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Introduction  
Le présent document fournit des orientations provisoires aux laboratoires et autres intéressés impliqués dans la détection du 
coronavirus 2 du syndrome respiratoire aigu sévère (SARS-CoV-2). Il couvre les principaux éléments à prendre en considération 
pour le prélèvement des échantillons, les tests d’amplification des acides nucléiques (TAAN), la détection des antigènes (Ag), la 
détection des anticorps (Ac) et l’assurance de la qualité. Ce document sera mis à jour à mesure que de nouvelles informations seront 
disponibles. Les commentaires peuvent être envoyés à WHElab@who.int. 

Modifications par rapport à la version précédente  

Le titre de ces orientations provisoires a changé, passant de « Dépistage en laboratoire des cas suspects d’infection humaine par le 
nouveau coronavirus 2019 (COVID-19) » à « Tests diagnostiques pour le dépistage du SARS-CoV-2 ». Des informations générales 
pertinentes supplémentaires et un algorithme de diagnostic clinique ont été ajoutés au document. De plus, les orientations ont été 
mises à jour en fonction des nouvelles conclusions de la littérature et des meilleures pratiques. 

Documents de l’OMS pertinents 

L’OMS a élaboré des orientations provisoires et des documents d’information technique pour aider les responsables de l’élaboration 
de politiques et les laboratoires à mettre en place un dépistage du SARS-CoV-2. Ces documents couvrent la stratégie de dépistage 
en laboratoire [1], l’outil d’évaluation en laboratoire [2], la sécurité biologique en laboratoire [3], les conseils sur l’utilisation des 
tests d’immunodiagnostic au point de service [4], la détection des antigènes à l’aide de tests immunologiques rapides pour le 
diagnostic de l’infection à SARS-CoV-2 [5], des conseils pour les enquêtes sur les groupes de cas [6], la surveillance de la santé 
publique [7] et des considérations opérationnelles pour la surveillance dans le cadre du GISRS [8]. En outre, les protocoles 
d’enquêtes précoces [9] peuvent être utilisés par les pays pour mettre en œuvre des études épidémiologiques et améliorer la 
compréhension des modes de transmission, de la gravité et de la prévalence de la maladie, des caractéristiques cliniques et des 
facteurs de risque de l’infection par le SARS-CoV-2. 

 

Généralités sur le SARS-CoV-2 

L’OMS a été alertée pour la première fois d’un épisode de cas groupés de pneumonies d’étiologie inconnue à Wuhan, en République 
populaire de Chine, le 31 décembre 2019. Le virus a dans un premier temps été nommé provisoirement nouveau coronavirus 2019 
(2019-nCoV). 

Par la suite, le Comité international de taxonomie des virus (CITV) a nommé le virus SARS-CoV-2 [10]. Le nom de la maladie 
causée par le SARS-CoV-2 est la COVID-19.  

Le SARS-CoV-2 est classé dans le genre Betacoronavirus (sous-genre Sarbecovirus) de la famille des Coronaviridae [11]. Il s’agit 
d’un virus enveloppé dont le génome est constitué d’un acide ribonucléique (ARN) simple brin, de polarité positive, de 30 kb [10]. 
Le virus a un mécanisme de correction de l’ARN tel qu’il maintient le taux de mutation à un niveau relativement faible. Le génome 
code pour des protéines non structurales (certaines d’entre elles sont indispensables à la formation du complexe réplicase-
transcriptase), quatre protéines structurales (spike (S), enveloppe (E), membrane (M), nucléocapside (N)) et des protéines 
accessoires putatives [12-14]. Le virus se fixe sur un récepteur de l’enzyme de conversion de l’angiotensine 2 (ACE2) pour entrer 
dans les cellules [15-17]. 

Le SARS-CoV-2 est le septième coronavirus identifié qui est connu pour infecter les êtres humains (HCoV). Quatre de ces virus, 
HCoV-229E, HCoV-NL63, HCoV-HKU1 et HCoV-OC43, sont endémiques, saisonniers et ont tendance à causer des maladies 
respiratoires bénignes. Les deux autres virus sont le coronavirus du syndrome respiratoire du Moyen-Orient (MERS-CoV) et le 
coronavirus du syndrome respiratoire aigu sévère de type 1 (SARS-CoV-1), deux coronavirus zoonotiques plus virulents. Le SARS-
CoV-2 est le plus semblable, d’un point de vue génétique, au SARS-CoV-1, et ces deux virus appartiennent au sous-genre 
Sarbecovirus du genre Betacoronavirus [11]. Cependant, on sait du SARS-CoV-1 qu’il ne circule pas actuellement dans la 
population humaine. 
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Le tableau clinique de l’infection par le SARS-CoV-2 est très large et peut aller de l’infection asymptomatique à des formes sévères 
d’infection [18-27]. Les taux de mortalité diffèrent selon les pays [28]. Le diagnostic précoce en laboratoire d’une infection à SARS-
CoV-2 permet de faciliter la prise en charge clinique et de mieux maîtriser les flambées. Les tests diagnostiques peuvent être basés 
sur la détection du virus lui-même (ARN viral ou antigène viral) ou sur la détection de la réponse immunitaire humaine à l’infection 
(anticorps ou autres biomarqueurs).  

Même si nos connaissances sur le SARS-CoV-2 se sont rapidement étendues, il reste encore beaucoup de questions en suspens qui 
doivent être clarifiées. L’OMS encourage la recherche et le partage de résultats susceptibles de contribuer à une meilleure 
caractérisation du SARS-CoV-2 [29, 30].  

 

Informations générales sur la détection de l’ARN du SARS-CoV-2  

La confirmation standard des infections aiguës à SARS-CoV-2 repose sur la détection de séquences virales uniques à l’aide de tests 
d’amplification des acides nucléiques (TAAN), tels que l’amplification génique rRT-PCR (transcription inverse suivie d’une 
amplification en chaîne par polymérase en temps réel). Les cibles de ces tests comprennent des régions présentes sur les gènes E, 
RdRP, N et S. 

Une fois qu’une personne a été infectée par le virus, le délai moyen d’apparition des symptômes (période d’incubation) est de 5 à 6 
jours, avec une fourchette de 1 à 14 jours après l’exposition [31-35]. Le virus peut être détectable dans les voies respiratoires 
supérieures 1 à 3 jours avant l’apparition des symptômes. La concentration de SARS-CoV-2 dans les voies respiratoires supérieures 
est la plus élevée au moment de l’apparition des symptômes, après quoi elle diminue progressivement [36-42]. Certaines études font 
état de charges virales plus élevées chez les personnes gravement malades que chez les patients atteints d’une forme bénigne, alors 
que d’autres études ne font pas état de telles différences [36, 43-49]. La présence d’ARN viral dans les voies respiratoires inférieures, 
et pour un sous-groupe d’individus, dans les selles, augmente au cours de la deuxième semaine de la maladie [38]. Chez certains 
patients, l’ARN viral n’est détectable que pendant quelques jours, tandis que chez d’autres patients, il peut être détecté pendant 
plusieurs semaines, voire plusieurs mois [44, 50-60]. La présence prolongée d’ARN viral n’est pas nécessairement synonyme 
d’infectiosité prolongée. Plusieurs études décrivent la corrélation entre la baisse de l’infectiosité et i) l’augmentation du nombre de 
jours écoulés depuis le début puis la disparition des symptômes, ii) la diminution de la charge virale dans les sécrétions respiratoires 
[37, 61-64] et iii) une augmentation des anticorps neutralisants [37, 61]. Davantage d’informations sont disponibles à ce sujet dans 
le document d’information scientifique intitulé Critères pour lever l’isolement des patients atteints de COVID-19 [65]. 

La composition des sécrétions respiratoires peut être très variable, et la qualité des prélèvements peut également varier, ce qui peut 
parfois donner lieu à des résultats de PCR faussement négatifs [40, 42, 58, 66-74]. Chez les patients chez lesquels on suspecte 
fortement une infection par le SARS-CoV-2 et dont les prélèvements des voies respiratoires supérieures sur écouvillon sont négatifs, 
l’ARN viral peut être détecté dans les sécrétions des voies respiratoires inférieures, telles que les expectorations ou le lavage 
bronchoalvéolaire [70, 71, 75, 76]. Les écouvillons rectaux ou les écouvillons obtenus à partir de selles se sont révélés positifs pour 
l’ARN du SARS-CoV-2 chez un sous-groupe de patients, certaines études suggérant que cette positivité est prolongée par rapport à 
celle des échantillons des voies respiratoires [46, 56, 59, 75, 77]. Chez certains patients, une détection de l’ARN du SARS-CoV-2 
dans des échantillons de sang a été rapportée, et certaines études suggèrent que la détection dans le sang est associée aux formes 
sévères de la maladie ; des études supplémentaires sur cette éventuelle association s’imposent néanmoins [75, 78-81]. Les taux de 
détection rapportés dans les échantillons de sécrétions buccales (p. ex. salive induite) [28, 49, 82-88] par rapport à ceux 
d’échantillons des voies respiratoires supérieures du même patient varient considérablement, et on dispose de peu de données sur la 
validité de la détection du SARS-CoV-2 dans les échantillons de gargarismes/bains de bouche [85]. Les différences frappantes de 
sensibilité dans les évaluations des sécrétions buccales pourraient être dues à de grandes différences dans les techniques de 
prélèvement, de transport et de conservation, ainsi qu’à l’évaluation de populations dépistées différentes. Du SARS-CoV-2 a pu être 
détecté parfois dans les liquides oculaires de patients présentant ou non des signes de conjonctivite [89-93]. Certaines études n’ont 
pas détecté de SARS-CoV-2 dans l’urine [58, 75, 94], tandis que d’autres ont pu détecter de l’ARN viral dans l’urine chez un nombre 
limité de patients [57, 95]. Une étude a rapporté le cas de plusieurs patients présentant des échantillons de sperme positifs [96]. En 
outre, une recherche d’ARN positive dans du tissu cérébral [97] et du liquide céphalorachidien [98] a été décrite dans des rapports 
de cas. Ainsi, le SARS-CoV-2 peut être détecté dans toute une série d’autres liquides et compartiments biologiques, mais on le 
retrouve le plus fréquemment dans le matériel d’origine respiratoire et, par conséquent, les échantillons respiratoires restent le type 
d’échantillon de choix pour les tests à visée diagnostique.  
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Principes directeurs du dépistage en laboratoire  

La décision de pratiquer un test doit être fondée sur des facteurs cliniques et épidémiologiques. Voir les orientations provisoires sur 
la prise en charge clinique de la COVID-19 [99], les enquêtes sur les groupes de cas [6] et la surveillance de la santé publique [7]. 

Pour les patients chez lesquels on suspecte fortement une infection à SARS-CoV-2, il est indispensable d’une part de procéder 
rapidement au prélèvement des échantillons appropriés, et d’autre part d’obtenir un diagnostic précis en laboratoire, afin de faciliter 
la prise en charge clinique de ces patients et de soutenir les mesures de lutte contre l’infection. Compte tenu de la complexité de 
l’obtention d’échantillons adéquats, ainsi que des analyses de laboratoire et de l’interprétation des résultats, le prélèvement et le 
diagnostic en laboratoire doivent être effectués par des opérateurs qualifiés et compétents.  

Il se peut que les personnes infectées par le SARS-CoV-2 ne développent jamais de symptômes (cas asymptomatiques), ou elles 
peuvent présenter une forme très bénigne de la maladie (état paucisymptomatique), ou elles peuvent développer une forme modérée 
à sévère de COVID-19 [18-26]. La meilleure preuve d’une infection virale repose sur la détection de fragments du virus, tels que 
des protéines ou des acides nucléiques, par des tests virologiques. Les sujets infectés peuvent avoir un résultat d’analyse positif pour 
des acides nucléiques viraux ou des protéines virales sans présenter de symptômes (asymptomatiques), ou avant l’apparition de 
symptômes (présymptomatiques), et tout au long d’un épisode de la maladie (symptomatiques). Pour ceux qui contractent la 
COVID-19, les symptômes peuvent être très variés lors de la présentation initiale de la maladie. Les individus peuvent présenter 
des symptômes très bénins, avec une pneumonie apparente, un état fébrile/septique, et moins souvent une gastro-entérite ou des 
symptômes neurologiques [99]. Si la prise en charge l’exige, il convient de soumettre également les patients à un dépistage d’autres 
agents pathogènes, comme le recommandent les directives locales en matière de prise en charge clinique, mais cela ne doit jamais 
retarder le dépistage du SARS-CoV-2 [99, 100]. Des co-infections du SARS-CoV-2 avec d’autres agents pathogènes ont été 
signalées, de sorte qu’un résultat positif pour un autre agent pathogène n’exclut pas la présence d’une COVID-19 et vice versa [27, 
101-109]. Des cas de résultats faux positifs lors de la recherche d’anticorps anti-dengue au moyen d’un test de diagnostic rapide 
(TDR) de la dengue chez des patients atteints de COVID-19 ont été rapportés [110, 111]. Il existe également un risque de résultats 
faux positifs ou faux négatifs lors de la détection du SARS-CoV-2, si le dépistage n’est pas réalisé avec des tests adéquats ou s’il 
n’est pas effectué dans des conditions adéquates. 

 

Prélèvement, expédition et conservation des échantillons 
Procédures de sécurité pendant le prélèvement des échantillons  

Il faut veiller à ce que les agents de santé qui recueillent des échantillons cliniques sur des cas suspects respectent rigoureusement 
les lignes directrices en matière de lutte anti-infectieuse et portent un équipement de protection individuelle (EPI) approprié, voir 
également les orientations provisoires de l’OMS sur la lutte anti-infectieuse lors de la prise en charge des patients [7]. 

Il faut également veiller à ce que des modes opératoires normalisés (MON) adéquats soient en place et que le personnel soit formé 
de façon appropriée au prélèvement, à l’emballage, à l’expédition et à la conservation des échantillons. On considérera que tous les 
échantillons prélevés à des fins d’analyse peuvent être infectés par le SARS-CoV-2 et d’autres agents pathogènes. Voir aussi les 
orientations provisoires de l’OMS sur la sécurité biologique en laboratoire vis-à-vis du SARS-CoV-2 [3]. Les directives locales, y 
compris sur le consentement éclairé, doivent être observées pour le prélèvement, le dépistage et la conservation des échantillons, 
ainsi que pour les travaux de recherche en la matière.  

Échantillons à prélever 

L’échantillon le plus adapté dépend du tableau clinique et du temps écoulé depuis l’apparition des symptômes. Au minimum, il 
convient de prélever des échantillons des voies respiratoires. 

Échantillons des voies respiratoires 

• Les échantillons prélevés dans les voies respiratoires supérieures sont appropriés pour le dépistage des infections à un 
stade précoce, en particulier chez les cas asymptomatiques ou présentant une forme bénigne de la maladie. Il a été démontré 
que les prélèvements obtenus par écouvillonnage nasopharyngé et oropharyngé combiné sur une même personne 
augmentent la sensibilité de détection des virus respiratoires et améliorent la fiabilité du résultat [60, 86, 112-114]. Deux 
écouvillons individuels peuvent être combinés dans un unique tube de prélèvement ou un écouvillonnage nasopharyngé et 
oropharyngé combiné peut être effectué [115]. Quelques études ont montré que les écouvillons nasopharyngés individuels 
donnent un résultat plus fiable que les écouvillons oropharyngés [40, 75, 76, 114]. 

• Les échantillons prélevés dans les voies respiratoires inférieures sont recommandés si le prélèvement a lieu plus 
tardivement au cours de l’évolution de la COVID-19 ou chez des patients ayant un prélèvement des voies respiratoires 
supérieures négatif alors qu’il existe une forte suspicion clinique de COVID-19 [70, 71, 75, 76, 86]. Concernant les 
échantillons des voies respiratoires inférieures, il peut s’agir d’expectorations, si elles sont produites spontanément (le 
crachat induit n’est pas recommandé car il présente un risque accru de transmission d’aérosols [99]) et/ou d’un produit 
d’aspiration endotrachéale ou de lavage bronchoalvéolaire chez les patients présentant une infection respiratoire sévère. Il 
faut faire preuve de prudence en raison du risque élevé d’aérosolisation ; par conséquent, le strict respect des procédures 
de lutte anti-infectieuse pendant le prélèvement des échantillons est nécessaire. L’indication d’une procédure invasive doit 
être évaluée par un médecin.  

https://apps.who.int/iris/handle/10665/332437
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Avant de mettre en œuvre d’autres méthodes de prélèvement d’échantillons des voies respiratoires ou de sécrétions buccales, il faut 
d’abord obtenir la validation en laboratoire de la méthode de prélèvement pour les groupes de patients visés. 

Simplification et optimisation du prélèvement des échantillons 

La demande est forte pour des méthodes de prélèvement d’échantillons simplifiées et optimisées pour la détection du SARS-CoV-
2. Des études ont été menées sur des écouvillons combinés oropharyngés et narinaires/nasaux [116, 117], d’autres sur des 
écouvillons narinaires ou nasaux à mi-cornet [118-120] ou nasaux antérieurs [120, 121] ou sur des écouvillons linguaux [120], 
obtenus soit par un préleveur entraîné, soit par autoprélèvement. Bien que certaines de ces études montrent que ces approches 
fonctionnent raisonnablement bien, ces études se concentrent surtout sur des groupes de patients spécifiques et leurs tailles 
d’échantillon sont limitées. Avant de pouvoir recommander une large mise en œuvre de ces alternatives, une évaluation et une 
validation supplémentaires sont nécessaires afin de déterminer les indications pour lesquelles ces méthodes de prélèvement 
constituent des alternatives appropriées. 

Il existe des cas précis où le prélèvement d’écouvillons nasopharyngés et oropharyngés peut être problématique, par exemple dans 
le cadre d’un dépistage de masse dans les écoles ou les maisons de retraite ou de repos, en particulier lorsque des personnes âgées 
atteintes de démence ou de jeunes enfants sont concernés. Dans ces scénarios, les sécrétions buccales seraient peut-être un type 
d’échantillon plus approprié, car les méthodes de prélèvement sont moins invasives et il y a un risque moindre d’exposition à 
d’autres personnes lors du prélèvement, par rapport au prélèvement d’échantillons dans les voies respiratoires supérieures.  

Les méthodes de prélèvement des sécrétions buccales varient considérablement : à partir de salive ou de sécrétions de l’oropharynx 
postérieur recueillies par crachat ou bave, ou de sécrétions buccales prélevées à l’aide d’une pipette ou d’éponges spéciales. Le 
gargarisme avec des solutions salines est une autre possibilité qui a été étudiée. Les performances de sensibilité de ces échantillons 
sont très bonnes par rapport à celles des prélèvements naso- et/ou oropharyngés [28, 49, 82, 83, 85-88, 122-125]. En raison de la 
grande diversité des méthodes de prélèvement et des étapes de traitement, il faut que les laboratoires collectent leurs propres données 
de performance, liées à la méthode de prélèvement employée localement, et réalisent cette collecte dans la population concernée 
par le dépistage. Pour l’instant, l’OMS ne recommande pas d’utiliser la salive comme seul type d’échantillon pour les diagnostics 
cliniques de routine. Si l’on prévoit d’utiliser des méthodes de prélèvement non standard pour diagnostiquer des infections causées 
par d’autres agents pathogènes respiratoires, la détection de ces agents pathogènes doit faire partie de la procédure de validation.  

Échantillons de selles 

À partir de la deuxième semaine suivant l’apparition des symptômes, il est envisageable d’employer le test d’amplification des 
acides nucléiques pour analyser les échantillons de selles dans le cas où les échantillons des voies respiratoires supérieures et des 
voies respiratoires inférieures sont négatifs et où il subsiste une suspicion clinique de COVID-19 [126]. Lors de l’analyse des selles, 
il convient de s’assurer que la méthode d’extraction prévue et le test d’amplification des acides nucléiques ont été validés pour ce 
type d’échantillon.  

Échantillons post-mortem 

Si la personne est décédée, il faut envisager de réaliser un écouvillonnage post-mortem, une biopsie à l’aiguille ou des prélèvements 
de tissus à partir de l’autopsie, y compris des tissus pulmonaires pour des analyses anatomopathologiques et microbiologiques 
ultérieures [127-133]. 

Échantillons de sérum 

Si les tests d’amplification des acides nucléiques donnent des résultats négatifs chez un patient chez lequel il y a une forte suspicion 
d’infection par le SARS-CoV-2, un échantillon de sérum apparié pourra être prélevé. On peut utiliser un échantillon prélevé en 
phase aiguë et un en phase de convalescence 2-4 semaines plus tard afin de rechercher une séroconversion ou une augmentation des 
titres d’anticorps. Ces deux échantillons peuvent être utilisés rétrospectivement pour déterminer si la personne a contracté la 
COVID-19, surtout lorsque l’infection n’a pas pu être détectée à l’aide d’un test d’amplification des acides nucléiques.  

Voir la Figure 1 pour l’algorithme de diagnostic applicable aux cas nécessitant des soins cliniques et présumés atteints de COVID-
19.  
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Figure 1 : Diagramme de diagnostic pour la détection d’une infection aiguë à SARS-CoV-2 chez les personnes avec suspicion 
clinique de COVID-19  

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

* Prise en charge clinique de la COVID-19 (Orientations provisoires), Organisation mondiale de la Santé [99]. 
** Si la recherche d’antigènes doit être intégrée dans l’algorithme de dépistage, la façon dont cela devra être fait dépend de la sensibilité et de la spécificité du test 
antigénique et de la prévalence de l’infection à SARS-CoV-2 dans la population visée par le test. Pour plus d’informations, voir la section ci-dessous sur les « tests 
de diagnostic rapide basés sur la détection d’antigènes » et les orientations spécifiques Orientations provisoires sur la détection des antigènes à l’aide de tests 
immunologiques rapides pour le diagnostic de l’infection à SARS-CoV-2 [5]. 
*** Une suspicion clinique persistante peut, par exemple, être l’absence d’une autre étiologie évidente, la présence d’un lien épidémiologique ou un élément clinique 
évocateur (p. ex. des signes radiologiques typiques).  
**** Le choix du type d’échantillon dépendra du tableau clinique, voir la section « Échantillons à prélever ». L’augmentation du nombre d’échantillons testés 
augmentera également la sensibilité du dépistage de la COVID-19. Il est possible que plus de deux échantillons soient nécessaires dans certaines circonstances pour 
détecter le SARS-CoV-2 [73].  
***** Pour l’interprétation de la sérologie, voir la section « Mise en œuvre et interprétation des tests de recherche d’anticorps en laboratoire d’analyses ». La 
sérologie n’a pas de valeur diagnostique à elle seule pour identifier les infections aiguës à SARS-CoV-2 et pour la prise en charge des patients. 
 
 
Emballage et expédition des échantillons cliniques 

Les échantillons destinés à la détection du virus doivent parvenir au laboratoire dès que possible après leur prélèvement. Une 
manipulation correcte des échantillons au cours du transport et au laboratoire est essentielle. Pour obtenir des conseils à ce sujet, 
voir l’annexe 1.  

Le transport des échantillons à l’intérieur des frontières d’un pays doit se faire en conformité avec les réglementations nationales en 
vigueur. Le transport d’échantillons susceptibles de contenir du SARS-CoV-2 d’un pays à l’autre doit se faire en conformité avec 
le Règlement type des Nations Unies, matière biologique, catégorie B (No ONU 3373), et avec toute autre réglementation applicable 
selon le mode de transport utilisé.  

Le patient répond aux critères cliniques de COVID-19*   

Aucune indication 
d’infection aiguë à SARS-

CoV 2 

Reprélever 
échantillon**** et 

répéter TAAN 

Cas 
confirmé 

Facultatif***** : 
prélèvement de sérum en 
deux fois pour la détection 

d’anticorps avec un test 
sérologique (semi)quantitatif 
au cours de la phase aiguë et 

2-4 semaines plus tard 

Cas confirmé   

oui 

négatif 

négatif  

positif 
Test d’amplification des acides 

nucléiques (TAAN)** 

négatif 

non 

Aucune indication 
d’une infection 

aiguë/récente à SARS-
  

positif    

positif 

Suspicion clinique persistante 
de COVID-19*** 

Cas 
confirmé 

https://apps.who.int/iris/handle/10665/334409
https://apps.who.int/iris/handle/10665/334409
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De plus amples informations sont disponibles dans le Guide pratique OMS sur l’application du règlement relatif au transport des 
matières infectieuses 2019-2020 [134] et dans les orientations sur la sécurité biologique en laboratoire [3] et les instructions en 
matière d’expédition [135] propres au SARS-CoV-2. 

Il faut veiller à maintenir des voies de communication ouvertes et efficaces avec le laboratoire et fournir toutes les informations 
demandées. Les échantillons doivent être correctement étiquetés et accompagnés d’un formulaire de demande de diagnostic (voir 
l’annexe 2 pour un modèle de formulaire de demande, comprenant les informations cliniques minimales requises). Le fait de prévenir 
le laboratoire avant d’envoyer des échantillons et de fournir les informations générales essentielles en même temps que la demande 
de diagnostic permet de traiter les échantillons et de communiquer les résultats, correctement et rapidement.  

 

Pratiques de sécurité biologique au laboratoire 
Les laboratoires qui réalisent le dépistage du SARS-CoV-2 doivent respecter strictement les bonnes pratiques de sécurité biologique. 
L’analyse d’échantillons cliniques susceptibles de contenir du SARS-CoV-2 doit être réalisée dans des laboratoires disposant 
d’équipements appropriés, par du personnel formé aux procédures techniques et aux pratiques de sécurité correspondantes. Les 
lignes directrices nationales relatives à la sécurité biologique en laboratoire doivent être suivies en toutes circonstances. La 
manipulation d’échantillons à des fins d’analyse moléculaire par rRT-PCR standard nécessite un niveau de sécurité biologique (NSB) 
2 ou des installations équivalentes avec l’utilisation d’une enceinte de sécurité biologique (ESB) ou d’un dispositif de confinement 
primaire recommandé pour la manipulation des échantillons avant leur inactivation.  

Les essais d’isolement du virus en culture cellulaire nécessitent au minimum des installations de niveau de sécurité biologique 3 
(NSB-3). Lorsque l’on effectue une culture virale sur des échantillons cliniques potentiellement positifs au SARS-CoV-2 à d’autres 
fins, une évaluation des risques doit être réalisée, et suivie des mesures et procédures de sécurité requises [136].  

Des considérations spécifiques concernant les exigences en matière de sécurité biologique peuvent permettre de réaliser certains 
tests sur le lieu des soins ou à proximité immédiate des patients en dehors d’une enceinte de sécurité biologique, une fois que les 
réglementations locales ont été passées en revue, et après avoir effectué une évaluation des risques et avoir mis en place des mesures 
adéquates d’atténuation des risques. Pour plus de détails sur la sécurité biologique en laboratoire, voir les orientations provisoires 
spécifiques sur la sécurité biologique en laboratoire [3]. Des directives générales relatives à la sécurité biologique en laboratoire 
sont fournies dans le Manuel OMS de sécurité biologique en laboratoire, 3e édition (8). 

 

Dépistage du SARS-CoV-2 
Test d’amplification des acides nucléiques (TAAN) 

Dans la mesure du possible, les infections à SARS-CoV-2 présumées actives devraient être dépistées par amplification des acides 
nucléiques (tests TAAN), par exemple par rRT-PCR. Les tests TAAN doivent cibler le génome du SARS-CoV-2. Comme il n’existe 
actuellement aucune circulation connue du SARS-CoV-1 dans le monde, une séquence spécifique de sarbécovirus est également 
une cible raisonnable. Pour les tests commerciaux, l’interprétation des résultats doit se faire conformément au mode d’emploi. Les 
tests diagnostiques les plus appropriés consistent en un test TAAN incluant au moins deux cibles indépendantes sur le génome du 
SARS-CoV-2 ; cependant, dans les zones où il existe une transmission généralisée du SARS-CoV-2, un algorithme simple pourrait 
être adopté avec une seule cible discriminante. Si l’on veut utiliser un test à une seule cible, il est recommandé d’avoir une stratégie 
en place pour surveiller les mutations susceptibles d’affecter les performances. Pour plus de détails, voir la section ci-dessous 
consacrée aux « Informations générales sur la surveillance des mutations dans les régions des amorces et des sondes ».  

 

Informations générales sur la surveillance des mutations dans les régions des amorces et des sondes  

À mesure que le SARS-CoV-2 poursuit son évolution génétique au fil du temps, des erreurs d’appariement apparaissent entre les 
amorces et/ou les sondes, et les sites de liaison correspondants au sein des gènes du SARS-CoV-2, ces erreurs pouvant alors réduire 
la sensibilité des tests TAAN. Dans la mesure du possible, il faut surveiller les défauts d’appariement des amorces et des sondes dus 
aux mutations du SARS-CoV-2 et évaluer leurs effets. En analysant systématiquement tous les échantillons avec deux jeux 
d’amorces/sondes différents qui ciblent différentes régions du génome, il est possible de réduire le risque de résultats faux négatifs. 
Plusieurs outils permettant de surveiller les mutations pertinentes sont disponibles, notamment les recherches effectuées par GISAID 
(Initiative mondiale d’échange des données sur la grippe aviaire) et d’autres outils, parmi lesquels PrimerCheck (Erasmus Medical 
Centre), PrimerScan (Centre européen pour la prévention et le contrôle des maladies) et CoV-GLUE (COVID-19 UK Genomics 
Consortium et MRC-University of Glasgow Centre for Virus Research). Primercheck et COV-GLUE permettent aux chercheurs 
d’utiliser leurs propres données de séquence en toute confidentialité comme entrée. Lorsque des mutations sont présentes dans les 
régions des amorces/sondes, ces mutations n’entraînent pas toutes des changements de performance significatifs. Les prédictions in 
silico de l’efficacité de la liaison sont insuffisantes pour quantifier l’effet d’une erreur d’appariement sur la sensibilité d’un test 
TAAN ; il est donc essentiel de faire une comparaison expérimentale de la sensibilité du test pour des isolats du virus variant et du 
virus de référence. Pour les trousses du commerce, il est essentiel de garder la trace des éventuels incidents de performances sous-
optimales. Informez le fabricant de la trousse et l’OMS de toute préoccupation que vous pourriez avoir concernant un test bien 
précis.  

 

https://apps.who.int/iris/handle/10665/328930
https://apps.who.int/iris/handle/10665/328930
https://apps.who.int/iris/handle/10665/332260
https://apps.who.int/iris/handle/10665/331639
https://apps.who.int/iris/handle/10665/331639
https://apps.who.int/iris/handle/10665/332260
https://apps.who.int/iris/handle/10665/332260
https://apps.who.int/iris/handle/10665/43112
https://www.gisaid.org/
https://viroscience-emc.shinyapps.io/primer-check/
https://primerscan.ecdc.europa.eu/?assay=Overview
http://cov-glue.cvr.gla.ac.uk/
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De nombreux tests rRT-PCR internes et commerciaux sont désormais disponibles et plusieurs ont été validés de façon indépendante 
[137-143]. L’annexe 3 présente quelques éléments à prendre en considération pour sélectionner le bon test TAAN au laboratoire. 
Quelques-uns des systèmes TAAN ont des capacités d’automatisation complète qui intègrent le traitement des échantillons, ainsi 
que des moyens d’extraction de l’ARN, d’amplification et de présentation des résultats. Ces systèmes donnent accès au dépistage 
dans des endroits où la capacité des laboratoires est limitée et avec un délai de rendu des résultats rapide lorsqu’ils sont utilisés pour 
le dépistage à proximité des patients. Les données de validation de certains de ces tests sont maintenant disponibles [144]. Pour 
mettre en œuvre ces tests dans des contextes spécifiques, le personnel qui réalise le test doit être convenablement formé, les 
performances doivent avoir été évaluées dans les contextes en question et un système de surveillance de la qualité doit être mis en 
place. D’autres méthodes d’amplification/détection potentiellement utiles, telles que le CRISPR (ciblage de courtes répétitions 
palindromiques groupées et régulièrement espacées), l’amplification génomique isotherme (par exemple l’amplification isotherme 
induite par boucle de transcription inverse (RT-LAMP)) et les tests moléculaires sur micropuces à ADN sont en cours de 
développement ou sur le point d’être commercialisés [145-147]. La validation des performances analytiques et cliniques de ces tests, 
la démonstration de leur utilité opérationnelle potentielle, le partage rapide des données, ainsi que l’examen réglementaire d’urgence 
des tests manufacturables et performants sont encouragés afin d’accroître l’accès au dépistage du SARS-CoV-2. 

Les résultats faiblement positifs d’un test TAAN doivent être interprétés avec prudence, car il s’est avéré que certains tests 
produisaient de faux signaux à des valeurs de Ct élevées. Lorsque les résultats d’un test s’avèrent invalides ou douteux, il convient 
de tester à nouveau le patient après avoir effectué de nouveaux prélèvements. Si l’on ne dispose pas d’échantillons supplémentaires 
pour le patient, l’ARN doit être réextrait des échantillons initiaux et retesté par un personnel très expérimenté. Les résultats peuvent 
être confirmés par un autre test TAAN ou par séquençage du virus si la charge virale est suffisamment élevée. Les laboratoires sont 
invités à demander au laboratoire de référence de confirmer tout résultat inattendu.  

Un ou plusieurs résultats négatifs n’excluent pas nécessairement la possibilité d’une infection par le SARS-CoV-2 [40, 42, 58, 66-
74]. Un certain nombre de facteurs peuvent conduire à un résultat négatif chez une personne infectée, notamment : 

- un échantillon de mauvaise qualité, car contenant trop peu de matériel du patient ;  

- un échantillon prélevé tardivement au cours de la maladie, ou un échantillon prélevé dans un compartiment corporel qui 
ne contenait pas le virus à ce moment-là ; 

- un échantillon manipulé et/ou expédié de manière inappropriée ; 

- des raisons techniques inhérentes au test, par exemple l’inhibition de la PCR ou la mutation du virus. 

Pour la prise en charge des cas cliniques, une proposition d’algorithme de dépistage est décrite à la Figure 1. 

 

Alternatives à l’extraction de l’ARN  

La plupart des flux de travail classiques pour le diagnostic moléculaire nécessitent une extraction de l’ARN avant le test rRT-PCR 
proprement dit. Toutefois, le monde entier connaît actuellement une pénurie de trousses d’extraction commerciales du fait de la 
pandémie de COVID-19. La rRT-PCR directe à partir d’écouvillons nasopharyngés peut constituer une alternative d’urgence ou 
temporaire à l’extraction d’ARN, mais les limitations dues au volume d’entrée, ainsi qu’un risque accru de dégradation de l’ARN 
et d’inhibition de la PCR peuvent entraîner une perte de sensibilité du test [148, 149]. Le traitement thermique qui précède le 
traitement de l’échantillon peut affecter la qualité de l’ARN [149, 150]. D’autres facteurs qui peuvent influer sur la qualité de l’ARN 
et qui doivent être évalués avant la mise en œuvre sont l’ajout de détergents, les milieux de transport, le volume de l’échantillon 
utilisé et l’enzyme polymérase utilisée [148, 151-154]. Les procédures d’extraction alternatives peuvent avoir des implications en 
matière de sécurité biologique qui doivent également être prises en compte. Les laboratoires qui envisagent d’utiliser d’autres 
méthodes pour s’affranchir de l’extraction d’ARN doivent valider leurs protocoles de manière approfondie et effectuer une 
évaluation des risques qui pèse les avantages et les risques, avant d’intégrer ces protocoles dans un processus de diagnostic. 

Groupage d’échantillons (poolage) pour les tests d’amplification des acides nucléiques  

Le regroupement d’échantillons prélevés chez plusieurs individus peut augmenter la capacité diagnostique pour la recherche du 
SARS-CoV-2 lorsque le rythme des dépistages ne répond pas à la demande dans certains contextes [155-159]. Il existe plusieurs 
stratégies en matière de groupage d’échantillons. Si le résultat du groupe d’échantillons testés (le pool) est négatif, tous les 
échantillons individuels dans le pool sont considérés comme négatifs. Si le pool donne un résultat d’analyse positif, les étapes qui 
s’ensuivent dépendent de la stratégie, mais en général chaque échantillon doit subir un dépistage individuel (déconvolution de pool) 
pour identifier le ou les échantillons positifs. Une autre approche est celle du groupage en matrice. Dans cette approche, les 
échantillons sont groupés par ligne et par colonne, et testés par PCR, et la position dans la matrice permet de repérer l’échantillon 
positif sans test supplémentaire si la prévalence est suffisamment faible. Selon la robustesse de la méthode d’analyse en matrice 
dans le contexte en question, il peut tout de même être conseillé de retester les échantillons trouvés positifs, à titre de confirmation. 
Le groupage d’échantillons pourrait être envisagé dans les populations où la prévalence escomptée de l’infection par le SARS-CoV-
2 est faible/très faible, mais pas pour les patients ou les cohortes qui sont plus susceptibles d’être infectés par le SARS-CoV-2. Le 
regroupement systématique d’échantillons de personnes différentes dans le cadre des soins cliniques ou à des fins de recherche des 
contacts n’est pas recommandé. Des études ont été menées pour déterminer le nombre optimal d’échantillons à regrouper et 
concevoir des stratégies de poolage dans différents situations de flambée épidémique [156, 160-162]. 
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Avant de pouvoir mettre en œuvre des protocoles de poolage, quels qu’ils soient, il faut impérativement qu’ils soient validés dans 
les populations et les contextes appropriés. Si la stratégie de dépistage est inappropriée, des cas peuvent être manqués ou il peut y 
avoir d’autres erreurs de laboratoire qui peuvent, à leur tour, nuire à la prise en charge des patients et aux mesures de santé publique. 
De plus, il faut tenir compte du risque de contamination croisée et de l’augmentation éventuelle de la complexité et du volume de 
la charge de travail. Si l’on veut réaliser un poolage fiable, il est essentiel de disposer d’un dispositif d’automatisation adéquat (p. 
ex. systèmes robotiques, logiciels prenant en charge les algorithmes visant à identifier les échantillons positifs, systèmes 
d’information de laboratoire et logiciels de middleware capables de fonctionner avec des échantillons groupés).  

D’après les données actuellement disponibles, il est possible de recourir au poolage intra-individuel (plusieurs échantillons d’une 
même personne qui sont regroupés et testés sous forme d’échantillon unique) quand les échantillons du pool ont été prélevés dans 
les voies respiratoires supérieures. Le poolage intra-individuel d’échantillons d’expectorations et de selles groupés avec des 
échantillons des voies respiratoires supérieures n’est pas recommandé parce que les premiers peuvent contenir des composés qui 
inhibent la rRT-PCR. 

  

Tests de diagnostic rapide basés sur la détection d’antigènes  

Des tests diagnostiques rapides qui détectent la présence de protéines virales (antigènes) du SARS-CoV-2 dans les échantillons 
prélevés dans les voies respiratoires sont en cours de développement et de commercialisation. La plupart d’entre eux sont des tests 
immunologiques à flux latéral (LFI), qui sont généralement réalisés en 30 minutes. Contrairement aux tests d’amplification des 
acides nucléiques, il n’y a pas d’amplification de la cible qui est détectée, ce qui rend les tests antigéniques moins sensibles. En 
outre, des résultats faux positifs (indiquant qu’une personne est infectée lorsqu’elle ne l’est pas) peuvent être obtenus si les anticorps 
présents sur la bandelette de test reconnaissent aussi des antigènes de virus autres que le SARS-CoV-2, tels que d’autres coronavirus 
humains. 

La sensibilité des différents TDR comparés à la rRT-PCR sur des échantillons des voies respiratoires supérieures (écouvillons 
nasopharyngés) semble très variable [144, 163-165], mais on observe invariablement une spécificité élevée. À l’heure actuelle, les 
données sur la performance des tests antigéniques en milieu clinique sont encore limitées : les validations couplées de tests TAAN 
et de tests antigéniques dans des études cliniques sont encouragées, pour pouvoir déterminer quels sont les tests de détection 
d’antigènes en développement ou déjà commercialisés qui affichent des performances acceptables dans des études représentatives 
sur le terrain. En cas de performances acceptables, les TDR antigéniques pourraient être adoptés dans un algorithme de diagnostic 
afin de réduire le nombre de tests moléculaires à effectuer et de faciliter l’identification et la prise en charge rapides des cas de 
COVID-19. La façon dont la détection d’antigène devrait être intégrée dans l’algorithme de dépistage dépend de la sensibilité et de 
la spécificité du test antigénique et de la prévalence de l’infection à SARS-CoV-2 dans la population visée par le test. Des charges 
virales élevées sont associées à une meilleure performance des tests antigéniques ; par conséquent, la performance des tests devrait 
être optimale au moment de l’apparition des symptômes et pendant la phase initiale d’une infection à SARS-CoV-2. Pour des 
indications spécifiques sur les tests de détection d’antigènes, voir les orientations provisoires de l’OMS sur la détection des antigènes 
à l’aide de tests immunologiques rapides pour le diagnostic de l’infection à SARS-CoV-2 [5]. 

 

Recherche d’anticorps 

Les épreuves sérologiques qui détectent les anticorps produits par le corps humain en réponse à une infection par le SARS-CoV-2 
peuvent être utiles dans toutes sortes de contextes.  

Par exemple, il est possible d’utiliser les études de surveillance sérologique pour aider à enquêter sur une flambée épidémique en 
cours et pour conforter l’évaluation rétrospective du taux d’atteinte ou de l’étendue d’une épidémie [9]. Le SARS-CoV-2 étant un 
nouvel agent pathogène, notre compréhension des réponses en anticorps qu’il engendre est encore balbutiante, et les tests de 
détection d’anticorps devraient donc être utilisés avec prudence, et ne devraient pas servir au diagnostic des infections aiguës. 

Les tests non quantitatifs (p. ex. les tests à flux latéral) ne peuvent pas détecter une augmentation des titres d’anticorps, contrairement 
aux tests (semi)quantitatifs ou quantitatifs. Les tests à flux latéral pour la recherche d’anticorps (ou d’autres tests non quantitatifs) 
ne sont actuellement pas recommandés pour le diagnostic aigu et la prise en charge clinique, et leur rôle dans les enquêtes 
épidémiologiques est à l’étude. Pour plus d’informations sur l’utilité des tests immunodiagnostiques rapides, nous renvoyons au 
document d’information scientifique de l’OMS dans lequel figurent des conseils sur les tests d’immunodiagnostic au point de service 
spécifiques du SARS-CoV-2 [4]. 

La sérologie à elle seule n’a pas de valeur diagnostique pour identifier les cas aigus dans le cadre des soins cliniques ou pour la 
recherche des contacts. Les interprétations doivent être faites par un expert et dépendent de plusieurs facteurs, parmi lesquels la 
chronologie de la maladie, la morbidité clinique, l’épidémiologie et la prévalence dans le contexte, le type de test utilisé, la méthode 
de validation, et la fiabilité des résultats.  

La séroconversion (développement d’une réponse en anticorps mesurable suite à l’infection) a été observée comme étant plus 
robuste et plus rapide chez les patients atteints de formes sévères de la maladie que chez ceux atteints de formes bénignes ou 
d’infections asymptomatiques. Des anticorps ont été détectés dès la fin de la première semaine de maladie chez une fraction de 
patients, mais les anticorps peuvent également mettre des semaines à apparaître chez les patients atteints d’infection 
infraclinique/bénigne [37, 166-173]. Un diagnostic fiable de COVID-19 basé sur la réponse en anticorps des patients ne pourra 
souvent être posé qu’au cours de la phase de rétablissement, alors que les possibilités d’intervention clinique ou d’interruption de la 
transmission de la maladie sont passées. Par conséquent, la sérologie ne remplace pas les tests virologiques lorsqu’il s’agit d’éclairer 

https://apps.who.int/iris/handle/10665/334409
https://apps.who.int/iris/handle/10665/334409
https://apps.who.int/iris/handle/10665/331713
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la recherche des contacts ou la prise en charge clinique. La durée de persistance des anticorps produits en réponse au SARS-CoV-2 
est toujours à l’étude [49, 174]. En outre, la présence d’anticorps qui se lient au SARS-CoV-2 ne garantit pas qu’il s’agisse 
d’anticorps neutralisants, ou qu’ils offrent une immunité protectrice. 

 

Tests sérologiques disponibles pour la détection des anticorps 

Des tests commerciaux et non commerciaux mesurant la liaison des anticorps (immunoglobulines totales (Ig), IgG, IgM et/ou IgA 
dans différentes combinaisons) à l’aide de diverses techniques, notamment le dosage immunologique à flux latéral LFI, le titrage 
immunoenzymatique (ELISA) et le titrage par chimioluminescence (CLIA) sont désormais disponibles. Un certain nombre de 
validations et de revues systématiques évaluant ces tests ont été publiées [170, 171, 173, 175-177]. La performance des épreuves 
sérologiques varie considérablement selon les groupes dépistés (par exemple patients atteints d’une forme bénigne versus ceux 
atteints d’une forme modérée à grave, ou jeunes versus plus âgés), le moment où est effectué le dépistage, et la protéine virale ciblée. 
Pour comprendre ces variations de performance, il faudra poursuivre les études. Les tests de détection d’anticorps dirigés contre le 
coronavirus 2019 peuvent également présenter une réaction croisée avec d’autres agents pathogènes, notamment d’autres 
coronavirus humains [167, 178-180], ou avec des affections préexistantes (p. ex. grossesse, maladies auto-immunes) et donner alors 
des résultats faussement positifs. 

Les épreuves de neutralisation de virus sont considérées comme la référence pour détecter la présence d’anticorps fonctionnels. Ces 
tests nécessitent un personnel hautement qualifié et des installations de culture NSB-3 et, par conséquent, ne sont pas utilisables 
dans le cadre d’un dépistage de routine. 

 

Mise en œuvre et interprétation des tests de recherche d’anticorps en laboratoire d’analyses 

Lorsque des épreuves sérologiques doivent être mises en œuvre dans un laboratoire d’analyses, il est conseillé de procéder à une 
validation ou vérification interne des épreuves en question. Même si des tests commerciaux ont été autorisés pour une utilisation en 
situation d’urgence, une vérification interne (ou si les autorités locales l’exigent, une validation) reste nécessaire. Des protocoles et 
des exemples avec des suggestions sur la manière de procéder sont maintenant disponibles [170, 171, 181]. 

Chaque test sérologique est différent. En ce qui concerne les trousses du commerce, il faut suivre le mode d’emploi du fabricant. 
Les études montrent que plusieurs trousses commerciales mesurant les Ig totales ou les IgG se sont révélées tout à fait performantes. 
La plupart de ces études ne montrent aucun avantage des IgM par rapport aux IgG, car les IgM n’apparaissent pas beaucoup plus 
tôt que les IgG [173]. Le rôle supplémentaire de la recherche d’IgA dans le cadre du dépistage de routine n’a pas été établi. Pour la 
confirmation d’une infection récente, les sérums prélevés en phase aiguë et en phase de convalescence doivent impérativement être 
analysés à l’aide d’un test (semi)quantitatif ou quantitatif validé. Le premier échantillon doit être prélevé pendant la phase aiguë de 
la maladie, et le deuxième échantillon au moins 14 jours après le premier prélèvement de sérum. On s’attend à voir les taux 
d’anticorps atteindre un pic au cours de la troisième/quatrième semaine après le début des symptômes. La séroconversion ou une 
augmentation des titres d’anticorps dans les sérums appariés permettra de déterminer avec certitude si l’infection est récente et/ou 
aiguë. Dans le cas où le premier des deux échantillons prélevés donnerait un résultat de test positif, ce résultat pourrait être dû à une 
infection passée sans rapport avec la maladie actuelle.  

Le premier cas connu de réinfection par le SARS-CoV-2 a été enregistré [182]. On dispose d’informations limitées sur 
l’interprétation des tests recherchant des anticorps dirigés contre le SARS-CoV-2 après une infection antérieure par le SARS-CoV-
2 et sur la dynamique de la sérologie du SARS-CoV-2 en cas d’infection ultérieure par un autre coronavirus. Dans ces deux types 
de situations, l’interprétation de la sérologie peut être extrêmement difficile. 

 

Isolement du virus 

L’isolement du virus n’est pas recommandé comme procédure diagnostique de routine. Toutes les procédures impliquant l’isolement 
de virus en culture cellulaire exigent du personnel formé et des installations NSB-3. Si l’on prévoit de mettre en culture des 
échantillons de patients potentiellement infectés par le SARS-CoV-2, il faut réaliser une évaluation approfondie des risques vis-à-
vis d’autres virus respiratoires, car il a été démontré que le SARS-CoV-2 se développe sur un large éventail de lignées cellulaires 
[183].  

 

Séquençage génomique du SARS-CoV-2 

Le séquençage génomique du SARS-CoV-2 peut servir à étudier la dynamique de la poussée épidémique, notamment les 
changements de l’étendue d’une épidémie au fil du temps, sa propagation spatio-temporelle, et pour vérifier des hypothèses sur les 
voies de transmission. En outre, les séquences génomiques peuvent être utilisées pour décider quels tests diagnostiques, 
médicaments et vaccins peuvent être des candidats appropriés pour une exploration plus poussée. L’analyse des gènes du virus 
SARS-CoV-2 peut donc venir compléter, renforcer et étayer les stratégies visant à réduire la charge de morbidité de la COVID-19. 
Toutefois, compte tenu du fait que le séquençage génomique implique des coûts et une charge de travail potentiellement élevés, les 
laboratoires devraient avoir une idée claire des retombées attendues d’un tel investissement et de ce qui est nécessaire pour 
maximiser l’utilité de ces données de séquençage génomique. Des orientations de l’OMS sur le séquençage génomique du SARS-
CoV-2 sont en cours d’élaboration.  
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Assurance de la qualité  
Avant d’adopter au laboratoire une nouvelle méthode d’analyse, une nouvelle trousse d’analyse, de nouveaux lots de matériaux ou 
même un nouveau technicien PCR, il faut passer par une phase de validation ou de vérification, afin de s’assurer que tout le système 
d’analyse du laboratoire fonctionne correctement.  

Pour les systèmes PCR manuels, chaque échantillon destiné à subir un test d’amplification des acides nucléiques doit inclure des 
contrôles internes et idéalement un contrôle de prélèvement d’échantillon (cible sur un gène humain). En outre, des contrôles 
externes sont recommandés pour chaque série d’analyse. Les laboratoires qui commandent leurs propres amorces et sondes doivent 
procéder à des tests d’entrée ou à des validations d’entrée pour vérifier la faisabilité et la présence d’éventuels contaminants [184]. 

Les laboratoires sont invités à définir les limites de détection de leurs tests, et le personnel expérimenté des laboratoires doit bien 
avoir conscience de la façon dont la prévalence de la maladie modifie la valeur prédictive de leurs résultats d’analyse. Une fois que 
le nombre de cas aura diminué, la valeur prédictive positive diminuera. L’interprétation des tests doit donc continuer à faire partie 
d’un programme d’assurance de la qualité rigoureux, l’interprétation étant basée sur : le moment où les échantillons sont prélevés, 
le type d’échantillons, les spécificités des tests, les données cliniques et les données épidémiologiques.  

Les laboratoires doivent mettre en place des mesures destinées à réduire le risque de résultats de rRT-PCR faussement positifs et 
disposer d’une stratégie pour savoir gérer les résultats douteux. Voir l’annexe 4 pour une liste de contrôle. 

D’une manière générale, les laboratoires doivent avoir en place un système d’assurance de la qualité et sont encouragés à participer 
à des programmes d’évaluation externe de la qualité, ou à comparer entre laboratoires les résultats d’un sous-groupe d’échantillons.  

L’OMS a précédemment conseillé aux laboratoires nationaux de garantir la qualité des résultats en confirmant les résultats d’analyse 
pour les 5 premiers échantillons positifs et les 10 premiers échantillons négatifs (prélevés sur des patients qui correspondent à la 
définition de cas), en les adressant à l’un des laboratoires de référence de l’OMS qui réalisent des épreuves confirmatoires de 
détection du SARS-CoV-2. L’OMS a apporté son soutien aux laboratoires nationaux pour faciliter le transport des échantillons vers 
l’un des laboratoires de référence spécialement affectés à cette tâche. Pour plus d’informations, consulter le site Web de l’OMS 
pour obtenir la liste des laboratoires de référence [185] et les instructions en matière d’expédition [135]. Avec le renforcement des 
laboratoires nationaux de référence et l’accès croissant aux programmes d’évaluation externe de la qualité pour le SARS-CoV-2, il 
est moins nécessaire de recourir à ce mécanisme. Si le dépistage du SARS-CoV-2 n’est pas encore disponible dans un pays, des 
efforts devraient être faits pour mettre en place des capacités nationales.  
 

Notification des cas et des résultats d’analyse 
La communication rapide des résultats d’analyse est importante pour pouvoir planifier et concevoir les interventions de santé 
publique et de lutte contre les flambées épidémiques. Les laboratoires doivent respecter les exigences nationales en matière de 
notification. D’une manière générale, tous les résultats d’analyse, positifs ou négatifs, doivent être immédiatement communiqués 
aux autorités nationales. Il est rappelé aux États Parties au Règlement sanitaire international (RSI) qu’ils sont tenus de communiquer 
à l’OMS les informations de santé publique pertinentes relatives aux événements qu’ils doivent notifier à l’OMS, en utilisant 
l’instrument de décision figurant dans l’annexe 2 du RSI (2005) [186].  

Les échanges réguliers entre les experts en santé publique, les cliniciens et les experts de laboratoire locaux pour discuter des 
stratégies, des problèmes éventuels et des solutions, sont au cœur d’une lutte efficace contre la COVID-19, qui passe également par 
l’élaboration d’orientations et de protocoles d’études (cliniques, épidémiologiques et d’essais cliniques). 

La rapidité du rendu des résultats d’analyse peut, à son tour, avoir un effet positif sur la flambée épidémique [187, 188]. D’autres 
études sont nécessaires pour affiner le délai maximal acceptable entre l’apparition des symptômes et le résultat du test de 
l’échantillon, pour que celui-ci ait une incidence sur la prise en charge clinique et la lutte contre la flambée ; actuellement, on 
considère qu’un maximum de 24 heures est raisonnable dans la plupart des situations. Comme les laboratoires n’ont souvent de 
contrôle que sur le temps entre l’arrivée de l’échantillon et le résultat du test, il est essentiel de s’assurer que les échantillons arrivent 
au laboratoire dans les plus brefs délais. 
 

Méthodes 
Ce document a été élaboré en consultation avec des experts du réseau d’experts de laboratoire en matière de SARS-CoV-2. Les 
experts du réseau ont rempli un accord de confidentialité et une déclaration d’intérêt. Les formulaires de déclaration d’intérêts ont 
été examinés et aucun conflit concernant le fondement de ce document d’orientation n’a été relevé. Les orientations pertinentes de 
l’OMS ont été utilisées en appui du contenu du présent document [136, 185, 189-194]. Il s’agit de la sixième édition (version 2020.6), 
qui a été adaptée à l’origine à partir des lignes directrices Dépistage en laboratoire du coronavirus du syndrome respiratoire du 
Moyen-Orient [189]. 

Un large éventail d’experts de laboratoires d’analyse de différentes régions ont participé à l’élaboration de ce document. Les experts 
internes qui ont pris part à l’élaboration comprennent les responsables régionaux de l’OMS chargés des activités de laboratoire, des 
épidémiologistes et des experts cliniques. Cette version des orientations intègre les nouvelles connaissances sur le virus et ses 
caractéristiques et aborde les questions et problèmes reçus des bureaux de l’OMS dans les pays et des bureaux régionaux, ainsi que 
d’autres canaux. 

https://www.who.int/publications/m/item/who-reference-laboratories-providing-confirmatory-testing-for-covid-19
https://apps.who.int/iris/handle/10665/331639
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Annexe 1: Prélèvement et conservation des échantillons 
 

Type d’échantillon Matériel de prélèvement 
 

Température recommandée pour la conservation 
et/ou l’expédition au laboratoire et jusqu’à 

l’analyse (à compter de la date de prélèvement de 
l’échantillon) # 

Écouvillonnage 
nasopharyngé et 
oropharyngé 

Écouvillons floqués en Dacron ou 
polyester avec milieu de transport viral * 
 

2-8 °C si ≤12 jours* 
–70 °C (glace carbonique) si >12 jours 

Lavage bronchoalvéolaire  Conteneur stérile avec milieu de 
transport viral ** 

2-8 °C si ≤2 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >2 jours 

Produit d’aspiration 
(endo)trachéale, d’aspiration 
nasopharyngée ou de lavage 
nasal 

Conteneur stérile avec milieu de 
transport viral** 

2-8 °C si ≤2 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >2 jours 

Expectorations Conteneur stérile  2-8 °C si ≤2 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >2 jours 

Tissu de biopsie ou 
d’autopsie, y compris 
pulmonaire 

Conteneur stérile avec solution saline 
ou milieu de transport viral 

2-8 °C si ≤24 heures 
–70 °C (glace carbonique) si >24 heures 

Sérum  Tubes de séparation du sérum 
(adultes : prélever 3 à 5 ml de sang 
total) 

2-8 °C si ≤5 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >5 jours 

Sang total Tube de prélèvement 2-8 °C si ≤5 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >5 jours 

Selles Conteneur pour selles 2-8 °C si ≤5 jours 
–70 °C (glace carbonique) si >5 jours 

 
# Éviter de congeler et décongeler plusieurs fois les échantillons. Si pas d’accès à -70 °C envisager de conserver à -20 °C. 

* Pour le transport des échantillons destinés à la détection du virus, utiliser de préférence un milieu de transport viral contenant des suppléments 
antifongiques et antibiotiques. S’il n’y a pas de milieu de transport viral disponible, d’autres solutions peuvent être utilisées après validation. 
Parmi ces solutions figurent une solution saline tamponnée au phosphate (PBS), une solution saline à 0,9 % stérile, un milieu essentiel 
minimum (avec conservation à +4 °C pendant jusqu’à 7 à 14 jours) [195-197]. Dans le cas où d’autres virus comme ceux de la grippe 
seraient également à rechercher, ne conservez pas les échantillons pendant plus de 5 jours à 4-8 degrés, mais à -70 °C ou dans de la glace 
carbonique [194]. 

** S’il n’y a pas de milieu de transport viral disponible, une solution saline stérile peut être utilisée [198]. La durée de conservation des 
échantillons à 2-8 °C peut être différente de ce qui est indiqué ci-dessus.  

Hormis le matériel de prélèvement particulier figurant dans le tableau ci-dessus, il faut veiller à la disponibilité d’autres produits et équipements, 
tels que : conteneurs de transport, sacs et emballages pour échantillons, glacières et blocs réfrigérants ou glace carbonique, matériel stérile 
de prélèvement sanguin (par exemple aiguilles, seringues et tubes), étiquettes et marqueurs indélébiles, équipement de protection 
individuelle (EPI), produits de décontamination des surfaces, etc. 
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Annexe 2 : Formulaire de demande d’analyse en laboratoire 

FORMULAIRE DE DEMANDE DE TEST DE DÉPISTAGE DU SARS-COV-2 EN LABORATOIRE1 

Information sur le déposant 

NOM DE L’HÔPITAL, DU LABORATOIRE OU AUTRE 
ÉTABLISSEMENT DÉPOSANT* 

 

Médecin    
Adresse  
Numéro de téléphone   
Définition de cas2 :  ☐ Cas suspect ☐ Cas probable ☐ Autre : 

Info Patient 

Prénom  Nom de famille  
Numéro d’identification du 
patient 

 Date de naissance  Âge :  

Adresse  
 

Sexe ☐ Masculin ☐ Féminin  
☐ Inconnu 

Numéro de téléphone    

Information sur l’échantillon 
Type  ☐ Écouvillon nasopharyngé et oropharyngé ☐ Lavage bronchoalvéolaire 

☐ Aspiration endotrachéale ☐ Aspiration nasopharyngée ☐ Lavage nasal ☐ Expectorations 
☐ Tissu pulmonaire ☐ Sérum ☐ Sang total ☐ Selles ☐ Autres : .... 

Tous les échantillons prélevés doivent être considérés comme potentiellement infectieux et vous devez contacter le 
laboratoire de référence avant d’y envoyer des échantillons. 
Tous les échantillons doivent être envoyés en conformité avec les exigences relatives au transport des matières infectieuses de 
catégorie B. 
 
Veuillez cocher la case si votre échantillon clinique est post-mortem  ☐ 
Date de prélèvement  Heure de 

prélèvement 
 

Statut prioritaire  
Détails cliniques 

Date d’apparition des 
symptômes : 

   

Le patient a-t-il récemment voyagé dans une 
région touchée ?  
 

☐ Oui 
☐ Non      

Pays  
Date de retour  

Le patient a-t-il été en contact avec un cas confirmé ? ☐ Oui ☐ Non ☐ Ne sait pas ☐ Autre exposition : 
 

Remarques  
supplémentaires (p. ex. 
traitement antimicrobien, 
immunosuppresseurs) 
 
 

 

 

  

 
1 Formulaire conforme aux exigences de l’ISO 15189:2012 
2 Surveillance de la santé publique dans le contexte de la COVID-19 : orientations provisoires  

https://apps.who.int/iris/handle/10665/333903
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Annexe 3 : Éléments à considérer pour sélectionner le test TAAN le plus approprié au contexte 
d’utilisation  
 

Aspect Éléments à considérer 

Qualité de la fabrication CE-DIV, EUL OMS, PQ OMS, UE-FDA ou autre approbation. Données de 
validation indépendantes. Fabrication sous ISO. 

Cibles Nombre de cibles, spécificité pour le SARS-CoV-2 ou d’autres sarbécovirus. 

Contrôles/Témoins 
Pour les tests TAAN manuels, un témoin positif, ainsi qu’au moins un témoin 
négatif sans échantillon, doivent être inclus. L’utilisation d’un contrôle d’extraction 
et d’un contrôle interne de validité sur des échantillons de gènes ménagers 
humains est également recommandée. 

Appareils 

Le test est-il compatible avec les systèmes disponibles dans le laboratoire ou 
dans le pays ? 
Facilité d’utilisation et utilité opérationnelle. 
Possibilité de multiplexage avec d’autres agents pathogènes respiratoires. 
Coût de la plateforme et maintenance. 
Facilité d’accès au fournisseur de services de maintenance/dépannage. 

Flux de travail 
Le kit d’analyse peut-il être introduit dans le flux de travail existant du laboratoire, 
tout en perturbant le moins possible l’utilisation des autres dispositifs de 
diagnostic ? 

Facilité d’utilisation Complexité du test. 
Nombre d’étapes. 
Formation et personnel requis. 

Obligations en matière de stockage et d’expédition 

De nombreux kits nécessitent la mise en place d’une chaîne du froid pendant le 
transport et le stockage, ce qui, dans certaines circonstances, peut poser 
problème Certains kits contiennent des enzymes lyophilisées qui n’obligent pas à 
expédier, et parfois à conserver, le kit au froid.  

Durée de conservation : pour se préparer à des périodes de dépistage intensif, il 
peut être utile de prévoir des stocks, et une durée de conservation plus longue est 
nécessaire pour garantir l’utilisation adéquate des ressources. 

Besoins et accès à la formation 
Mode d’emploi disponible, formation disponible par l’entreprise ou d’autres, 
options de dépannage fournies et ligne d’assistance accessible dans la langue 
locale. 

Nécessité de réactifs auxiliaires 

Le nécessaire complet pour prélèvement d’échantillons/extraction/amplification ou 
le kit PCR exige des réactifs ou des outils supplémentaires.  

Compatibilité avec la méthode d’extraction des laboratoires. 

Compatibilité avec les polymérases disponibles dans le commerce, si nécessaire. 

Équipement spécial nécessaire (p. ex. panel d’étalonnage avant le lancement du 
test, plateformes d’extraction, thermobloc, agitateur vortex, support magnétique 
ou centrifugeuse). 

Continuité de l’approvisionnement 

Contrat d’approvisionnement à long terme  

Itinéraires de livraison sécurisés en cas de confinement. 

Coûts des analyses et des réactifs auxiliaires. 
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Annexe 4 : Propositions pour une liste de contrôle visant à limiter les cas éventuels de résultats de 
rRT-PCR faussement positifs et le traitement de résultats douteux 

Les laboratoires devraient disposer d’un mode opératoire normalisé afin de limiter l’obtention de résultats de rRT-PCR faussement 
positifs et de savoir gérer les résultats douteux. La présente liste de contrôle offre aux laboratoires des suggestions et des éléments 
de réflexion. La liste de contrôle est formulée pour les tests rRT-PCR manuels, mais de nombreux aspects peuvent également 
s’appliquer à d’autres tests d’amplification des acides nucléiques. 

TÂCHES DE BUREAU 

 Éliminer ou réduire le travail de transcription 

 En cas de transcription, méthode pour la vérifier 

 Tri, aliquotage et étiquetage 

 Doubles identifiants 

 Saisie des résultats 

CONTAMINATION CROISÉE 

 Zone de préparation 

 Manipulation des tubes 

 Production d’aérosols 

 Configuration pour l’extraction et la concentration des acides nucléiques 

 Format et étapes de la PCR 

 Vérifier la présence d’autres positifs dans la même série d’analyse 

 Risques liés à l’environnement 

 Réactifs contaminés 

 Entreposage des déchets infectieux avant leur élimination finale 

ÉQUIPEMENT et KITS D’ANALYSE 

 Méthode d’étalonnage 

 Équipement validé pour le kit d’analyse 

 Évaluer les nouveaux équipements au regard du risque de contamination 

PRATIQUE AU TRAVAIL 

 Pour le dépistage de masse, séparer les groupes à forte prévalence de ceux à faible prévalence. 

 Inspection visuelle de la série 

 Évaluation analytique – examen des données brutes 

 Prolonger la série si nécessaire en cas de Ct tardif 

RÉSULTATS DOUTEUX 

 Suivre les instructions du fabricant 

 Politique de laboratoire en cas de résultats douteux 

 Tout critère de laboratoire supplémentaire en cas de catégorie douteuse 

 Communication de l’interprétation des résultats aux utilisateurs 

 Critères pour répéter le test, le cas échéant 

 Utilisation d’un autre test ou d’une autre cible PCR 

 Communication avec le personnel clinique et de santé publique 
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