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I. Introduction 

A. Découverte et classification des virus influenza 

Les virus influenza sont des virus enveloppés à ARN segmenté négatif appartenant à la famille 

des Orthomyxoviridae, qui comprend également les Isavirus, les Quaranjavirus et les 

Thogotovirus. Leur découverte remonte à 1933, avec l’isolement, à partir de furets, d’un virus 

influenza A par Wilson Smith, Christopher Andrewes et Patrick Laidlaw (Kuszewski and Brydak, 

2000). Au cours des années qui suivirent, la recherche autour de ces virus et du 

développement de vaccins connu un formidable essor. On dénombrait trois genres de virus, 

les Influenzavirus A, B et C, jusqu’à l’isolement en 2011, chez un porc, d’un Influenzavirus 

suffisamment divergeant de ces derniers pour créer un nouveau genre, Influenzavirus D. 

 

Les virus influenza A (VIA) sont ensuite classifiés en sous-types, selon leurs deux 

glycoprotéines de surface, l’hémagglutinine (HA) et la neuraminidase (NA). A ce jour, on 

dénombre 18 HA et 11 NA, les HA étant séparées en deux groupes antigéniques différents 

(Krammer et al., 2018). La dénomination des virus se fait selon une nomenclature standard 

avec, dans l’ordre : le type (ici, A), l’espèce chez qui le virus a été isolé –  s’il s’agit d’une espèce 

non humaine –, le lieu où le virus a été isolé, le numéro de l’isolat, l’année d’isolement et, 

enfin, le sous type. Par exemple, le virus A/Guinea Fowl/France/129/2015 (H5N9), correspond 

à l’isolat 129 d’un virus influenza A H5N9 isolé en France en 2015 chez une pintade. 

B. Morphologie des virus influenza A 

Les VIA sont pléomorphes : ils peuvent prendre une forme sphérique de 80 à 120 nm de 

diamètre environ ou une forme filamenteuse, pouvant aller jusqu’à 20 µm de long (Fujiyoshi 

et al., 1994; Rossman et al., 2012). Les virus sont enveloppés par une membrane lipidique 

obtenue en fin de cycle viral, suite au bourgeonnement à partir de la membrane cellulaire. 

Cette enveloppe contient majoritairement HA et NA, avec un ratio d’au moins quatre HA pour 

une NA (Shaw and Palese, 2007), et la protéine de matrice 2 (M2) dans des proportions 

largement inférieures : environ une M2 pour 10 à 100 HA (Zebedee and Lamb, 1988). La 

membrane est tapissée sur sa face interne par la protéine de matrice 1 (M1). Enfin, sous cette 

couche, on trouve la nucléoprotéine (NP) et les complexes ribonucléoprotéines (RNP) : les 8 
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segments d’ARN négatif viraux encapsidés par NP et liés au complexe polymérase, constitué 

des deux polymérases basiques (PB1 et PB2) et de la polymérase acide (PA) (Bouvier and 

Palese, 2008) (Figure 1). 

 

Figure 1 : Structure schématique d’un virus influenza A  
Schéma représentant la forme sphérique des virus influenza A. D’après Krammer et al., 2018 

C. Génome et protéines des virus influenza A 

1. Structure 

Le génome des VIA compte 8 segments d’ARN, classés par ordre décroissant de longueur. Les 

segments 1 et 2 codent pour une protéine, respectivement PB2 et PB1, mais également pour 

des protéines accessoires, que sont PB2-S1, PB1-F2 et PB1-N40. Le segment 3 code pour PA, 

ainsi que pour trois protéines accessoires, PA-X, PA-N155 et PA-182. Les segments 4, 5 et 6 

codent uniquement pour une protéine, respectivement HA, NP et NA. Le segment 7 code pour 



9 
 

trois protéines, M1, M2 et M42 de même que le segment 8 qui code pour les protéines non 

structurales (NS) NS1, NS2 et NS3. NS2 est également appelée nuclear export protein (NEP). 

Les protéines accessoires sont produites grâce à l’épissage alternatif des ARNm, au glissement 

de phase de lecture ou à l’initiation de la traduction à partir de codons AUG autres que le 

premier (phénomène appelé leaky scanning en anglais). Les différentes protéines codées par 

les huit segments, ainsi que leurs fonctions associées, sont résumées dans le Tableau 1. Les 

extrémités des segments, hautement conservées, sont non-codantes ; on y trouve 

notamment les promoteurs du complexe polymérase, des signaux de polyadénylation ou des 

signaux d’assemblage (Bouvier and Palese, 2008). Les RNP ont une structure tige-boucle 

hélicoïdale, faisant quelques dizaines de nanomètres de long. Une extrémité forme une 

boucle, tandis que l’autre contient les extrémités 3’ et 5’, liées au complexe polymérase 

(Compans et al., 1972). NP est liée à l’ARN, à raison d’environ 12 nucléotides par site de 

fixation, un site étant espacé de l’autre d’environ 25 nucléotides (Williams et al., 2018). Les 

nombreux résidus arginine de NP, chargés positivement, interagissent avec les charges 

négatives des phosphates de l’ARN. 

 

2. Segments du complexe polymérase et de la nucléoprotéine (NP) 

Les trois plus longs segments du génome codent pour les trois protéines du complexe 

polymérase : PB2, PB1 et PA. Ces protéines s’associent à NP, elle-même associée à l’ARN viral 

(ARNv), via une structure dite en queue de poêle (Fodor et al., 1994; Hsu et al., 1987). 

Certaines portions de l’ARNv peuvent réaliser des appariements internes et ainsi former des 

structures secondaires, comme des tiges et des boucles (Dadonaite et al., 2019). La structure 

formée par les RNP virales est représentée en Figure 2. 
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Figure 2 : Ribonucléoprotéine virale des virus influenza A. 
Schéma représentant une ribonucléoprotéine virale, constituée d’un brin d’ARNv associé à 
NP, ainsi que du complexe polymérase, constitué des protéines PB1, PB2 et PA, se liant aux 
extrémités 3’ et 5’ de l’ARNv. Des structures secondaires peuvent être présentes sur ce 
dernier. D’après Fodor and Te Velthuis, 2020. 

 

PB2 se fixe aux ARNm cellulaires en reconnaissant leur coiffe, qui est volée au cours du cycle 

viral, avec l’aide de PB1 et PA (Dias et al., 2009). L’épissage de l’ARNm codant pour PB2 permet 

également la production d’une autre protéine récemment découverte : PB2-S1. Cette 

protéine a, du moins in vitro, une fonction inhibitrice des voies de signalisation dépendant de 

RIG-1 (retinoic acid-inducible gene 1) (Yamayoshi et al., 2016). 

 

PB1 se lie aux extrémités 3’ et 5’ des ARN viraux et complémentaires et possède l’activité 

catalytique du complexe polymérase : c’est cette sous-unité qui réalise la synthèse des 

nouveaux ARN. Le segment 2 code également, dans un cadre de lecture +1, pour la protéine 

accessoire PB1-F2 (Chen et al., 2001). Il s’agit d’un facteur de virulence pro-apoptotique, 

impliqué dans la pathogénèse, la dissémination et la transmission virales (James et al., 2016; 

McAuley et al., 2007; Ozawa et al., 2011). Une troisième protéine est produite par ce segment, 

à partir d’un codon d’initiation AUG différent de celui de PB1 : la protéine PB1-N40. Son 

expression est associée à une réplication virale plus efficace (Wise et al., 2009). 

 

Enfin, PA, en s’associant à PB1 et PB2, participe à l’initiation de la synthèse des ARNm et, 

comme dit précédemment, au vol de coiffe, grâce à son activité endonucléase. Dans un cadre 

de lecture +1, la protéine PA-X est produite. Elle a différents rôles connus : la modulation de 
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l’expression de gènes cellulaires régulant le contrôle de l’inflammation, la différentiation 

cellulaire, ou encore, l’apoptose (Chaimayo et al., 2018; Jagger et al., 2012). Deux autres 

protéines, produites à partir des codons AUG 11 et 13, et correspondant donc à des formes 

tronquées de PA, ont été également découvertes : PA-N155 et PA-N182. La fonction exacte 

de ces protéines reste encore à déterminer (Muramoto et al., 2013; Vasin et al., 2014). 

 

Le complexe polymérase joue un rôle capital dans le spectre d’hôtes, le tropisme tissulaire et 

la pathogénicité. Par exemple, la mutation du gène PB2 E627K est un facteur majeur 

d’adaptation aux mammifères (Subbarao et al., 1993). 

 

Comme décrit précédemment, NP a un rôle structurel et encapside l’ARN, mais elle participe 

également à la réplication du génome, en jouant un rôle de facteur d’élongation (Turrell et al., 

2013) et en participant à l’import et à l’export nucléaires des RNP (Neumann et al., 1997). 

 

3. Segment de l’hémagglutinine (HA) 

HA est la glycoprotéine de surface majoritaire. Elle permet l’attachement et l’entrée du virus 

dans les cellules cibles en se fixant aux acides sialiques et en entraînant ainsi l’endocytose du 

virus (Skehel and Wiley, 2000). Elle est synthétisée sous une forme immature, appelée HA0, 

constituée de deux parties, HA1 et HA2. Le clivage de HA0 par des protéases cellulaires est 

une étape clef, car il permettra ensuite l’exposition du peptide de fusion et la libération des 

RNP dans le cytoplasme. En l’absence de clivage, les particules virales ne sont pas infectieuses. 

HA1 contient la tête globulaire et le motif de liaison aux acides sialiques. HA2 contient la tige 

et le site de clivage. Le spectre d’hôtes et le tropisme tissulaire dépendent, entre autres, de 

l’affinité de HA pour les différents types d’acides sialiques, et de la capacité des protéases 

cellulaires à cliver HA0 (Mair et al., 2014; Steinhauer, 1999). 

 

4. Segment de la neuraminidase (NA) 

NA est la deuxième glycoprotéine de surface la plus abondante. Sa principale fonction est de 

cliver la liaison entre les acides sialiques et HA, lors du bourgeonnement viral. L’inhibition de 

cette activité sialidase conduit à l’accumulation de particules virales à la surface d’une cellule 



12 
 

infectée (Mori et al., 2015). NA contribue également à l’infectiosité en détruisant les mucines 

présentes dans le mucus respiratoire et joue un rôle probable dans l’accès aux cellules 

respiratoires (Cohen et al., 2013; Matrosovich et al., 2004a). La NA des VIA possède également 

un domaine de liaison aux acides sialiques (Du et al., 2020). 

 

5. Segment des protéines de matrice (M) 

Le gène M code pour les protéines de la matrice virale. S’il donne, grâce à l’épissage, quatre 

ARNm différents, seuls trois sont connus pour coder pour une protéine (Wise et al., 2009). La 

protéine de matrice la plus abondante de la particule virale est la protéine M1. Elle forme une 

couche sous l’enveloppe virale et joue un rôle d’initiation de l’assemblage, avant dernière 

étape du cycle viral (Reid et al., 2002). M1 est également importée dans le noyau, où elle se 

liera à NS2 et participera ainsi à l’export nucléaire des RNP (Akarsu et al., 2003; Cros and 

Palese, 2003). M2 est une protéine membranaire, servant de canal à protons et permettant 

l’acidification de la particule virale, une fois cette dernière endocytée (Watanabe et al., 2001). 

Elle joue également un rôle dans l’assemblage des particules virales (Chen et al., 2008). La 

troisième et dernière protéine est M42 ; elle jouerait un rôle compensatoire pour la perte de 

M2 chez certaines souches de virus (Wise et al., 2012). Les séquences nucléotidique et 

protéique de ce segment sont particulièrement conservées d’une souche de VIA à l’autre 

(Fouchier et al., 2000). 

 

6. Segment des protéines non structurales (NS) 

Le segment 8, le plus petit du génome, code pour trois protéines : NS1, NS2 (également 

appelée NEP) et NS3. NS1 est une protéine multifonctionnelle impliquée dans la régulation de 

l’expression des gènes viraux et dans l’inhibition de la réponse antivirale de l’hôte (Soubies et 

al., 2010), notamment en agissant comme antagoniste de l’interféron (García-Sastre, 2001). 

Le domaine C-terminal de la protéine contient notamment des motifs connus pour augmenter 

la virulence du virus, comme un domaine PDZ interagissant avec les protéines cellulaires et 

augmentant la pathogénicité chez les mammifères (Bavagnoli et al., 2011). NS1 régule 

également la transcription et l’épissage des ARN viraux (Hale et al., 2008; Jackson et al., 2008). 

NS2 régule le transport des RNP nouvellement formées du noyau vers le cytoplasme (Akarsu 
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et al., 2003; Boulo et al., 2007), ainsi que la transcription et la réplication du génome viral 

(Robb et al., 2009). Enfin, NS3, issue de l’épissage de l’ARNm codant pour NS1, pourrait être 

associée à l’adaptation aux mammifères (Selman et al., 2012). 
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Tableau 1 : Les huit segments des virus influenza et les protéines correspondantes 
D’après Bouvier et al., 2008 et Vasin et al., 2014. 

Segment Nom Longueur 
(nucléotides)* Protéine 

Longueur 
(acides 

aminés)* 
Fonctions 

1 PB2 2341 
PB2 759 Sous-unité du complexe polymérase. 

Reconnaissance de la coiffe des ARNm. 

PB2-S1 510 Inhibition des voies de signalisation RIG-1 
(in vitro) 

2 PB1 2341 

PB1 757 Sous-unité du complexe polymérase. 
Activité catalytique : élongation des ARN. 

PB1-F2 90 Activité pro-apoptotique. Rôle dans la 
pathogénèse et la dissémination virale. 

PB1-N40 718 Augmente l’efficacité de la réplication 
virale. 

3 PA 2233 

PA 716 Sous-unité du complexe polymérase. Vol 
de coiffe. 

PA-X 252 Modulation de l’expression des gènes de 
l’hôte 

PA-N155 568 Inconnues 
PA-N182 535 Inconnues 

4 HA 1778 HA 560 
Glycoprotéine de surface majeure. 
Attachement et entrée dans les cellules. 
Fusion endosomale. 

5 NP 1565 NP 498 
Composant structural du complexe 
polymérase. Encapsidation des ARNv. 
Import et export nucléaires des RNP. 

6 NA 1413 NA 465 
Glycoprotéine de surface. Clivage des 
acides sialiques. Libération des virus lors 
du bourgeonnement. 

7 M 1027 
M1 252 

Protéine virale la plus abondante. Tapisse 
la bicouche lipidique. Participe à 
l’initiation de l’assemblage. 

M2 97 Canal à ions. Participe à l’assemblage. 
M42 99 Rôle compensatoire pour la perte de M2. 

8 NS 890 

NS1 217 
Inhibition de la réponse interféron. 
Régulation de la transcription et de 
l’épissage. 

NS2 121 Transport des RNP depuis le noyau. 
Régulation de l’activité de la polymérase. 

NS3 174 Potentielle adaptation aux mammifères. 
*Les longueurs en nucléotides et acides aminés sont celles du virus A/Anhui/1/2013 (H7N9). 
La longueur des segments PB1, HA, NA et NS varie selon les sous-types et les souches. 
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D. Cycle viral 

Les différentes étapes du cycle viral, détaillées dans les paragraphes suivant, sont présentées 

sur la Figure 3. 

1. Récepteurs cellulaires 

Tout cycle viral commence nécessairement par l’attachement d’un virus à sa cellule cible, ce 

qui implique un récepteur. Les récepteurs des VIA sont les acides sialiques, des 

monosaccharides ubiquitaires présents aux extrémités de nombreux glycoconjugués. Si les 

acides sialiques sont complexes et divers, on peut schématiquement les diviser en deux 

catégories, en fonction de leur liaison au galactose. Le carbonyle en C-2 de l’acide sialique peut 

se lier au galactose soit par son carbonyle en C-3, soit par son carbonyle en C-6, donnant ainsi 

deux configurations stériques différentes. On parle de liaison en α2-3 ou en α2-6 (Bouvier and 

Palese, 2008). Une HA donnée sera plus affine avec une configuration que l’autre : ceci 

explique en partie les différences de tropisme d’un VIA à l’autre, car la répartition des 

récepteurs et le ratio entre les deux configurations divergent selon l’espèce animale. 

 

Les voies respiratoires hautes de l’homme comportent principalement des acides sialiques α2-

6 galactose, contrairement aux voies respiratoires basses, les bronchioles étant riches en 

acides sialiques α2-3 galactose. Les espèces aviaires expriment majoritairement des acides 

sialiques α2-3 galactose (Couceiro et al., 1993; Matrosovich et al., 2004b). Un VIA aviaire a 

donc peu de probabilité de parvenir à infecter un homme et inversement. Si un être humain 

venait à inspirer un aérosol contenant une quantité importante de VIA aviaires, une 

contamination serait théoriquement possible. S’en suivrait probablement alors une 

pneumonie rapide et sévère, dont l’issue pourrait être fatale (Gambotto et al., 2008).  

 

2. Attachement 

La tête globulaire d’HA contient des motifs pouvant se lier aux acides sialiques présents aux 

extrémités des glycoprotéines membranaires (Skehel and Wiley, 2000). Cette liaison va 

permettre l’endocytose du virus. L’endosome va subir une acidification, capitale pour deux 

raisons. La première est que la baisse du pH entraîne un changement conformationnel de HA, 
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exposant ainsi son peptide de fusion. L’enveloppe virale fusionne avec la membrane de 

l’endosome, créant un pore par lequel les RNP peuvent sortir (Sieczkarski and Whittaker, 

2005; Stegmann, 2000). La deuxième est qu’elle permet une acidification interne de la 

particule virale : les ions hydrogènes de l’endosome sont pompés par M2, alors activée, ce qui 

fragilise les interactions protéine-protéine et permet la libération des RNP depuis la matrice 

vers le cytoplasme (Martin and Helenius, 1991). 

 

3. Réplication, transcription et traduction 

Les RNP sont activement dirigées dans le noyau de la cellule, lieu de synthèse de tous les ARN 

viraux, grâce à des signaux de localisation nucléaire qui interagissent avec des protéines 

comme les importines α et β (Boulo et al., 2011; Whittaker et al., 1996). A partir des segments 

d’ARN de polarité négative, le complexe polymérase du virus va synthétiser deux types d’ARN 

à polarité positive : des ARN messagers (ARNm) et des ARN complémentaires (ARNc). Les 

premiers serviront à la production des protéines virales, les seconds serviront de matrice pour 

la synthèse des nouveaux ARN génomiques viraux, de polarité négative. Si les ARNm cellulaires 

sont polyadénylés par une polymérase spécifique, ce n’est pas le cas des ARNm viraux. La 

formation de la queue poly-A de ces derniers est permise grâce à la présence de 5 à 7 résidus 

uracile situés 16 nucléotides avant l’extrémité 5’ des ARNv. Ces résidus sont transcrits en 

adénine par la polymérase virale de manière répétée, amenant ainsi à la formation d’une 

queue poly-A (Fodor, 2013; Luo et al., 1991). Concernant la coiffe des ARN viraux, essentielle 

à l’initiation de la traduction, celle-ci est volée aux pré-ARNm cellulaires par un mécanisme 

impliquant les trois sous-unités du complexe polymérase, PA, PB1 et PB2 (Dias et al., 2009). 

Les ARNm viraux sont ensuite exportés dans le cytoplasme, suite à leur liaison au CBD (cap 

binding complex) nucléaire et au recrutement de facteurs cellulaires (Fodor, 2013), et traduits 

comme n’importe quels ARNm. L’export hors du noyau des ARN génomique sous la forme de 

RNP implique, comme évoqué précédemment, les protéines virales M1 et NEP (Akarsu et al., 

2003; Cros and Palese, 2003). La réplication des ARN génomiques viraux à partir des ARNc se 

ferait sans l’intervention d’amorces : un binucléotide pppApG est formé à partir des résidus 4 

et 5 de la séquence promoteur située à l’extrémité 3’ de l’ARNc, puis se déplace jusqu’aux 

résidus 1 et 2, à partir desquels la polymérisation aura lieu (Deng et al., 2006). Au contraire de 

ce qui est observé durant la transcription, la réplication ne s’arrête pas à la fin de la série de 
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résidus uracile, mais se poursuit jusqu’à la fin de l’extrémité 5’, possiblement grâce à 

l’intervention de NP, bien que le mécanisme sous-jacent soit encore inconnu (Beaton and 

Krug, 1986; Pflug et al., 2017). La synthèse d’ARN génomiques viraux serait 300 fois plus lente 

que celle des ARNm viraux (Reich et al., 2017). 

 

HA, NA et M2 sont synthétisées par des ribosomes liés au réticulum endoplasmique. Après un 

passage par ce dernier et par l’appareil de Golgi, où des modifications post traductionnelles 

sont réalisées, ces trois protéines sont dirigées vers la membrane. Les autres ARNm viraux 

sont traduits par des ribosomes cytoplasmiques. Les ARN à polarité négative s’associent avec 

NP (Bouvier and Palese, 2008). 

 

4. Assemblage et bourgeonnement 

Les RNP, associées à M1 et NEP, sont amenées vers la face interne de la membrane et 

s’attachent aux zones riches en HA, NA, M1 et M2 (Boulo et al., 2007). Il a longtemps été 

communément admis que les segments d’ARN étaient regroupés au sein d’une particule virale 

selon un processus aléatoire. Or, une particule virale infectieuse doit comporter ses huit 

segments d’ARN différents. Un processus aléatoire ferait qu’environ 90% des virions seraient 

défectueux, du fait d’une mauvaise combinaison ou d’un nombre incorrect de segments 

(Bancroft and Parslow, 2002). Des travaux récents semblent indiquer que le processus soit 

plus sélectif : les segments d’ARN pourraient contenir à leurs extrémités certains signaux 

d’assemblage (Fujii et al., 2003; Muramoto et al., 2006) et les segments d’ARN interagiraient 

entre eux (Fournier et al., 2012; Gavazzi et al., 2013). Toutefois, la capacité à empaqueter 

efficacement huit segments dépendrait de la souche virale : la part représentée par les 

particules défectives ne contenant pas tous les segments peut varier d’une souche à une autre 

(Nakatsu et al., 2016). 

 

Le bourgeonnent a ensuite lieu, probablement suite à l’accumulation de M1 sur la face interne 

de la bicouche lipidique (Reid et al., 2002). M2 participe également à l’initiation du 

bourgeonnement et à la libération des particules virales, notamment en provoquant la 

restructuration de la membrane et sa courbure (Madsen et al., 2018; Schmidt et al., 2013). HA 

va se lier aux acides sialiques, du fait de leur rapprochement, mais l’activité sialidase de NA va 
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permettre la libération des virions, par clivage des résidus terminaux des acides sialiques 

(Palese and Compans, 1976; Palese et al., 1974). Les particules virales nouvellement formées 

sont ainsi à même d’infecter de nouvelles cellules, et le cycle recommence. 

 

 

Figure 3 : Cycle viral des virus influenza A 
Schéma représentant les différentes étapes du cycle viral des virus influenza A. D’après 
Krammer et al., 2018. 

E. Evolution virale 

Les virus influenza sont un bel exemple d’agents pathogènes en constante évolution, aptes à 

échapper au système immunitaire et représentant ainsi une menace perpétuelle pour 

l’homme comme pour l’animal. Même si un organisme a été exposé de nombreuses fois au 

virus ou a été vacciné à plusieurs reprises, une nouvelle contamination est possible, en dépit 

de l’immunité pré-existante. Deux mécanismes majeurs sont à l’origine de cette antigénicité 

sans cesse changeante : la dérive et la cassure antigéniques. Un troisième mécanisme, plus 

anecdotique, peut intervenir : la recombinaison génétique. 
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La dérive antigénique est un processus au cours duquel des mutations ponctuelles dans le 

génome viral introduisent des changements mineurs au niveau des épitopes viraux (Figure 4) 

(Both et al., 1983). La polymérase virale n’ayant pas d’activité correctrice, elle introduit ces 

mutations à chaque cycle de réplication (Steinhauer et al., 1992). Le taux d’erreur est estimé 

entre 10-5 et 10-6 par nucléotide (Einav et al., 2020). La plupart des mutations donnent des 

virions non viables ou ne changent que très peu – voire pas du tout – la conformation des 

épitopes. Certaines mutations vont toutefois altérer ces dernières, notamment sur les 

glycoprotéines HA et NA. Lorsqu’un déterminant antigénique change suffisamment, il n’est 

plus aussi bien reconnu par le système immunitaire et est alors rapidement sélectionné, les 

virus ne contenant pas la mutation en question étant neutralisés (Webby and Webster, 2001). 

Au fil des épidémies et des campagnes de vaccination, l’antigénicité des virus dérive ainsi 

progressivement. Ce phénomène a principalement lieu pour les régions particulièrement 

antigéniques, avec HA et NA en tête, tandis que le reste du génome change relativement peu 

(Fitch et al., 1991). Différentes méthodes, passant notamment par le développement de 

modèles mathématiques, permettent de prédire dans une certaine mesure dans quelle 

direction les souches humaines saisonnières évolueront (Agor and Özaltın, 2018; Lee et al., 

2020). 

 

Pour les espèces animales élevées en cycle court, comme le porc par exemple, la dérive 

antigénique existe, mais de manière plus modérée. Les animaux sont abattus avant de mettre 

en place une immunité adaptative et d’être infectés une deuxième fois, puis sont remplacés 

par de nouveaux animaux naïfs. Si la polymérase virale insère des mutations à chaque cycle 

de réplication, la pression de sélection exercée par le système est moindre, ce qui rend 

l’évolution génétique des virus plus lente et moins prédictible que pour les virus humains 

(Vijaykrishna et al., 2011). La dérive antigénique existe également chez les oiseaux, et 

notamment chez les espèces réservoirs, mais elle y est bien plus lente que chez les 

mammifères (Suarez, 2000; Webster et al., 1992). 

 

Le deuxième phénomène est la cassure antigénique, causée par le réassortiment génétique, 

et est dû à la nature segmentée du génome viral (Figure 4). Cette fois-ci, contrastant avec 

l’évolution progressive de la dérive antigénique, on observe un échange complet de segments 

(Webster et al., 1982). Cette cassure est notamment rendue possible par le réservoir animal, 
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principalement constitué par les oiseaux aquatiques, qui contient des virus antigéniquement 

très distants (Cox and Subbarao, 2000). A ce jour, on rapporte respectivement 16 et 9 types 

d’HA et de NA différents (18 HA et 11 NA si l’on inclut les virus influenza des chauves-souris, 

qui sont phylogénétiquement proches des autres virus influenza A, mais pour autant 

incapables de faire des réassortiments avec eux). Lorsque le réassortiment concerne les 

segments codant pour HA et/ou NA, les conséquences peuvent être désastreuses pour la 

population humaine. Un tel changement peut être à l’origine d’un virus pour lequel l’immunité 

préexistante est faible, voire nulle, permettant ainsi une dissémination rapide du virus, voire 

une pandémie. Vient ensuite un moment où une immunité collective se met en place et la 

souche virale pandémique circulante devient alors progressivement un virus saisonnier, sujet 

à la dérive antigénique (Pica et al., 2012). A ce jour, une souche dérivée du H1N1 pandémique 

de 2009 circule toujours et fait partie, avec H3N2 et influenza B, des agents de la grippe 

saisonnière humaine. La cassure antigénique est également responsable des pandémies de 

1957 et 1968 (Fang et al., 1981; Kawaoka et al., 1989). Par exemple, les segments HA, NA et 

PB1 du virus H2N2 pandémique de 1957 provenaient d’un virus aviaire. Afin de prévenir 

l’éventuelle émergence d’un nouveau virus influenza A pandémique, la circulation des 

souches zoonotiques, telles que H5N1, H5N6 et H7N9, est étroitement surveillée. Pour qu’un 

réassortiment génétique ait lieu, une même cellule doit être simultanément infectée par deux 

souches virales différentes. Théoriquement, 254 combinaisons sont possibles (256, en 

comptant les deux combinaisons parentales) (Li et al., 2010), mais en pratique, d’autres 

éléments interviennent, rendant certaines combinaisons plus susceptibles d’avoir lieu ou 

d’autres non viables. Par exemple, les différents éléments du complexe polymérase peuvent 

être incompatibles entre eux (Li et al., 2008). Ou encore, un virus réassortant peut se heurter 

aux différentes barrières d’espèces, comme l’affinité de HA pour les différents types d’acides 

sialiques, et ne pas être à l’origine d’une pandémie (Long et al., 2016). 
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Figure 4 : Dérive et cassure antigéniques, illustration par l’exemple de la grippe de Hong-
Kong 
En 1968, un virus H2N2 humain saisonnier obtint par réassortiment les segments PB1 et HA 
d’un virus H3Nx aviaire, menant à une cassure antigénique et à l’émergence d’un H3N2 au 
potentiel pandémique. Depuis, ce virus est soumis à la dérive antigénique (les mutations 
engendrant de petits changements antigéniques permettant d’échapper à la réponse 
humorale de l’hôte étant sélectionnées) et son hémagglutinine évolue au fil des années. 
D’après Krammer et al., 2018. 

 

Le troisième et dernier phénomène est la recombinaison génétique. Si ses conséquences sont 

généralement moins problématiques pour la santé humaine et animale que pour la dérive et 

la cassure antigéniques, la recombinaison génétique peut toutefois augmenter 

considérablement la pathogénicité d’un virus. On parle de recombinaison génétique lorsqu’un 

court fragment d’ARN (provenant de l’hôte ou du virus) est incorporé dans un des segments 

d’ARN viraux. Par exemple, les analyses de séquences du virus H7N3 hautement pathogène 

ayant émergé au Canada en 2005 ont montré qu’une partie du segment M s’était intégrée au 
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segment HA, dans la partie codant pour le site de clivage, conférant ainsi au virus une 

pathogénicité très augmentée (Pasick et al., 2005). 

 

F. Spectre d’hôtes des virus influenza A 

Les virus influenza infectent un large panel d’espèces. Les oiseaux aquatiques, particulièrement 

les Anseriformes (comme les canards, les oies et les cygnes) et les Charadriiformes (comme les 

mouettes et les sternes), constituent le réservoir de ces virus. Ils abritent, généralement de 

manière asymptomatique, des virus génétiquement et antigéniquement très divers 

(Taubenberger and Kash, 2010), couvrant les sous-types H1 à H16 et N1 à N9 (Long et al., 2019). 

Chez les autres Ordres, comme celui des Passeriformes (qui contient près de la moitié des espèces 

d’oiseaux), la prévalence des VIA est bien plus faible (Munster et al., 2007). Cette circulation virale 

pérenne chez les oiseaux aquatiques est régulièrement associée à la transmission de VIA à de 

nouvelles espèces hôtes : principalement les gallinacées, mais également les chevaux, les porcs, 

les carnivores domestiques et l’être humain (Figure 5). Pour que la transmission à un nouvel hôte 

soit stable, l’acquisition de mutations adaptatives (fonctions de la souche virale et de la nouvelle 

espèce hôte) est très souvent nécessaire. Ces mutations limiteront ensuite la capacité des virus à 

retourner circuler chez les espèces réservoirs (Swayne, 2007). 

 

Au sein des mammifères, le spectre d’hôtes des VIA est très large, qu’il s’agisse d’animaux 

domestiques, comme le furet, le porc ou le cheval, ou d’animaux sauvages, allant des fourmiliers 

aux cétacés (Landolt and Olsen, 2007) (Figure 5). Chez l’être humain, ce sont les virus des sous-

types H1, H2 et H3 qui ont circulé ces dernières décennies, la pandémie à H3N2 de 1968 ayant mis 

à un terme à la circulation du sous-type H2. Ces mêmes sous-types circulent chez le porc. Des 

infections humaines par des virus aviaires appartenant aux sous-types H5, H6, H7, H9 et H10 ont 

été décrites, suite à des contacts étroits avec des volailles domestiques, sans toutefois qu’il n’y ait 

de transmission interhumaine pérenne. Les sous-types H17 et H18 circulent uniquement chez les 

chauves-souris (Long et al., 2019). Des analyses phylogénétiques suggèrent que toutes les souches 

de VIA isolées chez des mammifères ont pour origine commune des virus influenza aviaires. Il n’est 

pas communément établi que les mammifères sauvages soient des hôtes stables pour les VIA : les 

épizooties observées pourraient être sporadiques et ne pas persister (Taubenberger and Kash, 

2010).  
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Les espèces aviaires domestiquées appartenant à l’ordre des Galliformes (comme les poulets ou 

les cailles et les dindes) ne constituent pas un réservoir pour les VIA. En revanche, elles sont 

particulièrement sensibles à l’infection par des virus provenant des oiseaux sauvages. Dans la 

majorité des cas, un virus adapté aux Galliformes retournera difficilement circuler chez les espèces 

réservoirs (Swayne, 2007), mais il existe des exceptions, comme le H5N1 hautement pathogène. 

 

Dans la suite de cette partie, nous allons nous consacrer uniquement aux VIA aviaires. 

 

 

Figure 5 : Ecologie des virus influenza A. 
Des sous-types circulent de manière prédominante chez certaines espèces (flèches bleu foncé). 
Certains sous-types peuvent passer d’une espèce à l’autre, parfois via un hôte intermédiaire et 
éventuellement suite à l’acquisition de mutations adaptatives (flèches bleu clair). D’après Long 
et al., 2019. 



24 
 

G. Phénotypes VIAFP et VIAHP 

1. Critères de classification 

Les virus influenza aviaires sont classifiés selon deux phénotypes : les virus influenza aviaires 

faiblement pathogènes (VIAFP) et les virus influenza aviaires hautement pathogènes (VIAHP). 

Ces phénotypes sont définis selon deux critères : l’index de pathogénicité intraveineuse (IPIV) 

et la séquence nucléotidique du site de clivage de HA. 

 

Si, suivant l’inoculation intraveineuse de virus (préalablement amplifié sur œuf) chez des 

poulets âgés de quatre à huit semaines, la mortalité sur dix jours excède les 75%, le virus sera 

classifié comme VIAHP. Il en sera de même si l’inoculation intraveineuse chez dix poulets âgés 

de quatre à huit semaines donne un index de pathogénicité supérieur à 1,2. Cet index est 

calculé de la façon suivante : un score est attribué à chaque animal à chacun des dix jours post-

infection, avec une valeur de 0 si l’animal est cliniquement sain, une valeur de 1 s’il est malade 

(ne présente qu’un seul signe clinique), une valeur de 2 s’il est sévèrement malade (en 

présente plusieurs), et une valeur de 3 s’il est mort. Le calcul du score moyen par animal et 

par jour permet de déterminer l’index (OIE, 2019). Le Tableau 2 propose un exemple de calcul 

d’un tel index. 

 

Tableau 2 : Exemple du calcul d’un index de pathogénicité. 
Dans cet exemple, le score moyen par animal et par jour est de 224/100 = 2,24. 

 J1 J2 J3 J4 J5 J6 J7 J8 J9 J10 Total Score 

Sain 10 10 0 0 0 0 0 0 0 0 20x0 = 0 

Malade 0 0 3 0 0 0 0 0 0 0 3x1 = 3 

Sévèrement 
malade 

0 0 4 5 1 0 0 0 0 0 10x2 = 20 

Mort 0 0 3 5 9 10 10 10 10 10 67x3 = 201 

           Total : 224 

 

Indépendamment de la pathogénicité, tout virus de sous-type H5 ou H7 ayant un site de 

clivage dont la séquence est déjà connue pour exister chez des VIAHP, sera lui-aussi traité 
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comme un VIAHP (OIE, 2019). Cette définition se retreint à ces deux sous-types, car, à ce jour, 

tous les VIAHP à avoir été identifiés étaient soit des H5, soit des H7. 

 

2. VIAFP 

Les VIAFP possèdent, dans la quasi-totalité des cas, un site de clivage monobasique (Figure 6) : 

la plupart du temps une unique arginine, parfois une lysine (Bertram et al., 2010). Un nombre 

limité de protéases trypsin-like, sécrétées quasi-exclusivement par les cellules des épithéliums 

digestif et respiratoire, peut reconnaître et cliver ce site. Des protéases bactériennes 

pourraient également intervenir (Tashiro et al., 1987). La réplication virale est donc limitée 

aux appareils digestifs et respiratoires, ces protéases n’étant pas exprimées par tous les types 

cellulaires (Klenk and Garten, 1994). Chez le canard, la multiplication virale peut être 

particulièrement intense dans l’intestin, avec de fortes charges virales excrétées dans les fèces 

(Webster et al., 1978). Les signes cliniques causés par l’infection varient selon la souche virale, 

l’espèce hôte, l’âge, la présence d’autres microorganismes et les paramètres 

environnementaux (Alexander, 2000; van Gils et al., 2007). La symptomatologie est 

généralement modérée et peut-être inexistante dans certains cas, notamment chez les 

canards et les autres espèces réservoirs (Kida et al., 1980). Si un VIAFP doit être cultivé in vitro, 

la présence de trypsine dans le milieu de culture est nécessaire à l’obtention de cycles de 

réplication multiples et de particules infectieuses (Klenk et al., 1975). Des variations de 

tropisme sont néanmoins possibles : sans qu’il y ait de réplication systémique, certains VIAFP 

peuvent se répliquer en dehors des appareils respiratoire et digestif, par exemple dans les 

reins (Slemons and Swayne, 1990) ou dans l’oviducte (de Wit et al., 2020) des poulets. 

 

3. VIAHP 

Le site de clivage des VIAHP est, lui, polybasique (Figure 6), avec plusieurs arginines ou lysines 

sur la séquence protéique. Ce site de clivage polybasique est reconnu par des protéases 

comme les furines ou la proprotéine convertase 6 (PC6), qui sont ubiquitaires et permettent 

ainsi au virus de se répliquer non plus uniquement dans les appareils respiratoire et digestif, 

mais de manière systémique (Stieneke-Gröber et al., 1992; Walker et al., 1994). Ce clivage est 

d’autant plus efficace qu’il a lieu de manière intracellulaire (Klenk et al., 1974), pendant l’étape 
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d’assemblage du cycle viral (Steinhauer, 1999). Ainsi, les particules virales sont déjà 

infectieuses lorsqu’elles bourgeonnent. Les signes cliniques varient ici aussi selon l’espèce, 

l’âge, la souche virale et les paramètres environnementaux. On peut aller d’une mortalité 

brutale sans signes annonciateurs, pouvant atteindre les 100% en 24h chez les espèces les 

plus sensibles, à une symptomatologie plus modérée, faisant intervenir plusieurs 

présentations cliniques. Ces dernières peuvent inclure des signes cliniques respiratoires 

(écoulements nasaux, toux, dyspnée), neurologiques (torticolis, ataxie), digestifs (diarrhée, 

anorexie) ou plus généraux (abattement, diminution des vocalises). Aucun d’entre eux n’est 

pathognomonique. Une morbidité élevée s’accompagne généralement d’une forte mortalité 

(OIE, 2019). Les canards peuvent, selon la souche virale, ne présenter aucun signe clinique, 

comme présenter une mortalité élevée. Prenons l’exemple de deux virus parmi ceux 

responsables des épizooties ayant frappé la France au cours des hivers 2015-2016 et 2016-

2017, de sous-types respectivement H5N9 et H5N8, étudiés dans le cadre de cette thèse : 

l’infection de canards Pékin par le premier passe cliniquement inaperçue (Figueroa et al., 

2020), tandis que celle par le deuxième cause d’importants troubles neurologiques, associés 

à une mortalité forte (Grund et al., 2018; Kleyheeg et al., 2017).  
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Figure 6 : Virus influenza aviaires faiblement et hautement pathogènes. 
Le clivage protéolytique de la molécule précurseur HA0 en deux sous-unités HA1 et HA2 se fait 
au niveau d’un site de clivage qui est monobasique pour les VIAFP et polybasique pour les 
VIAHP. Les étoiles bleues indiquent les sites de réplication virale. La réplication des VIAFP est 
généralement limitée aux appareils respiratoires et digestifs, tandis que les VIAHP peuvent se 
répliquer de manière systémique. D’après Horimoto and Kawaoka, 2005. 

 

4. Limites de la classification 

Cette classification a toutefois ses limites, car certains virus atypiques existent et en voici 

quelques exemples. Deux virus appartenant au sous-type H10, H10N4 et H10N5, ont été isolés 

et remplissaient le critère concernant la pathogénicité, avec un IPIV supérieur à 1,2, malgré 

un site de clivage monobasique. Toutefois, inoculés par voie intranasale, ils n’entraînaient pas 

de mortalité et ont été classifiés comme VIAFP (Wood et al., 1996). De même, un H4N2 isolé 

chez des cailles possédait un site de clivage polybasique, mais un IPIV nul, le classant comme 

VIAFP (Wong et al., 2014). L’existence de sous-types H5 avec un site de clivage polybasique, 

mais un IPIV faible, a également été rapportée (Londt et al., 2007). Comme dit précédemment, 

les phénomènes de recombinaison au niveau de la séquence du site de clivage peuvent 

affecter la pathogénicité du virus : l’insertion de court fragments à cet endroit peut résulter 

en l’acquisition d’un site de clivage polybasique, avec une séquence atypique, comme cela a 

été le cas au Chili en 2002 (Suarez et al., 2004) et au Canada en 2004 (Pasick et al., 2005). 

Enfin, une récente étude a montré que certains virus HxN6 avaient, tout en gardant un site de 

clivage monobasique et un IPIV bas, la capacité de se répliquer de manière systémique in vivo 
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et en l’absence de trypsine in vitro, grâce à la neuraminidase N6 et un site de clivage atypique, 

reconnu par la thrombine (Kwon et al., 2019).  

 

5. Obtention d’un site de clivage polybasique 

L’étude épidémiologique des épizooties à VIAHP documentées au cours de ces dernières 

décennies semble indiquer que les VIAHP émergent suite à la réplication et à la transmission 

d’un VIAFP au sein des élevages de Galliformes (Abdelwhab et al., 2013). De plus, les VIAHP 

ne forment pas de groupe phylogénétiques distincts, mais ont systématiquement pour 

ancêtres communs des VIAFP, ce qui conforte cette hypothèse (Banks et al., 2000; Monne et 

al., 2014; Röhm et al., 1996). En 1994, au Mexique, un VIAFP de sous type H5N2 causant des 

symptômes respiratoires modérés a été isolé, avec des analyses sérologiques suggérant que 

le virus circulait au moins depuis l’année passée. Dans certains élevages, une augmentation 

sévère de la virulence du virus a été observée et les prélèvements réalisés ont révélé la 

présence d’un VIAHP H5N2. Les analyses phylogénétiques basées sur la séquence de HA ont 

montré que ce VIAHP avait émergé à partir du VIAFP au cours de deux évènements distincts, 

à Puebla en 1993 et à Queretaro en 1994, et ont également indiqué que le VIAFP avait 

probablement été introduit dans le pays par les oiseaux migrateurs (Horimoto et al., 1995). 

Ainsi, l’hypothèse qu’un VIAHP pouvait émerger suite à la l’introduction d’un VIAFP au sein 

des galliformes était prouvée. D’autres scénarios similaires ont suivi : en octobre 2003, au 

Pakistan, un VIAFP H7N3 a été isolé chez des poules pondeuses et en novembre de la même 

année, un VIAHP H7N3 a soudainement émergé et s’est répandu en quelques semaines à 

travers le pays, jusqu’au contrôle de l’épizootie en juin 2004 seulement. Les analyses 

génétiques ont montré que le VIAHP avait émergé chez le poulet suite à l’insertion de plusieurs 

acides aminés basiques dans le site de clivage de HA du VIAFP (Naeem et al., 2007). On peut 

également citer les émergences des VIAHP H7N1 en Italie en 1999 (Banks et al., 2001; Monne 

et al., 2014) et H7N3 au Canada en 2004 (Pasick et al., 2005), pour lesquelles le VIAFP 

précurseur était connu. Néanmoins, la circulation d’un VIAFP dans les élevages de galliformes 

préalablement à l’émergence d’un VIAHP est un paramètre inconnu dans la plupart des 

épizooties (Richard et al., 2017). Une raison pouvant expliquer cela est que la circulation des 

VIAFP a fréquemment lieu à bas bruit, ne causant que peu à pas de signes cliniques, les virus 

passant ainsi souvent inaperçus. 
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Dans certains cas, l’implication des oiseaux sauvages dans l’introduction d’un VIAFP chez les 

Galliformes a été démontrée, comme par exemple en 1979, au Royaume-Uni, où des oiseaux 

sauvages ont été contraints de venir s’alimenter à proximité d’élevages de dindes du fait d’un 

hiver particulièrement rigoureux (Alexander and Spackman, 1981). Dans la majorité des cas 

cependant, le rôle joué par la faune sauvage reste inconnu (Richard et al., 2017). 

 

Plusieurs mécanismes sont impliqués dans l’acquisition d’un site de clivage polybasique. Celui 

le plus fréquemment observé est la duplication de codons déjà existants au niveau de la 

séquence codant pour le site de clivage. Des duplications multiples de codons codant pour des 

purines permettent de multiples insertions d’acides aminés basiques et l’acquisition d’un 

phénotype hautement pathogène. Il est également possible d’avoir des substitutions : le 

changement d’une base peut remplacer un acide aminé acide par un acide aminé basique et 

résulter en l’obtention d’un site de clivage polybasique (García et al., 1996; Horimoto et al., 

1995). Enfin, la polymérase virale peut bégayer et insérer des adénines et des guanines, qui 

coderont pour des acides aminés basiques (García et al., 1996; Perdue et al., 1997). 

 

Un autre mécanisme, évoqué précédemment, est possible : la recombinaison génétique. 

L’insertion de matériel génétique au niveau de la séquence codant pour le site de clivage peut 

résulter en l’obtention d’un phénotype HP, comme cela a été observé à plusieurs reprises, 

uniquement chez les sous-types H7 (Gultyaev et al., 2021). En voici deux exemples : au cours 

de l’hiver 1999-2000, 12 nucléotides ont été insérés à partir d’une source inconnue et ont 

rendu un H7N1 hautement pathogène en Italie (Banks et al., 2001) ; en 2012, au Mexique, 

l’insertion de 24 nucléotide à partir d’ARN ribosomal de poulet a permis à un H7N3 VIAFP de 

devenir un VIAHP (Maurer-Stroh et al., 2013).  

 

 A ce jour, 25 et 24 sites de clivage polybasiques différents ont été décrits, seulement chez les 

sous-types H5 et H7 respectivement (OFFLU, 2018). En laboratoire, l’introduction par 

génétique inverse d’un site de clivage polybasique chez des sous-types autres que H5 et H7 

peut résulter en l’acquisition d’un phénotype hautement pathogène (Munster et al., 2010; 

Veits et al., 2012). 
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La liste des différentes émergences de VIAHP avec un précurseur VIAFP connu est résumée 

dans le Tableau 3. 
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Tableau 3 : Les émergences de VIAHP dont le VIAFP précurseur est connu 
Sous-
type Pays Année Espèces Mécanisme Référence 

H5N9 Etats-Unis 1966 Dinde Possible réassortiment 
avec un H5N1 

(Ping et al., 
2012) 

H7N7 
Australie 1976 Poulet, canard Duplication/insertion (Bashiruddin et 

al., 1992) 

Allemagne 1979 Poulet Insertion (Röhm et al., 
1996) 

H5N2 

Etats-Unis 1983 Poulet 
Perte de glycosylation 

par la mutation HA 
T13K 

(Deshpande et 
al., 1987) 

Mexique 1994-
1995 Poulet Insertion/substitution 

(García et al., 
1996; Horimoto 

et al., 1995; 
Perdue et al., 

1997) 

H7N3 Pakistan 1994-
1995 Poulet Insertion/substitution (Abbas et al., 

2010) 

H7N1 Italie 1999-
2000 

Poulet, dinde, 
autres volailles 
domestiques 

Recombinaison avec 
séquence inconnue 

(Monne et al., 
2014) 

H7N3 Chili 2002 Poulet Recombinaison avec NP (Suarez et al., 
2004) 

H7N7 Pays-Bas 2003 Poulet Possible réassortiment 
avec H7N3 et H10N7 

(de Wit et al., 
2010) 

H7N3 
Canada 2004 Poulet Recombinaison avec M, 

substitution 
(Pasick et al., 

2005) 

Canada 2007 Poulet Recombinaison avec un 
ARN de poulet 

(Berhane et al., 
2009) 

H7N7 

Royaume-
Uni 2008 Poulet Insertion/substitution (Seekings et al., 

2018) 

Espagne 2009 Poulet Insertion (Iglesias et al., 
2010) 

H5N2 Chine 2010 Poulet Possible réassortiment 
avec H5N1 et H9N2 

(Zhao et al., 
2012) 

H7N3 Mexique 2012 Poulet Recombinaison avec 
ARN de poulet 

(Kapczynski et 
al., 2013) 

H7N7 Allemagne 2015 Poulet Insertion/substitution (Dietze et al., 
2017) 

H7N8 Etats-Unis 2016 Dinde Insertion (Killian et al., 
2016) 

H7N9 Etats-Unis 2017 Poulet Insertion (Lee et al., 2017) 
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6. Prédispositions génétiques des VIAFP 

Une hypothèse, investiguée dès les années 90, serait que la séquence nucléotidique du site 

de clivage est particulièrement riche en purines chez les sous types H5 et H7, donnant lieu à 

l’apparition de structures secondaires de l’ARN non observées chez les autres virus. Ces 

structures favoriseraient les duplications, les insertions et le bégaiement de la polymérase 

dans cette région (García et al., 1996; Perdue et al., 1997). Ce n’est que récemment que la 

contribution des structures secondaires de l’ARN de type tige-boucle à l’apparition d’un site 

de clivage polybasique a été démontrée. Les conclusions d’une équipe japonaise ont été que 

plus la taille de la boucle était importante, plus la polymérase virale avait tendance à insérer 

des adénines ou des guanines, favorisant ainsi l’apparition des codons AAA, AAG, AGA ou AGG, 

codant pour les acides aminés lysine ou arginine (Nao et al., 2017). Ainsi, les sous types H5 et 

H7 seraient naturellement prédisposés à accepter des acides aminés basiques au niveau du 

site de clivage. 

 

L’analyse de toutes les séquences nucléotidiques des sous-types H5 et N7 disponibles sur NCBI 

a montré que l’apparition d’un site de clivage polybasique était significativement corrélée à 

l’apparition d’autres mutations, présentes sur le segment HA, mais également sur les 

segments PB1 et PB2, et améliorant les capacités réplicatives du virus. Si cette analyse ne 

permettait de dire si les mutations étaient apparues préalablement ou après l’émergence du 

VIAHP, certaines d’entre elles pourraient avoir favorisé l’évolution vers le phénotype 

hautement pathogène (Escalera-Zamudio et al., 2020). 

 

7. Quasi-espèce virale et émergence de VIAHP 

Du fait du fort taux d’erreur de la polymérase virale et des phénomènes de réassortiment, les 

virus influenza sont d’une très grande variabilité. Pour un sous-type donné, comme H5N8, il 

existe un très large panel de souches différentes. Une souche donnée n’existe pas en tant 

qu’entité individuelle, mais sous la forme d’un nuage de variants, intimement proches sur le 

plan génétique, avec de légères variations : on parle de quasi-espèce virale (Eigen, 1993). En 

infectant un tapis cellulaire ou un animal avec un seul variant, au fur et à mesure des cycles 

de réplication, des mutations vont inexorablement apparaître et la population virale qui se 
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forme perd progressivement son homogénéité génomique. Ce concept est particulièrement 

connu pour le VIH (Nowak et al., 1990), mais a été rapporté pour de nombreux autres virus à 

ARN, comme le virus de l’hépatite C (Tsukiyama-Kohara and Kohara, 2017). Il confère au virus 

des avantages pour l’adaptation à l’hôte, la virulence, la transmission, l’échappement à la 

réponse immunitaire etc. (Domingo and Perales, 2019). 

Lorsque, par le biais des mécanismes décrits précédemment, un VIAFP acquiert un site de 

clivage polybasique, le VIAHP nouvellement formé ne représente vraisemblablement qu’une 

fraction minime de la quasi-espèce. Pour que la modification génétique constitue un succès 

évolutif, le VIAHP nouvellement formé doit surpasser le VIAFP pour devenir un variant 

prédominant et ainsi être transmis à d’autres individus. En dépit de l’avantage sélectif majeur 

que possède le VIAHP, s’il ne parvient pas à cela, il ne peut y avoir émergence : la sélection 

positive des variants minoritaires de phénotype HP à partir du nuage de la quasi-espèce de 

variants FP est également un des mécanismes d’émergence. L’émergence réussie d’un VIAHP 

passerait donc par deux étapes successives : l’acquisition d’un site de clivage polybasique, puis 

la capacité à devenir prédominant au sein de la quasi-espèce virale.  

La meilleure compréhension des phénomènes amenant à l’apparition d’un VIAHP ou à la 

sélection d’un VIAHP qui coexistait avec un VIAFP implique la mise au point de différents 

modèles, qui vont être détaillés par la suite. 

8. Analyse des phénomènes d’émergence 

Plusieurs modèles d’émergence ont été utilisés, dans le but de faire apparaître un VIAHP à 

partir d’un précurseur VIAFP, en faisant intervenir à chaque fois des passages viraux successif 

in vitro, in ovo et in vivo. La multiplication des passages permet d’avoir un très grand nombre 

de cycles viraux et de sélectionner progressivement les variants avec le meilleur fitness, 

comme cela peut être le cas lorsqu’une infection progresse dans un élevage. Le passage sur 

fibroblastes de poulet puis sur poulets d’un virus H5N2 a résulté en l’obtention de la sélection 

de variants hautement pathogènes (Brugh, 1988). Des passages successifs sur cellules 

embryonnaires de poulet d’un virus H7N7 isolé sur un mammifère marin a permis l’obtention 

d’un site de clivage polybasique et d’un phénotype hautement pathogène (Li et al., 1990). Un 

des inconvénients des modèles cellulaires est l’absence de système immunitaire, donc une 

pression de sélection très limitée. Les œufs embryonnés permettent de palier en partie à ce 
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problème, bien que le système immunitaire d’un embryon, même proche de l’éclosion, ne soit 

pas mature (Alkie et al., 2019). Ainsi, des VIAHP ont été obtenus par passages successifs sur 

œufs embryonnés de 14 jours de différents sous-types H5 de phénotype faiblement 

pathogène (Horimoto and Kawaoka, 1995). Les modèles in vivo ont l’avantage de faire 

intervenir un organisme entier, avec un système immunitaire mature, dès lors que les animaux 

sont suffisamment âgés. La pression sélective au sein de la quasi-espèce virale permet de 

reproduire ce qui se passe lorsqu’un VIAFP est naturellement transmis dans un élevage de 

gallinacées (Dlugolenski et al., 2011). Des VIAFP H5N2 et H5N3 sont devenus VIAHP par 

passages successifs chez des poulets (Ito et al., 2001; Soda et al., 2011). L’augmentation de la 

pathogénicité virale par passages successifs chez le poulet a également été observée pour 

d’autres virus, comme le virus de la maladie de Newcastle (Shengqing et al., 2002). 

 

La quasi-totalité des émergences de VIAHP à partir d’un précurseur VIAFP rapportées ces 

dernières années a eu lieu dans des élevages commerciaux de volailles. Seules deux 

émergences ont été décrites dans des basses-cours (Dhingra et al., 2018) et à ce jour, une 

seule émergence dans la faune sauvage a été rapportée : celle d’un H5N3, en 1961, chez des 

sternes sauvages, proche des côtes de l’Afrique du Sud (Becker, 1966). Les animaux élevés 

dans les élevages commerciaux étant abattus relativement jeunes, ils n’ont généralement pas 

le temps de mettre en place une immunité adaptative et d’être infectés une seconde fois, ce 

qui n’est pas le cas des volailles élevées dans les basses-cours. 

 

Les modèles faisant intervenir les passages successifs ne prennent toutefois pas en compte 

d’autres limites. Premièrement, il est possible que l’inoculum de départ, n’étant supposé 

contenir que le VIAFP, contienne quelques VIAHP, ce qui fait intervenir le concept de quasi-

espèce virale. Des sous-populations virales, très différentes en termes de pathogénicité, 

pourraient coexister et être sélectionnées au cours des passages, sans qu’il y ait d’émergence 

réelle par l’introduction de mutations dans la séquence du site de clivage. Grâce au 

séquençage haut débit, la présence de VIAHP en quantité infime a par exemple été suspectée 

dans certains isolats de VIAFP obtenus lors des épizooties à H7N3 au Canada en 2004 (Pasick 

et al., 2005), à H7N1 en 1999 en Italie (Iqbal et al., 2014) et à H7N7 en Allemagne en 2015 

(Dietze et al., 2017). Deuxièmement, ils ne prennent pas en compte la possibilité qu’un VIAHP 
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puisse apparaître, mais ne pas parvenir à être transmis aux autres animaux, par perte de la 

compétition avec le VIAFP parental. 

 

S’il existe une claire association entre la clivabilité de HA in vitro et la pathogénicité du virus 

in vivo, la présence d’un site de clivage polybasique ne fait pas tout. Comme dit 

précédemment, certains virus sans site de clivage polybasique sont fortement pathogènes et 

certains virus avec un site de clivage polybasique ne le sont pas. De nombreuses autres 

mutations sont impliquées dans la pathogénicité, qu’elles soient localisées autour du site de 

clivage ou sur d’autres segments que HA. Par exemple, un facteur de pathogénicité bien décrit 

est la présence d’une NA tronquée. La délétion d’une vingtaine d’acide aminé sur la tige de 

NA est fréquemment observée chez les souches virales adaptées aux poulets (Li et al., 2011) 

et est associée à une augmentation de la réplication dans l’appareil respiratoire et de la 

mortalité (Hoffmann et al., 2012; Sun et al., 2013). Suite à cette délétion, l’équilibre entre les 

fonctions de HA et NA, respectivement la liaison aux acides sialiques et le clivage de ces 

derniers, est perturbé : l’activité sialidase de NA est diminuée, la flexibilité de la protéine et sa 

capacité à atteindre les acides sialiques étant moindres. Ainsi, la probabilité que HA se lie à 

des derniers est augmentée (Baigent and McCauley, 2001; Durrant et al., 2016). Toutefois, les 

raisons pour lesquelles l’émergence de virus influenza aviaires avec une activité sialidase 

diminuée est favorisée chez les poulets restent globalement méconnues (Mo et al., 2021). 

H. Epidémiologie des VIAHP de sous-type H5 

Au cours de ces dernières années, la circulation des VIAHP de sous-types H5 a connu une 

augmentation considérable, notamment dans la faune sauvage (Adlhoch et al., 2020). Pour 

cette raison, ainsi que parce que les VIAPH utilisés dans le cadre de ces travaux de thèse 

appartiennent aux sous-types H5N8 et H5N9, une brève présentation de leur épidémiologie 

s’impose. Si la première épizootie confirmée à VIAHP H5Ny remonte à 1959, ce n’est qu’en 

1996 que la toute première souche d’un tel virus à avoir été décrite a été isolée (Xu et al., 

1999). Elle a été identifiée en Chine et porte le nom A/Goose/Guangdong/1/1996 (H5N1). 

Depuis, les virus H5Ny de cette lignée n’ont cessé d’évoluer par dérive antigénique et ont été 

classés en clades et sous-clades, sur la base d’analyses phylogénétiques et de comparaisons 

de la séquence nucléotidique de HA. Par exemple, dans cette classification, dès lors que la 
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proportion de nucléotides différents excède 1,5% en comparaison à un clade connu, un 

nouveau clade (ou sous-clade) est créé. On obtient ainsi un code numérique décrivant le 

chemin évolutif suivi par les virus. Par exemple, le clade 2.1.2 appartient au clade 2.1, lui-

même appartenant au clade 2 (Figure 7). Si de nombreux clades ont ainsi été créés, depuis 

2010, les virus H5Ny de clade 2.3.4, et particulièrement le sous-type H5N8, sont 

progressivement devenus prédominants à l’échelle de la planète, en étant transportés sur de 

longues distances par les oiseaux migrateurs. Des épizooties causées par des virus H5N8 de 

clade 2.3.4 ont été rapportées par au moins 46 pays, dont la France, durant les hivers 2016-

2017 et 2020-2021 (Guinat et al., 2018; Shi and Gao, 2021; Vergne et al., 2020). Des infections 

humaines par des virus H5Ny ont déjà eu lieu, avec des virus appartenant à divers clades, mais 

particulièrement pour le clade 2.3.4, avec l’implication des sous-types H5N1 et H5N6 (Bi et al., 

2016; Yuen et al., 1998). La toute première infection humaine par un virus H5N8 a récemment 

été décrite, suite à une épizootie à VIAHP H5N8 de clade 2.3.4.4b dans un élevage de volaille 

en Russie (Pyankova et al., 2021). Ainsi, les programmes de surveillance virologique revêtent 

un intérêt majeur, à la fois pour la santé animale et la santé humaine.  

L’épizootie à VIAHP ayant frappé la France au cours de l’hiver 2015-2016 est un cas particulier. 

Les virus responsables (H5N1, H5N2 et H5N9) seraient apparus suite à l’obtention d’un site de 

clivage polybasique par plusieurs substitutions nucléotidiques, et suite à de multiples 

réassortiments avec des virus H5Ny de lignée phylogénique eurasienne, n’appartenant 

toutefois pas à la lignée A/Goose/Guangdong/1/1996, et ne présentant pas de potentiel 

zoonotique (Briand et al., 2017, 2018). 
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Figure 7 : Evolution des VIA de sous-type H5. 
Les virus influenza de sous-type H5 sont phylogénétiquement classés en clades et sous-clades 
(dont les numéros sont donnés dans les cercles), en fonction de l’évolution de la séquence 
nucléotidique de HA. Les virus de clade 2.3.4 sont ceux majoritairement détectés ces dernières 
années. De nombreuses infections humaines par ces virus ont été décrites. D’après Shi et Gao, 
2021. 

 

I. Mesures de prévention dans les élevages 

Comme dit précédemment, le rôle des oiseaux sauvages aquatiques, le réservoir des VIA, dans 

l’introduction de VIAFP ou de VIAHP dans les élevages avicoles est la plupart du temps 

méconnu. Toutefois, à plusieurs occasions, des études épidémiologiques ont montré qu’ils 

étaient probablement à l’origine de l’épizootie (Hanna et al., 2015; Keawcharoen et al., 2011; 

Verhagen et al., 2015). La claustration des oiseaux d’élevage, notamment lorsque la circulation 
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est forte dans la faune sauvage, paraît donc être une mesure efficace. Toutefois, priver d’accès 

à l’extérieur les animaux n’est pas une solution applicable au long terme, à la fois d’un point 

de vue de bien-être animal et d’un point de vue économique. De nombreux producteurs se 

tournent vers l’élevage extensif afin de répondre à une demande sociétale. Les labels 

Agriculture biologique et Label rouge imposent dans leur cahier des charges aux producteurs 

de fournir à leurs animaux l’accès à un parcours extérieur (EU, 2008; MAA, 2017). En revanche, 

l’accès aux points d’eau tels que des lacs ou des étangs devrait être limité au maximum, pour 

limiter les contacts avec le réservoir sauvage. Les mouvements d’animaux, notamment au sein 

de la filière foie gras, qui fait intervenir plusieurs types d’élevages, ainsi que les flux de 

matériel, ont déjà été incriminés dans la transmission virale. Pour y remédier, des mesures 

strictes de biosécurité doivent être mises en place : la quarantaine des animaux, la 

désinfection du matériel, la présence de sas, le principe de la marche en avant etc. (Delpont 

et al., 2018, 2020; Guinat et al., 2020). Bien que cela concerne principalement l’Asie, les 

marchés d’oiseaux vivants sont une source de transmission des VIA et doivent de ce fait être 

encadrés de manière stricte, voire abrogés (Zhou et al., 2015). 

 

La vaccination des oiseaux d’élevage contre les VIAHP est interdite dans les pays de l’Union 

Européenne, à quelques exceptions près (EU, 2006). Elle réduit la mortalité et la morbidité, 

mais ne permet pas d’empêcher l’infection : les oiseaux infectés et vaccinés peuvent quand 

même transmettre le virus, lui permettant de circuler sans être facilement détecté. De plus, 

du fait de la dérive antigénique, un vaccin peut vite devenir obsolète (Swayne, 2006). Si lors 

de l’épizootie italienne à H7N1 en 1999-2000, l’utilisation d’un vaccin inactivé a été autorisée 

et a contribué au contrôle de la crise (Capua and Marangon, 2007), la vaccination ne porte pas 

toujours ses fruits. Par exemple, malgré la campagne de vaccination suite à une épizootie à 

VIAHP H7N3 au Pakistan en 1995, le virus a continué de circuler dans les années qui ont suivi 

(Naeem and Siddique, 2006). Au sein de l’Union Européenne, lorsque la vaccination est 

autorisée, les vaccins doivent être des vaccins DIVA (Differentiating Infected from Vaccinated 

Animal) de telle sorte à ce que la vaccination n’interfère pas avec les tests sérologiques utilisés 

dans le cadre du dépistage de la grippe aviaire (EU, 2006). 

 

La circulation des virus dans les élevages est également étroitement surveillée par les 

vétérinaires et les laboratoires vétérinaires départementaux. Dès qu’un VIAFP ou un VIAHP de 
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sous-type H5 ou H7 est détecté dans un élevage, des mesures drastiques sont mises en place, 

passant par l’abattage des animaux (EU, 2006). Ces mesures, adoptées par l’Union 

Européenne, ont un impact économique et sociétal fort, et la législation des pays en voie de 

développement est généralement différente, la vaccination étant privilégiée. 

J. Immunité antivirale dirigée contre les virus influenza 

L’immunité antivirale innée, passant notamment par la réponse inflammatoire et les réponses 

interférons de types 1 et 3, joue un rôle capital dans la régulation des infections par les virus 

influenza. Le développement de la maladie pouvant être particulièrement rapide, notamment 

chez les poulets, où la mort peut survenir en l’espace de quelques jours, voire quelques 

heures, fait que la réponse adaptative n’a pas le temps de se mettre en place. La réponse 

immunitaire antivirale innée déclenchée par un VIAHP peut être schématisée en deux 

scénarios différents : d’une part, une réponse interféron (IFN) induisant un état antiviral et le 

contrôle de l’inflammation, et d’autre part, une hyperactivation des voies de signalisation pro-

inflammatoires, contribuant à la mort des animaux. 

 

1. Senseurs de l’immunité antivirale innée 

Dès lors qu’un virus influenza infecte une cellule, des motifs viraux appelés PAMP (pathogen-

associated molecular pattern) vont être reconnus par les senseurs de l’immunité, appelés les 

PRR (pattern recognition receptors). Les principaux senseurs impliqués dans la réponse anti-

influenza sont les RLR (RIG-1 like receptors), les TLR (toll-like receptors) et les récepteurs de 

type NOD (nucleotide oligomerization domain). Les RLR comprennent trois récepteurs 

cytoplasmiques : RIG-1 (retinoic acid-inducible gene 1), qui est absent chez le poulet, MDA5 

(melanoma differentiation-associated protein 5) et LGP2 (laboratory of genetics and 

physiology 2). RIG-1 et MDA5 reconnaissent les ARN viraux et initient la cascade de 

signalisation de la voie interféron. Plus précisément, RIG-1 reconnaît les structures en queue 

de poêle formées par les extrémités complémentaires de chaque segment d’ARNv (Liu et al., 

2015) ainsi que les courts ARNv produits suite à des erreurs de la polymérase virale (te Velthuis 

et al., 2018), tandis que MDA5 reconnaît les ARNm sans coiffe et les ARN double brin de taille 

supérieure à 1kb (Jiang et al., 2011; Pichlmair et al., 2009). RIG-1 revêt une importance 
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particulière dans la réponse interféron, car c’est ce récepteur qui entraîne la sécrétion 

d’interférons la plus précoce dans les cellules épithéliales suite à l’infection par un virus 

influenza (Evseev and Magor, 2019). Le gène RIG-1 étant absent chez les poulets, cela pourrait 

expliquer leur extrême sensibilité à l’infection (Magor et al., 2013), même si MDA5 pourrait 

compenser en partie cette absence (Liniger et al., 2012). LGP2 régule les voies de signalisation 

de RIG-1 et MDA5, notamment en facilitant la reconnaissance des ARN viraux par ces derniers 

(Saito et al., 2007; Satoh et al., 2010). 

 

Chez l’homme, le TLR7 et le TLR8 reconnaissent les ARNv simple brin (Marcken et al., 2019), 

mais chez le poulet et le canard, seul le TLR7 est fonctionnel (MacDonald et al., 2008; Philbin 

et al., 2005). L’activation du TLR7 entraîne également l’activation de la cascade de signalisation 

de la voie interféron (Diebold et al., 2004). Ce TLR est exprimé de manière constitutive dans 

les poumons des canards et dans une moindre mesure dans ceux des poulets, ce qui pourrait 

contribuer à la moins bonne réponse de ces derniers en cas d’infection par un virus influenza 

(MacDonald et al., 2008). Le TLR3, présent chez les poulets et les canards (Jiao et al., 2012), 

détecte les ARN double brins, mais son rôle bénéfique en cas d’infection par un virus influenza 

est incertain (Le Goffic et al., 2006). 

 

Enfin, les récepteurs de type NOD, en particulier l’inflammasome NLRP3 (NOD-like receptor 

family pyrin domain containing 3), entrainent la maturation et la sécrétion des interleukines 

(IL) pro-inflammatoires IL-1β et IL-18. Les mécanismes derrière l’activation de NLRP3 par les 

virus influenza sont toujours très méconnus, bien qu’il semblerait que les protéines virales M2 

et PB1-F2 stimulent les voies de signalisation dépendant de NLRP3 (Ichinohe et al., 2010; 

McAuley et al., 2013; Pinar et al., 2017). NLRP3 est exprimé de manière constitutive dans 

l’appareil respiratoire des poulets (Ye et al., 2015), mais à ce jour, aucune étude concernant 

ce gène chez les canards n’a été publiée. 

 

2. Réponse interféron de type 1 

Les interférons de type 1, comprenant de nombreux sous-types d’IFN-α, l’IFN-β, ainsi d’autres 

IFN encore mal caractérisés (les IFN-ɛ, IFN-τ, IFN-κ, IFN-ω, IFN-δ and IFN-ζ), sont des effecteurs 

antiviraux précoces, jouant un rôle prépondérant dans la réponse antivirale innée (McNab et 
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al., 2015). Grâce à leur effet paracrine, ils vont induire dans les cellules alentour un état 

antiviral, en stimulant des centaines de gènes, appelés les gènes stimulés par les interférons. 

Ces derniers modulent le métabolisme cellulaire et interagissent avec les composants viraux, 

limitant ainsi la réplication virale (Iwasaki and Pillai, 2014; Schoggins et al., 2011). Une réponse 

interféron de type 1 précoce est un élément crucial au bon contrôle de la réplication virale 

(García-Sastre, 2011). S’ils sont produits par plusieurs types cellulaires, les cellules 

dendritiques plasmocytoïdes les produisent en très grandes quantités et sont ainsi 

considérées comme des producteurs « professionnels » d’interféron (Liu, 2005). 

 

Généralement, suite à l’infection par un VIAHP, les canards ont une réponse interféron 

précoce et modérée, atteignant son pic dans les 24 premières heures suivant l’infection. Ceci 

a, par exemple, été montré à plusieurs reprises avec les H5N1 de lignée eurasienne (Cagle et 

al., 2012; Saito et al., 2018; Vanderven et al., 2012). Si les taux d’interféron diminuent 

rapidement, l’expression des gènes stimulés par les interférons est, elle, plus étalée dans le 

temps. A l’inverse, les VIAFP induisent une faible réponse interféron chez les canards (Smith 

et al., 2015). Les poulets, quant à eux, sont aussi capables de mettre en place une réponse 

interféron, mais celle-ci ne parvient pas toujours à être maintenue dans le temps et se révèle 

souvent inefficace (Evseev and Magor, 2019). 

L’interféron lambda, qui est un interféron de type 3, a ses voies de signalisation globalement 

identiques à celles des interférons de type 1, mais fait appel à d’autres récepteurs cellulaires. 

Si les récepteurs aux interférons de type 1 sont exprimés par de très nombreux types 

cellulaires, ceux à l’interféron lambda sont principalement exprimés par les cellules 

épithéliales (Donnelly and Kotenko, 2010). 

 

L’état antiviral induit par les interférons de type 1 et de type 3 est dû à l’expression des gènes 

stimulés par les interférons. Ces gènes sont très nombreux et tous n’ont pas encore été 

caractérisés chez le poulet et le canard. Le gène Myxomavirus resistance 1 (Mx1) est un des 

principaux gènes stimulés par les interférons impliqués dans la réponse immunitaire innée 

contre les virus influenza et un des mieux caractérisés. Dans cette partie, il sera pris comme 

exemple pour illustrer les effets antiviraux induits par les interférons. La protéine Mx1 bloque 

la réplication virale principalement par deux mécanismes : sa forme cytoplasmique séquestre 

NP, probablement par blocage des signaux de localisation nucléaire (Xiao et al., 2013) et sa 
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forme nucléaire inhibe la transcription de l’ARN en interagissant avec NP et PB2 (Turan et al., 

2004). Toutes les souches virales ne sont pas sensibles à Mx1 de la même façon : les souches 

aviaires y seraient bien plus sensibles que les souches humaines (Dittmann et al., 2008). Cette 

sensibilité est déterminée par NP (Zimmermann et al., 2011) et le cluster d’acides aminés 

conférant la capacité d’échapper à l’action antivirale de Mx1 est hautement conservé au sein 

des souches humaines, révélant une forte pression de sélection (Mänz et al., 2013). Ceci 

représente une barrière d’espèce difficile à franchir : pour qu’une souche aviaire soit à même 

de devenir moins sensible à Mx1, de nombreux changement adaptatifs sont nécessaires. 

L’activité antivirale de Mx1 dépend également de l’espèce. Chez l’homme, seule la forme 

cytoplasmique a des effets antiviraux (Pavlovic et al., 1990), alors que les deux formes, 

cytoplasmique et nucléaire, sont actives chez la souris (Arnheiter et al., 1980). Les effets de 

Mx1 chez les espèces aviaires sont encore soumis à controverse : si certaines études ont 

montré sa non implication dans le contrôle de la réplication virale chez le poulet et le canard 

(Bazzigher et al., 1993; Bernasconi et al., 1995), d’autres nuancent ces résultats en mettant en 

avant que certains polymorphismes d’un seul nucléotide confèreraient à Mx1 une légère 

activité antivirale chez le poulet (Ewald et al., 2011; Ko et al., 2004). Quoi qu’il en soit, le gène 

de Mx1 est sur-régulé chez le poulet et le canard suite à l’infection par un VIA (Ewald et al., 

2011; Gao et al., 2018; Saito et al., 2018). Le gène Mx2 existe également, mais est très mal 

caractérisé chez les espèces aviaires, et n’aurait pas d’activité antivirale contre les virus 

influenza (Goujon et al., 2013). 

 

3. Réponse inflammatoire 

Les macrophages tissulaires et les cellules dendritiques peuvent être infectés par les VIA, 

même si la réplication virale est limitée dans ces types cellulaires (Helft et al., 2012). L’infection 

de ces cellules entraine leur activation : des cytokines pro-inflammatoires, comme l’IL-6 et le 

TNF-α (tumor necrosis factor α), sont sécrétées, entraînant le recrutement d’autres cellules de 

l’immunité innée, notamment les cellules natural killer (NK) et des monocytes pro-

inflammatoires. Ceci, en plus de la réponse interféron, peut parvenir à contenir l’infection, par 

la mort des cellules infectées. Si cela ne suffit pas, cette étape est néanmoins cruciale, car elle 

participe la mise en place d’une réponse immunitaire adaptative. 

 



43 
 

L’inflammation est plus précoce et mieux régulée chez les canards que chez les poulets. Par 

exemple, suite à l’infection par un virus H7N1 hautement pathogène, une forte mortalité a 

été observée chez les poulets, avec des charges virales fortes et une sur-régulation importante 

des cytokines pro inflammatoires aux jours 2 et 3 post infection. A l’inverse, les canards étaient 

asymptomatiques et cette sur-régulation, bien que présente, était brève et plus modérée 

(Cornelissen et al., 2013). Des résultats similaires ont été obtenus avec un virus H5N1 in vivo, 

avec notamment une plus forte induction de la nitric acid synthase (iNOs) chez le poulet 

(Burggraaf et al., 2011, 2014), et in vitro sur des fibroblastes de poulet et de canard (Liang et 

al., 2011). 

 

Cette réponse inflammatoire peut néanmoins être délétère. La sécrétion des cytokines pro- 

inflammatoires rend les capillaires autour du foyer inflammatoire poreux et attire, comme dit 

précédemment, d’autres cellules immunitaires. Si l’infiltration par ces dernières et par des 

fluides est trop importante dans l’appareil respiratoire, cela compromet l’oxygénation des 

hématies, voire obstrue les poumons par le développement d’un œdème, résultant en 

hypoxie et détresse respiratoire. Lorsque cela a lieu dans d’autres organes, comme le système 

nerveux central, l’issue peut également être fatale. On parle de tempête cytokinique. Ce 

phénomène est responsable de la mort fulgurante observée en cas d’infection par un VIAHP 

chez l’homme, la souris ou les oiseaux, canards compris (Burggraaf et al., 2014; Liu et al., 2016; 

Uyeki, 2009; Wei et al., 2013). Ces derniers ont toutefois moins tendance à faire de l’hyper 

inflammation que les autres espèces, par un meilleur contrôle de l’infection (Evseev and 

Magor, 2019).  

 

Réponse interféron de type 1 et réponse inflammatoire sont intimement liées. La réponse 

interféron de type 1 est connue pour exercer un contrôle négatif sur les voies de signalisation 

pro-inflammatoires (Billiau, 2006; Guarda et al., 2011) et dans le cas d’une infection par un 

VIA, elle participe à la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires (Arimori et al., 2013) et 

diminue le recrutement des neutrophiles (Shahangian et al., 2009). 

 

S’il est clair que de grandes différences existent entre les poulets et les canards concernant 

leur réponse immunitaire innée, probablement du fait de l’absence de RIG-1 chez les poulets, 

il faut toutefois rester prudent sur certains aspects. Les doses inoculées chez les poulets au 
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cours des infections expérimentales sont très souvent plus faibles que celles employées chez 

les canards, rendant une comparaison directe impossible. D’autre part, il n’est pas toujours 

possible de comparer deux études, car de nombreux paramètres autres que les doses varient : 

l’âge et la race des animaux, les souches virales, le schéma expérimental ou encore les réactifs 

utilisés. 

4. Réponse immunitaire adaptative 

Pour les raisons citées lors de l’introduction de cette sous-partie, la réponse immunitaire 

adaptative n’a généralement pas le temps de se mettre en place lors d’infection par un VIAHP 

chez une espèce particulièrement sensible. En revanche, dès lors qu’elle est présente, elle 

joue un rôle fondamental dans l’élimination virale. Elle fait intervenir les réponses cellulaire 

et humorale, médiées par les lymphocytes T (LT) et les lymphocytes B (LB), qui sont activés 

suite à la présentation des antigènes viraux par les cellules présentatrices d’antigène, en 

particulier par les cellules dendritiques (Hufford et al., 2015).  

La réponse cellulaire implique principalement deux populations lymphocytaires qui 

interagissent entre elles : les LT CD4+ et les LT CD8+. Ces cellules gagnent les lieux de l’infection 

soit en traversant les tissus, soit directement par la circulation sanguine. Les LT CD4+ se 

polarisent en diverses sous-populations, selon leur environnement cytokinique. Ils possèdent 

différentes fonctions, comme la production de diverses cytokines, notamment l’interféron 

gamma (IFN-γ), qui active les cellules cytolytiques comme les cellules NK ou les monocytes 

(Miyauchi et al., 2016; Sell et al., 2019), contribuant ainsi à l’efficacité de la réponse 

immunitaire antivirale innée. Ils sont également indispensables à la commutation isotypique 

et à l’efficacité de l’immunité mémoire médiée par les LT CD8+ (McKinstry et al., 2012; Sun 

and Bevan, 2003). Leur rôle dans le contrôle d’une infection par un VIA serait majoritairement 

indirect, via la production de cytokines et la stimulation des LB. 

Les cellules infectées présentent à leur surface des peptides appartenant à des protéines 

virales plutôt conservées, comme NP, M1 ou celles du complexe polymérase, permettant une 

protection croisée lors de l’infection par une autre souche (van de Sandt et al., 2012). Les LT 

CD8+ sont activés suite à l’interaction entre ces peptides, le CMH de classe 1 et le TCR (T cell 

receptor) : ils deviennent alors des LT cytotoxiques (LTC), capables de produire de l’IFN-γ, des 

molécules cytolytiques et certaines cytokines (Doherty et al., 2006). Un très faible niveau de 

stimulation du TCR est suffisant pour engendrer de la cytolyse, qui sera unilatérale (seule la 
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cellule ciblée mourra), permettant aux LTC de détruire un nombre important de cellules en 

peu de temps (Hufford et al., 2015). Les propriétés cytotoxiques des LTC reposent sur deux 

mécanismes différents : l’exocytose de granules contenant diverses protéases, injectés dans 

la cellule infectée grâce à l’action des perforines, et les voies de signalisation du TNF-α 

(Hufford et al., 2015). Une partie des LTC deviendra des LT cytotoxiques mémoires, qui seront 

réactivés lors des infections futures.  

 

Le rôle de la réponse humorale, médiée par les lymphocytes B, est connu depuis longtemps. 

En 1933, une étude montrait que des furets naïfs étaient protégés de l’infection par un VIA 

s’ils avaient préalablement reçu le sérum de furets déjà immunisés (Smith et al., 1933). Les 

anticorps produits par l’organisme sont principalement dirigés contre les glycoprotéines de 

surface, HA et NA, et peu contre les protéines internes comme NP et M1 ou M2 (Wrammert 

et al., 2008). Certains sites de la tête de HA sont particulièrement immuno-dominants et la 

plupart des anticorps dirigés contre eux seront neutralisants (Angeletti et al., 2017). Les 

immunoglobulines (Ig) A et G permettent de limiter la réplication virale (Doherty et al., 2006). 

 

Les souris rendues expérimentalement incapables de produire des LT CD4+ et les LT CD8+ 

parviennent difficilement (voire pas du tout) à éliminer complètement les VIA de leurs 

poumons, tandis que des souris sauvages maîtrisent la réplication en l’espace de quelques 

jours (Figure 8), ce qui montre l’importance de la réponse adaptative (Doherty et al., 2006; 

Topham et al., 1997; Wells et al., 1981). 
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Figure 8 : Réponse immunitaire adaptative et clairance virale. 
Graphique montrant la contribution des LTC et des immunoglobulines G (IgG) au contrôle 
de la réplication virale. D’après Doherty et al., 2006. 

K. Interactions avec le microbiote et d’autres virus influenza A 

Les virus influenza, comme la plupart des agents pathogènes, infectent leurs hôtes en passant 

par des muqueuses. Ces dernières abritent un écosystème complexe, constitué 

principalement de bactéries, mais aussi d’archées, de champignons, d’eucaryotes et voire 

même de virus, qu’on appelle le microbiote. Les rôles de cet écosystème vont bien au-delà 

des fonctions de digestion : le microbiote occupe une position capitale dans la santé de son 

hôte. Les organismes commensaux font notamment des muqueuses des environnements 

inhospitaliers pour de nombreux pathogènes, grâce à la production de biosurfactants, à 

l’excrétion de métabolites aux propriétés antimicrobiennes ou tout simplement par un 

phénomène de compétition pour les ressources (Sekirov and Finlay, 2009). De plus, sa simple 

présence participe à la maturation du système immunitaire, notamment des organes 

lymphoïdes secondaires intestinaux (Lee and Mazmanian, 2010). Les réponses immunitaires 

locales et systémiques sont intrinsèquement liées au microbiote intestinal, même lorsqu’il 

s’agit d’un agent pathogène à tropisme respiratoire (Macpherson and Harris, 2004) : on parle 

d’axe intestin poumon. 

De plus, les co-infections virales sont loin d’être rares et un tissu peut ainsi être infecté par 

différents virus. C’est d’ailleurs ainsi que des virus réassortants peuvent émerger, suite à 

l’infection d’une même cellule par deux VIA différents. Lorsqu’un variant apparaît – un VIAHP 
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par exemple –, il se réplique en parallèle de ses précurseurs et nous allons voir que son 

émergence est loin d’être assurée. 

 

Ainsi, lorsqu’un agent pathogène pénètre un organisme, il ne fait pas face à un environnement 

stérile, mais à un environnement façonné par ces organismes commensaux et où des 

infections actives par d’autres virus sont potentiellement déjà en cours. Ni le rôle du 

microbiote dans la maturation et la régulation du système immunitaire, ni les interactions 

entre bactéries et virus, ou entre virus, ne sont à ce jour complètement élucidés. Il semblerait 

toutefois que le microbiote joue un rôle protecteur lors d’une infection par un virus influenza 

et pourrait ainsi limiter l’émergence de VIAHP. De la même manière, en cas de co-infection 

virale, la réplication d’un virus pourrait influer sur celle de l’autre, par un phénomène appelé 

interférence virale, et ainsi avoir un impact sur la probabilité qu’un VIAHP émerge. 

 

1. Interactions avec le microbiote 

Les virus influenza aviaires ont un tropisme à minima respiratoire et digestif, et les cellules 

immunitaires de ces deux appareils sont connectées via ce qu’on appelle l’axe intestin 

poumon. Ainsi, les microbiotes respiratoires et digestifs interviennent dans la 

physiopathologie des infections par les virus influenza. De nombreux facteurs influent sur la 

richesse et la composition du microbiote, et ont ainsi des conséquences indirectes sur la 

modulation de la réponse immunitaire (Figure 9). 
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Figure 9 : Facteurs influant sur le microbiote et sa régulation de la réponse immunitaire. 
L’alimentation et de nombreux facteurs dépendant de l’hôte et de l’environnement influent sur 
la richesse et la composition du microbiote. Un microbiote sain participe à la régulation de 
l’immunité, tandis qu’un microbiote déséquilibré peut amener à une mauvaise régulation de 
cette dernière et à de l’inflammation. 

 

a. Modèles d’études 

Etudier le rôle du microbiote dans la régulation d’une infection virale implique d’utiliser des 

modèles animaux. Les animaux traités aux antibiotiques et les animaux axéniques sont les 

modèles les plus utilisés. Toutefois, ces derniers présentent de nombreux inconvénients. 

Outre leur coût, le développement de leur système immunitaire est drastiquement modifié. 

Le système immunitaire d’une souris axénique est immature et incomplet par rapport à une 

souris élevée normalement : les plaques de Peyer sont de petite taille, les lymphocytes peu 

nombreux, les taux d’immunoglobulines diminués etc. (Smith et al., 2007). Les conclusions 

obtenues à partir d’études sur de tels animaux sont difficilement transposables aux modèles 

plus conventionnels. Ainsi, dans le cadre des infections par les VIA, la déplétion du microbiote 

par un traitement antibiotique à large spectre a été préférée par de nombreuses études. Le 

traitement classiquement employé dans ces études et dans le cadre de ces travaux de thèse 

comporte les molécules suivantes : néomycine, ampicilline, colistine, métronidazole, 

vancomycine, ainsi qu’un antifongique, l’amphotéricine B. Si les possibilités sont nombreuses 
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chez la souris, où des microbiotes standardisés sont instaurés à partir d’animaux axéniques, 

comme par exemple la flore Schaedler (Dewhirst et al., 1999), elles sont restreintes chez les 

espèces aviaires ce qui rend l’utilisation d’antibiotiques quasi indispensable. 

 

Suite à un tel traitement, une augmentation des charges virales a été observée, chez la souris 

(Abt et al., 2012; Steed et al., 2017), comme chez le poulet (Yitbarek et al., 2018a, 2018b). 

Plusieurs mécanismes peuvent être à l’origine de cette mauvaise régulation de la réplication 

virale : l’altération de la réponse immunitaire antivirale est particulièrement mise en avant, 

mais d’autres facteurs pourraient contribuer, comme la disparition des interactions directes 

entre les bactéries commensales et le virus. 

 

b. Déplétion microbienne et réponse immunitaire 

Dans les études où un traitement antibiotique a préalablement déstabilisé le microbiote, la 

réponse antivirale innée tarde et peine à se mettre en place. L’activation des cytokines de 

l’inflammasome, comme NLRP3 ou les IL-1β et IL-18, est diminuée, de même que la migration 

des cellules dendritiques aux sites de réplication virale (Ichinohe et al., 2011). L’expression des 

interférons de type 1 est moindre, avec une plus faible expression des gènes stimulés par les 

interférons chez les macrophages (Abt et al., 2012; Bradley et al., 2019). Chez le poulet, les 

rares études publiées vont dans le même sens, avec une réponse interféron diminuée et une 

faible expression de certaines cytokines (Yitbarek et al., 2018b). Une corrélation négative 

entre traitement antibiotique et infection par un virus H7N9 a également été notée chez 

l’homme (Qin et al., 2015). 

 

La déplétion du microbiote a, de plus, un impact sur la réponse immunitaire adaptative. Chez 

un animal sain, suite à une infection, l’augmentation des concentrations en cytokines et 

chémokines sécrétées localement par les cellules de l’immunité innée entraîne la migration 

des lymphocytes vers le lieu d’infection. Chez un animal avec un microbiote absent ou 

fortement perturbé, ces concentrations diminuent, ce qui affecte le recrutement 

lymphocytaire. A titre d’exemple, le développement des cellules Th17 est lié à la production 

d’IL-1β : en l’absence de microbiote, les taux d’IL-1β diminuent et la génération des cellules 

Th17 est en conséquence altérée (Shaw et al., 2012). Les souris traitées aux antibiotiques 
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peinent à mettre en place une réponse à cellules CD4+, CD8+ et B, à moins de les inoculer avec 

des agonistes des TLR (Ichinohe et al., 2011). 

 

Cet effet régulateur n’est pas propre aux infections par les VIA. Par exemple, la perturbation 

du microbiote par des traitements antibiotiques, même de courte durée, rend les souris bien 

plus sensibles aux infections par les flavivirus (Thackray et al., 2018). La présence d’un 

microbiote intact est également un prérequis à la mise en place d’une réponse immunitaire 

efficace contre des bactéries pathogènes comme les salmonelles (Endt et al., 2010). 

 

c. Métabolites bactériens 

Les acides gras à courte chaîne (AGCC) sont parmi les molécules les plus abondantes produites par 

le microbiote intestinal. Ils participent au fonctionnement de l’immunité et du métabolisme 

cellulaire (Morrison and Preston, 2016). Les souris axéniques ont de très faibles concentrations en 

AGCC. Les bactéries commensales anaérobiques peuvent dégrader les carbohydrates, comme la 

cellulose, par la fermentation, générant ainsi des AGCC, dénommés acétate, propionate et 

butyrate. Acétate et propionate sont surtout produits par les Bacteroidetes (un phylum bactérien 

comprenant notamment les genres Bacteroides et Bifidobacterium), tandis que le butyrate l’est 

plutôt par les Firmicutes (un phylum bactérien comprenant notamment les ordres des 

Clostridiales, des Bacillales et des Lactobacillales) (Høverstad and Midtvedt, 1986; Macfarlane and 

Macfarlane, 2003). L’administration d’AGCC module l’hématopoièse et résulte notamment en 

l’augmentation du nombre de cellules précurseurs des lignées myéloïdes, favorisant l’élimination 

des pathogènes (Balmer et al., 2014; Khosravi et al., 2014). Les AGCC participent également à la 

régulation de l’activation de l’inflammasome, de l’apoptose, de l’activation des cellules 

dendritiques etc. (Rooks and Garrett, 2016). Ces effets impliqueraient entre autres le récepteur 

GP43 (glycoprotéine 43) : en effet, les seuls ligands connus de ce récepteur sont les AGCC et les 

souris déficientes pour GP43 ont une réponse inflammatoire exacerbée dans différents modèles. 

Ce récepteur est principalement exprimé par les cellules inflammatoires et les cellules de 

l’immunité innée, comme les neutrophiles et les macrophages activés (Maslowski et al., 2009). 

 

Les AGCC ne sont qu’un exemple parmi bien d’autres. On peut citer la désaminotyrosine, produite 

notamment par la dégradation bactérienne des flavonoïdes, qui, administrée chez la souris, 

augmente l’expression de plusieurs gènes stimulés par les interférons, probablement par 
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l’augmentation de la production d’interférons de type 1, et protégeant ainsi les animaux contre 

plusieurs virus, dont les VIA (Steed et al., 2017). 

 

Les cellules immunitaires sont ainsi constamment exposées à un large panel de molécules, 

principalement des métabolites bactériens et des PAMP, qui seront reconnus par les PRR. Les 

bactéries commensales calibreraient le seuil de réactivité de plusieurs voies de signalisation de 

l’immunité, notamment la réponse interféron, par cette exposition à bas bruit. Le système 

immunitaire est ainsi maintenu dans un état de réactivité optimale (Abt et al., 2012; Bradley et al., 

2019). 

 

d. Interactions directes 

Bien que cela ait probablement des conséquences plus marginales, les bactéries commensales 

peuvent directement interagir avec les virus et prévenir les infections. La bactérie Enterococcus 

faecium est capable d’adsorber à sa surface VIA, comme cela a été montré chez un modèle porcin 

(Wang et al., 2013). Staphylococcus epidermidis, une bactérie commensale des cavités nasales des 

mammifères et des oiseaux, synthétise une protéine extracellulaire se liant aux VIA (Chen et al., 

2016; Kawano et al., 1996). Enfin, le lipopolysaccharide (LPS) des bactéries Gram négative peut se 

lier aux virions et déstabiliser leur morphologie, diminuant ainsi leur stabilité (Bandoro and 

Runstadler, 2017). Dans ces trois exemples, la probabilité qu’un virus soit à même d’infecter une 

cellule cible est diminuée.  

 

e. Intérêt des probiotiques 

L’administration par voie orale de certains probiotiques et/ou prébiotiques pourrait réguler la 

réponse immunitaire faisant suite à l’infection par un VIA, et diminuer ainsi l’inflammation et 

les dégâts tissulaires. L’intérêt d’une supplémentation en probiotiques dans le cadre de 

l’infection par un virus grippal a été démontré pour la première fois en 1999 chez la souris : 

les animaux recevant quotidiennement une alimentation contenant une souche de 

Bifidobacterium breve avaient des titres en IgG significativement plus élevés, comparés aux 

animaux du groupe contrôle (Yasui et al., 1999). Depuis, de nombreuses autres études ont été 

publiées, chez la souris, le poulet et l’homme, faisant principalement intervenir les genres 

Bifidobacterium et Lactobacillus. Des souris ayant préalablement consommé Lactobacillus 
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paracasei CNCM I-1518 et infectées ensuite par un virus H3N2 avaient une meilleure 

présentation clinique par rapport aux souris non traitées. Ceci pourrait s’expliquer par la 

sécrétion passive d’IL-1α et IL-1β dans les poumons et par une expression précoce des gènes 

de l’inflammation. Le système immunitaire, ainsi pré-activé, arriverait à éliminer plus 

rapidement le virus (Belkacem et al., 2017). Ces résultats sont similaires à ceux observés dans 

la majorité des études, où l’expression des gènes de l’IL-1α et de l’IL-1β, mais également 

d’autres interleukines, était augmentée (Brisbin et al., 2010; Chen et al., 2017a; Perdigón et 

al., 2001). Des résultats contradictoires existent toutefois pour certaines cytokines. Par 

exemple, l’expression du gène du TNF-α était augmentée dans certaines études (Harata et al., 

2010; Kawahara et al., 2015), mais diminuée dans d’autres (Hori et al., 2001; Takeda et al., 

2011). Différentes souches de probiotiques et différents inocula viraux sont utilisés d’une 

étude à l’autre, ce qui pourrait tout à fait être à l’origine des différences observées. Si la 

majorité des études concernent le microbiote intestinal et l’administration orale de 

probiotiques, certaines s’intéressent au microbiote respiratoire avec une administration 

intranasale des probiotiques (Groeger et al., 2020). 

 

Les études sont moins nombreuses chez les espèces aviaires, mais pointent dans la même 

direction. Par exemple, une étude coréenne a montré que le traitement par voie orale de 

poulets avec Leuconostoc mesenteroides YML003, une bactérie isolée sur du kimchi (du chou 

lacto-fermenté), résultait en une excrétion virale diminuée et une réponse interféron 

augmentée (Seo et al., 2012). 

 

Les probiotiques permettent également d’améliorer l’immunité mucosale. Les taux IgA anti-

influenza récoltées lors de lavages broncho-alvéolaires chez des souris sont augmentés chez 

les animaux traitées oralement avec des lactobacilles (Waki et al., 2014; Youn et al., 2012). Les 

mécanismes derrière cette stimulation de la production d’IgA sont encore très méconnus, 

mais il semblerait que les bactéries administrées soient reconnues par Myd88 (myeloid 

differentiation primary response 88), qui est un acteur important dans la production d’IgA 

(Suzuki et al., 2010). 

 

L’administration par voie orale de bactéries tuées ou de composants bactériens est, elle aussi, 

à même de moduler la réponse immunitaire suite à l’infection par un virus influenza. Le 
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traitement préalable de souris avec Enteroccocus faecalis inactivée par chaleur diminuait 

morbidité et inflammation pulmonaire suite à l’infection par un virus H1N1 saisonnier. Plus 

intéressant encore, le traitement avec de l’acide lipoteichoïque, un composant de la paroi 

bactérienne, induisait des effets similaires, contrairement au traitement avec l’ADN de la 

bactérie. Même une bactérie tuée ou une partie de sa paroi seule pourraient ainsi maintenir 

leurs interactions avec les récepteurs cellulaires et entraîner des effets biologiques (Chen et 

al., 2017b). 

 

f. Favorisation des infections virales par les bactéries digestives 

La présence de bactéries peut parfois être profitable aux virus. Suite à l’infection par un 

poliovirus, la mortalité et l’excrétion virale sont diminuées chez les souris traitées aux 

antibiotiques. De plus, la pré-incubation de l’inoculum viral avec des bactéries Gram négatives, 

voire avec simplement des composés bactériens comme le LPS ou le peptidoglycane, 

augmente l’infectiosité du virus. Les reovirus, d’autres virus entériques, ont également une 

pathogénicité diminuée sur les animaux dont le microbiote a été déstabilisé par un traitement 

antibiotique (Kuss et al., 2011). Enfin, le mouse mammatory tumor virus (MMTV), un rétrovirus 

de souris transmis par le lait, utilise le LPS pour déclencher la voie de signalisation du TLR4, 

induisant ainsi une diminution de la réponse antivirale par la sécrétion d’IL-10. Les femelles 

traitées aux antibiotiques ne transmettent pas le virus à leur progéniture (Kane et al., 2011). 

 

g. Microbiote respiratoire 

Moins bien caractérisé que le microbiote digestif et moins riche en microorganismes, le 

microbiote respiratoire jouerait également un rôle dans la régulation des infections virales 

respiratoires. Cela n’est guère surprenant, dans la mesure où les cellules de l’épithélium 

respiratoire, la principale cible des virus influenza, abritent à leur surface du mucus et tout un 

écosystème microbien commensal. Comme c’est le cas pour le mucus intestinal, la production 

du mucus respiratoire, qui joue un rôle de barrière à la fois physique et chimique, est 

intimement liée à la présence d’un microbiote en bonne santé (Figure 10) (Yun et al., 2014). 

Chez l’homme, la sensibilité à une infection par un virus influenza dépendrait en partie de la 

composition du microbiote respiratoire (Lee et al., 2019). 
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Figure 10 : Mucus digestif et respiratoire en microscopie confocale 
A : Coupe de colon de souris, en microscopie confocale. Le mucus est marqué en vert, l’actine 
en violet, les bactéries en rouge et l’ADN en bleu. Barre d’échelle : 20µm. D’après Chassaing et 
al., 2015. B : Coupe de cornets nasaux de souris en microscopie confocale. Le mucus est marqué 
en vert et l’ADN en bleu.  Barre d’échelle : 25µm. D’après Kennel et al., 2019. 

Ces images montrent que les épithéliums digestifs et respiratoires sont tapissés d’une couche 
de mucus, bien plus importante dans l’appareil digestif, qui contient également une grande 
quantité de bactéries. 

 

Les communautés bactériennes de l’arbre respiratoire pourraient également avoir un effet 

favorable aux virus. Notamment, elles protègeraient les particules virales de la dessiccation 

dans l’environnement, une fois expectorées, augmentant la durée pendant laquelle elles 

demeurent infectieuses. La transmission aéroportée d’un virus H1N1 était entièrement abolie 

dans une étude utilisant des furets traités aux antibiotiques par voie intranasale (Rowe et al., 

2020). A l’inverse, les infections respiratoires par les virus influenza sont connues pour 

favoriser les surinfections bactériennes. L’exemple le plus frappant est peut-être la synergie 

qui existe entre les virus influenza et la bactérie Streptococcus pneumoniae. L’infection virale 

rend la bactérie plus transmissible à d’autres individus chez la souris (Richard et al., 2014) ou 

chez le furet (McCullers et al., 2010), notamment en entraînant une diminution du nombre de 

macrophages alvéolaires (Ghoneim et al., 2013), ou en augmentant l’adhérence des bactéries 

à l’épithélium (McCullers and Rehg, 2002). Une grande partie des victimes de la grippe 
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espagnole est morte secondairement à des surinfections bactériennes, causées par des 

bactéries communément trouvées dans l’appareil respiratoire supérieur, dont Streptococcus 

pneumoniae (Morens et al., 2008). 

A ce jour, les interactions entre les virus influenza aviaires et le microbiote respiratoire des 

oiseaux restent très méconnues. 

2. Interactions entre virus influenza 

La principale interaction pouvant avoir lieu entre les virus influenza est bien évidemment le 

réassortiment, la capacité de ces virus à échanger des segments ayant été rendue célèbre par 

trois des quatre pandémies grippales ayant eu lieu entre 1918 et aujourd’hui. Pour qu’un tel 

échange ait lieu, une même cellule doit être infectée par au moins deux virus influenza 

différents : autrement dit, une coinfection est nécessaire. Au-delà de la génération de 

nouveaux variants, la réplication simultanée de deux virus permet de compenser la présence 

de particules semi-infectieuses et défectives, qui peuvent représenter la majorité d’une 

population virale (Russell et al., 2018). La présence de particules semi-infectieuses favorise 

d’ailleurs les réassortiments, ces particules n’étant pas à même de se répliquer seules sans la 

présence d’autres particules (infectieuses ou semi-infectieuses), qui apportent les gènes 

manquant (Fonville et al., 2015).  

Cette coopération virale n’est pas limitée au cas des particules semi-infectieuses. On peut citer 

par exemple la coopération existant entre deux variants du H3N2 de la grippe saisonnière 

humaine, différentiables par une mutation de leur neuraminidase. Si le variant D151 est 

capable de se détacher facilement des cellules infectées, grâce une activité sialidase efficace, 

son HA a une affinité réduite pour de nombreux acides sialiques (Gulati et al., 2013; Lin et al., 

2012). A l’inverse, la NA du variant G151 se fixe facilement à ces derniers, ce qui compense le 

manque d’affinité de HA, mais son activité sialidase est faible (Zhu et al., 2012). Ainsi, un 

variant arrive difficilement dans les cellules et l’autre peine à en sortir. En coinfectant des 

MDCK avec les deux variants dans des proportions variables et en réalisant des passages 

successifs, les auteurs d’une étude ont montré qu’immanquablement, les deux populations 

virales arrivaient à un équilibre, où elles étaient présentes en quantités égales. De plus, les 

capacités de réplication du H3N2 étaient augmentées en comparaison aux mono-infections, 

montrant là un bel exemple de coopération virale (Xue et al., 2016). 



56 
 

Au contraire des virus circulant chez l’homme, une grande diversité de HA est observée chez 

les virus influenza aviaires, entrainant ainsi un fort taux de réassortiments dans le réservoir 

animal (Leonard et al., 2017; Wille et al., 2013). Cependant, plusieurs conditions doivent être 

remplies pour que deux virus (ou plus) se multiplient en parallèle dans une même cellule, qu’il 

s’agisse d’infections in vitro ou in vivo. 

Premièrement, un certain délai entre les deux infections successives doit être respecté. 

Comparée à une infection simultanée par deux virus, une infection séquentielle ne donnera 

pas les mêmes résultats. Si deux virus pénètrent en même temps une même cellule, leur 

génome sera répliqué en même temps, et sous réserve de compatibilité des segments entre 

eux, des réassortiments auront immanquablement lieu. En revanche, si un virus arrive après 

l’autre, passé un certain délai, ce second virus ne sera plus à même de se répliquer, voire de 

rentrer dans la cellule : on parle d’exclusion de surinfection, ce qui fait intervenir plusieurs 

mécanismes. Dans un modèle in vitro, deux études ont montré qu’en infectant des MDCK avec 

deux virus à 12 heures d’intervalle, le second virus parvenait à rentrer dans la cellule, mais ses 

segments d’ARN n’étaient pas importés dans le noyau et restaient dans le cytoplasme, ne 

pouvant ainsi pas être dupliqués par la polymérase virale (Dou et al., 2017; Marshall et al., 

2013). Dès lors que le génome du premier virus est dans le noyau et que le processus de 

réplication a débuté, l’import nucléaire des ARN viraux est inhibé. Cela peut paraître logique 

d’un point de vue mécanistique, car à ce stade du cycle viral, les segments d’ARN sont exportés 

en dehors du noyau avant d’être ensuite empaquetés dans les virions en formation. Si les brins 

d’ARN continuaient d’être amenés au noyau, cela pourrait nuire au bon déroulement du cycle. 

Toutefois, en modèles in vivo, les choses sont plus complexes. Une étude chez le cobaye 

indique que ce délai pourrait être plus long qu’in vitro : en coinfectant les animaux à 12h 

d’intervalle, le taux de réassortiments était plus élevé qu’en cas de coinfection simultanée. 

Les auteurs ont émis l’hypothèse qu’un tel délai permettait au premier virus de réaliser un 

cycle complet de réplication et de diffuser dans les tissus, augmentant ainsi la probabilité que 

le second virus infecte des cellules nouvellement infectées par le premier virus. En amenant 

ce délai à 18h, la fréquence des réassortiments diminuait drastiquement (Marshall et al., 

2013). Comparé à un tapis de culture cellulaire, un organisme est bien plus complexe, 

comporte beaucoup plus de cellules, ces dernières appartenant à des types différents et 
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n’étant pas nécessairement facilement accessibles comparé à des cellules cultivées in vitro, ce 

qui explique probablement les différences observées entre les études in vitro et in vivo. 

Deuxièmement, la rapidité et l’efficacité de la mise en place d’une réponse immunitaire 

antivirale jouent un rôle prépondérant dans la capacité de plusieurs virus différents à infecter 

une même cellule. Comme évoqué précédemment, suite à l’infection par un virus influenza, 

des interférons de type 1 sont produits par les cellules de l’immunité innée, entrainant la 

production de cytokines pro-inflammatoires et de chémokines. Les protéines antivirales 

comme Mx1 ou celles de la famille IFIT (interferon induced proteins with tetratricopeptide 

repeats) inhibent alors la réplication virale. Par effet paracrine, les cellules encore non 

infectées entrent dans un état antiviral, limitant ainsi l’excrétion virale et compromettant 

l’infection par d’autres virus. L’immunité antivirale innée se met en place rapidement, mais 

tous les virus ne semblent pas à même d’induire aussi rapidement cette réponse antivirale : 

par exemple, chez le furet, le virus H1N1 pandémique de 2009 entraînerait une réponse 

interféron plus rapidement que le virus H3N2 saisonnier (Laurie et al., 2015). 

Enfin, la neuraminidase du premier virus à infecter la cellule entraîne rapidement la disparition 

des acides sialiques à la surface de cette dernière, supprimant ainsi les récepteurs cellulaires 

nécessaires à l’entrée d’un nouveau virus (Huang et al., 2008). D’autres facteurs, comme le 

tropisme cellulaire, l’espèce hôte, ou l’éventuelle immunité préexistante interviennent 

également dans la capacité de plusieurs virus à infecter simultanément un même hôte. 
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II. Hypothèses et objectifs 

 

Des épizooties à VIAHP sont rapportées chaque année dans le monde. La France a elle-même 

connue trois épizooties ces quatre dernières années : une première avec l’émergence de 

plusieurs virus réassortants de sous-type H5 lors de l’hiver 2015-2016 (Briand et al., 2018) et 

deux autres avec l’introduction sur notre territoire de virus H5N8 lors des hivers 2016-2017 et 

2020-2021 (Guinat et al., 2018; Vergne et al., 2020). Certains VIAHP sont capables de franchir 

la barrière d’espèce et d’infecter l’homme : l’évolution de tels virus vers des souches plus 

adaptées à l’homme pourrait résulter en l’apparition de virus à la fois pandémiques et mortels. 

Comprendre quels facteurs mènent à l’émergence et à la diffusion des VIAHP est donc un 

enjeu majeur pour la santé animale et pour la santé humaine et s’inscrit pleinement dans le 

concept « une seule santé ». 

 

Premièrement, les appareils respiratoire et digestifs des oiseaux, qui sont les principaux sites 

de réplication des VIA, sont d’importants réservoirs de bactéries, champignons, virus, archées 

ou eucaryotes, qui peuvent être commensaux, opportunistes ou pathogènes. Les relations 

entre ces micro-organismes peuvent être neutres, mais des phénomènes de compétition ou 

de synergie peuvent avoir lieu. L’objectif de cette partie était de mieux comprendre comment 

les VIAHP interagissent avec ces organismes et de déterminer dans quelle mesure ces 

interactions ont un impact sur l’émergence de VIAHP. 

 

Les bactéries commensales sont connues pour moduler la réponse immunitaire, notamment 

dans le cadre d’infections par des VIAFP chez l’homme, la souris et le poulet. De plus, au 

contraire des poulets, les canards tolèrent particulièrement bien la réplication de nombreux 

VIAHP. Cela nous a amenés à tester les hypothèses suivantes : 

1. Le microbiote contribue au contrôle de la réplication virale des VIAHP chez le canard. 

2. Le microbiote contribue à la faible symptomatologie régulièrement observée chez les 

canards en cas d’infection par un VIAHP. 

 

La seconde partie de ces travaux de thèse avait pour objectif d’investiguer le rôle de l’espèce 

hôte dans l’émergence des VIAHP. Il est communément admis que les VIAHP émergent suite 
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à l’introduction chez les galliformes d’un VIAFP, la vaste majorité des émergences ayant eu 

lieu dans des élevages de poulets. Au contraire, les anatidés sont considérés comme des 

réservoirs pour les VIA (Dhingra et al., 2018) et non pas des oiseaux dans lesquels les VIAHP 

émergent. Ces éléments sont principalement fondés sur des observations épidémiologiques 

et n’ont jamais été prouvés expérimentalement. Indépendamment de l’espèce aviaire 

impliquée, lorsqu’un VIAHP émerge à partir d’un VIAFP précurseur, les deux virus se 

répliquent vraisemblablement en parallèle. Ainsi, trois scénarios sont théoriquement 

possibles (Figure 11) : premièrement, le VIAHP, en dépit de l’avantage sélectif majeur conféré 

par le site de clivage polybasique, pourrait ne pas parvenir à devenir un des variants 

majoritaires et être éteint par le VIAFP. Deuxièmement, au contraire, il pourrait prendre le 

dessus et devenir le variant majoritaire. Troisièmement, on pourrait avoir une situation 

intermédiaire, où le VIAHP se multiplierait à bas bruit par rapport au VIAFP. Dans ces deux 

derniers scénarios, le VIAHP peut être transmis à d’autres individus. 

 

 

Figure 11 : Scénarios possibles suite à l'émergence d'un VIAHP au sein d'un individu 
Lorsqu’un VIAHP (rouge) émerge à partir d’un VIAFP précurseur (bleu) au sein d’un hôte, 
l’hypothèse émise dans ces travaux de thèse est qu’il peut disparaître (1), du fait de facteurs 
dépendant de l’hôte comme de la souche virale, et ne jamais être transmis, ou bien parvenir 
à devenir un variant (plus ou moins majoritaire) de la quasi-espèce (2 et 3) et être transmis 
à d’autres individus.  
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Nous avons ainsi émis les hypothèses suivantes : 

1. Des phénomènes d’interférence virale impactent la réplication du VIAHP et du VIAFP 

lorsque ces deux virus se répliquent en même temps au sein d’un même hôte. 

2. La nature de ces phénomènes dépend de l’espèce hôte. 
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III. Résultats 

 

Nous allons maintenant aborder les résultats obtenus au cours de ces travaux de thèse, ces 

derniers s’articulant autour de deux sous-parties. La première s’intéresse aux interactions 

entre le microbiote et le virus lors d’une infection par un virus influenza aviaire H5N9 

hautement pathogène chez le canard. Les données ont été obtenues suite à une infection 

expérimentale de canards Pékin dans une animalerie de niveau de biosécurité 3, et en faisant 

appel à des collaborations déjà présentes au sein de l’équipe, mais également grâce à la mise 

en place de nouvelles collaborations. Dans un premier temps, nous avons étudié le rôle 

régulateur du microbiote sur la réplication virale et la réponse immunitaire. Ces travaux ont 

été publiés dans la revue américaine Journal of Virology et sont présentés ici sous la forme 

d’un article en langue anglaise. Ils ont également fait l’objet d’un article en français, rédigé à 

l’intention des vétérinaires praticiens, publié dans la revue la Dépêche Vétérinaire, ainsi que 

la création d’une bande dessinée dans le cadre de la fête de la science 2020. Article en français 

et bande dessinée sont présentés dans les annexes de ce manuscrit.  

 

La seconde partie étudie la capacité d’un VIAHP à émerger lorsqu’il se réplique en parallèle 

d’un VIAFP présent en quantités importantes au sein d’un même animal. Comme dit 

précédemment, lorsqu’un VIAHP émerge à partir d’un précurseur VIAFP, les deux virus se 

répliquent en même temps : pour que le VIAHP nouvellement formé soit transmis à d’autres 

individus – que l’émergence soit réussie –, ce dernier doit vraisemblablement devenir un des 

variants majoritaires de la quasi-espèce virale. Pour mimer les conditions dans lesquelles un 

VIAHP émerge, nous avons donc coinfecté des animaux avec un mélange de VIAFP et VIAHP, 

en comparant deux espèces, le poulet et le canard. Les données ont été obtenues suite à 

plusieurs infections expérimentales, utilisant cette fois-ci un sous-type H5N8 hautement 

pathogène, généré par génétique inverse à partir d’un prélèvement terrain, et un sous-type 

H5N8 faiblement pathogène, généré par mutagénèse dirigée à partir du hautement 

pathogène et par génétique inverse.  
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Thomas Figueroa et moi-même sommes co-premier auteurs des deux articles scientifiques ci-

dessous. Nous avons tous les deux participé à charge égale à la conceptualisation des 

expériences, à leur mise en application, à l’analyse des résultats et à la rédaction des articles. 

 

A. Le microbiote contribue au contrôle de la réplication virale d’un VIAHP H5N9 chez le 
canard 

 

Les oiseaux aquatiques et en particulier les canards jouent un rôle clef dans l’épidémiologie 

des virus influenza. Ils hébergent de manière souvent asymptomatique des virus influenza 

aviaires appartenant à de nombreux sous-types, jouant le rôle d’espèce réservoir, et les 

transportent d’un continent à l’autre au fil de leurs migrations. Alors que l’infection par un 

VIAHP peut résulter en une mortalité atteignant les 100% chez le poulet, les canards ne 

présentent généralement que peu de symptômes suite à l’infection, voire pas de symptômes 

du tout. Si plusieurs hypothèses ont été évoquées pour expliquer cette différence de 

sensibilité à l’infection, les mécanismes sous-jacents restent globalement méconnus. La 

principale hypothèse est la capacité des canards à mettre en place une réponse immunitaire 

antivirale innée précoce en comparaison par rapport aux poulets. La réponse immunitaire de 

ces derniers peine à se mettre en place, permettant ainsi au virus de se répliquer plus 

facilement, et les phénomènes d’immunopathologie sont plus communs (Evseev and Magor, 

2019). Le microbiote participant à la régulation de la réponse immunitaire antivirale, comme 

cela a été montré chez la souris et commence à l’être chez le poulet, nous nous sommes 

demandé dans quelle mesure il pouvait contribuer à la moindre sensibilité des canards par 

rapport aux poulets. Nous avons ainsi réalisé une infection expérimentale avec un VIAHP H5N9 

en comparant deux groupes de canards : un groupe de canard ayant préalablement reçu un 

traitement antibiotique à large spectre par voie orale, de telle sorte à fortement déstabiliser 

voire neutraliser le microbiote, et un groupe de canards sains. 
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ABSTRACT Ducks usually show little or no clinical signs following highly patho-
genic avian influenza virus infection. In order to analyze whether the microbiota
could contribute to the control of influenza virus replication in ducks, we used a
broad-spectrum oral antibiotic treatment to deplete the microbiota before infection
with a highly pathogenic H5N9 avian influenza virus. Antibiotic-treated ducks and
nontreated control ducks did not show any clinical signs following H5N9 virus infec-
tion. We did not detect any significant difference in virus titers neither in the respi-
ratory tract nor in the brain nor spleen. However, we found that antibiotic-treated
H5N9 virus-infected ducks had significantly increased intestinal virus excretion at
days 3 and 5 postinfection. This was associated with a significantly decreased antivi-
ral immune response in the intestine of antibiotic-treated ducks. Our findings high-
light the importance of an intact microbiota for an efficient control of avian influ-
enza virus replication in ducks.

IMPORTANCE Ducks are frequently infected with avian influenza viruses belonging
to multiple subtypes. They represent an important reservoir species of avian influ-
enza viruses, which can occasionally be transmitted to other bird species or mam-
mals, including humans. Ducks thus have a central role in the epidemiology of influ-
enza virus infection. Importantly, ducks usually show little or no clinical signs even
following infection with a highly pathogenic avian influenza virus. We provide evi-
dence that the microbiota contributes to the control of influenza virus replication in
ducks by modulating the antiviral immune response. Ducks are able to control influ-
enza virus replication more efficiently when they have an intact intestinal micro-
biota. Therefore, maintaining a healthy microbiota by limiting perturbations to its
composition should contribute to the prevention of avian influenza virus spread
from the duck reservoir.

KEYWORDS avian viruses, duck, enteric viruses, immunoglobulins, influenza, innate
immunity, interferons, microbiota, microflora, normal flora

Ducks have a central role in the epidemiology of influenza virus (1, 2). They have
been shown to shed viruses belonging to multiple subtypes and represent the

main reservoir of influenza viruses that can occasionally be transmitted to other animal
species, including gallinaceous poultry, and occasionally mammals. Low pathogenic
avian influenza viruses (LPAIVs) of the H5 and H7 subtype have the capacity to evolve
to highly pathogenic avian influenza viruses (HPAIVs). This evolution is due to the
acquisition of a polybasic cleavage site at the hemagglutinin (HA) cleavage site,
allowing the HA to be cleaved by intracellular ubiquitous proteases and the virus to
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spread systematically (3). In contrast, the HA of LPAIV is proteolytically matured by
trypsin-like proteases expressed in the respiratory and digestive tract, thus restricting
replication of LPAIV to these tissues in birds.

In chickens, HPAIV infection can reach 100% mortality in a few days, whereas ducks
usually only exhibit mild, if any, clinical signs following HPAIV infection (4). The
mechanisms contributing to the host species-dependent differences in pathogenicity
are not fully understood. Ducks express the viral RNA sensor retinoic acid-induced gene
I (RIG-I), which is absent in chickens (5). Melanoma differentiation-associated protein 5
(MDA-5) could compensate for the lack of RIG-I expression in chicken cells and mediate
type I interferon (IFN) responses to influenza A virus infection (6). However, comparative
studies have provided evidence that HPAIV infections are associated with a more rapid
type I IFN immune response and reduced proinflammatory cytokines expression in
ducks compared to chickens. This may lead to reduced immunopathology and there-
fore fewer clinical signs in ducks (7–11). Extensive tissue damage due to higher levels
of viral replication and inflammation in multiple organs is probably the cause of the
higher HPAIV-associated mortality in chickens compared to ducks.

The microbiota is now recognized as a regulator of many physiological functions in
the host, reaching far beyond its contribution to digestion (12). Several studies have
highlighted the role of the gut microbiota in shaping the antiviral immune response
against influenza virus, in mammals, in which the virus replicates in the respiratory tract
(13–17), as well as following LPAIV infection in chickens, in which the virus replicates in
the respiratory and digestive tract (18, 19).

Altogether, these observations prompted us to investigate to what extent the
microbiota could contribute to the control of HPAIV infection in ducks. By treating
ducks with a broad-spectrum antibiotic (ABX) cocktail, we achieved a significant
depletion of the intestinal and respiratory microbiota. Groups of nontreated and
ABX-treated ducks were infected with a H5N9 HPAIV. We revealed that ABX-treated
ducks had significantly higher viral excretion in the intestine, which correlated with an
impaired intestinal antiviral immune response. This study thus demonstrates that the
microbiota contributes to the control of avian virus replication in ducks.

RESULTS
Antibiotic treatment leads to a significant depletion of the microbiota. From 2

weeks of age, ABX-treated ducks were continuously treated with a broad-spectrum ABX
cocktail via their drinking water (Fig. 1A). To assess the impact of the ABX-treatment on
the microbiota, we quantified the number of 16S rRNA gene copies from fresh feces
and tracheal swabs from nontreated control ducks and ABX-treated ducks. After 2
weeks of ABX treatment, we detected a !102-fold depletion of the number of bacterial
16S rRNA gene copies detected in feces (Fig. 1B) and a !10-fold depletion in tracheal
swabs (Fig. 1C). Using 16S rRNA fluorescence in situ hybridization (FISH), we detected
bacteria aggregating as filaments in the vicinity of intestinal epithelial cells on ileal
tissue section from nontreated control ducks (Fig. 1D). In contrast, no bacteria were
detected by FISH in ileal samples originating from ABX-treated ducks. No bacteria were
detected by FISH in respiratory tissues, regardless of the ABX treatment (data not
shown), suggesting that the FISH technique is not sensitive enough to detect the
respiratory microbiota, which is scarce in comparison to the intestinal microbiota.
Altogether, these results demonstrate that the ABX treatment caused a significant
reduction in the ducks’ microbiota. Bacterial phylum-specific qPCR revealed that the
ABX treatment caused a significant reduction in all major phyla composing the duck
microbiota (Fig. 1E) (20). The ABX treatment did not induce any clinical signs or change
in the ducks’ behavior, nor did it diminish the quantity of water consumed. There was
no significant difference in the average weights of ABX-treated and nontreated animals
(data not shown). In addition, there was no difference in fecal consistency between
ABX-treated and nontreated animals.

Impact of microbiota depletion on influenza virus replication. We inoculated
ducks via the ocular, nasal and tracheal route with 3.6 " 106 egg infectious dose 50
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(EID50) of the A/Guinea Fowl/France/129/2015(H5N9) HPAIV virus. ABX-treated ducks
remained under the same ABX treatment for the whole duration of the experiment.
Ducks did not show any clinical signs upon H5N9 infection in the nontreated and
ABX-treated groups.

FIG 1 Antibiotic treatment for microbiota depletion. (A) Treatment timelines for nontreated and antibi-
otic (ABX)-treated ducks. Ducks received the ABX cocktail in drinking water. Fecal bacterial loads were
determined at day 28 after 2 weeks of ABX treatment and prior to H5N9 virus inoculation. (B) 16S rRNA
gene copies per g of feces. DNA was extracted from feces harvested on day 28 and analyzed by qPCR.
(C) 16S rRNA gene copies per tracheal swab. DNA was extracted from tracheal swabs performed on day
28, vortexed in 500 !l of sterile PBS, and analyzed by qPCR. (D) Ileum sections from NT or ABX-treated
ducks were subjected to FISH with eubacterial 16S rRNA-specific Alexa 594-labeled probe and stained
with DAPI. Scale bar, 25 !m. (E) Quantification of specific bacterial phylum 16S rRNA gene DNA was
performed from DNA extracted from feces harvested on day 28 and analyzed by qPCR. ***, P # 0.001.
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We evaluated the level of virus excretion by quantifying viral nucleic acids by reverse
transcription-quantitative PCR (RT-qPCR) from tracheal and cloacal swabs. Tracheal
shedding was modestly increased in ABX-treated ducks at 3 days postinfection (dpi)
(Fig. 2A). In contrast, cloacal shedding was significantly higher in ABX-treated animals
at 3 and 5 dpi (Fig. 2B). We then analyzed viral load in organs harvested from animals
autopsied at 3 and 7 dpi. Viral nucleic acid was detected in the brain and in the spleen
of infected animals, as expected with a HPAIV, with no difference observed between
ABX-treated-ducks and nontreated ducks (data not shown). In the lungs and ileum, the
viral nucleic acid load was increased in ABX-treated-ducks compared to nontreated
ducks at 3 dpi (Fig. 2C and D); however, the differences did not reach statistical
significance. Finally, we measured infectious virus particles from fresh feces collected
from individual ducks at 3 dpi. We detected a significantly higher number of infectious

FIG 2 Consequences of microbiota depletion on H5N9 virus replication. NT or ABX-treated ducks were
inoculated via the ocular, nasal, and tracheal routes with 3.6 " 106 EID50 of the H5N9 HPAIV virus. Virus
replication was analyzed by quantifying viral RNA by RT-qPCR from RNA extracted from tracheal swabs
(A) or cloacal swabs (B). The curves represent the mean viral RNA load, and error bars correspond to the
standard errors of the mean (SEM). Viral RNA load was analyzed from total RNA extracted from the lungs
(C) and the ileum (D). Viral RNA was normalized with mRNA of the SDHA housekeeping gene in the lungs
or the RPL4 housekeeping gene in the ileum. (E) Viral load in the feces of animals autopsied at 3 dpi was
titrated on chicken embryonated eggs, and viral titers are expressed as EID50/g. (F) Consequences of ABX
treatment on H5N9 virus replication in embryonated duck eggs. Eleven-day-old embryonated duck eggs
were injected with antibiotics (ABX) or left untreated (NT). Viral growth was analyzed by quantifying viral
RNA by RT-qPCR from RNA extracted from allantoic fluids were collected at 72 h postinfection. Each dot
represents an individual value, and the horizontal bar corresponds to the mean. The dotted line
represents the limit of detection for each experiment. *, P # 0.05; **, P # 0.01.
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virus particles in feces from ABX-treated ducks compared to nontreated ducks (Fig. 2E),
thus confirming that ABX-induced depletion of the microbiota is associated with an
increase of influenza virus fecal shedding in ducks.

To determine whether the ABX-treatment could have a direct microbiota-
independent effect on virus replication, embryonated duck eggs were treated with
either PBS or the ABX cocktail. One day later, eggs were then inoculated with 104 EID50

H5N9 together with ABX in the ABX-treated eggs or with PBS in the nontreated eggs.
We evaluated the level of virus replication by quantifying viral nucleic acids by RT-qPCR
from allantoic fluids collected at 3 dpi. We detected equal amounts of viral RNA in
nontreated and ABX-treated eggs (Fig. 2F). Since embryonated duck eggs are essen-
tially devoid of bacterial flora (21), this result demonstrates that the ABX treatment-
induced increase in H5N9 replication observed in ducks in vivo is not due to a direct
effect of ABX on H5N9 replication but rather point to a microbiota-mediated effect.

Impact of microbiota depletion on the respiratory and intestinal epithelia.
Histopathological analysis performed at 3 and 7 dpi revealed a diffuse to multifocal
subacute tracheitis in ducks infected with H5N9 virus, which was equivalent in ABX-
treated and nontreated animals. Inflammatory cellular infiltrates in the lamina propria
were variably composed of mononuclear cells (lymphocytes, plasmocytes, and macro-
phages) and a few heterophils. We observed mild focal necrosis and exfoliation of the
superficial mucosal epithelium, associated with loss of ciliature, regenerative epithelial
hyperplasia and squamous epithelial metaplasia. Histological scores were low for
infected animals and yet different from noninfected animals (Fig. 3A). Immunohisto-
chemically, viral antigen was detected in epithelial cells of the trachea, similarly in
ABX-treated and nontreated ducks infected with H5N9 virus (Fig. 3D). In the lungs,
multifocal to focal subacute bronchitis was observed at 3 and 7 dpi in H5N9-infected
ducks (Fig. 3B), characterized by regenerative epithelial hyperplasia and inflammatory
cellular infiltrates in the lamina propria composed of mononuclear cells (lymphocytes,
plasmocytes, and macrophages) and a few heterophils.

In the ileum, neither ABX treatment nor H5N9 infection was associated with any
change in cell morphology and histological organization, both in the epithelium and in
the chorion (Fig. 3C). Viral antigen was detected in differentiated epithelial cells of the
ileum, as well as in desquamated cells in the intestinal lumen (Fig. 3E).

To gain further insight into the potential consequences of increased intestinal
replication of H5N9 associated with depletion of the bacterial flora, we analyzed the
expression of tight junction genes on ileal samples. The expression of zona occludens
1 (Fig. 4A) and Claudin-2 (Fig. 4B) mRNA was similar in all groups. In addition, we did
not detect any change in the expression of lysozyme mRNA (Fig. 4C), a marker of
Paneth cell function. We also analyzed the expression of the gene encoding mucin 2,
a secreted high-molecular-weight glycoprotein, which is a component of the intestinal
mucus. Mucin 2 expression was reduced specifically in H5N9-infected ducks treated
with ABX (Fig. 4D). These results indicate that depletion of the bacterial flora may
compromise intestinal integrity in response to HPAIV infection. Finally, we analyzed the
expression of the mitochondrial function markers Mitochondrial transcription factor A
(TFAM) and mitochondrial DNA-directed RNA polymerase (POLRMT), whose expression
is commonly altered in response to intestinal injury (22, 23). We did not detect any
change in the expression of TFAM (Fig. 4E) or POLRMT (Fig. 4F), suggesting that H5N9
infection and ABX treatment did not alter mitochondrial function.

To determine whether depletion of the intestinal bacterial flora could affect influ-
enza virus receptor expression, we generated fluorescent trimeric H5 HA to detect
H5N9 virus receptor expression levels and distribution on tissue sections (24). The
intensity and distribution of H5N9 receptors were similar in the tracheas (Fig. 5A) and
intestines (Fig. 5B) of ABX-treated and nontreated ducks. This result suggests that the
increased replication of H5N9 in the intestinal tracts of ABX-treated ducks is not due to
a difference in virus receptor expression.

Impact of microbiota depletion on the antiviral immune response. We then
evaluated the impact of ABX-mediated microbiota depletion on the innate antiviral
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immune response. In the lungs, we observed an upregulation of IFN-" and IFN-# mRNA
expression in H5N9-infected ducks at 3 dpi, which correlated with increased levels of
the cytosolic RNA sensor retinoic acid inducible gene 1 (RIG-I) (Fig. 6A). This was
associated with an upregulation of interferon-induced protein with tetratricopeptide
repeat 5 (IFIT5), oligoadenylate synthetase-like (OAS-L), and ubiquitin specific peptidase
18 (USP18) mRNA expression (Fig. 6A). IFIT5, OAS-L, and USP18 are type I IFN-induced
genes whose expression is a good indicator of the amount of type I IFN active locally.

FIG 3 Histopathological analysis of H5N9 infection in NT and ABX-treated ducks. Histopathological analysis was performed on tracheal, lung, and ileum samples
from noninfected (NI) or H5N9-infected ducks that were either nontreated (NT) or treated with ABX. Histological scoring of hematoxylin and eosin stain-colored
tracheal (A), lung (B), or ileum (C) sections. Each dot represents an individual value, the horizontal bar corresponds to the mean, and the error bars correspond
to the SEM. Immunohistochemical anti-NP staining of hematoxylin-counterstained tracheal (D) or ileum sections (E). Scale bar, 10 !m.
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Interestingly, ABX treatment was associated with a modest upregulation of IFN-"/#
mRNA and type I IFN-induced genes expression regardless of the infection status.

In the ileum, we did not detect significant upregulation of alpha interferon (IFN-")
or IFN-# mRNA expression in ducks infected with HPAIV, regardless of the status of the
microbiota (Fig. 6B). However, we observed an upregulation of type I IFN-induced
genes in noninfected ABX-treated ducks (Fig. 6B) but the differences did not reach
statistical significance. Interestingly, RIG-I mRNA transcripts were significantly reduced
at 3 dpi in H5N9-infected ABX-treated ducks compared to H5N9-infected nontreated
ducks (Fig. 6B), and this downregulation correlated with a significant reduction in type
I IFN-induced gene expression at 3 dpi in H5N9-infected ABX-treated ducks compared
to H5N9-infected nontreated ducks (Fig. 6B). Since the microbiota is required for IgA
production in the intestine (25, 26), we measured IgA heavy-chain constant region
mRNA expression in the intestine. We observed strongly reduced IgA heavy-chain
constant region mRNA expression in the intestines of ABX-treated ducks, regardless of
the H5N9 infection status (Fig. 7). Altogether, these results indicate that increased H5N9
replication in the intestine observed upon microbiota depletion is associated with an
impaired intestinal immune response.

To determine whether the ABX-treatment could have a direct microbiota-
independent effect on the innate antiviral immune response, we treated duck embry-
onic fibroblasts with the ABX cocktail and stimulated them with intracellularly delivered
poly(I·C). We observed no change in IFIT5 and OAS-L mRNA expression following ABX
treatment alone and no effect of ABX treatment on the level of upregulation of IFIT5
and OAS-L mRNA transcripts levels following poly(I·C) stimulation (Fig. 8). This result
indicates that the ABX-treatment induced decrease in the intestinal antiviral innate
immune response is not due to a direct effect of ABX treatment but rather points to a
microbiota-mediated effect.

FIG 4 Analysis of intestinal integrity following H5N9 infection in NT and ABX-treated ducks. Analysis of mRNA gene expression from total RNA
extracted from the ilea of noninfected (NI) or H5N9-infected ducks that were either nontreated (NT) or treated with ABX. RT-qPCR analysis of Zona
occludens 1 (A), Claudin-2 (B), lysozyme (C), mucin 2 (D), mitochondrial transcription factor A (E), and mitochondrial DNA-directed RNA polymerase
(F) mRNA levels in the ilea of ducks. mRNA levels were normalized to RPL4 levels. The results are expressed as means $ the SEM. **, P # 0.01.
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DISCUSSION
The A/Guinea Fowl/France/129/2015(H5N9) HPAIV virus studied here is a field

isolate collected from a duck farm in France during the 2015-2019 H5Nx epizootics. The
first HPAIV detected during this epizootic was of the H5N1 subtype. Genetic analyses
revealed that the HA was independent from the Gs/Gd/1/96-like H5 lineage and thus
represented a new HPAIV emergence event (27). The virus has undergone multiple
reassortment events during its circulation in France, leading to the cocirculation of
H5N1, H5N2, and H5N9 HPAIV subtypes (28). Field observations provided evidence that
clinical signs depended on the HPAIV subtype and the host species. Gallinaceous
poultry exhibited a moderate increase in mortality, while waterfowl mostly showed no
clinical signs of infection (28). Here, we performed the first experimental H5N9 HPAIV
infection in ducks (Anas platyrhynchos), which confirmed that H5N9 HPAIV infection in
ducks was not associated with clinical signs and only produced mild lesions detected
microscopically in the respiratory tract.

The contribution of the microbiota to the control of influenza virus replication has
been studied in mice, as well as in chickens infected with a LPAIV (13, 14, 16–19, 29).
How the microbiota modulates HPAIV infection, or more generally influenza virus
infection in ducks has to our knowledge never been investigated. Here, we provide
evidence that ABX-mediated depletion of the microbiota caused an increase in H5N9
HPAIV replication in the digestive tract of ducks and was associated with a reduction of
the antiviral immune response in the intestine. Similar results were observed in the
digestive tract of chickens infected with a LPAIV (18, 19). Depletion of the microbiota
in mice and chickens was associated with an increase in influenza virus replication in
the respiratory tract (13, 14, 18, 19). In contrast, we did not detect a significant increase
in influenza virus replication in the respiratory tracts of ducks, suggesting that this
difference could be due to the viral strain or host factors.

We did not detect any effect of ABX cocktail treatment on H5N9 growth in duck

FIG 5 Analysis of H5N9 virus receptor expression. (A and B) Staining of tracheas (A) and ilea (B) from
nontreated (NT) or ABX-treated ducks with trimeric HA from the H5N9 virus, precomplexed with
"-strep-tag-488 conjugated mouse antibody and goat-"-mouse-488 conjugated antibody. Tissue sec-
tions were stained with DAPI (blue signal). Scale bar, 25 !m. Quantification of H5 HA fluorescent tissue
staining is shown on the right. Each dot represents the mean H5 HA fluorescence intensity for an animal.
The horizontal bar corresponds to the mean of all animals within a group, and error bars correspond to
the SEM.
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FIG 6 Analysis of the type I IFN immune response following H5N9 infection in NT and ABX-treated ducks. Analysis of mRNA gene expression from
total RNA extracted from the lung (A) and ileum (B) of noninfected (NI) or H5N9-infected ducks that were either nontreated (NT) or treated with
ABX. The mRNA expression levels of IFN-", IFN-#, RIG-I, and of three type I IFN-induced genes—IFIT5, OAS-L, and USP18 —were analyzed by
RT-qPCR. The mRNA levels were normalized to the geometric means of RPL4/SDHA mRNA levels in the lung and RPL4/RPL30 mRNA levels in the
ileum. The results are expressed as means $ the SEM. *, P # 0.05; **, P # 0.01.
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embryonic eggs. Since duck embryonic eggs are essentially devoid of microbiota, this
result suggests that the increased H5N9 virus replication observed in 4-week-old ducks
upon ABX treatment is not due to a direct toxic effect of the ABX cocktail on cell
viability but rather to consequences of the ABX cocktail treatment on the microbiota.
Several mechanisms could account for the increased virus replication observed in the
digestive tract of ducks upon depletion of the microbiota with ABX (30). Bacteria (31)
or bacterium-derived products, such as lipopolysaccharide (32), have been shown to
trap or destabilize influenza virus and thus could directly impair influenza virus infec-
tion in the bacteria dense intestine. Upon depletion of the microbiota with ABX, we
observed a reduction of RIG-I mRNA expression, which correlated with a reduction of
the type I IFN-induced gene expression in the intestine following influenza virus
infection. Thus, by impairing the innate antiviral immune response, depletion of the
microbiota could indirectly promote influenza virus replication. The gut microbiota has
been shown to stimulate the immune response to pathogens most likely through the
constant low-level exposure of epithelial cells and immune cells present in the intes-
tinal mucosa to microbiota-derived pathogen-associated molecular patterns, as well as
to microbial metabolites (29, 33–35). In addition, an RNA-binding protein secreted by
Listeria monocytogenes has recently been shown to stimulate RIG-I signaling, suggest-
ing that proteins with similar function, produced by resident bacteria, could promote
antiviral innate immune signaling in the intestine (36). This constant low-level stimu-

FIG 7 Analysis of the intestinal IgA heavy-chain mRNA expression after H5N9 infection in NT and
ABX-treated ducks. IgA heavy-chain constant region mRNA expression levels were analyzed by RT-qPCR
from total RNA extracted from the ileum of noninfected (NI) or H5N9-infected ducks that were either not
treated (NT) or treated with ABX. IgA expression levels were normalized to RPL4 mRNA levels. Each dot
represents an individual value, the horizontal bar corresponds to the mean, and error bars correspond
to the SEM. *, P # 0.05; **, P # 0.01.

FIG 8 Analysis of the type I IFN immune response after poly(I·C) treatment in NT and ABX-treated duck
embryonic fibroblasts. Duck embryonic fibroblasts (CCL-141 cell line) were untreated (NT) or treated with
antibiotics (ABX) and subsequently stimulated with intracellularly delivered poly(I·C) for 8 or 24 h. The
mRNA expression levels of the type I IFN-induced genes OAS-L and IFIT5 were analyzed by RT-qPCR.
mRNA levels were normalized to GAPDH mRNA levels. The results are expressed as means $ the SEM of
two independent experiments.
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lation is thought to maintain the immune system in an optimal state of reactivity
allowing it to respond to pathogens via a timely innate immune response (17, 37, 38).
The microbiota is also required for IgA production in the intestine (25, 26). In line with
this observation, we detected a strong reduction of IgA heavy-chain constant region
mRNA expression in the intestine of ABX-treated ducks. Decreased IgA levels could
impair the clearance of influenza virus during the later stages of infection or upon
reinfection.

While we detected a significant upregulation of type I IFN-induced genes expression
in the respiratory tract of ducks infected with the H5N9 HPAIV, no upregulation could
be detected in the digestive tract following H5N9 HPAIV infection. Since a significant
reduction of type I IFN-induced gene expression was observed at 3 dpi in H5N9-
infected ABX-treated ducks, the expression of type I IFN-induced genes in the digestive
tract is not at its minimal level in noninfected ducks. These observations thus suggest
that the basal expression level of type I IFN-induced genes in the digestive tracts of
ducks may be constitutively high and could contribute to the efficient control of
influenza virus replication in ducks through early inhibition of the viral life cycle.

Interestingly, type I IFN-induced gene expression was increased in the digestive and
respiratory tracts of noninfected animals treated with ABX compared to nontreated
noninfected animals. The ABX cocktail used in our experiments contained gentamicin,
a member of the aminoglycoside class of ABX, which have been shown recently to
induce type I IFN-induced gene expression through a Toll-like receptor 3-dependent
pathway, independently of the microbiota (39). However, aminoglycosides stimulated
type I IFN-induced gene expression locally and did not lead to increased type I
IFN-induced gene expression in the respiratory tract when administered orally (39). In
addition, we did not detect any effect of ABX cocktail treatment alone or in combina-
tion with poly(I·C) treatment on the expression of type I IFN-induced gene expression
in duck embryonic fibroblasts. Therefore, in our experiments, how the ABX-cocktail led
to an increase of type I IFN-induced gene expression remains unknown.

In association with the respiratory tract and internal organs, the digestive tract
represents a major site of HPAIV replication and excretion in birds (7, 8, 11). Moreover,
the digestive tract is the main site of LPAIV replication in ducks (9, 40–42). Thus, avian
influenza viruses can be considered as adapted to the digestive tract in ducks. A
number of studies have shown that the microbiota promotes infection by enteric
viruses such as poliovirus, norovirus, or rotavirus through a variety of processes,
including promotion of virus stability, attachment and entry, or evasion of the immune
response (43–47). Our results thus highlight another type of interaction between an
enteric virus and the microbiota since we observed impairment of avian influenza virus
replication in the intestine of ducks harboring an intact microbiota compared to
ABX-treated ducks.

Increased influenza virus replication and excretion in chickens (18, 19) and ducks
treated with ABX raises questions about the risks associated with the use of ABX
treatments in farmed animals. However, the ABX treatment used to deplete the gut
microbiota in both our and the vast majority of experimental studies consists of a
broad-spectrum ABX cocktail. This ABX cocktail is composed of six antimicrobial
molecules, including molecules, which are not permitted to be used in veterinary
medicine since their use is restricted to human medicine in hospital settings or to
research. ABX treatments given to farmed animals mostly consist of one or two
antimicrobial molecules and therefore should not have such a profound effect on the
microbiota composition. Considering that ABX consumption for food animal produc-
tion is forecasted to increase worldwide (48), further studies are needed to investigate
whether narrow-spectrum ABX treatments given to farmed animals could also have
consequences on virus replication and spread. In that respect, it is crucial to keep in
mind that ABX treatments administered to farmed animals are critical to the well being
of animals and the economic profitability of the vast majority of farms worldwide
(49–51). ABX treatments are not the only cause of microbiota dysbiosis in food animals.
Nutrition and environmental parameters at birth and during rearing have also been
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shown to be associated with microbiota dysbiosis (52, 53). In addition, microbiota
dysbiosis can also indirectly promote the spread and burden of infectious diseases by
impairing the response to vaccines (54–57). In conclusion, further studies are needed to
evaluate the consequences of microbiota dysbiosis and possible interventions with
probiotics on the burden of infectious diseases (55, 58).

MATERIALS AND METHODS
Ethics statement. This study was carried out in compliance with European animal welfare regulation.

The protocols were approved by the Animal Care and Use Committee (Comité d’Éthique en Science et
Santé Animales—115) under protocol 13205-2018012311319709.

Animals and antibiotic treatment. One-day-old Pekin ducklings (Anas platyrhynchos domesticus,
ST5 heavy) were obtained from a commercial hatchery (ORVIA–Couvoir de la Seigneurtière, Vieillevigne,
France). The study employed only female birds to minimize between-individual variability arising from
sex. Birds were fed ad libitum with a starter diet. Ducks were housed for 2 weeks in a litter-covered floor
pen in a biosafety level II facility at the National Veterinary School of Toulouse, France. They were then
transferred into a biosafety level III facility, equipped with poultry isolators (I-Box; Noroit, Nantes, France)
that were ventilated under negative pressure with HEPA-filtered air. A total of 36 ducks were randomly
assigned to four groups: 6 nontreated noninfected animals (NT, NI), 6 ABX-treated noninfected animals
(ABX, NI), 12 ABX-treated infected animals (ABX, H5N9), and 12 nontreated infected animals (NT, H5N9).
Ducks of the ABX groups were treated through drinking water. ABX was administered at the following
daily doses: 80 mg/kg vancomycin, 300 mg/kg neomycin, 200 mg/kg metronidazole, 0.2g/kg ampicillin,
and 24 mg/kg colistin. To prevent fungal overgrowth, ABX-treated ducks also received 2 mg/kg ampho-
tericin B daily. The composition and posology of the ABX cocktail are similar to the ones described in
other publications (14, 18, 59, 60). Water was changed every 2 days. ABX treatment started 2 weeks prior
to infection and continued for the whole duration of the experiment. No difference in water consump-
tion was observed between nontreated and ABX-treated ducks.

Virus and experimental infection. One day prior to infection, serum was collected from all the birds
to ensure that they were serologically negative to influenza virus by using a commercial influenza A NP
antibody competition enzyme-linked immunosorbent assay kit (ID Screen; ID-Vet, Montpellier, France)
according to the manufacturer’s instructions. The A/Guinea Fowl/France/129/2015(H5N9) (GenBank
accession numbers MN400993 to MN401000) HPAIV was propagated in 10-day-old specific-pathogen-
free (SPF) embryonated chicken eggs (INRA PFIE, Nouzilly, France). Infectious allantoic fluid was har-
vested at 72 h postinoculation and titrated in 10-day-old SPF embryonated chicken eggs to determine
the 50% egg infective dose (EID50)/ml using the Reed-Muench method. When they were 4 weeks old, the
ducks were infected with 3.6 " 106 EID50 of virus via the ocular, nasal, and tracheal routes. Ducks of the
noninfected groups received the equivalent volume of allantoic fluid collected from noninfected
embryonated chicken eggs. Birds were observed for 7 days, and clinical signs were recorded. Tracheal
and cloacal swabs were performed on all animals at days 0, 1, 3, 5, and 7 dpi. Half of the infected animals
were euthanized and necropsied at 3 dpi, and the other half were euthanized and necropsied at 7 dpi.

Analysis of bacterial depletion. Fecal samples were collected 1 day prior to infection by placing
ducks in individual clean plastic crates. DNA was extracted from 500 mg of feces and tracheal swabs
vortexed in 500 !l of sterile phosphate-buffered saline (PBS; PureLink microbiome DNA purification kit;
Invitrogen, Thermo Fisher Scientific Inc., Canada) according to the manufacturer’s instruction.

For 16S rRNA gene DNA quantification, microbial qPCR was performed with 2 !l of extracted DNA
according to the manufacturer’s instructions (QuantiFast SYBR green PCR; Qiagen, Canada) using
16S-V5-F (AGCRAACAGGATTAGATAC) and 16S-V5-R (TGTGCGGGCCCCCGTCAAT) primers to amplify the
V5 region from 16S rRNA genes. Absolute quantification was performed using a standard curve based on
a 10-fold serial dilution of plasmid containing the 16S-V5 region of Escherichia coli. Quantification of the
specific phylum 16S rRNA gene DNA was performed in the same way using specific primers of five major
bacteria phyla (Table 1), and quantification was performed using the 40-Ct method.

Fluorescence in situ hybridization (FISH) staining of the ileum was perfromed as described previously
(61). The tissue sections were incubated with the universal bacterial probe EUB338 (5=-GCTGCCTCCCG
TAGGAGT-3=; Eurogentec, Liège, Belgium) conjugated to Alexa Fluor 594. A “nonsense” probe (5=-CGA
CGGAGGGCATCCTCA-3=) conjugated to Alexa Fluor 594 was used as a negative control. Tissue sections
were mounted with Vectashield mounting medium containing DAPI (4=,6=-diamidino-2-phenylindole).
Images were acquired on a Zeiss LSM710 confocal microscope (Carl Zeiss MicroImaging GmbH, Jena,
Germany) at the cellular imaging facility of the CPTP (Toulouse, France).

Influenza virus quantification. Cloacal and tracheal swabs were briefly vortexed in 500 !l of sterile
PBS, and viral RNA was extracted from 140 !l according to the manufacturer’s instructions (QIAamp viral
RNA; Qiagen, Toronto, Canada). Influenza virus nucleic load was determined by RT-qPCR using influenza
virus segment M specific primers (IAV-M; Table 1) in 96-well plates according to the manufacturer’s
instructions (OneStep RT-PCR; Qiagen). Absolute quantification was performed using a standard curve
based on a 10-fold serial dilution of a plasmid containing the A/Guinea Fowl/129/2015(H5N9) M gene.
The EID50 was determined by diluting 0.1 g of feces into 100 !l of PBS containing the antibiotics
vancomycin (500 mg/liter), neomycin (500 mg/liter), metronidazole (500 mg/liter), ampicillin (1 g/liter),
and colistin (80 mg/liter) to avoid bacterial growth. Samples were centrifuged at 1,000 " g at 4°C for
2 min to pellet the debris, and supernatants were diluted in antibiotic-complemented PBS with a 10"
dilution factor. For each sample, 100-!l portions were injected into three 10-day-old SPF embryonated
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chicken eggs, which were incubated for 72 h before the allantoic fluids were harvested. The presence of
virus was revealed by a hemagglutination test.

Antibiotics treatment and infection of embryonated duck eggs. Eleven-day-old embryonated
duck eggs were injected with antibiotics (ABX) to obtain the following concentrations in allantoic fluids:
vancomycin (500 mg/liter), neomycin (500 mg/liter), metronidazole (500 mg/liter), ampicillin (1g/l) and
colistin (80 mg/liter) or with sterile PBS (NT). After 24 h of incubation at 37°C, 104 EID50 of H5N9 virus were
injected with 100 !l of the ABX cocktail (ABX) or with PBS (NT). Allantoic fluids were collected at 72 h
postinfection, and viral RNA was extracted from 140 !l according to the manufacturer’s instructions
(QIAamp viral RNA; Qiagen). Influenza virus nucleic acid load was determined by RT-qPCR using
influenza virus segment M-specific primers (IAV-M; Table 1) in 96-well plates according to the
manufacturer’s instructions (OneStep RT-PCR; Qiagen). Absolute quantification was performed using
a standard curve based on a 10-fold serial dilution of a plasmid containing the A/Guinea Fowl/129/
2015(H5N9) M gene.

Antibiotics and Poly(I·C) cell treatment. Duck embryonic fibroblasts (ATCC, CCL-141) were cultured
in cell culture medium supplemented or not with the following antibiotics: vancomycin (500 mg/liter),

TABLE 1 Primers used for qPCRa

Gene Accession no. Primer sequence (5=–3=) Reference
CLDN1 XM_013108556.1 F: TCATGGTATGGCAACAGAGTGG 64

R: TCATGGTATGGCAACAGAGTGG
IAV-M F: CTTCTAACCGAGGTCGAAACG 65

R: AGGGCATTTTGGACAAAGCGTCTA
IFIT5 KF956064 F: TCCTGCGATATGCTGCTATATTTTAT 66

R: GGTGTCACTGTTAAGGCTTTTCTCA
IFN-" AB128861.1 F: CAACGACACGCAGCAAGC 40

R: GGGTGTCGAAGAGGTGTTGG
IFN-# KT428159 F: TCTACAGAGCCTTGCCTGCAT 67

R: TGTCGGTGTCCAAAAGGATGT
IgA U27222.1 F: TCGCTCAAGGAACCCATCGT 64

R: GCGGGACCACGAGAACTTCA
GAPDH AY436595.1 F: CCACTTCCGGGGCACTGTCA 63

R: AGCACCAGCATCTGCCCACT
LYZ XM_005008880.2 F: TAACACGCAGGCTACAAACCG 64

R: TTCCATCGCTGACAATCCTCTT
MUC2 XM_005024513.2 F: GGGCGCTCAATTCAACATAAGTA 64

R: TAAACTGATGGCTTCTTATGCGG
OAS-L KU569293.1 F: CCGCCAAGCTGAAGAACCTG 68

R: CGCCCTGCTCCCAGGTATAG
Pan-Actinobacteria F: TACGGCCGCAAGGCTA 69

R: TCRTCCCCACCTTCCTCCG
Pan-Bacteroides F: CRAACAGGATTAGATACCCT 69

R: GGTAAGGTTCCTCGCGTAT
Pan-Firmicutes F: TGAAACTYAAAGGAATTGACG 69

R: ACCATGCACCACCTGTC
Pan-Fusobacteria F: GCCTCACAGNTAGGGACAACAT 69

R: GCYYACCTCTCCAGTACTCTAG
Pan-Gammaproteobacteria F: TCGTCAGCTCGTGTYGTGA 69

R: CGTAAGGGCCATGATG
POLRMT XM_027472517.1 F: CCACCAGAAGATCATGCAGC 70

R: CGATGGTCAGCAGCTTTCTC
RIG-I NM_001310380 F: GTGTATGGAGGAAAACCCTATTCTTAACT 71

R: GGAGGGTCATACCTGTTGTTTGAT
RPL4 XM_027465643.1 F: AAGCTGAACCCATACGCCAA 63

R: CCTGGGCCTTAGCTGTAACC
RPL30 XM_027452502.1 F: GCAAAGCCAAGCTGGTCATC 63

R: CTCAATGTTGTTGCCGCTGT
SDHA XM_027451817.1 F: GACACAGTGAAAGGCTCCGA 63

R: CTCCAGCTCTATCACGGCAG
TFAM XM_013107580.1 F: AGCATCACAGAAGCAGGTTTA 70

R: TGCCAGTCGTTTCCTCCT
USP18 XM_005009931 F: AACCTGACGGCAGAAGAAGA 72

R: GCACCGTGATCCTTCGTAGT
ZO-1 XM_021276271.2 F: TCAGCGAGATGAACGAGCC 70

R: TCTGAAGGCTCTGACCTCTGG
aCLDN1, Claudin-1; IAV-M: gene M of influenza A virus; IFIT5, interferon induced protein with tetratricopeptide repeats 5; IFN-"/#, interferons alpha and beta; IgA,
immunoglobulin A; GAPDH, glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase; LYZ: lysozyme; MUC2, mucin 2; OAS-L, oligoadenylate synthetase-like; POLRMT, RNA
polymerase mitochondrial; RIG-I, retinoic acid-inducible gene I; RPL4/30, ribosomal protein L4/L30; TFAM, mitochondrial transcription factor A; SDHA, succinate
dehydrogenase complex flavoprotein subunit A; USP18, ubiquitin specific peptidase 18; ZO-1, zonula occludens-1. F, forward; R, reverse.
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neomycin (500 mg/liter), metronidazole (500 mg/liter), ampicillin (1g/l) and colistin (80 mg/liter). After
24h, cell culture medium was renewed and cells were treated or not with Poly(I·C) (LMW)/LyoVec
(Invivogen) at a final concentration of 1 !g/ml during 8 or 24 h and subsequently harvested for RNA
extraction according to the manufacturer’s instructions (NucleoSpin RNA, Macherey-Nagel GmbH&Co,
Germany). cDNA was synthesized by reverse transcription of 100 ng of total RNA using both oligo(dT)18

(0.25 !g) and random hexamer (0.1 !g) and the RevertAid First Strand cDNA Synthesis kit (Invitrogen,
Thermo Fisher Scientific, Inc., Ontario, Canada) according to manufacturer’s instruction. Quantitative PCR
for the analysis of IFIT5 and OAS-L mRNAs expression was performed in 96-well plates in a 20-!l final
volume according to the manufacturer’s instructions (QuantiFast SYBR green PCR; Qiagen), along with
2 !l of cDNA and a 1 !M final concentration of each primer (Table 1). qPCR was performed on a
LightCycler 96 (Roche, Mannheim, Germany) and relative quantification was carried out using the 2%∆∆CT

method with GAPDH mRNA expression for normalization.
RNA extraction from tissue samples and cDNA synthesis. For each organ, 30-mg portions of tissue

were placed in tubes with beads (Precellys lysis kit; Stretton Scientific, Ltd., Stretton, United Kingdom)
filled with 600 !l of TRIzol reagent (Invitrogen, Carlsbad, CA) and mixed for 5 s at 6,000 rpm three times
in a bead beater (Precellys 24; Bertin Technologies, Montigny-le-Bretonneux, France). After TRIzol
extraction, the aqueous phase was transferred to an RNA extraction column and processed according to
the manufacturer’s instructions (NucleoSpin RNA; Macherey-Nagel GmbH & Co, Germany). cDNA was
synthesized by reverse transcription of 500 ng of total RNA using both oligo(dT)18 (0.25 !g) and random
hexamer (0.1 !g) and a RevertAid first-strand cDNA synthesis kit (Invitrogen, Thermo Fisher Scientific)
according to the manufacturer’s instructions.

Quantitative PCR from tissue samples. Quantitative PCR for the analysis of host genes expression
was performed in 384-well plates in a final volume of 5 !l using a Bravo automated liquid handling
platform (Agilent Technologies, Palo Alto, CA) and a ViiA 7 real-time PCR system (Applied Biosystems,
Foster City, CA) at the GeT-TRiX platform (GénoToul, Génopole, Toulouse, France). Mixes were prepared
according to the manufacturer’s instructions (QuantiFast SYBR green PCR; Qiagen) with 1 !l of 1:20
diluted cDNA and a final 1 !M concentration of each primer (Table 1). Relative quantification was carried
out by using the 2%∆∆CT method (62), and the geometric means of two couples of housekeeping genes
were validated in specific duck tissues, RPL4/RPL30 and RPL4/SDHA, for ileum and lung samples,
respectively (63). Quantification of influenza virus nucleic acid load in tissues was performed in 96-well
plates with a 20-!l final volume according to the manufacturer’s instructions (QuantiFast SYBR green
PCR; Qiagen), along with 2 !l of cDNA and a final 1 !M concentration of each primer. We used influenza
virus segment M-specific primers. For normalization, we used RPL30 for ileum samples and SDHA for lung
samples, since they provided similar results to the geometric means of either RPL4/RPL30 or RPL4/SDHA.
qPCR was performed on a LightCycler 96 (Roche), and relative quantification was carried out using the
2%∆∆CT method.

Histopathological examination. All animals were subjected to a complete postmortem examina-
tion. Tissue samples of the trachea (one transversal section in the proximal portion and another one in
the terminal portion), lungs, ileum, cecum, colon, and brain were taken and stored in 10% neutral
formalin. After fixation, tissues were processed in paraffin blocks, sectioned at 4 !m, and stained with
hematoxylin and eosin for microscopic examination. A board-certified veterinary pathologist who was
blind to the experimental conditions assessed lesions histologically. Lesion intensity was graded as
follows: 0, no lesion; 1, minimal; 2, slight; 3, moderate; 4, marked, or 5, severe.

Immunohistochemistry. Immunohistochemistry was performed on paraffin-embedded sections of
trachea with a monoclonal mouse anti-nucleoprotein influenza A virus antibody (Argene 11-030; pronase
0.05% retrieval solution, 10 min at 37°C: antibody dilution 1/50, incubation overnight at 4°C). The
immunohistochemical staining was revealed with a biotinylated polyclonal goat anti-mouse immuno-
globulin conjugated with horseradish peroxidase (HRP; Dako, LSAB2 system-HRP, K0675) and the
diaminobenzidine HRP chromogen (Thermo Scientific, TA-125-HDX). Negative controls comprised sec-
tions incubated either without specific primary antibody or with another monoclonal antibody of the
same isotype (IgG2).

H5 HA fluorescent tissue staining and quantification. A pCD5 plasmid was constructed with the
HA sequence originating from A/Guinea Fowl/France/150207n/2015(H5N9) (GenBank KU320887.1),
which has exactly the same amino acid sequence as the HA of A/Guinea Fowl/France/129/2015(H5N9).
The plasmid encodes for a GCN4 leucine zipper trimerization motif, followed by a 7-amino-acid cleavage
recognition sequence of tobacco etch virus and a sfGFP fused to Strep-tag II (IBA, Germany) C terminally.
The vector was transfected into HEK293S GNT1(–) cells (which are modified HEK293S cells lacking
glucosaminyltransferase I activity [ATCC CRL-3022]) with polyethyleneimine I (PEI) in a 1:8 ratio (!g of
DNA:!g of PEI). Tissues were stained with purified recombinant multimeric H5N9 as previously described
(24). Quantification of H5 HA fluorescent tissue staining was done on coded images so that the
investigator was blind to experimental conditions. For each animal, a minimum of 40 regions of interest
corresponding to the plasma membrane of individual cells were manually drawn using the 6-pixel-thick
curved line tool in ImageJ software. The fluorescence intensity was measured for each region of interest,
and the mean fluorescence intensity of the regions of interest for each animal was then calculated and
plotted.

Statistical analysis. Statistical significance was determined by using the Mann-Whitney test for
individual time points. Statistical analyses were performed with Prism GraphPad software v5.01 (*, P #
0.05; **, P # 0.01; ***, P # 0.001).
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B. Coinfections avec un couple VIAFP et VIAHP chez le poulet et le canard 

 

La quasi-totalité des émergences de VIAHP documentées ont eu lieu chez les galliformes et 

plus précisément dans des élevages commerciaux de poulets ou de dindes (Dhingra et al., 

2018), sans qu’il y ait de corrélation avec la taille de l’élevage ou sa nature industrielle (Richard 

et al., 2017). Sur la base de ces observations, il est communément admis que les VIAHP 

n’émergent que très rarement chez les anatidés, sans que cela n’ait été prouvé 

expérimentalement. Comme cela a été décrit précédemment, la physiopathologie d’une 

infection par un virus influenza aviaire, qu’il soit hautement ou faiblement pathogène, est 

radicalement différente selon que l’animal infecté est un poulet ou un canard. Des facteurs 

dépendant de l’espèce hôte pourrait ainsi moduler la capacité d’un VIAHP à émerger à partir 

d’un VIAFP. Pour déterminer le rôle de l’espèce hôte dans la capacité d’un VIAHP à émerger 

lorsqu’il est nettement minoritaire par rapport à son précurseur VIAFP, nous avons mis au 

point un modèle permettant d’étudier la seconde étape nécessaire à l’émergence d’un VIAHP : 

sa capacité à devenir un des variants majoritaires de la quasi-espèce virale. Pour cela, nous 

avons généré par génétique inverse et mutagenèse dirigée un couple VIAHP/VIAFP H5N8. En 

inoculant les animaux avec un mélange contenant les deux virus, le VIAHP étant minoritaire 

par rapport au VIAFP, nous avons cherché à reproduire cette seconde étape. 
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ABSTRACT	16	

	17	

Highly	 pathogenic	 avian	 influenza	 viruses	 (HPAIV)	 emerge	 from	 low	18	

pathogenic	 avian	 influenza	 viruses	 (LPAIV)	 through	 the	 introduction	 of	19	

basic	amino	acids	at	the	hemagglutinin	(HA)	cleavage	site.	Following	viral	20	

evolution,	 the	 newly	 formed	 HPAIV	 likely	 represents	 a	 minority	 variant	21	

within	 the	 index	 host,	 predominantly	 infected	with	 the	 LPAIV	 precursor.	22	

Using	reverse-genetics	engineered	H5N8	viruses	differing	solely	at	the	HA	23	

cleavage,	 we	 tested	 the	 hypothesis	 that	 the	 interaction	 between	 the	24	

minority	HPAIV	and	the	majority	LPAIV	could	modulate	the	risk	of	HPAIV	25	

emergence	and	that	the	nature	of	the	interaction	could	depend	on	the	host	26	

species.	 In	 chickens,	 we	 observed	 that	 the	 H5N8LP	 increased	 H5N8HP	27	

replication	and	pathogenesis.	By	contrast,	the	H5N8LP	antagonized	H5N8HP	28	

replication	 and	 pathogenesis	 in	 ducks.	 Ducks	 mounted	 a	 more	 potent	29	

antiviral	innate	immune	response	than	chickens	against	the	H5N8LP,	which	30	

correlated	with	H5N8HP	inhibition.	Our	results	provide	evidence	that	HPAIV	31	

may	 be	 more	 likely	 to	 emerge	 in	 chickens	 than	 in	 ducks	 because	 of	32	

differences	in	the	host	response	to	HPAIV	and	LPAIV	co-infections.	33	

	 	34	
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INTRODUCTION	35	

Highly	 pathogenic	 avian	 influenza	 virus	 (HPAIV)	 outbreaks	 have	 a	major	36	

impact	on	animal	health,	 food	security	and	economy,	as	well	as	on	public	37	

health	 [1,2].	 A	 better	 understanding	 of	 the	 factors	 leading	 to	 HPAIV	38	

emergence	 is	 therefore	of	paramount	 importance.	Avian	 influenza	viruses	39	

of	 H5	 and	 H7	 subtypes	 can	 become	 highly	 pathogenic	 through	 the	40	

introduction	of	multiple	basic	amino	acids	within	 the	hemagglutinin	 (HA)	41	

cleavage	 site	 [3].	 Several	 mechanisms	 account	 for	 these	 introductions:	42	

nucleotide	substitutions	and	insertions	or	non-homologous	recombination	43	

with	viral	or	cellular	RNAs	[1,4,5].	The	acquisition	of	a	multi-basic	cleavage	44	

site	(MBCS)	is	a	virus-dependent	event	that	occurs	in	a	bird	infected	with	a	45	

parental	 low	 pathogenic	 avian	 influenza	 virus	 (LPAIV).	 To	 emerge	46	

successfully,	the	newly	formed	HPAIV	must	become	a	predominant	variant	47	

in	order	to	overcome	the	transmission	bottleneck	between	individuals	[6–48	

8].	 In	 order	 to	 achieve	 this,	 the	 newly	 formed	 HPAIV	 must	 therefore	49	

outcompete	 its	 LPAIV	 precursor	 within	 the	 individual	 in	 which	 it	 has	50	

arisen.	We	therefore	suggest	that	HPAIV	emergence	is	a	two-step	process:	51	

firstly,	 the	 acquisition	 of	 a	 MBCS,	 followed	 by	 the	 ability	 to	 become	 a	52	

predominant	variant	of	the	viral	quasi-species	within	an	individual.		53	

Over	 the	past	decades,	 the	vast	majority	of	HPAIV	emergences	have	been	54	

linked	to	H5	and	H7	LPAIV	circulation	in	Galliformes	(such	as	chickens	and	55	

turkeys)	 [1,2,4].	 By	 contrast,	Anseriformes	 (such	 as	 ducks	 and	 geese)	 are	56	

considered	 as	 reservoirs	 for	 LPAIV	 precursors,	 rather	 than	 a	 species	 in	57	

which	HPAIV	emerge	[9–12].	These	observations	suggest	that	host	factors	58	

could	modulate	HPAIV	emergence.	To	our	knowledge,	this	has	never	been	59	

investigated	experimentally.		60	

To	model	 the	 intra-host	 competition	between	a	newly	 formed	HPAIV	and	61	

its	 parental	 LPAIV,	 we	 co-infected	 embryonated	 eggs	 and	 chickens	 and	62	

ducks	 in	 vivo	with	 a	 H5N8	 HPAIV	 as	 a	 minority	 variant	 and	 a	 reverse-63	

genetics	engineered	LPAIV	that	differed	from	the	HPAIV	only	at	the	level	of	64	

the	 HA	 cleavage	 site,	 as	 a	majority	 variant.	 Our	 results	 demonstrate	 that	65	

chickens	 and	 ducks	 have	 opposite	 effects	 on	 the	 interaction	 between	 the	66	

.CC-BY 4.0 International licensemade available under a
(which was not certified by peer review) is the author/funder, who has granted bioRxiv a license to display the preprint in perpetuity. It is 

The copyright holder for this preprintthis version posted April 6, 2021. ; https://doi.org/10.1101/2021.04.06.438580doi: bioRxiv preprint 

https://doi.org/10.1101/2021.04.06.438580
http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/


H5N8	 HPAIV	 and	 LPAIV	 and	 that	 the	 HPAIV	 has	 a	 stronger	 selective	67	

advantage	 in	 chickens	 than	 in	 ducks.	 To	 our	 knowledge	 this	 is	 the	 first	68	

experimental	 evidence	 that	 HPAIV	 emergence	 could	 be	 more	 likely	 in	69	

chickens	than	in	ducks.	70	

	71	

RESULTS	 	72	

Characterization	of	H5N8HP	and	H5N8LP	viruses	in	cell	culture	73	

We	used	reverse-genetics	to	generate	the	wild-type	H5N8HP	from	a	HPAIV	74	

isolated	 during	 the	 2016	 H5N8	 epizootics	 in	 France	 [13].	 This	 virus	75	

belonged	to	clade	2.3.4.4	group	B,	which	caused	high	levels	of	mortality	in	76	

Galliformes	 and	 in	wild	 and	domestic	Anseriformes	 during	 the	 2016-2017	77	

HPAIV	 outbreak	 in	 Europe	 [13–16].	 Using	 site-directed	 mutagenesis	 and	78	

reverse-genetics,	 we	 mutated	 the	 H5N8HP	 HA	 polybasic	 cleavage	 site	79	

PLRELRRLR/G	 to	 a	 monobasic	 cleavage	 site	 PQRETR/G	 to	 obtain	 the	80	

H5N8LP	virus	with	a	 typical	LPAIV	HA	sequence	(NCBI	Genbank	accession	81	

number:	AB261853.1)	[17].	The	H5N8HP	and	the	H5N8LP	differed	solely	at	82	

the	 level	of	 the	HA	cleavage	site,	as	verified	by	whole	genome	sequencing	83	

following	virus	amplification	in	chicken	embryonated	eggs	(Fig.	1A).		84	

Viral	growth	kinetics	was	analyzed	in	Madin-Darby	canine	kidney	(MDCK)	85	

cells,	 in	 the	 DF-1	 chicken	 fibroblast	 cell	 line	 and	 in	 the	 CCL-141	 duck	86	

fibroblast	cell	line	infected	at	a	multiplicity	of	infection	(MOI)	of	10-5	tissue	87	

culture	infectious	dose	50	(TCID50).	H5N8HP	replicated	with	similar	kinetics	88	

in	 the	 absence	 or	 presence	 of	 exogenous	 trypsin,	 demonstrating	 that	89	

proteolytic	 processing	 of	 the	 HA	 MBCS	 was	 independent	 of	 trypsin-like	90	

proteases,	 as	 expected	 for	 a	 HPAIV	 (Fig.	 1B).	 By	 contrast,	 H5N8LP	91	

replication	 was	 severely	 impaired	 in	 the	 absence	 of	 trypsin,	 while	 its	92	

replication	 kinetics	was	 indistinguishable	 from	 that	 of	 the	H5N8HP	 in	 the	93	

presence	 of	 trypsin	 (Fig.	 1B).	 These	 results	 indicate	 that	 mutations	94	

introduced	in	the	H5N8LP	HA	have	no	negative	 impact	on	viral	replication	95	

kinetics	 in	 cell	 culture	 beyond	 the	 expected	 trypsin-like	 proteases	96	

requirement	for	H5N8LP	HA	proteolytic	processing,	as	expected	for	a	LPAIV.	97	

	98	
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H5N8HP	and	H5N8LP	viruses	co-infections	in	ovo	99	

Next,	we	evaluated	H5N8HP	and	H5N8LP	replication	in	embryonated	chicken	100	

(Gallus	 gallus)	 and	 Pekin	 duck	 (Anas	 platyrhynchos	 domesticus)	 eggs,	 as	101	

they	 have	 a	 complex	 cellular	 architecture	 and	 provide	 an	 intermediate	102	

model	 between	monolayer	 cell	 culture	 and	 in	 vivo	 studies.	 To	 investigate	103	

how	 the	 host	 species	modulated	 the	 interaction	 between	 a	 HPAIV	 and	 a	104	

LPAIV,	we	inoculated	embryonated	chicken	and	duck	eggs	via	the	allantoic	105	

cavity	 either	with	 102	 egg	 infectious	 dose	 50	 (EID50)	 H5N8HP	 alone,	with	106	

increasing	doses	of	H5N8LP	alone,	or	with	102	EID50	H5N8HP	in	combination	107	

with	 increasing	doses	of	H5N8LP	 (Fig.	 2A).	We	 inoculated	 chicken	 eggs	 at	108	

day	10	and	duck	eggs	at	day	11	 in	order	 to	work	at	 similar	development	109	

stages	[18].	After	24	hours	of	incubation	at	37°C,	we	harvested	the	allantoic	110	

fluid	and	quantified	the	level	of	virus	replication	by	RT-qPCR	using	primers	111	

specific	for	H5N8HP	or	H5N8LP	HA.	In	chicken	eggs,	we	detected	equivalent	112	

levels	 of	 viral	 RNA	 following	 inoculation	 with	 102EID50	 H5N8HP	 alone	 or	113	

with	 H5N8LP	 alone	 regardless	 of	 the	 inoculum	 dose	 (Fig.	 2B).	 Upon	 co-114	

infection	with	H5N8HP	and	H5N8LP	in	chicken	eggs,	the	level	of	H5N8HP	and	115	

H5N8LP-specific	viral	RNA	did	not	differ	from	mono-infections	regardless	of	116	

the	 quantity	 of	 H5N8LP	 (Fig.	 2B).	 Thus,	 the	 replication	 of	 H5N8HP	 is	 not	117	

affected	 by	H5N8LP,	 regardless	 of	 the	 amount	 of	 H5N8LP	 co-inoculated	 in	118	

chicken	eggs.	In	duck	eggs,	we	detected	similar	levels	of	viral	RNA	following	119	

inoculation	with	102	EID50	H5N8HP	 alone	or	with	102	EID50	H5N8LP	 alone	120	

(Fig.	2C).	When	duck	eggs	were	 infected	simultaneously	with	H5N8HP	and	121	

H5N8LP,	we	observed	a	decrease	of	H5N8HP	viral	RNA	levels	that	correlated	122	

with	 the	 amount	 of	 H5N8LP	 co-inoculated,	 indicating	 that	 the	 H5N8LP	123	

antagonized	 H5N8HP	 replication	 in	 duck	 eggs	 (Fig.	 2C).	 The	 in	 ovo	124	

experiments	 provide	 evidence	 that	 a	 ≥100-fold	 excess	 of	 H5N8LP	125	

significantly	 antagonized	 H5N8HP	 replication	 in	 duck	 eggs,	 while	 H5N8LP	126	

did	not	affect	H5N8HP	replication	in	chicken	eggs	regardless	of	the	amount	127	

of	H5N8LP.	This	observation	thus	indicates	that	the	H5N8HP	had	a	stronger	128	

selective	advantage	over	the	H5N8LP	in	chicken	embryonated	eggs	than	in	129	

duck	embryonated	eggs.		130	

	131	
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Potentiation	 of	 HPAIV	 replication	 and	 pathogenesis	 by	 LPAIV	 in	132	

chickens	133	

In	a	preliminary	experiment	(data	not	shown),	we	observed	transient	low-134	

level	 oropharyngeal	 viral	 RNA	 shedding	 in	 6/8	 of	 the	 106	 EID50	 H5N8LP	135	

infected	 chickens	 (Gallus	 gallus),	 whereas	 all	 chickens	 infected	 with	 107	136	

EID50	H5N8LP	shed	high	levels	of	viral	RNA	for	a	prolonged	time.	No	clinical	137	

signs	were	observed	in	chickens	inoculated	with	H5N8LP.	We	evaluated	the	138	

H5N8HP	 chicken	 infectious	 dose	 50	 at	 6x103	 EID50.	 H5N8HP-infected	 sick	139	

birds	 presented	 dyspnea	 that	 quickly	 progressed	 to	 severe	 dyspnea,	140	

associated	 with	 anorexia	 and	 lethargy.	 These	 results	 provided	 evidence	141	

that	 the	 H5N8HP	 and	 H5N8LP	 caused,	 respectively,	 commonly	 observed	142	

HPAIV	and	LPAIV-associated	infection	patterns	in	chickens	[2].		143	

Based	 on	 these	 results,	we	 investigated	 the	 interaction	 between	 a	HPAIV	144	

and	a	LPAIV	in	chickens.	Four-week	old	chickens	were	assigned	one	of	six	145	

groups:	L7,	H3,	H4,	L7H3,	L7H4	or	NI	 (Fig.	3A).	L7	animals	were	 infected	146	

with	107	EID50	H5N8LP.	H3	animals	were	 infected	with	103	EID50	H5N8HP.	147	

H4	 animals	 were	 infected	 with	 104	 EID50	 H5N8HP.	 L7H3	 animals	 were	148	

infected	with	a	mixture	of	107	EID50	H5N8LP	and	103	EID50	H5N8HP.	L7H4	149	

animals	were	 infected	with	 a	mixture	 of	 107	 EID50	 H5N8LP	 and	 104	 EID50	150	

H5N8HP.	 Finally,	 non-infected	 animals	 from	 group	 NI	 were	 administered	151	

vehicle	only.	Neither	mortality	nor	clinical	signs	were	observed	in	chickens	152	

from	group	L7	and	group	H3	(Fig.	3B).	Chickens	 in	 the	H4	group	reached	153	

45%	mortality	 (Fig.	 3B).	When	 chickens	were	 infected	with	 a	mixture	 of	154	

H5N8LP	 and	 H5N8HP,	 we	 observed	 an	 increase	 in	 mortality	 compared	 to	155	

H5N8HP	mono-infected	chickens:	mortality	reached	18%	in	the	L7H3	group,	156	

compared	to	0%	in	the	H3	group;	and	72%	in	the	L7H4	group,	compared	to	157	

45%	in	the	H4	group	(Fig.	3B).	Although	the	 increase	 in	mortality	did	not	158	

reach	statistical	significance,	these	results	indicate	that	H5N8LP	and	H5N8HP	159	

synergized,	 resulting	 in	 increased	 pathogenesis	 in	 co-infected	 chickens	160	

compared	to	H5N8HP	mono-infected	chickens.	161	

We	 measured	 viral	 shedding	 from	 oropharyngeal	 and	 cloacal	 swabs	 by	162	

quantifying	 viral	 RNA	 using	 RT-qPCR	 with	 primers	 detecting	 specifically	163	

H5N8LP	or	H5N8HP	HA	sequences.	Regardless	of	the	experimental	group,	all	164	
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H5N8HP	 swab-positive	 chickens	eventually	developed	 severe	dyspnea	and	165	

either	died	or	were	euthanized	when	 they	 reached	humane	endpoints,	 as	166	

previously	 observed	 [19].	 In	 line	 with	 the	 mortality	 rate	 (Fig	 3B),	 no	167	

H5N8HP	swab-positive	chicken	was	found	in	the	H3	group,	while	only	two	168	

chickens	tested	positive	for	H5N8HP	in	the	L7H3	group.	Because	of	the	low	169	

rate	of	 infection	in	the	H3	and	L7H3	groups,	these	animals	were	excluded	170	

from	 further	 analyses.	 H5N8HP	 oropharyngeal	 and	 cloacal	 shedding	 was	171	

higher	in	group	L7H4	compared	to	group	H4	at	2	days	post-infection	(dpi),	172	

but	 the	 difference	 was	 not	 statistically	 significant	 (Fig.	 3C&D).	 Average	173	

H5N8HP	 oropharyngeal	 and	 cloacal	 shedding	 remained	 otherwise	 similar	174	

between	the	L7H4	and	the	H4	groups	and	was	not	associated	with	different	175	

H5N8HP	 transmission	 rates	 to	 contact	 chickens	 introduced	 in	 the	 poultry	176	

isolators	at	1	dpi	(data	not	shown).	H5N8LP	oropharyngeal	shedding	did	not	177	

differ	between	the	L7	and	L7H4	group	(Fig.	3E).		178	

H5N8LP	 RNA	 was	 not	 detected	 from	 the	 lungs	 or	 brain	 of	 any	 animal,	179	

indicating	 that	H5N8LP	 replicated	mostly	 in	 the	upper	 respiratory	 tract	of	180	

chickens.	H5N8HP	viral	RNA	was	detected	at	similar	levels	in	the	lungs	and	181	

brain	of	moribund	animals	from	groups	L7H4	and	H4	that	were	euthanized,	182	

but	was	not	 detected	 in	 the	 lungs	 and	brain	 from	animals	 autopsied	 at	 1	183	

and	3	dpi	(Fig.	3F&G).	These	results	indicate	that	H5N8HP	replicated	in	the	184	

upper	respiratory	 tract	 in	 the	early	stages	of	 infection	(i.e.	until	3	dpi).	 In	185	

line	 with	 the	 predominantly	 respiratory	 clinical	 signs	 observed	 in	186	

moribund	 animals,	 moderate	 viral	 antigen	 staining	 was	 detected	 by	187	

immunohistochemistry	 in	 the	brain,	while	extensive	viral	antigen	staining	188	

was	detected	in	the	lungs	(Fig.	4).	189	

We	next	evaluated	the	expression	of	host	immune	response	markers	using	190	

RT-qPCR.	 We	 observed	 a	 modest	 but	 significant	 upregulation	 of	 Mx	 and	191	

interferon	gamma	(IFN-γ)	mRNA	expression	only	in	the	lungs	of	moribund	192	

chickens	(Fig.	5A&B).	Mx	is	a	type	I	IFN-induced	gene	whose	expression	is	a	193	

good	 indicator	of	 the	amount	of	 type	 I	 IFN	active	 locally	 [20].	The	 lack	of	194	

changes	in	Mx	and	IFN-γ	mRNA	expression	in	the	lungs	of	animals	at	1	and	195	

3	dpi	was	probably	related	to	the	fact	that	no	viral	RNA	could	be	detected	in	196	

the	 lungs	 of	 these	 animals	 (Fig.	 5A).	 Since	 oropharyngeal	 swabs	 were	197	
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mostly	 positive	 for	 viral	RNA	 at	 any	 time	post-infection,	we	 analyzed	 the	198	

antiviral	 innate	 immune	 response	 in	 the	 upper	 respiratory	 tract	 by	199	

measuring	 Mx	 mRNA	 expression	 by	 RT-qPCR	 from	 RNA	 extracted	 from	200	

oropharyngeal	 swabs	 (Fig.	 5C).	 Compared	 to	 NI	 animals,	 Mx	 mRNA	 was	201	

significantly	increased	in	groups	L7H4	and	L7	at	1	dpi.	At	2	and	3	dpi,	Mx	202	

mRNA	was	significantly	increased	in	groups	L7H4	and	H4.	Interestingly,	in	203	

group	 L7,	 Mx	 mRNA	 levels	 decreased	 rapidly	 and	 were	 not	 significantly	204	

different	 from	 NI	 chickens	 from	 2	 dpi	 onwards,	 indicating	 that	 H5N8LP	205	

mono-infected	 chickens	 had	 a	 transient	 upregulation	 of	 Mx	 mRNA	206	

expression	in	the	upper	respiratory	tract.	Altogether,	these	results	indicate	207	

that	 the	 chicken	 immune	 response	 to	 viral	 infection	 was	 modest	 and	208	

transient.	In	addition,	the	chicken	immune	response	did	not	differ	between	209	

H5N8HP	 mono-infected	 birds	 (group	 H4)	 and	 H5N8LP	 and	 H5N8HP	 co-210	

infected	birds	(group	L7H4).	211	

To	 gain	 insight	 into	 the	 reasons	 underlying	 the	 difference	 in	 mortality	212	

between	 H4	 and	 L7H4,	 we	 plotted	 individual	 H5N8HP	 oropharyngeal	213	

shedding	curves	from	the	onset	of	excretion	to	the	death	of	the	animal	(Fig.	214	

6A).	We	 observed	 that	 the	 slopes	 of	 H5N8HP	 excretion	were	 significantly	215	

steeper	in	the	L7H4	group	than	in	the	H4	group,	suggesting	that	the	rate	of	216	

H5N8HP	growth	was	higher	(Fig.	6B).	In	complement	to	this	observation,	we	217	

noticed	 that	 all	 H5N8LP	 and	H5N8HP	 co-infected	 birds	 in	 the	 L7H4	 group	218	

died	within	48	hours	following	the	first	H5N8HP	positive	swab	(Fig.	6C).	By	219	

contrast,	 H5N8HP	 was	 shed	 significantly	 longer	 in	 H5N8HP	mono-infected	220	

birds	 from	 the	 H4	 group	 (Fig.	 6C).	 Thus,	 analysis	 of	 individual	221	

oropharyngeal	 excretion	 patterns	 revealed	 that	 H5N8HP	 growth	 rate	 was	222	

higher	when	animals	were	co-infected	with	H5N8LP,	 compared	 to	H5N8HP	223	

mono-infected	 chickens.	 In	 conclusion,	 these	 results	 show	 that	 there	was	224	

synergy	between	H5N8LP	and	H5N8HP	 in	co-infected	chickens,	resulting	 in	225	

increased	 H5N8HP	 growth	 and	 pathogenesis	 compared	 to	 H5N8HP	 mono-226	

infected	chickens.	227	

	228	

	229	
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Antagonism	of	HPAIV	replication	and	pathogenesis	by	LPAIV	in	ducks	231	

We	 inoculated	 groups	 of	 4-week	 old	 Pekin	 ducks	 (Anas	 platyrhynchos	232	

domesticus)	with	H5N8HP	alone,	H5N8LP	alone,	or	a	mixture	containing	both	233	

H5N8LP	and	H5N8HP.	Ducks	were	assigned	one	of	four	groups:	L7,	H4,	L7H4	234	

or	NI	(Fig.	7A).	L7	animals	were	infected	with	107	EID50	H5N8LP.	H4	animals	235	

were	 infected	with	104	EID50	H5N8HP.	L7H4	animals	were	 infected	with	a	236	

mixture	of	107	EID50	H5N8LP	and	104	EID50	H5N8HP.	Non-infected	animals	237	

from	 group	 NI	 were	 administered	 vehicle	 only.	 Neither	 mortality	 nor	238	

clinical	 signs	were	 observed	 in	 any	 duck	 of	 group	 L7	 (Fig.	 7B).	Mortality	239	

reached	 87%	 in	 the	 H4	 group	 and	 was	 preceded	 by	 predominantly	240	

neurological	 clinical	 signs,	 in	 accordance	 with	 the	 pronounced	241	

neurotropism	 of	 clade	 2.3.4.4	 group	 B	 H5N8	 viruses	 in	 ducks	 [14–16].	242	

Mortality	 was	 significantly	 reduced	 to	 37%	 in	 the	 L7H4	 group.	 Thus,	243	

H5N8LP	antagonized	H5N8HP	pathogenesis	in	co-infected	ducks,	in	contrast	244	

to	what	we	observed	in	chickens.		245	

To	 determine	 how	 this	 related	 to	 the	 levels	 of	 virus	 replication,	 we	246	

analyzed	H5N8LP	and	H5N8HP	viral	RNA	shedding	from	oropharyngeal	and	247	

cloacal	 swabs	 using	 RT-qPCR.	 Oropharyngeal	 H5N8HP	 shedding	 was	248	

significantly	reduced	in	group	L7H4	compared	to	group	H4	in	the	first	days	249	

post-infection	(dpi),	with	a	hundred-fold	difference	at	1	dpi	(p<0.001)	and	250	

a	 ten-fold	 difference	 at	 2	 and	 3	 dpi	 (p<0.01)	 (Fig.	 7C).	 Cloacal	 H5N8HP	251	

shedding	 was	 also	 decreased	 in	 group	 L7H4,	 but	 the	 difference	 only	252	

reached	 statistical	 difference	 at	 day	 3,	with	 a	 ten-fold	 reduction	 (p<0.05)	253	

(Fig.	 7D).	 There	 was	 no	 difference	 in	 H5N8LP	 shedding	 between	 groups	254	

L7H4	and	L7	(Fig.	7E).		255	

Next,	we	analyzed	viral	RNA	levels	in	the	lungs	and	brain.	H5N8LP	was	not	256	

detected	in	the	lungs	or	brain,	 indicating	that	H5N8LP	replicated	mostly	in	257	

the	upper	 respiratory	 tract	of	ducks.	 In	 contrast	 to	 chickens,	we	detected	258	

H5N8HP	nucleic	viral	RNA	from	the	lungs	and	brain	of	most	animals	at	1	and	259	

3	dpi	 (Fig.	7F&G).	H5N8HP	viral	RNA	 load	was	decreased	 in	 the	 lungs	and	260	

brain	of	H5N8LP	and	H5N8HP	co-infected	birds	(group	L7H4),	compared	to	261	

H5N8HP	mono-infected	birds	(group	H4).	High	 levels	of	H5N8HP	viral	RNA	262	

were	 also	 detected	 in	 the	 lungs	 and	 brain	 of	 moribund	 ducks,	 which	263	
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developed	 predominantly	 neurological	 signs.	 Extensive	 viral	 antigen	264	

staining	was	detected	by	 immunohistochemistry	 in	the	brain	of	moribund	265	

animals,	 while	 more	 modest	 viral	 antigen	 staining	 was	 observed	 in	 the	266	

lungs,	with	no	difference	between	groups	L7H4	and	H4	(Fig.	8A&B).		267	

We	then	evaluated	the	expression	of	host	immune	response	markers	in	the	268	

lungs	 and	 brain	 using	 RT-qPCR.	 Mx	 mRNA	 expression	 was	 significantly	269	

increased	 in	 the	 lungs	 of	 infected	 ducks	 belonging	 to	 the	 L7H4	 and	 H4	270	

groups	at	1	and	3	dpi,	as	well	as	in	moribund	animals	(Fig.	9A).	Compared	271	

to	NI	 duck,	we	 also	 observed	 an	upregulation	of	Mx	mRNA	expression	 in	272	

the	 lungs	 of	 H5N8LP	 mono-infected	 ducks	 (L7	 group)	 at	 1	 and	 3	 dpi,	273	

although	the	difference	did	not	reach	statistical	significance.	IFN-γ	mRNAs	274	

levels	were	significantly	higher	in	the	lungs	of	H5N8HP	mono-infected	ducks	275	

(group	H4)	at	1	dpi	compared	to	NI,	L7H4	and	L7	ducks	(Fig.	9B).	Similar	276	

results	 were	 observed	 in	 the	 brain	 (data	 not	 shown).	 To	 evaluate	 the	277	

antiviral	 innate	 immune	 response	 in	 the	 upper	 respiratory	 tract,	 we	278	

measured	 Mx	 mRNA	 expression	 by	 RT-qPCR	 from	 RNA	 extracted	 from	279	

oropharyngeal	 swabs.	Compared	 to	NI	ducks,	Mx	mRNA	was	 increased	 in	280	

all	infected	groups	(Fig.	9C).	In	contrast	to	chickens,	Mx	mRNA	expression	281	

level	remained	high	in	H5N8LP	mono-infected	ducks	from	the	L7	group	(Fig.	282	

9C).		283	

To	 further	 compare	 the	 antiviral	 innate	 immune	 response	 in	 ducks	 and	284	

chickens,	we	plotted	the	levels	of	Mx	mRNA	as	a	function	of	the	level	of	viral	285	

RNA	in	the	lungs	(Fig.	10A).	We	observed	a	correlation	between	the	level	of	286	

Mx	mRNA	and	 the	 level	of	 viral	RNA	 in	ducks	 (Pearson	 r=0.64;	p<0.001),	287	

confirming	 that	 the	 intensity	 of	 the	 antiviral	 innate	 immune	 response	 is	288	

proportional	to	the	level	of	viral	RNA,	as	previously	reported	[21–24].	This	289	

correlation	 was	 less	 visible	 in	 chickens,	 possibly	 because	 viral	 RNA	 was	290	

only	 found	 in	 the	 lungs	of	 a	 limited	number	of	 chickens	 (Pearson	 r=0.50;	291	

p=0.21).	 The	 Mx/HA	 ratios	 were	 distributed	 to	 higher	 values	 in	 ducks	292	

compared	to	chickens	(Fig.	10A),	resulting	in	mean	Mx/HA	ratios	that	were	293	

significantly	 higher	 in	 ducks	 than	 in	 chickens	 (Fig.	 10B).	 This	 result	294	

demonstrates	 that	ducks	mounted	a	more	potent	antiviral	 innate	 immune	295	

response	against	influenza	virus	infection	than	chickens.		 	296	
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DISCUSSION	297	

To	model	 the	 intra-host	 competition	between	a	newly	 formed	HPAIV	and	298	

its	parental	LPAIV,	we	inoculated	chickens	and	ducks	with	an	H5N8HP	virus	299	

and	 an	 H5N8LP	 virus	 differing	 solely	 at	 the	 level	 of	 the	 HA	 cleavage	 site.	300	

When	 inoculated	 alone,	 H5N8HP	 replication	 and	 pathogenesis	 were	301	

equivalent	in	chickens	and	ducks.	However,	when	chickens	and	ducks	were	302	

co-inoculated	 with	 this	 pair	 of	 viruses,	 we	 found	 that	 the	 H5N8HP	 had	 a	303	

stronger	 selective	 advantage	 over	 the	 H5N8LP	 in	 chickens	 than	 in	 ducks.	304	

Surprisingly,	 we	 observed	 that	 the	 H5N8LP	 increased	 H5N8HP	 replication	305	

and	 pathogenesis	 in	 chickens.	 By	 contrast,	 we	 observed	 that	 the	 H5N8LP	306	

antagonized	 H5N8HP	 replication	 and	 pathogenesis	 in	 ducks.	 Thus,	 the	307	

nature	of	 the	 interaction	between	the	HPAIV	and	the	parental	LPAIV	may	308	

be	 a	 critical	 determinant	 of	 HPAIV	 emergence,	 which	 we	 show	 here	 to	309	

depend	on	the	host	species.		310	

The	 interaction	 between	 co-infecting	 viruses	 ranges	 from	 synergy	 to	311	

antagonism	depending	on	the	virus	pairs	and	the	host	[25–31].	Functional	312	

complementation	occurs	when	one	virus	provides	a	function	that	is	absent	313	

or	 less	 efficient	 in	 the	 other	 virus.	 As	 the	 genomes	 of	 the	 H5N8HP	 and	314	

H5N8LP	differ	solely	at	 the	 level	of	 the	HA	cleavage	site,	 it	 is	unlikely	 that	315	

the	 H5N8LP	 is	 able	 to	 provide	 a	 function	 missing	 in	 the	 H5N8HP.	 We	316	

therefore	 speculate	 that	 the	 H5N8LP-mediated	 increase	 in	 H5N8HP	317	

replication	 and	 pathogenesis	 observed	 in	 chickens	 could	 be	 due	 to	318	

complementation	 of	 semi-infectious	 H5N8HP	 particles	 by	 the	 H5N8LP	319	

inoculated	at	a	higher	dosage	[32].	Such	complementation	is	likely	to	occur	320	

both	 in	 chickens	 and	 in	 ducks.	 However,	 this	 complementation	 may	 be	321	

undetectable	 in	 ducks	 due	 to	 the	 dominant	 effect	 of	 host-mediated	322	

antagonism	between	the	H5N8LP	and	the	H5N8HP.	The	antagonism	between	323	

the	H5N8LP	and	the	H5N8HP	is	unlikely	to	be	due	to	viral	interference	due	to	324	

receptor	 or	 cell	machinery	usage,	 as	 no	 competition	between	 the	H5N8LP	325	

and	the	H5N8HP	was	observed	in	chickens,	although	the	H5N8LP	replicated	326	

to	higher	levels	and	persisted	longer	in	chickens	than	in	ducks.	Our	results	327	

suggest	that	the	competition	between	the	H5N8LP	and	the	H5N8HP	was	only	328	
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observed	 in	 ducks	 because	 ducks	 mounted	 a	 more	 pronounced	 antiviral	329	

innate	 immune	 response	 than	 chickens	 against	 the	 H5N8LP.	 Indeed,	 in	330	

contrast	 to	 chickens,	 ducks	 have	 a	 functional	 RIG-I	 receptor,	 which	 has	331	

been	 proposed	 to	 contribute	 to	 the	 more	 efficient	 type	 I	 interferon	332	

mediated-antiviral	 innate	 immune	 response	 against	 influenza	 viruses	333	

observed	 in	ducks	compared	 to	chickens	 [22,33–38].	The	H5N8LP	and	 the	334	

H5N8HP	are	likely	to	be	intrinsically	equally	sensitive	to	the	antiviral	effects	335	

of	type	I	interferon.	However,	a	stronger	antiviral	innate	immune	response	336	

could	impose	a	stronger	selective	pressure	on	the	minority	variant	[39].	In	337	

line	 with	 this	 hypothesis,	 type	 I	 interferon	 antiviral	 innate	 immune	338	

response	was	 shown	 to	 constitute	 a	 strong	bottleneck	 shaping	poliovirus	339	

population	 in	mice	 [40].	We	 therefore	 suggest	 that	 the	more	pronounced	340	

antiviral	innate	immune	response	observed	in	ducks	compared	to	chickens	341	

imposed	 a	 stronger	 selective	 pressure	 on	 the	 H5N8HP	 minority	 variant,	342	

compared	to	the	H5N8LP	inoculated	at	a	higher	dosage.	The	antiviral	innate	343	

immune	 response	 may	 thus	 inhibit	 the	 selection	 of	 variants	 that	 arise	344	

through	de	novo	mutations	during	 infection	of	 an	 individual,	 unless	 these	345	

variants	have	a	strong	selective	advantage	within	this	individual.		346	

Recent	work	 investigating	 the	 interaction	between	an	H7N7	HPAIV	and	a	347	

closely	 related	 H7N7	 LPAIV	 field	 isolate	 demonstrated	 that	 the	 LPAIV	348	

inhibited	HPAIV	replication	in	chickens	when	the	LPAIV	was	inoculated	at	a	349	

≥	100-fold	higher	dose	 [41].	 These	 results	 indicate	 that	 the	nature	 of	 the	350	

interaction	 between	 the	 HPAIV	 and	 the	 LPAIV	 may	 depend	 on	 the	 viral	351	

strain.	 If	competition	between	a	LPAIV	and	a	HPAIV	occurred	in	chickens,	352	

we	speculate	that	the	competition	could	even	be	stronger	in	ducks,	because	353	

of	 the	 stronger	 antiviral	 innate	 immune-mediated	 selective	 pressure	354	

imposed	 on	 the	 minority	 HPAIV.	 However,	 further	 work	 is	 needed	 to	355	

properly	address	this	question.	These	studies	should	ideally	be	performed	356	

using	 different	 pairs	 of	 reverse-genetics	 engineered	 HPAIV	 and	 LPAIV	357	

differing	solely	at	the	level	of	the	HA	cleavage	site	to	specifically	investigate	358	

how	 the	 selective	 advantage	 conferred	by	 the	MBCS	depends	on	 the	host	359	

species.	360	
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Epidemiological	 investigations	 of	 HPAIV	 outbreaks	 indicate	 that	 the	 vast	361	

majority	 of	 HPAIV	 emerge	 upon	 replication	 and	 inter-individual	362	

transmission	 of	 a	 LPAIV	 in	 Galliformes,	 such	 as	 chickens	 and	 turkeys,	363	

although	Anseriformes,	such	as	ducks	and	geese,	are	considered	as	the	main	364	

reservoirs	 for	 LPAIV	 [1,2,4,5].	 In	 this	 study,	we	 focused	 on	 the	 two	main	365	

representatives	of	the	Galliformes	and	Anseriformes	orders:	chickens,	which	366	

are	with	current	global	production	of	22	billion	chickens	the	main	source	of	367	

animal	protein	for	human	consumption	worldwide	and	Pekin	ducks,	which	368	

are	 also	 intensively	 raised	 in	 farms	 and	 represent	 the	 best	 characterized	369	

Anseriformes	in	respect	to	the	interaction	with	influenza	viruses	[1,42].	Our	370	

results	suggest	that	HPAIV	would	be	more	likely	to	emerge	in	chickens	than	371	

in	 ducks	 because	 of	 differences	 in	 their	 response	 to	 influenza	 virus	372	

infection.	How	 the	host	 response	 could	 influence	 the	 interaction	between	373	

the	 LPAIV	 and	 the	 newly	 formed	 HPAIV	 in	 other	 bird	 species,	 such	 as	374	

turkeys,	or	in	wild	dabbling	or	diving	ducks,	which	have	a	prominent	role	in	375	

the	ecology	of	avian	 influenza	viruses	will	be	the	subject	of	 future	studies	376	

[1,2,9].	In	addition	to	host	factors,	anthropic	factors	are	also	likely	to	play	a	377	

major	 role	 in	 the	 emergence	 of	 HPAIV	 and	may	 contribute	 to	 the	 higher	378	

frequency	of	HPAIV	emergence	observed	in	chickens	that	are	usually	raised	379	

at	 higher	 densities	 than	 ducks	 [5,43–45].	 Estimating	 to	 which	 extent	380	

farming	 processes	 contribute	 to	 the	 emergence	 of	 HPAIV	 is	 however	 a	381	

difficult	task	and	therefore	their	contribution	to	HPAIV	emergence	remains	382	

currently	unclear.		383	

To	minimize	the	risk	of	HPAIV	evolution,	present	European	regulation	and	384	

national	 regulations	 in	many	 countries	 require	 the	 culling	 of	 all	 birds	 in	385	

flocks	 infected	 with	 H5	 and	 H7	 LPAIV	 [2].	 Culling	 of	 H5	 or	 H7	 LPAIV	386	

infected	 flocks	 aims	 at	 eliminating	 LPAIV	 from	 the	 susceptible	 poultry	387	

population	before	they	have	a	chance	to	evolve	into	HPAIV,	and	is	therefore	388	

considered	a	preventive	biosecurity	measure.	However,	the	broader	public,	389	

breeders	 and	 professional	 breeder	 societies	 question	 the	 need	 for	390	

preventive	 culling	 for	 economical,	 animal	 welfare	 and	 breeder	 welfare	391	

issues	 [46].	 Indeed,	 preventive	 culling	 of	 animals,	 especially	 healthy	392	

animals,	 which	 is	 commonly	 the	 case	 in	 LPAIV	 infected	 Anseriformes,	 is	393	
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poorly	accepted.	 Identifying	how	host	 factors	modulate	HPAIV	emergence	394	

therefore	provides	important	scientific	data	that	may	be	taken	into	account	395	

by	animal	health	policy	makers	in	the	future.	 	396	
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MATERIALS	AND	METHODS	397	

Ethics	statement	398	

This	 study	was	 carried	 out	 in	 compliance	with	 European	 animal	 welfare	399	

regulation.	 The	 protocols	 were	 approved	 by	 the	 Animal	 Care	 and	 Use	400	

Committee	(Comité	d’Ethique	en	Science	et	Santés	Animales	–	115)	under	401	

protocol	13025-2018012311319709.		402	

	403	

Viruses		404	

The	 eight	 segments	 from	 the	 HPAIV	 field	 isolate	 A/mulard	405	

duck/France/171201g/2017	 (H5N8)	were	 cloned	 in	 a	pHW2000	plasmid	406	

vector	 using	 a	 set	 of	 universal	 primers	 in	 order	 to	 generate	 a	 reverse-407	

genetics	 engineered	wild-type	HPAIV	H5N8	 (H5N8HP)	 [47,48].	 Using	 site-408	

directed	mutagenesis,	 a	 9	 nucleotides	 deletion	was	 performed	 on	 the	HA	409	

cleavage	site	sequence,	along	with	two	single	nucleotide	polymorphism	on	410	

both	 sides	 of	 the	 deletion	 to	 obtain	 a	 reverse-genetics	 engineered	 LPAIV	411	

H5N8	 (H5N8LP)	 according	 to	 the	 manufacturer’s	 instructions	 (In-Fusion,	412	

Takara	Bio,	France).	2.5x105	HEK	293T	cells	cultured	in	6-well	plates	were	413	

transfected	in	Opti-MEM	medium,	using	the	lipophilic	transfection	reagent	414	

LTX	with	Plus	 reagent	 (Invitrogen,	Thermo	Fisher	Scientific	 Inc.,	Canada),	415	

either	 with	 0.5µg	 of	 each	 seven	 common	 H5N8HP/LP	 pHW2000	 plasmids	416	

(PB2,	 PB1,	 PA,	 NA,	 NP,	 M	 and	 NS)	 and	 with	 0.5µg	 of	 HAHP	 or	 HALP.	 L-417	

(tosylamido-2-phenyl)ethyl	 chloromethyl	 ketone	 (TPCK)	 treated	 trypsin	418	

(TPCK-treated)	was	 added	 24	 hours	 post-transfection	 at	 a	 0.5µg/ml	 final	419	

concentration.	 48	 hours	 post-transfection,	 scraped	 cells	 and	 culture	420	

medium	 were	 transferred	 on	 MDCK	 cells	 grown	 with	 Opti-MEM	421	

supplemented	 with	 0.5µg/ml	 TPCK-treated	 trypsin.	 72	 hours	 later,	 cell	422	

supernatant	was	collected.	To	produce	viral	stock,	both	viruses	were	then	423	

propagated	 in	 10-day-old	 chicken	 specific-pathogen-free	 (SPF)	424	

embryonated	chicken	eggs	(INRAE,	PFIE,	Nouzilly,	France),	by	 inoculation	425	

in	 the	 allantoic	 cavity	 of	 100µL	 of	 1:100	dilutions	 of	 infected	MDCK	 cells	426	

supernatant.	 Infectious	 allantoic	 fluid	 was	 harvested	 at	 72	 hours	427	

postinoculation	and	 titrated	 in	10-day-old	SPF	embryonated	chicken	eggs	428	

to	 determine	 the	 50%	 egg	 infective	 dose	 (EID50)/mL	 using	 the	 Reed-429	
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Muench	method.	The	 identity	of	 amplified	viruses	was	verified	by	Sanger	430	

sequencing	 of	 each	 viral	 gene	 segment	 (H5N8HP:	 accession	 numbers	431	

MK859904	 to	 MK859911;	 H5N8LP:	 accession	 numbers	 MK859926	 to	432	

MK859933).	 These	 viruses	were	 referenced	 by	 the	 French	 biotechnology	433	

ethics	committee	(Haut	Conseil	des	Biotechnologies)	and	were	manipulated	434	

exclusively	in	biosafety	level	3	laboratories.		435	

	436	

In	vitro	infections	437	

MDCK	 cells,	 DF-1	 cells	 and	 CCL-141	 cells	 were	 cultured	 in	 DMEM	438	

containing	1%	antibiotics	 (penicillin/streptomycin)	 and	10%	 fetal	 bovine	439	

serum.	When	cells	reach	90%	confluency,	they	were	washed	with	PBS	and	440	

infected	 either	with	H5N8HP	 or	with	H5N8LP	 at	 a	multiplicity	 of	 infection	441	

(MOI)	of	10-5	TCID50.	After	one	hour,	the	inoculum	was	removed,	cells	were	442	

washed	twice	with	PBS	and	Opti-MEM	supplemented	with	0.5µg/mL	TPCK-443	

treated	 trypsin	 (Pierce,	Thermo	Fisher	Scientific	 Inc.,	Canada)	was	added.	444	

Viral	RNA	extraction	was	performed	on	140µL	supernatant	collected	at	1,	445	

24,	 48	 and	 72	 hours	 post-infection	 according	 to	 the	 manufacturer’s	446	

instructions	 (QIAamp	 viral	 RNA;	 Qiagen,	 Toronto,	 Canada).	 	 Influenza	447	

nucleic	acid	load	was	determined	by	RT-qPCR	using	primers	targeting	both	448	

H5N8LP	 and	 H5N8HP	 HA	 gene	 in	 a	 final	 volume	 of	 10µL.	 Mixes	 were	449	

prepared	 according	 to	 the	 manufacturer’s	 instructions	 (iTaq	 Universal	450	

SYBR	 green	 One-Step	 kit,	 BioRad)	 with	 1µL	 of	 RNA	 and	 a	 final	451	

concentration	of	0.3µM	of	each	primer.	452	

	453	

In	ovo	co-infection	experiments	454	

Specific	pathogen-free	 (SPF)	White	Leghorn	 (PA12)	embryonated	chicken	455	

eggs	 (PFIE,	 INRAE,	 Nouzilly,	 France)	 and	 Pekin	 Duck	 (ST5	 Heavy)	456	

embryonated	 eggs	 (ORVIA-Couvoir	 de	 la	 Seigneurtière,	 Vieillevigne,	457	

France)	were	respectively	incubated	for	10	and	11	days	at	37°C	to	work	at	458	

similar	 stages	 of	 development	 [18].	 They	 were	 then	 inoculated	 in	 the	459	

allantoic	cavity	with	200µL	virus	diluted	 in	PBS	containing	1%	antibiotics	460	

(penicillin/streptomycin).	 Eggs	 from	 group	 H2	 were	 infected	 with	 102	461	

EID50	H5N8HP.	Eggs	from	groups	L2,	L3,	L4	and	L5	were	infected	with	102	462	
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EID50,	 103	 EID50,	 104	 EID50,	 and	 105	 EID50	 H5N8LP	 respectively.	 Eggs	 from	463	

groups	 L2H2,	 L3H2,	 L4H2	 and	 L5H2	were	 infected	with	 a	mixture	 of	 102	464	

EID50	H5N8HP	and	 increasing	doses	of	H5N8LP:	102,	103,	104	and	105	EID50	465	

H5N8LP	respectively.	Each	group	contained	9	to	29	eggs	from	two	to	three	466	

independent	experiments.	24	hours	post-infection	eggs	were	 incubated	at	467	

4oC	overnight	and	allantoic	fluid	was	harvested	for	RNA	extraction.	468	

	469	

Animals	and	groups	470	

Chickens	 and	 ducks	 experiment	 were	 conducted	 separately.	 One-day-old	471	

Pekin	ducklings	(Anas	platyrhyncos	domesticus,	 ST5	heavy)	were	obtained	472	

from	 a	 commercial	 hatchery	 (ORVIA-Couvoir	 de	 la	 Seigneurtière,	473	

Vieillevigne,	 France)	 and	one-day-old	White	Leghorn	 chicks	 (Gallus	gallus	474	

domesticus,	 PA12)	 from	 a	 research	 hatchery	 (PFIE,	 INRAE,	 Nouzilly,	475	

France).	 Animals	 were	 fed	 ad	 libitum	 with	 a	 starter	 diet	 and	 housed	 in	476	

biosafety	 level	 II	 facilities	 for	2	weeks	 in	 a	 litter-covered	 floor	pen	 at	 the	477	

National	Veterinary	School	of	Toulouse,	France.	They	were	then	transferred	478	

into	a	biosafety	level	III	facility,	equipped	with	bird	isolators	(I-Box;	Noroit,	479	

Nantes,	France)	ventilated	under	negative	pressure	with	HEPA-filtered	air.	480	

Chicken	 preliminary	 experiment:	 39	 chickens	were	 randomly	 assigned	 to	481	

four	groups:	10	animals	were	assigned	to	group	H3	and	were	infected	with	482	

103	EID50	H5N8HP.	10	animals	were	assigned	to	group	H4	and	were	infected	483	

with	 104	 EID50	 H5N8HP.	 8	 animals	 were	 assigned	 to	 group	 L6	 and	 were	484	

infected	with	106	EID50	H5N8LP.	11	animals	were	assigned	to	group	L7	and	485	

were	infected	with	107	EID50	H5N8LP.		486	

Chickens	 co-infection	experiment:	A	 total	of	130	chickens	were	 randomly	487	

assigned	to	4	groups:	26	animals	(including	5	contact	birds	introduced	24	488	

hours	 post-infection)	were	 assigned	 to	 group	H3	 and	were	 infected	with	489	

103	EID50	H5N8HP.	26	animals	(including	5	contact	birds)	were	assigned	to	490	

group	 H4	 and	 were	 infected	 with	 104	 EID50	 H5N8HP.	 21	 animals	 were	491	

assigned	to	group	L7	and	were	infected	with	107	EID50	H5N8LP.	26	animals	492	

(including	 5	 contact	 birds)	 were	 assigned	 to	 group	 L7H3	 and	 were	493	

simultaneously	infected	with	a	mixture	of	107	EID50	H5N8LP	and	103	EID50	494	

H5N8HP.	 26	 animals	 (including	 5	 contact	 birds)	 were	 assigned	 to	 group	495	
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L7H4	and	were	simultaneously	infected	with	a	mixture	of	107	EID50	H5N8LP	496	

and	104	EID50	H5N8HP.	5	animals	were	assigned	to	the	non-infected	control	497	

group	(NI).	498	

Ducks	co-infection	experiment:	A	total	of	64	ducks	were	randomly	assigned	499	

to	4	groups:	21	animals	(including	3	contact	birds)	were	assigned	to	group	500	

H4	and	were	infected	with	104	EID50	H5N8HP.	16	animals	were	assigned	to	501	

group	L7	and	were	infected	with	107	EID50	H5N8LP.	21	animals	(including	3	502	

contact	 birds)	 were	 assigned	 to	 group	 L7H4	 and	 were	 simultaneously	503	

infected	 with	 a	 mixture	 of	 107	 EID50	 H5N8LP	 and	 104	 EID50	 H5N8HP.	 5	504	

animals	were	assigned	to	the	non-infected	control	group	(NI).	505	

	506	

In	vivo	experimental	infections	507	

Serum	 was	 collected	 from	 all	 animals	 pre-infection	 to	 ensure	 that	 they	508	

were	 serologically	 negative	 to	 influenza	 virus	 by	 using	 a	 commercial	509	

influenza	A	NP	antibody	competition	enzyme-linked	immunosorbent	assay	510	

kit	(ID	Screen;	ID-Vet,	Montpellier,	France)	according	to	the	manufacturer's	511	

instructions.	When	 they	were	 4-week-old,	 animals	were	 infected	 through	512	

the	choanal	route	using	an	inoculum	volume	of	100µL.	Non-infected	groups	513	

received	 the	 equivalent	 volume	 of	 allantoic	 fluid	 collected	 from	 non-514	

infected	SPF	embryonated	chicken	eggs.	Contact	birds	were	 introduced	 in	515	

the	poultry	isolators	1	day	post-infection.	Clinical	signs	were	recorded	over	516	

8	 to	 9	 days.	 Oropharyngeal	 and	 cloacal	 swabs	 were	 performed	 on	 all	517	

animals	daily.	5	animals	 from	each	group	were	humanely	euthanized	and	518	

necropsied	at	1	and	3	dpi.	Moribund	animals	reaching	humane	termination	519	

criteria	 (as	 dyspnea,	 convulsions,	 severe	 lethargy)	 were	 humanely	 killed	520	

and	 also	 necropsied.	 For	 each	 necropsied	 animal,	 brain	 and	 lungs	 were	521	

collected	and	stored	frozen	in	TRIzol	reagent	(Invitrogen,	Carlsbad,	CA)	or	522	

stored	in	10%	neutral	formalin.	523	

	524	

H5N8LP	and	H5N8HP	quantification	525	

Cloacal	 and	 oropharyngeal	 swabs	 from	 in	 vivo	 experiments	 were	 briefly	526	

vortexed	in	500µL	of	sterile	PBS	and	viral	RNA	was	extracted	from	200µL	527	

using	 a	 QiaCube	 automated	 platform	 according	 to	 the	 manufacturer’s	528	
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instructions	 (Cador	 Pathogen	 QIAcube	 HT	 kit;	 Qiagen,	 Toronto,	 Canada).	529	

Allantoic	fluids	from	in	ovo	experiments	were	collected	and	viral	RNA	was	530	

extracted	 from	 140µL	 according	 to	 the	 manufacturer’s	 instructions	531	

(QIAamp	 viral	 RNA;	 Qiagen,	 Toronto,	 Canada).	 cDNA	was	 synthesized	 by	532	

reverse	 transcription	 of	 5µL	 of	 RNA,	 using	 a	 HA-specific	 primer	 (5’-533	

GTCCTTGCGACTG-3’)	 and	 a	 RevertAid	 first-strand	 cDNA	 synthesis	 kit	534	

(Invitrogen,	 Thermo	 Fisher	 Scientific)	 according	 to	 the	 manufacturer’s	535	

instructions.	 Influenza	 nucleic	 acid	 load	 was	 determined	 by	 qPCR	 using	536	

primers	 targeting	either	 the	polybasic	or	 the	monobasic	HA	cleavage	site.	537	

qPCR	was	performed	 in	384-well	plates	 in	a	 final	volume	of	10µL	using	a	538	

Bravo	automated	liquid	handling	platform	(Agilent	Technologies,	Palo	Alto,	539	

CA)	and	a	ViaaA	7	real-time	PCR	system	(Applied	Biosystems,	Foster	City,	540	

CA)	 at	 the	 GeT-TRiX	 platform	 (GénoToul,	 Génopole,	 Toulouse,	 France).	541	

Mixes	 were	 prepared	 according	 to	 the	 manufacturer’s	 instructions	 (iTaq	542	

SYBR	 green	 PCR,	 BioRad)	with	 2µL	 of	 cDNA	 and	 a	 final	 concentration	 of	543	

0.5µM	 of	 each	 primer.	 Absolute	 quantification	 was	 performed	 using	 a	544	

standard	 curve	 based	 on	 10-fold	 serial	 dilutions	 of	 plasmid	 containing	545	

either	H5N8LP	or	H5N8HP	HA	gene.	546	

	547	

RNA	extraction	from	tissue	samples	and	cDNA	synthesis	548	

For	each	organ,	30mg	portions	of	 tissue	were	placed	 in	 tubes	with	beads	549	

(Precellys	lysis	kit;	Stretton	Scientific,	Ltd.,	Stretton,	United	Kingdom)	filled	550	

with	1mL	of	TRIzol	reagent	(Invitrogen,	Carlsbad,	CA)	and	mixed	for	5s	at	551	

6,000rpm	three	times	in	a	bead	beater	(Precellys	24;	Bertin	Technologies,	552	

Montigny-le-Bretonneux,	 France).	 After	 TRIzol	 extraction,	 the	 aqueous	553	

phase	was	transferred	to	a	RNA	extraction	column	and	processed	according	554	

to	 the	 manufacturer’s	 instructions	 (NucleoSpin	 RNA;	 Macherey-Nagel	555	

GmbH	&	Co,	Germany).	cDNA	was	synthesized	by	reverse	 transcription	of	556	

500ng	 of	 total	 RNA	 using	 either	 both	 oligo(dT)18	 (0.25µg)	 and	 random	557	

hexamer	 (0.1µg)	 primers	 or	 HA-specific	 primer	 and	 a	 RevertAid	 first-558	

strand	cDNA	synthesis	kit	(Invitrogen,	Thermo	Fisher	Scientific)	according	559	

to	the	manufacturer’s	instructions.	560	

	561	
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Quantitative	PCR	from	tissue	samples	562	

Quantitative	PCR	for	the	analysis	of	host	genes	expression	was	performed	563	

in	384-well	plates	in	a	final	volume	of	10µL	using	a	Bravo	automated	liquid	564	

handling	platform	(Agilent	Technologies,	Palo	Alto,	CA)	and	a	ViiA	7	 real-565	

time	 PCR	 system	 (Applied	 Biosystems,	 Foster	 City,	 CA)	 at	 the	 GeT-TRiX	566	

platform	 (GenoToul,	 Genopole,	 Toulouse,	 France).	 Mixes	 were	 prepared	567	

according	 to	 the	 manufacturer’s	 instructions	 (iTaq	 SYBR	 green	 PCR,	568	

BioRad)	with	2µl	of	1:20	diluted	cDNA	and	a	 final	0.5µM	concentration	of	569	

each	primer	(Table	1).	Quantification	of	influenza	virus	nucleic	acid	load	in	570	

tissues	was	performed	in	96-well	plates	with	a	10µL	final	volume	according	571	

to	 the	manufacturer’s	 instructions	 (iTaq	 SYBR	 green	 PCR,	 BioRad),	 along	572	

with	 2µL	 of	 cDNA	 and	 a	 final	 0.5µM	 concentration	 of	 H5N8HP	 or	 H5N8LP	573	

specific	primers.	qPCR	was	performed	on	a	LightCycler	96	(Roche).	Relative	574	

quantification	 was	 carried	 out	 by	 using	 the	 2-ΔCt	 method.	 Chickens:	 RNA	575	

levels	were	normalized	with	the	geometric	mean	of	GAPDH/HPRT1	mRNA	576	

levels.	Ducks:	mRNA	levels	were	normalized	with	the	geometrics	means	of	577	

RPL4/RPL30	 mRNA	 levels	 in	 the	 lungs	 and	 RPL4/GAPDH	 in	 the	 brain.	578	

Oropharyngeal	Mx	mRNA	expression	was	performed	in	96-well	plates	with	579	

a	 final	volume	of	10µL	according	 to	 the	manufacturer’s	 instructions	 (iTaq	580	

SYBR	 green	 one-step,	 BioRad),	 with	 2µL	 RNA	 and	 a	 final	 0.3µM	581	

concentration	 of	 each	 primer.	 Mx	 mRNA	 levels	 were	 normalized	 with	582	

GAPDH	mRNA	levels	in	chickens	and	ducks	samples	using	the	2-ΔCt	method.	583	

	584	

Immunohistochemistry	585	

Tissue	 samples	 of	 the	 lungs	 and	 brain	 were	 taken	 and	 stored	 in	 10%	586	

neutral	 formalin.	After	 fixation,	 tissues	were	processed	 in	paraffin	blocks,	587	

sectioned	at	4µm,	and	immunohistochemistry	was	performed	on	paraffin-588	

embedded	sections	with	a	monoclonal	mouse	anti-nucleoprotein	influenza	589	

A	virus	antibody	(Argene	11-030;	pronase	0.05%	retrieval	solution,	10	min	590	

at	 37°C:	 antibody	 dilution	 1/50,	 incubation	 overnight	 at	 4°C).	 The	591	

immunohistochemical	staining	was	revealed	with	a	biotinylated	polyclonal	592	

goat	anti-mouse	 immunoglobulin	conjugated	with	horseradish	peroxidase	593	

(HRP;	 Dako,	 LSAB2	 system-HRP,	 K0675)	 and	 the	 diaminobenzidine	 HRP	594	
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chromogen	(Thermo	Scientific,	TA-125-HDX).	Negative	controls	comprised	595	

sections	 incubated	 either	 without	 specific	 primary	 antibody	 or	 with	596	

another	monoclonal	antibody	of	the	same	isotype	(IgG2).	597	

	 	598	
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	599	

Table	1:	Primers	used	for	qPCR	600	

Gene	name	 Primers	sequences	(5’	to	3’)	

NCBI	 accession	

number	 or	

Reference	

HA	H5N8HP	
CCCAAACAGCCCTCTTT	 	

GGCTCAGAAATAGTCCTCT	

HA	H5N8LP	
GCCATTCATCCACAGTTGACA	 	

CATGGTGCTGACAGTGGAGTCT	

HA	 H5N8LP	 and	

HP	

GACCTCTGTTACCCAGGGAGCCT	 	

GGACAAGCTGCGCTTACCCCT	

Chicken	HPRT1	
TGGTGGGGATGACCTCTCAA	 [49]	

GGCCGATATCCCACACTTCG	

Chicken	GADPH	
TCCTCTCTGGCAAAGTCCAAG	 [50]	

CACAACATACTCAGCACCTGC	

Duck	GAPDH	
CCACTTCCGGGGCACTGTCA	 AY436595.1	

AGCACCAGCATCTGCCCACT	

Chicken	IFN-γ	
ACACTGACAAGTCAAAGCCGC	 [51]	

AGTCGTTCATCGGGAGCTTG	

Duck	IFN-γ	
ACCTCGTGGAACTGTCAAACCT	

AF087134	
CAGCTCACTCACAGCCTTGC	

Chicken	Mx	
CACTGCAACAAGCAAAGAAGGA	 [52]	

TGATCAACCCCACAAGGAAAA	

Duck	Mx	
TCACACGAAGGCCTATTTTACTGG	 Z21549	

GTCGCCGAAGTCATGAAGGA	

Duck	RPL4	
AAGCTGAACCCATACGCCAA	 XM_005015528	

CCTGGGCCTTAGCTGTAACC	
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Duck	RPL30	
GCAAAGCCAAGCTGGTCATC	 XM_027452502.1	

CTCAATGTTGTTGCCGCTGT	

GAPDH,	 glyceraldehyde-3-phosphate	 dehydrogenase;	 HPRT1,	 hypoxanthine	601	

phosphoribosyltransferase	 1;	 IFN-γ,	 interferon	 gamma;	 Mx,	 Mx	 Dynamin	 Like	602	

GTPase;	RPL4/30,	ribosomal	protein	L4/L30;	F,	forward;	R,	reverse	603	

	 	604	
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FIGURES	792	

		 	
Fig.	1.	Characterization	of	H5N8HP	and	H5N8LP	viruses	 in	 cell	 culture.	 (A)	

Sequence	alignment	of	H5N8HP	and	H5N8LP	HA	cleavage	sites.	(B)	H5N8HP	and	

H5N8LP	 growth	 kinetics	 in	 the	 absence	 or	 presence	 of	 exogenous	 trypsin	 in	

Madin-Darby	 canine	 kidney	 (MDCK)	 cells,	 DF-1	 cells	 and	 CCL-141	 cells.	 Cells	

were	 infected	at	a	MOI	of	10-5	TCID50.	HA	RNA	load	was	analyzed	by	RT-qPCR	

using	primers	common	 to	H5N8HP	and	H5N8LP.	The	dotted	 line	represents	 the	

limit	 of	 detection	 for	 each	 experiment.	 Results	 are	 representative	 of	 an	

experiment	performed	three	times.	
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Fig.	2.	H5N8HP	has	a	stronger	advantage	over	H5N8LP	in	embryonated	

chicken	eggs	 than	 in	embryonated	duck	eggs.	 (A)	EID50	 doses	used	 in	

the	in	ovo	experiments.	(B-C)	Chicken	(B)	and	duck	(C)	embryonated	eggs	

were	infected	in	the	allantoic	cavity	either	with	H5N8HP	or	H5N8LP	alone,	or	

with	a	combination	of	both.	Following	a	24	hours	incubation	at	37°C,	viral	

RNA	was	extracted	from	the	allantoic	fluid	and	HA	levels	were	determined	

by	RT-qPCR	using	H5N8HP	or	H5N8LP	specific	primers.	Statistical	analysis:	

chicken	 embryonated	 eggs:	 n=9	 (experiment	 performed	 twice);	 duck	

embryonated	 eggs:	 n=26	 (experiment	 performed	 three	 times);	 one-way	

ANOVA	with	Tukey’s	multiple	 comparisons	 test.	 Results	 are	 expressed	 as	

means	 ±	 SEM.	 The	 dotted	 line	 represents	 the	 limit	 of	 detection	 for	 each	

experiment.	
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Fig.	3.	H5N8HP	and	H5N8LP	coinfection	in	chickens	results	in	increased	

pathogenesis.	Chickens	were	inoculated	via	the	choanal	route	with	H5N8LP	

alone	(L7),	H5N8HP	alone	(H3	and	H4)	or	with	a	combination	of	H5N8LP	and	

H5N8HP	 (L7H3	 and	 L7H4).	 (A)	 EID50	 doses	 used	 in	 the	 in	 vivo	 chicken	

experiments.	 (B)	 Survival	 curves.	 Statistical	 analysis:	 Log-rank	 (Mantel-

Cox)	test.	(C-E)	Viral	shedding	was	analyzed	by	quantifying	HA	RNA	levels	

by	 RT-qPCR	 using	 H5N8HP	 specific	 primers	 from	 RNA	 extracted	 from	

oropharyngeal	 swabs	 (C)	 and	 cloacal	 swabs	 (D)	 or	 by	 RT-qPCR	 using	

H5N8LP	 specific	 primers	 from	 RNA	 extracted	 from	 oropharyngeal	 swabs	

(E).	 Numbers	 of	 H5N8HP	 or	 H5N8HP	 swab-positive	 animals	 are	 indicated	

below	each	 time	point.	 Statistical	 analysis:	 two-tailed	Mann-Whitney	 test.	

Results	are	expressed	as	means	±	SEM.	The	dotted	line	represents	the	limit	

of	 detection.	 (F-G)	H5N8HP	 load	 was	 analyzed	 from	 total	 RNA	 extracted	

from	 the	 lungs	 (F)	 and	 the	 brain	 (G)	 using	 H5N8HP	 specific	 primers.	 HA	

RNA	 levels	 were	 normalized	 using	 the	 2-ΔCt	 method.	 Statistical	 analysis:	
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one-way	 ANOVA	 with	 Tukey’s	 multiple	 comparisons	 test.	 Results	 are	

expressed	 as	 means	 ±	 SEM.	 The	 dotted	 line	 represents	 the	 limit	 of	

detection.	dpi,	days	post-infection.	
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Fig.	 4.	 Immunohistochemical	 anti-NP	 staining	 of	 hematoxylin-

counterstained	chickens	lung	or	brain	sections.	Analysis	was	performed	

on	non-infected	(NI)	and	moribund	chickens.	Scale	bar,	50	µm.	
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Fig.	5.	Mx	and	IFN-γ	mRNA	expression	following	chickens	infection.	(A-

B)	 mRNA	 expression	 levels	 of	 Mx	 (A)	 and	 IFN-γ	 (B)	 determined	 by	 RT-

qPCR	 performed	 on	 lung	 total	 RNA.	 (C)	mRNA	 expression	 levels	 of	 Mx	

determined	by	RT-qPCR	performed	on	RNA	extracted	from	oropharyngeal	

swabs.	 mRNA	 levels	 were	 normalized	 using	 the	 2-ΔCt	 method.	 Statistical	

analysis:	one-way	ANOVA	with	Tukey’s	multiple	comparisons	test.	Results	

are	expressed	as	means	±	SEM.	#,	p	<	0.05	compared	to	non-infected	(NI)	

animals.	
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Fig.	 6.	 H5N8HP	 and	 H5N8LP	 coinfection	 in	 chickens	 results	 in	 higher	

H5N8HP	growth.	(A)	Individual	H5N8HP	oropharyngeal	shedding	curves	in	

H4	 chickens	 (blue	 lines)	 and	 L7H4	 chickens	 (red	 lines).	 Each	 curve	

corresponds	to	a	single	animal	from	the	onset	of	H5N8HP	excretion	to	death.	

(B)	The	slopes	of	 individual	H5N8HP	excretion	curves	were	calculated.	(C)	

H5N8HP	shedding	duration:	number	of	days	where	chickens	were	H5N8HP	

oropharyngeal	swab-positive.	Statistical	analysis:	two-tailed	Mann-Whitney	

test.	Results	are	expressed	as	means	±	SEM.	The	dotted	line	corresponds	to	

the	limit	of	detection.	dpi,	days	post-infection.	
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Fig.	 7.	H5N8HP	 and	H5N8LP	 coinfection	 in	 ducks	 results	 in	 decreased	

pathogenesis.	Ducks	were	 inoculated	 via	 the	 choanal	 route	with	H5N8LP	

alone	 (L7),	 H5N8HP	 alone	 (H4)	 or	 with	 a	 combination	 of	 H5N8LP	 and	

H5N8HP	(L7H4).	(A)	EID50	doses	used	in	the	in	vivo	duck	experiments.	(B)	

Survival	curves.	Statistical	analysis:	Log-rank	(Mantel-Cox)	test.	(C-E)	Viral	

shedding	 was	 analyzed	 by	 quantifying	 HA	 RNA	 levels	 by	 RT-qPCR	 using	

H5N8HP	 specific	 primers	 from	 RNA	 extracted	 from	 oropharyngeal	 swabs	

(C)	 and	 cloacal	 swabs	 (D)	 or	 by	 RT-qPCR	 using	 H5N8LP	 specific	 primers	

from	RNA	extracted	from	oropharyngeal	swabs	(E).	Numbers	of	H5N8HP	or	

H5N8HP	 swab-positive	 animals	 are	 indicated	 below	 each	 time	 point.	

Statistical	analysis:	two-tailed	Mann-Whitney	test.	Results	are	expressed	as	

means	 ±	 SEM.	 The	 dotted	 line	 represents	 the	 limit	 of	 detection.	 (F-G)	

H5N8HP	load	was	analyzed	from	total	RNA	extracted	from	the	lungs	(F)	and	

the	 brain	 (G)	 using	 H5N8HP	 specific	 primers.	 HA	 RNA	 levels	 were	
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normalized	 using	 the	 2-ΔCt	 method.	 Statistical	 analysis:	 one-way	 ANOVA	

with	Tukey’s	multiple	comparisons	test.	Results	are	expressed	as	means	±	

SEM.	 The	 dotted	 line	 represents	 the	 limit	 of	 detection.	 dpi,	 days	 post-

infection.	
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Fig.	 8.	 Immunohistochemical	 anti-NP	 staining	 of	 hematoxylin-

counterstained	ducks	lung	or	brain	sections.	Analysis	was	performed	on	
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ducks	necropsied	at	1	(D1)	and	3	days	(D3)	post	infection,	moribund	ducks	

and	non-infected	(NI)	ducks.	(A)	Lung.	(B)	Brain.	Scale	bar,	50	µm.	
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Fig.	9.	Mx	and	IFN-γ	mRNA	expression	 following	 infection	 in	ducks.	 (A-B)	

mRNA	 expression	 levels	 of	 Mx	 (A)	 and	 IFN-γ	 (B)	 determined	 by	 RT-qPCR	

performed	on	lung	total	RNA.	(C)	mRNA	expression	levels	of	Mx	determined	by	

RT-qPCR	performed	on	RNA	extracted	from	oropharyngeal	swabs.	mRNA	levels	

were	 normalized	 using	 the	 2-ΔCt	 method.	 Statistical	 analysis:	 one-way	 ANOVA	

with	Tukey’s	multiple	comparisons	test.	Results	are	expressed	as	means	±	SEM.	

#,	p	<	0.05	compared	to	non-infected	(NI)	animals.	
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Fig.	 10.	 Ducks	 mount	 a	 more	 potent	 antiviral	 innate	 immune	 response	

compared	to	chickens.	(A)	Correlation	between	Mx	mRNA	levels	and	viral	RNA	

levels	in	the	lungs.	(B)	Mean	Mx/HA	ratios.	Mx	mRNA	and	HA	RNA	levels	were	

normalized	using	the	2-ΔCt	method.	Statistical	analysis:	two-tailed	Mann-Whitney	

test.	Results	are	expressed	as	means	±	SEM.	
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IV. Discussion 

 

La bonne gestion des épizooties à virus influenza aviaires hautement pathogènes est à la fois 

un enjeu économique et un enjeu de santé publique. Economique, car la production mondiale 

de volailles surpasse de loin celle des autres espèces domestiques. La France est par exemple 

un des plus grands producteurs mondiaux de volailles et était, en 2020, le quatrième plus 

grand producteur d’Europe, avec une production avoisinant le milliard d’oiseaux par an 

(Eurostat, 2021). L’épizootie à VIAHP H5N8 ayant frappé le sud du pays au cours de l’hiver 

2016-2017 a eu impact financier et social particulièrement important, avec l’abattage de 6,8 

millions de volailles (Guinat et al., 2018) et les conséquences de celle de l’hiver 2020-2021 

seront probablement tout aussi importantes. Au cours de ces deux épizooties, des mesures 

drastiques ont été mises en place pour contenir la propagation virale, comme le confinement 

des animaux ou l’abattage préventif des oiseaux élevés jusque dans les 10 kilomètres autour 

des foyers connus. Ces mesures n’ont toutefois pas été suffisantes et les épizooties ont 

continué de progresser, montrant à quel point limiter la circulation virale dans une région avec 

une grande densité d’élevages était difficile. 

Au-delà de ces considérations économiques, les virus influenza représentent une menace 

pour la santé publique, du fait de leur caractère zoonotique. Les infections humaines par des 

virus d’origine aviaire restent rares, mais sont souvent fatales. Par exemple, l’infection en 

1997 par un VIAHP H5N1 de 18 personnes à Hong-Kong a résulté en la mort de 6 d’entre elles 

(Peiris et al., 2004). Des éléments récents laissent entendre que les virus H5N8 de clade 

2.3.4.4b soit également zoonotiques, mais les quelques personnes à avoir été infectées n’ont 

pas présenté de symptôme (Pyankova et al., 2021). Si un virus d’origine aviaire parvenait à 

être suffisamment adapté à l’homme pour qu’une transmission interhumaine soit possible, 

cela pourrait résulter en une pandémie particulièrement grave. Mieux maîtriser les épizooties 

à virus influenza aviaires chez les oiseaux domestiques revient à réduire le risque qu’un virus 

franchisse la barrière d’espèce et soit capable d’infecter l’homme (Peiris et al., 2016). 

Pour toutes ces raisons, la meilleure connaissance de l’émergence et de la propagation des 

VIAHP revêt un intérêt majeur. Comme expliqué précédemment, l’émergence d’un VIAHP 

passe par deux étapes et, à ce jour, ne concerne que les virus de sous-types H5 et H7. La 

première étape consiste en l’acquisition d’un site de clivage polybasique, par des substitutions 
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ou insertions nucléotides, ou par des phénomènes de recombinaison. Toutefois, pour que le 

VIAHP nouvellement formé puisse réellement émerger et être transmis à d’autres individus, 

une deuxième étape est nécessaire : la capacité à devenir un des variants majoritaires de la 

quasi espèce virale. Le VIAHP se répliquant en parallèle de son précurseur VIAFP, un 

phénomène de compétition au sein de l’hôte peut intervenir et causer l’extinction du VIAHP 

avant qu’il ne soit transmis à d’autres hôtes. 

Les travaux de ce projet de thèse se sont intéressés à cette deuxième étape et ont été divisés 

en deux grandes parties : (i) étudier le rôle régulateur du microbiote sur la réplication d’un 

VIAHP chez le canard ; (ii) étudier l’influence de l’espèce hôte sur la capacité d’un VIAHP à 

devenir un des variants majoritaires lorsque le VIAFP précurseur est toujours présent en 

quantités importantes. Des prélèvements réalisés sur le terrain ont été utilisés pour isoler les 

virus A/Guinea Fowl/France/129/2015 (H5N9) et A/mulard duck/France/171201g/2017 

(H5N8). Si le virus H5N9 a été utilisé dans la première partie de ces travaux de thèse, c’est 

parce que nous voulions mieux comprendre sa pathogénicité chez le canard et notamment 

déterminer si la présence d’un microbiote sain contribuait à l’absence de signes cliniques en 

cas d’infection, la majeure partie des infections naturelles étant asymptomatiques (Briand et 

al., 2018). Au grand désarroi de l’équipe, la culture du H5N9 sur cellules s’est révélée 

infructueuse, le virus ne se multipliant correctement qu’in ovo et in vivo dans notre 

laboratoire, ce qui n’était pas le cas du H5N8. L’absence de réplication en culture cellulaire 

était un paramètre rédhibitoire pour la suite des expériences. En effet, nous voulions modifier 

la séquence nucléotidique du site de clivage de l’hémagglutinine par mutagenèse dirigée, afin 

d’obtenir un site de clivage monobasique, et générer le virus mutant par génétique inverse, 

ce qui aurait été impossible à réaliser sur un virus ne se multipliant pas in vitro. Ainsi, le H5N9 

n’a plus été utilisé et a été remplacé par le H5N8 pour la suite des expériences. 

A. Le microbiote : une barrière à l’émergence des VIAHP 

Au cours de ces dernières années, les recherches autour du microbiote au sens large se sont 

particulièrement développées. Alors que les bactéries étaient autrefois uniquement 

considérées comme des agents pathogènes, on sait désormais que les bactéries commensales 

jouent un rôle majeur dans la physiologie animale, de par la production de vitamines, la 

digestion des aliments ou encore la régulation de la réponse immunitaire (Kau et al., 2011; 
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Maslowski and Mackay, 2011; Thaiss et al., 2016). Si le rôle régulateur du microbiote sur la 

réplication des virus influenza a été établi chez la souris (Abt et al., 2012) et plus récemment 

chez le poulet (Yitbarek et al., 2018c), il ne l’avait encore jamais été chez le canard, ni en ce 

qui concerne les VIAHP. Nous avons montré qu’en déstabilisant sévèrement le microbiote des 

canards avec un traitement antibiotique à large spectre, la réplication virale était 

significativement augmentée dans l’intestin, cela étant corrélé à une diminution de la réponse 

immunitaire innée dans ce même organe. Si les autres études chez le poulet et la souris sont 

arrivées aux mêmes conclusions en ce qui concerne l’intestin, elles ont également trouvé des 

résultats similaires dans l’appareil respiratoire. Dans notre cas, l’excrétion virale trachéale du 

VIAHP H5N9 était équivalente chez les canards traités aux antibiotiques et les canards non 

traités. Cette différence pourrait être propre à la souche virale utilisée ou propre aux canards 

– des investigations plus approfondies seraient nécessaires pour le démontrer. Si les VIAHP 

peuvent provoquer une symptomatologie sévère chez les poulets, avec des taux de mortalité 

importants, ce n’est pas habituellement le cas chez les canards, possiblement parce que ces 

derniers mettent en place une réponse immunitaire antivirale précoce et modérée (Pantin-

Jackwood and Swayne, 2009). Ici, malgré la diminution de la réponse interféron et 

l’augmentation de la réplication virale, les animaux dont le microbiote a été déstabilisé n’ont 

pas présenté de signes cliniques. 

  

Ainsi, en contribuant au contrôle de la réplication virale, un microbiote intègre permet de 

limiter l’excrétion et la transmission virales, et constitue donc une barrière à l’émergence de 

VIAHP. Or, le microbiote est une entité relativement fragile, pouvant être déstabilisée par 

plusieurs facteurs. Un de ces derniers est les traitements antibiotiques, couramment utilisés 

en élevage en cas de maladie bactérienne. Dans notre étude, les molécules utilisées n’étaient 

absolument pas représentatives des traitements recommandés classiquement en médecine 

vétérinaire – certaines étant d’ailleurs réservées à l’usage hospitalier. Notre but était 

d’éradiquer le plus possible les bactéries commensales et non pas de se rapprocher des 

pratiques observées sur le terrain. Toutefois, il est fort probable que l’administration pendant 

quelques jours d’un antibiotique à usage vétérinaire, comme par exemple l’ampicilline, ait un 

impact néfaste sur le microbiote et puisse profiter à la réplication virale, si un virus influenza 

venait à infecter l’élevage. Bien que cela n’ait encore jamais été investigué chez le poulet ou 

le canard, une étude chez la souris a montré qu’un traitement à l’ampicilline, sans surdosage, 
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par voie orale et de seulement trois jours, suffisait à augmenter la sensibilité à l’infection par 

le virus West-Nile (Thackray et al., 2018). On peut donc supposer que cela soit vrai également 

chez les oiseaux d’élevage. Quand bien même un traitement antibiotique aurait un impact 

minime sur le microbiote et ses capacités régulatrices, à l’échelle de l’élevage entier, 

l’augmentation de l’excrétion virale suite à une infection par un VIAHP pourrait être 

significative. La possibilité d’avoir recours aux antibiotiques en élevage reste malgré tout 

indispensable, à la fois pour des considérations économiques et pour le bien-être animal. 

Toutefois, la mise en place d’un tel traitement devrait toujours être réfléchie et les molécules 

à spectre étroit privilégiées, non seulement pour limiter l’apparition de bactéries résistantes, 

mais également pour limiter l’impact sur les bactéries commensales. L’utilisation des 

antibiotiques pourrait augmenter de 67% d’ici 2030, du fait d’une augmentation de la 

demande en viande dans les pays en développement (Boeckel et al., 2015). Des études plus 

approfondies sur l’impact des traitements classiquement utilisés en élevages avicoles sur la 

circulation des virus influenza seront les bienvenues. 

 

Un autre paramètre ayant un impact majeur sur la richesse et la composition du microbiote 

est l’alimentation. Si les études sont rares chez le poulet et le canard, elles sont abondantes 

chez la souris. Une méta-analyse a montré en 2019 qu’un régime riche en graisses induisait 

des changements dans la composition du microbiote murin et ce de manière reproductible et 

réversible (Bisanz et al., 2019). La nature de la ration alimentaire influe sur la présence de 

bactéries responsables de la production d’acides gras à courte chaîne (Duncan et al., 2007), 

connus pour leur effet immuno-régulateur, comme développé précédemment. Si ces 

phénomènes étaient investigués chez les espèces aviaires, les conclusions seraient très 

probablement similaires. D’autres études mettent en garde sur le stress des animaux, qui 

pourrait également altérer le microbiote, notamment dans les premiers jours de vie 

(O’Mahony et al., 2009).  

 

Des animaux élevés dans un environnement sain où l’utilisation des antibiotiques est 

raisonnée, et nourris de manière appropriée, seront donc plus à même de contrôler la 

réplication d’un virus influenza, limitant ainsi la propagation virale. 
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B.  Les interactions entre variants à l’échelle de l’individu 

 

Au cours d’une infection par un virus influenza, chez l’homme comme chez l’animal, un 

nombre gigantesque de virions est produit – jusqu’à 1014 (Russell et al., 2012), soit plus qu’il 

n’y a d’étoiles dans notre galaxie. Comme décrit précédemment, par différents processus, un 

nuage de variants tous génétiquement très proches va progressivement se former. Certains 

de ces variants acquerront un avantage sélectif par rapport aux autres : pour ce qui est des 

souches aviaires, cela peut notamment être l’obtention d’un site de clivage polybasique chez 

un oiseau, ou encore, l’obtention de la mutation E627K, qui augmente l’activité polymérase 

du virus chez les mammifères (Subbarao et al., 1993). Ce phénomène est loin de se limiter aux 

virus influenza et peut s’appliquer aux quasi-espèces de manière générale. Lorsqu’un nouveau 

variant apparaît au sein d’un hôte, il est vraisemblablement minoritaire et en compétition avec 

ses progéniteurs : dans la plupart des cas, ses cellules cibles et ses récepteurs cellulaires seront 

les mêmes (Leeks et al., 2018). Pour que l’émergence soit réussie d’un point de vue évolutif, 

le variant nouvellement formé doit donc se répliquer suffisamment pour ne pas être éteint 

par ses précurseurs et parvenir à être transmis à d’autres individus. Ainsi, une émergence 

réussie passe par deux étapes : l’obtention de l’avantage sélectif, puis la capacité à devenir un 

des variants prédominants de la quasi-espèce virale. Certains cas de coopération entre 

variants ont toutefois été décrits – la coopération entre deux variants du virus H3N2 a 

notamment été évoquée dans l’introduction du manuscrit. 

Intuitivement, on pourrait penser que les variants possédant un avantage sélectif colossal – 

par exemple, un VIAHP venant d’émerger au sein d’un poulet infecté par un VIAFP – gagnera 

systématiquement la compétition avec ses progéniteurs. En pratique, ce n’est pas toujours le 

cas. En utilisant un VIAHP H7N7 et son précurseur H7N7, une équipe allemande a 

simultanément infecté des poulets avec les deux virus à différents ratios. Elle a montré que 

lorsque le VIAHP était trop minoritaire par rapport au VIAFP, il ne parvenait pas à se répliquer 

au-delà du seuil de détection (Graaf et al., 2018). D’autres études, utilisant cette fois-ci 

différents variants du virus de la stomatite vésiculeuse (VSV) en culture cellulaire, sont arrivées 

à des conclusions similaires : les variants avec de forts avantages sélectifs ne gagnent pas 

nécessairement la compétition avec leurs précurseurs (Moya et al., 2000; de la Torre and 

Holland, 1990). 
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Si la compétition entre variants est trop forte, l’émergence n’est donc pas garantie. Trois 

principaux facteurs vont influer sur cette compétition : la réponse immunitaire, le moment où 

le variant apparaît et la spécificité tissulaire. 

Peu de temps après l’infection, les PRR activent des voies de signalisations immunitaire et 

inflammatoire, mettant ainsi en place un état antiviral. Notamment, les interférons de type 1 

et 3 limitent la réplication virale et augmentent de ce fait la compétition. L’effet des 

interférons résulte en une diminution drastique de la diversité virale : si cela n’a pas été 

spécifiquement étudié chez les virus influenza, c’est un phénomène bien connu lors 

d’infection par le virus de l’hépatite C (Farci et al., 2002) et il est fort probable que ce soit 

également le cas en cas d’infection par un virus influenza. Cette perte de diversité virale 

pourrait ainsi provoquer la disparition des variants minoritaires. Au contraire, un retard dans 

la mise en place d’une réponse immunitaire antivirale innée augmente la diversité et 

encourage l’émergence de variants, comme cela a été montré pour les virus influenza chez la 

souris (Honce et al., 2020). 

Le moment de l’apparition du variant est un paramètre majeur. Puisque l’acquisition d’une 

mutation est un phénomène stochastique, elle peut avoir lieu à n’importe quel stade de 

l’infection. Plus un variant apparaît tôt, plus le ratio variant/progéniteurs sera élevé. Au 

contraire, un variant apparaissant tardivement aura probablement un ratio qui lui sera 

défavorable (Xue et al., 2018). Toutefois, une infection longue laisse plus de temps aux 

mutations pour apparaître. Chez un individu sain, l’infection par un virus grippal est résolue 

en l’espace de quelques jours, tandis qu’en cas d’immuno-dépression, la réplication virale 

peut s’étaler sur des semaines. Cela est bien illustré par l’acquisition de mutations conférant 

la résistance à l’oseltamivir : si ces mutations apparaissent rarement chez les individus lambda, 

elles apparaissent quasi-systématiquement chez les individus immuno-déprimés (Xue et al., 

2018). 

Certains variants n’ont pas le même tropisme que leurs progéniteurs, ce qui peut avoir un 

impact sur leur émergence. Lorsqu’un variant est capable de se répliquer dans un autre tissu, 

il gagne une niche où l’immunité locale est possiblement moins forte et où le précurseur n’est 

pas présent. Par exemple, un VIAHP a un tropisme tissulaire bien plus large qu’un VIAFP : en 

parvenant à quitter son lieu de réplication initial, il pourrait augmenter ses chances d’émerger. 

Ce phénomène est également bien illustré par le virus Tembusu (TMUV) qui appartient à la 
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famille des Flaviviridae et infecte les canards. Les premières souches isolées se répliquaient 

principalement dans la rate et étaient transmises par les moustiques. Elles se répliquaient 

excessivement mal dans l’appareil respiratoire et ne parvenaient pas à être transmises de 

canard à canard. Un nouveau variant, portant la mutation P156S sur la protéine E, est apparu : 

cette mutation a causé une réplication accrue dans les poumons, permettant alors au virus 

d’être efficacement transmis entre animaux, indépendamment de la présence des moustiques 

(Yan et al., 2018). Ce changement de tropisme tissulaire a facilité l’émergence du variant 156S, 

ce dernier pouvant alors être transmis via des aérosols, mais son émergence a pu être facilitée 

par la diminution de la compétition avec son progéniteur, incapable de se répliquer 

efficacement dans le poumon. 

Ces éléments de réflexion autour des interactions intra-hôte entre variants viraux ont fait 

l’objet d’un article de synthèse dans la revue PloS Pathogen, présenté en annexe de ce 

manuscrit. 

 

C. Modulation de la compétition entre les VIAHP et VIAFP H5N8 par la réponse 
immunitaire antivirale innée 

 

Dans la seconde partie de ces travaux de thèse, nous avons étudié la compétition entre un 

variant (un VIAHP H5N8) et son progéniteur (un VIAFP H5N8) chez deux espèces, le poulet et 

le canard. Les deux virus ayant été inoculé simultanément, le facteur « moment de 

l’apparition » était fixé. En revanche, la compétition était influencée par la réponse 

immunitaire antivirale innée et par le changement de tropisme tissulaire du variant. Avec le 

ratio variant/progéniteur utilisé au moment de l’inoculation, le VIAHP n’a jamais été éteint 

par le VIAFP. Toutefois, la cinétique de son excrétion a été impactée par la réplication en 

parallèle du VIAFP. 

 

Nous avons montré que la réplication du VIAHP H5N8 était plus intense lorsque les poulets 

étaient également infectés avec un progéniteur potentiel VIAFP, tandis que le phénomène 

inverse se produisait chez les canards. La réplication étant augmentée chez les poulets, cela 

impliquerait que le VIAFP était à même de compenser une fonction manquante chez le VIAHP. 



125 
 

Pourtant, les deux virus étaient identiques, à l’exception du site de clivage de leur 

hémagglutinine. Ceci nous a amené à émettre l’hypothèse que des particules semi-

infectieuses, incapables de se multiplier seules, étaient produites lors la réplication du VIAHP 

en quantités relativement importantes. Le VIAFP utilisé, généré par mutagénèse dirigée et 

génétique inverse, se répliquait globalement mieux chez les poulets que chez les canards : 

chez les poulets, l’excrétion virale était importante et prolongée, et tous les animaux étaient 

infectés. Au contraire, l’infection des canards résultait en une excrétion faible et transitoire. 

Ainsi, le taux de coinfections chez les poulets était vraisemblablement plus élevé, permettant 

alors au VIAFP d’apporter les gènes manquant ou défectueux au VIAFP. Chez le canard, la 

réplication du VIAFP était possiblement trop faible pour que cet effet soit significatif. 

 

Un nombre colossal de particules défectives est produit lors de la réplication d’un virus 

influenza : on estime que seuls 0,1 à 10% des virions produits sont infectieux. Le taux de 

particules non infectieuses dépend toutefois fortement de la souche virale (Diefenbacher et 

al., 2018). Une infection humaine par un virus grippal pouvant facilement résulter en la 

production de 1012 virions, cela signifie que 1011 virions défectueux seront potentiellement 

produits (Einav et al., 2020) ! Lors du cycle viral, malgré un processus d’assemblage 

incroyablement sélectif, de nombreux virions comptent moins de huit segments (Nakatsu et 

al., 2016) ou comportent un segment d’ARN cellulaire à la place d’un segment d’ARN viral 

(Noda et al., 2018). Certains virions ont beau avoir leurs huit segments d’ARN, des mutations 

non-synonymes empêchant l’expression d’un gène ou résultant en une protéine non 

fonctionnelle peuvent avoir été introduites par la polymérase virale (Pauly et al., 2017; Russell 

et al., 2018). Dans ces trois cas, les virions ne pourront se multiplier que si la cellule est infectée 

par un autre virus qui apportera les gènes ou les protéines manquants.  

 

Nous avons également révélé la présence d’un antagonisme entre le VIAHP et le VIAFP chez 

le canard, nous amenant à la conclusion que le VIAHP H5N8 utilisé avait un avantage sélectif 

moindre chez cette espèce. Le VIAFP, inoculé en grandes quantités (nous avons inoculé 1000 

fois plus de VIAFP que de VIAHP), entraîne la mise en place d’une réponse immunitaire 

antivirale innée prolongée chez le canard, et transitoire chez le poulet. De plus, la réponse 

mise en place par les canards, à quantité de virus égale, est plus intense que chez les poulets. 

Ces éléments nous ont amené à émettre l’hypothèse que l’interférence virale observée chez 
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les canards était potentiellement due à cette réponse immunitaire antivirale innée (du moins, 

en partie). Les deux virus utilisés étant similaires en tout point à l’exception du site de clivage 

de l’hémagglutinine, ils étaient vraisemblablement aussi sensibles l’un que l’autre aux 

interférons. En revanche, une réponse immunitaire précoce et intense pourrait imposer une 

pression de sélection plus forte sur le variant minoritaire – ici, le VIAHP – et ainsi inhiber son 

émergence. De plus, cette réponse immunitaire est probablement à l’origine de la moindre 

réplication du VIAFP chez le canard, ce qui a possiblement limité le nombre de cellules 

coinfectées par les deux virus, diminuant ainsi le phénomène de coopération virale que nous 

pensons avoir mis en évidence chez le poulet. 

 

La mise en place d’un état antiviral diminuant voire empêchant complètement la réplication 

d’un second virus lors d’infections séquentielles avec deux virus influenza a déjà été évoquée 

dans l’introduction de ce manuscrit. C’est probablement grâce à ce phénomène, ainsi qu’à 

l’immunité croisée, que les coinfections avec deux virus influenza ne sont pas fréquemment 

observées chez l’homme (Falchi et al., 2008; Sonoguchi et al., 1985), ce qui se traduit par un 

faible taux de réassortiments durant les infections humaines (Leonard et al., 2017). Dans notre 

étude, les deux virus ont été inoculés de manière simultanée : aucune étude ne s’étant 

intéressée aux coinfections séquentielles avec deux VIA, ni chez le poulet, ni chez le canard, 

nous n’avons pas pris le risque d’infecter d’abord les animaux avec le VIAFP, puis avec le 

VIAHP. En effet, en cas d’infection séquentielle, l’infection par le second virus peut être 

compromise par des phénomènes d’exclusion de surinfection (Lowen, 2017). Ainsi, la dose 

infectieuse 50 (DI50) du VIAHP aurait pu être drastiquement diminuée par l’état antiviral induit 

par le VIAFP, ce qui aurait rendu nos expériences préliminaires (visant à déterminer les DI50 

des virus) inexploitables. 

 

Chez le poulet, lorsque nous avons utilisé une dose de VIAHP inférieure à la DI50, la réplication 

de ce dernier semble avoir été facilitée par la réplication en parallèle du VIAFP, bien que nos 

résultats n’aient pas été statistiquement significatifs. En effet, nous avons observé de la 

mortalité en cas d’infection par les deux virus, tandis qu’aucun des animaux ayant été mono-

infectés n’est mort ou n’a présenté des signes cliniques. En utilisant des doses plus faibles de 

VIAHP chez le canard, afin de diminuer le ratio VIAHP/VIAFP, nous pouvons émettre 

l’hypothèse que l’émergence du VIAHP aurait été compromise, quand bien même son 
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tropisme tissulaire était bien plus large que celui du VIAFP. D’une part, le VIAHP inoculé seul 

aurait pu se répliquer de manière correcte, tandis qu’en cas d’inoculation simultanée avec le 

VIAFP, il aurait pu ne jamais passer au-delà du seuil de détection, du fait de l’interférence due 

à la réponse immunitaire antivirale innée. Quoi qu’il en soit, nos observations confortent les 

données épidémiologiques, évoquées dans l’introduction du manuscrit, qui indiquent que les 

VIAHP émergeraient plutôt chez les galliformes et non pas les ansériformes.  

 

Nos résultats divergent de ceux de l’équipe de Graaf, publiée en 2018, où la coinfection 

simultanée avec un VIAHP et un VIAFP H7N7 chez le poulet résultait en une compétition entre 

les deux virus (Graaf et al., 2018). On peut émettre l’hypothèse que des facteurs propres aux 

souches virales utilisées interviennent et que si ce couple de virus avait été utilisé chez le 

canard, la compétition n’en aurait été que plus grande. Notamment, toutes les souches virales 

n’ont pas la même capacité à contrer la réponse interféron avec la protéine NS1 (Ayllon et al., 

2012; Dankar et al., 2013; Solórzano et al., 2005) : on peut donc supposer que plus l’activité 

de cette dernière est importante, moins la réponse interféron de type 1 est intense et moins 

l’interférence virale est marquée. De la même manière, toutes les souches virales ne sont pas 

adaptées de la même manière à une espèce donnée (Schrauwen and Fouchier, 2014). Il faut 

ajouter à cela les facteurs dépendant de l’espèce hôte, voire même de l’individu, dans la mise 

en place d’une réponse immunitaire antivirale innée. 

 

D. Interactions entre virus à l’échelle des populations 

 

Jusqu’à présent, nous avons évoqué les interactions entre virus à l’échelle de l’individu. A 

l’échelle de l’élevage, la circulation simultanée du VIAFP progéniteur pourrait également 

limiter l’émergence du VIAHP, en induisant un état antiviral non spécifique. Si le VIAHP émerge 

au sein d’un individu alors que la quasi-totalité de ses congénères ont déjà été infectés par le 

VIAFP, ce dernier aura entraîné la mise en place d’une réponse interféron, voire déjà induit la 

sécrétion d’anticorps spécifiques. Ainsi, des VIAHP pourraient parvenir à être excrétés, sans 

pour autant parvenir à infecter d’autres individus. A l’inverse, si un VIAHP émerge au début 

de l’épizootie, de nombreux animaux pourront vraisemblablement être infectés. Ce 
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phénomène d’interférence virale due à l’état antiviral induit par la réponse immunitaire innée 

n'est pas propre aux interactions entre variants et intervient également lorsque des virus de 

genres différents circulent. 

 

Il n’est pas rare de détecter la circulation simultanée de plusieurs virus dans un élevage, 

comme par exemple un virus influenza associé à un virus de la maladie de Newcastle (NDV) 

(Costa-Hurtado et al., 2015; Gowthaman et al., 2019). Dans une étude ayant réalisé des 

coinfections avec un VIAHP et un virus NDV, les auteurs ont non seulement montré un 

antagonisme entre les deux virus lorsqu’ils étaient inoculés à des œufs embryonnés, mais ont 

également montré que l’effet observé dépendait de la souche de VIAHP utilisée. La réplication 

de NDV était fortement diminuée par un VIAHP H5N8 et l’était un peu moins par un VIAHP 

H5N1 (Soliman et al., 2019), soulignant là aussi la possible importance des facteurs viraux. 

Dans certains cas, l’infection simultanée par deux virus peut néanmoins résulter en une 

évolution clinique exacerbée (Erfan et al., 2019; Yan et al., 2020). Ce phénomène 

d’interférence virale est également observé chez l’homme lors des différentes épidémies 

hivernales dues à des virus respiratoires. Des études épidémiologiques ont montré que les 

pics d’incidence des épidémies impliquant ces derniers (VIA, VRS, rhinovirus, coronavirus etc.) 

étaient généralement séparés (van Asten et al., 2016; Opatowski et al., 2018; Schultz-Cherry, 

2015). La circulation du virus H1N1 pandémique de 2009 aurait également retardé l’épidémie 

à rhinovirus en France cette année-là (Casalegno et al., 2010). Certaines de ces observations 

épidémiologiques ont également été confirmées ex vivo (Essaidi-Laziosi et al., 2020) et in vivo 

(Chan et al., 2018). 

 

Ainsi, l’émergence d’un VIAHP est régie par de très nombreux phénomènes, impliquant des 

facteurs viraux, environnementaux, dépendant de l’hôte, et également une part non 

négligeable de hasard. 
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V. Perspectives 

 

Ces travaux de thèse ont été divisés en deux parties : d’un côté, le rôle régulateur du 

microbiote sur la réplication virale et la réponse immunitaire de l’hôte, et d’autre part, la 

compétition intra-hôte entre un VIAHP et son précurseur VIAFP. Une troisième partie aurait 

permis de les relier en répondant à la question suivante : l’issue de la compétition entre le 

couple H5N8 VIAHP/VIAFP utilisé dans la seconde partie des résultats (chapitre II. B) aurait-

elle été différente si le microbiote des animaux avait préalablement été fortement déstabilisé 

par un traitement antibiotique ? Nous avons montré que la réponse immunitaire antivirale 

innée des canards était plus intense que celle des poulets, que les animaux aient été infectés 

avec le VAIFP ou le VIAHP. Nous avons également montré que la forte déstabilisation du 

microbiote des canards entraînait une diminution de la réponse immunitaire antivirale innée 

ainsi qu’une augmentation de la réplication virale. Nous pouvons donc émettre l’hypothèse 

suivante : le phénomène d’interférence virale observé chez les canards suite à l’infection par 

le couple VIAHP/VIAFP aurait été moindre en cas de déplétion du microbiote. 

 

Les deux parties des résultats pourraient également être approfondies. L’intérêt des 

prébiotiques et des probiotiques en cas d’infection par un virus a été discuté dans 

l’introduction de ce manuscrit, mais n’a pas été étudié chez les canards et les poulets en ce 

qui concerne les VIAHP. De tels traitements seraient faciles à mettre en place, notamment 

lorsque des antibiotiques sont utilisés pour traiter des maladies bactériennes, afin de limiter 

l’impact négatif sur le microbiote. 

 

Les coinfections avec un couple VIAFP/VIAHP sont un modèle expérimental d’émergence de 

VIAHP. Ce modèle pourrait être exploité avec d’autres virus, mais également d’autres 

animaux. Il serait notamment très intéressant d’utiliser le couple de H7N7 utilisé par Graaf et 

al., afin de vérifier notre hypothèse : la compétition observée par les auteurs entre les deux 

virus chez le poulet serait exacerbée chez le canard. D’autres espèces aviaires pourraient 

également être utilisées : notamment des ansériformes sauvages, ces derniers ayant un rôle 

majeur dans l’éco-épidémiologie des VIA. 
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RÔLE RÉGULATEUR DU 
MICROBIOTE 

sur les infections virales
Pierre BESSIERE

Dès les premiers instants suivant la naissance, le microbiote commence à se développer. Il s’agit 
d’un vaste écosystème, principalement constitué de bactéries, mais aussi de levures, champignons 

et protozoaires, voire même de virus, qui colonisent la peau et les muqueuses. Plusieurs études 
ont démontré l’implication du microbiote dans le fonctionnement du système immunitaire et la 

régulation des infections virales, notamment pour les virus influenza. Le microbiote aurait un rôle 
protecteur reposant sur plusieurs aspects : par exemple, un effet de barrière physique, ou encore, 

un rôle de stimulateur du système immunitaire, permettant à ce dernier de réagir de manière 
précoce et plus efficace en cas d’infection par un agent pathogène.

ACTUALITÉ THÉRAPEUTIQUE
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NOTRE ÉTUDE
Nous avons investigué le rôle potentiel du microbiote intestinal 
dans la régulation d’une infection par un virus influenza aviaire 
hautement pathogène chez le canard, en utilisant un virus res-
ponsable de l’épizootie française de l’hiver 2015-2016 : le virus 
A/Guinea Fowl/France/129/2015(H5N9). 

Deux groupes de canards ont été comparés : un dont le mi-
crobiote intestinal a été significativement déplété (ABX) par un 
traitement antibiotique à large spectre (incluant des molécules à 
usage hospitalier, non représentatif des pratiques de terrain), et 
un n’ayant pas reçu de traitement (NT) (cf. fig. 1). 

Après avoir vérifié l’efficacité de la déplétion du microbiote par di-
verses techniques, incluant des techniques d’imagerie (cf. pho-
tos 1 et 2), les animaux ont été infectés. Ces expériences ont été 
réalisées dans des animaleries respectant les niveaux de biosé-
curité en vigueur (niveau 3), afin d’empêcher la diffusion de virus 
ou de bactéries à l’extérieur des installations expérimentales. 

Photos 1 et 2 : Vérification de l’efficacité de la déplétion bactérienne intestinale. Coupes histologiques d’iléon de canard, dont les cellules ont été 
marquées en bleu et les bactéries en rouge (NT : animal non traité (NT). ABX : animal dont le microbiote a été déplété. Barre d’échelle : 25µm).
Crédit : INRAE-ENVT
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* : p<0.05 ; ** : p<0.01

Figure 2 : Excrétion virale intestinale du virus H5N9 hautement 
pathogène, détectée par RT-qPCR. 
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L’analyse de la réplication virale a montré que les animaux trai-
tés aux antibiotiques avaient une excrétion virale intestinale si-
gnificativement plus élevée à trois et cinq jours post-infection 
(cf. fig. 2). La réponse immunitaire antivirale innée intestinale 
des animaux traités aux antibiotiques était diminuée, avec une 
diminution significative de l’expression des gènes stimulés par 
les interférons. Cette diminution est probablement à l’origine 
d’une augmentation de la réplication virale au niveau intestinal 
chez ces animaux.

LE SYSTÈME IMMUNITAIRE 
MAINTENU DANS UN ÉTAT DE 
RÉACTIVITÉ OPTIMALE
Ces résultats montrent que le microbiote participe à la régulation 
d’une infection par un virus influenza. 

La principale hypothèse pour expliquer ces effets protecteurs est 
une stimulation à bas-bruit du système immunitaire. Les cellules 
épithéliales et immunitaires des muqueuses sont constamment 
exposées aux bactéries commensales et aux métabolites qu’elles 
produisent, ce qui les maintient dans un état de réactivité opti-
male. Ainsi, lorsqu’un agent pathogène est identifié par le sys-
tème immunitaire, celui-ci réagit de manière rapide et adaptée. 

Lorsque le microbiote est absent ou fortement déstabilisé, la ré-
ponse immunitaire est retardée et peut être disproportionnée. 
Notamment, des macrophages isolés à partir de souris dont le 
microbiote a été déplété peinent à produire une réponse interfé-
ron, un effecteur capital de la réponse antivirale innée. 

D’autres mécanismes entrent en jeu tels que la production de 
mucus, un gel visqueux pouvant capturer les virus, ou les im-
munoglobulines de type A étant par exemple intimement liées à 
la présence du microbiote.

UNE PROTECTION CONTRE LA 
GRIPPE, MAIS PAS QUE…
Notre étude s’est intéressée aux virus influenza aviaires chez 
le canard et ses résultats sont en accord avec ce que l’on peut 
trouver dans la littérature scientifique concernant d’autres es-
pèces animales. 

Concernant les virus influenza, des effets similaires ont été ob-
tenus chez le poulet et la souris, chez qui la présence d’un mi-
crobiote intact diminuait les signes cliniques et l’excrétion virale. 

Le microbiote est un atout non négligeable en cas d’infection 
virale, mais aussi bactérienne ou parasitaire. De nombreuses 
études chez la souris ont révélé l’importance d’un microbiote 
intact en cas d’infection par des bactéries (comme Salmonel-
la, Streptococcus pneumoniae ou Clostridum difficile), par des 
virus (comme celui de la dengue, Zika ou West Nile) ou encore 
par Leishmania. 

Pour des raisons pratiques, peu d’études se sont intéressées à 
d’autres espèces animales, mais leurs conclusions seraient vrai-
semblablement similaires. Il existe toutefois des exceptions : les 
réovirus, par exemple, détournent les fonctions du microbiote. 
Leurs interactions avec les bactéries commensales favorisent la 

stabilité des virions et l’infection des cellules cibles.

Peut-être plus important encore, des études récentes pointent 
du doigt l’importance du microbiote dans la réponse vaccinale. 
Si en cas d’altération de la richesse et de la diversité du mi-
crobiote, le système immunitaire est perturbé, il est logique de 
penser qu’un vaccin sera moins efficace. A titre d’exemple, des 
poulets avec une dysbiose importante répondent moins bien à 
une vaccination anti-influenza, leurs taux d’anticorps étant plus 
bas que la normale. 

La réponse vaccinale est également optimale chez les enfants 
avec un microbiote intact, comme cela a par exemple été mon-
tré pour les vaccins anti rotavirus ou choléra.

UN ALLIÉ NATUREL À PROTÉGER
Ainsi, avoir un microbiote en bonne santé semble important en 
cas d’infection virale. La conséquence directe qui en découle 
est que tout ce qui pourrait inutilement compromettre sa ri-
chesse et sa composition doit être évité : une antibio-prophylaxie 
non nécessaire, des paramètres environnementaux non adaptés 
au moment du sevrage, une alimentation déséquilibrée etc. À 
l’inverse, des solutions existent pour renforcer l’effet protecteur 
du microbiote. L’administration de probiotiques, comme des 
souches de Lactobacillus sp, pourrait atténuer les symptômes et 
l’excrétion virale, en cas d’infection par un virus influenza, que 
ce soit chez l’homme ou l’animal.

Enfin, les acides gras à courte chaîne (comme le propionate ou 
le butyrate), produits dans le tube digestif par la fermentation 
bactérienne des fibres, ont des propriétés anti-inflammatoires 
limitant les symptômes en cas d’infection par un virus influenza. 
Pour qu’ils soient produits en proportions suffisantes, des fibres 
fermentescibles doivent être apportées par l’alimentation, d’où 
l’intérêt d’une ration alimentaire équilibrée.
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Over the course of a viral infection, a tremendous number of virions are produced: up to
1014—more than there are stars in the Milky Way [1].

These viruses do not exist as a genetically identical population. Genetic changes are con-
stantly occurring, especially for RNA viruses, creating a cloud of genetically related variants
[2]. Viral evolution within the infected host is shaped by host and viral factors.

Repeatedly, in the history of viral diseases, new strains have emerged with selective advan-
tages, such as drug resistance or enhanced transmissibility. For example, a few months after
the Severe Acute Respiratory Syndrome Coronavirus 2 (SAU : Pleasenotethat}SARS � CoV � 2}hasbeendefinedas}SevereAcuteRespiratorySyndromeCoronavirus2}inthesentence}Forexample; afewmonthsafterthe:::}:Pleasecheckandcorrectifnecessary:ARS-CoV-2) emergence, variants
with enhanced infectivity have spread worldwide [3]. At the origin of each of these emer-
gences, at least one infected host has been the scene of a competition between the newly arisen
variant and its progenitors.

Viral populations face bottlenecks (events reducing the population size, and, therefore, its
genetic diversity) that can be divided into 2 categories: transmission bottlenecks and within-
host bottlenecks, which we will discuss here [4]. We propose that, in order to emerge, a variant
has to overcome the within-host bottlenecks by winning the competition against its progeni-
tors, allowing it to be transmitted and selected.

AAU : Pleaseconfirmthatallheadinglevelsarerepresentedcorrectly:competition between the newly formed variant and its
progenitors

When a variant appears from one progenitor through de novo mutations, it likely represents a
minority variant, which can cause an evolutionary issue: Progenitor and offspring are replicat-
ing in parallel and most commonly target the same cell population. For the emergence to be
evolutionary successful, the newly formed variant must be transmitted to another individual.
Although transmission bottlenecks are intriguingly complex, becoming one of the majority
variants likely increases the transmission probability. If a variant does not reach sufficient pro-
portions, its transmission could be jeopardized. Conversely, beyond a certain proportion
threshold, a variant will have more chances of being transmitted. An emergence is thus a
2-step process: firstly, the acquisition of a selective advantage, and, secondly, the ability to out-
compete the progenitors and be transmitted to other individuals.

In summary, we hypothesize that 3 scenarios can occur following the rise of a new variant
within one individual (Fig 1). (1) The newly formed variant may fail to gain sufficient primacy
over its precursors to be transmitted, resulting in a failed emergence. (2) The newly formed
variant may outcompete or (3) coexist in lower proportions with its progenitors. In cases 2
and 3, the new variant may be transmitted, and the emergence can be evolutionarily
successful.
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Variants do not necessarily interact with each other in a competitive way: One variant
might be able to provide a function missing in another variant, resulting in viral cooperation.
Xue and colleagues elegantly demonstrated in vitro that coinfection with 2 influenza variants
in different proportions, one variant being proficient at cell entry and the other at cell exit,
converged to an equilibrium in which both variants reached approximately the same propor-
tions [5]. However, synergistic interactions between variants of one viral species remain anec-
dotal compared to competitive ones [6].

A huge selective advantage may not be enough

Intuitively, variants with a huge selective advantage, such as antiviral drug–resistant variants
emerging during drug treatment or immune response–elusive variants, are likely to systemati-
cally gain primacy over their precursors. In practice, however, variants with substantial selec-
tive advantages may not always be selected, as it was demonstrated by coinfecting cells with
different ratios of vesicular stomatitis virus (VSV) faster-replicating variants and wild-type
virus [7]. Similarly, highly pathogenic avian influenza viruses, which reach higher viral loads
and are more easily transmitted than their low pathogenic progenitors, are not always selected
[8]. Thus, even if they have a selective advantage, variants may not always manage to become
predominant enough and be transmitted if the within-host competition between the newly
emerged variant and its progenitor is too strong. At least 3 major intertwined factors drive the
within-host emergence of a minority variant: innate immune response, timing of appearance,
and tissue specificity.

Innate immunity prevents variants emergence

Rapidly, following infection, intracellular viral sensors trigger immune and inflammatory
pathways, resulting in the establishment of an antiviral state, dominated by type I and type III
interferons (IFNs) [9]. This immune response exerts a tremendous selective pressure on viral

Fig 1. The 3 scenarios following variant apparition within one infected individual. Red: newly formed variant;
yellow: progenitors.

https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811.g001

PLOS PATHOGENS

PLOS Pathogens | https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811 September 2, 2021 2 / 5

https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811.g001
https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811


populations: By restraining viral replication, they increase the within-host competition. For
example, in patients infected with IFN-sensitive strains of hepatitis C virus (HCV), type I IFN
treatment resulted in a dramatic reduction in genetic diversity [10]. Also, by using influenza
A–infected obese mice, which displayed a dampened innate immune response, a recent study
showed that a delayed IFN response could lead to higher viral diversity and promoted minority
variant emergence, while IFN treatment resulted in decreased viral diversity [11]. A strong
type I IFN response may cause the disappearance of variants that arise. The innate immunity
can therefore affect viral populations and prevent minority variants emergence through viral
diversity reduction. However, under certain circumstances, innate immunity can also drive
the emergence of less IFN-sensitive variants, as shown during HIV infection [12].

Timing is critical

The acquisition of a mutation may occur at any time during the course of an infection. Logi-
cally, a long infection provides more time for de novo mutations to arise. Influenza viruses
almost always gain oseltamivir resistance in immunocompromised oseltamivir-treated
patients, who experience infections lasting weeks, if not months, while resistance does rarely
arise in immunocompetent patients, for which viral clearance is usually a matter of days [13].
Logically, the earlier a new variant appears, the more likely it is to become predominant. If a
variant was to appear in the very first viral replication cycles in a given host, the mutation(s)
responsible for its selective advantage will be found at a higher frequency in the viral popula-
tion [13]. On the contrary, a late-appearing variant will likely be a needle in a haystack, and the
likelihood of its transmission to another host might be lower.

Change in tissue tropism can promote variant emergence

Some mutations can affect tissue tropism. Notably, influenza A virus sialic acid receptors are
not distributed equally along the respiratory tract. In humans, α2,6-linked sialic acids are
mostly found in the upper respiratory tract, while the lower respiratory tract contains high
proportions of α2,3-linked sialic acids [14]. Avian influenza strains preferentially bind to
α2,3-linked sialic acids, and, consequently, avian influenza virus infections are predominantly
restricted to lower lungs in humans [14]. IfAU : Pleasecheckwhethertheeditstothesentence}Ifanavian� derivedvariantwasableto:::}arecorrect; andprovidecorrectwordingifnecessary:an avian-derived variant able to bind α2,6-linked
sialic acids emerged within a human, it would have the opportunity to reach the upper respira-
tory tract and replicate remotely from its progenitors. As a consequence, we hypothesize that
this variant would reach a niche where there is no competition with its progenitors for
resources and where local immunity is still low. Change in tissue tropism is also well illustrated
by other viruses, such as duck Tembusu virus (TMUV) or porcine respiratory coronavirus
(PRCV). The P156S variant of TMUV, a mosquito-borne virus belonging to the FAU : PleasenotethatasperPLOSstyle; phylum; order; andfamilyshouldnotbeitalicized:laviridae
family, is able to replicate efficiently in the respiratory tract, while its progenitor mostly repli-
cate in the spleen [15]. Similarly, PRCV emerged following a deletion in the spike gene of its
progenitor, the transmissible gastroenteritis virus (TGEV). While TGEV replicates in the
digestive tract, PRCV replicates in the respiratory system [16]. These changes in tropism cer-
tainly promoted emergence through the acquired ability to be transmitted through respiratory
droplets. However, successful emergence may have been further promoted by the lowered
within-host competition of these variants with their progenitors.

Concluding remarks

A variant may fail to be transmitted because it appeared too late and did not have time to
reach sufficient proportions before the infection was abrogated by the host immune response.
Similarly, when a viral infection results in the death of its host, the transmission likelihood
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diminishes with the time interval between variant emergence and host’s death. Thus, if a vari-
ant was to gain a huge selective advantage, without the right conditions, its emergence would
come to nothing. These obstacles likely limit the emergence of potentially dangerous variants
—for example, no mammalian to mammalian transmissible H5N1 virus has emerged yet, even
though studies in the ferret model have suggested that only a few amino acid substitutions
were required for airborne transmission [1].

At a population level, other factors can prevent transmission. A selective advantage in one
context can be detrimental in another, depending on the host genetic background and
immune status [17]. Vaccination provides specific immunity and limits transmission, but co-
circulating viruses may also hamper variants emergence. Infection by one virus can prevent or
at least delay infection with a different virus through type I and type III IFNs and the induction
of a nonspecific antiviral state [18,19].

Deep sequencing technologies, mathematical modeling, and in vivo infections with mix-
tures containing variants at different ratios provide the tools for within-host viral diversity
analysis and for a better understanding of the epidemiological and evolutionary forces that
drive variants emergence.

References
1. Russell CA, Fonville JM, Brown AEX, Burke DF, Smith DL, James SL, et al. The Potential for Respira-

tory Droplet–Transmissible A/H5N1 Influenza Virus to Evolve in a Mammalian Host. Science. 2012;
336:1541–7. https://doi.org/10.1126/science.1222526 PMID: 22723414

2. Domingo E, Perales C. Viral quasispecies. PLoS Genet. 2019; 15:e1008271. https://doi.org/10.1371/
journal.pgen.1008271 PMID: 31622336

3. Hou YJ, Chiba S, Halfmann P, Ehre C, Kuroda M, Dinnon KH, et al. SARS-CoV-2 D614G variant exhib-
its efficient replication ex vivo and transmission in vivo. Science. 2020; 370:1464–8. https://doi.org/10.
1126/science.abe8499 PMID: 33184236

4. Zwart MP, Elena SF. Matters of Size: Genetic Bottlenecks in Virus Infection and Their Potential Impact
on Evolution. Annu Rev Virol. 2015; 2:161–79. https://doi.org/10.1146/annurev-virology-100114-
055135 PMID: 26958911

5. Xue KS, Hooper KA, Ollodart AR, Dingens AS, Bloom JD. Cooperation between distinct viral variants
promotes growth of H3N2 influenza in cell culture. Elife. 2016; 5:e13974. https://doi.org/10.7554/eLife.
13974 PMID: 26978794

6. Domingo-Calap P, Segredo-Otero E, Durán-Moreno M, Sanjuán R. Social evolution of innate immunity
evasion in a virus. Nat Microbiol. 2019; 4:1006–13. https://doi.org/10.1038/s41564-019-0379-8 PMID:
30833734

7. de la Torre JC, Holland JJ. RNA virus quasispecies populations can suppress vastly superior mutant
progeny. J Virol. 1990; 64:6278–81. https://doi.org/10.1128/JVI.64.12.6278-6281.1990 PMID: 2173792

8. Graaf A, Ulrich R, Maksimov P, Scheibner D, Koethe S, Abdelwhab EM, et al. A viral race for primacy:
co-infection of a natural pair of low and highly pathogenic H7N7 avian influenza viruses in chickens and
embryonated chicken eggs. Emerg Microbes Infect. 2018; 7:204. https://doi.org/10.1038/s41426-018-
0204-0 PMID: 30514922

9. Lazear HM, Schoggins JW, Diamond MS. Shared and Distinct Functions of Type I and Type III Interfer-
ons. Immunity. 2019; 50:907–23. https://doi.org/10.1016/j.immuni.2019.03.025 PMID: 30995506

10. Farci P, Strazzera R, Alter HJ, Farci S, Degioannis D, Coiana A, et al. Early changes in hepatitis C viral
quasispecies during interferon therapy predict the therapeutic outcome. Proc Natl Acad Sci U S A.
2002; 99:3081–6. https://doi.org/10.1073/pnas.052712599 PMID: 11880647

11. Honce R, Karlsson EA, Wohlgemuth N, Estrada LD, Meliopoulos VA, Yao J, et al. Obesity-Related
Microenvironment Promotes Emergence of Virulent Influenza Virus Strains. mBio. 2020:11. https://doi.
org/10.1128/mBio.03341-19 PMID: 32127459

12. Doyle T, Goujon C, Malim MH. HIV-1 and interferons: who’s interfering with whom? Nat Rev Microbiol.
2015; 13:403–13. https://doi.org/10.1038/nrmicro3449 PMID: 25915633

13. Xue KS, Moncla LH, Bedford T, Bloom JD. Within-Host Evolution of Human Influenza Virus. Trends
Microbiol. 2018; 26:781–93. https://doi.org/10.1016/j.tim.2018.02.007 PMID: 29534854

14. Shinya K, Ebina M, Yamada S, Ono M, Kasai N, Kawaoka Y. Avian flu: influenza virus receptors in the
human airway. Nature. 2006; 440:435–6. https://doi.org/10.1038/440435a PMID: 16554799

PLOS PATHOGENS

PLOS Pathogens | https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811 September 2, 2021 4 / 5

https://doi.org/10.1126/science.1222526
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/22723414
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008271
https://doi.org/10.1371/journal.pgen.1008271
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/31622336
https://doi.org/10.1126/science.abe8499
https://doi.org/10.1126/science.abe8499
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/33184236
https://doi.org/10.1146/annurev-virology-100114-055135
https://doi.org/10.1146/annurev-virology-100114-055135
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/26958911
https://doi.org/10.7554/eLife.13974
https://doi.org/10.7554/eLife.13974
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/26978794
https://doi.org/10.1038/s41564-019-0379-8
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/30833734
https://doi.org/10.1128/JVI.64.12.6278-6281.1990
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/2173792
https://doi.org/10.1038/s41426-018-0204-0
https://doi.org/10.1038/s41426-018-0204-0
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/30514922
https://doi.org/10.1016/j.immuni.2019.03.025
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/30995506
https://doi.org/10.1073/pnas.052712599
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/11880647
https://doi.org/10.1128/mBio.03341-19
https://doi.org/10.1128/mBio.03341-19
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/32127459
https://doi.org/10.1038/nrmicro3449
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/25915633
https://doi.org/10.1016/j.tim.2018.02.007
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/29534854
https://doi.org/10.1038/440435a
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/16554799
https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811


15. Yan D, Shi Y, Wang H, Li G, Li X, Wang B, et al. A Single Mutation at Position 156 in the Envelope Pro-
tein of Tembusu Virus Is Responsible for Virus Tissue Tropism and Transmissibility in Ducks. J Virol.
2018;92. https://doi.org/10.1128/JVI.00427-18 PMID: 29899104

16. Turlewicz-Podbielska H, Pomorska-Mól M. Porcine Coronaviruses: Overview of the State of the Art.
Virol Sin. 2021. https://doi.org/10.1007/s12250-021-00364-0 PMID: 33723809

17. Elena SF, Agudelo-Romero P, Lalić J. The Evolution of Viruses in Multi-Host Fitness Landscapes.
Open Virol J. 2009; 3:1–6. https://doi.org/10.2174/1874357900903010001 PMID: 19572052

18. Nickbakhsh S, Mair C, Matthews L, Reeve R, Johnson PCD, Thorburn F, et al. Virus–virus interactions
impact the population dynamics of influenza and the common cold. Proc Natl Acad Sci U S A. 2019.
https://doi.org/10.1073/pnas.1911083116 PMID: 31843887

19. Ingle H, Lee S, Ai T, Orvedahl A, Rodgers R, Zhao G, et al. Viral complementation of immunodeficiency
confers protection against enteric pathogens via interferon-λ. Nat Microbiol. 2019; 4:1120–8. https://doi.
org/10.1038/s41564-019-0416-7 PMID: 30936486

PLOS PATHOGENS

PLOS Pathogens | https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811 September 2, 2021 5 / 5

https://doi.org/10.1128/JVI.00427-18
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/29899104
https://doi.org/10.1007/s12250-021-00364-0
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/33723809
https://doi.org/10.2174/1874357900903010001
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/19572052
https://doi.org/10.1073/pnas.1911083116
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/31843887
https://doi.org/10.1038/s41564-019-0416-7
https://doi.org/10.1038/s41564-019-0416-7
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/30936486
https://doi.org/10.1371/journal.ppat.1009811


 
 

  



 
 

Émergence de virus influenza aviaires hautement pathogènes : la 
triade hôte, microbiote et virus 

Résumé 

Les virus influenza aviaires faiblement pathogènes (VIAFP) appartenant aux sous-types H5 et H7 sont 
capables d’évoluer en virus influenza aviaires hautement pathogènes (VIAHP), suite à l’obtention d’un 
site de clivage polybasique (SCPB) au niveau de leur hémagglutinine (HA). HA peut alors être clivée par 
des protéases intracellulaires ubiquitaires et le virus est ainsi capable de se répliquer systémiquement. 
L’acquisition d’un SCPB est un évènement virus-dépendant, ayant lieu au sein d’un animal infecté par 
un VIAFP parental. Pour que l’émergence soit réussie, le VIAHP nouvellement formé doit probablement 
devenir un variant majoritaire, afin d’être transmis à d’autres individus. Nous avons étudié les 
paramètres menant à l’émergence de VIAHP et cette thèse a été divisée en deux parties : 
premièrement, nous avons évalué les capacités régulatrices du microbiote sur l’infection par un VIAHP. 
En administrant à des canards un mélange d’antibiotiques à large spectre, nous avons fortement 
déstabilisé leur microbiote. Animaux sains et traités aux antibiotiques ont ensuite été infectés avec un 
VIAHP. Nous avons montré que l’excrétion virale était significativement augmentée chez les animaux 
traités aux antibiotiques, ceci étant corrélé à une altération de la réponse immunitaire antivirale innée. 
Deuxièmement, afin de modéliser la compétition intra-hôte entre un VIAHP nouvellement apparu et 
son précurseur VIAFP, nous avons réalisé des coinfections in vivo et in ovo chez le poulet et le canard, 
en utilisant un VIAHP comme variant minoritaire et un VIAFP, identique en tout point au VIAHP, à 
l’exception du site de clivage, comme variant majoritaire. Nous avons montré que les interactions 
entre ces deux virus étaient radicalement différentes chez le poulet et chez le canard, et que le VIAHP 
avait un avantage sélectif moindre chez ce dernier. Ces travaux apportent de nouvelles connaissances 
sur les conditions menant à l’émergence de VIAHP, dont les épizooties ont un impact majeur sur la 
santé animale, l’économie et la santé publique. 

Summary 

Low pathogenic avian influenza viruses (LPAIV) of the H5 and H7 subtype have the capacity to evolve 
to highly pathogenic avian influenza viruses (HPAIV), following the acquisition of a multi-basic cleavage 
site (MBCS) at the hemagglutinin (HA) cleavage site. This evolution allows the HA to be cleaved by 
intracellular ubiquitous proteases and the virus to spread systemically. The acquisition of MBCS is a 
virus-dependent event that occurs in a bird infected with a parental LPAIV. To emerge successfully, the 
newly formed HPAIV probably must become a predominant variant in order to overcome the 
transmission bottleneck between individuals. We investigated the factors leading to HPAIV emergence 
and the PhD was divided in two parts: firstly, we investigated to what extent the microbiota could 
contribute to the control of HPAIV infection in ducks. By treating ducks with a broad-spectrum 
antibiotic cocktail, we achieved a significant depletion of their microbiota. Groups of non-treated and 
antibiotic-treated ducks were infected with an HPAIV. We revealed that antibiotic-treated ducks had 
significantly higher viral excretion in the intestine, which correlated with an impaired intestinal 
antiviral immune response. Secondly, to model the intra-host competition between a newly formed 
HPAIV and its parental LPAIV, we co-infected embryonated eggs, chickens and ducks with a H5N8 
HPAIV as a minority variant and a LPAIV that differed from the HPAIV only at the level of the HA 
cleavage site, as a majority variant. Our results demonstrate that chickens and ducks have opposite 
effects on the interaction between the H5N8 HPAIV and LPAIV and that HPAIV has a stronger selective 
advantage in chickens than in ducks. This work provides new insights on HPAIV emergence, which has 
a major impact on animal health, economy, as well as on public health. 


