélite (3 sérotypes), les coxsackievirus A et B (23 et 6 sérotypes), 
les échovirus (32 sérotypes) et les entérovirus 68, 69, 70 et 71. Cette méthode d’analyse se 
déroule en quatre étapes. Les particules virales sont tout d’abord concentrées par adsorption 
sur laine de verre, 62 à 75% des entérovirus présents dans l’échantillon sont récupérés à partir 
de grands volumes allant de 100 à 1 000 litres (Vilagines et al., 1993). La deuxième étape 
consiste en une élution grâce à une solution d’extrait de bœuf et de glycine à pH 9,5. La 
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troisième étape est une concentration secondaire des particules virales par floculation 
organique et enfin une étape de détection par mise en culture sur tapis cellulaire de cellules 
BGM en microplaque. Le dénombrement se fait avec la méthode du Nombre le Plus Probable 
d’Unités Cytopathiques (NPPUC) après 5 jours d’incubation. La caractérisation des virus se 
fait en observant au microscope les lésions liées à l’effet cytopathique. 
 

2.4.2- Méthode normalisée en développement pour la détection du virus de l’hépatite A 
et du norovirus dans les aliments et les eaux embouteillées 
 
Depuis plusieurs années des groupes d’experts tentent d’établir un ordre de priorité de couples 
virus-aliments en matière de santé publique en se basant sur la gravité de l’infection, son coût 
en matière de santé publique, sa prévalence… L’Autorité Européenne de Sécurité des 
Aliments (EFSA) a désigné les norovirus et le VHA comme les virus devant être considérés 
en priorité dans les mollusques bivalves, les légumes frais mais aussi les aliments prêts à 
consommer (EFSA, 2011). 

Devant l’impossibilité d’une détection en routine par culture cellulaire pour les 
norovirus et le VHA, le groupe de travail CEN/TC275/WG6/TAG4 a été mis en place pour 
valider une méthode de détection du génome de ces virus dans les aliments en utilisant la RT-
PCR en temps réel. En 2010, ce groupe a rendu un rapport affirmant que la PCR en temps réel 
doit servir de standard pour la détection des norovirus et du virus de l’hépatite A dans les 
aliments (Lees, 2010). Se pose encore le problème de définition d’un seuil limite en génome 
de ces virus pour l’évaluation du risque sanitaire. La méthode devrait encadrer la détection 
des norovirus et du VHA dans les eaux embouteillées et les aliments par RT-PCR en temps 
réel. 

La norme expérimentale CEN ISO TS/XP 15216 (ISO/TS 15216, 2013 part 1 et 2) 
proposée par le groupe CEN/TC275/WG6/TAG4 est parue en 2013. Elle décrit une méthode 
de recherche du VHA et des norovirus dans les aliments, les eaux embouteillées et sur les 
surfaces alimentaires par RT-PCR en temps réel. Pour les fruits rouges et salades, l’élution 
des virus se fait dans un tampon TGBE (Tris, Glycine, 1% Extrait de Bœuf), sous agitation, 
puis précipitation au PEG et NaCl. Pour les mollusques et coquillages bivalves, le virus est 
extrait des tissus des glandes digestives par traitement avec une solution de protéinase K. Les 
virus présents dans les eaux embouteillées sont adsorbés sur une membrane chargée 
positivement, élués, puis concentrés par ultrafiltration. Le prélèvement sur les surfaces 
alimentaires se fait par écouvillonnage suivi d’une élution. Après ces étapes d’élution, 
concentration et extraction du génome viral, ce dernier est détecté par RT-qPCR. Le virus 
Mengo qui est un virus murin de la famille des Picornaviridae est préconisé comme témoin 
du processus, il permet de déterminer le rendement d’extraction qui est jugé correct lorsqu’il 
est supérieur à 1%. Un contrôle de l’efficacité de l’amplification sera effectué, de même que 
des courbes étalons permettront la quantification. Cette norme est actuellement au stade de 
norme expérimentale et des essais inter-laboratoire (EIL) sont en cours. 
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2.5- Comparaison des concentrations en virus entériques dans l’eau et les 
aliments déterminées par culture cellulaire et RT-PCR 
 
Le tableau IX regroupe des données de la littérature comparant la culture cellulaire à la (RT)-
PCR pour la détection de virus entériques dans des aliments et des prélèvements 
environnementaux. 
 
Tableau IX : Comparaison de la culture cellulaire et de la RT-PCR pour la détection de 

virus entériques dans des aliments et des échantillons environnementaux 

Virus Echantillons 

Echantillons 
positifs par 

culture 
cellulaire 

Echantillons 
positifs par 
(RT)-PCR 

Références 

Entérovirus 
 

Eau de rivière 2,9% (2/68) 88,2% (60/68) Hot et al., 2003 
Eaux 

souterraines 8,7% (13/150) 26,7% (40/150) Abbaszadegan et 
al., 1999 

Eaux usées 38,5% (10/26) 50% (13/26) Sdiri et al., 2006 Coquillages 28,6% (16/56) 42,9% (24/56) 

Huîtres 5,45% 10,9% Choo et Kim, 
2006 

Virus de 
l’hépatite A Framboises 

surgelées 
20% 17% Dubois et al., 

2002 Poliovirus 15% 45-100% 

Adénovirus Huîtres 23,6% 89,1% Choo et Kim, 
2006 

 
En règle générale, la (RT)-PCR détecte plus d’échantillons positifs que la culture 

cellulaire. Hot et al. (2003) utilisent la RT-PCR pour détecter du génome d’entérovirus dans 
68 échantillons d’eau de rivière. Soixante échantillons sont trouvés positifs aux entérovirus 
par RT-PCR alors que seulement deux échantillons s’avèrent positifs par culture cellulaire. 
Lors de la recherche d’entérovirus dans des eaux souterraines, Abbaszadegan et al. (1999) 
trouvent 13 échantillons positifs par culture cellulaire contre 40 pour la RT-PCR sur un total 
de 150 échantillons avec une absence de corrélation entre ces deux méthodes. En effet, sur les 
13 échantillons positifs par culture cellulaire, six sont négatifs par RT-PCR. Cette absence de 
concordance est aussi retrouvée par Sdiri et al. (2006) qui recherchent des entérovirus dans 
des eaux usées et des coquillages. Les auteurs retrouvent une concordance de seulement 
57,3%, avec 28% des échantillons positifs uniquement par RT-PCR et 14,6% positifs 
uniquement par culture cellulaire. Les échantillons positifs uniquement après détection par 
biologie moléculaire peuvent s’expliquer par le fait que le génome viral détecté peut provenir 
de particules non infectieuses. En ce qui concerne les échantillons positifs uniquement par 
culture cellulaire, ce résultat peut s’expliquer par la présence d’inhibiteurs de la réaction de 
RT-PCR et éventuellement par le fait que la culture cellulaire permet d’analyser des volumes 
d’échantillons plus importants.  
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Des études ont porté sur la comparaison entre l’inactivation de virus entériques, c’est-à-
dire la perte d’infectiosité, et la dégradation de leur génome. Ces cinétiques sont très 
différentes. Ainsi, Gassilloud et al. (2003) ont montré une persistance plus grande du génome 
viral dans le milieu hydrique que de l’infectiosité pour le poliovirus 1 et le calicivirus félin f9, 
et ce quelle que soit la température (4 à 35°C). D’après leurs résultats, le poliovirus subit une 
inactivation de 4 log10 en 20 jours alors que la dégradation du génome ne diminue que de 2 
log10 en 80 jours. La Figure 17 illustre cette différence dans la cinétique de dégradation du 
génome et de perte d’infectiosité. 
 

 
Figure 17 : Inactivation du Poliovirus 1 infectieux (infectious virus) détecté par culture 
cellulaire et dégradation de son génome (viral genome) détecté par RT-PCR en temps 

réel à 35°C dans une eau minérale (Gassilloud et al., 2003) 
 

Bertrand et al. (2012) ont comparé des publications concernant l’inactivation de virus 
entériques par la chaleur. Cette revue de la littérature montre bien une persistance supérieure 
du génome par rapport à l’infectiosité. De plus, les virus à ADN seraient plus résistants à un 
traitement thermique que les virus à ARN. Plus l’origine de la contamination est ancienne et 
plus la discordance entre génome et particules infectieuses peut être importante. Il semble 
donc encore difficile de relier la détection de génome viral à la présence de virus infectieux. 
En revanche, la présence de génome viral dans l’environnement peut témoigner d’une 
contamination virale plus ou moins ancienne. 

Au vu de cette persistance du génome, il est logique que les études portant sur la 
détection de virus uniquement par (RT)-PCR aboutissent à des prévalences élevées. Baert et 
al. (2011) combinent les données recueillies en France, Belgique et au Canada sur la présence 
de génome de norovirus sur des aliments. L’analyse par RT-PCR donne des résultats positifs 
en génome de norovirus pour 28,2 à 50% des légumes-feuille (salade, épinard, chou), pour 6,7 
à 34,5% des fruits rouges et pour 55,5% des autres fruits. Dans les coquillages, des études 
récentes détectent du génome de norovirus dans 51,4% des coquillages testés en Italie 
(Suffredini et al., 2012) et 76,2% des huîtres testées au Royaume-Uni (Lowther et al., 2012b). 
En ce qui concerne le virus de l’hépatite A, ce dernier est détecté dans 32% des coquillages en 
Tunisie (Amri et al., 2011) et aussi sur des dattes au Portugal (Boxman et al., 2012).  
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La plus grande persistance du génome viral en comparaison avec l’infectiosité pose la 
question de l’interprétation d’un signal positif par RT-PCR. 

 

2.6- Interprétation d’un signal positif en génome en termes de danger viral 
 
Si l’obtention d’un résultat négatif par les techniques de biologie moléculaire permet de 
conclure, dans les conditions d’assurance qualité adaptées, à l’absence de virus infectieux, 
l’obtention d’un résultat positif nécessite une analyse plus poussée. Il est alors apparu 
nécessaire pour l’afssa, actuellement anses (agence nationale de sécurité sanitaire de 
l'alimentation, de l'environnement et du travail), de proposer un logigramme d’interprétation 
des résultats positifs par les techniques de biologie moléculaire. Ce logigramme (figure 18) 
est un outil pratique et concret à destination des gestionnaires de risques. 
 

 
Figure 18 : Logigramme d’interprétation d’un résultat positif par les techniques de 

biologie moléculaire (afssa, 2007) 
 

L’anses recommande de conduire en simultané les compléments d’analyse et les 
enquêtes permettant l’appréciation du risque infectieux. La conclusion d’une présence d’un 
danger infectieux est possible à chaque étape et de façon indépendante. Les analyses 
complémentaires à effectuer et qui sont représentées sur la figure 18 sont les suivantes :  
i. Vérifier le respect, ou non, des critères réglementaires microbiologiques et physico-
chimiques pouvant indiquer une contamination microbienne récente. 
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ii. Rechercher des facteurs environnementaux ou technologiques ou encore d’hygiène pouvant 
indiquer l’origine de la contamination virale de l’aliment ou de l’eau, sa date et 
éventuellement la durée d’exposition des denrées ou de l’eau aux virus. 
iii. La prise en compte des données épidémiologiques disponibles peut également permettre 
de caractériser le danger. Exemples : foyers épidémiques dans les populations exposées aux 
aliments ou à l’eau, déclarations d’infection récente chez les préparateurs… 
iv. Afin d’apprécier la probabilité de présence de virus infectieux et donc d’un danger, 
rechercher la présence, dans les lots positifs par RT-PCR (ou PCR pour les virus à ADN), de 
virus entériques infectieux (principalement les entérovirus, éventuellement les réovirus, 
rotavirus, adénovirus, astrovirus, virus de l’hépatite A ; voire les norovirus et sapovirus si des 
modèles cellulaires deviennent disponibles). Une caractérisation indirecte du maintien du 
pouvoir infectieux des virus est possible, en démontrant la présence de bactériophages 
infectieux (bactériophages ARN F-spécifiques et/ou coliphages somatiques).  

 
Ensuite se pose la question de l’interprétation des résultats. L’anses donne les clés 

suivantes :  
Cas 1 : Si au moins l’un de ces items fournit des arguments en faveur d’une contamination 
microbienne récente ou démontre le caractère infectieux du virus incriminé, alors il peut être 
conclu à une probabilité forte de présence d’un danger ou à la présence avérée d’un 
danger. 
Cas 2 : Si l’ensemble de ces items fournit des arguments en faveur de l’absence d’une 
contamination récente et du pouvoir infectieux du virus incriminé, il est possible de conclure à 
une probabilité apparemment faible de présence d’un danger. 
Cas 3 : Si une interrogation subsiste sur les items i. (critères sanitaires microbiologiques ou 
physico-chimiques), ii. (contexte environnemental, technologique ou d’hygiène du 
prélèvement) ou iv. (critères d’infectiosité directs ou indirects) et qu’aucun des items ne 
fournit d’arguments en faveur d’une contamination récente, alors le résultat positif de (RT)-
PCR n’est pas interprétable quant à la présence d’un danger. Néanmoins, dans ce cas, la 
surveillance des denrées (ou de l’eau) et des procédés de production doit être accrue pendant 
la durée qui sera nécessaire pour démontrer la maîtrise durable des éventuelles sources de 
contamination microbienne. 

 
Comme nous l’avons vu précédemment, la présence de génome viral dans l’eau et les 

aliments peut atteindre des taux élevés et son interprétation est complexe. Plusieurs aspects 
doivent être pris en compte lors de l’interprétation des résultats (Stals et al., 2013). 
L’interprétation des résultats de PCR doit tout d’abord se faire d’un point de vue strictement 
technique (D’Agostino et al., 2011), il faut surtout vérifier l’emploi de contrôles négatifs, vu 
la grande sensibilité des méthodes moléculaires et le risque de contamination, et donc de faux 
positifs. Bien que l’utilisation de valeurs seuil ne soit pas idéale car elles peuvent conduire à 
des résultats faussement positifs ou négatifs, le guide MIQE (information minimum pour la 
publication de résultats d’expériences de PCR quantitative en temps réel) recommande de 
considérer les valeurs de Ct supérieures à 40 comme suspectes et de ne pas les rapporter. En 
effet, ces valeurs témoignent d’une faible efficacité de PCR (Bustin et al., 2009).   
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Stals et al. (2013) suggèrent trois approches pour améliorer l’interprétation d’un résultat 
de PCR positif : l’utilisation d’une limite acceptable (ou limite d’acceptation critique), la 
confirmation du résultat positif et le lien entre le résultat positif et la présence d’autres 
organismes fécaux. 

La limite acceptable définit les valeurs maximales ou minimales qui seront acceptées. 
Lowther et al. (2012a) discutent de l’application d’une telle limite pour les taux de norovirus 
détectés dans la nourriture. Les auteurs comparent les taux d’ARN de norovirus présents dans 
des huîtres responsables ou non d’épidémies à norovirus. Ils retrouvent des taux moyens de 
1 048 copies de génome par gramme dans les huîtres responsables d’épidémies contre 
seulement 121 pour les huîtres non impliquées dans une épidémie. Une autre étude montre 
que les huîtres contenant moins de 200 copies de génome de norovirus n’ont vu aucune 
maladie reportée après leur consommation en revanche, les huîtres contenant plus de 1 000 
copies de génome sont significativement reliées avec des cas de maladie (Doré et al., 2010). 
En ce qui concerne le VHA, des taux de 4,9.103 copies de génome pour 25 grammes d’huître 
ont été impliqués dans des épidémies alors qu’aucun cas d’infection n’a été recensé pour des 
huîtres contenant 4,6.102 copies de génomes pour 25 grammes (Woods et Burkhardt, 2010). 
Pouvoir définir une limite acceptable pour les norovirus et le VHA détectés par RT-PCR dans 
les coquillages permettrait donc une interprétation plus aisée d’un résultat de PCR positif. 
L’EFSA a discuté en 2012 de la création d’une limite acceptable en déclarant que cette 
dernière doit être discutée en termes de conséquences aussi bien économiques que sur la santé 
publique. Plus de données doivent être collectées sur la contamination virale et sur différents 
supports (eau, aliments ….) afin de pouvoir définir clairement et utiliser une telle limite. Des 
auteurs suggèrent qu’un résultat positif en génome de norovirus doit être confirmé en 
procédant à une nouvelle RT-qPCR utilisant d’autres amorces et sondes ou par un séquençage 
de l’amplicon obtenu (Baert et al., 2011). 

Le lien entre le résultat de PCR et la présence d’indicateurs de contamination fécale a 
déjà été étudié de nombreuses fois avec des résultats divergeant. Certaines études trouvent 
effectivement un lien entre la présence de norovirus et celle d’indicateurs de contamination 
fécale comme E. coli (Suffredini et al. 2012 ; Lowther et al. 2012b) mais les concentrations 
de norovirus et d’E. coli ne sont pas corrélées. Si les indicateurs bactériens sont retrouvés de 
façon constante en cas de contamination fécale, les norovirus ne sont retrouvés que lors des 
périodes d’épidémies. Il ne semble donc pas y avoir de possibilité de fixer une concentration 
maximale d’E.coli ou d’un autre marqueur de contamination fécale qui soit corrélée au risque 
viral. Des études ont montré un lien entre la présence de norovirus ou d’adénovirus et celle de 
bactériophages F-spécifiques (Allwood et al., 2003 ; Lowther et al., 2008 ; Ogorzaly et al., 
2009). Mais une telle association n’est pas toujours retrouvée (Stals et al. 2011 ; Amri et al. 
2011).  A noter que l’utilisation de virus comme indicateurs de contamination virale est 
aujourd’hui discutée avec les adénovirus humains (Silva et al., 2011).  

 
 

Devant les limites de la culture cellulaire pour détecter tous les virus entériques 
pathogènes infectieux et l’impossibilité de déterminer cette infectiosité par PCR, il apparaît 
donc nécessaire de développer de nouvelles méthodes de détection des virus entériques 
pathogènes dans le milieu hydrique. 
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TROISIEME PARTIE : 
Détection des virus entériques infectieux : méthodes 

en développement et perspectives 
 
Comme nous l’avons détaillé précédemment, les défis majeurs rencontrés lors de l’analyse 
d’échantillons environnementaux sont la faible concentration en particules virales qui impose 
d’utiliser des méthodes sensibles, la présence d’inhibiteurs des méthodes de détection, mais 
aussi l’émergence de nouveaux variants qui nécessite une adaptation des méthodes employées 
et enfin l’absence de corrélation entre la présence de génome viral et l’infectiosité (Gassilloud 
et al., 2003 ; Gensberger et Kostić, 2013). Des méthodes de détection sensibles, spécifiques et 
robustes sont donc nécessaires, après une préparation adéquate de l’échantillon. Devant 
l’incapacité de la culture cellulaire à détecter tous les virus entériques pathogènes et 
l’impossibilité de détecter les virus infectieux par les méthodes de biologie moléculaire, le 
développement de nouvelles méthodes de détection semble essentiel.  

Nous allons tout d’abord nous intéresser aux méthodes associées à la culture cellulaire 
qui permettent d’observer l’infection ou non des cellules par le virus. Les virus entériques 
pathogènes étant constitués uniquement d’une capside et d’un génome, nous nous 
intéresserons ensuite aux méthodes étudiant l’intégrité de la capside et/ou du génome.  
 

1- Méthodes basées sur la culture cellulaire 
 
Comme nous l’avons vu, un virus est qualifié d’infectieux lorsqu’il est capable d’infecter des 
cellules et de s’y répliquer. Les différentes étapes du cycle viral sont l’attachement ou la 
liaison du virus à la cellule hôte, son entrée et sa décapsidation, la production de protéines 
virales, la réplication du génome viral, l’assemblage et la maturation de nouveaux virions et 
enfin leur libération de la cellule infectée. Cette infection de la cellule hôte peut entrainer, ou 
non, l’apparition de lésions sur la cellule ou effet cytopathique (ECP). Avant l’apparition de 
cet ECP, la mise en évidence de l’infection peut se faire par détection du génome ou des 
protéines du virus dans la cellule infectée. Pour toutes ces méthodes, une lignée cellulaire 
permissive au virus étudié reste indispensable. 
 

1.1- Détection de génome viral dans des cellules infectées 
 
La détection et surtout l’augmentation de la quantité de génome viral dans une cellule infectée 
in vitro signe l’infection. En effet, la réplication du génome viral dans la cellule prouve bien 
l’utilisation par ce dernier de la machinerie cellulaire à son avantage et précède l’apparition 
d’un ECP sur la cellule et la libération de virions. La détection de génome viral et son 
augmentation sur quelques jours d’incubation permet donc de connaître plus rapidement le 
statut infectieux du virus par rapport à l’attente d’un ECP. La détection du génome viral dans 
les cellules hôtes peut se faire soit avec une amplification de ce génome par utilisation de la 
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(RT)-PCR, soit par hybridation in situ c'est-à-dire sans amplification. Un cas particulier dans 
les virus entériques pathogènes concerne les adénovirus qui sont des virus à ADN. 
L’expression de leur génome viral implique la transcription de l’ADN en ARNm qui sera 
ensuite traduit en protéines virales par la cellule. L’infectiosité des adénovirus peut donc être 
corrélée à la détection de leur ARNm dans les cellules infectées.  
 

1.1.1- Détection avec amplification : RT-PCR 
 
Cette technique associe la culture cellulaire à la RT-PCR et permet la détection de virus 
entériques pathogènes en seulement quelques jours (Hamza et al., 2011). On parle de culture 
cellulaire couplée à la RT-PCR ou ICC-RT-PCR pour « integrated cell culture-reverse-
transcription-polymerase chain reaction ». Après infection des cellules en culture de nouvelles 
particules virales vont être formées et leur matériel génétique va pouvoir être détecté de façon 
spécifique. La RT-PCR permet ainsi la détection du génome viral dans les cellules infectées. 
Cette méthode permet de diminuer le délai de réponse tout en augmentant la sensibilité de la 
méthode de culture initialement utilisée. La figure 19 présente les étapes de l’ICC-RT-PCR. 
Tout d’abord, l’échantillon est inoculé sur une monocouche de cellules qui sont ensuite lavées 
pour éliminer les particules virales non adhérées aux récepteurs cellulaires. Après quelques 
heures ou quelques jours d’incubation suivant le virus recherché, une extraction des acides 
nucléiques est réalisée sur les cellules et le génome viral est recherché par RT-PCR. La 
quantité de génome viral détecté sera comparée à celle présente immédiatement après 
l’infection (T0). En effet, c’est l’augmentation de la quantité de génome viral qui signe la 
réplication virale et donc l’infection. 
 

 
Figure 19 : Principe de la culture cellulaire couplée à la RT-PCR 

 
Reynolds et al. (1996) ont effectué le premier test d’ICC-RT-PCR pour détecter des 

entérovirus dans le milieu hydrique. Grâce à cette méthode, la présence de virus infectieux 
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peut être confirmée en 24h seulement, comparé à trois jours ou plus par culture cellulaire 
seule. Ce gain de temps est un avantage pour l’analyse des échantillons environnementaux.  

Li et al. (2010b) ont mis au point une technique d’ICC-RT-qPCR pour la détection de 
rotavirus. Les auteurs utilisent ici des cellules MA-104 pour la prolifération virale. Après 
incubation, l’ARN viral est extrait de la monocouche cellulaire et analysé par RT-qPCR. Les 
limites de détection obtenues dépendent de la durée d’incubation. Ainsi, après un jour 
d’incubation la limite de détection est de 2 UFP/mL et cette limite passe à 0,2 UFP/mL après 
deux jours d’incubation. Ces limites sont meilleures que celle obtenue par la culture cellulaire 
seule qui est de 1 UFP/mL après sept jours d’incubation. 

Li et al. (2010b) ont également testé la capacité de cette méthode à différencier les 
particules virales infectieuses et non infectieuses. Ainsi, lors d’une inactivation de rotavirus 
par exposition à une température de 95°C, les quantités de génome détectées par ICC-RT-
PCR chutent rapidement après une minute d’exposition et deviennent indétectables après cinq 
minutes contrairement à la quantité de génome détectée par RT-PCR seule qui reste inchangée 
même après 10 minutes d’exposition à 95°C. D’autres auteurs se sont également intéressés à 
l’utilisation de l’ICC-RT-PCR pour évaluer l’inactivation virale. Ainsi, Blackmer et al. (2000) 
utilisent l’ICC-RT-PCR sur des cellules BGM pour évaluer l’inactivation du poliovirus par le 
chlore. D’après l’analyse par culture cellulaire seule, deux minutes de contact avec 0,5 mg de 
chlore/L entraînent une inactivation complète du poliovirus pour une concentration initiale de 
2,3.102 UFP/mL. En utilisant l’ICC-RT-PCR, les auteurs détectent toujours du virus 
infectieux après 8 minutes de contact avec le chlore. Selon cette méthode, 10 min de contact 
avec le chlore à 0,5 mg/L sont nécessaires pour inactiver totalement le poliovirus. Ces 
résultats d’ICC-RT-PCR sont confirmés par un second passage en culture cellulaire, les 
cellules du premier passage sont lysées et leur surnageant est déposé sur une nouvelle culture 
cellulaire. Cette culture cellulaire en « double passage » permet l’observation d’un ECP même 
après 8 minutes de contact entre le virus et le chlore. La culture cellulaire utilisée seule 
semble surestimer l’inactivation virale et l’ICC-RT-PCR est une méthode sensible et rapide 
pour détecter les virus infectieux après une inactivation au chlore. Li et al. (2009) ont étudié 
quant à eux la résistance du rotavirus aux UV en comparant l’ICC-RT-PCR, la culture 
cellulaire et la RT-qPCR. La culture cellulaire conventionnelle sous-estime ici aussi la dose 
d’UV nécessaire pour obtenir un certain niveau d’inactivation. La RT-qPCR seule n’est pas 
corrélée à l’infectiosité du virus, du génome viral est toujours détecté après l’inactivation de la 
totalité des virions. L’ICC-RT-PCR apparaît comme une méthode plus adaptée que la RT-
PCR classique et plus rapide que la culture cellulaire seule pour estimer la résistance du 
rotavirus aux UV. 
 

En ce qui concerne l’application de l’ICC-RT-PCR à des échantillons 
environnementaux, Chapron et al. (2000) l’utilisent pour détecter des astrovirus, entérovirus 
et adénovirus 40 et 41 lors d’une analyse de 29 échantillons d’eaux de surface. L’ICC-(RT)-
PCR et la culture cellulaire seule sont réalisées sur une lignée cellulaire CaCo-2 pour les 
astrovirus et sur une lignée BGM pour les adénovirus et entérovirus. L’incubation est de 5 
jours à 37°C pour les deux méthodes. Par ICC-(RT)-PCR, les auteurs ont trouvé 51,7% des 
échantillons positifs aux astrovirus, 58,6% positifs aux entérovirus et 48,3% positifs à la 
présence d’adénovirus. La culture cellulaire seule ne détecte que 17% d’échantillons positifs, 
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tous virus confondus. Pour la recherche de rotavirus infectieux dans l’environnement, Li et al. 
(2010b) ont effectué des analyses comparatives sur 24 échantillons d’eaux usées. Des 
rotavirus sont trouvés dans 42% des échantillons en utilisant l’ICC-RT-qPCR contre 21% 
pour la culture cellulaire seule après 2 jours d’incubation. Les concentrations en rotavirus de 
cet effluent ont été estimées entre 1 et 30 UFP/L grâce à l’ICC-RT-PCR. Seulement 12% des 
échantillons sont positifs après analyse par RT-qPCR seule, ce faible pourcentage peut être dû 
à la présence d’inhibiteurs de la RT-qPCR dans les échantillons environnementaux ainsi qu’à 
la faible concentration virale dans l’environnement.  

Ainsi, l’ICC-(RT)-PCR permet d’augmenter la sensibilité de détection des virus 
entériques infectieux par rapport à la culture cellulaire seule lors de l’analyse d’échantillons 
environnementaux. 
 
Cas particulier des adénovirus :  
Comme nous l’avons vu précédemment, les adénovirus sont les seuls virus entériques 
pathogènes ayant un génome à d’ADN. Malheureusement, la culture des adénovirus 40 et 41, 
responsables de gastro-entérites aigües, nécessite 10 à 15 jours d’incubation pour l’obtention 
d’un ECP. Deux méthodes sont possibles avec ces virus, soit pratiquer une ICC-PCR et 
rechercher l’augmentation d’ADN viral, soit pratiquer une ICC-RT-PCR et rechercher la 
présence d’ARNm. 

Ogorzaly et al. (2013a) couplent ainsi la culture cellulaire sur cellules 293A à la qPCR 
afin de détecter des adénovirus humains infectieux. Les cellules de la lignée HEK 293A 
permettent la croissance des adénovirus humains y compris de l’adénovirus 41. Une 
modification est apportée à ce protocole par rapport aux protocoles conventionnels d’ICC-
PCR, il s’agit de l’extraction des acides nucléiques directement à partir des cellules infectées 
sans étape de congélation-décongélation comme cela est habituellement pratiqué. Ce 
protocole permet de détecter des virus infectieux en deux jours au lieu de cinq pour les autres 
protocoles d’ICC-PCR. Les adénovirus infectieux sont détectés grâce à une augmentation de 
la quantité de leur ADN mis en évidence dans les cellules par qPCR. Ainsi, la comparaison 
entre les temps T0 et T48h montre une multiplication par 100 de la quantité d’ADN 
d’adénovirus dans les cellules infectées. Le protocole mis en place permet d’atteindre une 
sensibilité de seulement 1 NPPUC/mL après deux jours d’incubation pour l’adénovirus 2 et 
après seulement un jour pour l’adénovirus 41. Cette méthode peut être appliquée aux 
échantillons environnementaux et permet la détection d’adénovirus aussi bien dans les eaux 
usées que les eaux de rivière. Ainsi, après deux jours d’incubation, 8 échantillons sur 8 sont 
positifs aux adénovirus pour une eau usée en entrée de station d’épuration et 6 sur 8 sont 
positifs pour de l’eau usée traitée. En ce qui concerne l’eau de rivière, 9 échantillons sur 10 
sont positifs aux adénovirus. Pour la détection d’adénovirus dans les huîtres, Riggotto et al. 
(2005) ont comparé trois méthodes sur des échantillons artificiellement contaminés : la PCR 
conventionnelle, la nested-PCR et l’ICC-PCR. La nested-PCR est composée de deux PCR 
successives, avec deux couples d’amorces différents. Cette technique permet d’augmenter la 
spécificité et la sensibilité mais augmente aussi le risque de contamination. La limite de 
détection trouvée par les auteurs pour la PCR conventionnelle et la nested-PCR est de 1,2.102 
UFP/gramme de tissus. Cette limite passe à 1,2 UFP/gramme de tissus pour l’ICC-PCR après 
3 jours d’incubation. L’ICC-PCR augmente donc la sensibilité de détection des adénovirus 
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dans les huîtres. Les auteurs ont également démontré la possibilité d’application de cette 
méthode à des échantillons environnementaux. 

L’infectiosité des virus à ADN peut aussi être déterminée par la détection d’ARNm 
viral dans les cellules hôtes. Une étape importante de cette détection est l’ajout d’une DNase 
afin d’éliminer l’ADN viral et de ne détecter que l’ARNm lors de la RT-PCR. Cette technique 
a été développée pour permettre la détection de souches de laboratoire d’adénovirus humains 
infectieux de type 2 et 41 (Ko et al., 2003). Les adénovirus inactivés par le chlore ou les UV 
sont toujours détectés par PCR classique mais comme ils n’infectent pas les cellules, il n’y 
aura pas de production d’ARNm et donc pas de détection par RT-PCR. Les auteurs détectent 
ici de l’ARNm d’adénovirus 2 dès six heures d’incubation après l’infection de 107 cellules par 
106 unités infectieuses. Cette détection d’ARNm est corrélée avec la présence de virus 
infectieux prouvée par culture cellulaire et observation d’un effet cytopathique. La détection 
de l’ARNm est beaucoup plus rapide que la culture cellulaire seule. Ainsi, après 24 heures 
d’incubation l’ARNm de l’adénovirus 41 est détecté pour une concentration de 106 unités 
infectieuses pour 107 cellules. Une incubation de trois jours permet de détecter des taux aussi 
faibles que cinq unités infectieuses d’adénovirus 41 pour une flasque contenant 107 cellules de 
la lignée HEK 293 (Ko et al., 2005). Rodríguez et al. (2013) ont réalisé une quantification de 
l’ARNm d’adénovirus 41 par ICC-RT-qPCR pour des échantillons d’eau usée. Des résultats 
positifs étaient observables dès trois jours alors que la culture cellulaire seule nécessite plus 
de 14 jours. Dans le cas des adénovirus, la détection de l’ARNm viral permet donc révéler la 
présence de virus infectieux dans les échantillons environnementaux. 

Globalement, l’ICC-RT-PCR serait un peu moins sensible que l’ICC-PCR qui permet la 
détection d’une seule unité infectieuse par flasque en deux jours pour l’adénovirus 2 et en un 
seul jour pour l’adénovirus 41 (Ogorzaly et al., 2013a). La détection de l’ARNm d’adénovirus 
présente par contre l’avantage de ne pas nécessiter de comparaison par rapport à une valeur 
obtenue à T0, la présence d’ARNm d’adénovirus révèlant l’infectiosité des virus.  
 
 

L’ICC-(RT)-PCR est aujourd’hui décrite pour la détection d’un grand nombre de virus 
entériques pathogènes dans le milieu hydrique : entérovirus, rotavirus, virus de l’hépatite A, 
astrovirus, réovirus et adénovirus (Hamza et al., 2011). Cette méthode permet de diminuer le 
temps nécessaire à la détection de virus infectieux. Cependant, elle est coûteuse et l’étape de 
culture cellulaire limite le nombre de virus pouvant être détectés par cette méthode. Le 
couplage de la culture cellulaire à la PCR ne permet pas à l’heure actuelle de quantifier les 
virus infectieux, il permet uniquement de conclure à la présence ou absence de virus 
infectieux dans un échantillon de façon plus rapide et plus sensible que la culture cellulaire 
utilisée seule. La prochaine étape d’évolution de ce type de méthode serait de pouvoir 
quantifier les particules virales infectieuses. 
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1.1.2- Détection de génome viral dans des cellules infectées par hybridation in situ 
 
L’hybridation in situ permet la détection du génome viral dans les cellules hôtes sans 
appliquer d’étape d’amplification. Cette détection est réalisée par l’hybridation d’un 
oligonucléotide marqué au génome viral, une émission de fluorescence sera alors détectée 
dans les cellules infectée. Ici ce sont des cellules fluorescentes qui seront observées après 
infection par le virus en utilisant la microscopie à épifluorescence ou la cytométrie en flux. 
Des sondes moléculaires (ou molecular beacons) sont utilisées, elles sont caractérisées par une 
structure en épingle à cheveux comportant un fluorochrome ou reporter à une extrémité et un 
quencher à l’autre extrémité. Tant que la sonde ne s’est pas hybridée à sa séquence cible, le 
quencher absorbe la fluorescence du reporter par un transfert d’énergie de type FRET. 
Lorsque la sonde s’hybride à la cible, elle s’ouvre, ce qui provoque un éloignement du 
quencher et du reporter. Le principe de cette méthode est présenté sur la figure 20. Après 
l’infection de la cellule par le virus, un traitement lui sera appliqué afin de rendre sa 
membrane perméable aux sondes moléculaires. 
 

 
Figure 20 : Principe des sondes moléculaires (d’après Ganguli et al., 2011) 

 
La première utilisation de sondes moléculaires pour la détection de virus entériques a 

été réalisée par Yeh et al. (2008a) pour la détection du VHA sur des cellules FRhK-4 par 
microscopie à épifluorescence. Dans cette étude, une sonde moléculaire ciblant une région 
spécifique de 20 paires de bases de la région 5’ non codante du VHA a été utilisée. La sonde 
moléculaire est internalisée dans la cellule par action de Triton X-100 à 0,1%, ce détergent 
permet la perméabilisation des membranes cellulaires. Les auteurs détectent une particule 
virale infectieuse pour 0,5 mL après six heures d’incubation. Cet essai a permis de diviser par 
32 le temps de détection par rapport à la culture cellulaire seule qui nécessite huit jours 
d’incubation, tout en gardant une capacité quantitative similaire. Les auteurs ont aussi montré 
que lorsqu’ils utilisent une sonde moléculaire non spécifique d’une séquence cible, la 
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fluorescence observée est nulle. Cependant, un problème se pose lorsqu’une surveillance à 
long terme de la réplication virale est nécessaire, de faux positifs peuvent alors être observés. 
Ceci peut être dû à la faible demi-vie de ces sondes qui est d’environ 30 minutes et s’explique 
par leur dégradation rapide par les nucléases cellulaires. Pour remédier à ce problème, une 
sonde moléculaire résistante aux nucléases a été développée (Yeh et al., 2008b), elle contient 
des bases modifiées par greffage de groupements 2’ O-méthyl et des liaisons 
phosphorothioate internucléotidiques ce qui augmente sa résistance vis-à-vis des enzymes 
cellulaires. Afin d’améliorer l’internalisation de la sonde moléculaire, celle-ci peut être 
couplée à un peptide TAT qui dérive du VIH et qui est capable de pénétrer dans les cellules. 
Ce peptide permet de surmonter la barrière lipophile des membranes cellulaires et de faire 
entrer des molécules dans les cellules. Le couplage à ce peptide TAT permet une 
internalisation d’environ 100% des sondes moléculaires en 15 minutes dans des cellules BGM 
(Yeh et al., 2008b). Ganguli et al. (2011) ont mis au point une sonde moléculaire couplée à un 
peptide TAT pour la détection du norovirus murin 1  (MNV-1) utilisé comme modèle du 
norovirus humain. Cette méthode permet la détection d’une seule particule virale infectieuse 6 
heures seulement après l’infection, soit une diminution d’un facteur 12 du temps 
habituellement nécessaire pour la détection et la quantification de ce virus par comptage des 
plages de lyse. Dunams et al. (2012) ont réalisé une étude sur la détection de l’adénovirus 
humain de sérotype 2 et des échovirus grâce à des sondes moléculaires résistantes aux 
nucléases et couplées à un peptide TAT. Des cellules A549 sont infectées simultanément par 
ces deux virus avec et la détection se fait par microscopie à épifluorescence. Les auteurs 
détectent une particule virale infectieuse d’adénovirus après seulement sept heures 
d’incubation et 100 particules infectieuses après seulement deux heures. Les résultats 
montrent que la majorité des cellules sont contaminées par les deux virus. Les sondes 
moléculaires couplées à une détection par microscopie à épifluorescence permettent ainsi de 
suivre en temps réel l’infection des cellules par un virus.  

La cytométrie en flux permet également de détecter les cellules infectées marquées par 
une sonde moléculaire. Cette technique permet de faire défiler des particules ou cellules à 
grande vitesse dans le faisceau d’un laser, en les comptant et en les caractérisant. La lumière 
réémise soit par diffusion soit par fluorescence permet de classer la population cellulaire selon 
plusieurs critères comme la taille ou l’émission de fluorescence et de la trier. C’est une 
méthode rapide qui permet la détection à haut débit et la quantification des cellules infectées 
pour de nombreuses populations cellulaires. Sivaraman et al. (2013) couplent la cytométrie en 
flux à une sonde moléculaire liée à un peptide TAT pour la détection de cellules BGM 
infectées par du poliovirus. Une fluorescence est détectée dès 30 secondes après l’infection. 
La sensibilité de la méthode permet de détecter une cellule infectée pour 10 000 cellules 
observées. Cette méthode a donc un grand potentiel, elle permet la détection de cellules 
infectées par un inoculum contenant une très faible concentration en virus et elle peut être 
automatisée contrairement à la microscopie à épifluorescence. Cependant, elle reste encore 
coûteuse et nécessite des opérateurs formés à son utilisation. 

Toutes ces études utilisant les sondes moléculaires ont établi une corrélation entre le 
nombre de particules virales infectieuses et le nombre de cellules infectées. 
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1.2- Détection de protéines virales dans les cellules infectées 
 
Les protéines virales nouvellement formées dans une cellule infectée peuvent également 
signer l’infectiosité virale. Deux types de protéines peuvent être recherchés : les protéines 
structurales et les protéines non structurales. Toutes les protéines virales incorporées dans la 
particule virale sont considérées comme des protéines de structure, même pour celles ne 
participant pas à la morphologie ou à la stabilité de la particule, on y retrouve donc entre 
autres les protéines de capside. Les protéines non structurales sont des protéines qui sont 
exprimées dans la cellule infectées mais qui ne seront pas incorporées dans la particule virale 
nouvellement formée. 
 

1.2.1- Détection de protéines virales structurales 
 

La détection des protéines structurales virales dans la cellule hôte infectée fait appel à 
des anticorps spécifiques à ces protéines, marqués par un colorant fluorescent. On parle alors 
d’immunofluorescence assay ou IFA.  

Dès 1982, des auteurs décrivent cette technique d’immunofluorescence pour la 
détection de rotavirus infectieux dans les eaux usées (Smith et Gerba, 1982), la détection se 
fait par microscopie à épifluorescence. La réplication des virus s’effectue sur des cellules 
MA104. C’est une immunofluorescence dite indirecte qui est employée ici, c'est-à-dire que 
deux anticorps différents sont utilisés. L’internalisation des anticorps se fait après fixation des 
cellules au méthanol à -4°C pendant cinq minutes puis leur réhydratation par du PBS et ajout 
des anticorps. Le premier anticorps est obtenu après immunisation d’un cochon d’Inde à une 
souche de rotavirus SA11 (souche simienne). Cet anticorps reconnait les rotavirus simiens, 
humains, bovins et porcins. Le second anticorps est une immunoglobuline de chèvre « anti-
cochon d’Inde » marquée avec de l’isothiocyanate de fluorescéine qui se fixera sur le premier 
anticorps et permettra la détection des cellules infectées après exposition à une lumière de 450 
à 490 nm de longueur d’onde. L’immunofluorescence permet ici la détection de très faibles 
concentrations allant jusqu’à 10 particules virales infectieuses par litre après 24 heures 
d’incubation. Cette méthode est aussi utilisée pour la détection de réovirus (Ridinger et al., 
1982), elle permet de détecter des concentrations de l’ordre de 104 particules virales 
infectieuses par litre. L’efficacité de l’essai dépend de la sensibilité de la lignée cellulaire 
utilisée vis-à-vis des réovirus. L’IFA permet une détection plus sensible, mais aussi plus 
rapide que la culture cellulaire seule avec une détection des réovirus dès 10 heures 
d’incubation contre quatre à sept jours pour la culture cellulaire. Plus récemment, l’IFA a été 
décrite pour la détection d’adénovirus humains infectieux des sérotypes 2 et 41 et du 
polyomavirus JC dans des échantillons d’eaux usées et d’eau de rivière (Calgua et al., 2011). 
Cette étude compare l’IFA aux autres techniques couramment utilisées : méthode des plages 
de lyse, détermination du titre infectieux en TCID50, qPCR. L’IFA se révèle plus sensible 
pour la détection des particules virales infectieuses que les autres méthodes utilisant la culture 
cellulaire. Elle donne des résultats négatifs après inactivation du virus par les UV ou la 
chaleur prouvant bien sa capacité à ne détecter que les particules virales infectieuses. La 
lecture optimale s’effectue au quatrième jour pour l’adénovirus humain de sérotype 2 et au 
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bout de huit jours pour l’adénovirus 41 et le polyomavirus. L’IFA possède une sensibilité de 
détection des adénovirus 10 fois supérieure à celle obtenue par les méthodes de culture 
cellulaire.  

Comme pour les sondes moléculaires vues précédemment, la détection de 
l’immunofluorescence peut également être réalisée par cytométrie en flux. Barardi et al. 
(1998) et Abad et al. (1998) utilisent la cytométrie en flux pour détecter des cellules CaCo-2 
et MA-104 contaminées par du rotavirus. Cette méthode permet de détecter la présence de 
rotavirus infectieux dans l’environnement tout en étant rapide même pour les virus à 
croissance lente. Cette méthode permet la détection de rotavirus dans des échantillons 
environnementaux aussi bien que dans des échantillons cliniques (Abad et al., 1998). Pour la 
détection d’adénovirus, des auteurs ont utilisé des anticorps marqués dirigés contre l’hexon 
qui est une protéine de la capside (Li et al., 2010a). La détection de quantités aussi faibles 
qu’une unité infectieuse par puits contenant 3.105 cellules HEK-293A est possible après trois 
jours d’incubation pour des adénovirus des sérotypes 2, 5 et 41.  

 
L’immunofluorescence associée à la culture cellulaire est donc une méthode rapide, 

sensible, spécifique et standardisable pour la détection des virus infectieux dans les 
échantillons d’eau, elle reste cependant coûteuse du fait de l’utilisation d’anticorps 
spécifiques du virus recherché. 
 

1.2.2- Détection de protéines virales non structurales 
 
Pour se libérer du besoin d’anticorps coûteux, des étapes laborieuses d’immunomarquage et 
de la difficulté d’obtenir l’internalisation de l’anticorps dans la cellule, un système de FRET 
ou Transfert d’énergie par résonnance en fluorescence a été décrit par Hwang et al. (2006) 
pour la détection de protéines virales non structurales. Le principe est identique à celui décrit 
pour la PCR en temps réel , mais ici le FRET s’effectue entre deux protéines, la CFP (Cyan 
Fluorescent Protein) et l’YFP (Yellow Fluorescent Protein). Une interruption du FRET entre 
ces deux protéines a lieu après action de la protéase virale, elle indique donc la synthèse de 
cette protéase virale et l’infection de la cellule (figure 21). La cellule infectée émet alors une 
fluorescence à 475 nm. 
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Figure 21 : Principe du FRET appliqué à la détection d’une protéase virale dans des 

cellules infectées (d’après Hamza et al., 2011) 

 
Hwang et al. (2006) détectent des entérovirus infectieux en utilisant des cellules BGMK 

modifiées génétiquement pour exprimer un peptide qui sera clivé par la protéase virale 2A. 
Cette protéase 2A entre en activité lors de l’infection virale et clive le peptide provoquant 
l’émission de fluorescence. La fluorescence émise dans la cellule infectée et détectée par 
microscopie à épifluorescence. Ce couplage FRET-microscope à épifluorescence permet une 
détection rapide, en 7,5 heures, de faibles quantités allant jusqu’à moins de 10 unités 
infectieuses d’entérovirus pour 105 cellules BGMK. Cette technique de FRET possède un 
même niveau de sensibilité que la technique de culture cellulaire avec comptage des plages de 
lyse (Hwang et al., 2007), elle est rapide et permet la détection de faibles quantités de virus 
infectieux. 

La cytométrie en flux peut aussi être utilisée pour la détection de la fluorescence 
(Cantera et al., 2010). Ici les auteurs utilisent également des cellules BGMK exprimant une 
protéine CFP reliée à une protéine YFP par un site de clivage. Ce site est reconnu par la 
protéase du poliovirus. La combinaison à la cytométrie en flux permet de déterminer le 
nombre de cellules infectées présentant une augmentation du rapport CFP/YFP. Après 
seulement cinq heures post-infection, un nombre significatif de cellules est déjà détecté par la 
cytométrie en flux. Pour démontrer le potentiel de cette méthode appliquée à l’environnement, 
des échantillons d’eau avec un titre connu en poliovirus 1 ont été analysés. L’essai, basé sur 
l’association FRET-cytométrie en flux, montre un niveau de sensibilité semblable à un essai 
de culture cellulaire seule. 
 

1. 3- Détection de modifications cellulaires lors de l’infection virale 
 
Lors de l’infection d’une cellule par un virus, celle-ci va subir différentes modifications. Ces 
modifications peuvent être recherchées par spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 
ou FTIR. La FTIR est basée sur l’absorption d’un rayonnement par un échantillon déposé sur 
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un cristal faiblement absorbant avec un indice de réfraction élevé. Le faisceau infrarouge va 
pénétrer le cristal et être réfléchi plusieurs fois à l’interface cristal-échantillon. A chaque 
réflexion, le faisceau pénètre sur une courte distance dans l’échantillon en provoquant des 
vibrations caractéristiques des liaisons chimiques de l’échantillon. C’est donc une réelle 
signature chimique de l’échantillon qui est obtenue sous la forme de spectres infrarouges. La 
figure 22 présente le principe de cette méthode d’identification qui peut être qualitative et 
quantitative. 
 
Un protocole associant la FTIR à la culture cellulaire a été utilisé par Lee-Montiel et al. 
(2011) pour détecter l’infection de cellules BGMK par le poliovirus. L’absorbance spécifique 
suit les changements des composants cellulaires (lipides, protéines, acides nucléiques, sucres) 
après infection par le virus. Différents titres infectieux compris entre 0 à 106 UFP/mL ont été 
testés avec un suivi sur une à 12 heures post-infection. Si les premiers changements de spectre 
suite à l’infection sont observés dès deux heures d’incubation, les meilleures performances 
sont obtenues après huit heures d’incubation et permettent une meilleure prédiction du titre 
viral. Des modèles de régression ont été développés afin de corréler les changements de 
spectre avec la durée de l’infection, les meilleurs résultats sont obtenus pour une observation 
réalisée 8 heures post-infection. Les auteurs ont remarqué que la mesure spectroscopique des 
changements des composants cellulaires est plus précise pour de faibles concentrations virales 
de l’ordre de 101 à 102 UFP/mL, le processus d’infection virale y est sûrement plus uniforme. 
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Figure 22 : Principe de la FTIR couplée à la culture cellulaire (d’après Lee-Montiel et al. 

2011) 

 
Cette méthode permet une détection des virus infectieux par les changements qu’ils entrainent 
dans leur cellule hôte. Cependant, si elle permet de conclure à l’infection ou non de la cellule 
hôte, elle ne permet pas l’identification du virus. 
 

1.4- Adhésion virale sur cellules permissives  
 
La fixation du virus à un récepteur viral cellulaire est la première étape de l’infection, elle 
peut donc être utilisée pour la détection de particules virales infectieuses. Seules les particules 
virales avec une capside fonctionnelle devraient se fixer à la cellule hôte. 

Les particules virales sont mises en contact de cellules permissives, des lavages sont 
ensuite effectués pour éliminer les particules virales non adhérées aux cellules et la détection 
des virus adhérés aux cellules est réalisée par RT-PCR. Seules les particules virales ayant 
adhéré à leur cellule hôte, considérées comme potentiellement infectieuses sont alors 
détectées. Li et al. (2011) ont étudié l’adhésion du norovirus murin 1 (MNV-1) sur les lignées 
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cellulaires RAW 264.7 et GD1a, ainsi que celle du norovirus humain sur des cellules Caco-2 
et des cellules de mucine gastrique de porc. La liaison sur BSA (albumine de sérum de bœuf) 
est également testée pour évaluer la liaison non spécifique. Les auteurs notent une meilleure 
discrimination de l’infectiosité grâce à la liaison cellulaire. En effet, les quantités de génome 
de MNV-1 détectées après adhésion sur cellules hôtes sont inférieures de deux log10 à celles 
détectées par RT-PCR seule. Le nombre de copies de génome détectées après adhésion sur 
cellules hôtes est supérieur d’un log10 à la quantité de virus infectieux trouvée par culture 
cellulaire. En ce qui concerne le norovirus humain, la quantité de génome détectée après 
adhésion sur cellules hôtes est inférieure de deux à trois log10 à celle détectée par RT-PCR 
seule. Les auteurs ont ensuite comparé le taux d’adhésion sur cellules hôtes, la culture 
cellulaire et la RT-PCR après exposition soit à un traitement thermique de 70°C pendant trois 
minutes, soit au peroxyde d’hydrogène (H2O2) à 2,1% pendant cinq minutes. Ils observent une 
diminution du titre de MNV-1 supérieure à 6 log10 par culture cellulaire, alors que la 
diminution mesurée par RT-PCR et adhésion sur cellules hôtes est inférieure à 3 log10. La 
comparaison entre l’adhésion sur cellules hôtes et sur BSA montre toutefois qu’il y a une plus 
forte diminution de la liaison spécifique par rapport à la liaison non spécifique après 
inactivation, quel que soit le traitement employé.  

L’étude de l’adhésion du virus à sa cellule hôte pourrait permettre de s’approcher de 
l’étude de l’infectiosité virale. En revanche, l’adhésion à la cellule n’est que la première étape 
de l’infection, elle n’est donc pas le reflet stricte de la capacité du virus à se multiplier dans sa 
cellule hôte et peut, de par ce fait, entraîner une surestimation de l’infectiosité. 
 

Les méthodes associées à l’infectiosité sur culture cellulaire se révèlent intéressantes 
notamment en termes de rapidité et de sensibilité de détection, mais elles ne permettent pas de 
détecter des virus importants en santé publique tels que les norovirus et nécessitent la mise en 
œuvre de techniques de culture cellulaire. 

2- Evaluation de l’intégrité de la capside virale 
 
L’intégrité de la capside peut constituer une approche pour estimer l’infectiosité des particules 
virales. Cette intégrité peut être définie de deux façons, soit il s’agit de son intégrité de 
structure et donc de son rôle de protection du génome viral, soit il peut s’agir de l’intégrité de 
ses fonctions antigéniques. Nous allons tout d’abord nous intéresser à l’intégrité de la 
structure de la capside avec l’utilisation de traitement enzymatique et d’agents intercalants, 
puis nous étudierons les méthodes qui s’intéressent aux fonctions antigéniques de cette 
capside. 
 

2.1- Traitement enzymatique 
 
Une des méthodes d’évaluation de l’intégrité de la capside virale est basée sur l’application 
d’un traitement enzymatique avant détection du génome viral. Deux enzymes peuvent être 
utilisées, une protéase qui va s’attaquer aux capsides fragilisées et une RNase capable de 
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dégrader le génome libre ou contenu dans des particules aux capsides fragilisées. Les capsides 
des virus intacts sont supposées ne pas être endommagées par les enzymes, le génome reste 
donc intact et peut ensuite être détecté par RT-PCR. Le principe de ce traitement enzymatique 
est présenté sur la figure 23. 
 

 
Figure 23 : Principe du traitement enzymatique avant détection par PCR 

 
Nuanualsuwan et Cliver (2002) furent les premiers à proposer un traitement 

enzymatique d’échantillons contenant des virus entériques pathogènes. Les auteurs ont évalué 
ce traitement sur des échantillons contaminés par du virus de l’hépatite A, du poliovirus 1 et 
un calicivirus félin avec un titre initial d’environ 103 UFP/mL. Les virus ont été inactivés par 
trois traitements : la température avec une exposition à 72°C pendant 56 secondes pour le 
VHA, 17 s pour le poliovirus et 23 s pour le calicivirus, les UV avec des doses de 252 
mWs/cm2, 180 mWs/cm2 et 357 mWs/cm2 et l’hypochlorite de sodium à des valeurs de CT 
(concentration x temps de contact) de 21 mg/L.min, 2,15 mg/L.min et 1,2 mg/L.min. Ces 
traitements entrainent une inactivation complète des échantillons soit une perte de trois log10 
en infectiosité. Le traitement des échantillons par une protéinase K et une ribonucléase 
pendant 30 minutes à 37°C aboutit à des résultats négatifs par RT-PCR. Les mêmes auteurs, 
en 2003, montrent que ce traitement enzymatique se révèle utile pour des Picornaviridae 
comme le virus de l’hépatite A et le poliovirus 1, ainsi que pour un calicivirus félin inactivés 
après une exposition à 72°C entraînant une perte de trois log10 en infectiosité. Par contre, 
l’inactivation de ces mêmes virus par une température de 37°C provoquant également une 
perte de trois log10 en infectiosité n’entraîne pas de diminution du signal par RT-PCR 
(Nuanualsuwan et Cliver, 2003). Ainsi, cette méthode enzymatique ne semble pas applicable 
pour des échantillons environnementaux dans lesquels les virus entériques sont exposés à des 
températures généralement inférieures à 37°C.  

Pecson et al. (2009) ont étudié l’inactivation par la chaleur à 72°C, l’oxygène singulet 
ou les radiations UV d’un bactériophage utilisé comme modèle des virus entériques, le phage 
MS2. En partant d’un échantillon contenant 1010 UFP/mL et après une exposition de trois 
minutes à 72°C, les auteurs n’observent pas de diminution du nombre de copies de génome 



79 
 

détectées par RT-qPCR. En revanche, la culture cellulaire révèle une perte d’infectiosité 
supérieure à 8 log10. L’application d’un traitement par RNase avant la RT-PCR permet quant 
à lui de diminuer la quantité de génome détectée de 5,2 log10 au maximum par rapport à la 
RT-qPCR seule. Après une inactivation par exposition à l’oxygène singulet à une 
concentration de 4.10-12 mol/L, la perte de matériel génétique reste inférieure à 4 log10 même 
après une exposition de 180 minutes alors que la perte d’infectiosité relevée par culture 
cellulaire est totale soit environ 10 log10. La quantité de génome détectée reste la même avec 
ou sans traitement enzymatique. L’exposition aux UV à une dose de 5900 J/m2 entraine une 
perte d’infectiosité supérieure à 8 log10, la perte au niveau du matériel génétique trouvée par 
la RT-qPCR seule est de l’ordre de 2 log10 et passe à 4 log10 lorsqu’il y a traitement 
enzymatique. Pour les auteurs, l’ajout d’un traitement enzymatique par une RNase permettrait 
de diminuer la quantité de génome détectée par rapport à la RT-qPCR seule. Baert et al. 
(2008) ont travaillé sur un modèle du norovirus humain, le norovirus murin 1 (MNV-1) à une 
concentration initiale de 107 équivalent UFP/mL. A la différence de Pecson et al. (2009), ils 
n’observent pas de diminution de la quantité de génome de ce virus après exposition à une 
température de 80°C pendant au minimum 150 secondes et application d’un traitement 
enzymatique par protéinase K et RNase. Une forte concentration en génome, supérieure à 106 
équivalents UFP/mL, est toujours détectée alors qu’aucune particule virale infectieuse n’est 
mise en évidence par culture cellulaire.  

Pecson et al. (2009) ont appliqué le traitement enzymatique à des échantillons d’eau du 
lac de Genève. Après une filtration sur une membrane de 0,45 µm de porosité, les échantillons 
d’eau du lac ont été artificiellement contaminés par 108 UFP/mL de bactériophage MS2. Ces 
échantillons ont ensuite été exposés aux UV à une dose de 3200 J/m2. Une solution tampon 
contenant 108 UFP de MS2 par mL est utilisée comme témoin. Les auteurs relèvent que bien 
que la perte d’infectiosité soit totale, la quantité de génome détectée par RT-qPCR avec ou 
sans traitement enzymatique ne diffère pas entre les échantillons et le témoin. Les constantes 
des vitesses d’inactivation pour la RT-qPCR avec et sans traitement enzymatique ne sont pas 
différentes significativement entre les échantillons et le témoin. Le traitement enzymatique 
par RNase permet de diminuer de façon identique les quantités de génome détectées dans le 
témoin de laboratoire et dans les échantillons environnementaux. Les auteurs concluent que 
les résultats obtenus en laboratoire avec le traitement par RNase suivie par une RT-qPCR 
semblent directement transférables aux échantillons environnementaux.  

Li et al. (2012) ont comparé l’utilisation de RNases et la liaison à la cellule hôte avant 
détection par RT-PCR pour la détection de MNV-1. La lignée cellulaire RAW 264.7 était 
utilisée pour l’évaluation de la liaison cellulaire. Après inactivation à la chaleur à 70°C ou 
85°C pendant deux minutes, la quantité de génome détectée est plus faible suite au test 
d’adhésion sur cellule hôte qu’après traitement avec une RNase. Les auteurs concluent qu’il 
est préférable de s’intéresser au maintien des fonctions de la capside plutôt qu’à son intégrité. 

 
Un traitement enzymatique appliqué avant extraction du génome viral et quantification 

par (RT)-PCR permet dans certains cas de diminuer la quantité de génome détectée, mais 
cette diminution n’est pas équivalente à la perte d’infectiosité. Ce type de traitement peut 
toutefois s’avérer intéressant pour des traitements puissants provoquant des dégâts majeurs au 
niveau de la capside. Par contre, l’utilisation d’un traitement enzymatique semble 
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difficilement applicable à la détection de virus entériques infectieux dans des échantillons 
environnementaux. 
 

2.2- Agents intercalants 
 
Des travaux récents se sont intéressés à l’utilisation d’agents intercalants pour l’estimation de 
l’intégrité de la capside virale. Les agents intercalants utilisés pour ces expérimentations sont 
l’éthidium-monoazide (EMA) et le propidium-monoazide (PMA). Lorsque ces molécules sont 
fixées au génome, elles inhibent son amplification et donc sa détection par PCR. Ces 
molécules ont tout d’abord été expérimentées sur des bactéries et protozoaires. Le principe 
d’action de ces agents intercalants pour la distinction entre virus endommagés et virus 
infectieux est présenté sur la figure 24. Ces agents intercalants seraient capables de pénétrer 
dans les particules virales uniquement si leur capside est endommagée. Ils se lient ensuite aux 
acides nucléiques par une liaison rendue covalente par photoactivation (Fittipaldi et al., 2012). 
Cette fixation covalente au génome empêche ensuite sa dénaturation lors de la PCR et le rend 
indétectable. La distinction entre virus infectieux et non infectieux est alors basée sur 
l’intégrité de la capside. La liaison covalente de l’agent intercalant aux acides nucléiques se 
fait par exposition à la lumière. Un groupement azide est alors convertit en radical hydrogène 
hautement réactif (DeTraglia et al., 1978) qui réagit avec toutes les molécules organiques à sa 
proximité. La réaction avec l’ADN ou l’ARN est supposée se produire avec une grande 
probabilité vu la proximité spatiale entre l’agent intercalant et le génome. Il a été prouvé que 
cette modification inhibe fortement l’amplification du génome (Nocker et al., 2006 ; Rudi et 
al., 2005). De plus, l’excès d’agent intercalant réagit avec les molécules d’eau et n’est plus 
réactif ce qui prévient une éventuelle réaction avec les acides nucléiques lors de l’extraction 
du génome des virus intacts (Graves et al. 1981 ; Nocker et Camper, 2009). 
 

 
Figure 24 : Mode d’action des agents intercalant EMA ou PMA  

(d’après Nocker et al., 2006). 
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Le PMA et l’EMA ont été tout d’abord utilisés pour la détection de bactéries et de 
protozoaires infectieux. Rudi et al. (2005) utilisent l’EMA-PCR pour la détection de 
Campylobacter jejuni. La quantification des bactéries vivantes et mortes par cette méthode est 
fiable quelles que soient les conditions testées : échantillons environnementaux, survie sur les 
aliments, survie après désinfection ou traitement antibiotique. Par contre, Flekna et al. (2007) 
qui utilisent l’EMA-PCR pour la détection de Campylobacter jejuni et Listeria 
monocytogenes notent que l’utilisation de l’agent intercalant sous-estime la viabilité des 
bactéries par rapport aux méthodes de culture. L’EMA serait capable de pénétrer dans des 
bactéries viables. Nocker et al. (2007) testent la PMA-PCR sur un mélange de communautés 
bactériennes, comprenant des cellules intactes et non intactes. Ils concluent que l’utilisation 
du PMA peut se faire sur des échantillons environnementaux et qu’il inhibe l’amplification de 
l’ADN des bactéries non viables. En revanche, le PMA ne pourrait pas être utilisé pour 
évaluer la viabilité bactérienne après exposition aux UV qui provoquent des dommages au 
niveau de l’ADN sans affecter directement la paroi bactérienne (Nocker et al., 2007). 
L’utilisation du PMA couplé à une qPCR pour la détection de Bacteroides fragilis permet de 
fournir des informations plus précises que la PCR seule sur la prédiction du risque sanitaire lié 
à une contamination fécale (Bae et Wuertz, 2009). Le PMA a aussi été employé pour 
déterminer la viabilité d’oocystes de Cryptosporidium (Brescia et al., 2009). L’agent 
intercalant pénètre ici uniquement dans les oocystes morts et empêche l’amplification de leur 
ADN par PCR.  

Quelques études se sont intéressées à la possibilité de transposer cette méthode aux 
virus. Graiver et al. (2010) ont étudié ainsi le taux de survie du virus de la grippe aviaire dans 
l’eau en comparant la culture cellulaire avec un titrage des virus infectieux et la RT-qPCR 
avec ou sans prétraitement par l’EMA. La culture cellulaire donne des titres beaucoup plus 
faibles que la PCR et aucune différence significative n’est observée entre les quantités de 
génome détectées par qPCR avec ou sans prétraitement par EMA. L’EMA semble ici 
incapable de discriminer les particules virales infectieuses et non infectieuses. Ceci peut être 
lié à un problème d’entrée de l’agent intercalant dans le virus ou à un défaut de fixation sur le 
génome viral. Cette dernière hypothèse semble exclue car l’utilisation d’EMA sur du génome 
extrait entraine bien une absence de détection de l’ARN viral. Cependant les auteurs 
soulignent le fait que l’ARN extrait peut avoir formé des structures secondaires voire des 
brins doubles partiels en solution, facilitant la liaison de l’agent intercalant. Ainsi, l’EMA 
pourrait se fixer sur l’ARN en solution mais être incapable de se fixer sur le génome à 
l’intérieur de capsides inactivées du virus de la grippe aviaire.  

 
La première utilisation du PMA sur des virus entériques est décrite par Parshionikar et 

al. (2010). Les expérimentations sont réalisées sur le coxsackievirus B5, le poliovirus, 
l’échovirus 7 et le norovirus humain exposés à des traitements thermique à 72, 37 et 19°C ou 
à l’hypochlorite de sodium. Les échantillons étudiés contiennent tous une concentration en 
virus de 103 UFP/mL. Lors de l’inactivation à 19°C et 37°C, l’infectiosité est analysée toutes 
les semaines par culture cellulaire jusqu’à l’obtention d’une inactivation totale. Lors de 
l’inactivation à 72°C, des prélèvements sont effectués au bout de 5 min, 5,5 min, 6 min et 6,5 
min et l’infectiosité est testée par culture cellulaire. Il en est de même pour l’inactivation par 
l’hypochlorite de sodium, les virus sont exposés à une concentration en chlore libre de 0,5 
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mg/L pendant une durée de 0,5 min, 1 min, 2 min, 5 min, 10 min et 20 min. Le premier 
échantillon de chaque virus pour lequel une inactivation totale est observée est étudié. En ce 
qui concerne le norovirus, puisque sa culture est impossible, les auteurs ont estimé que 4 
semaines d’exposition à 19°C et 2 semaines à 37°C entrainaient une perte totale d’infectiosité. 
Le PMA permettrait la discrimination entre les particules virales infectieuses et non 
infectieuses lorsque les virus sont exposés à une température de 72°C. Ainsi, dès 30 secondes 
d’exposition à 72°C, les auteurs notent une absence de détection du génome de norovirus 
après utilisation du PMA. De même, le génome viral n’est pas détecté pour le poliovirus, le 
coxsackievirus B5, le norovirus et l’échovirus après une inactivation à la chaleur aussi bien à 
72°C et 37°C qu’après action d’hypochlorite de sodium. En revanche, lors d’une inactivation 
à 19°C, malgré l’utilisation de PMA, la RT-PCR détecte toujours du génome pour des 
entérovirus pourtant totalement inactivés. Les auteurs ont ensuite étudié l’application de cette 
méthode sur des matrices environnementales. Après une contamination artificielle d’eau de 
rivière par 100 UFP de poliovirus infectieux ou inactivé à 37°C, les auteurs concluent que 
l’utilisation du PMA permet de bien faire la distinction entre les particules virales infectieuses 
et non infectieuses dans une matrice environnementale. Kim et al. (2011) ont obtenu des 
résultats identiques entre l’EMA-RT-qPCR et la culture cellulaire lors de la détection de 
poliovirus 1 exposé à des traitements thermiques à 45, 55, 65 et 75°C. La PMA-RT-qPCR 
appliquée au virus de l’hépatite A permettrait de distinguer les particules infectieuses et non 
infectieuses après un traitement à 99°C pendant 5 min avec une diminution de la quantité de 
génome détectée de 2,40 log10 et se révèle plus efficace qu’un traitement enzymatique avec 
une RNase qui ne permet d’observer qu’une diminution de 0,55 log10 de la quantité de 
génome détectée (Sánchez et al., 2012). Les auteurs concluent ici que le traitement par PMA 
semble être une alternative prometteuse pour conclure sur l’infectiosité du virus de l’hépatite 
A après une inactivation par la chaleur à 99°C. Par contre, la discrimination entre 
bactériophages T4 infectieux et non infectieux par PMA-qPCR s’est révélée impossible 
(Fittipaldi et al., 2010) et ce même après une inactivation à 85°C pendant 20 minutes et un 
prétraitement par une protéinase. Coudray-Meunier et al. (2013) ont associé un agent 
intercalant à un surfactant pour la détection de particules infectieuses de virus de l’hépatite A 
et de rotavirus souches SA11 et Wa. Ainsi, l’EMA et le PMA sont associés à trois surfactants, 
l’IGEPAL CA-630, le Tween 20 et le Triton X-100. La cinétique d’inactivation de ces virus 
est suivie pour des températures de 37, 68, 72 et 80°C après 0, 1, 5, 10 et 20 min par culture 
cellulaire et RT-qPCR associée ou non à un pré-traitement. Lors d’une inactivation à 37°C la 
RT-qPCR détecte la même quantité de génome qu’elle soit associée, ou non, à l’utilisation 
d’un agent intercalant. En revanche, lors des expositions à 68, 72 et 80°C pour des temps 
d’incubation compris entre 0 et 20 minutes, la quantité de génome détectée par RT-qPCR 
associée à un agent intercalant est identique au titre infectieux. Les conditions donnant les 
résultats les plus probants combinent l’EMA à IGEPAL CA-630 à une concentration de 0,5% 
pour le VHA. Par contre, pour le rotavirus, l’EMA et le PMA utilisés seuls donnent les 
meilleurs résultats pour les souches Wa et SA11, respectivement.  

 
Les résultats obtenus après action d’un agent intercalant dépendent donc du facteur 

inactivant et de son intensité. Cette approche doit être adaptée spécifiquement et prudemment 
à chaque organisme cible. Pour améliorer cette technique il est possible de modifier la 
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concentration en agent intercalant, la durée d’exposition à la source lumineuse ainsi que 
l’origine et la distance entre la source lumineuse et l’échantillon. La limite de cette méthode 
est qu’elle dépend de l’intégrité de la capside qui n’est pas forcément corrélée à l’infectiosité. 
En effet, l’inactivation peut se faire par la perte d’autres fonctions ou propriétés 
indépendantes de l’intégrité de la capside, notamment pour des virus maintenus à une 
température de 19°C (Hamza et al., 2011). Ainsi, si une inactivation « forte » permet de ne 
plus détecter le génome viral par RT-PCR associée à un agent intercalant, ce ne sera pas le cas 
pour des inactivations plus proches des conditions environnementales. 
 

2.3- Techniques immunologiques 
 

Les virus sont constitués d’une capside protéique pouvant faire l’objet d’une 
reconnaissance immune par des anticorps spécifiques. Les techniques immunologiques 
s’intéressent à l’intégrité de la capside en termes de fonctions antigéniques. L’hypothèse sur 
laquelle repose ces méthodes est qu’un virus inactivé va perdre les propriétés antigéniques de 
sa capside. Plusieurs types d’anticorps peuvent être utilisés pour la détection des antigènes 
viraux, il peut s’agir soit d’anticorps polyclonaux d’origine humaine produits à l’occasion 
d’une infection naturelle, soit dans le cas le plus fréquent d’anticorps monoclonaux d’origine 
animale obtenus par immunisation expérimentale. De plus en plus, ce sont des anticorps 
monoclonaux qui sont utilisés. Ils sont le plus souvent d’origine murine et leur intérêt réside 
dans la grande précision de l’épitope reconnu. Ces anticorps peuvent être fixés sur des billes 
magnétiques pour la séparation immuno-magnétique ou des puits pour l’immunocapture, la 
détection est ensuite réalisée par RT-PCR. Ces anticorps peuvent également être fixés sur des 
plaques dans le cas de la méthode ELISA, la détection repose alors sur une réaction colorée. 
 

2.3.1- Détection par RT-PCR 

2.3.1.1- Séparation immuno-magnétique 
 
La séparation immuno-magnétique (IMS) a notamment été décrite pour la détection de virus 
entériques dans des échantillons environnementaux. Son principe est expliqué sur la figure 
25. Des billes magnétiques sont recouvertes d’anticorps spécifiques du virus recherché. Ces 
anticorps vont se lier aux protéines de capside et les billes sur lesquelles se sont fixés les virus 
sont ensuite concentrées grâce à un aimant. Cette méthode a été proposée afin d’éliminer les 
inhibiteurs enzymatiques présents dans l’environnement en s’affranchissant des étapes de 
purification, mais aussi pour éliminer le génome viral libre voire les particules virales non 
infectieuses.  
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Figure 25 : Principe de la séparation immuno-magnétique (d’après Hamza et al., 2011) 

 
Plusieurs études ont porté uniquement sur les capacités de purification de la séparation 

immuno-magnétique, sans s’intéresser à la discrimination des particules virales infectieuses et 
non infectieuses. Ainsi, le couplage de l’IMS à la RT-qPCR est une méthode qui s’avère 
efficace et sensible pour détecter les rotavirus dans le milieu hydrique (Yang et al., 2011). 
Cette méthode permet d’augmenter la sensibilité par rapport à l’utilisation des kits classiques 
d’extraction de l’ARN utilisés seuls et permet la purification et la détection de rotavirus 
présents dans des eaux usées. Des billes magnétiques recouvertes d’anticorps de lapin anti-
norovirus du groupe I ont été mises au point (Myrmel et al., 2000). La RT-PCR n’est alors 
plus influencée par la présence d’acides humiques pouvant inhiber la PCR, la méthode peut 
donc être employée pour la purification d’échantillons environnementaux. Cette méthode, 
couplée à une extraction de l’ARN à la chaleur (99°C pendant cinq minutes), offre une 
meilleure efficacité qu’une extraction classique de l’ARN par de l’isothiocyanate de 
guanidium. En revanche, la diversité antigénique des norovirus peut poser problème. 
Gilpatrick et al. (2000) utilisent également la séparation immuno-magnétique pour la 
détection et purification de norovirus. En comparant 100 échantillons cliniques contaminés 
par du norovirus les auteurs détectent 65 échantillons positifs par IMS couplée à une RT-PCR, 
38 sur 99 sont positifs après extraction à la chaleur et RT-PCR. La présence d’autres virus tel 
que le virus de l’hépatite A en forte concentration (104 UFP) ne modifie en rien cette limite de 
détection. La séparation immuno-magnétique offre donc une capacité à éliminer les 
inhibiteurs de PCR et à concentrer les virus qui lui confère un grand avantage par rapport à 
l’extraction à la chaleur.  

En ce qui concerne l’application de cette méthode pour l’étude de l’infectiosité, une 
étude menée par Hwang et al. (2007) pour la recherche d’entérovirus infectieux, compare le 
couplage IMS-RT-qPCR à la détection des cellules infectées par microscopie à 
épifluorescence grâce à une technique reposant sur le FRET et la production de la protéase 2A 
virale dans les cellules infectées. Les deux techniques offrent la même sensibilité de détection. 
Ces deux techniques, appliquées à des échantillons environnementaux d’eau de surface 
contaminés, détectent les virus infectieux aux mêmes concentrations que la technique des 
plages de lyse. La séparation immuno-magnétique pourrait donc fournir des informations sur 
l’infectiosité des virus détectés. 
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2.3.1.2- Immunocapture 
 
L’immunocapture utilise également des anticorps pour fixer les particules virales infectieuses, 
cependant ils ne sont pas fixés sur des billes magnétiques mais au fond de puits de 
microplaques. Schwab et al. (1996) ont développé une méthode d’immunocapture pour la 
concentration et la purification de virus entériques. Sur 11 échantillons environnementaux 
d’eau contaminée par des matières fécales, et après double précipitation des particules virales 
au PEG, neuf échantillons se sont révélés positifs par immunocapture-RT-CR contre 
seulement quatre par extraction au thiocyanate de guanidium suivie d’une RT-PCR ou par 
culture cellulaire. Une absence de corrélation est observée entre les échantillons positifs après 
extraction au thiocyanate de guanidium et ceux positifs après culture cellulaire. En revanche, 
les échantillons négatifs après immunocapture, le sont également avec les deux autres 
méthodes. 

Concernant l’infectiosité des virus détectés, Nuanualsuwan et Cliver (2003) étudient la 
capture spécifique par des anticorps dirigés contre le poliovirus, le virus de l’hépatite A et le 
calicivirus félin. Une diminution de l’infectiosité de trois log10 est obtenue par les UV (1,60 à 
1,70 mW/cm2), le chlore (1,20 à 1,25 mg/L) ou la température (72°C et 37°C) afin de 
déterminer si l’immunocapture permet ou non la discrimination entre virus infectieux et non 
infectieux. La comparaison de l’immunocapture à l’adhésion à la cellule hôte montre que le 
VHA et le calicivirus félin inactivés n’ont plus la capacité à se lier à leur cellule hôte, mais 
sont toujours capturés par des anticorps. En effet, ces deux virus seront toujours capturés par 
des anticorps quelle que soit la méthode d’inactivation. En revanche, pour le poliovirus, 
l’inactivation est synonyme de perte de capacité à se lier à des anticorps pour une inactivation 
par les UV, le chlore ou une température de 72°C. Ceci n’est plus vrai pour une inactivation à 
37°C car les auteurs remarquent alors une immunocapture partielle du virus. Pour le 
poliovirus, l’immunocapture semble donc pouvoir permettre la discrimination entre les 
particules infectieuses et non infectieuses pour certains traitements inactivants. Ogorzaly et al. 
(2013b) mentionnent parmi les avantages de l’immunocapture-PCR qu’elle permet de détecter 
les deux composants majeurs du virus : la capside et le génome. Ainsi, la détection de 
l’intégrité de la capside fera intervenir l’immunocapture et le génome sera détecté par la PCR. 
Cependant, il faut bien garder à l’esprit que la PCR ne permet de détecter que de petits 
fragments de génome et ne prouve en rien son intégrité. Les auteurs ont étudié l’application 
de cette méthode sur 10 échantillons environnementaux d’eau de rivière. L’immunocapture 
couplée à la qPCR permet la détection de particules d’adénovirus dans 100% des échantillons 
et les adénovirus sont même quantifiables dans 70% des échantillons. La qPCR seule détecte 
quant à elle du génome d’adénovirus dans 100% des échantillons et à des concentrations plus 
élevées que l’immunocapture-qPCR. 

 

2.3.2- Détection par réaction colorée : méthode ELISA 
 
La méthode ELISA pour « enzyme-linked immunosorbent assay » est une méthode immuno-
enzymatique dont le principe est présenté sur la figure 26.  
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Figure 26 : Principe de la méthode ELISA, il s’agit ici de la méthode ELISA sandwich. 

 
L’un des anticorps est spécifique de l’antigène recherché, ici une protéine de la capside 

virale, tandis que le deuxième anticorps réagit ensuite avec le complexe immun antigène-
anticorps et est couplé à une enzyme qui va catalyser une réaction provoquant la libération 
d’un substrat chromogène ou fluorogène. La méthode ELISA permet la détection de virus 
entériques dans les selles et plusieurs tests sont actuellement commercialisés. Concernant les 
norovirus ceux-ci possèdent une grande diversité antigénique et il est donc complexe 
d’identifier des épitopes antigéniques conservés pour le développement d’anticorps 
spécifiques. En général, une combinaison d’anticorps capable de reconnaitre une large gamme 
de norovirus est utilisée pour la technique ELISA. De nombreuses études se sont intéressées 
aux résultats obtenus en utilisant les tests ELISA disponibles dans le commerce pour la 
détection des norovirus humains. Hardy et al. (1995) observent que les tests ELISA 
disponibles à cette époque ne permettent pas de faire la distinction entre des particules virales 
infectieuses, des capsides vides ou des antigènes libres de norovirus humain dans les selles 
des individus infectés. Costantini et al. (2010) montrent que les résultats obtenus par test 
ELISA ne sont pas corrélés à ceux de la RT-qPCR car ces tests possèdent une faible 
sensibilité (57,6%) et une faible valeur prédictive négative (VPN). La faible sensibilité des 
tests ELISA par rapport à la RT-PCR a été montrée par plusieurs études, un résultat négatif 
suite à un test ELISA devrait être confirmé par RT-PCR. (Burton-MacLeod et al. 2004 ; De 
Bruin et al., 2006 ; Bruggink et al., 2011 ; Kele et al., 2011). Ces tests nécessitent au moins 
107 particules virales par gramme de selle pour l’obtention d’un résultat positif (Costantini et 
al., 2010) et ne sont donc pas suffisamment sensibles pour la détection directe des 
contaminations de l’environnement ou des aliments. Une étape de concentration du pathogène 
est nécessaire. En comparant un couplage immunocapture-PCR à un test ELISA utilisant les 
mêmes anticorps pour la détection d’adénovirus des sérotypes 2 et 41, Ogorzaly et al. (2013b) 
trouvent une sensibilité de la PCR 100 fois supérieure à celle de l’ELISA. Lors de travaux 
réalisés avec le norovirus murin comme modèle du norovirus humain, Hirneisen et Kniel 
(2012) n’observent pas de diminution de la liaison aux protéines de mucine gastrique utilisées 
pour le test ELISA après inactivation virale par haute pression à 500 MPa pendant trois 
minutes, ozone à 6,25 ppm pendant 10 minutes ou UV à une dose de 1000 mWs/cm2 et ce 
malgré une perte de 7 log10 d’infectiosité. En revanche, lors d’une inactivation à la chaleur, 
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les auteurs notent une diminution de la liaison du virus aux protéines pour des expositions à 
des températures de 70°C, 80°C et 100°C pendant cinq minutes. Bien qu’il y ait perte totale 
d’infectiosité de l’échantillon avec une diminution de 7 log10, il subsiste toujours des virus se 
liant aux protéines. 

La méthode ELISA ne se révèle pour l’heure pas assez sensible et les kits disponibles 
dans le commerce ne peuvent servir qu’au screening rapide en cas d’épidémie. Un résultat 
négatif via ELISA devra toujours être reconfirmé par PCR. 

 
 
En résumé, le couplage d’une méthode de séparation immunologique telle que la 

séparation immuno-magnétique ou encore l’immunocapture, à une détection par PCR 
permettrait de purifier et concentrer les virus présents dans l’environnement. Lors de 
l’utilisation de méthodes immunologiques, il ne faut pas négliger les variations de la 
sensibilité de la liaison anticorps-antigène en fonction de différents paramètres comme le pH 
ou la présence de particules colloïdales, ainsi que le rôle joué par le traitement d’inactivation 
qui va permettre, ou non, le maintien des propriétés antigéniques de la capside virale bien que 
le virus ne soit plus infectieux. Les limites de ces méthodes sont leur coût et le fait qu’il est 
nécessaire de mettre au point un essai spécifique pour chaque virus.  

 

3- Méthodes évaluant l’intégrité du génome 
 
Un virus étant composé d’une capside et d’un génome, l’autre voie de développement de 
nouvelles méthodes de détection des virus infectieux est l’étude de l’intégrité de leur génome. 
Pour étudier cette intégrité, plusieurs approches sont possibles parmi lesquelles la PCR dite en 
« long fragment » qui permet de cibler une grande portion du génome viral. D’autres 
méthodes s’intéressent aux régions du génome qui sont les premières atteintes lors d’une 
inactivation. 
 

3.1- PCR long fragment 
 
La RT-qPCR cible une petite portion du génome viral. En effet, la taille du fragment amplifié 
est de l’ordre de 100 à 150 nucléotides pour la RT-PCR en temps réel. Il a donc été proposé 
d’analyser une grande région du génome pour évaluer son intégrité. L’hypothèse avancée est 
que plus la région analysée est grande et plus la probabilité de trouver des dommages sur 
l’acide nucléique est élevée. Pour les virus à ARN, la transcription inverse ne peut pas être 
réalisée en cas de dommages. 
 

Wolf et al. (2009) ont étudié l’intégrité génomique du MNV-1 après inactivation par la 
chaleur et exposition aux UV. Le norovirus murin est totalement inactivé après trois minutes à 
72°C alors que l’effet observé en RT-PCR classique et en RT-PCR long fragment est assez 
limité. En revanche, après exposition aux UV254, une forte diminution de la quantité de 



88 
 

génome détectée par RT-PCR long fragment est observée, cette diminution est comparable à 
celle observée par culture cellulaire. La RT-PCR sur fragments courts n’a par contre pas mis 
en évidence de diminution de la quantité de génome viral. Simonet et Gantzer (2006a) ont 
étudié l’action du dioxyde de chlore à une concentration initiale de 5 mg/L sur de l’ARN 
extrait de poliovirus infectieux. La RT-PCR a été utilisée pour mesurer la dégradation de 
fragments d’ARN de différentes tailles et sur différentes régions du génome. Le plus petit 
fragment, 76 nucléotides, a persisté tout au long de l’analyse soit plus de 120 minutes alors 
que le plus grand fragment, 6929 nucléotides, disparait rapidement et n’est plus détectable 
après 25 minutes d’exposition au chlore. La relation entre la taille du fragment et sa vitesse de 
dégradation n’est pas linéaire, il faut par exemple le même temps d’exposition au chlore pour 
obtenir la dégradation de fragments de 1869 et 145 nucléotides situés respectivement en 
position 3’ et 5’. Ces auteurs ont confirmé dans une seconde étude (Simonet et Gantzer, 
2006b) que la taille du génome n’est pas le seul facteur intervenant dans la résistance du 
génome viral en comparant la dégradation après exposition aux UV du génome de 
bactériophage MS2 et de poliovirus. L’ARN du poliovirus 1 est dégradé plus rapidement que 
celui de MS2 pour des fragments de même taille.  

La RT-qPCR est une méthode sensible et adaptée à la détection de virus entériques dans 
l’eau et les aliments contrairement à la PCR « longs fragments » qui présente une sensibilité 
et une efficacité plus faibles (Tellier et al., 1996 ; Kostela et al., 2008). Si la PCR « longs 
fragments » peut permettre de détecter de plus longs fragments de génome non dégradé, elle 
ne garantit pas l’infectiosité des virus (Hamza et al., 2011). La séquence du fragment de 
génome détecté semble jouer un rôle primordial sur sa persistance. 

 

3.2- Cas particulier des Picornaviridae : région 5’ non codante 
 

La famille des Picornaviridae regroupe des virus avec un génome ARN simple brin de 
polarité positive. La région 5’ non codante de leur génome comprend entre 600 et 1200 
nucléotides. Cette région est conservée parmi les différents virus de cette famille, il est donc 
possible de détecter par RT-PCR l’ensemble des Picornaviridae en ciblant cette zone. Cette 
région 5’ se révèle aussi importante pour la multiplication virale, surtout au niveau de la 
traduction et de l’encapsidation (Rodrìguez et al., 2009). Pour le virus de l’hépatite A, cette 
région 5’ non codante a été décrite comme la région la plus facilement dégradée après une 
exposition au chlore et au dioxyde de chlore (Bhattacharya et al., 2004 ; Li et al., 2002). Il en 
est de même pour le poliovirus, la dégradation de son génome par le dioxyde de chlore se fait 
préférentiellement sur les régions 5’ et 3’ non codantes (Simonet et Gantzer, 2006a). 

Il semble donc intéressant de cibler cette région 5’ non codante pour l’évaluation de 
l’infectiosité virale tout en ayant une détection sensible par RT-qPCR. L’inconvénient de cette 
méthode est qu’elle fonctionne uniquement avec les Picornaviridae, les autres familles de 
virus ayant une organisation génomique différente (Rodriguez et al., 2009). 
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4- Perspectives sur les méthodes d’évaluation de l’infectiosité virale 
 
L’inactivation virale est décrite comme consécutive à des dommages au niveau de la capside 
virale ou au niveau du génome, ou encore de ces deux constituants (Wigginton et Kohn, 
2012). La figure 27 présente les différentes atteintes portées au poliovirus 1 en fonction du 
traitement inactivant utilisé. 
 

 

Figure 27 : Prédiction des réactions au niveau des protéines ou du génome de poliovirus 
1 soumis à différents traitements inactivant (Wigginton et Kohn, 2012) 

 
Ainsi, le chlore et l’ozone semblent plus réactifs avec les protéines virales qu’avec le 

génome et les radiations UVC affectent quant à elles plus fortement le génome que les 
protéines. Cependant, l’inactivation virale est régie par des mécanismes complexes et des 
cinétiques d’inactivation totalement différentes peuvent être observées lors de l’inactivation 
de souches virales pourtant très proches. Ainsi, l’échovirus 1 se révèle presque 100 fois plus 
sensible à une inactivation par la monochloramine que l’échovirus 11 placé dans les mêmes 
conditions. Pour obtenir une perte d’infectiosité de trois log10 il faut un CT (concentration x 
temps) de 18 mg.min/L pour la souche échovirus 1 contre un CT de 1300 mg.min/L pour 
l’échovirus 11 (Cromeans et al., 2010). De la même manière, la souche Brunhilde du 
poliovirus 1 se révèle être deux fois plus résistante au chlore que la souche Mahoney qui lui 
est pourtant très ressemblante (Wigginton et Kohn, 2012). La caractérisation de l’infectiosité 
virale représentant un enjeu de taille en termes de santé publique, des études récentes se sont 
intéressées à la capside virale ainsi qu’au génome et à leurs modifications au cours de 
l’inactivation. 
 

4.1- Perspectives sur les méthodes d’évaluation de l’intégrité de la capside 
 
De récentes avancées technologiques dans le domaine de la virologie ont permis de fournir de 
nombreuses informations sur les virus entériques et notamment sur leur capside en termes de 
composition, de structure et de fonctions biologiques. Les structures cristallines de nombreux 
virus entériques tels le coxsackievirus A9, le virus de l’hépatite E ou encore l’adénovirus 
humain ont été déterminées par observation aux rayons X (Hendry et al., 1999 ; Yamashita et 
al., 2009 ; Reddy et al., 2010) et fournissent des informations sur la localisation et 
l’orientation des protéines de capside. Plus récemment, la microscopie cryo-électronique a 
permis la visualisation des protéines de capside de particules virales pour lesquelles la 
cristallisation se révélait difficile en raison d’une forme trop complexe de la capside ou de la 
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formation de structures intermédiaires métastables notamment lors de la liaison du virus à sa 
cellule hôte (Wigginton et Kohn, 2012). Il faut cependant être prudent lors de l’utilisation de 
ces données. En effet, la capside virale peut présenter une certaine flexibilité à l’état naturel ; 
la localisation et la détermination de l’accessibilité de certains groupements fonctionnels à des 
désinfectants peuvent être difficiles à déterminer. Des groupements fonctionnels normalement 
protégés des oxydants peuvent se retrouver exposés périodiquement à la surface de la capside 
(Broo et al., 2001). Ainsi, certaines structures du rhinovirus humain sont statiques et 
correspondent bien à la structure cristalline, alors que d’autres régions sont plus « fluides » 
(Wang et Smith, 2005). 
 

Les informations sur la structure et la dynamique de la capside virale permettent 
d’améliorer la compréhension des fonctions biologiques impliquées dans l’interaction virus-
cellule hôte, la libération du génome dans la cellule contaminée, mais aussi d’étudier les 
mécanismes de l’assemblage du virus et les sites d’interaction entre l’ARN et la capside. Le 
but de ces études étant d’identifier les régions et fonctions ciblées lors de l’inactivation virale 
(Wigginton et Kohn, 2012).  

Wigginton et Kohn (2012) se sont intéressés à l’influence de la composition de la 
capside virale sur la cinétique de désinfection en comparant deux souches du poliovirus 1, 
Brunhilde et Mahoney. La souche Brunhilde est deux fois plus résistante au chlore que la 
souche Mahoney. L’inactivation de la souche Mahoney par le chlore a été attribuée à une 
perte de sa capacité à se fixer à la cellule hôte, par contre les conséquences de l’action du 
chlore n’ont pas été étudiées pour la souche Brunhilde. Une analyse par microscopie cryo-
électronique de la particule virale adhérant à son récepteur cellulaire a conduit à 
l’identification d’un certain nombre de résidus des protéines de capside impliqués dans cette 
liaison. Six d’entre eux diffèrent entre les deux souches virales. Ces résidus incluent des 
acides aminés de la protéine VP2. En position 140 de cette protéine, la souche Mahoney 
possède une méthionine et la souche Brunhilde présente une thréonine. En position 141, la 
souche Mahoney et la souche Brunhilde possèdent respectivement une histidine et une 
tyrosine. La méthionine et l’histidine ont des chaines latérales qui réagissent facilement avec 
le chlore au contraire des chaines latérales de la thréonine et de la tyrosine qui sont beaucoup 
moins réactives. Il parait donc possible que cette différence dans la séquence de la protéine 
VP2 soit impliquée dans la plus grande résistance de la souche Brunhilde à une inactivation 
par le chlore. Bien que cette explication soit seulement hypothétique, elle démontre cependant 
la façon dont la composition, la structure et les fonctions de la capside virale peuvent 
participer à la compréhension des mécanismes impliqués lors de l’inactivation. Ce type 
d’outils prédictifs peut s’avérer particulièrement intéressants pour des virus en constante 
mutation comme les norovirus (Wigginton et Kohn, 2012). 

Wigginton et al. (2012b) ont étudié les mécanismes de l’inactivation virale sur le 
bactériophage ARN F-spécifique MS2 utilisé comme modèle des virus entériques. 
L’inactivation du phage MS2 a été provoquée par exposition à la chaleur à 72°C pendant 100 
secondes, aux radiations UV à 2500 J/m2, à l’acide hypochloreux à 200 mg.s/L, à l’oxygène 
singulet à 0,0012 mg.s/L et au dioxyde de chlore à 120 mg.s/L, avec une perte d’infectiosité 
allant de six à huit log10. Les UV, l’oxygène singulet et l’acide hypochloreux agissent sur le 
génome viral, empêchant sa réplication. Les radiations UV empêchent la réplication du 
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génome dans la cellule hôte mais aussi l’injection de ce génome dans la cellule. En revanche, 
le dioxyde de chlore et la chaleur ont pour leur part une action sur la capside, ils entrainent 
une inhibition de la liaison à la cellule hôte. Le dioxyde de chlore et la chaleur provoquent des 
clivages sites-spécifiques des protéines de structure de la capside. Ainsi, chaque traitement 
inactivant agit selon une voie bien spécifique. Une étude des mécanismes d’inactivation par 
exposition aux UV d’adénovirus humain a aussi été menée (Bosshard et al., 2013). Les 
auteurs utilisent la PCR et la spectrométrie de masse pour quantifier les dégradations du 
génome et/ou des protéines de capside et localiser les régions affectées. La lumière solaire 
semble dégrader les acides aminés au sein de la protéine de fibre qui permet l’adhésion du 
virus à sa cellule hôte. 
 
 

La détection des dommages oxydatifs sur les protéines de la capside virale après son 
exposition à des désinfectants ou à un stress environnemental est une des voies d’étude pour 
le développement de nouvelles méthodes de détection des virus infectieux. Les résidus de 
plusieurs acides aminés présents sur la capside virale comme la lysine, l’arginine, la proline et 
la thréonine peuvent être oxydés lors de l’inactivation virale et conduire à la formation de 
groupement carbonyles qui entraînent la perte de fonction des protéines de surface. La 
présence de groupements carbonyle pourrait alors être utilisée comme marqueur de 
l’oxydation des protéines (Levine et al., 1994). En théorie, les groupements carbonyles 
n’existent pas sur les protéines d’une capside intacte. La détection des particules virales 
carbonylées peut donc être un outil prometteur pour évaluer l’inactivation de virus non 
cultivables comme le norovirus. La détection des dommages oxydatifs présents sur les 
capsides virales peut se faire en utilisant une biotine hydrazide lors d’une détection par 
chromatographie d’affinité (Mirzaei et Regnier, 2005). La purification par chromatographie 
d’affinité est une méthode intéressante du fait de sa sélectivité, cependant elle ne peut faire la 
distinction entre les différents sites oxydés. Sano et al. (2010) ont cherché à détecter les 
dommages oxydatifs sur les protéines de capside d’un norovirus humain et d’un astrovirus 
afin d’évaluer leur infectiosité. Les auteurs détectent ici de façon quantitative les groupements 
carbonyles produits par l’oxydation des protéines de la capside virale. La détection de ces 
dommages oxydatifs cumulés se fait par utilisation d’une biotine qui forme des liaisons 
covalentes avec les groupements carbonyles. Les auteurs ont mis en évidence une relation 
entre les dommages oxydatifs de la capside virale et l’infectiosité pour l’astrovirus. Après 
inactivation au chlore libre, la diminution de l’infectiosité de l’astrovirus est bien corrélée au 
taux de dommages oxydatifs sur la capside virale. En ce qui concerne le norovirus humain, 
après un traitement par chlore libre à 1 ppm pendant 15 minutes, 49,9 % des virions 
présentent des dommages oxydatifs au niveau de leur capside, ce qui est cinq fois plus 
qu’après un traitement par 0,5 ppm.  
 

Lorsque de plus amples détails sur les sites oxydés sont nécessaires, il peut être 
intéressant d’utiliser la spectrométrie de masse, soit couplée à une source d’ionisation laser 
assistée par une matrice (MALDI), soit couplée à une ionisation par électrospray (ESIMS) 
(Wigginton et al., 2010). Ces auteurs étudient l’inactivation du bactériophage MS2 par 
exposition à l’oxygène singulet et aux UV254 (254 nm). L’oxygène singulet provoque un 
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dommage oxydatif sur un acide aminé de la surface externe de la capside, la cystéine en 
position 101 qui se révèle crucial pour la formation de la protéine de capside et sa stabilité. 
Les UV254 provoquent deux réactions d’oxydation sur la protéine de capside au niveau de 
résidus de la surface externe et un clivage site-spécifique sur la surface interne de la capside 
au niveau de trois acides aminés, la cystéine en position 45, la sérine en position 47 et la 
thréonine en position 48. Ce site est connu pour être impliqué dans la liaison ARN-protéine de 
capside. Le clivage est lié à l’oxydation de la cystéine en position 45 qui est suivie par la 
capture d’un hydrogène de la sérine en position 47. L’inactivation virale se fait donc par 
formation d’un radical. Par contre, l’étude de l’action des UV254 sur le bactériophage GA a 
montré l’absence de clivage site-spécifique au niveau des protéines. La bactériophage GA 
possède une structure de capside très proche de celle de MS2, cependant la séquence 
concernant le site impliqué dans la liaison ARN-protéine de capside diffère avec une cystéine 
en position 46 remplacée chez GA par une alanine et un remplacement de la valine en 
position 48 par une tyrosine. Le mécanisme d’inactivation dépend donc du type de traitement 
employé mais aussi de la structure du virus (Wigginton et al., 2012a).  
 

La détection des particules virales ayant subi des dommages oxydatifs peut donc être un 
outil envisageable pour évaluer l’infectiosité des virus non cultivables. Cependant, cette 
méthode est encore coûteuse et une absence d’oxydation n’est pas forcément synonyme 
d’infectiosité, d’autres mécanismes pouvant conduire à l’inactivation virale. 
Afin de prévoir les effets d’un traitement inactivant sur des virus entériques, il faut identifier 
les acides aminés impliqués dans les fonctions fondamentales de la capside et les variations de 
séquence protéique entre les différentes souches et espèces. Il est également nécessaire de 
déterminer si des modifications chimiques spécifiques ont lieu pendant l’inactivation, ainsi 
que les effets de ces modifications sur la structure du virus et ses fonctions. Enfin, il est 
important de déterminer si les modifications induites par un traitement inactivant sont 
similaires pour tous les virus entériques (Wigginton et Kohn, 2012). 
 

4.2- Perspectives sur les méthodes d’évaluation de l’intégrité du génome viral 
 
Bien que de nombreux produits utilisés pour le traitement des eaux inactivent les virus 
entériques par une action sur la capside virale, d’autres désinfectants, comme les UV, 
entrainent des dommages au niveau du génome viral. Contrairement aux oxydants chimiques, 
les radiations UV entrainent des dommages direct sur le génome viral et ce indépendamment 
de son accessibilité (Wigginton et Kohn, 2012).  

Une approche basée sur la taille du génome a été proposée pour prédire la sensibilité 
virale aux UVC, plus le génome est grand et plus il serait sensible aux radiations UV (Lytle et 
Sagripanti, 2005). A partir d’une revue des études portant sur l’inactivation de virus par des 
radiations UV254nm, les auteurs ont établi un modèle permettant de prédire la sensibilité aux 
UV des virus en fonction de la taille mais aussi de la nature de leur génome. En effet, le 
nature du génome, à savoir ARN ou ADN, simple ou double brin, peut avoir une grande 
influence sur la sensibilité virale aux UV. Ainsi, Sommer et al. (2001) ont comparé la 
sensibilité aux radiations UV253.7 de trois bactériophages : MS2 qui possède un génome à 
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ARN simple brin de 3 569 nucléotides, PhiX174 avec un génome à ADN double brin de 
5 386 nucléotides et B40-8 avec un génome à ADN double brin de 51 700 nucléotides. Le 
bactériophage MS2 se révèle être le plus résistant aux radiations UV, suivi de B40-8 et 
PhiX174 est le plus sensible des trois. La taille du génome ne semble pas intervenir ici dans la 
sensibilité du génome aux irradiations UV. Le produit létal pour les virus qui est le plus 
fréquemment formé par les radiations UV est un dimère de pyrimidine, en particulier un 
dimère thiamine. L’ADN contient de la thiamine, à la différence de l’ARN, les virus à ADN 
sont donc en général plus sensibles aux radiations UV que les virus à ARN (Lytle et 
Sagripanti, 2005). Une étude menée par Simonet et Gantzer (2006b) compare les cinétiques 
de dégradation du génome de virus à ARN simple brin de tailles différentes. Les virus étudiés 
ici sont le poliovirus 1 qui possède un génome de 7 440 nucléotides et trois bactériophages 
ARN F spécifiques à savoir MS2 avec un génome de 3 569 nucléotides, GA avec un génome 
de 3 466 nulcéotides et enfin Qβ avec un génome de 4 160 nuléotides. Lors d’une inactivation 
par exposition aux radiations UV253.7, les résultats suivent le modèle de Lytle et Sagripanti 
(2005), à savoir que plus le génome est grand, plus il sera sensible aux radiations UV. 
Simonet et Gantzer (2006b) retrouvent ainsi que le virus le plus sensible aux radiations est le 
poliovirus 1, le phage Qβ présente une sensibilité intermédiaire et les phages MS2 et GA sont 
les virus les plus résistants. En revanche, lorsque ces auteurs se sont intéressés à l’étude de 
fragments de génome, les cinétiques de dégradation varient. Ainsi, lors de la comparaison de 
la vitesse de dégradation d’un fragment de 1 869 nucléotides de poliovirus 1 à un fragment de 
1 909 nucléotides du phage MS2, les auteurs trouvent une dégradation plus rapide pour le 
poliovirus, malgré une taille de fragments identique. La taille et le nature du génome ne 
seraient pas les seuls éléments à prendre en compte pour prédire la cinétique d’inactivation 
virale. 

Une autre approche pour prédire la sensibilité virale aux UV est basée sur la prévalence 
du doublet pyrimidine dans le génome viral. Kowalski et al. (2009) ont ainsi mis au point un 
modèle mathématique pour prédire la susceptibilité de virus à l’inactivation par des UV254. Ce 
modèle est basé sur la prévalence dans le génome viral, des doublets pyrimidine, qui sont 
facilement dimérisés par les radiations UV. Ce modèle suggère l’existence d’une corrélation 
entre le nombre de séquences potentiellement dimérisables dans le génome viral et la dose 
UV nécessaire à l’inactivation. Cependant, il existe des souches pour lesquelles les résultats 
obtenus selon ce modèle sont aberrants ce qui indique que d’autres voies jouent un rôle dans 
le mécanisme d’inactivation par les UV (Wigginton et Kohn, 2012). 

 
 
Bien que plusieurs études se soient intéressées à l’observation des mécanismes 

d’inactivation des particules virales, la plupart ne ciblent qu’une partie bien spécifique du 
virus comme une faible portion de son génome, le changement des propriétés 
spectroscopiques, ou ses fonctions antigéniques. En conséquence, les mécanismes proposés 
par différents auteurs peuvent être contradictoires. Pour exemple, l’inactivation du poliovirus 
1 par le chlore a été attribuée à des dommages au niveau d’une protéine de capside et à des 
dommages au niveau du génome dans des études indépendantes (Wigginton et al., 2012b). 

Récemment, la microscopie cryo-électronique a permis la visualisation de la capside, 
mais aussi la description des interactions spécifiques entre les protéines de capside et le 
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génome viral (Pan et al., 2009). Cependant, ce type d’étude structurale très poussée n’a pas 
encore été réalisé pour des virus d’une grande importance en termes de santé publique comme 
le VHA et le norovirus (Wigginton et Kohn, 2012). Il pourrait être intéressant de s’intéresser 
aux interactions génome-capside. Une meilleure compréhension des modifications qui ont lieu 
au niveau du génome, de la capside mais aussi au niveau des interactions entre la capside et le 
génome lors de l’inactivation est nécessaire pour permettre à terme une discrimination entre 
les particules virales infectieuses et non infectieuses. 
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CONCLUSION 
 
Nous l’avons vu, l’implication des virus entériques dans les pathologies infectieuses liées au 
milieu hydrique est non négligeable. Les paramètres microbiologiques utilisés actuellement 
pour le contrôle sanitaire des eaux sont uniquement bactériens bien que le comportement des 
bactéries dans l’environnement diffère de celui des virus. La mise en évidence de 
l’infectiosité des virus entériques potentiellement présents est nécessaire pour définir un 
risque sanitaire. Cependant, dès lors qu’une autre méthode que la culture cellulaire est 
employée, il est complexe de conclure en termes d’infectiosité et donc de risques pour la 
santé.  

Ce travail visait à recenser les méthodes de détection actuelles et surtout celles en 
développement qui pourraient permettre une détection exclusive des particules virales 
infectieuses. Parmi les méthodes actuelles de détection des virus entériques dans l’eau et les 
aliments, la culture cellulaire reste la méthode de référence car elle est la seule qui permette la 
détection et la quantification des virus infectieux. Cependant, elle est coûteuse, difficilement 
applicable en routine, nécessite des temps d’incubation allant jusqu’à 10 à 15 jours pour 
certains virus et ne permet pas la détection de certains virus d’importance sanitaire dont les 
norovirus. Les techniques de RT-PCR sont rapides, sensibles et spécifiques, mais détectent 
uniquement le génome viral. Or la concentration de génome viral détectée ne peut être 
corrélée à une concentration en virus infectieux d’autant plus que la contamination est 
ancienne (Gassilloud et al., 2003). 

 
Il apparait alors nécessaire de développer de nouvelles méthodes de détection des virus 

infectieux dans l’environnement pour une bonne évaluation du danger viral. Trois types de 
méthodes ont ainsi été développés, celles se basant sur la culture cellulaire et celles se 
focalisant uniquement sur une partie de la particule virale, à savoir la capside ou le génome. 

Les méthodes associant la culture cellulaire à une détection par biologie moléculaire 
permettent d’obtenir un résultat plus rapidement que la culture cellulaire seule. Ces méthodes 
permettent aussi de résoudre le problème posé par les virus dont la croissance sur cellules 
n’entraine pas d’apparition d’effet cytopathique. Si l’ICC-PCR n’apporte qu’un résultat 
qualitatif à l’heure actuelle, la détection des cellules infectées par marquage in situ soit du 
génome viral, soit des protéines virales nouvellement formées, permet quant à elle de fournir 
un résultat quantitatif. L’inconvénient majeur de ces techniques est qu’elles nécessitent de 
disposer d’une lignée cellulaire permissive pour les virus recherchés, or une telle lignée 
n’existe pas à ce jour pour les norovirus. De plus, ces méthodes se révèlent encore coûteuses 
et nécessitent des opérateurs formés aux techniques de culture cellulaire. 

Des études se sont intéressées à l’intégrité de la capside virale comme marqueur de 
l’infectiosité. L’intégrité de la capside en terme de structure peut être étudiée grâce à des 
traitements enzymatiques ou à des agents intercalants. Mais cela peut aussi concerner son 
intégrité en termes de propriétés antigéniques, ces propriétés seront explorées par des 
méthodes immunologiques. Ces méthodes étudiant l’intégrité de la capside peuvent s’avérer 
intéressantes par rapport à l’évaluation de l’infectiosité virale mais seulement dans certaines 
conditions d’inactivation. En effet, les résultats semblent dépendre du type d’inactivation 
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subit par le virus. Un virus ayant une capside fonctionnelle, aussi bien d’un point de vue 
antigénique que structural, n’est pas forcément un virus infectieux. D’autres paramètres 
entrent en compte lors de l’inactivation virale. 

En termes de ciblage de l’intégrité du génome comme marqueur d’inactivation, si 
l’étude de l’intégrité de la région 5’ non codante semble intéressante, elle ne peut s’appliquer 
qu’aux Picornaviridae. Comme pour la capside, une atteinte du génome seul n’est pas 
synonyme d’inactivation. Un virus peut être non infectieux et pourtant posséder un génome 
complet et fonctionnel. Les mécanismes de l’inactivation virale sont complexes et touchent le 
virus dans son ensemble, ne s’intéresser qu’à une petite partie de la particule virale ne permet 
pas pour l’heure de conclure en termes d’infectiosité.  

 
Dans l’environnement, comme en laboratoire, la concentration en génome est toujours 

supérieure à celle en virus infectieux (Li et al., 2011). Les recherches portant sur le 
développement d’une méthode permettant la purification et discrimination entre les particules 
virales infectieuses et non infectieuses couplé à une détection par biologie moléculaire 
semblent prometteuses Les différentes pistes explorées en termes de modifications de la 
capside et du génome lors de l’inactivation virale devraient à terme conduire au 
développement de méthodes permettant de séparer les particules virales infectieuses et non 
infectieuses. Les recherches portent actuellement sur la détection de dommages oxydatifs sur 
la capside et la détection des zones attaquées préférentiellement lors de l’inactivation sur le 
génome. En attendant, il ne faut pas négliger les études portant sur les liens entre la 
concentration en génome viral dans l’eau ou sur les aliments et le risque de développer une 
maladie. De même, l’étude du lien entre la présence de virus infectieux et les concentrations 
en bactéries ou autre indicateur de contamination fécale doit permettre de mieux définir les 
risques en termes de santé publique encourus par la population exposée. 

 
La méthode optimale pour évaluer l’infectiosité virale doit être techniquement simple et 
rapide, applicable à un large panel de virus et peu coûteuse (Hamza et al., 2011). Il semble 
évident, au travers des différentes techniques abordées dans ce manuscrit, qu’actuellement 
aucune méthode ne remplit l’ensemble de ces critères. Chaque méthode a ses inconvénients 
qui l’empêchent d’être optimale pour le travail en routine en laboratoire. Les futures méthodes 
de détection de l’infectiosité virale dans le milieu hydrique vont dépendre de l’expansion du 
domaine des nanobiotechnologies qui ont déjà un grand nombre d’applications pour le 
diagnostic clinique. Ce domaine est en effet en plein essor en ce qui concerne la recherche et 
le diagnostic clinique d’infections virales avec la création de nanoparticules, nanopuces, puces 
à protéines et autres qui pourraient se révéler d’un grand intérêt en étant transposées dans le 
milieu environnemental. 
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RESUME : 
 
 
Les virus entériques abondent dans le milieu hydrique et sont responsables de gastro-entérites aigües, 
d’hépatites, mais aussi d’autres pathologies comme la poliomyélite. La contamination de l’homme par 
des virus entériques pathogènes peut notamment être due à la consommation d’eau ou d’aliments 
contaminés. A l’heure actuelle, la détermination de la qualité microbiologique des eaux destinées à la 
consommation est uniquement basée sur des indicateurs bactériens qui ne permettent pas une 
évaluation satisfaisante du danger viral.  

Si la culture cellulaire permet de connaitre le statut infectieux des virus détectés, elle n’est pas 
applicable à tous les virus entériques. Ainsi, les norovirus qui sont des virus entériques fortement 
impliqués dans les cas de gastro-entérites ne sont pas cultivables. Les techniques de biologie 
moléculaire comme la RT-PCR permettent quant à elles une détection rapide et spécifique du génome 
viral. Cependant plusieurs études ont montré que le génome viral ne peut être utilisé comme marqueur 
de la présence de virus infectieux dans l’environnement. Devant ce constat, il apparait nécessaire de 
développer de nouvelles méthodes de détection. Si les méthodes couplant la culture cellulaire à une 
détection par biologie moléculaire fournissent des résultats rapides et permettent de conclure sur 
l’infectiosité du virus, elles ne résolvent pas le problème lié à la nécessité de disposer d’une lignée 
cellulaire permissive du virus recherché. D’autres études se sont intéressées à l’intégrité de la capside 
virale ou du génome de façon indépendante. Cependant, le fait de ne pas prendre en compte la totalité 
de la particule virale ne permet pas, avec les méthodes actuelles, d’évaluer son infectiosité. Pour le 
développement de nouvelles méthodes de détection des particules virales infectieuses, des pistes 
pourraient être explorées concernant les modifications des interactions entre la capside et le génome 
lors de l’inactivation virale.  
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