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Résumé 

Au Québec, l’abattage des poulets se fait entre 33 et 40 jours. Pour permettre cet 

abattage, les poulets devront être vaccinés en présence d’anticorps maternels puisque la 

période d’attente après la vaccination est de 21 jours. L’objectif de cette étude a été de 

déterminer l’efficacité d’une forte dose de vaccin et de vitamine E à contourner les 

anticorps maternels et à vacciner par contact les poulets non vaccinés. Des vaccins à 

dose normale de 104,35 TCID50/ml/oiseau et à forte dose de 105,35 TCID50/ml/oiseau ont 

été utilisées sur 1200 poulets repartis en 4 groupes; (1) FD100%, groupe dans lequel 

tous les oiseaux ont été vaccinés, (2) FD10%, groupe dans lequel 10% des oiseaux ont 

été vacciné à forte dose, (3) DN100%, groupe dans lequel tous les oiseaux ont été 

vacciné à dose normale et (4) Contrôle, groupe dans lequel aucun oiseau n’a été 

vacciné. Chaque groupe a été divisé en 2 sous-groupes ; un a été supplémenté en 

vitamine E de 50 à 100UI/kg d’aliment et l’autre de 20 à 27 UI/kg. Les résultats de la 

présente étude ont montré que le virus vaccinal est capable de surmonter les anticorps 

maternels, qui ont persisté jusqu’à 20 jours d’âge, et à provoquer une réponse 

immunitaire humorale. Cette étude a aussi montré que le virus est capable de se 

transmettre par contact direct dans un même parquet et par contact indirect d’un parquet 

à l’autre. Aucun retour à la virulence ni une mutation du nucléotide VP2 n’a été observé 

au niveau des oiseaux vaccinés par contact. Cette étude a aussi montré qu’une 

amélioration de l’apport de vitamine E augmente la réponse humorale après vaccination 

avec un vaccin vivant contre la maladie de Gumboro. 

Mots clés : Maladie de Gumboro, dose, vaccin, vitamine E, anticorps maternels 
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Abstract 

In Quebec, Canada, broilers chickens are slaughtered from 33 to 40 days of age 

depending on the targeted market. Considering the withdrawal period of 21 days 

following vaccination, chickens would have to be vaccinated in the presence of 

maternally derived antibodies (MDA). The purpose of this study was to determine the 

effectiveness of high dose of vaccine and high dietary concentration of vitamin E in 

circumventing the MDA. A normal dose vaccine containing 104.35 TCID50/ml/bird and a 

higher dose containing 105.35 TCID50/ml/bird were used on 1200 chickens, which were 

divided into 4 groups housed in 8 pens: a high dose of vaccine in which all chickens 

were given 105.35 TCID50/ml (HD100%), a high dose in which 10% of the birds were 

vaccinated (HD10%), a normal dose as prescribed by the manufacturer in which all 

birds received 104.35 TCID50/ml (ND100%), and unvaccinated control groups. Each 

group was divided into 2 sub-groups; one was supplemented with 50 to 100 IU/kg of 

vitamin E and the other was supplemented with 20 to 27 IU/kg. The result of this study 

showed that the vaccine virus was able to circumvent the MDA, which persisted until 

20 days of age, and to initiate a high antibody response. The study also showed that the 

vaccine virus was able to spread by direct and indirect contact within the pen and to the 

next pens. No reversion to the virulence or mutation of VP2 nucleotide was detected 

from the contact vaccinated birds. Vitamin E at the concentration of 50 to 100 IU/kg of 

the diet induced significantly elevated antibody response against IBDV.  

Key words: IBD, high vaccine dose, vitamin E, maternal antibodies. 
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1. Introduction 

L’élevage aviaire industriel nécessite l’utilisation de poulets de race à croissance rapide. 

Ces poulets sont élevés en grand nombre et en promiscuité dans un espace restreint. 

Avec ce type d’élevage, les poulets deviennent susceptibles à différents agents 

infectieux et à diverses maladies  qui diminue leur immunocompétence et de la 

promiscuité qui dégrade leur hygiène environnementale (Friedman, 1998; Singh et al., 

2006). Il est primordial de trouver un moyen pour améliorer la réponse immunitaire des 

poulets en jouant sur les apports alimentaires. A cause de l’effet bénéfique de la 

vitamine E sur la réponse immunitaire, cette vitamine est couramment utilisée dans 

l’élevage aviaire industriel (Leshchinsky et al., 2001). 

La bursite infectieuse encore connue sous l’appellation de « Maladie de Gumboro »  est 

l’une des maladies qui menace perpétuellement l’industrie aviaire (Muller et al., 2003) 

car son agent causal qui est un virus appartenant à  la famille Birnaviridae, au genre 

avibirnavirus; infecte les lymphocytes B de la bourse de Fabricius (BF)  entrainant une 

immunodépression des jeunes poulets de 3 à 6 semaines d’âge (Hirai et al., 1979; 

Sharma et al., 2000). En absence d’anticorps maternels, le taux de morbidité causée par 

cette maladie est élevé et le taux de mortalité varie de faible à modéré dépendant de la 

virulence de la souche virale (Skeeles et al., 1978). Les poulets ayant survécu à la 

maladie après le passage du virus présenteront un système immunitaire déficient à vie et 

auront de la difficulté à répondre à d’autres vaccinations. Ceci facilite l’exposition à 

d’autres infections secondaires (Homer., 1992) et augmente les dépenses 

supplémentaires liées aux entretiens des oiseaux entraînant des pertes économiques 

considérables pour l’éleveur. Il est donc nécessaire de vacciner les reproductrices afin 

de conférer une immunité passive à la progéniture par transfert d’anticorps maternels. 

La persistance de ces anticorps dépend du gain de poids du poulet, du moment, de la 

dose et du type de vaccin utilisé chez les reproductrices et surtout de la demi-vie 

d’anticorps maternels qui varie de 3 à 5 jours. En moyenne, les anticorps maternels 

déclinent du 17ème  au 21ème  jours d’âge (Alam et al., 2002). Ainsi, les anticorps 

maternels ne peuvent assurer la protection des jeunes oiseaux que pendant un temps 

limité (Wyeth et Cullen, 1976). Pour pouvoir continuer à prévenir et à protéger les 

jeunes oiseaux contre la maladie de Gumboro, ces derniers doivent être vaccinés 

(Fussel, 1998). Or la vaccination des jeunes poulets en présence d’anticorps maternels 

compromet l’efficacité du vaccin (Al-Natour et al., 2004). Pour éviter l’échec vaccinal, 

il est recommandé de vacciner les poulets après la chute des anticorps maternels vers 21 
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jours d’âge (Kumar et al, 2000).En respectant le temps optimal de vaccination 

(vaccination après la chute des anticorps maternels) et la période de retrait du vaccin de 

21 jours, les oiseaux devraient être abattus à 42 jours d’âge. Au Québec, l’abattage des 

poulets se fait entre 33 et 40 jours d’âge selon qu’ils soient destinés à la restauration ou 

au commerce. Par respect et pour la protection des consommateurs, les éleveurs ont le 

choix entre attendre jusqu’à 42 jours pour mettre les poulets à l’abattage ou vacciner les 

oiseaux avant la chute des anticorps maternels pour pouvoir mettre les oiseaux à 

l’abattage avant 42 jours. À cause des coûts entrainés par l’entretien des oiseaux, les 

éleveurs ne peuvent pas se permettre d’attendre 2 à 9 jours pour mettre les oiseaux à 

l’abattage. Mais si la vaccination serait faite en présence des anticorps maternels, il y 

aura un grand risque que le virus vaccinal soit neutralisé par ces anticorps  et la 

vaccination serait inefficace. Il est donc nécessaire de trouver un moyen de vaccination 

capable de surmonter et de contourner les anticorps maternels afin de pouvoir abattre les 

oiseaux à l’âge de 35 jours. Dans la présente étude, afin d’éviter l’interférence des 

anticorps maternels avec le virus vaccinal et afin d’améliorer la réponse humorale des 

poulets, une dose élevée de vaccin et de vitamine E ont été utilisées. Cette utilisation 

d’une dose élevée de vaccin et de vitamine E permettrait aussi de déterminer la 

possibilité d’une vaccination par contact.  

Pour atteindre ces objectifs, les oiseaux seront vaccinés à 14 jours d’âges avec un vaccin 

vivant de la souche D78: Clonevac D78 (Intervet Inc, Millsboro, DE, USA). Des 

prélèvements de sangs seront effectués avant la vaccination : à 1 jour et à 14 jours d’âge 

et après la vaccination : à 20; 28; 35; 42 et 49 jours d’âge. Les sera  qui sont obtenus à 

partir de ces prélèvements vont être analysé à l’ELISA pour déterminer le titre en 

anticorps. Les plasmas obtenus à partir des prélèvements du 28 et 49 jours vont être 

analysé à l’aide d’une méthode l’HPLC pour la détermination de la concentration 

sérique en vitamine E. Des échantillons de BF d’une partie des oiseaux du 20 et du 28 

jours vont êtres prélevés  et pesés. Avant les prélèvements, ces oiseaux vont être pesés. 

Le ratio entre le poids de l’oiseau et le poids de la BF vont être calculé pour évaluer une 

éventuelle atrophie de la BF. Une partie des échantillons de BF vont être utilisée pour le 

ré-isolement du virus vaccinal sur culture cellulaire d’embryon de poulet de 9 jours. Le 

virus ré-isolé va être confirmé comme IBDV par immunofluorescence. L’autre partie 

des échantillons de BF et un échantillon du vaccin Clonevac D78 vont être analysé à la 

RT-PCR pour amplifier l’ADN transcrits de l’ARN de IBDV puis la région 
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hypervariable de VP2  va être séquencée à partir de l’amplicon pour s’assurer que le 

virus présent au niveau de la BF est vraiment la souche vaccinale et pour déterminer la 

présence ou l’absence d’une mutation responsable d’une réversion à la virulence au 

niveau de cette région.  
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2. Recension des écrits 
2.1 La Maladie de Gumboro ou bursite infectieuse 

2.1.1 Historique 

Découverte pour la première fois par Cosgrove (1962) dans l’État de Delaware aux 

États-Unis, la maladie de Gumboro a été décrite comme le syndrome néphrite-néphrose 

jusqu’au moment où l’agent étiologique de cette dernière a été identifié comme étant le 

virus de la bronchite infectieuse (IBV) (Winterfield et Hitchner, 1962). La maladie a été 

par la suite nommée «bursite infectieuse» ou encore «Maladie de Gumboro» en 

analogie aux atteintes de la bourse de Fabricius (BF) et du district où la maladie a été 

découverte pour la première fois (Lasher et Davis, 1997).  

2.1.2 Étiologie 

La bursite infectieuse ou «infectious bursal disease » (IBD), encore connue sous 

l’appellation de «Maladie de Gumboro» est une maladie due au virus de l’IBD (IBDV). 

Basée sur sa structure, l’agent causal de la maladie a été classifié dans la famille 

Diplornaviridae (Harkness et al., 1975). Certains auteurs l’ont classé dans la famille 

Reoviridae à cause de sa propriété cythopathique en culture cellulaire (Lukert et Davis, 

1974; Hirai et al., 1979). Finalement grâce à une caractérisation génomique (Müller et 

al., 1979) le virus a été identifié comme un virus appartenant à la famille Birnaviridae et 

au genre birnavirus (Dobos et al., 1979). Le genre birnavirus est proposé pour décrire 

les virus ayant 2 segments d’ARN double brin. L’IBDV a été par la suite classé dans le 

genre avibirnavirus (Pringle, 1999). Les autres virus qui sont classés dans la famille 

Birnaviridae sont le virus de la nécrose pancréatique du poisson, le virus des crabes et 

mollusques bivalves, oyster virus et  tellina virus. Ces virus appartiennent au genre 

aquabirnavirus. Le genre entomobirnavirus quant à lui comporte le virus de la 

drosophile X. Enfin le genre blosnavirus comporte le virus du poisson-serpent Blotched 

(Carstens et Ball, 2009).  

L’IBDV est classifié en 2 sérotypes : le sérotype 1 et 2. Le poulet est réceptif et sensible 

au sérotype 1. Comme la dinde, il est seulement réceptif mais n’est  pas sensible au 

sérotype 2 (Ismail et al., 1988). Le sérotype 1 peut être divisé en 4 souches selon la 

virulence du virus ; une souche atténuée, une souche classique, une variante antigénique 

et une souche très virulente (vvIBDV) (Wei et al., 2006). 
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2.1.2.1 Génome 

IBDV est un virus à ARN double brin bisegmenté (Müller et al., 1979 ; Hudson et 

al.,1986). C’est un virus non-enveloppé à capside avec une symétrie icosaédrique 

possédant un diamètre de 58 à 60 nm (Dobos et al., 1979). Le génome de l’IBDV 

comporte 2 segments ; le segment A d’une taille de 3300 pb et le segment B d’une taille 

de 2900 pb (Kibenge et al., 1988). Sur le segment A, existe 2 cadres de lecture ouvertes 

ou ORFs (Open Reading Frames) d’une taille de 3039 pb et de 438 pb (Rudd et al., 

2002). Le premier ORF code pour une protéine d’une taille de 17 KDa. Cette protéine 

s’appelle VP5  et elle est responsable de la pathogénicité du virus (Mundt et al., 1995 ; 

Mundt et al.1997 ;  Yao et al., 1998). L’autre ORF code pour une protéine d’une taille 

de 109 kDa. Cette protéine est par la suite clivée par autocatalyse de la protéase VP4 en 

VPX, VP3 et VP4. Par la suite VPX est clivée en VP2 (Dobos et al., 1979 ; Müller et 

Becht, 1982). Les protéines VP2 et VP3 forment les protéines structurales de la capside 

de l’IBDV. L’une des régions de VP2 est aussi responsable de l’induction de la 

neutralisation du virus par les anticorps ainsi que de la spécificité des sérotypes, tandis 

que VP4 est responsable de la maturation protéolytique des polyprotéines (Hudson et 

al.,1986 ; Kibenge et al.,1988;  Kibenge et al., 1997). 

Le segment B quant à lui comporte un troisième ORF qui code pour la protéine VP1 

d’une taille de 95 kDa. Cette protéine a une activité enzymatique dépendante de l’ARN  

polymérase. La protéine VP1 est responsable de la réplication du génome ainsi que de la 

synthèse de l’ARNm (Bruenn, 1991). 

 

Figure 1. Structure  de l’ARN génomique de l’IBDV 
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2.1.2.2 Distribution de l’IBDV 

L’IBDV est détecté dans les macrophages et les cellules lymphoïdes caecales 4 à 5 

heures après l’infection orale (Müller et al., 1979). Cinq heures après, le virus est 

phagocyté par les cellules de küpffer lors de son passage au niveau hépatique. Il est 

ensuite distribué via la voie sanguine et arrive au niveau de la BF 11 heures après 

l’infection où il effectue une réplication massive. Une virémie s’ensuit et le virus est 

distribué au niveau de différents organes tels que le thymus, le rein, la rate et l’intestin 

(Fadly et Nazerian, 1983). L’IBDV peut persister au niveau de la BF jusqu’à 10 jours 

après l’infection. La concentration virale au niveau de la BF atteint son maximum 2 à 3 

jours après l’infection (Winterfield et al., 1971 ; Kaüffer et Weiss, 1980). Durant la 

phase virémique, une faible concentration de virus est déterminée au niveau du thymus 

et de la rate car au niveau de ces organes le nombre de cellules susceptibles à l’IBDV 

n’est pas suffisant. A cause de l’affinité de l’IBDV pour  les cellules lymphoïdes de la 

BF, cet organe est considéré comme l’organe cible du virus (Burkhardt et Müller, 

1987). 

2.1.2.3 Transmission et résistance de l’IBDV 

L’IBD est une maladie fortement contagieuse parce que le virus est excrété dans les 

fientes pendant 2 à 14 jours et se propage facilement par contact direct, par voie orale, 

via ces fientes. Les matériels d’élevage contaminés par IBDV peuvent réintroduire le 

virus au niveau de l’élevage. Il a été aussi rapporté que différents animaux tels que les 

oiseaux sauvages, la souris, le rat, le chien et les insectes comme les moustiques 

peuvent être vecteurs de l’IBDV et transmettre la maladie (Okoye et Uche, 1985 ; 

Pagès-Manté et al., 2004 ; Gilchrist, 2005 ; Kasanga et al., 2008 ; Jeon et al., 2008 ; 

Park et al., 2010).  L’environnement joue un grand rôle dans la dissémination de la 

maladie (Benton et al., 1967). En effet l’IBDV est très stable dans l’environnement car 

il survit pendant 4 mois dans les parquets et pendant 7 semaines dans la nourriture 

(Murphy et al., 1999). Il survit même après désinfection des locaux. En effet, du point 

de vue chimique, l’IBDV est stable en présence de 1% de phénol à 30°C pendant 1 

heure. Il est résistant à certains désinfectants et microbicides, tels que l’éther, le 

chloroforme, l’hyamine 2389, le merthiolate à 0,025%, lorsqu’il est exposé à 30°C 

pendant 30 minutes (Benton et al., 1967). L’IBDV est aussi un virus thermorésistant 

parce qu’in vitro, il peut résister à une température de 37°C pendant 90 minutes et peut 

survivre après une exposition à une température avoisinant 56°C pendant 5 heures. Par 
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contre, l’IBDV est sensible à d’autres désinfectants et microbicides, notamment à la 

formaline 1% à 30°C pendant 30 minutes ainsi qu’au wescodyne. Le milieu acide est 

favorable au développement du virus quant au milieu basique, il l’inhibe. En effet, 

l’IBDV est inhibé par un pH = 12 alors qu’un pH = 2 n’a aucun effet sur lui (Benton et 

al., 1967). 

2.1.2.4 Pathogénie et immunosuppression de l’IBDV 

a. Anatomophysiologie de la bourse de Fabricius 

La BF est un organe lymphoïde primaire chez les oiseaux. Elle est issue d’une 

excroissance des tissus lymphoïdes intestinaux (Ratcliffe et al., 2002) et elle se trouve 

au niveau cloacal. Elle joue un rôle important dans la constitution du système 

immunitaire lors de la phase embryonnaire jusqu’à l’entrée à la maturité sexuelle des 

oiseaux. Elle est tapissée par une muqueuse plissée, constituée d’un épithélium 

cylindrique simple. Elle comporte jusqu’à 15000 follicules lymphoïdes qui sont 

tapissées par 2 sortes de cellules épithéliales ; les cellules lympho-épithéliales qui sont 

des cellules folliculaires en contact avec l’épithélium et les cellules épithéliales 

interfolliculaire. Chaque follicule bursique comporte une zone médullaire (médulla) et 

une zone corticale (cortex) séparées par un épithélium cortico-médullaire et par une 

membrane basale. Les follicules bursiques comportent une population cellulaire 

hétérogène (Ciriaco et al., 2003). La population lymphocytaire de la bourse se compose 

essentiellement de lymphocytes B (85 à 90%), moins de 4% de cellules T et d’autres 

cellules (Kim et al., 2002). A l’âge de maturité sexuelle des oiseaux, vers la 8ème 

semaine, la BF commence à subir une involution physiologique qui ne sera complète 

qu’à la 26ème semaine et un vestige cicatriciel ne sera présent qu’à la 28ème semaine 

(Ciriaco et al., 2003). Macroscopiquement, cette régression physiologique se manifeste 

par une perte du poids et une atrophie de la bourse, par une décoloration jaunâtre et une 

perte de la plicaturation de la muqueuse. Microscopiquement, elle se manifeste par une 

atrophie et exfoliation de l’épithélium, une nécrose liquéfiée des cellules médullaires 

suivie par celle des cellules corticales, une prolifération des tissus fibreux et une 

infiltration par les macrophages des zones nécrotiques. La cicatrisation survient alors 

pour laisser place à un vestige fibreux. (Bickford et al., 1985). 
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Figure 2. Situation anatomique des organes lymphoïdes du poulet  

 

 

Figure 3. Coupe histologique de la bourse de Fabricius et du follicule bursique.  

A- coupe histologique de la bourse de Fabricius : épithélium de surface (1) ; follicule  

bursique (2). B- coupe histologique d’un follicule bursique : zone médullaire (1) ; zone 

corticale (2) ; épithélium cortico-médullaire (3). C- coupe histologique de l’épithélium 

d’un follicule bursique: cellules lympho-épithéliales (1) ; épithélium interfolliculaire (2) 

(Source: Atlas d’histologie humaine et animale, FUNDP) 

b. Pouvoir pathogène et immunosuppressif de l’IBDV 

La BF est l’organe cible de l’IBDV (Kaüfer et Weiss, 1980). In vitro, l’IBDV se 

réplique dans les lymphocytes B (Hirai et Calnek, 1979). Il a été rapporté que l’IBDV 
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entraîne la nécrose des cellules infectées. A part cette nécrose, l’IBDV provoquerait une 

apoptose (Vansconcelos et Lam, 1994 ; Rodriguez-Lecompte et al., 2005). Le moment 

de l’infection déterminerait la cause de l’apoptose. Au début de l’infection, l’apoptose 

serait un mécanisme de défense de l’organisme pour se prévenir de la propagation du 

virus. Plus tard, l’apoptose cellulaire est l’effet de la réplication virale massive 

(Jungmann et al., 2001). La nécrose et l’apoptose vont contribuer à une régression 

rapide des follicules bursiques. Ces atteintes des cellules immunitaires de la BF 

amèneraient à une immunosuppression chez le poulet. Il a été aussi rapporté que dans 

les fibroblastes d’embryon de poulet, l’IBDV change la propriété du potassium (Repp et 

al., 1998). Ce changement pourrait induire la perte de la perméabilité de la membrane 

cellulaire qui affecterait l’homéostasie des ions intracellulaire et amènerait à la cytolyse 

et la mort des cellules infectées (Müller et al., 2003). 

Chez les poulets ayant survécu à la maladie de Gumboro, les follicules infectés se 

repeuplent de lymphocytes B (Sharma et al., 2000). Les macrophages sont activés lors 

de l’infection à l’IBDV. Il a été rapporté que tout comme les lymphocytes B les 

macrophages sont des cellules susceptibles à l’IBDV. La maladie de Gumboro 

provoquerait la diminution du nombre de macrophages intra-bursique (Khatri et al., 

2005). Les cellules T s’infiltrent dans la bourse infectée 7 jours après l’infection. Ces 

cellules vont limiter la réplication du virus et vont en même temps occasionner des 

dommages tissulaires sur la BF grâce aux effets cytotoxiques des cytotoxines qu’elles 

ont sécrétées. Ces effets cytotoxiques vont ralentir la régénération de la BF (Müller et 

al., 2003). Ainsi, les cellules à médiation humorale sont insuffisantes pour la remise en 

état de la BF. La présence des cellules T qui sont des cellules réfractaires et faiblement 

susceptibles à l’IBDV (Hirai et Calnek, 1979) est requise pour la repopulation de la BF.  
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Figure 4. Bourse de Fabricius infectée par IBDV à 1 semaine d’âge. Nécrose de la BF 

(1); prolifération des lymphocytes T (2); formation de kyste dans l’épithélium (3) 

(Source: Balamurugan et  Kataria, 2006) 

2.1.3 Symptomatologie 

La maladie de Gumboro est une maladie fortement contagieuse qui s’exprime 2 à 3 

jours après l’infection (Saïf, 1998). Dans un cheptel infecté, la morbidité est élevée et 

peut atteindre jusqu’à 100% (Saif, 1998). La mortalité et le tableau clinique varient 

selon la virulence de la souche d’IBDV. La souche vvIBDV peut occasionner une 

diarrhée liquide blanchâtre, des plumes ébouriffées, une anémie, une dépression sévère 

et un coma (Nunoya et al., 1991). La mort s’ensuit rapidement quelques heures après 

l’apparition des symptômes. La maladie due à cette souche induit un taux de mortalité 

variant de 60 à 100% (Eterradossi et al., 1992; Brandt et al., 2001). L’infection par cette 

souche entraine des lésions hémorragiques et œdémateuses au niveau de la bourse. Les 

lésions hémorragiques peuvent être aussi observées au niveau du foie, des reins et des 

muscles (van den Berg, 2000). La particularité de cette souche est sa capacité d’infecter 

les oiseaux ayant un taux élevé d’anticorps maternels ainsi que les oiseaux immunisés 

(Zienenberg et al., 2001). 

Les souches classiques induisent des lésions inflammatoires et hémorragiques sur la BF. 

Ces lésions sont accompagnées d’une déplétion de la quasi-totalité des follicules 

bursiques contenant les lymphocytes B. Avec ces souches, le pic de mortalité est atteint 

3 jours après l’infection mais cette mortalité des oiseaux peut continuer jusqu’à 5 à 7 
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jours après l’infection. La mortalité totale suite à l’infection avec des souches classiques 

varie de 20 à 30% (Cao et al., 1997). L’infection avec ces souches entraine une forte 

immunodépression à vie. 

La variante antigénique est une souche isolée en Amérique du Nord. Cette souche 

n’occasionne pas d’inflammation ni d’hémorragie au niveau de la bourse. Cependant, 

elle entraine une atrophie rapide de la BF (Brandt et al., 2001). L’infection avec cette 

souche est subclinique, n’entraine pas de mortalité mais occasionne une sévère 

immunodépression qui va augmenter la susceptibilité des oiseaux à d’autres maladies 

(Lasher et Davis, 1997).  

Tableau 1. Symptômes et lésions liés à IBDV selon la souche virale 

Souche de 

l'IBDV 
Symptômes Lésions Immunosuppression 

Taux de 

mortalité (%) 

vvIBDV 

prostration, plumes 

ébouriffées, diarrhée 

blanchâtre, dépression sévère, 

coma, mort rapide  

œdème et 

hémorragie de la BF, 

hémorragies 

musculaire, 

hépatique et rénale  

immunosuppression 

des survivants 
60 à 100%  

Classique 

prostration, plumes 

ébouriffées, diarrhée 

blanchâtre 

Inflammation, 

hémorragie et 

atrophie de la BF  

immunosuppression 

des survivants 
20 à 30%  

Variante 

antigénique 
asymptomatique atrophie de la BF immunosuppression 

absence de 

mortalité liée 

à IBDV lui 

même 

 

2.1.4 Diagnostic 

2.1.4.1 Diagnostic clinique 

Le diagnostic présomptif de la maladie de Gumboro peut être fait par la reconnaissance 

des signes de la forme aiguë de la maladie. Ces signes peuvent se résumer à la morbidité 

élevée et à la mort rapide des oiseaux susceptibles. Sur les animaux morts, la nécropsie 

révèle un changement au niveau cloacal. Une hypertrophie de la BF peut être détectée  à 

3 jours après l’infection suivie d’une atrophie vers 8 jours post-infection. Pour la forme 

subclinique, le diagnostic se fait surtout après la nécropsie révélant une bourse 

atrophiée. 
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2.1.4.2 Diagnostic de laboratoire 

Le diagnostic de laboratoire de l’IBD se fait par l’isolement du virus et son 

identification. L’isolement viral peut se faire par inoculation du virus sur œuf 

embryonné de 9 à 11 jours via la membrane chorioallantoïdienne ou sur culture 

cellulaire de fibroblaste, de rein ou de foie d’embryon de poulet (Cho et al., 1978). Pour 

l’isolement sur œuf embryonné, la mort de l’embryon survient 3 à 5 jours post-

inoculation. Pour les cultures cellulaires, les effets cytopathogènes du virus sur les 

cellules peuvent  être observés 5 jours après l’ensemencement et l’incubation du virus à 

37°C. Toutefois, des passages répétés du virus sur les cultures cellulaires sont 

nécessaires pour son adaptation afin de pouvoir observé des effets cytopathogènes sur 

les cellules. La confirmation de l’isolement et l’identification du virus peuvent se faire 

par utilisation de la technique d’immunofluorescence ou par lecture sur microscope 

électronique (Rosales et al., 1989). Actuellement, l’identification de l’IBDV peut se 

faire avec des techniques de biologie moléculaire, telle que la RT-PCR (Jackwood et 

Jackwood, 1997).  Cette technique consiste à copier une région de l'ADN délimitée par 

des amorces à l'aide d'une enzyme (polymérase). L’ADN utilisé est préalablement 

transcrits à partir de l’ARN de IBDV grâce à une autre enzyme ; la transcriptase 

inverse. La phase de dénaturation survient et les 2 brins d’ADN sont dénaturés. Les 

amorces s’hybrident au niveau de la partie de l’ADN qui leur est complémentaire lors 

de la phase d’hybridation. La réaction en chaine se fait ensuite avec la présence d’une 

enzyme polymérase à la phase d’élongation. Chaque phase se fait en présence de 

différentes conditions de température. L’ensemble de ces 3 phases constitue un cycle. 

Cette technique peut comporter jusqu’à une trentaine à quarantaine de cycle et elle 

permet la détection et l’amplification de l’ARN de l’IBDV. Cette technique  est la 

technique de référence pour le diagnostic de l’IBD car elle détecte IBDV au niveau 

génomique.  

 A part la détection par RT-PCR, le diagnostic de IBD peut se faire aussi avec des 

techniques immuno-enzymatiques. L’ELISA sandwich ou ELISA par capture 

d’antigène peut être utilisée sur une suspension de broyat de BF (Cardoso et al., 1998). 

Cette technique utilise 2 anticorps avec une conjugaison à la peroxydase pour le 

deuxième anticorps. Cette technique a comme principe de piéger l’antigène à détecter 

entre 2 anticorps. La plaque à utiliser va être sensibilisée avec le premier anticorps. Puis 

l’échantillon contenant l’antigène est ajouté dans les cupules. Après un temps 

d’incubation et 3 à 4 lavages successifs de la plaque, le deuxième anticorps conjugué à 
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l’enzyme est ajouté. A la fin, le substrat contenant du peroxyde, de 

l’orthophenyldiamine (OPD) est ajouté. En présence d’antigène, la peroxydase de ce 

deuxième anticorps va être activée et va dégrader le peroxyde contenu au niveau du 

substrat. Cette réaction de dégradation conduit au changement de couleur de la solution 

contenant l’échantillon. La réaction est ensuite arrêtée avec du HCl. La densité optique 

(DO) de la couleur va par la suite être mesurée par spectrophotométrie. Le seuil moyen 

de la DO des échantillons contrôles vont déterminer la positivité des échantillons à 

tester. Cependant la plus couramment utilisée est l’ELISA indirect ou ELISA par 

capture d’anticorps (Howie et Thorsen, 1981). Cette technique sert à détecter l’anticorps 

anti-IBDV au niveau du sérum et/ou du jaune d’œuf. Elle consiste à utiliser une plaque 

sensibilisée avec de l’IBDV. L’échantillon à tester est ajouté sur les cupules de la 

plaque. Puis un anticorps de chèvre ou de lapin anti-anticorps de poulet, conjugué avec 

de la peroxydase est ajouté suivi de l’ajout du substrat. La même réaction de 

dégradation du peroxyde  se présente et la lecture de la DO se fera. Par la suite, cette 

DO sera convertie par un logiciel au niveau du lecteur de plaque pour donner le titre en 

anticorps équivalent.    

 

Figure 5. Principe de la RT-PCR pour la détection de l’ARN de IBDV 
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Figure 6. Principe de l’ELISA pour la détection de l’anticorps anti-IBDV 

2.1.5 Épidémiologie 

En Amériques du Nord, la maladie de Gumboro sévit et occasionne des infections 

subcliniques. Aux États-Unis, Snyder (1990) a rapporté qu’il existe 4 variantes 

antigéniques issues du sérotype 1. La classification de ces variantes a été faite sur base 

de présence ou absence d’épitopes de neutralisation sur l’IBDV. Antigéniquement, ces 

variantes sont étroitement liées à la souche classique. Selon la distribution 

géographique, la prévalence de ces variantes varie d’un État à l’autre. Celle-ci est due 

d’une part à l’isolement de certaines régions et d’autre part à la diversité du vaccin que 

chaque région utilise.  (Snyder, 1990 ; Jackwood et Wagner, 2005). Au Canada,  d’après 

une étude effectuée dans 7 provinces canadiennes : Ontario, Québec, Manitoba, 

Colombie Britannique, Nouvelle Écosse, Alberta, et Terre-Neuve et Labrador, la 

majorité des souches présentes sont des variantes américaines tels que la souche 

NC171 ; la souche 586, la souche Delaware E et la souche Del A . Cette étude a été 

effectuée sur 134 échantillons de BF issus des oiseaux ayant eu des antécédents de 

problème de production et/ou des symptômes de différentes maladies aviaires telles que 

l’aérosacculite, la trachéite, la pneumonie, l’hépatite à corps d’inclusion et la 

coccidiose. Ces échantillons ont été préparés et analysés par RT-PCR pour 

l’identification de l’ARN de l’IBDV. Les amplicons ont été par la suite séquencés et 

comparés avec les séquences disponibles dans GenBank. Presque la majorité des 

échantillons (n = 112) a une séquence identique à celle des variantes américaines : 44 

échantillons présentent une séquence similaire à celle de la souche américaine NC171, 
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34 à celle de la souche américaine 586, 33 avec celle de la souche Delaware E,  et un 

échantillon présente une séquence identique à celle de la souche Del A. Cinq (5) 

échantillons ont une séquence liée à celle des souches vaccinales, 16 avec celle de la 

souche sud-africaine 05SA8 qui elle même a une proche similitude avec la souche 

américaine NC171. Enfin un échantillon a une séquence étroitement identique avec la 

séquence de la souche espagnole SP_04_02. Aucune séquence similaire à la souche 

vvIBDV n’a été identifiée. (Ojkic et al., 2007) 

En Australie, cette maladie a été décrite pour la première fois en 1974. Dans le milieu 

des années 90, de nouvelles variantes antigéniques ont émergés. Ces variantes ne sont 

pas issues des souches classiques mais elles ont été introduites séparément et ont co-

existées avec les souches classiques (Sapats et Ignjatovic, 2000). 

En Europe, la maladie de Gumboro a été rapportée dans le milieu des années 60. Dans 

les années 80, des souches virulentes ont émergé provoquant une infection aigüe en 

Belgique et aux Pays-Bas (Hoque et al., 2001). La maladie de Gumboro à vvIBDV a été 

rapportée en Pologne et en Hongrie. Dans ces pays, IBD a été faiblement pathogène 

dans les années 80, par contre, au début des années 90 après l’introduction de la 

vaccination avec des vaccins vivant atténués, des souches virulentes ont émergé. Les 

hypothèses sur l’émergence de la souche virulente en Pologne et Hongrie sont 

nombreuses. Parmi lesquelles figures l’hypothèse selon laquelle ces souches 

dériveraient des souches classiques. Une autre hypothèse a été avancée selon laquelle 

les souches virulentes co-existaient avec les souches classiques (Domanska et al., 2004). 

Cette maladie a aussi été rapportée en Espagne (Majo et al., 2002), en France 

(Eterradossi et al., 1992) et en Allemagne (Zienberg et al., 2000).  

En Asie la maladie a été rapportée dans les années 60. Au Japon, elle a été décrite pour 

la première fois en 1967 (Tsukamoto et al., 1992). En 1990, la maladie de Gumboro à 

vvIBDV a émergé dans l’ouest du Japon et depuis, elle s’est propagée dans tout le pays 

(Nakamura et al., 1992) et a été rapportée en Chine (Cao et al., 1997), en Malaisie, au 

Bangladesh (Tan et al., 2003 ; Hoque et al., 2001) et en Indonésie (Rudd et al., 2002). 

En Afrique, la maladie de Gumboro à vvIBDV est apparue à la fin des années 80. Elle a 

été rapportée au Nigéria, en Afrique du Sud (Zienberg et al., 2000 ; Owoade et al., 

2004), en Côte d’Ivoire (Eterradossi et al., 1999), en Égypte (Hassan, 2004) et en 

Tunisie (Mardassi et al., 2004). 
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En Amérique Latine, l’IBD aiguë est apparue dans les années 90. Elle a été rapportée au 

Brésil (Ikuta et al., 2001), au Mexique, en Colombie, en Bolivie et en Argentine 

(Jackwood et Wagner, 2007). 

 

 

Figure 7. Distribution mondiale de la maladie de Gumboro selon sa forme clinique. 

Zones grises : pays dans lesquels sévit la forme aigüe de l'IBD causée par vvIBDV. 

Zones noires : pays dans lesquels sévit la forme subclinique de l'IBD causée par les 

variantes antigéniques. Zones blanches : pays dans lesquels aucune information n’a été 

rapportée sur IBD. (Source: van den Berg, 2000) 

2.1.6 Impact économique 

La maladie de Gumboro est une maladie immunosuppressive ayant un impact 

économique important partout dans le monde (Farooq et al., 2003).  L'estimation de 

l'impact économique de la maladie de Gumboro est rendue difficile par la nature 

multifactorielle des pertes enregistrées. Cet impact économique est influencé par le type 

de la souche virale infectant les oiseaux, la susceptibilité génétique des oiseaux, la 

coexistence avec des maladies secondaires et par des facteurs environnementaux 

(Müller et al., 2003). À cela s'ajoutent des pertes liées au retard de croissance et au rejet 

de carcasses en raison de leur aspect hémorragique (Van Den Berg et al., 2000) 

La forme clinique de l’IBD engendre un taux de morbidité élevé conduisant à 

l’immunosuppression des oiseaux ayant survécu à la maladie. Cette forme engendre 

aussi un taux de mortalité élevé et la mort rapide des oiseaux infectés (Van den Berg et 

al., 1991). L'émergence des souches hypervirulentes un peu partout dans le monde a 

encore augmenté cet impact financier sur les producteurs (van de Berg et al., 2000). 
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Quant à sa forme subclinique, l’IBD occasionne des pertes importantes car les oiseaux 

atteints par cette forme deviennent immunosuppressifs et réfractaires à toute vaccination 

contre d’autres maladies virales et sont sujets à des maladies opportunistes. 

(Balamurugan et al., 2006). Les oiseaux immunosupprimés ont une performance 

médiocre, croissent lentement et ont un indice de consommation élevé (McIlroy et al., 

1989). 

En Nouvelle-Zélande, une possible introduction de souches classiques a entrainé une 

perte financière de 10 millions de dollars par an (Christensen, 1985). 

Au Pakistan, cette maladie a entrainé une perte équivalant à 200 dollars par 1000 oiseau 

par an (Farooq et al., 2003).   

En Irlande du Nord, McIlroy et al. (1989 et 1992) ont déterminé une diminution du 

chiffre d'affaire de 14 %  dans des cheptels de poulets de chair atteints par l’IBD  

subclinique par rapport aux troupeaux sains. Une diminution de 11 % du rendement fut 

rapportée pour les troupeaux atteints par l’IBD durant une période moyenne 

d'engraissement de 42 jours, en comparaison avec les troupeaux non exposés. Une chute 

de profit de 10 %, pour les 991 troupeaux infectés par l'IBDV dans l'étude, fut 

consécutive à une perte de poids et une baisse de la conversion alimentaire en 

comparaison avec les troupeaux non infectés (Van den Berg et al., 2000).  

En Amérique du Nord, cette maladie engendre une augmentation de 10 % dans les 

dépenses liées à la production dans une industrie aviaire nord-américaine (Shane et al., 

1994).  

Bien que des programmes de vaccination existent, le secteur de la production aviaire est 

toujours menacé par une éventuelle émergence des souches virulentes de l’IBDV (Boot 

et al., 2002). 

2.1.7 Prophylaxie contre l’IBD 

L’IBDV est un virus très résistant dans l’environnement et ni la désinfection, ni les 

prophylaxies sanitaires ne suffisent à le prévenir (Kibenge et al., 1988). La prévention 

repose essentiellement sur la vaccination des reproductrices et des jeunes poulets 

(Fussel, 1998). L’hyperimmunisation des reproductrices confère une immunité passive 

aux jeunes poulets (Hamal et al., 2006). Comme cette immunité passive ne peut pas les 

protéger plus tard dans leur vie, une immunisation active est nécessaire pour prendre le 

relai à la protection conférée par les anticorps maternels. L’une des problématiques 

rencontrée dans la vaccination active des jeunes poulets est la détermination du temps 
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optimal de vaccination. La vaccination ne devrait pas être fait trop tôt pour éviter 

l’interférence avec les anticorps maternels ni trop tard pour éviter une infection à 

l’IBDV qui peut survenir à n’importe quel moment (de Wit, 2001). Idéalement, la 

vaccination des jeunes poulets doit se faire après la chute des anticorps maternels vers 

21 jours d’âge (Kumar et al., 2000). 

2.1.7.1 Les anticorps maternels chez les oiseaux 

Chez les oiseaux, les anticorps maternels sont transférés de la mère, via le jaune d’œuf, 

aux poussins. Ils jouent un rôle dans la croissance des jeunes poulets car la dépense 

physiologique pour la réponse immunitaire par la progéniture est en compétition avec 

les nutriments requis pour la croissance et les autres fonctions. Cette hypothèse est 

basée sur le fait que la stimulation du système immunitaire, que le stimulus induise ou 

non une maladie, entraine une déclinaison du taux de croissance. Ainsi, les jeunes 

poulets ayant un titre en anticorps maternels élevés vont avoir un taux de croissance 

plus élevé que ceux qui ont un titre en anticorps maternels bas (Grindstaff et al., 2003). 

Dans la production aviaire, le transfert d’anticorps maternels aux jeunes poulets est 

surtout essentiel pour la protection contre les infections, le temps que leur système 

immunitaire arrive complètement à maturité et prennent le relai. En effet, chez les 

poulets la période de vulnérabilité se situe entre l’éclosion et le moment où l’organisme 

serait capable de leur fournir les anticorps dont ils auraient besoin (Lawrence et al., 

1981).  

Chez l’oiseau, le transfert d’anticorps se fait essentiellement avec IgY de la mère vers sa 

progéniture. Les autres anticorps, IgA et IgM sont transférés dans l’albumen mais à 

faible concentration (Hamal et al., 2006). Les anticorps transférés aux progénitures 

reflètent l’histoire de maladie ou de vaccination de la mère. La quantité d’anticorps 

transférée aux poussins est proportionnelle à la concentration d’anticorps circulant dans 

le sang de la mère (Staszewski et al., 2007). La poule transfert 10 à 20 % de son taux 

d’anticorps dans les œufs (Kowalczyk et al., 1985).  

a. Persistance et déclinaison des anticorps maternels chez les jeunes oiseaux 

La protection conférée par les anticorps maternels est limitée. Les anticorps maternels 

ne persisteront que jusqu’au 17ème au 20ème jour d’âge du poulet puis ils seront 

catabolisés. Leur persistance varie selon le type, le moment, et la dose de vaccin 

administré aux reproductrices et aussi selon d’autres facteurs qui sont la race et le gain 

de poids du poulet. Cette persistance est déterminée par le calcul de la demi-vie des 
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anticorps maternels par un test de neutralisation virale. En mesurant, à l’échelle log2, la 

déclinaison régulière des anticorps maternels, la demi-vie de ces derniers correspond au 

nombre de jour où le titre  en anticorps initial est réduit de moitié.  Cette demi-vie varie 

de 3 à 5,5 jours (de Wit, 2001 ; Alam et al., 2002 ; Al-Natour et al., 2004). La dose de 

vaccin administrée aux reproductrices influence le titre en anticorps maternels des 

jeunes poulets. Les poulets issus des reproductrices vaccinées 2 fois à la 12ème et à la 

16ème semaine d’âge avant leur ponte ont un titre en anticorps maternels élevés que ceux 

qui sont issus des reproductrices qui ne sont vaccinées qu’une fois à la 12 ème semaine 

d’âge (Lucio et Hitchner, 1978). Certaines races de poulet ont aussi la possibilité 

d’avoir un titre en anticorps plus élevé que d’autres avec un même programme de 

vaccination. En effet, la vaccination de 3 races croisées  de poulet  (la race Dokki-4, la 

race Bandara et la race Montazah) et une race locale égyptienne (la race Dandara), a 

démontré que la race Montazah donnait un titre en anticorps maternels plus élevé que 

les 3 autres avec un même programme de vaccination (Abdel-Moneim et Abdel- 

Gawad, 2006). La croissance rapide des poulets entraine aussi une rapide déclinaison 

des anticorps maternels par effet de dilution. En effet la déclinaison des 

anticorps maternels est plus rapide chez les poulets de chair que sur les futures 

pondeuses de même âge (Vaziry et al.,  2007).  

b. Rôle des anticorps maternels 

Les anticorps maternels ne protègent pas seulement les jeunes poulets contre l’infection 

à l’IBDV mais ils améliorent aussi la croissance de ces derniers (Hasselquist et Nilsson., 

2009). Si les poulets sont élevés dans un même environnement que les reproductrices, 

ils auront un système immunitaire acquis contre l’environnement pathogène (Grindstaff, 

2006) et par conséquent dépenseront moins d’énergie que ceux qui ont juste un système 

immunitaire inné et qui vont devoir développer une réponse immunitaire endogène 

contre l’agent pathogène (Raberg et al., 2002). Comme cette réponse immunitaire 

engendre un ralentissement de la croissance parce qu’elle provoque une réponse 

inflammatoire entrainant une anorexie et de la fièvre, les anticorps maternels donnent à 

la progéniture les bénéfices de ne pas subir ce ralentissement de la croissance 

(Grindstaff, 2008). 

c. Interférence des anticorps maternels sur la vaccination 

Les anticorps maternels inhibent les signes cliniques de l’infection par l’IBDV chez les 

jeunes poulets (Winterfield et al., 1980) et interfèrent avec les vaccins à virus vivant. La 
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vaccination en présence d’anticorps maternels entraine souvent l’échec de la 

vaccination avec un vaccin vivant (Naqi et al., 1982), car ce dernier est neutralisé par 

ces anticorps et n’arrive pas à stimuler le système immunitaire (Zaheer et Saeed, 2003). 

Ainsi pour éviter cette interférence, il est recommandé de vacciner les oiseaux contre 

IBD après la chute des anticorps maternels.  

2.1.7.2 La vaccination contre l’IBD 

a. La vaccination des reproductrices 

L’hyperimmunisation des reproductrices est l’un des moyens pour lutter contre l’IBD. 

Cette vaccination se fait en 2 temps ; après la chute des anticorps maternels, les futures 

reproductrices sont vaccinées avec des vaccins vivants. À l’entrée en ponte, vers 18 

semaines d’âge, un rappel vaccinal est effectué avec des vaccins inactivés avec adjuvant 

huileux (Naqi et al., 1982). 

b. La vaccination des jeunes poulets 

La protection conférée par les anticorps maternels ne suffit pas à protéger les poulets à 

long terme contre la maladie de Gumboro. L’immunisation active des poulets est donc 

nécessaire pour éviter un risque d’infection. Différents types de vaccins sont disponibles 

pour cette immunisation. Les plus utilisés sont les vaccins vivants commerciaux qui 

utilisent, soit des souches virales classiques soit des souches à virulence intermédiaire 

atténuées après passage répété sur culture cellulaire (Skeeles et al., 1978). Ces souches 

n’occasionnent pas de maladie (Cao et al., 1997). Les vaccins vivants issus de ces 

souches sont classifiés en vaccin vivant moyen, moyen intermédiaire, intermédiaire, 

intermédiaire plus et virulent en fonction des dommages qu’ils occasionnent sur la BF. 

À part l’atténuation par passage répété sur culture cellulaire, cette atténuation peut aussi 

se faire avec un clonage par purification de plaques (Müller et al., 2003). L’intérêt 

d’utiliser un vaccin clone est sa grande stabilité car même après 7 passages sur des 

oiseaux, suivis d’un isolement sur culture cellulaire d’embryon et d’une inoculation sur 

SPF (specific pathogen free) de 1 jour, le virus clone isolé à 21 jours post-inoculation 

provoque la même déplétion lymphocytaire modérée occasionnée par le virus vaccinal 

initial (Lütticken et Cornelissen, 1986). Ces vaccins ont de bon taux de protection qui 

peut atteindre les 100% (Sharma, 1986 ; Scanavini Neto et al., 2004). Il existe aussi des 

vaccins inactivés qui ont un taux de protection allant jusqu’à 91% (Rautenschlein et al., 

2002). 
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Pour réduire l’effet immunosuppressif de certains vaccins vivants sur la BF, de 

nouveaux vaccins ont été crée en combinant le virus avec de l’anticorps anti-IBDV. A 

part l’absence d’un effet nocif sur la bourse, l’autre avantage de ce vaccin est son 

efficacité à surmonter les anticorps maternels et à protéger les oiseaux contre un 

challenge avec des virus de souche virulente (Haddad et al., 1997 ; Jeurissen et al., 

1998). Ces vaccins ont un taux de protection de 83% (Corley et al., 2002). Avec le 

progrès de la génétique, des vaccins recombinants utilisant souvent le gène de la  

protéine structurale VP2 (Villegas et al., 2008) couplée ou non à ceux des autres 

protéines structurales VP3, VP4 (Vakharia et al., 1993 ; Chang et al., 2002) ont été 

créés. Le gène de cette protéine est inséré dans l’ADNc d’une souche vaccinale d’un 

autre virus agent d’une maladie aviaire  (Huang et al., 2004). Cet autre virus va 

exprimer le caractère immunogène de VP2 et pourra être utilisé contre IBD. Le vaccin 

recombinant deviendrait un vaccin bivalent qui peut conférer une protection contre la 

maladie de Gumboro et contre l’autre maladie aviaire (Huang et al., 2004). L’avantage 

de l’utilisation de ce type de vaccin est sa capacité à surmonter les anticorps maternels 

(Oshop et al., 2002) par contre le taux de protection qu’il confère est très variable, allant 

de 79 à 90%. 
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Figure 8. Principe du vaccin recombinant anti-IBD et anti-NDV. 1. Clonage du 

segment AscI-SacII, qui est excisé du plasmide pLaSota comportant l’ADNc de la 

souche vaccinale LaSota du virus de la maladie de Newcastle (NDV) par les enzymes 

de restriction XbaI et HindIII, avec le gène de VP2 de l’ARN de l’IBDV; 2. Sous-

clonage du segment AscI-SacII et le gène de VP2 dans un plasmide pLaSota; 3. 

Transfection de la plasmide pLaSota comportant le gène de VP2 avec les plasmides 

supports comportant une protéine nucléocapsidique (NP), une phosphoprotéine (P) et 

une large protéine polymérase (L) dans une cellule épidermique cancéreuse humaine 

Hep-2 préalablement infectée par le virus recombinant vaccinia MVA ; 4. 

Transformation du virus recombinant LaSota/VP2. (Source Huang et al., 2003; Huang 

et al., 2004) 
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2.2 La vitamine E  
La vitamine E a été découverte par Herbert Evans (1922),  et a été dénommée par 

Benett Sure (1924). La vitamine E est le nom générique donné aux dérivés tocophérol et 

tocotrienol. Chaque dérivé se présente sous 4 formes naturelles (alpha, bêta, gamma et 

delta). La forme α-tocophérol est la forme la plus abondante dans la nature et aussi celle 

qui a une grande activité biologique (Brigelius-Flohé et Traber, 1999). Cette vitamine 

fait partie des vitamines liposolubles avec les vitamines A, D et K. 

 

Figure 9. Les formes naturelles de la vitamine E 

La vitamine E est un antioxydant connu pour sa capacité de diminuer les dommages 

causés par les radicaux libres sur les cellules (Packer, 1991). Elle agit comme un 

« piégeur » de radicaux libres en les transformant en composé stable. La vitamine E 

joue aussi un rôle anti-apoptotique par inhibition de la protéine kinase C. Cette propriété 

est bénéfique lors des atteintes ou des dommages survenant sur les tissus nerveux 

(Higgins et al., 2008).  La vitamine E est aussi nécessaire pour l’intégrité et la fonction 

optimale du système reproducteur, musculaire, circulatoire, nerveux et immunitaire 

(Packer, 1991). 
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À part son rôle d’antioxydant, la vitamine E est connue pour son rôle 

immunomodulateur. La vitamine E stimule et améliore la réponse immunitaire soit par 

effet direct sur les cellules lymphoïdes soit indirectement en altérant les fonctions 

métaboliques et endocriniennes inhibitrices de la mitogénèse des cellules lymphoïdes 

(Corwin et Shloss, 1980 ; Simin et al., 2005; Erf et al., 1998). L’effet direct de la 

vitamine E sur l’immunité serait dû en partie par sa propriété antioxydant. Elle protège 

les cellules immunitaires contre les dommages occasionnés par la peroxydation des 

acides gras polyinsaturés de la membrane cellulaire (Mascio et al., 1991). Ces 

dommages ne se limitent pas seulement sur la membrane cellulaire mais peuvent aller 

jusqu’à atteindre les acides nucléiques et entraîneront une modification de la réponse 

des cellules immunitaires (Machlin et al., 1987 ; Ames et al., 1993). Toutefois, l’effet 

direct de la vitamine E sur les cellules immunitaire ne peut pas être attribué 

exclusivement de part sa propriété antioxydant (Ke-Yin et al., 1995). La vitamine E agit 

indirectement sur la réponse immunitaire. Ceci se fait  par l’entrave de l’effet inhibiteur 

de la prostaglandine E 2 (PGE2) sur la production de l’interleukine 2 (IL-2) et de la 

prolifération des lymphocytes (Simin et al., 1986). La prostaglandine à faible 

concentration est connue comme nécessaire pour certains aspects de la réponse 

immunitaire. A forte concentration, elle devient immunosuppressive pour les 

lymphocytes (Dayong Wu et al., 1998). La PGE2 n’est pas la seule inhibitrice de la 

prolifération lymphocytaire. Il a été rapporté que le peroxyde a aussi un effet inhibiteur 

sur cette prolifération. En étant un antioxydant efficace, la vitamine E diminue l’effet de 

H2O2 sur la production de IL-2 et la prolifération des lymphocytes (Beharka et al., 

1996). Grâce à ces rôles, la vitamine E a un effet mitogénique sur les cellules 

immunitaires. 

A part son rôle immunomodulateur, la vitamine E à forte dose (200 mg/kg) est utilisée 

pour préserver la qualité  et améliorer la couleur de la viande (Leonhardt et al., 1997). 

Grâce à sa propriété antioxydant, elle réduit l’oxydation des lipides qui est une source 

de rancidité et de mauvaise odeur (De Winne et Dirinck, 1996). Cette vitamine protège 

aussi les poulets contre les maladies d’origines nutritionnelles telle que 

l’encéphalomalacie et la maladie du muscle blanc qui surviennent lors de la carence en 

vitamine E combinée ou non avec d’autres carences nutritionnelles (Sweeny et al., 

1972 ; Sokol, 1988).  
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Pour la croissance, un poulet a un besoin quotidien en vitamine E de 10 UI/Kg 

d’aliments (NRC, 1994). Mais pour avoir un effet immunomodulateur et une protection 

contre les maladies carencielles, le besoin quotidien en vitamine E devrait être plus 

élevé (NRC, 1994 ; Muir et al., 2002). 

Le dosage de cette vitamine se fait par HPLC (High performance liquid 

chromatography) ou chromatographie liquide à haute performance. Cette technique 

consiste à extraire la vitamine présente dans le plasma avec de l’hexane et de l’éthanol. 

Le plasma  d’un volume de 500 μl est mélangé avec 1000 μl d’éthanol dans un tube. Le 

mélange est vortexé pendant 1mn puis 3000 μl  d’hexane est ajouté au mélange. Après 

15 mn de vortex, le tube est centrifugé à 1000 x g à 4°C pendant 10 mn. Le surnageant 

est ensuite transféré dans un autre tube puis évaporé sous azote. L’extrait sec est ensuite 

dissout dans 30µl de chloroforme puis élué dans une phase mobile constituée de 

méthanol et d’acétonitrile (1:4). Cette phase mobile est ensuite filtrée et aspirée avec 

une certaine pression par une pompe vers une colonne afin d’être détectée par un 

détecteur à fluorescence avec une longueur d’onde de 285 nm. Les données sont ensuite 

enregistrées dans un système informatique. Pour permettre le calcul de la concentration 

de la vitamine E au niveau de l’échantillon, des standards interne et externe (α-

tocophérol et α-tocophérol  acétate) avec une concentration connue sont utilisés. La 

concentration de la vitamine E  exprimée en µg/dl est calculée à partir d’une courbe de 

standard formée par l’extrapolation du pic de l’aire des standards internes sur leur 

concentration. Cette technique a un coefficient de détermination de la courbe standard 

(r) > 0,98 avec une erreur type ≤ 20%, un seuil de détection = 85-115 % et un seuil de 

quantification = 80-120 %. 
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3. Hypothèses et objectifs 

Au Québec, à cause du besoin du marché, les poulets sont abattus aux alentours de 33 à 

40 jours d’âge lorsqu’ils atteignent un poids minimal de 1,9 kg. En tenant compte de la 

période de retrait de 21 jours du vaccin, les oiseaux vont être vaccinés en présence 

d’anticorps maternels vers 12 à 19 jours d’âge. Or la vaccination en présence 

d’anticorps maternels entraine l’interférence de ces anticorps sur le vaccin et l’échec de 

la vaccination. Dans la présente étude, il a été proposé d’utiliser une forte dose de 

vaccin vivant accompagnée d’une forte dose de vitamine E. Ceci a pour objectif 

principal d’évaluer l’efficacité du vaccin et de la vitamine E, utilisés à forte dose, à 

contourner les anticorps maternels et à provoquer une réponse immunitaire en leur 

présence. Cette étude a aussi pour la même occasion des objectifs secondaires :  

• déterminer si le virus contenu dans le vaccin vivant pourrait se transmettre 

d’oiseaux vaccinés aux oiseaux non vaccinés  

• déterminer si la forte dose de vitamine E stimule la réponse immunitaire 

humorale. 
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4.1 SUMMARY 

In Quebec, Canada, broilers chickens are slaughtered from 33 to 40 days of age 

depending on the targeted market. Considering the withdrawal period of 21 days 

following vaccination, chickens would have to be vaccinated in the presence of 

maternally derived antibodies (MDA). The purpose of this study was to determine the 

effectiveness of high dose of vaccine and high dietary concentration of vitamin E in 

circumventing the MDA. A normal dose vaccine containing 104.35 TCID50/ml/bird and a 

higher dose containing 105.35 TCID50/ml/bird were used on 1200 chickens, which were 

divided into 4 groups housed in 8 pens: a high dose of vaccine in which all chickens 

were given 105.35 TCID50/ml (HD100%), a high dose in which 10% of the birds were 

vaccinated (HD10%), a normal dose as prescribed by the manufacturer in which all 

birds received 104.35 TCID50/ml (ND100%), and unvaccinated control groups. Each 

group was divided into 2 sub-groups: one was supplemented with 50 to 100 IU/kg of 

vitamin E and the other was supplemented with 20 to 27 IU/kg. The result of this study 

showed that the vaccine virus was able to circumvent the MDA, which persisted until 

20 days of age, and to initiate a high antibody response. The study also showed that the 

vaccine virus was able to spread by direct and indirect contact within the pen and to the 

next pens. No reversion to the virulence or mutation of VP2 nucleotide was detected 

from the contact vaccinated birds. Vitamin E at the concentration of 50 to 100 IU/kg of 

the diet induced significantly elevated antibody response against IBDV.  

Key words: IBD, high vaccine dose, vitamin E, maternal antibodies 

Abbreviations: B/BW: bursa to body weight; BF: bursa of Fabricius; CEF: chicken 

embryo fibroblasts; HD: high dose; IBD: infectious bursal disease; IBDV: infectious 

bursal disease virus; MDA: maternally derived antibodies; ND: normal dose; SP: 

sample to positive; TCID: tissue culture infectious dose; VP2: infectious bursal disease 

virus major capsid protein. 

4.2 INTRODUCTION 

Infectious bursal disease virus (IBDV) belongs to the genus avibirnavirus of the 

Birnaviridae family. It is a non-enveloped, icosahedral, double-stranded RNA virus that 

is widespread in most poultry producing areas of the world (25). It is the causative agent 

of infectious bursal disease (IBD), a highly contagious immunosuppressive disease in 

young chicken, which is characterized by destruction of the lymphoid cells in the bursa 

of Fabricius (BF) (19). Immunosuppression caused by IBDV increases the chicken’s 
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susceptibility to other disease and reduces the chicken’s abilities to respond to 

vaccination (32).  

IBDV is resistant to environmental conditions and can persist in poultry house even 

after cleaning and disinfection (15). Biosecurity alone is not enough to prevent the 

spread of the disease between poultry houses or between farms. The control of IBD is 

therefore heavily depended on vaccination (2). It consists of vaccinating the breeder 

hens as well as young chickens coming from these hens (9). Hyperimmunization of the 

breeder hens confers a passive immunity via the egg yolk to young chickens for up to 2 

to 3 weeks of age (12). Maternally derived antibodies (MDA) are necessary for the 

survival and the protection of young chickens against diseases. However, this protection 

is limited because MDA does not persist later in the life of broiler chicken (31). The 

persistence of MDA depends on its initial level in the breeder flock, and the amount 

transferred to the chicks (13). It also depends on the breed (1) and the broiler growth 

rate (30). The persistence of MDA is determined by its half-life, measured by virus 

neutralization, and it varies from 3 to 5.5 days (2,3,8,26).  

One of the problems encountered in the immunization of young chickens against IBDV 

is the interference of MDA with the virus, resulting in vaccine failure (20,29). In order 

to protect chickens, it is important to determine the optimal time of vaccination. It 

should not be made too early whereby interference with the MDA could occur, nor 

should be too late by which time an infection with IBDV might have occurred. Ideally, 

the vaccination of young chickens should be done after a complete decline in MDA 

corresponding to approximately 21 days of age (16). Broiler chickens in Canada are 

slaughtered at 35 to 40 days of age, depending on targeted market, restaurants or 

supermarkets, at which time the birds will have attained a minimal average weight of 

1.9 kg. Withdrawal period for vaccinations in USA and Canada is 21 days, meaning that 

birds slaughtered at 35 days would have to be vaccinated at the latest at 14 days of age.  

Vitamin E is a fat-soluble vitamin with immunomodulatry effects through multiple 

functions. It acts directly on the immune cells by controlling free radical production, 

and indirectly by affecting the metabolism of arachidonic acid via cyclooxygenase and 

lipoxygenase pathways, leading to the synthesis of prostaglandins and leukotrienes, 

which in turn influence the immune function (5). Several studies reported a positive 

effect of dietary vitamin E supplementation on antibody production and its duration 

against sheep red blood cells, bacteria, viruses and coccidia (4,6,7,26). For these 

reasons, poultry industry often provides supplemental dietary vitamin E at inclusion 
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rates above the NRC (21) recommendation of 10 IU/Kg of the diet. This 

recommendation is far below the level of 50 IU/kg required for an optimum humoral 

response against several avian vaccines as demonstrated by Leshchinsky and K. C. 

Klasing (17) and more recently by Ruiz-Feria and Abdukalykova (24). 

In the present study, in order to avoid interference of MDA with vaccine virus, and to 

improve humoral immune response of chickens, a high dose of vaccine as well as a high 

dietary vitamin E concentration were used. It is known that IBD vaccine virus is viable 

outside the chicken, and is able to spread from vaccinated to unvaccinated birds 

resulting in immunization of unexposed chickens (19). It should thus be possible to 

vaccinate a small percentage of broilers supplemented with dietary vitamin E in order to 

immunize of the whole flock.  
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4.3 MATERIALS AND METHODS 

4.3.1 Experimental design 

One thousand two hundred day-old Ross 308 (Aviagen™, Huntsville, Alabama, USA) 

were used in the present study. Broilers were reared at the experimental farm of ITA 

(Institut des Technologies Agricoles) at La Pocatière, Quebec, Canada for 49 days. The 

birds were raised on floors with wood shavings as litter and were housed separately in 

10 pens divided by plywood walls of 30 cm in height followed by a wire mesh of 120 

cm for a total of 150 cm. Each pen contained 100 to 120 birds. All pens were cleaned 

and disinfected before chicken placement. Feed and water were available ad libitum. 

Animal care procedures followed the guidelines of the Canadian Council for Animal 

Care and the protocol was approved by the Animal Care Committee of the ITA. 

Birds were divided into 4 groups: normal vaccine dose for all birds (ND100%), high 

vaccine dose for 10% of the birds (HD10%) and high vaccine dose for all birds 

(HD100%) and unvaccinated control chickens (Fig. 1). At 1-day post hatch, blood 

samples were collected from 20 chicks, and at 14 days of age, before vaccination, 4 

blood samples were collected from each group, and tested by enzyme-linked 

immunosorbent assay (ELISA) to determine MDA titers. 

At 20, 28, 35 and 49 days post hatch, blood samples were collected from 10 birds from 

each group for antibody titration. On days 20 and 28, 4 birds from each group were 

sacrificed, weighed and the bursae were removed and weighed. Individual bursa to body 

weight (B/BW) ratio was determined and individual B/BW index was calculated for 

each bursa removed from the birds at 20 and 28 days as described by Lucio and 

Hitchner (12). This was done by dividing each B/BW ratio over the mean B/BW ratio of 

unvaccinated control groups. Standard deviation was determined, and a confidence limit 

of 95 % was used in considering a bursa as atrophied or not. Chickens with an index 

lower than 74 % were considered to have bursal atrophy. 

4.3.2 Vaccine 

Live attenuated sérotype 1 commercial vaccine (Clonevac D-78, Intervet Shering-

Plough Animal Health, Millsboro, DE) was used to orally vaccinate the birds in the 

experiment, according to designated groups, at a volume of 1 ml per bird using a 5 ml 

syringe at 14 days of age as indicated in Fig. 1. The same unopened batch of the vaccine 

was sent to the laboratory for virus titration on primary chicken embryo fibroblasts 
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(CEF) cell cultures from SPF eggs grown in microtiter plates. The vaccine was 

resuspended in 10 ml deionized water and subjected to 2 freeze-thaw cycles, and 

clarified by centrifugation. The suspension was serially diluted 1:10 and titrated in CEF 

as previously described (19). Cytopathic effect (CPE) was recorded 5 days later and the 

titer was expressed as 100 TCID50/ml. 

4.3.3 Vitamin E (α-tocopherol) in the diet 

According to groups, broilers were assigned to 2 diets containing different levels of 

added vitamin E in the form of α-tocopherol as in Fig. 1 (Group A vs Group B). In the 

diet containing a high-dose of vitamin E, the birds received 100 IU/Kg of starter feed 

from 1 to 14 days of age, and 50 IU/Kg of grower and finisher feeds. In the low-dose 

vitamin E diet, the dose was 27 IU/Kg of starter and grower feeds followed by 20 IU/Kg 

for finisher feed. 

4.3.4 ELISA and serum neutralization test 

An indirect ELISA using IBD ProFLOK® and ProFLOK®plus kits (Synbiotics 

Corporation, San Diego, CA, USA) for the determination of antibody titers were used 

according to manufacturer protocols. Titers were expressed as sample to positive (SP) 

ratio and antilog10 titer. 

Serum neutralization test was performed using sera collected on 28, 35 and 49 days of 

age. Equal parts of serum from each pen were pooled to form one sample and each 

sample was serially diluted twofold in M199 medium. The starting dilution for 

seroneutralization was 1:4 for all ELISA positive samples, and as such, sera from the 

control groups, which were all negative on day 28, were not tested. The serially-diluted 

serum was mixed with an equal volume of 100 ml of vaccine virus containing 100 

TCID50 and incubated for 1 h at 37°C. The serum-virus mixture was inoculated onto 

CEF cells in microtiter plates, incubated for 1h after which the inoculum was removed. 

Maintenance culture medium containing 1% FBS was added and incubated for 5 days at 

37°C. The level of virus neutralization by antibodies was evaluated by visual screening 

of the infected monolayers. End point titration was determined as the reciprocal value of 

the highest serum dilution in which no cytopathic effect was observed. 

4.3.5 Serum Vitamin E measurement 

Plasma vitamin E was determined by HPLC, using Hewlett Packard Series 1100 liquid 

chromatograph (Agilent-Technologies, Mississauga, On., Canada) according to the 
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method published by Gueguen et al. (11) and modified in our laboratory. Briefly, 

samples were isocratically eluted with a mix mobile phase (75/25) respectively of 

acetonitrile (Fischer Chemical, Nepean, On., Canada) and methanol (Fischer Chemical, 

Nepean, On., Canada), and detected at 285 nm wavelengths through a Hewlett-Packard 

1046 fluorescence diode-array detector (Agilent-Technologies, Mississauga, On., 

Canada). Column type was Zorbax Eclipse plus C18, 3,0 x 50 mm, 600 bars (Agilent 

Technologies Inc., Santa Clara, Ca., USA). External and internal standards were 

prepared from α-tocopherol and α-tocopherol acetate (Sigma-Aldrich Canada Ltd., 

Oakville, On., Canada) and were injected before samples. Concentrations of vitamin E 

were determined in µg/dl from a standard curve of the peak-area ratio of the analyte-

internal standard plotted against the concentration of analyte. Conditions of compliance 

criteria and quality control included; coefficient of determination of standard curve (r) > 

0.98, relative standard deviation (rsd) ≤ 20%, detection limit (LOD) = 85-115 % and 

quantification limit (LOQ) = 80-120 %. 

4.3.6 Vaccine virus re-isolation and identification 

A portion of the bursa was individually ground, diluted 1:2 in cell culture medium and 

subjected to 2 cycles of freezing and thawing. The suspensions were clarified by 

centrifugation at 1000xg for 5 min. The supernatants were recovered and filtered 

through 0.20 μm filters. The filtrates were diluted 1:5, and inoculated onto CEF cell 

culture for vaccine virus re-isolation and readings were taken after 5 days of incubation. 

Once isolated, virus was randomly selected in each group at 21 and 28 days for a total 

of 7 isolates. They were inoculated onto CEF cells and observed for 3 days at which 

time the cells were trypsinized and placed into microcentrifuge tubes at a volume of 1 

ml per tube. The tube was centrifuged at 500xg for 3 min. The cells were rinsed and 

centrifuged 2 times with phosphate buffered solution and drops of 50 μl were placed on 

microscope slides. After drying, the cells were fixed in acetone for 10 min and 

subjected to immunofluorescence test as described (33), using chicken IBDV antibody 

from ProFlok® (Synbiotics Corporation) and fluoresceine-conjugated goat anti-chicken 

antibody (Cederlane Labs, Hornby, ON). Controls included negative serum and chicken 

anti-reovirus antibodies (Synbiotics Corporation) and in house antibodies against avian 

adenovirus types 8 and 11.  
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4.3.7 Sequence analysis of IBDV RNA 

The IBDV RNA was extracted from an elution of the Clonevac D78 vaccine, a bursal 

tissue suspension from HD100% group at the age of 20 days and a bursal extract from 

unvaccinated control group at the age of 28 days. The hypervariable region of the VP2 

gene was amplified by RT-PCR using the technique previously described (14), and the 

products were sequenced at the diagnostic service of the Faculty of veterinary medicine. 

4.3.8 Statistical analysis 

Data were analyzed by a linear mixed model SAS (SAS Institute Inc., NC) with age, 

vaccine dose, dietary vitamin E and serum vitamin E concentration as fixed factors, and 

pens as a random factor. Sequential Bonferonni correction was allowed to consider 

multiple measurements in the groups. The significant differences were evaluated by F-

test (P ≤ 0.05). 
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4.4 RESULTS 

4.4.1 Antibody evolution 

The result of MDA decline and seroconversion measured by ProFLOKplus® ELISA is 

presented in Fig. 2. There was a steady decline of MDA in all groups up to 20 days of 

age. At 28 days all vaccinated groups showed seroconversion whereas control groups 

were still negative for IBDV antibodies. At 28 days, the ELISA titer of the groups in 

which all chickens were vaccinated with high dose vaccine was significantly higher (P< 

0.0001) than those of other vaccinated groups. By 35 and 49 days, all groups, including 

controls, had a high detectable level of IBDV antibodies. When the sera collected from 

birds at 28, 35, and 49 days were subjected to test by ELISA and seroneutralization 

tests, a comparison between the two tests showed 87% correlation (R2 = 0.87) (Fig. 3). 

4.4.2 Virus isolation 

At 20 days of age, IBDV was isolated in CEF from 12.5% of birds in the group that 

received ND100% vaccine, 37.5% of birds receiving HD10%, and 25% of birds that 

received HD100%. No virus was recovered from birds in the unvaccinated control 

group at this age. At 28 days, IBDV was isolated from 25% of birds that received 

ND100% vaccine, 12.5% of birds receiving HD10% vaccine, 12.5% of birds that 

received HD100% vaccine, and 81% of birds in unvaccinated control groups (Fig. 4). 

When virus prevalence was compared to the ELISA antibody titer (Fig. 5), the results 

showed that the higher the titer, the less the virus prevailed. The unvaccinated control 

groups with no detectable antibody at 28 days of age (Fig. 2) had the highest virus 

prevalence in the bursa at 81%, compared to the two high dose groups at 12.5%. The 

results of immunofluorescence test on re-isolated virus at 20 and 28 days confirmed that 

the isolates were IBDV. The sequence of the hypervariable region VP2 genes showed 

100% homology between the vaccine virus, and the bursal viruses at 20 and 28 days of 

age (Fig. 6). 

4.4.3 Evaluation of bursal atrophy 

To evaluate bursal atrophy, the B/BW ratio and its index were determined, and atrophy 

was considered to have occurred when the B/BW index was under B/BW index limit 

(Fig. 7). According to Fig. 7, the B/BW index limit was 0.74. At 20 days of age, the 

B/BW index of all groups were higher than the index limit, but at 28 days of age the 
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B/BW index of control and ND100% groups remain higher than the limit, whereas in 

the HD10% and HD100% groups, the index was lower than the B/BW limit. 

4.4.4 Effect of vitamin E (α-tocopherol) on humoral immune response 

The HPLC analysis showed that the average concentrations of vitamin E in the serum at 

28 days of age were significantly higher at 722.0 ± 197.5 µg/dl for the high-dose 

vitamin E groups compared to 375.7 ± 117.8 µg/dl for the low-dose groups (P<0.001). 

Similarly, at 49 days the averages were 1221.6 ± 191.1 µg/dl for the high-dose groups 

and 761.9 ± 106.3 µg/dl for the low dose groups (P<0.001). The averages of IBDV 

antibody titer measured by ELISA for groups with high serum concentrations of vitamin 

E were also significantly higher than that of groups with low serum vitamin E 

concentration (P<0.0001) (Fig. 8). 
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4.5 DISCUSSION 

In Quebec, Canada, broilers chickens are slaughtered at 33 to 40 days of age depending 

on the targeted market and the withdrawal period following vaccination is 21 days. In 

order to respect this period, the chickens would have to be vaccinated at 12 days of age. 

According to the data from our diagnostic laboratory in which breeder flocks were 

monitored for the maternal antibodies, the titer range measured in egg-yolk using 

Synbiotics ELISA is as follows: 7000 to 12000 at 25 weeks of age, 6000 to 11000 at 35 

weeks, 6000 to 10000 at 45 weeks, and 6000 to 9000 at 55 weeks. Taking into 

consideration the immunoglobulin half-life and the fast growth rate of broiler chickens 

in this province, the MDA level at 12 to 14 days would still be able to interfere with the 

vaccine. To avoid eventual interference of MDA with the vaccine virus, a ten-times 

high dose of live vaccine and as well as a high concentration of vitamin E supplement 

(50 to 100 IU/kg) were used in this study. The high dose vaccine was meant to 

overcome MDA and once the virus starts to replicate in vaccinated birds, the birds 

would then contact-vaccinate the unvaccinated pen mates. Because vitamin E has an 

immunomodulatory effect, the use of this vitamin was to enhance the humoral immune 

response. 

As can be seen in Fig. 2, MDA persisted, albeit at a low titer, until 20 days of age. A 

similar result was reported by Alam et al. (3), who found that MDA persisted up to 15 

to 20 days of age, depending on the antibody status of parent stock from which the 

chicks derived. The presence of the virus in the BF of vaccinated birds at 20 days of age 

and their seroconversion at 28 days means that the vaccine virus replicated in these 

birds and the virus was not fully neutralized by MDA.  

The efficacy of vaccination in this study was demonstrated by seroconversion of the 

vaccinated chickens, and by the presence of vaccine virus and its eventual atrophying 

effect on the BF. Results indicated that at 20 days of age no atrophy was detected in any 

group despite the presence of the virus in the bursa of vaccinated groups, but at 28 days 

of age, atrophy was detected in the HD10% and HD100% groups. Bursal atrophy 

following vaccination of broiler chickens has previously been observed at 14 days post-

vaccination (23). Giambrone and Closser (10) found that atrophy of the BF did not 

occur until 21 days post-vaccination with the same Clonevac D78 vaccine. In the 

unvaccinated control and ND100% groups, the BF appeared to be slightly above the 

normal average weight at 28 days, and the virus was isolated from 81% of the control 
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birds and 25% of birds in ND100% groups. This slight hypertrophy indicates that the 

birds were in a viremic stage of infection by IBDV. The late viremia in these groups 

was due to cross infection of the birds in the unvaccinated control groups and due to 

initial vaccination as well as cross contamination for the ND100% groups. It is believed 

that although all the birds in the ND100% groups received the virus, most of them 

managed to neutralize the vaccine virus via MDA, and these chickens later used the 

cross-contaminating virus to mount a humoral immune response to IBDV resulting in a 

slight hypertrophy of the BF at 28 days of age. 

This study showed that supplementing dietary vitamin E at 50 to 100 IU/kg significantly 

induced higher serum vitamin E concentrations than the basal supplementation of 20 to 

27 IU/kg commonly used in broiler chicken industry in Quebec. It is interesting that 

vitamin E clearly enhanced humoral immune response against IBDV at 28 days of age 

and lasted until the end of the experiment. This result is in agreement with the study of 

Leshchinsky and K. C. Klasing (17) who showed that dietary vitamin E concentration of 

50 to 100 IU/kg induced an optimal antibody titer against infectious bronchitis live 

vaccine. More recently, Ruiz-Feria and Abdukalykova (24) demonstrated, after 

vaccination with live IBDV vaccine, that broiler chickens fed on 80 IU/kg of vitamin E 

had higher titers of antibodies compared to birds fed on 40 or 200 IU/kg. 

In conclusion, this study showed that it is possible to vaccinate a percentage of birds 

within a pen with a high-titered dose of vaccine as demonstrated by HD10% groups 

resulting in a seroconversion that appears to be rapid. The study also showed that aerial 

cross contamination occurred between pens, which resulted in the controls groups 

seroconverting late. This aerial cross contamination might also have helped birds in 

ND100% groups to seroconvert by 28 days of age. The reversion of the vaccine virus to 

virulence did not occur; neither did hypervariable VP2 region change in nucleotide 

sequence. Our study also confirmed previous studies (22,27), which showed that 

vitamin E enhances the humoral immune response as indicated by the ELISA titer (Fig. 

7).  
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4.8 FIGURE CAPTION 

 

Fig. 1. Real disposition of pens and repartition of vaccination and dietary vitamin E in 

each pen 

 

Fig. 2. Evolution of ELISA antibody titers to IBDV according to age and groups; 

normal vaccine dose for all birds (ND100%), high vaccine dose for 10% of the birds 

(HD10%) and high vaccine dose for all birds (HD100%) 

 

Fig. 3. Correlation between anti-IBDV antibody titer measured by ELISA and 

seroneutralization 

Fig. 4. Virus prevalence in the chickens according to age and groups; normal vaccine 

dose for all birds (ND100%), high vaccine dose for 10% of the birds (HD10%) and high 

vaccine dose for all birds (HD100%) 

 

Fig. 5. Comparison between ELISA antibody titer and virus prevalence at 28 days of 

age 

 

Fig. 6. VP2 nucleotide sequences of vaccine virus Clonevac D78, virus retrieved from 

bursae of groups vaccinated with high dose 100% (HD100%) at 20 days and from 

unvaccinated control groups at 28 days 

 

Fig. 7. Bursa body weight (B/BW) indices for the evaluation of bursal atrophy 

according to groups; normal vaccine dose for all birds (ND100%), high vaccine dose for 

10% of the birds (HD10%) and high vaccine dose for all birds (HD100%) 

 

Fig. 8. Effect of vitamin E on ELISA antibody titers at 28 and 49 days of age. * 

indicates statistically difference (P<0.0001) 
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Fig. 1 
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dose, all birds 

vaccinated 
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Control group, no 
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10% of birds 

vaccinated 
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Control group, no 

vaccine 
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all birds 

vaccinated 

B 

 

Pen 10 

Normal vaccine 

dose, all birds 

vaccinated 

A 

Pen 9 
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vaccine 
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10% of birds 

vaccinated 

B 

Pen 7 

Control group, no 

vaccine 
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High vaccine dose, 

all birds 

vaccinated 

A 

 

Normal vaccine dose was 104.35 TCID50/ml/bird, and high dose was 105.35 

TCID50/ml/bird. 

Group A received 50 to 100 IU/Kg of dietary vitamin E, and group B received 20 to 27 

IU/Kg. 
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Fig. 2 
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Fig. 3 
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Fig. 4 
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Fig. 5 
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Fig. 6 
 
                                   10        20        30        40        50        60        70        80        90       100 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              CAGTACCAACCAGGTGGGGTAACAATCACACTGTTCTCAGCCAACATTGATGCCATCACAAGCCTCAGCGTTGGGGGAGAGCTCGTGTTTCAAACAAGCG  
Control groups at 28 days  ...................................................................................................  
HD100% groups at 20 days   ....................................................................................................  
 
                                  110       120       130       140       150       160       170       180       190       200 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              TCCACGGCCTTGTACTGGGCGCCACCATCTACCTCATAGGCTTTGATGGGACAACGGTAATCACCAGGGCTGTGGCCGCAAACAATGGGCTGACGACCGG  
Control groups at 28 days ....................................................................................................  
HD100% groups at 20 days ....................................................................................................  
 
                                  210       220       230       240       250       260       270       280       290       300 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              CACCGACAACCTTATGCCATTCAATCTTGTGATTCCAACAAACGAGATAACCCAGCCAATCACATCCATCAAACTGGAGATAGTGACCTCCAAAAGTGGT  
Control groups at 28 days ....................................................................................................  
HD100% groups at 20 days ....................................................................................................  
 
                                  310       320       330       340       350       360       370       380       390       400 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              GGTCAGGCAGGGGATCAGATGTCATGGTCGGCAAGAGGGAGCCTAGCAGTGACGATCCATGGTGGCAACTATCCAGGGGCCCTCCGTCCCGTCACGCTAG  
Control groups at 28 days ....................................................................................................  
HD100% groups at 20 days ....................................................................................................  
 
                                  410       420       430       440       450       460       470       480       490       500 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              TGGCCTACGAAAGAGTGGCAACAGGATCCGTCGTTACGGTCGCTGGGGTGAGCAACTTCGAGCTGATCCCAAATCCTGAACTAGCAAAGAACCTGGTTAC  
Control groups at 28 days ....................................................................................................  
HD100% groups at 20 days ....................................................................................................  
 
                                  510       520       530       540       550       560       570       580       590       600 
                          ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Clonevac D78              AGAATACGGCCGATTTGACCCAGGAGCCATGAACTACACAAAATTGATACTGAGTGAGAGGGACCGTCTTGGCATCAAGACCGTCTGGCCAACAAGGGAG  
Control groups at 28 days ....................................................................................................  
HD100% groups at 20 days ....................................................................................................  
 
                                  610       620        
                          ....|....|....|....|....|.... 
Clonevac D78              TACACTGACTTTCGTGAATACTTCATGGA  
Control groups at 28 days  .............................  
HD100% groups at 20 days .............................  
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Fig.7 
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Fig. 8 
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5. Discussion générale 

Au Québec, avec le besoin du marché, les poulets devraient être abattus entre 33 à 40 

jours d’âge. Pour permettre cet abattage et en respectant la période de retrait du vaccin, 

il est nécessaire de vacciner les jeunes poulets avant 21 jours, une période pendant 

laquelle les anticorps maternels sont encore présents (Kumar et al., 2000). Dans ce cas, 

des moyens efficaces devront être proposés afin d’éviter l’échec vaccinal. Dans la 

présente étude, une forte dose de vaccin vivant ajoutée à une forte dose de vitamine E 

ont été utilisées afin de surmonter les anticorps maternels anti-IBDV. Comme il est 

connu qu’un vaccin vivant peut se répliquer et se transmettre d’un oiseau à l’autre, la 

possibilité d’une vaccination par contact a été évaluée par la même occasion. 

Les oiseaux ont été vaccinés à 14 jours d’âge pendant que les anticorps maternels 

persistent encore et protègent les oiseaux contre toute infection bien qu’ils déclinent 

progressivement. A cet âge, il est encore fort possible que les anticorps maternels 

arrivent à neutraliser quelconque vaccin. Cette neutralisation dépend d’un côté du titre 

en anticorps et de l’autre côté de la concentration virale (Siegrist, 2003). Pour avoir un 

excès de virus sur les anticorps maternels, une forte dose de vaccin (105.35 

TCID50/ml/oiseau) a été utilisée. Le virus en excès a suffisamment saturé les anticorps 

maternels présents pour qu’une partie arrive à échapper à leur emprise et à induire une 

réponse immunitaire. Pour fortifier cette réponse immunitaire induite par la forte dose 

de vaccin, une forte dose de vitamine E a été utilisée. En effet dans cette étude, 

l’utilisation d’une dose élevée de vitamine E (50 à100 UI/kg) a été faite car comme le 

NRC l’a indiqué, pour avoir un effet immunostimulateur, la vitamine E doit être utilisée 

à une dose beaucoup plus élevée que la dose nécessaire pour les besoins quotidiens de 

10 UI/kg (NRC, 1994). Mais comme le NRC n’indique pas jusqu’à quelle dose la 

vitamine E peut être utilisée, cette étude a utilisé de la vitamine E jusqu’à 100 UI/kg. 

Cette dose a été utilisée car il a été rapporté qu’à 200 UI/kg, la vitamine E n’est pas 

efficace pour stimuler la réponse immunitaire (Leshchinsky et Klasing, 2001). Comme 

il est connu, cette vitamine à la propriété antioxydative, a un effet immunostimulateur 

(Leshchinsky et Klasing, 2001) qui permet de fortifier et d’améliorer la réponse 

immunitaire. Pour mettre en évidence l’influence de la forte dose tant au niveau du 

vaccin qu’au niveau de la vitamine E, d’autres doses plus faibles ont été utilisées dans 

l’étude. L’objectif principal était de déterminer la capacité du vaccin et de la vitamine 

E, utilisés à forte dose, à contourner les anticorps maternels. Les résultats ont indiqué 
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qu’à 20 jours, tous les groupes, même ceux du contrôle, présentaient encore un titre en 

anticorps. Cela veut dire que les anticorps maternels ont persisté jusqu’à 20 jours d’âge. 

Des résultats similaires ont été rapportés par Alam et al. (2002) qui ont trouvé que les 

anticorps maternels persistent jusqu’à 15 à 20 jours. Dans la présente étude, à 20 jours 

d’âge, l’attestation que le virus ait pu contourner les anticorps maternels ne peut pas être 

confirmée par ELISA. Effectivement, à cet âge la réponse immunitaire passive ne peut 

pas être distinguée de la réponse active. Par contre en regardant les résultats du ré-

isolement viral effectué à 20 jours, la confirmation d’un contournement des anticorps 

maternels par le vaccin peut être apportée. En effet, bien que les anticorps maternels 

persistent, le virus est ré-isolé au niveau de la BF des oiseaux des groupes FD100%, 

FD10% et DN100%. Cela implique que les anticorps maternels n’ont pas pu 

entièrement neutraliser le vaccin (Rautenschlein et al. 2005). Une partie du virus 

vaccinal a pu échapper à l’emprise des anticorps maternels et a pu coloniser la BF. 

Concernant la vitamine E, les résultats ont indiqués que la dose de vitamine E 

n’influence en rien le contournement des anticorps maternels par le virus vaccinal. En 

effet aucune différence n’a été observée au niveau de la prévalence du virus entre le 

sous-groupe supplémenté en vitamine E à forte dose et celui supplémenté en vitamine E 

à faible dose. 

À 28 jours d’âge, aucun titre en anticorps n’a été détecté au niveau du groupe contrôle. 

Cela signifie qu’à cet âge les anticorps maternels ont totalement décliné. Par contre, les 

oiseaux des groupes vaccinés présentaient un titre en anticorps. Les oiseaux ont répondu 

à la vaccination et leur séroconversion montre l’efficacité du vaccin en présence 

d’anticorps maternels (Mundt et al., 2003). 

Dans la présente étude, une forte dose et une dose normale de vaccin ont été utilisées et 

l’influence de la dose de vaccin sur le contournement des anticorps maternels par le 

vaccin a été déterminée. À 28 jours, le titre en anticorps des oiseaux du groupe 

ND100% était sensiblement égal à celui du groupe FD10%. L’égalité entre la réponse 

humorale donnée par la vaccination des oiseaux de ces 2 groupes peut être expliquée 

par le fait que dans ces 2 groupes, la même concentration de vaccin a été utilisée. Dans 

le groupe ND100%, 100 oiseaux ont été vaccinés avec 104,35 TCID50/ml/oiseau de 

vaccin et dans le groupe FD10%, 10 oiseaux ont été vaccinés avec 

105,35TCID50/ml/oiseau. Économiquement, vacciner tous les oiseaux à dose normale 

revient à vacciner les 10% des oiseaux à forte dose. Ce qui est intéressant, c’est au 
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niveau du temps car vacciner juste les 10% permet de gagner plus de temps. En effet, la 

vaccination des 90% restants du groupe FD10% va être effectuée naturellement par la 

transmission orale du virus vaccinal via les fientes des 10% vaccinés. Les oiseaux du 

groupe FD100% ont un titre nettement élevé comparé à ceux des 2 autres groupes. Il 

semble alors que la réponse immunitaire dépend de la dose et de la concentration du 

virus utilisé dans le vaccin (Long Li et al., 2006). Par conséquent, le contournement des 

anticorps maternels est plus efficace et plus rapide avec un vaccin à forte dose (Van den 

Berg et Meulemans, 1991). Cela dit, une vaccination avant 14 jours pourrait être 

envisagée avec cette forte dose. Mais il faut quand même tenir compte du statut 

immunitaire des oiseaux et des reproductrices d’où ils sont issus avant de pouvoir 

vacciner plus tôt que 14 jours. Les résultats démontrent aussi qu’après 28 jours, quel 

que soit la dose de vaccin utilisée, tous les oiseaux présentaient un titre sensiblement 

égal. Ainsi l’effet de dose agit uniquement au niveau du contournement des anticorps 

maternels et il n’a aucun effet sur la rapidité de la séroconversion des oiseaux. 

L’efficacité du vaccin est évaluée d’un côté par la séroconversion des oiseaux vaccinés 

et de l’autre par la présence du virus vaccinal et l’éventuelle atrophie qu’il pourra 

provoquer sur la BF. À 20 jours d’âge, les résultats ont démontré qu’aucun virus n’a été 

détecté au niveau du groupe contrôle et les oiseaux des groupes vaccinés présentaient 

différentes prévalences virales. Dans le groupe FD10%; 37,5% des oiseaux présentaient 

le virus au niveau de leur BF contre 25% pour le groupe FD100%. Cela pourrait être 

expliqué par le fait qu’à 20 jours d’âge, les oiseaux du groupe FD100% ont déjà passé la 

phase virémique; qui s’est passée 2 à 3 jours après la vaccination (Maclachlan et 

Dubovi., 2001) vers 16 à 17 jours d’âge; une phase pendant laquelle le virus est à sa 

concentration maximale dans la BF. Par contre à cet âge les oiseaux du groupe FD10% 

sont en pleine phase virémique car comme ces oiseaux constituent les 90% des oiseaux 

non vaccinés du groupe FD10%, ils vont être vaccinés par contact et leur infection n’a 

commencé qu’après l’excrétion de virus des 10% vaccinés. Cette excrétion commence 2 

jours après la vaccination, donc l’infection des oiseaux non vaccinés du groupe FD10% 

commençait vers 16 jours d’âges et la phase virémique se situe à 2 à 3 jours après 

l’infection vers 18 à 19 jours d’âge. À 28 jours d’âge, les résultats montrent que la 

prévalence du virus au niveau des oiseaux des groupes FD100% et FD10% diminue. 

Seulement 12,5% des oiseaux de chaque groupe présentaient le virus au niveau de leur 

bourse. Tandis que celle des groupes contrôle et ND100% augmente. Quatre-vingt et un 
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pourcent (81%) des oiseaux du groupe contrôle et 25% du groupe ND100% présentaient  

l’IBDV au niveau de leur BF. À 28 jours d’âge aussi, les oiseaux des groupes FD100% 

et FD10% présentaient un titre en anticorps élevé que celui des autres groupes. La 

prévalence au niveau de ces groupes FD100% et FD10% diminue car la réponse 

immunitaire active des oiseaux de ces groupes a commencé à éliminer le virus.  

Un des objectifs de cette étude était d’évaluer la possibilité d’une vaccination par 

contact. Les mêmes paramètres qui sont utilisés dans la vaccination orale, tels que la 

séroconversion et la présence du virus au niveau de la BF, sont déterminés au niveau 

des oiseaux non vaccinés afin d’évaluer la transmission horizontale du virus. La 

vaccination par contact direct a été évaluée avec les oiseaux non vaccinés du groupe 

FD10% et dans ce groupe le virus était présent à 20 jours d’âge et avec une 

séroconversion des oiseaux à 28 jours d’âge. Quant à la vaccination par contact indirect, 

elle a été évaluée avec les oiseaux du groupe contrôle. Dans ce groupe l’infection et la 

séroconversion étaient effectuées plus tard. Le virus de l’IBDV n’était détecté qu’à 28 

jours d’âge et les oiseaux n’ont séroconvertis qu’à  35 jours d’âge. 

 Bien que ce groupe contrôle ait pris du retard dans l’infection et la séroconversion, ce 

qui est intéressant, c’est de voir qu’à 28 jours d’âge aucun titre en anticorps n’a encore 

été décelé au niveau des oiseaux du groupe contrôle et 7 jours après ces oiseaux ont 

séroconvertis en égalisant le titre en anticorps des oiseaux des autres groupes. Comme 

aucune prise sanguine journalière n’a été faite dans cette étude, il est impossible de 

déterminer le moment exact de la séroconversion des oiseaux. Quoi qu’il en soit, la 

séroconversion des oiseaux en une semaine peut être qualifiée de rapide par rapport à 

celle des autres investigateurs. En effet avec le même vaccin, Van den Berg et 

Meulemans (1991) ont trouvé que les oiseaux ont séroconvertis 10 jours après la 

vaccination. Par contre Block et al., (2007) ont trouvé qu’en moyenne les oiseaux ont 

séroconvertis 14 jours après une vaccination avec un vaccin intermédiaire. 

La séroconversion des oiseaux non vaccinés démontre la possibilité d’une vaccination 

par contact. Que le virus vaccinal, excrété par les oiseaux vaccinés, soit transmis 

directement ou indirectement aux oiseaux non vaccinés, la séroconversion s’est fait 

rapidement après l’infection.  Cette rapide séroconversion des oiseaux non vaccinés va 

réduire l’éventuel risque d’infection par une souche sauvage de IBDV. Par rapport aux 

oiseaux du groupe contrôle, l’infection des 90% d’oiseaux non vaccinés du groupe 
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FD10% est plus précoce (vers 16 jours d’âges) cela s’explique par le fait que ces 

oiseaux non vaccinés du groupe FD10% étaient en contact direct avec les fientes des 

10% vaccinés tandis que ceux des contrôles étaient séparés par une cloison et n’étaient 

pas en contact avec les fientes. Bien que rare soient les études effectuées sur la 

transmission aérienne de l’IBDV, cette étude veut émettre l’hypothèse d’une possible 

transmission aérienne du virus. Ainsi le virus vaccinal qui a infecté les oiseaux du 

groupe contrôle aurait emprunté une voie aérienne, une voie autre que la voie orale 

habituelle. 

La présence du virus chez les oiseaux non vaccinés a démontré que le virus vaccinal est 

capable de se répliquer et de se transmettre d’un oiseau à l’autre. Comme l’IBDV est un 

virus à ARN bisegmenté, il est sujet à diverses mutations qui conduisent soit à 

l’atténuation du virus lors de ses passages sur cultures cellulaires soit à sa réversion à la 

virulence lors des passages d’un oiseau à l’autre (Muskett et al., 1985 ; Yamaguchi et 

al., 2000). Cette transmission horizontale (transmission du virus vaccinal d’un oiseau à 

un autre) emmène donc à poser des questions sur un possible retour à la virulence de la 

souche vaccinale. Ce retour à la virulence du virus vaccinal peut être déterminé soit 

macroscopiquement par l’évaluation de l’atrophie de la BF soit microscopiquement par 

l’examen histologique de la BF ou encore par séquençage de la région hypervariable de 

VP2. Pour évaluer l’atrophie de la bourse, le ratio entre le poids de la bourse et le poids 

de l’oiseau a été calculé. Les résultats ont démontrés qu’à 20 jours aucune atrophie n’a 

été détectée dans tous les groupes et à 28 jours, seuls les oiseaux des groupes FD100% 

et FD10% ont présenté une atrophie. À 20 jours aucune atrophie n’a été détectée au 

niveau de la BF des oiseaux du groupe contrôle car le virus n’y était pas encore. Dans 

les groupes FD100% et FD10%, la BF était probablement encore en hypertrophie. Dans 

le groupe ND100%, vu la prévalence des oiseaux de ce groupe, la concentration virale 

utilisée n’était pas assez pour produire une atrophie. Giambrone et Closser (1989) ont 

trouvé qu’aucune atrophie n’a été détectée jusqu’à 21 jours après vaccination avec le 

même vaccin. A 28 jours, l’atrophie n’a pas encore été détectée au niveau des groupes 

contrôles car probablement la BF de ces oiseaux était encore en hypertrophie. 

L’atrophie de la BF des oiseaux des groupes FD100% et FD10% est peut-être l’effet de 

concentration de virus utilisé dans le vaccin. Mais même si l’atrophie est présente au 

niveau de la BF des oiseaux de ces groupes, rien ne peut certifier qu’il ait un retour à la 

virulence. Comme aucun examen histologique n’a été effectué dans cette étude, aucun 
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score lésionnel ne peut être donné et par conséquent le degré de l’atrophie ne peut pas 

être évalué. Mais quoi qu’il en soit, la présence de l’atrophie ne peut pas être attribuée à 

un retour à la virulence. En effet, l’atrophie à elle seule ne peut pas être considérée 

comme un paramètre qui définit le retour à la virulence d’un vaccin car presque tous les 

vaccins vivants occasionnent des dommages au niveau de la BF et entrainent une 

atrophie ne serait-ce que modérée (Mazariegos et al., 1990). Mais le moyen le plus sûr 

pour déterminer cette réversion est le séquençage génomique de la région hypervariable 

de VP2 du virus. D’un côté ce séquençage aide à confirmer la parenté de la souche 

isolée avec la souche vaccinale et de l’autre côté à déterminer les mutations qui se 

présentent au niveau du nucléotide. Une mutation d’acide aminé résiduel Histidine en 

Glutamine à la position 253 du nucléotide est en faveur de l’accroissement de la 

virulence du virus après son passage d’oiseaux à oiseaux (Yamaguchi et al., 2000). 

Dans la présente étude, la comparaison entre la séquence de la région hypervariable de 

VP2 du virus vaccinal et celles des virus présents au niveau de la bourse des oiseaux du 

groupe FD100% à 20 jours et du groupe contrôle à 28 jours a démontré une parfaite 

homologie entre les 3 séquences. Bien que le virus vaccinal ait subi des réplications et 

qu’il soit transmis d’oiseaux vaccinés aux non vaccinés, aucune mutation n’a eut lieu au 

niveau de la séquence. La menace par rapport à la réversion à la virulence par le passage 

d’oiseau à oiseau pourrait donc être éliminée. Grâce à cette homologie des séquences, 

l’atrophie de la BF des oiseaux non vaccinés des groupes FD10% à 28 jours ne peut pas 

être attribuée au retour à la virulence du virus. L’assurance sur l’absence d’un possible 

retour à la virulence pourrait être confortée par le fait que le vaccin utilisé est fabriqué 

avec des virus clones obtenus par purification de plaques. 

Le dernier objectif de cette étude était de déterminer si la vitamine E à forte dose 

stimule la réponse humorale. Dans cette étude, 2 doses (20 à 27 UI/kg et 50 à 100UI/kg) 

de vitamine E ont été utilisées dans la ration alimentaire des oiseaux. L’assimilation de 

ces doses alimentaires de vitamine E a été évaluée par dosage de la concentration 

sérique de la vitamine E. Les résultats de ces dosages démontrent une bonne 

assimilation de la vitamine E par les oiseaux. Les concentrations sériques du 28 jours 

d’âges ont été par la suite comparées avec celles du 49 jours. Les résultats ont démontré 

que la concentration sérique en vitamine E du 49 jours  (991,72 ± 237,73 µg/dl) est 

nettement plus élevée que celle du 28 jours  (900,15 ± 317,76 µg/dl)   car il y a 

sûrement un effet cumulatif de cette vitamine (Jensen et al., 1998). 
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L’effet immunostimulateur de la vitamine E a été par la suite évalué en comparant le 

titre en anticorps des oiseaux supplémentés avec une forte dose de vitamine E avec celui 

des oiseaux supplémentés avec une faible dose de vitamine E. Les résultats ont 

démontré que les oiseaux supplémentés avec de la vitamine E présentaient un titre en 

anticorps nettement plus élevé. Cela démontre que la vitamine E stimule la réponse 

immunitaire humorale. Mais comme dans cette étude la seule évaluation de l’effet 

immuno-stimulateur de la vitamine E n’a été faite que par comparaison du titre en 

anticorps et que ni une étude sur la prolifération lymphocytaire ni sur l’effet anti-

inflammatoire de la vitamine E a été faite, aucun argument sur la fonction interne et 

cellulaire de la vitamine E ne peut être avancé. Néanmoins, en se référant aux 

investigations des autres auteurs sur les rôles de la vitamine E, des hypothèses 

pourraient être avancées. Comme la vaccination entrainerait une réaction inflammatoire, 

il y aurait une production de prostaglandine E2. Cette dernière va avoir un effet 

inhibiteur sur la production de l’interleukine 2 et indirectement sur la prolifération 

lymphocytaire (Walker et al., 1983). Mais comme la vitamine E a un effet inhibiteur de 

la prostaglandine (Yano et al., 1997), elle va indirectement stimuler la prolifération 

lymphocytaire. Comme la vaccination induirait aussi un grand stress aux poulets, il y 

aurait une sécrétion des modulateurs de stress comme les corticostéroïdes associée à une 

augmentation de la prostaglandine (Tengerdy, 1989). Comme précédemment, la 

vitamine E va inhiber l’effet inhibiteur de la prostaglandine sur la prolifération des 

lymphocytes et va permettre la stimulation de la réponse immunitaire humorale. 
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6. Conclusion et perspectives 

 Il a été démontré que la dose de vaccin, le mode de vaccination ainsi que la 

supplémentation en vitamine E constituent les facteurs qui peuvent influencer une 

réponse immunitaire contre l’IBD. Chaque facteur agit de manière différente mais au 

final, la combinaison de chaque facteur contribue à une réponse immunitaire plus 

efficace. La dose de vaccin est le facteur qui contribue à l’efficacité de la vaccination 

par contournement des anticorps maternels.  La vitamine E en soi n’influence en aucun 

cas le contournement  des anticorps maternels par le vaccin. Néanmoins, elle agit sur 

l’amplitude de la réponse en anticorps lors de la séroconversion des oiseaux. Vacciner 

avec un vaccin à forte dose combiné à une supplémentation à forte dose de vitamine E 

donne une réponse immunitaire plus élevée que de vacciner avec un vaccin à forte dose 

combiné à une faible supplémentation en vitamine E. Quant au mode de vaccination, 

qu’il soit par contact direct ou indirect, il donne une même réponse immunitaire après 

séroconversion des oiseaux. En comparant le titre en anticorps des oiseaux vaccinés 

oralement à ceux qui sont vaccinés par contact, aucune différence ne peut être détectée à 

35 jours d’âge. Au final vacciner oralement ou vacciner par contact revient au même sur 

le plan immunitaire. La différence réside essentiellement sur le plan pratique. La 

vaccination par contact serait moins encombrante. Ainsi en pratique, il serait préférable 

de  faire une vaccination partielle avec une forte dose de vaccin en combinaison avec 

une supplémentation à la vitamine E à forte dose.  

Cette étude a donc permis de démontrer qu’une forte dose de vaccin permet de 

surmonter l’interférence des anticorps maternels sur le vaccin lorsque la vaccination se 

fait avant la déclinaison des anticorps maternels. Elle a permis de confirmer la 

possibilité d’une vaccination par contact dénuée d’une réversion à la virulence avec une 

transmission du virus vaccinal par une voie autre qu’orale. Mais bien qu’il existe une 

affirmation par séquençage de l’absence du retour à la virulence et vu qu’il y a eu une 

atrophie, un examen histologique des BF aurait dû être fait pour vraiment s’assurer que 

cette atrophie n’occasionne aucune lésion sur la BF. L’évaluation de l’atrophie de la 

bourse aussi aurait du être effectuée après 28 jours d’âge pour déterminer si les oiseaux 

des groupes contrôle et DN100% ont présenté une atrophie au niveau de leur BF. La 

connaissance de l’évaluation de l’atrophie surtout au niveau du groupe DN100% aurait 

permis de savoir si la dose de vaccin utilisée influencerait la présence ou l’absence 
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d’une atrophie. Cette étude aussi a démontré la capacité de la vitamine E à forte dose à 

stimuler la réponse immunitaire humorale. Mais comme cet effet immuno-stimulateur 

n’a été évalué que par détermination du titre en anticorps par ELISA, une étude 

approfondie sur le mécanisme de la stimulation de la réponse immunitaire humorale par 

la vitamine E à forte dose lors de la vaccination des poulets contre la maladie de 

Gumboro serait intéressante. Une reproduction dans le champ de l’expérience conduite 

dans cette étude devrait aussi être effectuée car les conditions réelles d’élevage sont 

bien différentes des conditions expérimentales. Ceci permettrait de voir la faisabilité de 

cette étude sur les terrains. 
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8. Annexe 
 
Composition de l’aliment de base des poulets 

Démarrage (D) 

0 to 14 jours 

Croissance (C) 

15 to 28 jours 

Finition (F) 

29 to 49 jours  

A B A B A B 

Maïs (g/kg) 557,75 559,2 538,35 538,8 713,51 714,12

Prémélange en 

vitamine E (g/kg) 
1,45 0 0,45 0 0,61 0 

Ingrédients constants* 

(g/kg) 
440,85 440,8 461 461 285,88 285,88

Vitamine E (UI/kg) 100 27 50 27 50 20 

       

Analyse calculée       

Énergie métabolisable  

(kcal) 
252,64 343,89 350,23 347,42 352,33 356,42

Protéine brute (%) 20,8 20,8 19,6 20,7 16,2 17,7 

Gras brut (%) 3,04 3,07 4,12 3,37 4,15 4,45 

 

* Soya (48%) D:329 , C: 276, F :204 ; farine de pain energro D: 0 , C: 100, F : 47 ; 

pierre à chaux D: 17, C: 16  F : 14 ; tourteaux de canola D: 17 ,  C: 29, F : 0 ; 

gluten D:50, C: 14, F : 0 Biofos D: 10 , C: 9, F : 5 ; huile de soya excel : 5 ; sel FC vrac 

D: 2 ;  C:0,8 ; F : 1,4 ; P méthionine D: 2,1 ;  C: 1,8 ; F : 1,1 ; bicarbonate de soude  D: 

1,8 ; C: 2,8 ; F : 2,6; micronutriments D: 2, C: 2, F : 1,48 ; L lysine D: 1, C: 1,7 ; F : 

1,3 ; chlorure de choline  D: 0,7 ;  C:0,6 ; F : 0,4; additifs : 1,4 ; Sulfate de cuivre D: 

0,3; C: 0,3; F : 0,4 L-Thréonine  D: 0,2 ; C: 0,3 ; F : 0,2 


