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Résumé 

Le présent travail a pour objectif  principal d’apporter une contribution originale à la connaissance 

des infections et co-infections par Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus chez le bovin dans la 

région de Jijel ainsi que des facteurs de risque associés. Cette étude a aussi pour but d’étudier 

l’association entre ces deux infections et la présence de troubles de la reproduction. 

Pour cela, 184 prélèvements sanguins de bovins ont été effectués et destinés aux analyses 

sérologiques par la méthode ELISA indirect. Des informations relatives aux caractéristiques 

individuelles des animaux ainsi qu’aux pratiques d’élevage ont été recueillies. 

Les résultats de l’enquête ont révélé une séroprévalence de 1.08% pour Chlamydophila abortus et de 

15.76% pour Coxiella burnetii, avec un taux de co-infection de 0,54%. L’étude des différents facteurs 

de risque potentiels n’a révélé aucun lien statistique avec l’infection par Coxiella burnetii et /ou 

Chlamydophila abortus mis à part le facteur altitude qui semble influencer l’infection par Coxiella 

burnetii (p<0,05) 

Enfin, l’étude épidémiologique de type cas-témoin n’a montré aucune association significative 

(p>0,05) entre la séropositivité à Coxiella burnetii et /ou Chlamydophila abortus et les troubles de la 

reproduction ou  les avortements présents dans les fermes étudiées 

Mots clés: Coxiella burnetii- Chlamydophila abortus- Jijel- bovins- enquête séroépidémiologique-

ELISA- séroprévalence. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Abstract 

The present work has as main objective to make an original contribution to knowledge of infection 

and co-infection with Coxiella burnetii and Chlamydophila abortus in cattle in the Jijel region as well 

as risk factors. The study also aims to investigate the association between these infections and the 

presence of reproductive disorders. 

For this, 184 blood samples from cattle were performed and for serological analysis by the indirect 

ELISA. Information relating to the individual characteristics of animals and the farming practices were 

collected. 

The results of the survey showed a seroprevalence of 1.08% for Chlamydophila abortus and 15.76% 

for Coxiella burnetii, with a co-infection rate of 0.54%. The study of various potential risk factors 

showed no statistical link with infection with Coxiella burnetii and / or Chlamydophila abortus aside 

from the latitude factor that appears to influence infection with Coxiella burnetii (p <0.05). 

Finally, the epidemiological study of case-control showed no significant association (p> 0.05) 

between HIV infection with Coxiella burnetii and / or Chlamydophila abortus and reproductive 

disorders or abortions present in the studied farms. 

 

Keywords: Coxiella burnetii- Chlamydophila abortus- Jijel- bovins- seroepidemiological survey-ELISA- 

seroprevalence. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

لخص م   ال

هدف Coxiella burnetiiو Chlamydophila abortusب عمل هدا ٌ م ال قدٌ ت ساهمة ل ة م عرف م بة ل س ة ن صاب دى الإ  ل

قار ة اب ٌجل ولاٌ   ج

هدف سة وت درا ضا ال ى أٌ ٌق إل ق ح باط ت ٌن الارت ات هذه ب صاب ات ووجود الإ ضطراب ةٌ الا جاب هذا، .الإن م ل  ت

ٌذ ف ن نة 184 ت ٌ دم من ع لها  ELISA indirecte. ال ٌ ل ح قة وت طرٌ   ب

م لومات جمع ت ع م قة ال ل ع ت م ص ال صائ خ ال ة ب فردٌ ات ال ٌوان لح سات ل ممار ةٌ وال زراع سة ال درا خطر عوامل ل  ال

رة مؤث ً ال بة ف س ة ن صاب ند .الإ قارو من ٪15.76 ع ند و Coxiella burnetii الاب قار من ٪1.08 ع   الاب

Chlamydophila abortus  ج أظهرت تائ ن ات من معدل ٪0.54 وجود ال صاب ة الا ترك ش م   .ال

سة أظهرت لف درا ت خطر عوامل مخ لة ال تم مح لة وجود عدم ال ص ٌن  ة ب صاب عدوى الإ ال لف ب ت خطرعدى عوامل ومخ  ال

فاع عامل ذي  Coxiella burnetii(P <0.05).  الارت ر ال ؤث ٌ ً بة ف س ة ن صاب   ب الإ

سة أظهرت درا باط أي وجود عدم ال ٌن ارت ة ب صاب ات و الا ضطراب ةٌ الا جاب ً الاجهاض او الان مزارع ف تً ال  ال

مت تها ت س  .درا

Coxiella burnetii - Chlamydophila abortus- ٌجل قار -ج لمات ELISA -اب بحث ك  :ال
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Introduction 

La fièvre Q et la chlamydophilose abortive bovine sont deux zoonoses omniprésentes partout 

dans le monde provoquées par deux germes de genres différents mais assez proches sur le 

plan biologique. Nombreux travaux ont démontré que ces deux pathologies ne sont pas des 

maladies rares et graves chez les bovins (Kaltenboeck et al., 2005 ; Rodolakis, 2006). 

L’infection de faible niveau chez le bétail sans maladie apparente (épidémie silencieuse) ou 

avec seulement une expression subtile de la maladie est difficile à reconnaître chez les 

animaux individuels. 

Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus, deux bactéries gram négatives, agents 

responsables de la fièvre Q et de la Chlamydophilose abortive bovine respectivement, sont 

deux entités pathologiques reconnues pour leurs actions abortives chez les ruminants et chez 

l’être humain présentant ainsi un danger sanitaire et économique considérable pour l’élevage 

bovin et une menace à prendre au sérieux pour l’être humain (Maurin et Raoult, 1999  ; 

Rodolakis et Mohamad, 2008).  

L’incidence de la fièvre Q et de la chlamydophilose abortive bovine varie d’une région à une 

autre dans le monde. Connaitre l’incidence et l’épidémiologie de ces deux maladies souvent 

sous estimées est de première importance pour pouvoir mettre en œuvre les mesures de lutte 

visant à limiter la propagation et à améliorer la gestion des populations déjà atteintes. 

En Algérie, on dispose de très peu d’informations sur l’épidémiologie de la fièvre Q et de la 

chlamydophilose abortive chez l’espèce bovine, malgré la fréquence élevée des avortements 

non brucelliques dans les élevages bovins.  

C’est pour rappeler les réelles incidences de ces deux pathologies sur l’élevage bovin que 

nous avons décidé de leur consacrer notre travail. Notre but est de fournir des informations 

préliminaires sur la séroprévalence de Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus par la 

technique ELISA dans différentes exploitations bovines de la région de Jijel afin de situer le 

rôle du bovin comme réservoir potentiel zoonotique et d’estimer le poids réel de ces 

infections dans la région. Ensuite d’évaluer le taux de co-infection mis en évidence. Un autre 

objectif important dans cette étude était de réaliser une étude épidémiologique de type cas-

témoin pour mettre en évidence un lien causal entre la présence des bovins séropositifs à 

Coxiella burnetii et/ou Chlamydophila abortus et les exploitations pour lesquelles les 



performances de reproduction ne sont pas satisfaisantes pour raison d’infécondité ou 

d’avortements. 

Enfin, ce travail avait aussi pour objectif de déterminer les indicateurs ou facteurs de risque 

susceptibles de favoriser la transmission de ces deux maladies. 
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II. Historique 

2. Chlamydia spp  

Les maladies humaines causées par Chlamydia spp sont connues depuis  l’Antiquité. Chez 

l’homme, elles correspondent à un épaississement de la conjonctive et 60 après Jésus-Christ, 

elles ont été désignées sous le nom du trachome (Thygeson, 1962). Décrit par les égyptiens 

dans le papyrus d’Ebers il y’a 3500 ans, le trachome est l’une des maladies les plus 

anciennement identifiée (Schémann, 2008).  

A la fin du 18
éme

 siècle, la lymphogranulomatose vénérienne  (LGV) a été décrite, elle atteint 

l’appareil génital puis les ganglions lymphatiques inguinaux (Mohamad, 2009). 

Au début du 19
ème

 siècle, une relation a été suspectée entre des infections des psittacidés et 

des cas de pneumonie chez les humains ayant été en contact avec les oiseaux malades.  A la 

fin du 19
éme

 siècle, la transmission d’un agent infectieux d’un perroquet à un homme, causant 

des symptômes similaires à ceux de la grippe a été rapportée (Morange, 1895). En 1895, 

Morange a proposé le nom de psittacose pour cette infection, mais l'agent responsable de la 

maladie n’a été mis en évidence que 35 ans plus tard lors d'une épidémie de plusieurs 

centaines de cas entre 1929-1930 aux États-Unis et en Europe (Rodolakis et al, 2009). 

La première description des chlamydies est attribuée à Halberstaedter et Von Prowazek 

(1907) (Longbottom et al., 2003). Ils les nommèrent « chlamydozoa », du grec « chlamys » 

signifiant manteau du fait de leur position intra cytoplasmique, au sein d’une vacuole (Sraka, 

2004). 

En 1932, le cycle de développement intracellulaire de l’agent de la psittacose a été décrit 

(Rodolakis et al, 2009). Deux ans plus tard, Thygeson (Thygerson, 1934) a signalé une 

ressemblance entre le cycle de développement de l'agent de la psittacose et les organismes 

observés dans les vacuoles lors du trachome et les inclusions des agents de conjonctivite, qui 

ont été trouvés en 1907 par Halberstaedter et Von Prowazek (Rodolakis et al., 2009). Ces 

microorganismes ont été détectés dans le cerveau des bovins atteints d’encéphalomyélite 

sporadiques (McNutt et al., 1940), et chez les chats souffrant de pneumonie (Baker, 1944).  

En 1950, Chlamydia spp a été identifiée pour la première fois comme cause d'avortement 

chez les petits ruminants, par  Stamp et son équipe (Stamp et al., 1950). Mais le rôle abortif 

des chlamydies chez les bovins n’a été décrit qu’en 1954 par GIROUD et son équipe 

(Giroud et al., 1954). 



En 1957, Tang et ses collaborateurs réussissent l'isolement de la bactérie sur l'embryon de 

poulet (Tang et al., 1957), puis Gordan et Quan décrivirent en 1965 une technique 

d'isolement, de l'agent du trachome, sur une lignée cellulaire (les cellules McCoy) (Gordonet 

al., 1965). 

Pendant longtemps, les recherches sur Chlamydia spp sont restées limitées étant donné la 

difficulté de leur culture sur œufs embryonnés. Un grand progrès à été réalisé par la mise au 

point de la culture cellulaire par Gordon et al.(1965), technique permettant l’étude d’un grand 

nombre de prélèvement dans un temps relativement court (Ballan, 2008). 

D’abord considérés comme des protozoaires, les chlamydies ont été considérées comme des 

virus a partir de 1930, ce n’est qu’en 1966 que l’agent infectieux de la chlamydophilose a été 

finalement reconnu comme une bactérie (Moulder, 1966). 

 

3. Coxiella burnetii  

La coxiellose ou la fièvre Q est une maladie méconnue dans l’histoire humaine. 

Contrairement à la chlamydiose, la première description de la coxiellose remonte au 20
eme

 

siècle. Cette maladie a été décrite pour la première fois en 1935 chez les employés d’un 

abattoir à Brisbane dans l’état du Queensland en Australie (Derrik, 1937). 

Le terme de « Query Fever », qui signifie littéralement « fièvre point d’interrogation » a été 

proposé en 1937 par Edward Holbrook Derrick pour décrire les maladies fébriles non 

diagnostiquées chez les travailleurs des abattoirs à Queensland (Thomas, 1990). 

Pendant la même année en 1937, Burnet et Freeman, isolèrent l’agent causal de la fièvre Q : 

une Rickettsie baptisée Rickettsia burnetii (Derrik, 1937). 

 Indépendamment des travaux de Burnet, Davis et Cox enquêtaient sur l'écologie des fièvres 

des montagnes Rocheuses. Les agents isolés des tiques ont été inoculés à des cobayes, et une 

maladie fébrile a été créée chez ces animaux (Cox, 1938).  

L’agent responsable de ces fièvres a été nommé Rickettsia diaporicaen en raison de son 

caractère filtrable. En 1938, Cox a réussi à isoler l’agent responsable des fièvres des 

montagnes rocheuses sur des œufs embryonnées (Thomas, 1990). 



En 1939, les deux rickettsies isolées au Montana et à Brisbane ont été considérées comme un 

seul genre, Derrik lui donna le nom de Coxiella burnetii en l’honneur à Cox et Burnet (Cox, 

1939). Ceci montre bien qu’il s’agit d’un agent répandu depuis longtemps déjà dans le monde 

entier et qu’il présente des caractéristiques zoonotiques de par sa transmission de l’animal à 

l’homme (Thomas, 1990). 

En 1942, Derrik et ses collaborateurs montrèrent l’existence de l’infection chez le bétail et 

réussissent à provoquer la maladie chez le veau (Derrik, 1953). 

Depuis sa découverte, plusieurs foyers de fièvre Q en été signalés. Dans les laboratoires de 

recherche manipulant Coxiella burnetii et parmi les troupes de soldats participant à la seconde 

guerre mondiale. Ceci à conduit la communauté scientifique à confirmer le caractère 

ubiquitaire de la bactérie, sa transmission respiratoire et à signaler son haut potentiel 

contagieux (Hornibrook, 1940 ; Spicknall, 1947; Robbins et al, 1946). 

En 1946, Topping et ses collaborateurs, comparent six souches hétérogènes de Coxiella 

burnetii et découvrent six sérovars de la bactérie (Topping et al., 1946). En 1948, le germe est 

isolé à partir du lait cru par Huebner, ce qui démontre une autre source potentielle d'infection 

(Huebner, 1948). Pendant la même année, Lennette rapporte que les patients atteints de la 

fièvre Q répondent au traitement par l’auréomycine (Lennette, 1948). 

En 1950, Luoto et Huebner ont isolé C. burnetii à partir des placentas de vaches ce qui a 

conduit la communauté scientifique à considérer le germe comme un agent abortif (Luoto et 

Huebner,1950). 

En 1956, le caractère biphasique du cycle de vie de Coxiella burnetii a été rapporté après 

plusieurs travaux de Stoker et Fiset (Stoker et Fiset, 1956). 

 

 

 

 

 

III. Étude des agents infectieux 

2. Chlamydia spp 

2.1. Taxonomie 



2.1.1. Classification morphologique et phénotypique  

Depuis sa découverte, la taxonomie de Chlamydia spp a été plusieurs fois controversée. 

Initialement classés parmi les protozoaires, les agents du groupe de PLT (Psittacosis, 

Lymphogranuloma venereum et Trachoma) ont été ensuite classés parmi les virus. En 1945, 

Jones et ses collaborateurs démontrent la sensibilité aux sulfonamides de l’agent de la LGV, 

ils ont suggéré  que ce groupe soit séparé des virus (Longbottom et al., 2003), mais les deux 

principales raisons qui ont permis l’exclusion définitive des chlamydies du règne viral sont la 

présence simultanée d’ADN et d’ARN dans le microorganisme ainsi que le cycle de 

développement unique totalement différent du mécanisme de réplication virale (Moulder, 

1966).  

Ces micro-organismes ont également longtemps  été considérés comme des Rickettsies mais 

l’absence de système de transport d’électrons, l’absence de cytochromes  et l’impossibilité de 

synthèse de l’ATP et du GTP ont conduit à rejeter cette idée (Vanrompey, 1995).  

Les  Chlamydies ont reçu diverses dénominations au cours de leur histoire, tout d’abord 

nommées les agents du groupe de la PLT (Psittacosis, Lymphogranuloma venereum 

Trachoma). En 1938, le parasitologue français Brumpt a proposé de dénommer ce genre 

Miyagawanella, en l’honneur du professeur Miyagawa qui avait décrit la morphologie, la 

transmission et la capacité de culture de l’agent responsable de la lymphogranulomatose 

vénérienne (LGV).  

En 1952, Meyer propose le nom du genre Bedsonia pour les agents de ce groupe, en l’honneur 

de Bedson qui fut le premier à décrire leur cycle de développement (Longbottom et al., 2003). 

En 1966, Page suggéra que les organismes du groupe  psittacose- lymphogranulomatose 

vénérienne -trachome, soient placés dans un seul et même genre, dans la mesure où leurs 

propriétés communes (morphologie, cycle de développement et antigène de groupe) les 

rapprochent plus que les spécificités d’espèce ne les éloignent (Page, 1968).   

 

Vers la fin des années 60, les traits phénotypiques spécifiques des chlamydias identifiés et 

associés à la morphologie de l’inclusion devinrent la base du clivage des chlamydias en deux 

espèces: Chlamydia psittaci et Chlamydia trachomatis (Page, 1968). Le groupe de  C. psittaci 

est composé des souches d’une grande variété de sources animales, tandis que le groupe de  

C. trachomatis regroupe les souches d’origine humaine (Mohamad, 2009). 



Différentes études ont été réalisées pour classer les souches de C. psittaci selon leurs hôtes, 

leurs propriétés morphologiques, leurs différences antigéniques et enfin leurs différences 

génomiques. Les souches isolées des ruminants ont été classées en 3 biotypes : les souches 

abortives (biotype1), les souches isolées des conjonctivites et des arthrites (biotype 2) et les 

souches intestinales (biotype 3) (Spears et al., 1979). 

Schachter et ses collaborateurs (1974) ont divisé les souches de C. psittaci isolées des 

ruminants en deux sérotypes; le sérotype 1 contient les souches responsables des avortements 

et des entérites et le sérotype 2 contient les souches qui entraînent les polyarthrites et les 

conjonctivites (Schachter et al., 1974 ; 1975). Un modèle de virulence sur souris a été 

développé par Rodolakis pour étudier les propriétés invasives et abortives des différentes 

souches de  C. psittaci isolées des ruminants (Rodolakis, 1986). 

En 1986, le séquençage du gène de l'ARNr 16S de Chlamydia psittaci a été réalisé par 

Weisburg et son équipe. La comparaison de cette séquence avec d'autres séquences de l'ARNr 

16S d’autre bactéries connues a montré que les Chlamydias sont des eubactéries (des vrais 

bactéries) (Weisburget al., 1986).  

Une nouvelle espèce a été découverte par Fukushi et Hirai en 1993: Chlamydia pecorum. 

Cette séparation d’espèce est confirmée par des études d’hybridation, Southern blot et de 

profils de restriction (Fukushi et al., 1993). 

En résumé, la classification morphologique et phénotypique de Chlamydia spp ou l’ancienne 

classification ne reconnaît qu’un seul genre Chlamydia, au sein d’une seule famille 

Chlamydiaceae  et d’un seul ordre, Chlamydiales. Avant 1968, seule C. psittaci, pathogène 

des oiseaux et de l’homme, est reconnue historiquement. Cependant des travaux ultérieurs ont 

permis la distinction de trois autres espèces: C. trachomatis, C. pneumoniae et C. pecorum. 

 

 

2.1.2. Classification moléculaire  

C’est la nouvelle classification considérée en 1999 par Everett, elle est basée sur l’analyse de 

la séquence des gènes ARNr 16S et ARNr 23S, par la méthode d’hybridation ADN-ADN. La 

nouvelle classification conserve les souches connues auparavant avec plus que 90 % 

d’identité del’ARNr 16S dans la famille des Chlamydiaceae et sépare d'autres organismes de 



« Chlamydia –like » qui ont une similitude de 80 à 90 % de l’ARNr 16S dans de nouvelles 

familles (Everett  et al., 1999). 

Le schéma suivant résume l’ancienne et la nouvelle classification de l’ordre des 

Chlamydiales. L'arbre sur la gauche (a) représente leur récente révision taxonomique. La liste 

des hôtes typiques illustre leur hétérogénéité écologique (Everett et al., 1999). 

 

 

Figure n°1: ancienne (1b) et nouvelle classification (1a) des chlamydias (Everett et al., 2001) 

 

 

 

Ainsi, l’ordre Chlamydiales est divisé en 4 familles :  

- La familledes Simkaniaceae  

- La famille des Waddliaceae  

- La familledes Parachlamydiaceae  



-  La famille des Chlamydiaceae qui ne comprenait jusqu’alors que le genre  Chlamydia est 

maintenant divisée en deux genres : Chlamydia et  Chlamydophila. Le genre Chlamydophila 

est divisé lui-même en 6 espèces: Chlamydophila abortus, Chlamydophila  psittaci, 

Chlamydophila felis, Chlamydophila caviae, Chlamydophila pecorum et Chlamydophila 

pneumoniae infectent respectivement les mammifères, les oiseaux, les chats, le cochon d’inde, 

les mammifères et l’homme. L’arbre génétique des Chlamydias est représentée dans le 

schéma suivant : 

 

 

 

Figure n°2 :l’arbre génétique des Chlamydias (Stephens et al., 2009) 

 

La nouvelle classification d’Everett est confortée par des analyses phylogénétiques (Hermann 

et al., 2000). La répartition des caractéristiques de virulence telle qu’hôte et tropisme 

tissulaire ont été clairement cartographiés (Bush et Evertt, 2001). 

Les autres familles, Parachlamydiaceae, Simkaniaceae et Waddliaceae dont la classification 

n’est que partiellement établie sont nommées « lignées de chlamydiae environnementales » 



car elles furent découvertes principalement dans l’environnement et les eaux usées (Sraka, 

2004).  

La taxonomie des Chlamydias est résumée dans le tableau suivant : 

 

Tableau n°1 : taxonomie des chlamydias (Sraka, 2004) 

 

 

Bien qu’elle soit validée par la communauté scientifique, un nombre impressionnant de 

bactériologistes sont opposés avec véhémence à la reclassification d’Everett (Schachteret al., 

2001). L’existence de neuf espèces n’est pas particulièrement controversée mais les critiques 

principales tiennent en quatre points :  

- Le manque d’éléments pour diviser les Chlamydiaceae en deux genres ; 

- La trop grande prise en compte des résultats de l’analyse des séquences d’ADN par rapport 

aux aspects biologiques ; 

- L’existence des familles Waddliaceae et Simkaniaceae est basée sur l’isolement à partir d’un 

isolat extrait d’échantillon unique ; 



-Les désaccords sur le nom Chlamydophila qui signifie littéralement «like Chlamydia» 

(Schachter et al., 2001). 

En 2009, un seul genre (le genre Chlamydia) a été proposée à la place de deux genres pour 

regrouper les neuf espèces de la famille des Chlamydiaceae (Stephens et al., 2009). Mais, la 

taxonomie utilisée dans les publications scientifiques les plus récentes est toujours celle 

adoptée par  Everett en 1999 (Chen et al., 2014). 

 

2.2. Morphologie de Chlamydia spp 

2.2.1. Morphologie générale  

Les chlamydias sont des bactéries colonisant les cellules épithéliales tapissant les cavités 

naturelles, strictement pathogènes, intracellulaires obligatoires avec un cycle de 

développement dimorphique qui se déroule entièrement à l’intérieur d’une cellule eucaryote, 

ces bactéries ne peuvent se reproduire qu’au sein de vésicules cytoplasmiques de la cellule 

hôte. Bactéries Gram négatif, de taille allant de 0,2 à 1,5 µm. sphériques et non mobiles 

(Kumar, 2012).  

2.2.2. Les différentes formes de Chlamydiae  

Une particularité propre à la famille de Chlamydiae est la distinction de deux formes au cours 

du cycle de vie de la bactérie. Une forme extracellulaire infectieuse, le corps  élémentaire 

(CE), et une forme intracellulaire, le corps réticulé (CR). Ces deux formes sont adaptées, de  

part leur structure, à leur rôle: le corps élémentaire est la forme infectieuse, une forme de 

résistante inerte avec une membrane externe rigide, le corps réticulé représente la forme 

intracellulaire métaboliquement active (Kumar, 2012). Les principales caractéristiques des CE 

et des CR sont résumées dans le tableau ci-dessous. 

 

 

Tableau n°2: comparaison entre le corps élémentaire et le corps réticulé des Chlamydias 

(Chang et Moulder, 1978; Lepinay et al., 1971; Moulder, 1983) 

 

Caractéristiques Corps élémentaire (CE) Corps réticulé (CR) 



Taille 0.2-0.3 microns 1 micron 

Forme Dense et noyau rigide Fragile et polymorphe 

Infectiosité infectieux Non-infectieux 

RNA/DNA ratio 1:1 (noyaux condensés d’ADN) 3:1 

Activités métaboliques inactif Actif, forme de réplication 

Trypsine Résistant Sensible 

Projection et rosettes moins Nombreuses 

 

1.2.6. Ultra structure des chlamydias  

Une des caractéristiques des chlamydias est la condensation remarquable du matériel 

génétique ressemblant à un noyau eucaryote et la présence de protéines histones liées à 

l’ADN bactérien très rares dans le règne bactérien (Remacha et al., 1996). Le rôle des 

protéines histones désignés Hc1 et Hc2 est primordial dans la condensation de l’ADN 

préliminaire pour la division binaire. Les protéines histones des Chlamydia, Hc1 et Hc2, 

fonctionnent en tant que régulateurs de la structure de la chromatine et l'expression des gènes 

(Grieshaber et al., 2003 ; 2006)  

 



 

Figure n°3 : Une image au microscope électronique d'une section mince d’un corps 

élémentaire. La caractéristique la plus évidente est l'ADN(n) excentrique, dense aux 

électrons (noir) qui est bien compacté sur protéines histones. À noter que le 

cytoplasme(c) a un aspect granulaire en raison de la présence des ribosomes 

responsables de la synthèse des protéines (Matsumoto, 1991) 

 

Les  Chlamydias  possèdent  une  structure  cellulaire  à  Gram  négatif, la cellule bactérienne 

est entourée par une paroi trilaminaire composée de trois structures, membrane cytoplasmique 

(membrane interne) et une membrane externe séparées par un espace péri plasmatique 

(Raulston, 1995). La surface de la membrane est recouverte de projections saillantes (photos 

a, b et c). Ces projections constituent une des particularités distinguant les Chlamydias des 

autres bactéries (Hsia et al., 1997 ; Bavoil et Wyrick, 2006). 

 



 

Figure n°4 : Images a, b et c présentant la structure trilaminaire de la membrane de 

Chlamydia. Les flèches indiquent l’emplacement des projections de la membrane 

bactérienne. Images a et b (Peters et al., 2007), image c (Matsumoto, 1991) 

 

Chacune des projections saillantes est entourée par des formations sur la membrane externe 

appelées « rosettes » (Raulston, 1995). Ces formations sont des systèmes de sécrétion de type 

III qui jouent un rôle très important dans l’interaction de la cellule bactérienne avec la cellule 

hôte (Bavoil et Wyrick, 2006). 

 

 

Figure n°5: Disposition des projections et des rosettes à la surface de la membrane de 

Chlamydia spp (Matsumoto, 1991) 

 



1.2.7. Architecture de la paroi de Chlamydia spp 

1.2.7.1.  Particularités de la paroi   

Chlamydia spp partage une structure commune aux autres bactéries gram négatif avec 

certaines caractéristiques uniques, les plus prononcées comprennent : 

 La présence de peptidoglycane à des quantités subdétectables : Chlamydia spp a été 

longtemps considérée comme une bactérie dépourvue de peptidoglycane (Caldwell et al., 

1981; Fox et al., 1990). La sensibilité des chlamydies à la pénicilline a conduit la 

communauté scientifique à aller plus loin pour essayer de détecter un peptidoglycane 

chlamydien. Ces travaux de recherche ont confirmé la présence de peptidoglycane 

fonctionnel dans la paroi de Chlamydia à des quantités subdétectables (Liechti, 2013 ; 

Mohammadi et Breukink, 2014). 

 La dominance des protéines riches en cystéine : Unique parmi les bactéries, la paroi de 

Chlamydia est renforcée par un réseau de liaisons disulfures (Everett et Hatch, 1991; 

Sardinia et al., 1988) constitué essentiellement par trois types de protéines : la MOMP 

(protéine majeur riche en cystéines) et les OmcA et OmcB (Outer  Membrane Complex) 

(Allen et Stephens, 1993 ; Everett et Hatch, 1991). Le rôle de ces protéines riches en 

cystéine est d’assurer la stabilité des formes de résistance de Chlamydia dans le milieu 

extérieur (Raulston, 1996). 

 L’absence de la protéine de division FtsZ (Pilhofer et al., 2013). 

 L’existence du système de sécrétion de type III (Betts-Hampikianet  Fields, 2010). 

1.2.7.2. Architecture de la paroi  

La paroi de Chlamydia spp est composée d’une membrane cellulaire (interne), d’un espace 

périplasmique et d’une membrane externe. La membrane interne est composée 

essentiellement de phospholipides incrustés de glycoprotéines.  La membrane externe, celle 

en contact avec le milieu extérieur, joue un rôle primordial dans la biologie et la résistance de 

la bactérie (Everett et Hatch, 1995). Elle est composée de :  

 Lipopolysacharides (LPS) : Comme  pour  les  bactéries  Gram  négative,  le  LPS  est  

un  des  composants  majeurs  de  la membrane de Chlamydiae. Il est composé de deux 

fractions, de lipide A et d’acide 3-deoxy-D-manno-octulosonic (Kdo) (Kosma, 1999). 

 Peptidoglycane : constituant mineur de la paroi bactérienne de Chlamydia spp. 

 Protéine majeure de la membrane externe (MOMP) : le constituant le plus abondant, 

une protéine majeure riche en cystéines constituant prés de 60% de la membrane 



externe.Grâce à la possibilité de former des ponts disulfures intra et inter moléculaires,

 cesprotéines subissent des modifications structurales selon le stade du développement 

de la bactérie entrainant une adaptabilité de la paroi (Wang et al., 2006). 

 Protéines riches en cystéines OmcA et OmcB ou bien EnvA et EnvB (enveloppe  

protein).  

 Protéines polymorphiques de la membrane externe POMP. 

 Protéines du choc thermique. 

La figure suivante résume l’architecture de la membrane de Chlamydia spp 

 

Figure n°6: Architecture de la paroi de Chlamydia selon le modèle de Baehret al., 1988; 

La MOMP est représentée comme une protéine transmembranaire dans la membrane 

externe. Sa représentation comme un trimère est fondée sur des preuves que la MOMP 

cellulaire possède une activité porine. Everett et ses collaborateurs ont proposé que 

l’EnvA et EnvB soient en contact avec l’espace périplasmique (Everett et Hatch, 1995). 

 

1.2.8. Particularités morphologique de Chlamydophila abortus : 

Mise à part la présence du système de sécrétion de type III, Chlamydophila abortus présente 

deux caractéristiques morphologiques différenciant cette espèce des autres espèces de la 

famille des Chlamydiaceae. Premièrement, l'accumulation et même le revêtement de corps 

d'inclusion par des complexes membranaires constitués de plusieurs membranes semble être 

une particularité propre à C. abortus. En deuxième lieu, la formation de petites vésicules dans 

l'espace périplasmique du corps réticulé dans la seconde moitié du cycle de développement 

est aussi une particularité propre à Chlamydophila abortus (Bavoil et Wyrick, 2006 ; Wilkat 

et al., 2014 ). 



1.3. Génétique de Chlamydia spp  

Le séquençage du génome est de première importance dans le développement d’une meilleure 

compréhension de la biologie de Chlamydia spp vue l’impossibilité d'introduire de l'ADN et 

de cultiver le germe en l’absence de cellules vivantes (Sandoz et al., 2010). 

Les manifestations génomiques spécifiques du mode de vie intracellulaire obligatoire des 

Chlamydiaceae sont reconnues depuis longtemps. Les Chlamydia comme toutes les bactéries 

intracellulaires tendent à éliminer les gènes codant pour les fonctions disponibles chez la 

cellule hôte (métabolisme). Le génome de toutes ces bactéries est donc de taille réduite, 

généralement moins de 2000 kilo paires de bases (kpb). Ces génomes présentent également 

une diminution de leur contenu en G+C% (pourcentage de guanine+cytosine). 

À proximité de l'origine et de la terminaison de la réplication, il existe une zone possédant un 

fort indice de réorganisation génétique appelé "zone de plasticité" dans laquelle on note la 

présence de gènes uniques propres à chaque espèce (Toft et Andersson, 2010). 

La figure suivante représente la répartition des gènes de Chlamydia spp selon leur rôle 

fonctionnel. Les gènes codant pour la synthèse des protéines membranaires sont majoritaires 

alors que ceux responsables du métabolisme énergétique sont de loin les moins abondants. 

Figure n°7: Répartition des gènes à rôle fonctionnel (Bavoil et Wyrick, 2006) 

 Le génome de Chlamydophila abortus 

Le génome de Chlamydophila abortus est constitué d’un chromosome circulaire de petite 

taille de 1144 Kpb avec une teneur totale en G + C de 39,87% (Thomson et al., 2005). 

Chlamydophila abortus ne possède qu'une seule copie des gènes ARNr 23S, 16S et 5S 



contrairement aux autres espèces de Chlamydia qui en possèdent deux (Everett et al., 1999 ; 

Thomson et al., 2005). La séquence codante est de 961 Kpb ce qui représente une densité de 

codage de 88% constituée de 40.5% C+G dont 746 sont destinées à la synthèse de protéines 

fonctionnelles (Thomson et al., 2005). Il n'y a aucune preuve du transfert horizontal de gènes 

chez Chlamydophila abortus, y compris une absence totale de gènes de phages et de plasmide 

extra chromosomique qui ont été observés chez d'autres espèces du genre Chlamydophila 

(Voigt et al., 2012 ; Thomson et al., 2005). La figure suivante illustre la représentation 

circulaire du chromosome de Chlamydophila abortus. 

 

 
 

Figure n°8: Représentation circulaire du chromosome de Chlamydophila abortus. De 

l'extérieur, les gènes dans les cercles1 et 2sontcodés par couleur en fonction de leurs 

produits géniques: (vert foncé) des structures de la membrane ou de surface; (jaune) du 

métabolisme central ou intermédiaire; (bleu cyan)de la dégradation des 

macromolécules; (rouge) de la division et transfert de l'information; (violet) de la 

dégradation de petites molécules; (bleu pâle) de la régulation ; (bleu foncé) de la 

pathogénicité ou de l'adaptation; (noir) métabolisme énergétique;(orange) conserve 

hypothétique; (vert pâle) inconnu; (marron) pseudo gènes. La position de la zone de 

plasticité(PZ) est présentée comme un arc rouge à l'extérieur de la bague graduée 

(Thomson et al., 2005) 

1.4. Caractères antigéniques de Chlamydia spp  

1.4.1. Les antigènes non protéiques  

1.4.1.1.   Le lipopolysaccharide (LPS)  

Le  LPS  constitue un des  composants  majeurs  de  la membrane externe de toutes les 

espèces de Chlamydiae comme pour toutes les bactéries Gram négatif. Le LPS de Chlamydiae 



se compose de deux fragments hétérogènes: de lipide A et d’acide 3-deoxy-D-manno-

octulosonic qui est l’antigène immunodominant du LPS (Kosma, 1999).   

 Le lipide A composé de cinq  acides  gras dont seulement deux possèdent de longues chaînes,  

induit une hydrophobicité élevée pour le LPS et par conséquence, une toxicité faible dans la  

cellule hôte (Heine et al., 2007). La liaison du LPS à la MOMP module l'exposition des sites 

antigéniques de celle ci à la surface des corps élémentaires (Vretou et al., 1992). Le LPS 

pourrait jouer un rôle dans l’adhésion de Chlamydia spp à la cellule hôte (Fadel et Eley, 

2008). Il constitue d’après les suggestions, le moyen d’interaction avec la membrane 

cytoplasmique de la cellule cible (Giles et Wyrick, 2008).  

1.4.1.2.  Les glycolipides 

Les glycolipides de Chlamydia spp sont des lipides glycosylés différents du LPS, le GLXA 

constitue le principal glycolipide identifié chez Chlamydiae. Associé à la membrane externe 

bactérienne, à la membrane d'inclusion et pourrait être trouvé aussi dans le  cytoplasme de la 

cellule hôte. Les études ont montré le rôle du GLXA dans l’attachement des Chlamydiae aux 

cellules hôtes (Tan et Bavoil, 2012). 

1.4.1.3.   Le peptidoglycane  

Le peptidoglycane est un polymère constitué d'une partie glucidique (le N-acetylglucosamine) 

et d'une partie peptidique (N-acetylmuramic). La polymérisation de ces deux constituants sous 

forme d'un squelette de disaccharide réticulé par des chaînes pentapeptidiques grâce à des 

liaisons peptidiques donne naissance au peptidoglycane constituant essentiel de la paroi 

bactérienne (Tan et Bavoil, 2012 ; Kåhrström, 2014).  

Chlamydia spp a été longtemps considérée comme une bactérie dépourvue de peptidoglycane, 

malgré la possession d’un arsenal génétique complet pour la synthèse de ce composé essentiel 

et malgré sa sensibilité à la pénicilline. Après plusieurs années de recherche et plusieurs 

travaux sans issu, Liechti et son équipe ont réussi à détecter un peptidoglycane de Chlamydiae 

dit particulier ou subdétectables (Liechti etal., 2014).                                                    

Contrairement aux autres bactéries gram négatif, le peptidoglycane de Chlamydia spp n’est 

pas couplé à la protéine de division FtsZ. Le peptidoglycane et la FtsZ fonctionnent ensemble 

dans l'orchestration de la division cellulaire et le maintien de la forme des cellules dans la 

plupart des autres bactéries (Pilhofer et al., 2013). Le rôle du peptidoglycane est crucial pour 



la division cellulaire, le maintien de la forme des cellules et la résistance au stress osmotique 

(Kährström, 2014). 

1.4.2. Les antigènes protéiques  

1.4.2.1.    La protéine majeure de la membrane externe (MOMP)  

D’un poids moléculaire d'environ 40 kDa et constituant prés de 60% de la masse des protéines 

de la membrane externe de la bactérie, la MOMP est une protéine majeure riche en cystéines 

qui fait partie de la membrane externe des Chlamydiae (Feher et al., 2013). La MOMP a une 

structure de porine, elle est présente tout au long du cycle de développement de la bactérie 

mais sa structure diffère entre les deux formes (Feher et al., 2013). Les ponts disulfures qui 

sont bien liés par les résidus cystéines dans les corps élémentaires extra cellulaires pour 

assurer leur rigidité, sont complètement réduits dans les corps réticulés forme intracellulaire 

(Bavoil et al., 1984 ; Sun et al., 2007).  

La MOMP joue un rôle important dans l’infectivité de Chlamydia spp, c’est l’une des 

structures membranaires responsables de l’attachement des CE à la membrane de la cellule 

hôte (Fan et Stephens, 1997). Le mécanisme d’interaction de la MOMP est encore mal connu, 

les hypothèses les plus probables sont l’interaction électrostatique avec les constituants 

membranaires de la cellule cible ou bien l’existence d’un récepteur spécifique de la MOMP 

sur les membranes cellulaires de l’hôte (Sun et al., 2007). 

La MOMP est considérée comme une molécule fortement immunogène induisant une  

réponse immunitaire forte et protectrice. Pour cette raison, elle reste le candidat vaccinal  

principal contre les infections par les différentes espèces de  Chlamydiae (Feher et al., 2013). 

Ce constituant majeur de la membrane de Chlamydia spp constitue aussi un moyen de 

sérodiagnostic des maladies causées par Chlamydiae (Hoelzle et al., 2003). 

 

1.4.2.2.    Les protéines riches en cystéines (Omp3 et Omp2) 

Les deux protéines de la membrane externe ont beaucoup de dénominations : Omp3 et Omp2, 

CRP (Cystein Rich Protein), EnvA et EnvB (Enveloppe protein) ou encor OmcA et OmcB 

(Outer membrane complex) (Allen et Stephens, 1993; Everett et Hatch, 1991).  

L’Omp3, qui est la plus petite, est une lipoprotéine de 15 kDa. L’Omp2, qui est la plus grande 

et la plus fréquente est une lipoprotéine riche en cystéine de 60KDa (Everett et Hatch, 1991).   



Le rôle de ces deux lipoprotéines riches en cystéine semble être le maintien de la forme du CE 

et de la pression osmotique grâce aux ponts disulfures très abondants dans ces deux structures.         

(Everett et Hatch, 1995). Le rôle de la Omp2 dans l’adhésion de Chlamydia spp à la cellule 

hôte a été prouvé (Fadel et Eley, 2007). 

Omp2 est un antigène cible de la réponse immunitaire des lymphocytes T dans l'infection par 

Chlamydiae (Goodall, 2001). L’analyse sérologique de l’Omp2 a montré qu’il s’agit d’une  

protéine immunogène majeure commune aux différentes espèces de Chlamydiae (Bas et  al., 

2001; Portig et al., 2003). L’utilisation de l’Omp2 pour le sérodiagnostic a été exclue en 

raison de son manque de spécificité par rapport aux tests de références (Javaherian et al., 

2014). 

1.4.2.3.    Les protéines polymorphiques de la membrane externe POMP (Polymorphic 

Membrane Proteins Pmp)  

Les POMP sont des protéines polymorphes présentes dans la membrane externe de 

Chlamydia spp. Ces protéines sont composées de séquences conservés GGAI et FXXN, qui se 

répètent dans la moitié N-terminale des protéines et de séquences variables (Stephens et al, 

1998; Kalman et al, 1999). Elles ont une structure de porines et présentent une homologie 

importante avec les protéines auto-transporteurs ou le système de sécrétion de type V Elles 

semblent jouer un rôle important dans l’adhérence de la bactérie à la cellule hôte (Henderson 

et Lam, 2001). 

Au moins six  protéines de la famille POMP (90-98 kDa) ont été identifiées dans la membrane 

externe  de  Chlamydophila abortus encodées par 18 gènes répartis en 4 clusters (Longbottom 

et al., 1998 ; Vretou et al., 2001 ; Thomson et al., 2005). 

 

1.4.2.4.    Les protéines de choc thermique  

Les protéines de choc thermique ou HSP (Heat Shock Proteins) sont des protéines 

chaperonnes découvertes initialement en raison de leur inductibilité par la chaleur. Connues 

pour être hautement immunogènes, les HSP sont couramment impliquées dans le pliage et le 

dépliage ou la translocation des protéines, ainsi que le montage et le démontage des 

complexes protéiques (Srivastava et al., 1998;  Kaufmann et Zugel, 1999). Chez Chlamydia 

spp, trois protéines de choc thermique ont été identifiées : 



 La Hsp 60 (GroEL)  

La plus étudiée, cette protéine a été identifiée tout d’abord comme un des marqueurs de 

l’infection chez Chlamydiae (Bavoil et al., 1990). La GroEL est synthétisée dans le stade 

précoce du cycle de développement de Chlamydiae, c’est l'une des principales cibles de la 

réponse humorale chez les animaux infectés (Bavoil et al., 1990 ; Hechard et al., 2004). 

L'immunisation des cobayes avec la protéine Hsp 60 a réduit les signes cliniques induits  par 

certaines Chlamydias mais l’immunisation  des souris avec un plasmide contenant le gène 

Hsp 60 n’a pas protégé les souris contre l’avortement provoqué par Chlamydophila abortus 

(Rank et al., 1995 ; Hechard et al., 2004).   

 La Hsp 10 (GroES)  

Il n’y a pas beaucoup d’informations concernant la Hsp10 chez les  Chlamydiae.  

 La Hsp 70 (DnaK)  

Elle est immunogène associée au complexe protéique de la membrane externe des CE (Larsen 

et al., 1994 ; Raulston et al., 2002). Les anticorps dirigés contre Hsp 70 de Chlamydiae 

peuvent neutraliser l'infectivité des CE in vitro (Danilition et al., 1990). Cependant, 

l’immunisation des souris avec le vaccin ADN contenant le gène de DnaK n’a pas protégé les 

souris contre l’infection par Chlamydophila abortus (Hechard et al., 2003).  

1.4.2.5. Les protéines de la membrane d’inclusion  

La membrane d'inclusion joue sûrement un rôle important dans les interactions entre les  

Chlamydiae et la cellule hôte (Bavoil et al., 2000). La modification de la membrane 

d'inclusion exige la synthèse par Chlamydiae spp de protéines membranaires destinées à 

s’incruster dans la membrane vacuolaire abritant les particules infectieuses en croissance.  

Les protéines Inc sont les plus abondantes, elles sont impliquées dans les interactions entre 

l'inclusion et les composants cytoplasmiques (Scidmore et al., 1996 ; Beeckman et al., 2008). 

La plupart des protéines Inc réagissent seulement avec des sérums d’animaux infectés par les 

Chlamydiae. Récemment, Vretou et son équipe ont pu détecter une protéine d’inclusion chez 

Chlamydophila abortus (Vretou et al., 2008).  

1.4.2.6.Le système de sécrétion de type III (T3SS)  



Les projections  à  la  surface  des  CR  ont été décrites depuis  les  années  80 par Matsumoto  

(Matsumoto, 1981). Ces projections pourraient être des canaux du système de sécrétion de 

type III (T3SS) de Chlamydia spp (Bavoil et Hsia, 1998).  

Le mécanisme T3SS de Chlamydiae, y compris toutes les familles de l’ordre  Chlamydiales, 

se compose approximativement de 25 protéines codées par au moins trois clusters de gènes 

différents. La population de protéines de T3SS dans la cellule hôte change au cours de 

l’infection, suggérant que ces protéines jouent différents rôles selon les étapes du cycle de 

développement des Chlamydiae (Kleba et Stephens, 2008). Ces protéines sont exposées dans 

le cytosol et partagent la caractéristique structurale commune d'un long domaine hydrophobe 

bilobé mais peu ou pas de similarité de séquence d'acides aminés primaire (Mital et al., 2013). 

Les études ont démontré que la fonction première de la T3SS de Chlamydia est la 

translocation des protéines effectrices cellulaires pour la manipulation de processus cellulaires 

de la cellule hôte (Betts-Hampikian et Fields, 2010). En comparant les séquences des gènes 

du T3SS de différentes espèces de Chlamydiae, des différences génétiques ont été mises en 

évidence afin d’expliquer les différences de pathogénie observées entre les différentes espèces 

de Chlamydiae (Peters et al., 2007). 

 

1.5. Cycle de vie de Chlamydia spp  

1.5.1. Particularités du cycle  

Chlamydia spp est une bactérie intracellulaire obligatoire. Ce germe subi un cycle de 

développement biphasique distinct, conversion entre deux formes morphologiquement et 

fonctionnellement distinctes, le corps élémentaire(EB) et le corps réticulé(RB). 

Le corps élémentaire (EB), forme de résistance extracellulaire et la seule forme infectieuse de 

la bactérie. Ils sont métaboliquement  inactifs,  leur rôle est d’assurer la dissémination et la 

survie des Chlamydiae en dehors de la cellule hôte. Le corps réticulé (RB) est la forme 

intracellulaire active, elle est responsable  de la réplication de Chlamydiae au sein d’une 

vacuole intracellulaire.  

L’existence d’une troisième forme a été démontrée. C’est une forme de pseudo-sporulation ou 

un état de quiescence intracellulaire provoqué par un stress survenu à l’intérieur de la cellule 

hôte comme la présence d’antibiotiques, d’interféron-γ ou encore lors d’une carence  



nutritionnelle. Un retour à la forme active est possible si les conditions favorables à l’activité 

bactérienne se présentent à nouveau dans la cellule infectée (Beaty et al., 1994). 

Le cycle de vie de Chlamydia commence par l’adhérence et la liaison du corps élémentaire 

(EB) à la surface de la cellule hôte. A ce stade, des protéines effectrices sont injectées dans la 

cellule hôte par le moyen d’un système de sécrétion de type III (SST3) facilitant l'entrée 

bactérienne à l’intérieur de la cellule. Après son endocytose, le corps élémentaire se trouve à 

l’intérieur d’une vacuole. De nouvelles protéines effectrices sont secrétées, la vacuole 

bactérienne se trouve modifiée par l’insertion des protéines membranaires bactériennes 

d'inclusion. Ces protéines insérées sont destinées à limiter la fusion de la vacuole abritant les 

particules bactérienne avec les compartiments de dégradation générés par la cellule hôte, tout 

en favorisant le contact avec d'autres organites cellulaires comme les ribosomes et l’appareil 

de Golgi. En utilisant la machinerie intracellulaire et les nutriments disponibles à l’intérieur de 

la cellule hôte, les corps élémentaires commencent leur différenciation en corps réticulés (RB) 

et leur prolifération à l’intérieur de la vacuole. Au cours de l'infection, la mort de la cellule 

hôte et les défenses immunitaires sont inhibées. Environ à mi-chemin à travers le cycle 

infectieux, la réplication bactérienne devient asynchrone et les RBs se re-différencient en 

EBs. Tard dans le cycle, l’augmentation de la taille de la vésicule provoque la déchirure de la 

vacuole, la lyse de la cellule et la libération d’un grand nombre d’EB (Cocchiaro et Valdivia, 

2009). 

Sur une période de48 à 72h, Chlamydia spp s’engage dans une série de transformations 

aboutissant à l’augmentation en nombre et à un changement en formes. Le cycle de vie peut 

être divisé en 4 étapes principales :  

1-adhérence, fixation et endocytose 

2-Formation et maturation de la vacuole parasitophore  

3-Différenciation des EB en ER et prolifération 

4-Relargage des particules infectieuses néoformées. 

2.5.2. Étapes du cycle 

2.5.2.1.Adhérence, fixation et endocytose des EB  

L'interaction initiale de Chlamydiae avec la cellule hôte commence par l'attachement du CE 

qui est la forme infectante de la bactérie à la surface de la cellule. Plusieurs facteurs  



interviennent dans ce phénomène d’adhésion, facteurs spécifiques comme la présence de 

récepteurs membranaires ou non spécifiques comme les interactions de type électrostatique et 

hydrophobe (Cocchiaro et Valdivia, 2009). Des adhésines bactériennes et des ligands 

cellulaires multiples ont été proposés pour élucider le phénomène de l’attachement de la 

bactérie à la surface de la cellule hôte. L'utilisation du récepteur de la cellule cible dépend à la 

fois du type de la cellule hôte et de l'espèce de Chlamydia (Stephens et al., 2000 ; Stephens et 

al., 2001; Dautry-Varsat et al., 2005 ; Moelleken et Hegemann, 2008).  

Des facteurs bactériens tels que le glycosaminoglycane (GAG) (Menozzi et al., 2002), la 

protéine majeure de la membrane externe (MOMP) (Su et al., 1996), la Omp2 (Fadel et Eley, 

2007) et la PMPD (Wehrl et al., 2004) ont été proposés en tant que ligands pour assurer 

l’interaction avec des récepteurs membranaires de la cellule cible. Du côté cellulaire, le 

sulfate d'héparine, le récepteur du mannose 6-phosphate et le récepteur d'œstrogènes ont été 

proposés comme récepteur aux différents ligans bactériens (Joseph et Bose, 1991 ; Davis et 

al., 2002 ; Campbell et Kuo, 2006). La PDI qui est une isomérase des protéines disulfures est 

une nouvelle structure découverte récemment. Cette structure membranaire de l’hôte est 

impliquée dans l'attachement de l’EB et la production d’une enzyme facilitant l’entrée 

bactérienne à l’intérieur de la cellule (Fudyk et al., 2002; Conant et Stephens, 2007; 

Abromaitis et Stephens, 2009). Le taux d'attachement de Chlamydiae à la cellule hôte est 

déterminé par la multiplicité  d'infection. Ce taux est plus élevé quand des faibles doses 

infectieuses sont utilisées (Byrne et Moulder, 1978). L'attachement est augmenté par les 

cations bivalents de calcium et magnésium qui peuvent diminuer la répulsion électrostatique 

(Hatch et al., 1981).  

Le mécanisme exact de l'endocytose demeure incertain en raison de plusieurs études 

contradictoires (Dautry-Varsat et al., 2005). Plusieurs stratégies sont susceptibles d'assurer 

l'entrée de la bactérie à l’intérieur de la cellule hôte dépendant de l'espèce de Chlamydia ou du 

type de cellule hôte envahie. 

La fonction commune que partagent toutes les espèces de Chlamydia est le remodelage et 

l’activation de l’actine Rac-1 dépendante sur les sites de fixation de l’EB (Carabeo et al., 

2004). La Tarp qui est l’agent activateur de l’actine est phosphorylée par les facteurs Src et 

Abl produits par la cellule hôte (Jewett et al., 2008). Par la suite, Rac1 recrute différents 

facteurs menant à la production et l’organisation d’un réseau d’actine complexe indispensable 

à l’endocytose de la particule infectieuse (Carabeo et al., 2007). L’implication de la clathrine 



a également été révélée dans l’entrée de Chlamydia dans les cellules non phagocytaires 

(Hybiske et Stephens, 2007). 

2.5.2.2. Formation de la vacuole parasitophore et différenciation des EB en ER  

Une fois phagocytée, Chlamydia se retrouve à l’intérieur d’une vacuole. La membrane de 

l'inclusion naissante ressemble initialement à la membrane plasmique de l'hôte, mais ses 

composants se perdent progressivement pour être remplacés rapidement par les protéines 

d'origine bactériennes produites et insérées (Scidmore et al., 2003). 

Parmi les facteurs synthétisés et insérés dans la membrane de la vacuole, un sous-ensemble de 

recycleur d’endosomes, GTPases et Rab liés à l’appareil de Golgi (Rab1, 4 et 11), se sont des 

protéines essentielles d'accueil, leur fonction est de réguler le trafic membranaire et les 

échanges de substances avec les organites cellulaire (Rzomp et al., 2006 ; Seabra et 

Wasmeier, 2004). Rab 6 et Rab10 sont associés de manière spécifique à l’espèce (Rzomp et 

al., 2006). Les INC sont des facteurs exécutants des protéines Rab interagissant avec le 

cytoplasme pour faciliter les échanges de nutriments et de substances à travers la membrane 

de la vacuole. la dynéine est un complexe jouant le rôle d’un moteur pour faciliter ainsi le 

déplacement de l'inclusion le long des microtubules cytoplasmique pour gagner à la fin 

l’appareil de Golgi et le nucléole (Grieshaber et al., 2003). 

Les modifications membranaires atteignant la membrane vacuolaire ne se réalisent que si la 

bactérie est activée, les corps élémentaires préparent leur conversion en corps réticulés forme 

intracellulaire de la bactérie. Les EB sont stables dans l'environnement extracellulaire grâce à 

la présence de protéines de la membrane externe largement réticulés (Newhall et Jones, 1983). 

Ces liaisons disulfures sont réduites au cours de leur conversion en RB (Hackstadt et al., 

1985) suivie d’une augmentation de taille, une modification de la structure des protéines de la 

membrane externe par réduction des ponts disulfures et monomérisation de la MOMP et 

d’une augmentation du nombre des ribosomes. La réduction des ponts disulfures permet de 

fournir de l’énergie au cours des premières heures et d’exposer les pores nécessaires aux 

passages des différents métabolites à partir de la cellule hôte. D'une décondensation du 

nucléotide et initiation de la transcription bactérienne. Dans les 15 minutes suivant l’infection, 

de nouvelles protéines bactériennes sont déjà produites et l’expression de l'ARN bactérien 

peut être détecté dès une heure post infection (Plaunt et Hatch, 1988 ; Belland et al., 2003). 

Après la conversion de EB en RB, les particules infectieuses commencent leur prolifération 

par  scissiparité à l'intérieur des limites d'inclusion (Belland et al., 2003). 



2.5.2.3.Maturation de la vacuole parasitophore et conversion des ER en EB  

La vacuole parasitophore abritant les particules bactériennes continue sa maturation par 

l’acquisition de nombreux facteurs tout en migrant dans le cytoplasme pour finir enfin à 

proximité de l’appareil de golgi et du nucléole (Cocchiaro et Valdivia, 2009). Les CE ont 

tendance à occuper le centre de l'inclusion, alors que la plupart des CR sont situés à la 

périphérie des inclusions. La synthèse d’ATP dans les cellules infectées augmente 

significativement au cours de l'infection ainsi que celle du glutamate et par conséquence la 

consommation de glucose va augmenter ainsi que la production de lactate (Ojcius et al., 

1998). Les Chlamydiae sont des bactéries énergétiques aérobies qui utilisent probablement le 

glutamate comme principale source de carbone, en plus du glucose et du 2-oxoglutarate avec 

une activité d’échange ATP/ADP (Bavoil et al., 2000).  

Une fois à proximité, l'inclusion peut interagir sélectivement avec les organites qui 

fournissent des facteurs essentiels pour le développement de Chlamydia tels que les lipides 

(Hackstadt et al, 1996 ; Moore et al, 2008), le Cholestérol (Carabeo et al, 2003) et les 

glycérophospholipides (Wylie et al., 1997). L’appareil de golgi est de loin l’organite le plus 

indispensable pour le développement de Chlamydia. Il change de conformation pour s’adapter 

à la conformation de la vésicule parasitophore (Heuer et al., 2009). L’association des 

mitochondries avec des inclusions a également été observée (Matsumoto et al., 1991), mais un 

lien entre la fonction mitochondriale et l’infection à Chlamydia manquait jusqu'à récemment. 

Les corps multi vésiculaires (MVBS) peuvent représenter une voie de transport des lipides 

alternative. Les MVBS sont des organites d'endocytose où les protéines et les lipides qui sont 

destinés à la dégradation ou le recyclage de l'appareil de Golgi sont triés et traités (Woodman 

et Futter, 2008). Les voies de transport non classiques comme les gouttelettes lipidiques (LD) 

peuvent également être impliquées dans la livraison des lipides à l'inclusion (Kumar et al., 

2006 ; Cocchiaro et al., 2008).  

Chlamydia spp effectue son développement à l’intérieur de la vacuole parasitophore à l’abri 

des lysosomes de la cellule hôte. La vacuole hébergeant la bactérie empêche la fusion avec les 

lysosomes de la cellule hôte pour assurer la réplication et la croissance des Chlamydiae. Pour 

cela, la vacuole pourrait fusionner avec des vésicules exocytiques contenant de la 

sphingomyéline de la cellule hôte. La sphingomyéline produite par l'appareil de Golgi est  

transférée à la vacuole (Hackstadt et al., 1997). Les Chlamydiae pourraient aussi sécréter  par  

l'intermédiaire du T3SS des facteurs qui empêcheraient la fusion avec les lysosomes 

(Hackstadt et al., 1997). 



L'inclusion s’élargie pour accueillir un nombre croissant de bactéries. La croissance de 

l'inclusion est probablement alimentée par le niveau de nutriments et de précurseurs de lipides 

de la cellule hôte. L'intégrité structurale de l'inclusion est préservée par un maillage des 

structures du cytosquelette principalement composées de filament d’actine et de filaments 

intermédiaires (FI) (Kumar et Valdivia, 2008). 

La survie et le développement de Chlamydia spp à l’intérieur de la cellule nécessite 

l’inhibition de l’apoptose de cette dernière. Pour cela, La bactérie utilise sans doute le T3SS 

pour injecter les produits qui assurent l’inhibition de l’apoptose de la cellule hôte. Une  

enzyme  protéase spécifique pour Chlamydia, la CPAF (chlamydial  proteasome-like activity 

factor) a été mise en évidence. La CPAF est sécrétée dans le cytoplasme des cellules hôtes 

infectées, son rôle est de dégrader les protéines pro-apoptotiques et de protéger l’inclusion  de  

chlamydiae des lysosomes cellulaires (Fan et al., 2002 ; Dong et al., 2004 ; Pirbhai et al., 

2006 ; Kawana et al., 2007). 

2.5.2.4.Relargage des EB néoformés 

La conversion morphologique des RB en EB commencent 36-48 h après l’infection. La 

diminution des niveaux d’énergie en particulier de l’ATP est l’une des causes de la 

transformation de RB en EB. La transformation du RB en EB passe par une forme 

intermédiaire (IB) et se caractérise par une condensation du nucléoïde, une diminution de 

taille et la formation d’une membrane externe rigide par polymérisation de la MOMP 

(Cocchiaro et Valdivia, 2009)  

Entre 48 et 72 heures après l’infection, l’inclusion intra cytoplasmique est énorme. La cellule 

éclate mécaniquement, libère de nombreux EB par exocytose susceptibles d’infecter les 

cellules environnantes et de commencer un nouveau cycle infectieux (Moulder, 1991). 

La figure suivante résume le cycle de développement de Chlamydia spp : 

 



 

Figure n°9: Cycle de vie de Chlamydia spp. L’infection par Chlamydia commence quand 

un corps élémentaire (EB) se lie à la surface de la cellule hôte (I). A ce stade les protéines 

effectrices injectées dans l'hôte par le (SST3) facilitent l'entrée bactérienne. Après 

endocytose, l’EB se transforme en RBS. Les nouveaux effecteurs sont sécrétés et la 

vacuole bactérienne est modifiée par des protéines membranaires bactériennes 

d'inclusion(II).L'inclusion interagit avec l'appareil de Golgi, les corps multi vésiculaires 

(MVBS) et des gouttelettes lipidiques (LDS) (III). Environ à mi-chemin à travers le cycle 

infectieux, la réplication bactérienne devient asynchrone et les RBS redifférencient en 

EBS. Tard dans le cycle, l'inclusion remplit presque le volume de la cellule entière. 

Finalement, l'inclusion provoque la rupture de la cellule hôte libérant EB infectieuses 

dans le milieu extracellulaire (IV) (Cocchiaro et Valdivia, 2009)  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3. Coxiella burnetii 

3.5. Taxonomie 



Coxiella burnetii est une petite bactérie intracellulaire stricte colonisant les cellules 

d’arthropodes et de mammifères (Raoult et Parola, 2007). Son isolement à partir 

d’arthropodes, sa multiplication intracellulaire et sa morphologie proche de celle des 

Rickettsies (petite bactérie gram négatif) l’ont classé avec les genres  Rickettsia et 

Rochalimaea dans la sous-classe alfa de l'embranchement des protéobactérie, ordre  des 

Rickettsia les, famille des Rickettsiaceae et tribu des Rickettsiae (Weiss et Moulder, 1984). 

Coxiella burnetii partage plusieurs propriétés avec les rickettsies cependant, elle s’en 

distingue par de nombreuses caractéristiques telles une grande résistance dans le milieu 

extérieur avec une forme pseudo-sporulée et une croissance dans un phagolysosome (Raoult, 

2005 ; Roux, 1997). Après plusieurs recherches basées sur l’analyse phylogénétique de la 

séquence 16S de l’ARN ribosomal, Coxiella burnetii a été déplacée de l’ordre des 

Rickettsiales vers l’ordre des Legionellales contenant les genres Legionella, Francisella et 

Rickettsiella (Maurin et Raoult, 1999). En 2001, les travaux de biologie moléculaire réalisés 

sur la bactérie aboutissent à une exclusion du genre Coxiella de l’ordre des Rickettsiales par le 

National Center for Biotechnology Information, du fait de sa parenté phylogénétique avec la 

famille des Legionellaceae (Raoult et Parola, 2007).  Le schéma suivant présente  la relation 

entre Coxiella burnetii et les autres espèces bactériennes appartenant aux Proteobacteries. 

 

Figure n°10: arbre phylogénétique montrant la relation entre Coxiella burnetii et les 

autres espèces bactériennes appartenant aux Proteobacteries (Maurin et Raoult, 1999) 

De ce fait, et d’après la nouvelle classification, Coxiella burnetii appartient au phylum des 

Proteobacteries, sous classe des Gamma proteobacteries, ordre des Legionellales, famille des 

Coxiellaceae qui inclut les genres Coxiella et Rickettsiella (Roux, 1997 ; Arricau-Bouvery et 



al., 2005 ; Bogdan, 2012). Coxiella burnetii est la seule espèce reconnue du genre Coxiella, 

même si un certain nombre de bactéries avec un 16Ssimilaireont été isolées à partir des tiques 

et des crustacés (Stein et al., 1993 ; Bogdan,2012).  

Coxiella burnetii est divisé en six groupes génomiques numérotés de I à VI. Le groupe I est 

isolé à partir d’animaux, le groupe II des tiques. Le groupe III, isolé de cas aigus chez 

l’Homme, les groupe IV et V isolé de cas chroniques chez l’Homme le groupe VI est isolé à 

partir de rongeurs. Cette hétérogénéité génétique ne semble pas avoir de conséquence 

flagrante sur la virulence de la bactérie (Thompson et Suhan, 1996 ; Raoult et Parola, 2007). 

3.6. Morphologie 

3.6.1. Morphologie générale 

Coxiella burnetii est une bactérie gram négatif, coccobacille pléomorphique caractérisée par 

son mode de vie intracellulaire stricte. Bactérie aérobie stricte, immobile, de petite taille (0,2 à 

0,4 µm de large sur 0,4 à 1 µm de long) située à la limite de la visibilité en microscopie 

optique (Marrie, 1990 ; Raoult et Parola, 2007). 

3.6.2.  Les différentes formes de Coxiella  

Coxiella subit une variation de phase au cours de sa croissance, la bactérie peut se présenter 

sous deux ou trois formes morphologiquement différentes :  

- La forme large cell variant(LCV) : Il s’agit de la forme végétative de la bactérie, présente 

dans les cellules infectées de taille supérieure à 1 µm, métaboliquement très active, contenant 

peu de lipopolysaccharide de surface (LPS), très fragile à l’extérieur de la cellule.  

- La forme small cell variant(SCV) : Il s’agit de la forme extracellulaire de la bactérie, 

hautement infectieuse, de petite taille (0.2-0.5 µm), métaboliquement inactive, très résistante 

dans le milieu extérieur. Le SCV se présente sous deux formes antigéniquement différentes 

qualifiée de phase I et II. 

- La forme small dense cell (SDC) : Ressemblant à des pseudo-spores, c’est la plus petite des 

formes. Particule infectieuse et très robuste dans le milieu extérieur (Mc Caul et al., 1991; 

Seshadri et al., 1999 ; Raoult et Parola, 2007 ; Gürtler, 2014). 

Les caractéristiques des trois formes morphologiques sont résumées dans le tableau suivant : 

 



Tableau n°3 : caractéristiques des trois formes morphologiques de Coxiella burnetii 

(Raoult et Parola, 2007)  

Forme 

morphologique 

Large cell variant (LCV) Small cell variant 

(SCV) 

Small dense cell 

(SDV) 

Type de forme Forme végétative Forme extracellulaire Pseudo-spore 

Formation A partir des SCV Condensation des 

LCV 

Compartimentation 

des LCV 

Multiplication Division binaire Division binaire absente 

Taille 2 µm 0.2-0.5 µm <0.2 µm 

Résistance Très faible Elevée Elevée 

Métabolisme Elevé Très faible Très faible 

Rôle Dissémination  Transmission Résistance  

 

3.6.3. Ultra structure de Coxiella burnetii  

Coxiella est une bactérie à gram variable, son ultra structure est peu étudiée par rapport aux 

autres espèces bactériennes (McCaul et Williams, 1981). 

L’analyse morphologique et chimique indique que la structure de Coxiella burnetii est plus 

proche des bactéries gram négatif que celle des grams positifs. La bactérie est composée d’un 

cytoplasme entouré d’une membrane trilamilaire ressemblant à celle des gram négatif 

(Burton, 1975 ; Raoult et Parola, 2007). 

En plus de sa petite taille, le périphérique du cytoplasme de la cellule bactérienne est 

caractérisé par la présence de nombreux ribosomes qui semblent être en étroite association 

avec la membrane, tandis que la région centrale est occupée par des filaments formants le 

nucléoïde. La condensation du nucléoïde varie selon le stade du développement de la bactérie 

(Burton, 1975 ; McCaul et Williams, 1981 ; Raoult et Parola, 2007).L’image suivante 

présente Coxiella burnetii observée par le microscope électronique. 

 



 

Figure n°11 : morphologie de C. burnetii (x273600). (NF) Filaments du nucléoïde 

centrale, (R) région ribosomique périphérique (Burton, 1975) 

 

3.6.4. Architecture de la paroi de Coxiella burnetii 

La cellule bactérienne est délimitée par une enveloppe trilamilaire ordinaire semblable à 

celles des bactéries gram négatif (Williams et Thompson, 1991). L'enveloppe est constituée 

d'une membrane externe, d’une membrane interne d’environ 6,5nm d'épaisseur chacune et 

d’un espace périplasmique. À la surface intérieure de la membrane externe, une couche mince 

modérément dense aux électrons apparait comme une particularité peut distinctive de Coxiella 

burnetii (Figure n°12) 

 

Figure n°12 : espace périplasmique (PS) entre la membrane interne et externe. 

Les flèches indiquent couche dense associée à la face intérieure de la membrane 

externe(x291600) (Williams et Thompson, 1991) 



La membrane externe et la membrane plasmiques emblent être morphologiquement 

identiques. La membrane interne est composée essentiellement de phospholipides et de 

glycoprotéines. La membrane externe, celle en contact avec le milieu extérieur, est composée 

de :  

 Lipopolysacharides (LPS): le  LPS est un composant  majeur  de  la membrane externe 

de Coxiella burnetii. Sa composition varie selon le stade de développement de la 

bactérie. Le LPS de la phase I du développement dit lisse est complet de longueur 

maximale  composé du lipide A et d’un hétéropolysaccharide le LPS de la phase II dit 

rugueux est court et de forme tronquée (Hackstadt, 1990; Thompson et al., 2003) 

 

 Peptidoglycane (PG): composé de l'acide muramique et de l'acide diaminopimélique, 

composants clés de peptidoglycane typique. 

 Protéines membranaires: la composition des protéines de surface entre les phases I et 

II est très proche. Trois protéines sont essentiellement les plus abondantes et les plus 

immunogènes désignées protéines 29,5 kDa, protéines 61 kDa et protéine 116 kDa 

(Mc Caul et al., 1991). 

 

3.7. Génétique de Coxiella burnetii  

Le génome de C. burnetii est porté par un chromosome de taille variable de 1.5 à 2.4 Kb selon 

les souches et un plasmide facultatif (de 36 à 42 kb) dont le rôle reste indéterminé (Willems et 

al., 1998).La figure suivante représente la répartition des gènes de Coxiella burnetii selon 

leurs rôles fonctionnels. 

 



 

Figure n°13 : répartition des gènes de Coxiella burnetii selon leurs rôles fonctionnels 

(Martinez et al., 2014) 

L'analyse du génome a révélé contrairement à d'autres bactéries intracellulaires obligatoires, 

32séquences d'insertion se trouvant dispersés dans le chromosome, indiquant une certaine 

plasticité du génome de C. burnetii. Ces analyses suggèrent que le mode de vie intracellulaire 

obligatoire de C. burnetii peut être une innovation relativement récente (Seshadri et al., 2003).  

Coxiella burnetii est une bactérie qui présente une très grande hétérogénécité génétique. Il 

existe de nombreuses souches présentant des variations génétiques portant à la fois sur l'ADN 

chromosomique et sur l'ADN plasmidique (Raoult et Parola, 2007). Ces plasmides constituent 

la source de variabilité entre les différentes souches, ils partagent une région 

centralede30KBet le reste des séquences du plasmide constitue une signature propre à chaque 

souche (Mallavia et al., 1991; Willems et al., 1998 ; Dworkin et Falkow, 2006). 

Sur la base de l'analyse de la séquence d'acide nucléique de différentes régions de gènes y 

compris des plasmides, une classification en génotypes ou plusieurs génotypes ont été 

regroupés en génogroupes a été suggéré par divers auteurs (Gürtler, 2014). L'analyse des 

profils de restriction de l'ADN permet de classer les souches de Coxiella burnetii isolées des 

différentes régions géographiques en 6 groupes génomiques (groupes I à VI). Les souches des 

groupes génomiques I, II et III renferment un plasmide de 36 Kb (plasmide QpH1), les 

souches du groupe génomique IV possèdent un plasmide de 39 Kb (plasmide QpRS) et les 

souches du groupe génomique VI, un plasmide de 42 Kb (plasmide QpDG). Un plasmide de 

33 Kb, désigné QpDV, a également été identifié dans une souche d'origine française. Les 

souches du groupe génomique V sont dépourvues de plasmide libre mais leur chromosome 



possède des séquences analogues au plasmide QpRS (Fenollar, 2000 ; Norlander, 2000 ; 

Dworkin et Falkow, 2006).  

Les études ont démontré que les variations de phases (phase I et II) et l’origine géographique 

de la souche ne sont pas corrélées à l’existence d’une séquence ou d’un gène spécifiques. Par 

contre, certaines études ont confirmé l’existence d’une relation entre la diversité génétique des 

souches et leur pouvoir pathogène (Norlander, 2000 ; Stein et al., 2000 ; Gürtler, 2014). 

 

Figure n°14: Représentation circulaire de la structure globale du génome C. burnetii. 

L'échelle extérieure désigne les coordonnées en paires de bases. Les couleurs désignent 

les catégories des gènes codés selon leur rôle. Le premier et le deuxième cercle en allant 

de l’extérieur vers l’intérieur, le violet pour la biosynthèse des acides aminés, le bleu 

clair pour la biosynthèse des cofacteurs, des groupes prosthétiques et transporteurs, le 

vert clair pour la synthèse des constituants de l’enveloppe cellulaire, le rouge pour les 

processus cellulaires, le brun pour le métabolisme intermédiaire central, le jaune pour le 

métabolisme de l'ADN, le gris clair pour le métabolisme énergétique, le  rose foncé pour 

le métabolisme des phospholipides et des acides gras, le rose pour la synthèse des 

protéines, l’orange pour le métabolisme des purines, des pyrimidines et des nucléosides, 

le gris pour des fonctions inconnues et le saumon pour d'autres catégories. Le troisième 

cercle présente les pseudogènes en vert ;le cinquième cercle les gènes d'ARNt en violet; 

le sixième cercle les gènes ARNr en marron foncé; le septième cercle, la composition 

trinucléotidique en noir et le huitième cercle, les résidus positifs en bleu et les résidus 

négatifs en gris (Seshadri et al., 2003) 



3.8. Caractéristiques antigéniques de Coxiella burnetii 

3.8.1. Le lipopolysaccharide (LPS)  

Le lipopolysacharide (LPS) est un constituant majeur des parois des bactéries gram négatif. Il 

constitue un des déterminants antigéniques chez ces bactéries. Chez Coxiella burnetii, le 

(LPS) est considéré comme l'un des déterminants majeurs de l'expression de la virulence 

(Honstettre et al., 2004). Il joue un rôle dans l'immunogénicité de la bactérie et induit une 

forte réponse immunologique humorale (Toman et al., 2003). Bien qu’il soit considéré comme 

non endotoxinique, contrairement au LPS des entérobactéries (Schramek et Mayer, 1982), il 

induit la production de cytokines inflammatoires par les macrophages (Toman et Kazar, 

1991). La fonction principale du LPS est de servir comme barrière de perméabilité à l'égard 

des agents extérieurs et de maintenir l'intégrité structurale de la paroi bactérienne (Narasakiet 

al., 2011). Le rôle du LPS dans la pathogénicité de Coxiella burnetii est encore mal défini 

(Honstettre et al., 2004). 

Le lipopolysaccharide (LPS) est une molécule complexe, représente le composant majeur du 

feuillet externe de la membrane externe des bactéries à Gram négatif. La molécule de LPS est 

constitué de trois domaines structuraux: la glucosamine(lipide A), fragment lipidique 

représente le point d'ancrage hydrophobe de la molécule de l’LPS responsable des propriétés 

endotoxinique, un fragment oligosaccharidique constitue le noyau interne et externe fixée au 

lipide A et s’étend vers l'extérieur et une chaîne polysaccharidique O-spécifique(O-PS), 

composée de séquences répétitives de sucres et détermine l'hétérogénéité sérologique entre les 

différentes souches de la bactérie (Honstettre et al., 2004; Narasaki et al., 2011). 

L'oligosaccharide de noyau interne est composé de D-mannose (D-Man), le D-glycéro-D-

manno-heptose (D, D-Hep) et3-désoxy-α-D-manno-oct-2-ulopyranoside (Kdo) (Toman et 

Skultety, 1996). La chaîne O-PS du lipopolysaccharide (LPS) de C. burnetii est considérée 

comme un hétéropolymère des deux sucres inhabituels β-D-virenose et dihydrohydroxy 

streptose et mannose (Narasaki et al., 2011). 

Une caractéristique majeure différenciant Coxiella burnetii des autres bactéries gram négatif 

est la variation de phase du LPS nommée phase I et phase II, similaire à la variation smooth-

rough (lisse-rugueux) rencontrée chez les entérobactéries (Rodolakis, 2004). Les phases I et II 

ne peuvent pas être distinguées morphologiquement, mais elles présentent une coloration 

différente lorsqu’elles sont colorées par la fuchsine basique et l'hématoxyline. 



La phase I est la forme infectieuse  de la bactérie, isolée chez l’Homme, les animaux, les 

vertébrés et les arthropodes. Cette forme est extrêmement infectieuse et contagieuse. Le LPS 

de phase I, phénotypiquement lisse,  contient une quantité notable de deux sucres, virenose 

(Vir) et dihydrohydroxystreptose (STREP), qui n’ont pas été trouvés dans d'autres LPS qui et 

peut être considérés comme biomarqueurs uniques de Coxiella burnetii (Honstettre et al., 

2012). Le LPS complet de phase I possède une structure empêchant l’action du complément 

par impossibilité de fixation de la fraction C3b. Cette conformation permet en outre de 

bloquer stériquement la fixation des anticorps sur les protéines de surface, ce qui explique la 

virulence de la bactérie et possiblement sa persistance dans l’organisme après un épisode aigu 

(Hackstadt, 1990; Thompson et al., 2003). 

Lorsque C. burnetii cultivé dans des cellules en culture ou dans des cellules d'un système hôte 

non immunocompétent le LPS est généralement incomplètement synthétisé par la répression 

des gènes codants pour sa synthèse expliquant l’impossibilité de réversion vers la phase I 

(Lukacova et al., 1994).De nombreuses protéines de la paroi se trouvent ainsi facilement 

accessibles aux différents moyens de défense du système immunitaire. Des études antérieures 

ont montré qu'aucune perte significative de la teneur en protéines sur la surface de C.  burnetii 

n’est produite lors de variation de phase et la seule différence notée entre la phase I et la phase 

II est le LPS (Zhang et al., 2007 ; Narasaki et al., 2011). 

La phase II, qui correspond à la phase « rough » ou rugueuse de la bactérie, est moins 

virulente ou carrément avirulente. Elle se multiplie rapidement in vitro alors qu’in vivo elle est 

sensible à l’action du complément et est rapidement éliminée (Hackstadt, 1990 ; Thompson et 

al., 2003). Par défaut de synthése, le LPS de la phase II est tronqué et manque de la chaine 

ramifiée des sucres virenose et dihydrohydroxystreptose présents en phase I (Honstettre et al., 

2004).  

Tous les changements passés au cours des conversions de phase touchaient uniquement le 

fragment terminal du LPS. Le lipide A n'a révélé aucune modification structurelle importante 

par rapport aux autres constituants (Vadivic et al., 2009). 

 

 

 



3.8.2. Les antigènes protéiques  

Il existe environ 30 à 35 protéines exposées à la surface de C .burnetii, avec certaines 

considérées comme antigènes primaires (Zhang et al., 2004). On peut citer : 

 Les protéines SCVA et HQ1 : protéines fortement basiques liées à l’ADN, elles sont 

exprimées différemment entre le LCV et le SCV. Leur principal rôle est probablement 

la condensation de l’ADN bactérien (Lukacova et al., 1994). 

 Les protéines(MOMP) : désigné P1 a une forme de porine de ~29 kDa, elle est 

fortement exprimée dans les LCV, régulée les SCV, et absente dans les SDC 

(Varghees et al., 2002). 

 Les protéines de choc thermique : Connues sous le nom des protéines de « chaleur» 

ou de « choc», les (HSP) sont des protéines chaperonnes marquant essentiel des 

bactéries pathogènes (Schlesinger, 1990). Chez Coxiella burnetii les analyses ont 

révélé la présence de laHsp60 (62 kDa) et de la Hsp70 (70 KDa). Une nouvelle classe 

à été découverte récemment la Hsp71 (71kDa) située dans le cytoplasme de la 

bactérie. Ces protéines sont considérées comme des immunogènes induisant une 

réponse immunitaire cellulaire et humorale (Macellaro et al., 1998). 

 

 

3.9. Cycle de réplication de Coxiella burnetii  

3.9.1. Particularités du cycle  

Coxiella burnetii est une bactérie intracellulaire obligatoire. Son cycle de développement 

présente un système bactérien fermé (Coleman et al., 2004) . Ce cycle a pour but d’assurer la 

prolifération de la bactérie, il produit des cellules de morphologies variables comme moyen 

de résistance au stress environnemental et aux conditions régnant dans le phagolysosome 

vacuole dans laquelle la bactérie effectue sa prolifération et son développement (Coleman et 

al., 2004 ; Klingenbeck et al., 2012). 

La forme SCV (Small Cell Variants), extracellulaire résistante, est métaboliquement inactive. 

Cette forme subit un développement au sein d’une vacuole intracellulaire appelée 

parasitophore caractérisée par un PH remarquablement acide aboutissant à sa transformation 

en une forme active métaboliquement la LCV (Large Cell Variants).  

 



La forme LCV c’est la forme proliférative de la bactérie, après plusieurs divisions cette forme 

peut se différencier en forme SLP (Spore-Like Particle) forme sporulée de la bactérie. 

Le SLP est précurseur de la forme extracellulaire SCV. Cette dernière est libérée de la cellule 

par lyse ou exocytose et constitue la forme infectante de Coxiella burnetii (Coleman et al., 

2004).  

 

La plupart des bactéries parasites intracellulaires strictes emploient des mécanismes 

sophistiqués pour la biogenèse d'une niche vacuolaire réplicative tout en évitant l’arsenal 

lysosomal de la cellule hôte. Cependant, ce n’est pas le cas de Coxiella burnetii, cette bactérie 

est reconnue comme la seule capable de vivre et de croitre dans un phagolysosome contenant 

toutes les enzymes et les substances dégradantes et oxydantes que peut contenir un 

phagolysosome classique appelé communément vacuole parasitophore (PV) (Heinzenetal., 

1996 ;Howe et al.,2010). 

Le cycle de développement de Coxiella burnetii dans la cellule eucaryote commence par 

l’adhérence et la fixation de la bactérie sur la membrane cytoplasmique de la cellule hôte. 

Après sa phagocytose, le germe se trouve dans le phagosome acide. Le phagosome fusionne 

avec les lysosomes et des autophagosomes cellulaires pour aboutir à la formation d’une 

grande vésicule parasitophore. Le métabolisme de la bactérie est alors activé, il est dépendant 

du pH modérément faible (~ 5) de la PV. Les SCV se transforme en LCV qui à leur tour se 

transforment en SDC et à nouveau en SCV qui seront rejetés en milieu extérieur par le 

phénomène de l’exocytose ou de la lyse de la cellule infectée (Heinzenetal., 1996  ; Coleman 

et al., 2004 ; Voth et Heinzen, 2007). 

Le cycle de croissance de Coxiella burnetii commence par une phase de latence prolongée 

d’environ deux jours après l'inoculation. Cette phase est caractérisée par la morphogenèse 

SCV-LCV. La phase exponentielle au cours des4 jours suivants, caractérisée par la présence 

d’une vacuole parasitophore (PV) contenant presque exclusivement des LCV. La phase 

stationnaire commence au 6
eme

 jour post-infection, en concomitance avec l'apparition des 

SCV elle est caractérisée par l’agrandissement de la vacuole parasitophore, par la prolifération 

des LCV et par l’exocytose de la bactérie dans le milieu extérieur (Coleman et al., 2004  ; 

Voth et Heinzen, 2007). Les LCV reste dans le milieu extérieur tout en résistant aux 

différentes agressions (dessiccation, chaleur, lumière…etc.) en attente d’un nouvel organisme 

accueillant. 



La cinétique du cycle varie vraisemblablement en fonction des conditions internes de l’hôte 

ou de la culture cellulaire (température, disponibilité des nutriments, pression osmotique, 

défenses immunitaires…etc.)(Coleman et al., 2004). Les conditions environnementales qui 

favorisent le développement de C. burnetii sont inconnues (Schaik et al., 2013). 

La figure suivante présente le développement chronologique de Coxiella burnetii sur culture 

cellulaire in vitro : 

 

 

Figure n°15: chronologie du cycle intracellulaire de Coxiella burnetii cultivée sur cellules 

Véro. Les flèches blanches désignent les SCV et les flèches noires désignent les LCV. 

(PI : poste infection, j : jour, h: heure) (Coleman et al., 2004) 

 



3.9.2. Étapes du cycle de développement de Coxiella burnetii  

3.9.2.1. Adhésion et phagocytose  

Dans les infections naturelles, Coxiella burnetii a un tropisme naturel pour les cellules du 

système des phagocytes mononucléaires telles que les macrophages et les monocytes (Stein et 

al., 2005; Voth et Heinzen, 2007). Les cellules phagocytaires mononucléaires professionnelles 

semblent être la cible privilégiée de Coxiella burnetii en raison de la présence des récepteurs 

de phases à leur surface (Capo et al., 1999 ; Voth et Heinzen, 2007). 

En effet, Coxiella présente deux phases antigéniquement différentes, la phase I, très virulente 

et la phase II, qui est la moins virulente ou dépourvue de virulence (Voth et Heinzen, 2007 ; 

Howe et al., 2010). 

Les particules bactériennes de phase I se lient de façon spécifique à l’intégrine avß3 présente 

à la surface de la cellule hôte tandis que les organismes de phase II engagent en outre le 

récepteur CR3 (Knodler et al., 2001 ;Voth et Heinzen, 2007;Schaik et al.,2013). Les 

organismes de phase II seront directement attaqués et dégradés par le lysosome cellulaire 

(anomalie de la membrane du phagosome primaire) (Voth et Heinzen, 2007). De ce fait, pour 

éviter les lysosomes cellulaires, la forme infectieuse de la bactérie (phase I) bloque les 

récepteurs CR3 et utilisent des récepteurs d'intégrine (Howe et al., 2010). Des microfilaments 

d'endocytose s’installent et une réorganisation spectaculaire du cytosquelette d'actine qui 

induit des protubérances membranaires prononcées à l'endroit de la fixation des bactéries 

(Schaik et al., 2013). L’entrée de Coxiella burnetii à la cellule eucaryote se fait de façon 

passive par phagocytose (Voth et Heinzen, 2007). 

3.9.2.2. Formation et maturation du phagolysosome  

Après sa phagocytose, la bactérie se trouve dans une vacuole appelée phagosome précoce. La 

maturation du phagosome naissant se fait par l’acquisition de certains marqueurs lysosomales  

apportés par voie endolysosomale (Heinzen et al., 1996 ; Voth et Heinzen, 2007). Le 

phagosome précoce est enrichi par la petite GTPase, le Rab5avec un moindre recrutement du 

Rab7, le système de sécrétion type IV(T4SS) avec son effecteur et le LC3 marqueur de 

l’autophagie (Romano et al., 2007). 

 



Grâce au Ph acide de la vacuole et au système de sécrétion type IV responsable des échanges 

avec le cytosol et la machinerie intracellulaire de l’hôte, le métabolisme de la bactérie reprend 

et la synthèse protéique commence (Romano et al., 2007). Cette synthèse est primordiale pour 

l’expression du facteur LC3 responsable de l’interaction et de la fusion avec les auto-

phagosomes cellulaires (Howe et al., 2003). L’interaction et la fusion avec les auto-

phagosomes cellulaire constitue l’étape clé de maturation du phagosome abritant Coxiella 

burnetii. La bactérie bénéficie de l'autophagie par le gain de surface que se soit l’espace 

interne ou la surface membranaire ce qui va permettre l’agrandissement de la vacuole et de 

l’ampleur de réplication de la bactérie (Coleman et al., 2004; Gutierrez et al., 2005). Autre 

avantage possible de l’interaction de Coxiella avec la voie autophagique comprennent la 

livraison de nutriments (Heinzen et Hackstadt, 1997). 

La maturation du phagolysosome naissant continue par l’élargissement de la vacuole abritant 

les organismes bactériens et l’insertion d’un autre groupe de marqueurs membranaires pour 

aboutir à la formation d’une grande vacuole parasitophore (PV) idéal pour la survie et la 

multiplication de Coxiella burnetii (Voth et Heinzen, 2007). La vacuole conserve le (T4SS), 

le LC3 et le Rab 7 et acquit les facteurs Lamp 1,2 et 3, la flotilline et divers hydrolases acides 

(Howe et Heinzen, 2006 ; Romano et al., 2007). Les premières interactions avec l’auto-

phagosomes peuvent délivrer une impulsion de peptides, d’acides aminés et de saccharides. Il 

semble que la disponibilité des nutriments provoque la différentiation des SCV en LCV forme 

active de la bactérie (Coleman et al., 2004; Gutierrez et al., 2005). 

3.9.2.3. Prolifération de Coxiella burnetii 

Coxiella burnetii réside dans une vacuole parasitophore (PV) avec les caractéristiques d’un 

lysosome secondaire (Schaik et al., 2013). En plus des marqueurs lysosomales, la vacuole est 

riche en enzymes oxydantes et dégradantes (Howe et al., 2003). La 5'-nucléotidase, la 

phosphatase acide la cathepsine D et la H+ATPase constituent les substances les plus 

présentes dans la vacuole parasitophore. Le PH interne est de 4.5 idéal pour les réactions 

d’oxydation (Heinzen et al, 1996; Howe et Mallavia, 2000). 

 Malgré la richesse de la vacuole parasitophore en enzymes bactéricides visant à dégrader les 

organismes bactériens parasites et malgré l’acidité du milieu intra vacuolaire, Coxiella 

burnetii résiste parfaitement aux différentes agressions (Voth et Heinzen, 2007; Mertens et  

Samuel, 2012). La bactérie met en place certains mécanismes de résistance visant à dégrader 



les enzymes cellulaires d’une part et à renforcer la paroi bactérienne d’autre part (Howe et 

al.,2010). 

Coxiella burnetii supprime la production de dérivés de l'oxygène et de NO, la synthèse de 

l'interféron gamma, et la formation de lymphocytes T suppresseurs.  La bactérie est capable 

de bloquer le métabolisme oxydatif de la cellule hôte et de synthétiser ses propres enzymes 

dégradant les substances oxydantes (Zamboni et Rabinovitch, 2003 ; Howe et al., 2010).La 

paroi bactérienne est renforcée par un peptidoglycane biochimiquement différent avec des 

protéines résistantes aux protéases lisosomales (Voth et Heinzen, 2007). La bactérie répond à 

ce stress par la translocation de plusieurs protéines membranaires. Des phénomènes de 

redistribution des composants membranaires lipidiques surviennent comme  moyen de lutte 

contre l’acidité de l’environnement et contre les enzymes oxydant par l’épaississement de la 

couche des LPS et l’augmentation du taux de cholestérol membranaire (Howe et Heinzen, 

2008). En effet, les cellules infectéesproduisent73% de plus de cholestérol en fin de cycle 

infectieux de l'agent pathogène (Romano et al., 2007). 

Le but de la vacuole parasitophore n’est pas la survie du germe uniquement mais la 

prolifération et la dissémination de la bactérie (Schaik et al., 2013). Les études 

ultrastructurales fournissent amplement la preuve de la fission binaire du germe avec 

constriction de la région équatoriale et apparition concomitante de deux régions nucléoïde 

(Baca et Paretsky, 1983). 

La LCV est la forme réplicative de Coxiella burnetii. Le déclenchement du phénomène 

réplicatif semble être en relation avec la disponibilité à l’intérieur de la vacuole parasitophore 

de nutriments et de métabolites (Coleman et al., 2004; 2007 ; Gutierrez et al., 2005). Les LCV 

rentrent dans une phase de développement exponentiel, à la fin de cette phase la vacuole 

parasitophore occupe une très grande partie du cytoplasme et contient des centaines de 

particules bactériennes néoformées. L’arrêt du processus de division semble être en relation 

avec l’épuisement des nutriments de la cellule hôte (Coleman et al., 2004 ; Schaik et al., 

2013).  

La bactérie empêche l’apoptose de la cellule hôte pour assurer une réplication productive. Le 

rôle du système de sécrétion de type IV(T4SS) dans le contrôle de l’apoptose cellulaire a été 

démontré (Klingenbeck et al., 2012). 

 



3.9.2.4. Exocytose et lyse cellulaire  

La croissance de la vacuole parasitophore touche son maximum à cause de l’épuisement de 

l’espace cytoplasmique et du nombre important de particules bactériennes néo formées. Les 

LCV se transforme en SDC. Ces derniers sont des pseudos spores formées en réponse à la 

diminution des nutriments dans la vacuole parasitophore (Voth et Heinzen, 2007). Le contexte 

de sporulation est purement descriptif basé essentiellement sur des caractéristiques 

morphologique. Les SCV qui sont la forme de départ du cycle et la forme de dissémination et 

de la résistance dans le milieu extérieur sont formés à partir des SDC par un mécanisme 

jusqu’ici inconnu (Seshadri et al., 1999 ; Schaik et al., 2013). 

Les SDC secrétés se trouvent rejetés dans le milieu extérieur, ces particules ont la particularité 

de résister aux hautes températures, à la lumière ultraviolette, aux divers désinfectants et à la 

dessiccation (Seshadri et al., 1999) . Un nouveau cycle commence après l’introduction de ces 

particules à l’intérieur d’un nouvel organisme hôte. 

La figure suivante illustre les étapes du cycle de développement de Coxiella burnetii : 

 

 

Figure n°16: cycle de développement de Coxiella burnetii (Voth et Heinzen, 2007) 



VIII. Epidémiologie 

2. La fièvre Q 

2.1.Épidémiologie descriptive  

2.1.1. Répartition géographique 

La coxiellose ou la fièvre Q est une zoonose endémique présente sur tous les continents du 

globe terrestre, elle a été mise en évidence dans toutes les régions où elle a été recherchée à 

part la Nouvelle Zélande qui est considérée comme le seul pays indemne de toute la planète 

(Hilbink et al., 1993 ; Norlander, 2000). La fréquence de la maladie change en fonction des 

pays et des espèces animales (Norlander, 2000). 

2.1.2. Animaux atteints : 

La fièvre Q peut toucher un grands nombre d’espèces animales dont l’être humain (Marrie, 

1990). L’expression de la maladie diffère d’une espèce à une autre, les animaux hébergeant le 

germe sans exprimer la maladie jouent le rôle de réservoir que se soit sauvage ou domestique. 

 Les ruminants domestiques, sont les hôtes principaux de Coxiella burnetii. Les 

bovins, les ovins et les caprins constituent le réservoir de la fièvre Q au niveau des 

élevages et représentent une source de contamination importante pour l’être humain 

(Marrie, 1990 ; Kersh et al., 2013). L’expression de la maladie est souvent absente, les 

ruminants domestiques sont pour la plupart du temps des porteurs asymptomatiques 

servant à l’amplification et à l’excrétion de la bactérie (Mc Quiston et Childs, 2002 ; 

Kersh et al., 2013).  

 Les Camélidés et les équidés (Marrie, 1990) 

 Les carnivores domestiques tels les chiens et surtout les chats, sont couramment 

infectés mais demeurent asymptomatiques, ils représentent le réservoir urbain de la 

maladie infectant ainsi l’être humain et les autres animaux domestiques (Boni et al., 

1998).  

 Les vertébrés sauvages tels les ruminants (mouflons, daims, cerfs), les carnivores (ours, 

renards et léopards), les lagomorphes (lapins et lièvres), les rongeurs (rats, souries, 

mulots et campagnols), les marsupiaux (le bandicoot), les chiroptères…etc. Ces 

animaux constituent le réservoir sauvage de la fièvre Q, leur implication dans la 

transmission de la maladie vers les animaux d’élevage et l’être humain est minime 

(Marrie, 1990). 



 Les oiseaux : les volailles domestiques (poules, dindes, oies, canards), les oiseaux 

sauvages (corbeaux, pigeons, hirondelles et oiseaux migrateurs) (Arricau-Bouvery et 

Rodolakis, 2005). 

 Quelques reptiles et poissons (Marrie, 1990).  

 Les arthropodes : les tiques dures et molles, les poux, les mites, les mouches, les blattes 

et les punaises (Ho et al., 1995 ; Sprong et al., 2010) .  

 Les amibes (Scola et Raoult, 2001). 

 L’être humain : sa contamination est accidentelle mais elle est d’une grande importance 

médicale du fait de la gravité potentielle de la maladie (Marrie, 1990).  

L’expression de la fièvre Q diffère d’une espèce à l’autre, certaines représentent des 

réservoirs domestique ou sauvage du germe par le fait de leur portage asymptomatique, 

d’autres, développent la maladie mais avec un degré et des conséquences sanitaires plus ou 

moins importantes. 

2.1.3. Prévalence 

 En Afrique 

-En Algérie, on dispose de très peu d’informations sur la prévalence de la fièvre Q chez les 

différentes espèces animales ou même chez l’être humain (Vanderburg et al., 2014). Ce 

manque de données reflète la sous estimation de cette zoonose malgré son omniprésence dans 

notre pays (Dechicha et al., 2010). 

Chez les bovins, la prévalence a été estimée entre 2 et 29% selon deux enquêtes sérologiques 

réalisées séparément dans les régions est et centres du pays (Dechicha et al., 2010). 

Chez les petits ruminants (ovins et caprins confondus) la prévalence de la coxiellose est 

beaucoup plus importante, elle est estimée entre 75% et 85,71% (Yahiaoui, 2013). Chez les 

autres espèces animales (carnivores, équidés, camelins et volailles) domestiques ou sauvages, 

aucune information ou estimation n’est disponible concernant la prévalence de la maladie 

(Vanderburg et al., 2014). 

Chez l’Homme, la séroprévalence en Algérie est estimée à18,5%, avec une grande variation 

de 7,7% dans les zones urbaines à 35% dans les zones rurales (Lacheheb et Raoult, 2009). 

Cette variation est due à l’exposition des Hommes vivants dans les zones rurales aux 

contaminants provenant d’animaux d’élevage (Vanderburg et al., 2014). 



-Dans les pays du Maghreb, la prévalence de la fièvre Q chez les bovins est très peu 

documentée. Chez les petits ruminants (ovins et caprins confondus) la prévalence est estimée 

à 20% au Maroc et à 28% en Tunisie (Benkirane et al., 1990 ; Rekiki et al., 2005). Chez l’être 

humain la séroprévalence est estimée à 18,3% au Maroc et à 26% en Tunisie (Vanderburg et 

al., 2014).  

Dans les autres pays africains, la prévalence de la fièvre Q chez les différentes espèces est 

mieux rapportée : 

-En Égypte, 13% chez les bovins, 23% chez les caprins, 33% chez les ovins, 0% chez le 

buffle et 16% chez les humains en contact étroit avec ces animaux (Nahed et Khaled, 2012). 

-Au Tchad, 80% chez le chameaux, 4% chez les bovins, 13% chez les caprins, 11% chez les 

ovins et 1%chez les humains (Schelling et al., 2003). 

La majorité des études sur la prévalence de l’infection à Coxiella burnetii en Afrique centrale 

au Sahel et en Afrique du Sud suggèrent que la séroprévalence chez les bovins est inférieure à 

13% dans la plupart des pays (Kamga-Waladjo et al., 2010) et qu’elle est un peu plus élevée 

chez les petits ruminants (11-33%) (Vanderburg et al., 2014).  

 En Europe 

L’Allemagne et la France sont deux exemples de pays européens. Comme le montrent les 

résultats obtenus, on remarque une grande hétérogénéité entre les séroprévalences. 

-En France, 0.32% chez les bovins, 16 à 21% chez les ovins, 70.3% chez les caprins, 9,8% 

chez les chiens et 1 à 4% chez l’Homme (Maurinand et Raoult, 1999 ; Rousset et al., 2000 ; 

2001 ; Georgiev et al., 2012). 

-En Allemagne, 7.8% chez les bovins, 1.3 % chez les ovins, 2.5% chez les caprins, 3% chez 

les chiens et 22% chez l’Homme (Hellenbrand et al., 2001; Georgiev et al., 2012). 

 Dans le continent Américain 

Dans le continent Américain, au Canada comme aux États-Unis d’Amérique, les bovins 

constituent le réservoir majeur de la maladie chez les ruminants domestiques (67%), au 

Canada et (32%) aux USA. Dans une enquête sérologique réalisée en Californie, 66% des 

chiens de Californie, 9% des chats, 32% des troupeaux de bovins et 26% des chevaux étaient 

séropositifs. Chez l’être humain, la séroprévalence de la fièvre Q reste mal définie (Maurin et 

Raoult, 1999). 



2.1.4. Distribution dans le temps 

Chez les animaux, la fièvre Q sévit avec un caractère enzootique au sein des troupeaux dans 

des épisodes atteignant les animaux avec un degré différent d’un élevage à l’autre. À l’échelle 

régionale, la maladie est plutôt sporadique (Rousset et al., 2001 ; Cantas et al., 2011). 

La contamination au sein des troupeaux et souvent soumise à un rythme saisonnier suivant le 

rythme des mise bas. Au moment de ces dernières, les femelles infectées vont excréter la 

bactérie avec les produits de parturition et dans le lait pendant l’allaitement ce qui expose les 

nouveaux nés et les autre animaux du troupeau à un risque accru de contamination (Rousset et 

al., 2001).  

Certains travaux ont prouvé le caractère saisonnier de la maladie, la fièvre Q semble se 

développer en hiver plus qu’en été et s’exprime par des avortements en automne (Yanase et 

al., 1997 ; Cantas et al., 2011). 

2.1.5. Distribution en fonction de l’âge et du sexe 

 Le sexe 

Chez les animaux en général et chez les bovins en particulier, le sexe n’a pas d’influence sur 

la contamination par Coxiella burnetii, seulement, l’exprime chez les femelles par des 

troubles de reproduction. La maladie passe souvent inaperçue chez les mâles (Tissot-Dupont 

et Raoult, 1993). 

 L’âge 

Les jeunes animaux nés de mères infectées sont très réceptifs à la fièvre Q, ils développent la 

maladie qui peut être souvent létale pour eux alors qu’elle est souvent asymptomatique ou se 

limite à des troubles de reproduction chez les adultes (Tissot-Dupont et Raoult, 1993). 

L’influence de l’âge sur la prévalence de la fièvre Q chez les bovins est discutée, certains 

auteurs confirment la prédominance chez les animaux âgés (McCaughey et al., 2010) alors 

que d’autres enquêtes sérologiques n’ont pu trouver aucune différence significative entre les 

différentes classes d’âge (Ruiz-Fons et al., 2010).  

 

2.2. Épidémiologie analytique 

1.2.5. Sources de contagion 



La source primaire de contamination est constituée par les animaux malades exprimant ou non 

la maladie, ils assurent ainsi la contamination intra et interspécifique ainsi que celle du milieu 

extérieur.  Dans un élevage, la contamination inter espèce étant possible, tout animal 

excréteur domestique ou sauvage constitue une source potentielle de contamination. Les 

bovins peuvent contracter Coxiella burnetii des bovins malades, des petits ruminants 

cohabitant l’étable ou partageant le pâturage, de chiens, de chats, de volailles domestiques ou 

même de pigeons sauvages (Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005).  

1.2.5.1.Réservoirs 

-Les animaux domestiques (ruminants, carnivores et volailles), par contact direct ou par 

contamination du milieu (Rousset et al., 2002). 

-Les animaux sauvages (carnivores et ruminants sauvages, oiseaux migrateurs) : le rôle 

des oiseaux migrateurs semble être important dans la contamination des élevages de 

ruminants, les fientes sont considérées comme source de contamination (Stein et Raoult, 

1997). 

-Le milieu extérieur : contaminé par les matières virulentes excrétées des animaux malades. 

Ainsi, le sol, le fumier, les matériaux, la nourriture les abreuvoirs et même le pâturage 

constituent un réservoir d’importance épidémiologique notable (Rousset et al., 2001 ; 2002). 

-Les arthropodes hématophages : constituent également un réservoir de la fièvre Q mais 

loin d’être indispensable à la propagation de la bactérie, du moins chez les animaux 

domestiques (Ho et al., 1995). Les arthropodes contractent la bactérie au cours de leur repas 

sanguin. Excrétée dans la salive et les fèces, Coxiella burnetii bénéficie également d’une 

transmission transovarienne et transstadiale ce qui assure une bonne propagation dans la 

population arthropodes (Sprong et al., 2010). Ces derniers permettent non seulement 

l’entretien de la bactérie mais jouent aussi un rôle de relais amplificateur (Sprong et al., 

2010). 

En plus des arthropodes hématophages, les amibes peuvent également servir de réservoir pour 

Coxiella burnetii dans la nature, ce qui peut constituer une source de contamination des eaux 

d’abreuvement des animaux (Scola et Raoult, 2001). 

1.2.5.2.Matières virulentes 

Les matières virulentes sont les substances secrétées par l’animal porteur de la maladie 

permettant la dissémination du germe à l’extérieur du corps de l’animal. Ces substances 



peuvent être un contaminant direct (le lait, le sperme) ou bien indirect (produits de parturition, 

urines). 

 Les produits de parturition ou d’avortement  

Le placenta, les lochies, les enveloppes fœtales, le liquide amniotique, ces tissus constituent la 

voie d’excrétion la plus importante de la bactérie (Van Moll et al., 1993 ; Bildfell et al., 

2000). En effet, le placenta est le tissu le plus riche en bactéries. La contamination peut être 

directe (nouveaux nés, léchage, consommation par les carnivores) ou bien indirecte 

(contamination du milieu) (Hansen et al., 2011). 

 Les sécrétions vaginales  

Coxiella burnetii est secrétée dans les secrétions vaginales (Bildfell et al., 2000). La moitié 

des vaches portantes Coxiella burnetii secrètent cette dernière par le vagin de façon 

intermittente permettant ainsi la contamination des mâles à la monte et celle du milieu 

extérieur (Guatteo et al., 2007). 

 Le lait    

La bactérie est secrétée par le tissu mammaire dans le lait par 40% des vaches et 

contrairement à la sécrétion vaginale, la sécrétion mammaire est continue et peut aller jusqu’à 

32 mois couvrant ainsi plusieurs lactations (Willems et al., 1994 ; Berri et al., 2000; Guatteo 

et al., 2007). Le risque de cette voie de sécrétion se limite aux nouveaux nés et à la 

contamination humaine par la consommation de lait non pasteurisé (Rodolakis, 2009).  

 Le sperme (Kruszewska et al., 1997). 

 Les fèces et les urines (Heinzen et al., 1999 ; Berri et al., 2000 ; Arricau-Bouvery et al., 

2001). 

Les fèces et les urines sont des contaminants du milieu extérieur, la literie, la nourriture, l’eau 

de boisson et même le pelage des animaux. 

La plus part des animaux adoptent une seule voie de sécrétion, le lait reste le plus contaminé 

suivie par les fèces et enfin les secrétions vaginales qui semblent être les moins contaminants 

(Guatteo et al., 2006 ; 2007).  

 Ainsi pour qualifier une vache laitière vis-à-vis de l’excrétion de Coxiella burnetii par les 

méthodes directes ou par PCR, la réalisation de plusieurs prélèvements est nécessaire car le 

diagnostic à partir d’un seul prélèvement peut augmenter considérablement le nombre de faux 

positifs (Beaudeau et al., 2006). 



Les poussières contaminées par les excrétions ou les produits animales (laine, produits 

d’abattage, produits de parturition ou d’avortement) constituent une source de contamination 

très importante vue le caractère aéroporté de l’infection par Coxiella burnetii (Carrieri et al., 

2002). En effet, des microorganismes ont pu être retrouvés dans l’air jusqu’à deux semaines 

(Rousset et al., 2001).  

1.2.6. Résistance du germe  

Coxiella burnetii est considérée parmi les bactéries non sporulées les plus résistantes au 

monde. 

1.2.6.1. Aux agents physiques 

Coxiella burnetii résiste très bien à la dessiccation ce qui permet sa persistance dans la nature. 

Elle survie 2 ans dans les déjections de tiques desséchées, 150jours dans le sol et plusieurs 

semaines dans l’air et l’eau (Marrie, 1990 ; Rousset et al., 2000). 

La bactérie résiste à des températures allant  jusqu’à 100°C. Elle résiste 30 minutes à 63°C, et 

7 secondes à 100°C (Cerf et Condron, 2006). À température ambiante de 20°C, Coxiella 

burnetii peut survivre jusqu’à 2 ans et 70 heures à 4°C (température du réfrigérateur) (Rousset 

et al., 2000). Quant aux rayons ultraviolets, une exposition de 30 minutes est suffisante pour 

détruire la bactérie (Rousset et al., 2000 ). 

1.2.6.2.Aux agents chimiques 

Coxiella burnetii est sensible à l’action de nombreux désinfectants et résistantes à certains 

d’autres. Le phénol à 1%, le formaldéhyde à 0.3%, le diéthyléther, l’eau de Javel, la soude à 

0.5% et l’acide chlorhydrique à 1 % sont des agents chimiques désinfectants pour la bactérie 

avec une efficacité et une durée d’action plus ou moins importante (Guatteo et al., 2007).  

L’eau oxygénée et l’éther deux désinfectants usuels sont avérés non efficaces contre le germe 

(Marrie, 1990 ; Guatteo et al., 2007).  

1.2.6.3. Dans les matières virulentes 

Coxiella burnetii peut survivre 6 mois dans le sang séché, 7 mois dans la laine, 32 mois dans 

le lait de vache, quelques semaines dans les urines et 11 à 18 jours dans les fèces des ovins   

(Thomas et Palmer, 1994 ; Guatteo et al., 2006 ; 2007). 

1.2.6.4. Aux antibiotiques 



La localisation intracellulaire exclusive de Coxiella burnetii rend difficile ou même 

impossibles les tests de sensibilité aux antibiotiques utilisés habituellement (Raoult et al., 

1990).  

Coxiella burnetii comme toutes les bactéries peut présenter certaines résistances aux 

molécules antimicrobiennes usuelles. Seulement, les conditions acides des phagolysosomes 

hébergeant la bactérie rend difficile la détermination de l’origine de ces résistances car la 

plupart des antibiotiques sont inactivés par l’acidité ceux qui rend nécessaire la détermination 

de la gamme d’antibiotiques résistant à l’acidité vacuolaire et inhibant le germe en même 

temps (Raoult et al., 1990 ; Brennan et Samuel, 2003). La résistance de la bactérie dépend de 

plusieurs facteurs dont la souche et la dose de l’antibiotique. Les B-lactamines restent les 

molécules les moins efficaces contre l’agent de la fièvre Q aussi les sulfamides  et le 

triméthoprime (Raoult et al., 1991 ; Brennan et Samuel, 2003). 

1.2.7. Réceptivité et sensibilité du terrain 

1.2.7.1. Facteur intrinsèques -l’état d’immunodépression-  

-Lors de gestation ; 

-De maladies infectieuses (salmonellose, listériose…etc.) ;  

-D’alimentation carencée ; 

-De consommation de certains médicaments immunodépresseurs (anti inflammatoires 

stéroïdiens) (Marrie, 1990 ; Maurin et Raoult, 1999). 

 

 

1.2.7.2. Facteurs extrinsèques  

-Le mode d’élevage 

En élevage extensif, le contact avec les animaux sauvages favorise la réceptivité de la 

maladie. En élevage intensif, la contamination est favorisée par le confinement et la 

promiscuité (Durand et Durand, 1993). La transhumance ainsi que le renouvellement des 

troupeaux participent à la propagation et à l’importation de la fièvre Q dans les élevages 

(Rousset et al., 2002). 

-Le climat  



La dissémination des poussières véhicules de Coxiella burnetii est favorisée par le vent, le 

temps sec et la végétation aride (Carrieri et al., 2002). Les périodes sèches peuvent encourager 

la formation et la propagation de poussières et d'aérosols infectieux (Marrie et al., 1996 ; 

Lyytikainen et al., 1997). 

- Chez l’être humain 

Les populations à risque sont celles en contact avec les animaux ou leurs produits (éleveurs, 

vétérinaires, marchands de bestiaux, personnels des laiteries, des abattoirs…etc.). Il s’agit 

donc de populations plutôt rurales (Maurin et Raoult, 1999). 

1.2.8. Transmission 

1.2.8.1. Mode de transmission 

 Transmission directe 

-Horizontale : lors de contact direct entre les animaux partageant la même étable. La 

transmission sexuelle a été démontrée expérimentalement chez la souris et reste une 

possibilité à prendre en compte chez l’espèce bovine vue l’isolement de Coxiella burnetii de 

la semence du taureau (Kruszewska et al., 1997 ; Norlander, 2000). 

-Verticale : ce mode de transmission a été prouvé chez les tiques (Sprong et al., 2010). Chez 

les bovins et les autres ruminants, l’existence de l’infection chez les nouveaux nés ne 

constitue pas une preuve suffisante pour évoquer une transmission verticale chez ces espèces 

la contamination peut survenir lors de la mise bas ou bien lors de contact du fœtus avec les 

enveloppes fœtales contaminées par le placenta (Rousset et al, 2001). 

 

 Transmission indirecte 

C’est la modalité la plus importante de transmission pour Coxiella burnetii vue la propagation 

et la résistance de la bactérie dans le milieu extérieur contaminé (Norlander, 2000).  

Le milieu extérieur (literie, abreuvoir, sol…etc.) présente le réservoir le plus important de 

l’agent pathogène. La contamination des animaux indirectement à partir de ce réservoir se fait 

par différentes voies dont la voie orale qui constitue de loin la voie de contamination la plus 

importante (Rousset et al., 2000).  

La transmission par les arthropodes hématophages a été également évoquée, certains auteurs 

indiquent que le rôle des tiques dans la transmission de la fièvre Q aux animaux d’élevage est 



négligeable alors que d’autres estiment que leur rôle est très important dans la transmission de 

la maladie des animaux saints aux animaux malades (Durand et Durand, 1993 ; Rousset et al., 

2000). 

1.2.8.2. Voies de contamination 

 La voie digestive est de loin la voie la plus importante de contamination par Coxiella burnetii 

par effet de léchage, de consommation d’aliments et d’eaux contaminés et par ingestion de par 

les carnivores produits de parturition et d’avortement (Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005). 

La voie respiratoire constitue une voie d’importance majeure par inhalation d’aérosols lors de 

contact direct avec les animaux atteints ou de particules de poussières contaminées (Durand et 

Durand, 1993 ; Marrie et al., 1996 ; Lyytikainen et al., 1997). 

La voie cutanée constitue une porte d’entrée très probable chez l’être humain, chez les 

animaux en particulier chez les ruminants cette vois n’a pas été prouvée. 

La voie congénitale provoque l’avortement ou la mort post natale du fœtus donc elle ne peut 

pas être considérée comme une voie de contamination chez les bovins. Les contaminations 

oculaires, génitales, intra mammaires sont très probable chez les bovins mais restent à prouver 

par contamination naturelle (Marrie et al., 1996). 

 

 

 

3. La Chlamydophilose abortive 

3.1. Epidémiologie descriptive  

3.1.1. Répartition géographique 

Chlamydophila abortus est un germe ubiquitaire présent sur toute la surface terrestre y 

compris l’Australie et la Nouvelle Zélande. L’incidence de la maladie varie d’une région 

géographique à une autre et d’une espèce animale à une autre (McCauley et al., 2010). 

3.1.2. Animaux atteints : 

Les bactéries appartenant à la famille des Chlamydiaceae présentent une grande spécificité 

d’hôte (Pannekoek et al., 2010). Chlamydophila abortus anciennement appelée Chlamydia 

psittaci sérovar 1 peut infecter les espèces suivantes : 



 Les ruminants domestiques: 

Constituent la cible principale de Chlamydophila abortus. Les bovins, les ovins et les caprins 

constituent le réservoir principal de la bactérie (Pannekoek et al., 2010). Le portage est 

souvent asymptomatique. En cas d’expression clinique, l’avortement et les troubles de 

reproduction constituent les symptômes les plus caractéristiques de la maladie chez les 

ruminants domestiques (Jee et al., 2004). 

 Les équidés et les porcins (Pantchev et al., 2009) ; 

 Les ongulés sauvages (Cubero-Pablo et al., 2000) ; 

 L’être humain (Pospischil et al., 2002) ; 

 Carnivores domestiques (chat et chien) (Salinas et al., 1995) ; 

 Oiseaux (extrêmement rare) (Herrmann et al., 2000). 

 

3.1.3. Prévalence 

Chlamydophila abortus est pratiquement présente partout dans le monde. Malgré son 

caractère zoonotique, cette bactérie a été recherchée chez les petits ruminants comme cause 

majeure d’avortements et négligée chez les autres espèces comme les bovins ou elle constitue 

une cause très importante d’infertilité. Son incidence est la plus faible des espèces des 

Chlamydiaceae (Jee et al., 2004). 

 

 En Afrique 

En Algérie, la prévalence de la chlamydophilose abortive chez les petits ruminants a été 

estimée à 1.38% par Rahal et son équipe lors d’une enquête sérologique réalisée dans la 

région de Kasr el Boukhari en 2011(Rahal et al., 2011), à 8.5% par Merdja et son équipe 

(Merdja et al., 2014) et 24,5% par Hireche et ses collaborateur dans la région dans de 

Constantine (Hireche et al., 2014). Chez les bovins, cette prévalence est un peu plus 

importante, elle est estimée à 3.2% dans une enquête sérologique réalisée par Dechicha et ses 

collaborateur en 2010 dans les régions de Tipaza et Blida (Dechicha et al., 2010). 

Dans les autres pays du Maghreb, la chlamydophilose abortive a présenté une prévalence de 

30 à 70% au Maroc (El idrissi, 1998) et de 18% en Tunisie (Rekiki et al., 2001) pour les petits 

ruminants espèces premières cibles de la maladie. Ces résultats présentent une très grande 

hétérogénécité dans une même région qui est celle du Maghreb où les conditions climatiques 

et géographique sont presque les mêmes. 



Dans les autres pays Africains, des prévalences plus ou moins importantes ont été enregistrées 

chez l’espèce bovine, 2.3% au Togo (kakpo  et  al., 1994)  et 11.2%  en Zambie (Ghirotti et al. 

1991). 

Dans les autres régions du monde, les prévalences enregistrées sont hétérogènes d’un pays à 

l’autre. En Europe, les prévalences de Chlamydophila abortus ont été estimées à 4.8% chez 

les ovins et 5.8% chez les caprins en Italie (Masala et al., 2005), 18.9% chez les ongulés 

sauvages en Espagne (Cubero-Pablo et al., 2000) et 2 à 29% chez les ovins en Suisse (Borel et 

al., 2004). En Asie, la prévalence de la chlamydophilose abortive a été estimée à 19.9% chez 

les vaches laitières en Jordanie (Talafha et al., 2012) et à 5.38% chez les ovins en Turquie 

(Otlu et al., 2007). 

 

3.1.4. Distribution dans le temps 

Chez les animaux, La chlamydophilose abortive à Chlamydophila abortus sévit avec un 

caractère épizootique chez les bovins et enzootique chez les petits ruminants. Ceci indique 

que la transmission de la bactérie chez les petits ruminants est beaucoup plus importante que 

chez les bovins (Jee et al., 2004). Le caractère cyclique suivant le rythme des parturitions est 

mis en évidence chez les petits ruminants surtout chez les caprins (Borel et al., 2006). 

 

3.1.5. Distribution en fonction de l’âge et du sexe 

 Le sexe 

Le sexe n’a pas d’influence sur le portage de Chlamydophila abortus chez les animaux et 

même chez les humains (Teankum et al., 2007). Le tropisme génital de la bactérie permet une 

meilleure expression chez les femelles que chez les mâles ce qui évoque le rôle des mâles 

dans la dissémination du germe vue leur statut de porteurs asymptomatiques (Teankum et al., 

2007). 

 L’âge 

L’infection par Chlamydophila abortus semble être plus fréquente chez les veaux que chez les 

adultes du fait de leur système immunitaire peu développé (Jee et al., 2004). Une enquête 

sérologique menée par Talafha et son équipe en 2012 en Jordanie a démontré l’existence 

d’une relation entre l’âge des bovins et la séroprévalence de Chlamydophila abortus, les 

animaux âgés de 2 à 6 ans et de 8 à 10 ans sont les plus infectés par le germe (Talafha et al., 

2012).   



3.2.Épidémiologie analytique 

3.2.1. Sources de contagion 

La source primaire de contamination est constituée par les animaux excrétant qu’ils soient 

symptomatiques ou non. La contamination interspécifique a été mise en évidence, la 

contamination des bovins est le plus souvent originaire des petits ruminants cohabitant avec 

eux dans le même étable, partageant le même pâturage ou même dans les marchés de vente 

des bétails (Wehrend et al., 2005). 

3.2.1.1. Réservoirs 

-Les ruminants domestiques : constituent le principal réservoir de la maladie. Les petits 

ruminants sont la source de Chlamydophila abortus la plus importante dans un élevage ou 

dans une région géographique (Pannekoek et al., 2010).  

-Les ruminants sauvages : leur rôle comme réservoirs de la bactérie est négligeable par 

rapport aux ruminants domestiques (Cubero-Pablo et al., 2000). 

-Le milieu extérieur : le milieu extérieur (sol, matériaux, abreuvoirs, pâturage…etc.) 

contaminée par les excrétions bactériennes des animaux malades constitue un réservoir peu 

important dans la propagation de la chlamydophilose abortive en élevages vu la résistance 

modérée de Chlamydophila abortus à l’extérieur (Jee et al., 2004). 

-Les arthropodes hématophages : 

Le rôle des arthropodes hématophages a été rapporté par certains auteurs comme réservoir 

possible à Chlamydophila abortus mais l’importance de ce rôle –s’il existe- n’a pas encore été 

élucidée (Jee et al., 2004). 

3.2.1.2. Matières virulentes 

 Les produits de parturition ou d’avortement  

La quantité de germes secrétés par les ovins et les caprins est beaucoup plus importante que 

celle secrétée chez les bovins. De ce fait, les produits de parturitions normaux issus de 

femelles infectées (liquides, placenta, enveloppes…etc.) et les produits d’avortement (avorton 

et annexes) constituent une source importante de Chlamydophila abortus dans les élevages de 

ruminants (Borel et al., 2006). 

 Le mucus vaginal 



L’excrétion de Chlamydophila abortus dans le mucus vaginal a été mise en évidence mais elle 

n’est pas très importante par rapport aux autres espèces de Chlamydophila (Chlamydophila 

pecorum). L’excrétion de la bactérie par le vagin constitue une source importante de 

contamination pour le milieu extérieur et pour les mâles reproducteurs lors de la monté 

naturelle (Jee et al., 2004). 

 Le lait    

Une voie de sécrétion très importante pour Chlamydophila abortus. La sécrétion est 

intermittente mais pas obligatoire après une mise bas (Jee et al., 2004). 

 Le sperme  

Chez les bovins, le sperme constitue une matière virulente pour la transmission de 

Chlamydophila abortus (Kruszewska et al., 1997 ; Amin, 2003). Dans une enquête réalisée 

par Teankum et ses collaborateurs en 2007, 1.9% des taureaux reproducteurs excrétaient 

Chlamydophila abortus dans leurs semences (Teankum et al., 2007) mais cette sécrétion 

n’est pas permanente elle peut être absente chez tous les taureaux d’un élevage (Karlsson et 

al., 2010). 

Les urines, les fèces les sécrétions nasales et oculaires constituent également des matières 

virulentes transportant la bactérie mais moins importantes que celle décrites plus haut 

(Rodolakis et Mohamad, 2008).   

3.2.2. Résistance du germe  

o Aux agents physiques et chimiques 

Les Chlamydiaceae résistent pendant quelques jours dans le milieu extérieur à des 

températures moyennes. À 0°C les germes peuvent résister pendant quelques mois. Les 

bactéries sont résistantes aux acides et aux bases, on peut les détruire par la chaleur ou grâce 

aux désinfectants et détergents comme les ammoniums quaternaires ou encore le 

formaldéhyde (Jee et al., 2004). 

o Aux antibiotiques 

Étant intracellulaire, l’étude de la résistance des Chlamydiaceae in vitro n’est pas pratiquée 

par les méthodes d’étude usuelles (Rodriguez et al., 1995). L’induction de la résistance a été 

observée in vitro mais une résistance stable homotypique a été trouvée seulement dans des 

isolats provenant de porcs (Bébéar et al., 2007).  



La résistance acquise est plus controversée chez les chlamydiae. Des échecs thérapeutiques 

ont été attribués à la présence de souches montrant une résistance hétérotypique à plusieurs 

antibiotiques, résistance qui concernait seulement une petite fraction de la population 

bactérienne. Ainsi, la résistance hétérotypique est peut-être simplement l’induction d’un état 

de persistance réfractaire aux antibiotiques et sa responsabilité dans les échecs thérapeutiques 

n’est pas claire (Rodriguez et al., 1995 ; Bébéar et al., 2007). 

3.2.3. Réceptivité et sensibilité du terrain 

3.2.3.1.  Facteur intrinsèques  

-La gestation ; 

-Les maladies de reproduction (kystes ovariens) (Wehrend et al., 2005); 

-Les maladies infectieuses (salmonelle, viroses, mycoses) ;  

-L’alimentation carencée (hypocalcémie) (Wehrend et al., 2005); 

-La consommation de médicaments immunosuppresseurs. 

3.2.3.2.  Facteurs extrinsèques  

-Le mode d’élevage 

La grande taille du troupeau et la stabulation libre sont des facteurs favorisant la 

contamination par Chlamydophila abortus par augmentation de contact entre animaux 

excréteurs ou contaminés et sains (Wehrend et al., 2005). 

-Le climat  

Vue la résistance dans le milieu extérieur des bactéries de la famille des Chlamydiaceae, le 

climat n’a pas d’influence sur la survie de ces derniers dans le milieu extérieur. Le temps sec 

et venteux peut favoriser la dissémination de la bactérie d’un territoire à l’autre (Rodolakis et 

Yousef Mohamad, 2008).  

-Chez l’être humain 

Les populations des zones rurales en contact avec les ruminants d’élevage, les vétérinaires, les 

employeurs d’abattoirs de tanneries sont les plus exposés au risque de contamination par 

Chlamydophila spp (Herring et al., 1987 ; Jorgensen, 1990). 

 

3.2.4. Transmission 

3.2.4.1.  Mode de transmission 

 Transmission directe 



-Horizontale : c’est la voie la plus importante. Lors de contact direct entre les sujets sains et 

les porteurs sécréteurs de la bactérie. Le léchage mutuel constitue une modalité de 

transmission très importante en élevages des ruminants. La transmission sexuelle a été 

controversée  chez les bovins, l’excrétion de la bactérie dans la semence et la sécrétion du 

germe par voie vaginale chez les génisses vierges supposent que la contamination de 

l’appareil reproducteur chez les femelles se fait par voie non sexuelle (Wehrend et al. , 2005). 

-Verticale : chez les bovins, la transmission verticale n’existe pas. La contamination des 

nouveaux nés se fait essentiellement par les enveloppe fœtales, par le lait maternel ou bien par 

les bactéries disséminées dans l’étable (Teankum et al., 2007). 

 Transmission indirecte  

Les animaux malades excrètent la bactérie dans le milieu extérieur contaminant ainsi le sol, la 

literie, la nourriture, l’eau de boisson et même les matériaux (Jee et al., 2004 ; Wehrend et al., 

2005). 

 

 

3.2.4.2. Voies de contamination 

La voie digestive est de loin la voie la plus fréquente de contamination des bovins par 

Chlamydophila abortus. La consommation d’aliments souillés, d’eaux contaminées par les 

secrétions d’animaux malades et le léchage mutuel mettent en disposition des animaux un 

nombre important de germes contaminant (Wehrend et al., 2005). L’inhalation de particules 

ou gouttelettes contaminées constitue aussi une voie de contamination importante. 

La contamination des vaches par voie sexuelle est controversée. La sécrétion de la bactérie 

dans le sperme des mâles reproducteurs infectés a évoqué la contamination sexuelle chez les 

femelles reproductives, mais l’excrétion de la bactérie chez les femelles jeunes qui n’ont 

jamais eu de saillie évoquent la possibilité de contamination de l’appareil reproducteur 

femelle par voie non sexuelle (Jee et al., 2004 ;Teankum et al., 2007). 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

IX. Pathogénie 

3. Coxiella burnetii 

Coxiella burnetii est un germe intra cellulaire stricte, il pénètre dans l’organisme de l’animal 

ou de l’être humain par différentes voies: digestives, respiratoire,…etc. La bactérie est connue 

pour son affinité et sa survie à l’intérieur des cellules de la lignée myéloïdes, monocytes, 

macrophages, cellules dendritiques et granulocytes considérées comme les véhicules 

principaux de la bactérie vers les organes cibles (Mege et al., 1997 ; Shannon et al., 2009). 

Le séjour de Coxiella burnetii dans les cellules phagocytaires est critique pour le 

développement de la maladie. Ces dernières constituent le véhicule des germes vers les 

cellules hôtes définitives (Mege et al., 1997). Le germe interagit avec une intégrine 

membranaire permettant sa phagocytose par une voie non microbicide permettant sa survie et 

sa multiplication au sein d’une vacuole parasitophore à PH acide. L’exocytose de la bactérie 

par ces cellules permet la colonisation d’autre tissus cibles (Capo et al., 1999). 

La présence de Coxiella burnetii a été démontrée dans le sang, les poumons, la rate,  

le foie et l’appareil reproducteur femelle (Shannon et al., 2009). Après le transport des germes 

par les cellules phagocytaires, ces derniers infectent entre autres les cellules du trophoblaste 

cellules originaires du placenta chez les femelles gestantes (Ben Amara et al., 2010). Chez les 



vaches l'antigène de C. burnetii est présent dan sle trophoblaste, surtout le long de la base des 

villosités choriales et dans les espaces intervilleux dans les placentas de fœtus avortés (Van 

Moll et al., 1993). 

Le placenta des ruminants et des bovins en particulier est considéré comme le tissu le plus 

riche en particules bactériennes, les placentas des animaux infectés contiennent 

jusqu'à10
9
organismes/g (Ben Amara et al., 2010). Bien que les mécanismes précis provoquant 

l’avortement soient largement indéfinis, il est clair que l'inflammation excessive à l'interface 

maternelle pourrait jouer un rôle essentiel dans l’interruption de la gestation (Bildfell et al., 

2000). La surcharge des cellules placentaires en particules bactériennes provoque 

l’intervention des cellules immunitaires présentes dans le placenta par l’induction d’un 

phénomène inflammatoire visant à limiter et à éliminer l’infection, le développement d’une 

placentite nécrosante et de thrombus intra vasculaire semble être le résultat de l’infection du 

placenta par Coxiella burnetii (Van Moll et al., 1993 ; Bildfell et al., 2000). Dans ce contexte, 

il est évident que l’interruption de la gestation est causée plus par les lésions placentaires 

résultant des réactions immunitaires contre l’infection par la bactérie que par l’action du 

germe lui-même (Ben Amara et al., 2010). 

Coxiella burnetii persiste dans l’utérus grâce à la transmission du germe aux cellules filles 

après division cellulaire (Maurin et al., 1992). Ce phénomène permet à la maladie de passer 

d’une phase aigue à une autre chronique, les avortements et les troubles de reproduction 

persistent pendant plusieurs gestations ou plusieurs cycles chez les animaux infectés (Van 

Moll et al., 1993).  

4. Chlamydophila abortus 

Selon le mode de contamination, Chlamydia spp peut se retrouver au niveau des différentes 

muqueuses de l’organisme de l’animal infecté. Les cellules épithéliales, les cellules 

endothéliales vasculaires, les cellules des muscles lisses, les monocytes et les macrophages 

sont les cellules cibles de la bactérie (Byrne et Ojcius, 2004).  

Chlamydophila abortus infecte les bovins par voie digestive, respiratoire ou même vénérienne 

(DeGraves et al., 2004). Grâce aux macrophages et à travers le flux sanguin, C. abortus atteint 

sa destination finale là ou elle se multiplie. Contrairement aux autres Chlamydophila, C. 

abortus ne provoque pas d’infection locale à son point d’introduction mais exprime son action 

dans ses tissus cibles uniquement (DeGraves et al., 2004). 



L’action de Chlamydophila abortus se réplique dans les cellules cotylédonaires du placenta ce 

qui induit une réaction inflammatoire accrue causant ainsi une placentite, une vascularite et 

une nécrose du tissu placentaire. Toutes ces manifestations inflammatoires semblent être la 

cause des avortements et des métrites chez les bovins ainsi que chez les autres espèces 

animales et chez l’être humain (Perez-Martinez et Storz, 1985 ; DeGraves et al., 2004).  

La  capacité  à  induire  une  infection  persistante  est l'une  des  caractéristiques  principales  

de toutes les espèces de la famille des Chlamydiaceae (Airenne et al., 1999). Dans la 

chlamydophilose abortive, la persistance indique un état d'infection dans lequel la cellule hôte 

ne peut pas éliminer la bactérie, ce qui induit des dommages continus qui se traduisent par un 

portage inapparent avec une sécrétion de la bactérie. Cet état de latence peut se transformer en 

maladie clinique, selon l'équilibre entre l'organisme et la cellule hôte (Hammerschlag, 2002).  

 

X. Symptômes et lésions  

4. La fièvre Q 

4.1. Symptômes  

L’infection par Coxiella burnetii est principalement inapparente. Cependant, la bactérie est 

responsable des troubles de reproduction chez les ruminants domestiques et chez l’être 

humain en plus de certains symptômes touchant l’appareil respiratoire et cardiaque (Bildfell et 

al., 2000). 

 Chez les bovins  

L’infection peut rester à l’état latent pendant plusieurs années, La forme asymptomatique est 

la plus fréquente de la maladie.  

La maladie peut occasionnellement entraîner des symptômes apparents. L’hyperthermie 

discrète, l’anorexie, les avortements et les troubles de reproduction, les bronchopneumonies et 

les kératoconjonctivites constituent les principaux symptômes engendrés par Coxiella 

burnetii. Néanmoins, les avortements et les troubles de reproduction dominent le tableau 

clinique (Plommet et al., 1973).  

La phase aigue de la maladie passe souvent inaperçue, elle est dominée par l’hyperthermie, 

l’anorexie et des signes respiratoires. La guérison est spontanée. La phase chronique quand à 

elle, est dominée par des avortements et des troubles de reproduction (Norlander, 2000). 



Les avortements causés par Coxiella burnetii surviennent en fin de gestation (à partir du 

sixième mois). Frustes, sans prodrome ni complications, le fœtus est expulsé mort en général 

mais si l’avortement survient vers le huitième mois, le fœtus peut être expulsé vivant mais 

non viable avec ou sans rétention placentaire. La mise bas prématurée ou à terme peut donner 

naissance à des veaux chétifs. Les veaux nés de mères infectées présentent souvent dès le 

troisième jour des troubles généraux avec faiblesse, anorexie, dysenterie et déshydratation 

puis, parfois, pneumonie et arthrite. L’évolution vers la mort est rapide en l’absence de 

traitement (Plommet et al., 1973). De nouveaux épisodes d’avortements peuvent se produire à 

répétition dans un élevage bovin touchant ainsi les vaches ayant déjà avorté ou même celles 

qui n’ont jamais présenté de troubles. 

Chez les bovins, les métrites et les troubles de reproduction sont plus fréquents que les 

avortements. Les métrites peuvent être aiguës ou chroniques, Elles surviennent aussi bien 

après une parturition et une délivrance normales qu’après une rétention du placenta ou un 

avortement (Bildfell et al., 2000).  

Les troubles de reproduction se résument dans l’infertilité et le non retour en chaleur. Les 

mammites aussi peuvent être parmi les symptômes de la fièvre Q chez les bovins survenues 

seules ou avec les autres signes cliniques (Kim et al., 2005). 

 Chez les petits ruminants 

Chez les petits ruminants et contrairement aux bovins la maladie s’exprime essentiellement 

par des avortements, pendant le dernier mois de gestation, sans signes cliniques précurseurs 

ou par des mises bas, prématurées ou à terme, d’agneaux ou de chevreaux chétifs (Kersh et 

al., 2013). La mortalité peut être supérieure à 50% et la morbidité de 100% (Mc Quiston et 

Childs, 2002). 

Après un avortement, les femelles se rétablissent rapidement et les gestations suivantes se 

déroulent d’une façon normale sauf en cas de mort fœtale ou de rétention placentaire où des 

surinfections bactériennes qui peuvent provoquer des métrites de gravité élevée dans très peu 

de cas (Maurin et al., 1992). 

 Chez l’être humain 

La fièvre Q humaine est asymptomatique dans 60% des cas. Elle s’exprime d’une façon aigue 

sous forme d’un syndrome pseudo-grippal de pneumopathie ou d’hépatite. La forme 

chronique se traduit souvent par un des cardiopathies, des vascularites et des hépatopathies 

chroniques (Tissot-dupont et al., 2004).  



Coxiella burnetii peut entrainer chez la femme enceinte comme chez la femelle animale 

gestante des avortements et des accouchements prématurés selon le stade de grossesse de la 

femme lors de son infection par la bactérie (Maurin et al., 1992). 

4.2.  Lésions 

Les lésions provoquées par Coxiella burnetii se trouve essentiellement au niveau du placenta 

(Bildfell et al., 2000). A la délivrance normale ou manuelle, on note une placentite nécrosante 

et purulente avec des zones d'exsudat crémeux blanc-jaune. Le placenta se présente parfois 

épaissi et induré, parfois œdémateux avec des enveloppes gélatineuses. Le mucus est très 

abondant épais, en général violacé, marron ou jaunâtre.  

Chez les bovins, le fœtus ne présente pas de lésions notables contrairement aux petits 

ruminants qui présentent des lésions plus prononcées. Chez les petits ruminants et 

particulièrement chez les caprins, un examen soigneux de l’avorton peut révéler la présence 

de pétéchies sur la peau ainsi que l’existence d’œdèmes sous-cutanés. À l’autopsie, on 

observe fréquemment des inflammations localisées dans les poumons, le foie et les reins chez 

les fœtus des petits ruminants (Maurin et al., 1992).  

 

4.3. Chlamydophilose abortive  

4.4. Symptômes 

Chlamydophila abortus l’agent responsable de l'avortement épizootique chez les bovins est 

reconnue comme agent abortif chez les ruminants et l’être humain. La chlamydophilose 

abortive est souvent inapparente mais elle s’exprime dans peu de cas chez différentes espèces 

par un tableau clinique dominé par des avortements et des troubles de reproduction (DeGraves 

et al., 2004).   

 Chez les bovins 

L’infection par Chlamydophila abortus est fréquemment inapparente chez les bovins 

(Reinhold et al., 2011). Lors de l’expression de la maladie, les animaux présentent une 

température corporelle sensiblement plus élevée (subfébrile), une anorexie et une faiblesse 

transitoire avec une légère perte du poids corporel (Reinhold et al., 2008). 

Les troubles de reproduction et les avortements sont les signes dominateurs de la 

chlamydophilose abortive bovine apparente (DeGraves et al., 2004). Les avortements- moins 

fréquents que les troubles de reproduction se produisent généralement au cours du dernier 



trimestre de la gestation sans signes cliniques préliminaires (Storz, 1971 ; DeGraves et al., 

2004).  Les rétentions placentaires sont rares et l’avorton expulsé ne porte généralement pas 

de malformations ou de lésions macroscopiques apparentes, il est souvent recouvert d’exsudat 

brun-rouge provenant du placenta (Longbottom et Coulter, 2003). Quand la gestation est à 

terme, les femelles donnent fréquemment naissance à des veaux morts ou chétifs. Les veaux 

nés de femelles infectées peuvent présenter des arthrites, des conjonctivites ainsi que des 

pneumonies (Jee et al., 2004). 

Les avortements surviennent en particulier chez les génisses en première gestation. Dans un 

élevage les avortements surviennent de façon cyclique pendant 2ou 3ans jusqu'à ce que 

presque toutes les vaches avortent et seulement de 1% à 5% des avortements se répètent 

pendant plusieurs années. donc il est exceptionnel pour une vache d'avorter deux fois 

(Rodolakis et al., 1998). Habituellement, les femelles qui avortent récupèrent rapidement sans 

effets néfastes (Jee et al., 2004). 

Les troubles de reproduction se traduisent généralement par le retard de retour en chaleur ou 

carrément par l’infécondité et la stérilité (Longbottom et Coulter, 2003). 

La maladie peut s’exprimer également par des métrites qui peuvent êtres de pronostic très 

sérieux ainsi que des mammites aigues ou chroniques. Des érythèmes vaginaux et des petits 

granulomes sous-épithéliales peuvent aussi apparaitre pendant l’infection (Jee et al., 2004). 

 Chez les petits ruminants 

Chez les petits ruminants que se soit ovins ou caprins la chlamydophilose abortive s’exprime 

beaucoup plus par des avortements contrairement aux bovins occasionnant ainsi des pertes 

économiques très importantes (Longbottom et Coulter, 2003).  

L’avortement survient au cours des 2-3dernieres semaines de gestation sans signes 

précurseurs. Quand la gestation se termine normalement, les femelles infectées donnent 

souvent naissance à des nouveaux nés morts ou chétifs sans lésions apparentes (Rodolakis, 

2006). 

 Chez l’être humain 

L’infection à Chlamydophila abortus chez l’être humain est souvent inapparente, la maladie a 

tendance à s’exprimer par un syndrome pseudo-grippale ordinaire (Herring et al., 1987). Chez 

les femmes enceintes, le germe peut provoquer des avortements pendant le premier trimestre 

de la grossesse (Jorgensen, 1990).  



4.5. Lésions  

Après parturition normale ou après avortement, la placentite purulente ou nécrosante constitue 

la lésion la plus fréquente lors de l’infection par Chlamydophila abortus (Holliman et al., 

1994 ; Longbottom et Coulter, 2003). Les vascularites sont fréquentes mais se limitent au 

placenta généralement (Longbottom et Coulter, 2003).  

Le fœtus avorté ou le nouveaux nés chétifs ne montrent pas de lésions macroscopiques 

spécifiques (Vaughan et al., 2006). 

À l'autopsie, les veaux nés de mères infectées peuvent présenter une bronchiolite folliculaire 

avec une inflammation et un poids élevé des amygdales pharyngées (Reinhold et al., 2008) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

XI. Diagnostic  

3. La fièvre Q 

3.1.Diagnostic clinique et lésionnel 

Le diagnostic clinique est considéré sans intérêt chez les bovins à cause du caractère 

asymptomatique dominant de la maladie. À son expression, les symptômes occasionnés par la 

fièvre Q (avortement et troubles de reproduction) sont considérés comme non spécifiques. 

Le diagnostic lésionnel à l’battoir ou à l’autopsie n’est également pas de grande importance 

car les lésions engendrées par le germe se limitent à des inflammations non spécifiques.  

3.2.Diagnostic de laboratoire  

3.2.1. Diagnostic direct 

Le diagnostic direct peut être réalisé à partir de différents types de prélèvements. Les 

échantillons peuvent être obtenus à partir d’avortons, de placenta et d’écoulements vaginaux 

juste après l'avortement ou la parturition. Le lait de mélange, le lait individuel ou le colostrum 

ainsi que les échantillons de matières fécales peuvent aussi être étudiés (Fournier et al., 1998). 

Coxiella burnetii est une bactérie très virulente considérée comme très dangereuse pour l’être 

humain. De ce fait, sa manipulation exige des structures spécialisées ayant un niveau de 

confinement 3. 

3.2.1.1. Isolement de l’agent pathogène 

Rarement utilisé en médecine vétérinaire du fait de ses contraintes. Techniques onéreuses  

nécessitant un laboratoire bien adapté avec un niveau de confinement 3, les prélèvements 

doivent être réalisés sans contamination  en plus techniques lentes fournissant un résultat 

tardif même s’il est pertinent (Spyridaki et al., 2002). 

3.2.1.1.1. Culture 

Se fait sur culture cellulaire ou sur œufs de poules embryonnés (Bouvery et al., 2003). Des 

systèmes de microcultures cellulaires commercialisées sont développés pour ce fait. Après 



préparation d’une suspension d’échantillon, cette dernière est inoculée sur des fibroblastes 

embryonnaires de poumon humain (HEL).  

L’effet cytopathogène (ECP) caractéristique de Coxiella burnetii est examiné au 3
eme

, 10
eme

 et 

21
eme

 jour. Après le 10
eme

 jour, l’analyse directe par immunofluorescence est réalisable pour 

confirmer la présence de C. burnetii.   

Pour avoir un isolat de la bactérie, des inoculations sont réalisées sur cellules VERO ou sur 

fibroblastes de souris L929 après vérification de l’inoculum par coloration de Gimenez et 

analyse PCR (Spyridaki et al., 2002). 

La culture sur œufs embryonnés de 5 jours se fait sur œufs de poule au niveau du sac vitellin. 

La récolte des sacs vitellins est réalisée après 10 à 15 jours d’incubation et des examens de 

frottis colorés à partir de ces sacs ou d’analyse PCR sont réalisés pour confirmer la présence 

de Coxiella burnetii. L’isolat pur de la bactérie est obtenu après passage répétés sur œufs (Ho 

et al., 1995). 

3.2.1.1.2. Inoculation aux animaux de laboratoire 

L’inoculation se fait par voie intrapéritoniale chez les souris et les cobayes. Les sérums sont 

collectés et analysés après 21 jours à la recherche d’anticorps anti-Coxiella burnetii. Si au 

cours de la période d’incubation une augmentation de température corporelle est notée, la rate 

de l’animal est récupérée après son sacrifice servant ainsi pour l’isolement du germe sur 

culture cellulaire ou sur œufs embryonnés (Bouvery et al., 2003). 

L’inoculation aux animaux de laboratoire est utilisée en utilisant des échantillons fortement 

contaminés, tels que les placentas, écoulements vaginaux, fèces ou lait (Bouvery et al., 2003).  

3.2.1.2.       Mise en évidence directe  

3.2.1.2.1. Coloration 

La coloration se fait sur des frottis préparés à partir de placentas, d’écoulements vaginaux, 

d’avortons ou d’autres organes connus cibles pour Coxiella burnetii (poumons, foie et nœuds 

lymphatiques) ou à partir de calques réalisé à partir de ces organes (Quinn et al., 1994).  

Plusieurs colorations sont utilisées, Stamp, Ziehl-Neelsen, Gimenez, Giemsa, Macchiavello et 

Koster (Quinn et al., 1994 ; Guatteo et al., 2006).  



La bactérie apparait en coccobacilles de très petite taille (0,3 à 1,5 µm de long x 0,2 à 0,4 µm 

de large) colorées en rose sur un fond bleu ou vert par la coloration de Stamp (Quinn et al., 

1994) (figure n°16).  

Coxiella burnetii peut être confondue avec Chlamydophila abortus ou Brucella spp. La 

corrélation entre l’examen direct par coloration et la sérologie est nécessaire (Quinn et al., 

1994). 

 

Figure n°17 : Coxiella burnetii cultivée expérimentalement sur œufs embryonnés après 

coloration de Stamp (x1000) (Kerkhofs, 2010) 

 

3.2.1.2.2. Immunodétection 

C’est une analyse immunoenzymatique ou immunofluorescente réalisée sur des tissus fixés à 

l’acétone ou inclus dans la paraffine (Raoult et al., 1994).  

L’analyse fait appel à des anticorps polyclonaux dirigés contre Coxiella burnetii et à un 

conjugué anti-IgG anti-espèce marquée avec de l'isothiocyanate de fluorescéine (ITCF) ou de 

la peroxydase utilisées comme marqueurs pour visualiser la bactérie (Fournier et al., 1998). 

 



 

Figure n°18 : mise en évidence de Coxiella burnetiidans les cellules du trophoblaste par 

immunofluorescence directe (Agerholm, 2013) 

 

3.2.1.3.       Polymérase Chain Réaction (PCR) 

Technique hautement spécifique, rapide et sensible. La PCR vise à détecter l’ADN de 

Coxiella burnetii dans l’échantillon, l’amplifier pour qu’il soit enfin détecter.  

Cette technique est applicable avec n’importe quel type de prélèvement (Beaudeau et al., 

2006). A l’heure actuelle, les recherches ont développé des technique PCR multiplex 

permettant d’amplifier simultanément plusieurs microorganismes et des techniques PCR 

temps réel dans le but d'estimer la charge bactérienne dans les échantillons (Berri et al., 2009). 

Cette technique a permis aux chercheurs d’élucider certains points dans la pathogénie de 

Coxiella burnetii surtout en ce qui concerne les voies de sécrétion de la bactérie (technique 

capable de détecter une Coxiella burnetii par 1 ml de lait) (Guatteo et al., 2006 ; 2007). Dans 

la médecine vétérinaire ou dans le dépistage épidémiologique, l’utilisation de la PCR reste 

très limitée vue son coût  trop élevé. 

 

3.2.2. Diagnostic indirect 



3.2.2.1. Test de fixation du complément 

C’est la technique la plus utilisée en diagnostic vétérinaire pour la fièvre Q. Elle consiste en la 

recherche des anticorps anti-Coxiella burnetii dans le sérum, le lait ou le colostrum (Peter et 

al., 1987). 

La technique est réalisée sur des plaques permettant la fixation du complément aux anticorps 

que peut contenir l’échantillon. La méthode est considérée comme spécifique mais moins 

sensible par rapport à d’autres techniques (ELISA) (Fournier et al., 1998).  

Selon les recommandations de l’OIE, après réalisation de plusieurs dilutions, des titres en 

anticorps anti-Coxiella burnetii entre 1/10 et 1/40 sont caractéristiques d’une infection latente. 

Des titres de 1/80 ou au-delà dans un ou plusieurs sérums provenant d’un groupe de 5 à 10 

animaux révèlent une phase évolutive de l’infection (OIE, 2005).  

3.2.2.2. Tests immunoenzymatiques 

La technique ‘Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay’ connue par la technique ELISA est 

une technique immuno-enzymatique de détection qui permet  de visualiser une réaction 

antigène-anticorps grâce à une réaction colorée produite par l'action sur un substrat d'une 

enzyme préalablement fixée à l'anticorps (Walker et Rapley ; 2008). Cette technique a une 

sensibilité élevée et une bonne spécificité (Fournier et al., 1998 ;Rousset et al., 2007). 

Technique fiable pour démontrer la présence d'anticorps dirigés contre Coxiella burnetii dans 

le sérum et le lait (Jaspers et al., 1994). La technique exige un antigène pur, des trousses de 

diagnostic prêtes à l’emploi sont disponibles dans le commerce et peuvent détecter des 

anticorps de phase II ou de phase I et II de Coxiella burnetii (Waag et al., 1995). 

4. La chlamydophilose abortive 

4.1.Diagnostic clinique et lésionnel 

Comme pour la fièvre Q, le diagnostic clinique et lésionnel est considéré sans intérêt. Le 

caractère asymptomatique de la maladie et la non spécificité des symptômes et des lésions 

orientent le clinicien vers les examens de laboratoire pour établir un diagnostic de certitude 

(Borel et al., 2006; Berri et al., 2009). 

4.2.Diagnostic de laboratoire 

4.2.1. Diagnostic direct 



Chlamydia spp est un germe fragile dans le milieu extérieur. L’inconvénient du diagnostic 

direct est qu’il dépend des conditions de transport et de conservation de l’échantillon (Sachse 

et al., 2008). 

Pour maintenir la vitalité des bactéries, l’échantillon est conservé à +4°C dans un milieu de 

transport approprié, tel que le saccharose / phosphate / glutamate ou SPG moyen supplémenté 

avec du sérum fœtal de veau additionné d’antibiotiques tel que la streptomycine (200 ug / ml), 

la gentamicine (50 pg / ml), la vancomycine (75 pg / ml) et la nystatine (25 unités / ml) (la 

pénicilline, les tétracycline et chloramphénicol inhibent la croissance des chlamydia et ne 

doivent pas être utilisés (Sachse et al., 2008). 

 

4.2.1.1. Isolement de Chlamydophila abortus 

L’isolement de la bactérie se fait sur œufs embryonnés ou sur culture cellulaire. Les embryons 

inoculés meurent entre le 4
eme

 et le 13
eme

 jour. La mise en évidence du germe se fait après 

coloration (OIE, 2008). 

Les cellules McCoy, BGM (Buffalo green monkey) ou BHK (Baby hamster kidney) sont les 

plus couramment utilisées pour la culture cellulaire. La coloration des cellules de la culture 

par les méthodes de Giemsa ou de Gimenez après une incubation de 3 jours à la recherche de 

vacuole contenant Chlamydophila abortus (OIE, 2008).  

4.2.1.2. Mise en évidence directe 

4.2.1.2.1. Coloration 

Les frottis préparé à partir de calques d’organe (placenta) ou de coupes tissulaires peuvent 

être colorés en utilisant l’une des colorations usuelles. La coloration de Machiavello modifié, 

de Gimenez, modifiée, de Giemsa ou de Ziehl modifiées sont les techniques de coloration les 

plus utilisées pour mettre en évidence Chlamydia spp (Dagnall et Wilsmore, 1990). 

Colorés avec la technique de Ziehl-Nelson, les corps élémentaires se présentent en petits 

corps coccoides en rouge ou rose sur un fond bleu ou vert. L’inconvénient de cette méthode 

est le manque de spécificité du fait de la grande ressemblance entre Chlamydophila abortus et 

Coxiella burnetii (Sachse et al., 2008). 



 

Figure n°19 : Corps élémentaires de Chlamydophila abortus mis en évidence par la 

coloration de Ziehl-Nelson (Sachse et al., 2008) 

4.2.1.2.2. Immunodétection 

Technique rapide et sensible consiste en l’utilisation sur coupes de tissus d’anticorps 

monoclonaux dirigés contre les antigènes de surface de Chlamydophila abortus (LPS ou 

MOMP) et d’antisérum couplé à la fluorescéine (Zahn et al., 1995 ;Hoelzle et al., 2004 ; Borel 

et al., 2006). 

 

Figure n°20 : mise en évidence de Chlamydophila abortus immunofluorescence directe 

(Longbottom, 2012) 

4.2.1.3. Polymérase Chain Réaction (PCR) 

La PCR a connu ces derniers temps le développement de différentes variantes visant à assurer 

la détection quantitative du germe ainsi que la recherche de plusieurs agents infectieux dans le 

même échantillon (Berri et al., 2009). 



Technique très sensible et spécifique mais avec un coût élevé, réservé en général pour le 

domaine de la recherche. La recherche de Chlamydophila abortus se fait dans tout type de 

prélèvements que soit liquides (secrétions de l’animal vivant) ou bien fragment d’organes 

après mort de l’animal (Borel et al., 2006). 

 

4.2.2. Diagnostic indirect 

Repose sur la recherche d’anticorps anti-Chlamydophila abortus dans le sérum et le lait. La 

détection d'anticorps a des fins multiples en médecine vétérinaire, elle constitue un outil 

précieux de diagnostic beaucoup plus simple pour sa réalisation et moins onéreux que les 

autres (isolement, PCR) et sert au dépistage de la maladie et à la détermination du statut 

immunitaire des animaux après vaccination (Sachse et al., 2008). 

4.2.2.1.  Test de fixation du complément 

Technique adopté par l’OIE pour le diagnostic et le dépistage de la chlamydophilose abortive. 

Son avantage est sa simplicité mais elle a l’inconvénient d’avoir une spécificité limitée du fait 

des réactions croisées avec Chlamydophila pecorum et même avec les autres bactéries gram 

négatif (Trávniček et al., 2002 ;Sachse et al., 2008). 

4.2.2.2.  Test immunoenzymatiques 

La technique ELISA indirecte constitue le test immunoenzymatique le plus utilisé en 

diagnostic dans la médecine vétérinaire et même humaine du fait de sa simplicité et de sa 

sensibilité et de son coût réduit par rapport à la PCR (Trávniček et al., 2002). Le test ELISA 

indirect commercialisé repose sur la mise en évidence d’anticorps anti-LPS de Chlamydophila 

abortus (Sachse et al., 2008). 

 

 

XII. Traitement et prophylaxie  

3. Fièvre Q 

3.1.Traitement 

L’antibiothérapie anti infectieuse est le traitement de choix pour la fièvre Q chez l’animal ou 

chez l’être humain. En élevage, l’oxytétracycline est la molécule la plus utilisée. La dose est 

la fréquence des administrations varient en fonction de l’intensité des symptômes présentés 

par l’animal. En cas d’avortement la dose habituelle est de 20 mg/Kg de poids vif. En cas de 



métrites, des soins locaux sont souvent effectués comme des injections intra-utérines 

fréquentes d’oxytétracycline, alternées avec des irrigations antiseptiques pendant 3-5 

semaines (Aitken, 1989 ; Rodolakis, 2006). 

3.2.  Prophylaxie 

3.2.1. Sanitaire 

La fièvre Q animale est une maladie à épidémiologie très complexe du fait de la multiplicité 

des réservoirs, de la haute résistance de la bactérie dans le milieu extérieur et du portage 

souvent inapparent de la maladie (Aitken, 1989). 

Ainsi, la prophylaxie de la fièvre Q bovine vise à lutter contre la maladie et à limiter ses 

conséquences sanitaires et économiques et à lutter également contre la propagation de la 

pathologie en élevage tout en limitant l’excrétion et la dissémination de Coxiella burnetii par 

les animaux porteurs (Durand et Durand, 1993). 

La protection de l’être humain constitue également un but majeur dans la lutte contre la fièvre 

Q chez les ruminants domestiques du fait du danger potentiel encouru par le personnel 

travaillant aux seins des exploitations, des abattoirs et des vétérinaires (Maurin et Raoult, 

1999). 

-En milieu sain 

En milieu sain, les mesures de protection visent à éviter l’introduction de la maladie dans le 

troupeau par : 

-Contrôle du statut sanitaire des animaux avant l’introduction à la ferme, par mise en 

quarantaine et contrôle sérologique (de l’animal lui-même et du troupeau d’origine) et éviter 

l’introduction d’animaux dont le statut sanitaire est inconnu surtout avant les périodes de 

saillie, de gestation ou de mise bas (Krauss, 1989 ; Rousset et al., 2001). 

-Lutter contre les tiques vectrices probables de la maladie (Krauss, 1989). 

-Adopter une bonne conduite d’élevage pour limiter le contact des bovins avec les animaux 

réservoirs (sauvages ou domestiques) par clôture des pâturage et limitation de la 

transhumance (Krauss, 1989 ; Rousset et al., 2001). 

3.3.En milieu infecté 

En milieu contaminé, les mesures de prophylaxie visent à éviter la propagation de la maladie 

et la dissémination de la bactérie dans l’environnement évitant ainsi la contamination d’autres 



animaux ou troupeaux indemnes. Par rapport aux mesures prises dans les exploitations 

indemnes, les mesures appliquées en milieu contaminé doivent être très rigoureuses (Rousset 

et al., 2001 ; 2002 ; Guatteo et al., 2007). 

 -Isoler les femelles avortées avec destruction d’avortons et de placentas ainsi que les femelles 

infectées lors de la mise bas pendant 2 semaines avec leurs produits (Van Moll et al., 1993 ; 

Bildfell et al., 2000 ; Guatteo et al., 2007). 

-Isoler les femelles en chaleur et écarter les femelles infectées de la reproduction (Van Moll et 

al., 1993). 

-Adopter une bonne conduite d’élevage et une bonne conception des locaux de façon à éviter 

la souillure des aliments et de l’eau de boisson par les matières fécales, les urines et les 

secrétions vaginales et à séparer les différentes espèces de ruminants et lutter contre les 

rongeurs (Rousset et al., 2001 ; 2002).  

-Interdire les déplacements des animaux infectés ou provenant de troupeaux infectés (Aitken, 

1989). 

-Effectuer des dépistages sérologiques lors d’épisodes de métrites ou d’avortements et 

envoyer à la réforme les animaux confirmés comme atteints (Rousset et al., 2002 ; Guatteo et 

al., 2007).  

-Désinfecter les locaux, les matériaux, les véhicule et éliminer la paille souillée (Guatteo et 

al., 2007). 

-Protection du personnel par des mesures sanitaires appropriées (port de masque, de gants, 

vaccination pour les personnes à risque...etc.) (Rodolakis, 2006). 

 

3.2.2. Médicale 

3.2.2.1.Antibioprévention 

Consiste à mettre en place un traitement chez les vaches ayant avorté et éventuellement celles 

en fin de gestation dans un but curatif chez les femelles avortées (réduire l’excrétion de la 

bactérie) et préventifs chez celles en fin de gestation (éviter l’avortement chez les femelles 

n’ayant pas avorté).Les antibiotiques utilisés sont les tétracyclines plus particulièrement 



l’oxytétracycline sous sa forme longue action à la dose de 20 mg/kg en deux injections 

pratiquées à 10-15 jours d’intervalle (Rolain et al.,2005). 

 

3.2.2.2.Vaccination 

Coxiella burnetii se présente sous deux phases, phase I et phase II. La phase I est la phase 

virulente, la phase II, moins virulente ,s’obtient après plusieurs passages sur culture de 

cellules ou sur œufs embryonnés (Rodolakis, 2006). Les bactéries en phase II pénètrent plus 

facilement dans les cellules que celles qui sont en phase I mais, contrairement à elles, ces 

dernières ne résistent pas aux défenses de l’animal, la réponse immunitaire est alors faible et 

irrégulière. De ce fait, les vaccins développés contre la phase I sont avérés plus efficace que 

ceux contre la phase II (Rodolakis, 2006 ; Guatteo et al., 2008). 

Chez les bovins, COXEVAC® est le seul vaccin utilisé. C’est un vaccin atténué de phase I 

qui a prouvé son efficacité en ce qui concerne la réduction du taux d’avortement et 

d’excrétion de Coxiella burnetii (Serbezov et al., 1999 ; Guatteo et al., 2008). 

Le protocole recommandé chez les bovins dans les troupeaux infectés consiste en 

l’administration de deux injections sous-cutanées (4 ml) de vaccin espacées de 3 semaines 

(primo vaccination). Dans cette espèce, du fait de l’absence de groupage de mises bas, le 

moment de l’injection est le plus souvent indépendant du stade physiologique (gestation).Un 

rappel annuel est préconisé sans mention de la durée totale du schéma vaccinal (Arricau-

Bouvery et al., 2005). Le fabriquant préconise de ne pas vacciner les femelles gestantes. 

Cependant, les premières observations sur le terrain indiqueraient qu’il est possible de 

l’utiliser chez les femelles gestantes quelque soit le stade de gestation sans entraîner d’effets 

indésirables (Guatteo et al., 2008).  

 

 

4. Chlamydophilose abortive 

4.1.Traitement 

Les tétracyclines sont les molécules de choix pour le traitement de la chlamydophilose 

bovine. La dose et la fréquence d’administration changent en fonction de la gravité de 

l’atteinte (Rodolakis, 2006). 

4.2.Prophylaxie 



4.2.1. Sanitaire 

Chlamydophila abortus est une bactérie sensible dans le milieu extérieur, la contamination 

des bovins se fait beaucoup plus par contact direct entre animaux sains et infectés. La lutte 

contre la propagation de la maladie en élevage bovin se concentre beaucoup plus sur la 

séparation des animaux porteurs et indemnes (Wehrend et al., 2005). 

Les mesures classiques d’hygiène et de précautions pour l’introduction de nouveaux animaux 

dans le troupeau peuvent être efficaces pour prévenir l’apparition de la chlamydiose abortive 

dans un troupeau indemne (Rodolakis, 2006): 

-Isoler les femelles infectées ayant avorté ou mis bas et détruire les produits d’avortements 

(Borel et al., 2006).  

-Effectuer des dépistages sérologiques (DeGraves et al., 2004). 

-Ne pas introduire des animaux à statut sanitaire inconnu, atteints ou provenant de troupeaux 

infectés (Wehrend et al., 2005). 

-En cas de transhumance, séparer les troupeaux de différentes espèces de ruminants (Wehrend 

et al., 2005). 

-Adopter une bonne conduite d’élevage,  suivre les règles d’hygiène, désinfecter 

régulièrement les locaux, lutter contre les rongeurs (Rodolakis et Mohamad, 2008).  

-Suivre les mesures d’hygiène et de protection pour les êtres humains en contact avec les 

animaux malades (Jorgensen, 1990). 

 

 

 

4.2.2. Médicale 

4.2.2.1.Antibioprévention 

Comme pour la fièvre Q, l’administration de l’oxytétracycline à la dose de 20 mg/Kg pour les 

femelles en fin de gestation semble diminuer les risques d’avortement mais ne diminue pas 

l’excrétion de la bactérie par les femelles atteintes (Rodolakis, 2006). 

4.2.2.2.Vaccination 

Les vaccins contre Chlamydophila abortus ont été développés chez les petits ruminants. Un 

vaccin vivant atténué contenant une souche de C. abortus1B thermosensible (CEVAC 



Chlamydia® ou OVILIS Chlamydia®) a démontré son efficacité protectrice sur les ovins 

pendant 3 saisons de reproduction (Rodolakis, 2006 ; Rocchi  et  al., 2008). 

La vaccination chez les bovins est très peu pratiquée, les vaccins destinés aux ovins sont 

utilisés chez les bovins avec des résultats satisfaisants (diminution des taux d’avortements et 

amélioration des performances des veaux nouveaux nés) (Rodolakis, 2006).  

En 2013, un vaccin bivalent OVIVAC
®

 CS anti Chlamydophila abortus et anti Salmonella 

abortus a été développé pour être utilisé chez les petits ruminants et chez les bovins à la fois 

mais aucune étude n’a été menée pour tester l’efficacité de ce vaccin. Une primo vaccination 

est administrée suivie d’une seconde après 20-25 j. Un rappel est effectué chaque 12 mois.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Partie expérimentale 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Objectifs 

La première partie de ce travail visait à fournir des informations préliminaires sur la 

séroprévalence de Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus par la technique ELISA dans 

différentes exploitations bovines de la région de Jijel afin de situer le rôle du bovin comme 

réservoir potentiel zoonotique et d’estimer le poids réel de ces infections dans la région, 

Ensuite d’évaluer le taux de co-infection mis en évidence. 

Un autre objectif important dans cette étude était de réaliser une étude épidémiologique de 

type cas-témoin pour mettre en évidence un lien causal entre la présence des bovins 

séropositifs à Coxiella burnetii et/ou Chlamydophila abortus et les exploitations pour 

lesquelles les performances de reproduction ne sont pas satisfaisantes pour raison 

d’infécondité ou d’avortements. 

Enfin, ce travail avait aussi pour objectif de déterminer les indicateurs ou facteurs de risque 

susceptibles de favoriser la transmission de ces deux maladies. 

 

 

 

 

 

 

I. Matériel et méthodes 

1. Zone d’étude  

S'étalant sur une superficie de 2.396,63 km2, avec une façade maritime de 120 Kms, la wilaya 

de Jijel est comprise entre les méridiens 5°25 et 6°30 Est de Greenwich, et entre les parallèles 

36°10 et 36°50, hémisphère Nord. La région appartient au domaine Nord atlasique connu 

localement sous le nom de la chaîne des Babors, elle est limitée par :  

 La mer méditerranée au Nord 

 La wilaya de Skikda à l'Est. 

 La wilaya de Bejaia à l'Ouest. 



 La wilaya de Sétif et de Mila au Sud (anonyme). 

Sur le plan administratif, la wilaya de Jijel est divisée en 11 daïras et 28 communes (figure 

n°15). 

 

 

Figure n°21 : carte administrative de la wilaya de Jijel (anonyme) 

 

 

 

Faisant partie du grand ensemble du tell oriental Algérien; la région de Jijel présente un relief 

montagneux très complexé dans sa structure et dans sa morphologie. Elle se distingue par un 

grand massif montagneux, par un ensemble collinaire et par des étendues de plaines côtières 

et de vallées (Boudjedjou, 2010). 

La région de Jijel est considérée parmi les régions les plus pluvieuses en Algérie, elle est 

caractérisée par un climat méditerranéen pluvieux et froid en hiver, chaud et humide en été. 

Les températures varient entre 20C° et 35C° en été et de 5C° à 15C° en hiver avec une 

moyenne annuelle de 18.30°C.La saison de pluie dure environ 6 mois (111 jours pluvieux). 

Les précipitations moyennes annuelles enregistrées dans la wilaya varient de 800 à 1200 

mm/an. L’humidité atmosphérique est de 71% en moyenne (Boudjedjou, 2010). 



La région de Jijel est couverte de larges forêts de chênes-lièges et d'une grande variété 

d'espèces. On trouve mélangés aux chênes-lièges, l'olivier, le lentisque et l'yeuse. À part ces 

plantes, il y a des étendues considérables d'espèces à feuillage caduc telles que les chênes zen 

et afares, l'orme et le frêne. Dans certaines zones côtières, ces espèces sont remplacées par le 

pin maritime (Boudjedjou, 2010). 

2. Population cible  

7.1.   L’élevage bovin dans la wilaya de Jijel 

7.1.1. Effectif bovin  

En Algérie, l’élevage ovin prédomine, il représente 78% du total des effectifs avec plus de 20 

million têtes, suivi par les caprins 14% avec plus de 3 million têtes, puis l’élevage bovin qui 

représente seulement6% de l’effectif global avec plus de 1.5 million têtes dont 58% vaches 

laitières (Nadjraoui, 2001). 

Dans la wilaya de Jijel, l’élevage bovin occupe la deuxième place derrière l’élevage ovin. 

L’effectif bovin dans la région de Jijel est important par rapport aux autres régions du pays. Il 

est estimé à 87822 têtes selon la compagne agricole de 2012-2013 (DSA de la wilaya de Jijel), 

ce qui représente plus de 6% du cheptel national. 

 

 

7.1.2. Races exploitées  

Les animaux exploités appartiennent à plusieurs races bovines. Par souci de simplicité, nous 

suivrons la nomenclature établie par les services du ministère de l’agriculture qui identifie 

trois catégories de bovins : bovins laitiers modernes (B.L.M), bovins laitiers améliorés 

(B.L.A) et bovins laitiers locaux (B.L.L). Le tableau suivant résume les effectifs des 

différentes catégories de bovins (tableau 4). 

 

Tableau n°4 : différentes catégories de bovins avec leurs effectifs (DSA de Jijel ; 2013) 

Catégorie Vaches laitières      



 

B.L.M 

 

B.L.A 

+ 

B.L.L 

Génisses Taureaux 

reproducteur 

 

Taurillons 

(12-18mois) 

Veaux 

-12mois 

Veles 

-12 

mois 

Effectifs 3867 43693 9818 2206 7014 10496 10728 

47560 

 

 Les B.L.M : se sont des bovins appartenant aux races modernes (européenne 

pour la plupart) avec un potentiel de production très important. Ils prédominent 

dans les zones de plaines et à proximité des centres urbains en élevages intensifs 

et semi intensifs.  

 Les B.L.A : se sont des bovins issus des différents croisements entre les races 

locales et les races modernes avec un potentiel de production moyen. On les 

retrouve un peu partout en élevages extensifs ou semi intensifs. 

 Les B.L.L : bovins représentants les différentes races dites locales avec un 

potentiel de production faible et limité. Ces bovins sont les plus nombreux, on les 

trouve en élevage extensif dans les zones montagneuses et forestières et même 

dans les plaines. Les races locales sont caractérisées par l’adaptation aux 

conditions difficiles du milieu. En effet, elles sont adaptées à la marche en 

terrains difficiles, aux variations des régimes alimentaires, à la résistance aux 

maladies et à la sous alimentation. 

 

 

7.1.3. Répartition des bovins sur le territoire de la wilaya  

La répartition des élevages bovins sur le territoire de la wilaya n’est pas uniforme ; les plaines 

hébergent plus d’exploitations agricoles que les montagnes. Et même la répartition selon les 

catégories n’est pas uniforme ; les plaines sont caractérisées par la dominance des B.L.M et 

des B.L.A alors que les montagnes et les forêts caractérisées par la dominance des B.L.L plus 

que des autres catégories de vaches laitières. Ceci s’explique par la présence du facteur 

humain dans les plaines beaucoup plus que dans les montagnes et les forêts. Le type d’élevage 

joue aussi un rôle très important dans  cette répartition car les élevages des plaines sont pour 

la majorité des élevages modernes avec des troupeaux importants destinés à la production 

laitière alors que ceux des hauteurs sont pour la plupart de type familiale avec de petits 

troupeaux destinés à la consommation des propriétaires et de leur familles.  



Avec un effectif estimé à prés de 90 000 têtes, l’élevage bovin occupe une place importante 

dans l’économie agricole de la wilaya de Jijel. Le cheptel bovin dans la région de Jijel a 

connu une régression remarquable. Le tableau suivant résume le développement en effectif de 

l’élevage bovin dans la région de Jijel (tableau n°5) 

 

Tableau n°5 : développement des effectifs bovins durant les trois dernières années 

(DSA de la wilaya de Jijel) 

Année Total Bovins 

(têtes) 

Vaches laitières 

(têtes) 

B.L.M 

(têtes) 

B.L.A+B.L.L 

(têtes) 

2011 96572 53586 4079 49507 

2012 92809 50367 3957 46410 

2013 87822 47560 3867 43693 

 

7.2. Description du cheptel prélevé 

Les élevages prélevés ont été essentiellement constitués de bovins de races locales (49%) et 

de races importées (41%), avec quelques individus de races croisées (10%). 

 

 

8. Stratégie d’échantillonnage et enquête épidémiologique 
8.1. Échantillonnage 

L’étude épidémiologique réalisée est de type transversal, elle a eu lieu durant la période allant 

de mois de Mai 2013 au mois de Mai 2014, sur 184 femelles bovines reproductive issus de 90 

fermes sélectionnées sur la base d’un échantillon représentatif. 

Si on se réfère au chiffre de la Direction des services agricoles de la wilaya de Jijel 2013, le 

taux d’échantillonnage réalisé a été d’environ 0.21% pour les bovins (n=87822). 

 

L’échantillonnage a été réalisé en deux étapes ; nous avons d’abord effectué un choix 

aléatoire des fermes en se déplaçons au hasard dans chaque commune et avec l’aide des 

vétérinaires praticiens privés (par manque de listes d’éleveurs au niveau de la DSA).Le but 

était d’avoir une répartition homogène des élevages sélectionnés sur la zone d’étude.  



Par la suite, le nombre de bovins à prélever dans chaque ferme a été défini en fonction du 

nombre total de bovins présents dans celle-ci : soit la ferme comprenait moins de 10 bovins et, 

dans ce cas tous les bovins étaient prélevés, soit la ferme contenait plus de 10 bovins et, dans 

ce cas, au moins 10% des individus étaient prélevés. L’objectif était d’avoir un échantillon 

représentant au moins 10% de l’ensemble des individus présents dans les fermes visitées 

(Ghalmi et al., 2012). 

 

Le choix des bovins (femelles reproductives) prélevés au sein de chaque ferme a été réalisé au 

hasard. Les prélèvements en été répartis par commune comme suit (tableau n°6): 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau n°6 : répartition des prélèvements par commune 

Commune Effectif 

femelles 

Nombre de 

bovins prélevés 

Nombre de 

fermes prélevés 

EL OUANA 2715 9 6 

SELMA 460 3 2 

Z-MANSOURIAH 1170 4 2 

ERRAGUENE 1510 5 2 

JIJEL 2126 7 3 

KAOUS 2083 7 3 

EMIR ABDELKADER 2038 7 4 

TEXANNA 1181 4 2 

DJIMLA 915 3 2 

BENI YADJIS 444 3 2 

TAHER 4005 13 3 

OUDJANA 2045 7 3 

CHAHNA 1570 6 4 

CHAKFA 3333 12 6 



BOURDJ-THAR 1002 4 2 

OULED ESKEUR 1065 5 3 

SIDI ABDElAZIZ 416 2 1 

EL KENNAR 296 2 1 

BENI HBIBI 641 4 3 

EL ANCER 2227 8 4 

OULED ADJOUL 2435 9 3 

BELHADEF 3195 11 7 

EL MILIA 2510 9 7 

SETTARA 2406 9 3 

OULED YAHIA 1494 6 2 

SIDI MAROUF 2242 8 2 

OULED RABAH 2176 8 3 

GUEBALA 2592 9 5 

 

 

 

 

 

 

8.2. Enquête épidémiologique descriptive  

La recherche épidémiologique en médecine vétérinaire sert en général à répondre à une 

question précise visant à établir un lien entre l’exposition des animaux à des facteurs de 

risques (mode d’élevage, alimentation,…etc.) et des effets ultérieurs sur le développement et 

l’expression de telle et telle maladie. Toutes les enquêtes — ou presque — sont effectuées 

grâce à un questionnaire qui constitue l’outil de base de collecte des données. 

Un questionnaire épidémiologique a été adressé à l’éleveur afin de relever si des épisodes 

d’avortement ont été observés ou jamais. Ce questionnaire nous a permis aussi de relever 

d’autres renseignements en rapport avec chaque individu prélevé (voir annexe n°1).  

La plupart des questions demandent  une réponse fermée, donc courte facilitant l’analyse, tout 

en laissant toujours la possibilité de rajouter une information qui aurait été oubliée mais qu’en  

jugerait importante. Les questions portent sur : 



- Des informations générales concernant l’élevage:  

 emplacement de l’exploitation (commune et hauteur). 

 nombre de vaches dans le troupeau. 

 type, mode d’élevage et de stabulation. 

 contact des bovins avec d’autres animaux. 

 hygiène, entretien et suivie médicale par le vétérinaire. 

-Des informations  concernant l’animale prélevé : 

 âge, race et état d’embonpoint. 

 vache gestante ou non. 

 nombre de gestations. 

 antécédents de maladies. 

 introduction à la ferme. 

 présence ou non d’éventuels symptômes au moment du prélèvement.  

-Des informations concernant les pathologies abortives :  

 présence ou non d’un éventuel avortement. 

 stade de gestation au cours duquel est survenu l’avortement. 

 symptômes accompagnants l’avortement. 

 délivrance de l’avorton et du placenta. 

 forme de l’avorton et du placenta. 

 prévalence de l’avortement au sein du troupeau. 

Les questions ont été posés directement aux éleveurs par langage courant et facile, certaines 

réponses ont été données directement par l’éleveur (historique de l’animal, historique de 

l’avortement,….etc.) d’autres ont été relevées par nous même. Avant de quitter la ferme ou 

bien l’exploitation, on vérifiait les données fournies par l’éleveur à la recherche d’éventuelles 

contradictions. Enfin, les informations collectées ont été organisées et groupées dans un 

fichier Excel en attendant leur analyse et traitement ultérieur. 

9. Nature et préparation des prélèvements 

9.1.  Nature des prélèvements 

Pour les prélèvements sanguins, nous avons ponctionné soit à partir de la veine coccygienne 

(caudale) ou bien à partir de la veine jugulaire. Du sang a été recueilli dans des tubes secs de 

système VACUTAINER sous vide (réf 365964) (5 ml dans chaque tube).  



 

Figure n° 22: matériel utilisé pour les prélèvements sanguins 

 

 

9.2. Préparation des prélèvements 

Les tubes de prélèvements ont été étiquetés selon un code faisant ressortir le numéro 

d’identification de l’animal. Les échantillons ont été transportés et acheminés vers le 

laboratoire de biochimie de l’hôpital de Jijel dans une glacière. Ils ont alors été préparés 

comme suit : le sang dans les tubes sec a été centrifugé à 3 000 t/min pendant 10 min. Les 

sérums ont été récupérés puis transvasés dans des tubes eppendorf de 2 ml, stockés à -20°C et 

destinés aux analyses sérologiques.  

 



 

Figure n°23: centrifugeuse utilisée pour la centrifugation des tubes 

 

5. Analyses sérologiques 

Les tests sérologiques ont été réalisés au sein du Laboratoire régional de Constantine de 

l’Institut de Médecine Vétérinaire (INMV), service de virologie. 

Après décongélation lente des sérums à température ambiante, nous avons procédé aux 

analyses sérologiques des 184 sérums en utilisant des kits commerciaux pour la détection des 

anticorps spécifiques de Chlamydophila abortus et de Coxiella burnetii. Pour cela, en a choisi 

une méthode sérologique qui est le test ELISA indirecte (voir annexes n°2). 

5.1. Détection des anticorps spécifiques de Coxiella burnetii : 

Nous avons utilisé un test commercial du laboratoire Bio-X, destiné au diagnostic sérologique 

indirect des infections causées par Coxiella burnetii chez les bovins et les petits ruminants  

- Composition du kit 

Le kit est utilisé pour la recherche des anticorps anti Coxiella burnetii dans les sérums 

sanguins et le lait. Il est composé de : 

1-Microplaques: Deux microplaques de 96 puits sensibilisées par des extraits antigéniques de 

Coxiella burnetii. 



2-Solution de lavage : un flacon de 100 ml de solution de lavage contenant un bactériostatique  

concentrée 20 fois. 

3-Tampon de dilution : un flacon de 50 ml de tampon de dilution coloré, concentré 5 fois.   

4-Conjugué : un flacon de 0.5 ml de conjugué anti-IgG de mammifères couplé à la 

peroxydase (Protéine G couplée à la peroxydase de raifort) prêt à l’emploi. 

5-Sérum positif : un flacon contenant le sérum positif lyophilisé à reconstituer avec 0.5 ml 

d’eau distillée ou déminéralisée. 

6-Sérum négatif : un sérum contenant le sérum négatif lyophilisé à reconstituer avec 0.5 ml 

d’eau distillée ou déminéralisée. 

7-Solution de TMB mono composant : un flacon de 25 ml de chromogène TMB 

(tétraméthylbenzidine) prêt à l’emploi. 

8-Solution d’arrêt : un flacon de 15 ml de solution d’arrêt contenant de l’acide phosphorique  

1 M. 

La trousse est conservée en totalité au réfrigérateur à +4°C jusqu’à l’utilisation. 

- Principe de l’analyse 

Nous avons procédé comme suit : dans le but de réduire la différence des temps d’incubation 

entre les échantillons, nous avons préparé une microplaque en plastique non sensibilisée de 96 

puits contenant les échantillons à tester et les échantillons de contrôle pour les transférer après 

sur la plaque ELISA à l’aide d’une pipette multicanaux. 

Avant de procéder à la dilution des sérums et des contrôles positifs et négatifs, nous avons 

préparé le tampon de dilution 1x par l’addition de l’eau distillée au tampon de dilution 5x.  

Les contrôles positifs et négatifs lyophilisés ont été reconstitués avec  0.5 ml d’eau distillée. 

Pour la dilution des sérums, nous avons utilisé des tubes à hémolyse de 5 ml dans lesquels 

nous avons distribué 1 ml du tampon de dilution déjà préparé et 1µl de chaque sérum.  

Les contrôles positifs et négatifs ont été dilués au 1/100
eme

 de la même façon que les autres 

sérums. 

Les sérums dilués (y compris les contrôles négatifs et positifs) ont été distribués sur une 

microplaque (pour réduire la différence des temps d’incubation) et transférés par la suite sur 

la plaque ELISA à l’aide d’une micropipette multicanaux. 



Nous avons laissé incuber pendant  60 minutes à 21°C (température ambiante du laboratoire) 

tout en couvrant les plaques. La température recommandée par le fournisseur est de 21°C +/- 

3°C.        

Entre temps, la solution de lavage a été préparée : après dissolution des cristaux présents dans 

la solution de lavage concentrée 20 fois fournie avec le kit, nous avons préparé une solution 

diluée par dilution au 1/20
eme

 de la solution (x20) dans de l’eau distillée.  

Après une heure d’incubation, nous avons procédé au lavage des plaques en les retournant 

vigoureusement sur un évier tout en  évitant le décollement des cupules de la plaque : à l’aide 

d’une pissette, nous avons rempli les cupules avec une quantité suffisante de la solution de 

lavage. L’opération est répétée 3 fois pour chaque plaque.  

Après le dernier lavage, nous avons rajouté le conjugué qui a été fourni sous forme d’une 

solution concentrée 50 fois. Le conjugué 1x est obtenue par la dilution au 1/50
eme

 du conjugué 

concentré 50 fois avec le tampon de dilution. 

Le conjugué a été distribué en raison de 100µl dans chaque cupule y compris les cupules des 

contrôles positifs et négatifs. Les plaques ont été mises en incubation à température ambiante 

(21°C) pendant 60 minutes.  

Le lavage a été effectué de la même façon que pour  la première étape (3 lavages pour chaque 

cupule) avec la solution de lavage. 

Nous avons distribué ensuite 100 µl de la solution de révélation TMB prête à l’emploi dans 

chaque cupule à l’aide d’une pipette multicanaux. Une incubation de 10 minutes à 21°C 

(température ambiante du labo) dans l’obscurité absolue. 

Après incubation des plaques à l’obscurité pendant 10 minutes et sans faire de lavage, 50  µl 

de la solution d’arrêt prête à l’emploi est distribuée dans chaque cupule. 

La lecture du test a été effectuée par la mesure des densités optiques à l’aide d’un 

spectrophotomètre à une longueur d’onde de 450nm. 

 

5.2. Détection des anticorps spécifiques de Chlamydophila abortus : 



La technique ELISA Indirect a été utilisée pour la mise en évidence des anticorps dirigés 

contre Chlamydophila abortus. Les sérums ont été analysés avec un kit commercial du 

laboratoire ID.vet destiné au diagnostic indirect des infections causées par chlamydophila 

abortus chez les ruminants, les porcs et les chevaux.  

 

- Composition du kit 

Le kit est composé de : 

1-Microplaques: deux microplaques de 96 puits sensibilisées par des extraits antigéniques de 

chlamydophila abortus 

2-Solution de lavage : un flacon de 60 ml d’une solution de lavage concentrée 20 fois. 

3-Tampon de dilution 3: un flacon de 60 ml d’un tampon de dilution. 

4-Tampon de dilution 13: un flacon de 60 ml d’un tampon de dilution 

5-Conjugué : un flacon de 3 ml d’un conjugué concentré 10 fois. 

6-Sérum positif : un flacon de 0.5 ml contenant le sérum positif. 

7-Sérum négatif : un flacon de 1 ml contenant le sérum négatif. 

8-Solution de révélation : un flacon de 60 ml d’une solution de révélation. 

9-Solution d’arrêt : un flacon de 60 ml d’une solution d’arrêt. 

 

- Principe 

90 µl de tampon de dilution 13 ont été distribués dans chaque puits de la microplaque. 

Ensuite, 10 µl des contrôles négatifs et positifs sont rajoutés dans les puits correspondants.10 

µl de chaque sérum ont été distribués dans chacun des puits restants. Nous avons ensuite 

transféré, dans le même ordre, nos sérums dilués dans la plaque ELISA. 

Nous avons effectué une incubation pendant 45 min à 21°C.  

Entre temps, nous avons préparé la solution de lavage : après dissolution des cristaux présents 

dans la solution de lavage concentrée (x 20). Nous avons préparé une solution diluée par 

dilution au 1/20
eme

 de la solution de lavage fournie dans le kit (x20) dans de l’eau distillée.  

Nous avons ensuite procédé au lavage des plaques après 45 minutes d’incubation. L’opération 

est répétée 3 fois pour chaque plaque.  



Le conjugué est distribué ensuite en raison de 100µl dans chaque cupule y compris les 

cupules des contrôles positifs et négatifs à l’aide d’une pipette multicanaux. Le conjugué est 

fourni sous forme d’une solution concentrée 10 fois. Le conjugué x1 est obtenue par dilution 

au 1/10
eme

 du conjugué x10 avec  le tampon de dilution 3. 

Les plaques sont ensuite mises à incubation à température ambiante (21°C) pendant 30 

minutes.  Nous procédons ensuite au lavage de la même façon que la première étape (3 

lavages pour chaque cupule). 

Ensuite, 100 µl de la solution de révélation prête à l’emploi sont rajoutés dans chaque cupule 

à l’aide d’une pipette multicanaux.  

Une incubation de 15 minutes à 21°C (température ambiante du labo) est réalisée dans une 

boite métallique pour assurer l’obscurité nécessaire pour la réaction de révélation. 

Après l’incubation des plaques à l’obscurité pendant 15 minutes et sans effectuer de lavage, 

nous avons distribué 100 µl de la solution d’arrêt prête à l’emploi dans chaque cupule.  

La lecture du test a été effectuée par la mesure des densités optiques à l’aide d’un 

spectrophotomètre à une longueur d’onde de 450nm.  

 

 

 

 

6. Codage et saisie des données  

Les données collectées sur place (fiche de renseignements et questionnaires) et les résultats 

des analyses ont été saisis, au fur et à mesure de l’étude, à l’aide d’un système de gestion de 

base de données (Microsoft Excel, 2007). 

7. Analyses statistiques 

Toutes les prévalences calculées ont été estimées à 95% d’intervalle de confiance (IC à 

95%).Les différences dans les proportions ont été statistiquement analysées et comparées en 

utilisant le test exact de Fisher afin de déterminer des différences dans les prévalences entre 



les groupes. Les calcules du test exacte de Fisher ont été réalisés grâce au site 

(http://www.danielsoper.com/statcalc3/calc.aspx?id=58) avec un risque de 5%. 

Les différences dans les prévalences ont été considérées comme statistiquement significatives 

lorsque p<0,05. 

 

 

 

 

 

 

 
 

II. Résultats 

4. Enquête épidémiologique descriptive 

Le nombre d’animaux concernés par l’enquête était de 184 vaches provenant de 90 élevages 

différents distribués sur tout le territoire de la wilaya de Jijel.  

4.1.     Données concernant l’élevage  

4.1.1. Effectifs des troupeaux  

La plupart des troupeaux contenaient moins de 5 bovins par exploitation. La moyenne des 

effectifs était de 6 têtes par troupeau (Figure n°24) 



 

Figure n°24 : Effectifs des troupeaux 

4.1.2. Type d’élevage  

La majorité des élevages visités sont de type laitier producteur (53 élevage/90), les élevages 

de type allaitant familial sont aussi fréquents avec 42 élevages/90 Les élevages mixtes sont les 

moins fréquents avec 5 élevages/90 (Figure n°25). 

 

Figure n° 25: Type d’élevages 
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Sur l’ensemble des 90 exploitations visitées, 87 suivent un mode d’élevage extensif, 2 avec un 

mode d’élevage semi intensif et uniquement une seule exploitation avec le mode d’élevage 

intensif. 

 

Figure n° 26: Mode d’élevages 

 

4.1.4. Principales pathologies dans les élevages  

Parmi les pathologies rencontrées dans les exploitations bovines visitées, les troubles de la 

reproduction (avortements, retard de retour en chaleur, métrites,..) étaient les plus 

fréquemment déclarés suivis des troubles digestifs et respiratoires (Figure n°27). 
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Figure n°27 : principales pathologies déclarées dans les élevages 

 

4.2.Enquête sur les avortements  

4.2.1. Prévalence des avortements  

Dans notre échantillon de 184 vaches, 30 ont déjà subi un avortement, soit une prévalence de 

16%. Selon notre enquête, les avortements évoqués par les éleveurs apparaissaient pour la 

plupart vers le 3
ème

 tiers de la gestation (Figure n°28). 
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Figure n°28 : Répartition des avortements selon le stade de gestation 

 

Parmi les 90 fermes visitées les avortements ont été relevé dans 26 d’entres elles. Quasiment 

tous les avortements sont survenus isolément dans les troupeaux, L’enquête a montré que 

70% des cas ont touché un seul animal dans le troupeau alors que 30% ont concerné plusieurs 

animaux à la fois appartenant à la même exploitation (une prévalence de 100% a été relevée 

dans certains élevages).  

 

Figure n°29 : Répartition des avortements selon leur prévalence dans les fermes 
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4.2.2. Manifestations cliniques précédant l’avortement  

La majorité des avortements sont survenus sont aucun signe préliminaire (19/30) soit un taux 

de 63%, 6 cas ont eu une diarrhée avant l’avortement soit un taux de 20%, 3 cas ont présenté 

de la fièvre soit un taux de 10 %, dans un seul cas d’avortement, l’association diarrhée-fièvre 

a été relevée soit un taux de 3 % et enfin, des signes respiratoire ont précédé un cas 

d’avortement soit un taux de 3 % (Figure n° 30). 

 

Figure n°30 : manifestations cliniques précédant l’avortement 

 

4.2.3. Délivrance et état du fœtus après l’avortement 

La délivrance de l’avorton a été facile pour la plupart des vaches ayant avorté. Ainsi, le 

placenta a été délivré normalement pour la plupart des cas (22 cas/30 soit un taux de 73,33%), 

retenu dans 5 cas soit un taux de 16,66%, nécrosée dans 2 cas soit un taux de 6,66% et avec 

un exsudat coloré pour 1 seul cas soit un taux de 3,33%. 
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Figure n°31 : délivrance du placenta après l’avortement 

 

La majorité des avortons n’ont présenté aucune anomalie apparente après expulsion (46%). 

Les œdèmes fœtaux ont été les plus fréquents des malformations observées lors des 

avortements enregistrés (23%), suivis par des avortons (17%) et enfin viennent en dernier les 

avortons emphysémateux et mal formés avec 7% pour chaque cas (Figure n°32) 

 

Figure n°32 : État des avortons après expulsion 
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5. Étude de la séroprévalence de l’infection par Chlamydophila abortus, par 

Coxiella burnetii et de la co-infection par les deux pathogènes en utilisant 

la technique ELISA (Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay)  

 

5.1. Séroprévalence de l’infection par Chlamydophila abortus  

5.1.1. Au niveau individuel 

Parmi les 184 bovins testés sérologiquement, 2se sont montrés positifs par analyse la méthode 

ELISA indirect correspondant à une séroprévalence globale de 1,08 % (IC 95% 0% - 2%). 

(Tableau n°7). 

Tableau n°7: séroprévalence  de Chlamydophila abortus au niveau individuel 

Bovin 

 

prélevés Positifs Négatifs Séroprévalence (IC 95%) (%) 

184 2 182 1,08%(0% - 2%) 

 

 

 

Figure n°33 : séroprévalence de Chlamydophila abortus 
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5.1.2.  Au niveau troupeau 

Parmi les 90 exploitations prélevées, deux fermes bovines situées dans deux communes 

différentes (Texanna et Ouled adjoul) se sont révélées positives (donc les 2 vaches 

séropositives n’appartenaient pas à la même ferme). Ceci correspond à une séroprévalence 

troupeau de 2,22%  (IC 95% 0% - 4%) (Tableau n°8). 

Tableau n° 8 : séroprévalence de Chlamydophila abortus au niveau troupeau 

 

Troupeaux 

 

prélevés Positifs Négatifs Séroprévalence (IC 95%) (%) 

90 2 88 2,22%(0% - 4%) 

 

 

5.1.3.  Étude des facteurs de risque 

Cette étude, basée sur les résultats de l’étude de  la séroprévalence, nous a permis d’identifier 

les facteurs qui semblent augmenter le risque de la séropositivité vis-à-vis de Chlamydophila 

abortus. 

5.1.3.1. Le facteur âge  

L’âge des bovins testés varie de 3 à 14 ans. Le tableau suivant résume les prévalences 

sérologiques vis-à-vis Chlamydophila abortus en fonction de l’âge des animaux. 

Tableau n°9 : Séroprévalence de Chlamydophila abortus en fonction de la classe d’âge 

des animaux 

Facteur  Classe d’âge Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Age (an) 

<5ans 1 84 85 1,17% 

0,99 NS 5-10ans 1 86 87 1,14% 

>10ans 0 12 12 0% 

Total   2 182 184    

 

Le test statistique de Fisher exact indique que le facteur âge testé ne s’est pas révélé 

significativement associé à la séropositivité de Chlamydophila abortus (p>0,05). 

 

5.1.3.2. Le facteur race  



Les races des bovins testés variaient entre 3 catégories, locales, croisées et modernes. Le 

tableau suivant résume les prévalences sérologiques vis-à-vis Chlamydophila abortus en 

fonction des races bovines. 

Tableau n°10 : Séroprévalence de Chlamydophila abortus en fonction de la race des 

animaux 

Facteur  Catégorie  Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion  

Race 

croisée 1 18 19 5,26% 

0,09 NS locale 0 88 88 0 % 

moderne 1 76 76 1,31% 

Total   2 182 184    

 

Le test exact de Fisher mis en œuvre pour chercher l’existence d’une éventuelle relation  

statistiquement significative entre la sérologie de l’animal et sa race a donné un P-

value=0.096. Le P étant supérieur à 0.05 la dépendance des deux variables est affirmée. 

L’hypothèse : ―le statut sérologique de l’animal vis-à-vis Chlamydophila abortus est en 

relation avec sa race‖ est rejetée. 

5.1.3.3.Le facteur état d’embonpoint 

L’état d’embonpoint des bovins testés varie entre bon et moyen. Le tableau suivant résume les 

prévalences sérologiques vis-à-vis Chlamydophila abortus en fonction de leur état 

d’embonpoint. 

Tableau n°11 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de 

l’état d’embonpoint 

Facteur Catégorie  Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
          
Conclusion  

Race 
bon 2 129 131 1.52% 

0,09 NS 
moyen 0 53 53 0 % 

Total  2 182 184    

 

Le test de Fisher exact mis en œuvre pour chercher l’existence d’une éventuelle relation  

statistiquement significative entre la sérologie de l’animal et son état d’embonpoint a donné 

un P-value=0.096.  



Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance des deux variables est confirmée. L’hypothèse : 

―le statut sérologique de l’animal vis-à-vis Chlamydophila abortus est en relation avec son 

état d’embonpoint‖ est rejetée.  

5.1.3.4. Facteur nombre de gestations 

Dans notre enquête, le nombre de gestation des vaches testées variait entre 1 et 10 gestations. 

Le tableau suivant reprend les séroprévalences obtenues vis-à-vis de Chlamydophila abortus 

en fonction du nombre de gestation de l’animal (regroupées en 3 classes). 

Tableau n°12 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de nombre 

du nombre de gestation 

Facteur Catégorie Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Nombre de 
portée 

1-4 2 145 147 1,36% 

0,99 NS 4-8 0 33 33 0 % 

>8 0 4 4 0% 

Total  2 182 184    

 

Le test exact de Fisher a donné une P-value=0.99. Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance 

des deux variables « nombre de gestations » et « sérologie Chlamydophila abortus » est 

confirmée. L’hypothèse: ―la relation entre le statut sérologique de l’animal vis-à-vis 

Chlamydophila abortus et le nombre de gestation‖ est rejetée.  

5.1.3.5. Le facteur entretien et hygiène de l’exploitation  

L’état d’entretien et d’hygiène des exploitations concernées par notre enquête varie entre le 

bon, le moyen et le mauvais.  

Le tableau suivant résume les séroprévalences obtenues vis-à-vis de Chlamydophila abortus 

en fonction de l’état d’entretien et d’hygiène de l’exploitation. 

Tableau n°13 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de l’état 

d’entretien et d’hygiène des exploitations 

Facteur Catégorie Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

État 

d’entretien 

bon 2 76 78 2,56% 

0,23 NS moyen 0 100 100 0 % 

mauvais 0 6 6 0% 

Total  2 182 184    



Le test exact de Fisher a donné une P-value=0.23. Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance 

des deux variables (sérologie Chlamydophila abortus et état d’entretien et d’hygiène de 

l’exploitation) est confirmée. L’hypothèse : ―la relation entre le statut sérologique de l’animal 

vis-à-vis Chlamydophila abortus et l’état d’hygiène et d’entretien de l’exploitation‖ est 

rejetée.  

5.1.3.6. Le facteur saison  

Nos prélèvements ont été effectués au courant d’une année. Par conséquent, les quatre saisons 

ont été impliquées dans nos prélèvements. Le tableau suivant reprend les séroprévalences 

obtenues vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de la saison. 

Tableau n°14 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de la 

saison 

Facteur  Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Saison 

Hiver 0 72 72 0% 

0,21 NS Printemps 1 68 69 1,44% 

Été 1 14 15 6,66% 

Automne 0 28 28 0%   

Total  2 182 184    

 

Le test exact de Fisher a donné une P-value=0.21. Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance 

des deux variables (sérologie Chlamydophila abortus et la saison) est confirmée. L’hypothèse 

: ―le statut sérologique de l’animal vis-à-vis Chlamydophila abortus est en relation avec la 

saison ‖ est rejetée. 

5.1.3.7.Le facteur altitude 

Les animaux testés appartiennent à différentes communes (n=28) de la wilaya. Le tableau 

suivant résume les séroprévalences vis-à-vis Chlamydophila abortus en fonction de l’altitude. 

Tableau n°15 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus en fonction de 

l’altitude de l’exploitation 

Facteur  Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Latitude 

10-400 m 0 100 100 0% 

0,05 NS 400-800 m 1 71 72 1,38% 

>800 m 1 11 12 9,09% 

Total  2 182 184    



Le test exact de Fisher a donné une P-value=0.05. Le P étant égale à 0.05 la dépendance des 

deux variables (sérologie Chlamydophila abortus et l’altitude) n’est pas prouvée. 

L’hypothèse: ―le statut sérologique de l’animal vis-à-vis Chlamydophila abortus est en 

relation avec l’altitude ‖ est rejetée.  

 

2.2. Séroprévalence de l’infection par Coxiella burnetii  

2.2.1. Au niveau individuel 

Parmi les 184 bovins testés sérologiquement, 29 se sont montrés positifs par analyse la 

technique ELISA indirect, correspondant à une séroprévalence globale de 15.76 % (IC 95% 

9,73% - 20.26%) (Tableau n°16). 

Tableau n°16: séroprévalence  de Coxiella burnetii au niveau individuel 

Bovins 

 

prélevés Positifs Négatifs Séroprévalence (IC 95%) (%) 

184 29 155 15.76 % (IC 95% 9.73% - 20.26%) 

 

 

 

Figure n°34 : séroprévalence de Coxiella burnetii 
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Parmi les 90 exploitations prélevées, 18 fermes bovines situées dans 16 communes différentes 

se sont révélées positives. Ceci correspond à une séroprévalence troupeau de 20% (IC 95% 

11.74% - 28.26%) (Tableau n°17). 

Tableau n° 17 : séroprévalence de Coxiella burnetii au niveau troupeau 

Troupeaux 

 

prélevés Positifs Négatifs Séroprévalence (IC 95%) (%) 

90 16 74 20% (IC 95% 11.74% - 28.26%) 

 

2.2.3.  Étude des facteurs de risque 

Cette étude, basée sur les résultats de l’étude de  la séroprévalence, nous a permis d’identifier 

les facteurs qui semblent augmenter le risque de la séropositivité vis-à-vis de Coxiella 

burnetii. 

2.2.3.1. Le facteur âge  

L’âge des bovins testés varie de 3 à 14 ans. Le tableau suivant résume les prévalences 

sérologiques vis-à-vis Coxiella burnetii en fonction de l’âge des animaux (tableau n°18). 

Tableau n°18 : Séroprévalence de Coxiella burnetii en fonction de la classe d’âge des 

animaux 

Facteur  Classe d’âge Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Age (an) 

<5ans 12 71 83 14,45% 

0,71 NS 5-10ans 16 72 88 18,18% 

>10ans 0 11 11 0% 

Total   29 155 184    

 

Au risque de 5% le test exact de Fisher donne un P-value=0.71. Le P>0.05 ce qui indique que 

l’hypothèse reliant le facteur âge et l’infection par Coxiella burnetii est rejetée. 

2.2.3.2. Le facteur race  

Le tableau suivant résume les prévalences sérologiques vis-à-vis Coxiella burnetii en fonction 

des races bovines. 

 

Tableau n°19 : Séroprévalence de Coxiella burnetii en fonction de la race des animaux 

Facteur  Catégorie  Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
        
Conclusion  



Race 

croisée 3 16 19 15,78% 

0,99 NS locale 14 75 89 15,73% 

moderne 12 64 76 15,78% 

Total  29 155 184    

 

Le test exact de Fisher a donné un P-value=0,99. Le P étant supérieur à 0.05 la dépendance 

des deux variables est affirmée. L’hypothèse : ―le statut sérologique de l’animal vis-à-vis 

Coxiella burnetii est en relation avec sa race‖ est rejetée. 

2.2.3.3.Le facteur état d’embonpoint 

Le tableau suivant résume les prévalences sérologiques vis-à-vis Coxiella burnetii en fonction 

de l’état d’embonpoint des animaux. 

Tableau n°20 : séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii en fonction de l’état 

d’embonpoint 

Facteur Catégorie  Positif Négatif  Total  
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
          
Conclusion  

Race 
bon 15 117 132 11,36% 

0,99 NS 
moyen 14 38 52 26,92 % 

Total  29 155 184    

 

Le test exact de Fisher a donné un P-value=0.99. Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance 

des deux variables est confirmée.  

2.2.3.4.Facteur nombre de gestations 

Le tableau suivant reprend les séroprévalences obtenues vis-à-vis de Coxiella burnetii en 

fonction du nombre de gestation de l’animal (regroupées en 3 classes). 

Tableau n°21 : séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii en fonction de nombre du 

nombre de gestation 

Facteur Catégorie Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Nombre de 
portée 

1-4 24 124 148 16,21% 

0,99 NS 4-8 5 28 33 15,15 % 

>8 0 3 3 0% 

Total  29 155 184    

 

Le test exact de Fisher a donné une P-value=1.  Le P étant supérieur à 0.05 l’indépendance 

des deux variables « nombre de gestations » et « sérologie Coxiella burnetii » est confirmée. 



L’hypothèse: ―la relation entre le statut sérologique de l’animal vis-à-vis Coxiella burnetii et 

le nombre de gestation‖ est rejetée.  

2.2.3.5. Le facteur entretien et hygiène de l’exploitation  

Le tableau suivant résume les séroprévalences obtenues vis-à-vis de Coxiella burnetii en 

fonction de l’état d’entretien et d’hygiène de l’exploitation. 

Tableau n°22 : séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii en fonction de l’état 

d’entretien et d’hygiène des exploitations 

Facteur Catégorie Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

État 
d’entretien 

bon 11 67 78 14,10% 

0,73 NS moyen 17 84 101 16,83 % 

mauvais 1 4 5 20% 

Total  29 155 184    

 

Au risque de 5% le test exact de Fisher donne un P-value=0.73. Étant supérieur à 0.05, le test 

exact de Fisher indique que les deux variables « entretien et hygiène de l’exploitation» et 

« sérologie Coxiella burnetii» ne présentent aucune différence statistiquement significative. 

L’hypothèse de la relation entre les deux variables est rejetée. 

2.2.3.6.Le facteur saison  

Le tableau suivant reprend les séroprévalences obtenues vis-à-vis de Chlamydophila abortus 

en fonction de la saison. 

Tableau n°23 : séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii en fonction de la saison 

Facteur  Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Saison 

Hiver 8 64 72 11,11% 

0,08 NS Printemps 10 59 69 14,49% 

Été 6 10 16 37,5% 

Automne 5 22 27 18,51%   

Total  29 155 184    

 

Au risque de 5% le test exact de Fisher donne un P-value=0.08. Étant supérieur à 0.05, le test 

exact de Fisher indique que les deux variables « sérologie Coxiella burnetii» et « mois du 

prélèvement» ne présentent aucune différence statistiquement significative. L’hypothèse de la 

relation entre les deux variables est rejetée. 



2.2.3.7. Le facteur altitude 

Le tableau suivant résume les séroprévalences vis-à-vis Coxiella burnetii en fonction de la 

latitude. 

Tableau n°24 : séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii en fonction de l’altitude de 

l’exploitation 

Facteur  Positif Négatif Total 
séroprévalence Fisher exact 

(p) 
Conclusion 

Latitude 

10-400 m 12 88 100 12% 

0,005 S 400-800 m 11 62 73 15,06% 

>800 m 6 5 11 54,54% 

Total  29 155 184    

 

Au risque de 5% le test exact de Fisher donne un P-value=0.005. Étant inferieur à 0.05, le test 

exact de Fisher indique que les deux variables «sérologies Coxiella burnetii» et « latitude» 

présentent des différences statistiquement significatives ce qui confirme leur dépendance. 

 

2.3. Séroprévalence de la co-infection par Chlamydophila abortus-Coxiella 

burnetii  

Sur les 184 bovins analysés, seul un animal a présenté une infection mixte. En effet, chez ce 

dernier nous avons mis en évidence des anticorps dirigés contre Chlamydophila abortus et 

ceux dirigés contre Coxiella burnetii ce qui représente une prévalence de 0.54% (IC 95% 0%-

1%) (figure n°35). 

 



 

Figure n° 37 : séroprévalence vis-à-vis de Chlamydophila abortus, de Coxiella burnetii et 

de la co-infection par les deux pathogènes 
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Le tableau suivant résume les résultats de séroprévalence obtenus pour Coxiella burnetii et 

Chlamydophila abortus dans les différentes communes. 

Tableau n°25 : répartition des séroprévalence obtenus par commune 

Commune Effectif 

testé 

Chlamydophila abortus Coxiella burnetii 

Positifs Négatifs % Positifs Négatifs % 

EL OUANA 9 0 9 0 0 9 0 

SELMA 3 0 3 0 0 3 0 

Z-MANSOURIAH 4 0 4 0 0 4 0 

ERRAGUENE 5 0 5 0 0 5 0 

JIJEL 7 0 7 0 2 5 28,57 

KAOUS 7 0 7 0 0 7 0 

EMIR ABDELKADER 7 0 7 0 0 7 0 

TEXANNA 4 0 4 0 2 2 050 

DJIMLA 3 0 3 0 2 1 66,66 

BENI YADJIS 3 0 3 0 2 1 66,66 
TAHER 13 0 13 0 3 10 23,07 

OUDJANA 7 1 6 14,2

8 

1 6 14,28 

CHAHNA 6 0 6 0 0 6 0 

CHAKFA 12 0 12 0 0 12 0 

BOURDJ-THAR 4 0 4 0 1 3 25 

OULED ESKEUR 5 0 5 0 0 5 0 

SIDI ABDElAZIZ 2 0 2 0 0 2 0 

EL KENNAR 2 0 2 0 0 2 0 

BENI HBIBI 4 0 4 0 1 3 25 

EL ANCER 8 0 8 0 1 7 12,5 

OULED ADJOUL 9 1 8 11,1

1 

2 7 22,22 

BELHADEF 11 0 11 0 2 9 18,18 

EL MILIA 9 0 9 0 1 8 11,11 

SETTARA 9 0 9 0 3 6 33,33 

OULED YAHIA 6 0 6 0 1 5 16,66 

SIDI MAROUF 8 0 8 0 3 5 37,5 

OULED RABAH 8 0 8 0 1 7 12,5 

GUEBALA 9 0 9 0 1 8 11,11 

Total 184 2 182  29 155  

 

 

 



Le tableau ci après reprend toutes les données récoltées sur la seule vache présentant une co-

infection par Chlamydophila abortus et de Coxiella burnetii. 

 

Tableau n°26 : résumé des informations concernant l’animal présentant une 

double infection Chlamydophila abortus-Coxiella burnetii 

Données sur l’animal Données sur l’exploitation 

Race Age Etat 

d’embonpoint 

Avortement Latitude Entretien et 

hygiène 

Type et mode 

d’élevage 

Montbéliarde 5ans bon 

 

Non 

 

890m Bon 

 

Extensif 

allaitant 

familiale 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



6. Étude épidémiologique de type cas-témoin 

Les fermes qui ont connu des épisodes d’avortement sont considérées comme des fermes cas 

et les autres comme des fermes témoins. 

Nous avons calculé l’association entre l’exposition à Chlamydophila abortus et/ou Coxiella 

burnetii et le fait d’observer des avortements dans la ferme. 

 

6.1.Étude de l’association entre Chlamydophila abortus et les avortements 

Sur le plan individuel pour Chlamydophila abortus, le calcul de l’Odds Ratio a révélé une 

valeur de 0  (tableau n°27).  L’analyse du tableau montre un taux d’exposition de  0% pour les 

animaux qui ont avorté, aucun des deux animaux séropositifs à Chlamydophila abortus n’a 

avorté auparavant. Dans le groupe témoin, ce taux n’est que de 1 %, donc parmi les animaux 

qui n’ont jamais avorté 1% était séropositif à cette bactérie.  

En conséquence, il n’y a pas d’association entre le fait d’avoir des bovins séropositifs à 

Chlamydophila abortus dans une ferme et le fait d’y rencontrer des avortements. 

 

Tableau n°27 : Cas-témoin en fonction des résultats sérologiques à Chlamydophila 

abortus 

 

 

 

 

Sérologie vis-à-

vis de 

Chlamydophila 

abortus 

Animaux Animaux ayant 

avorté 

Animaux n’ayant pas 

avorté 

Total 

Positifs 0 2 2 

 

Négatifs 30 152  

182 

Total 30 154  

184 

Taux 

d’exposition 

0%  

1% 

 

Odd 

d’exposition 

 

0% 1%  

Odds Ratio 0  

 

 

 

 

6.2.Étude de l’association entre Chlamydophila abortus et divers troubles de 

reproduction relevés dans les exploitations  



Sur 59 animaux ayant déjà présenté divers troubles de reproduction, aucun n’a montré une 

réponse sérologie positive vis-à vis de Chlamydophila abortus (tableau n°28) 

Tableau n°28: relation entre sérologie vis-à-vis Chlamydophila abortus et troubles de 

reproduction 

 

 

 

 

Sérologie vis-

à-vis de 

Chlamydophila 

abortus 

Animaux Animaux ayant des 

troubles de 

reproduction 

Animaux n’ayant pas 

de troubles de 

reproduction 

Total 

Positifs 0 2 2 

 

Négatifs 59 123  

182 

Total 59 125  

184 

Taux 

d’exposition 

0%                 1,6%  

Odd 0% 1%  

Odds Ratio 0  

 

Sur le plan individuel pour Chlamydophila abortus, le calcul de l’Odds Ratio a révélé une 

valeur de 0  (tableau n°25).  L’analyse du tableau montre un taux d’exposition de 0 % pour les 

animaux atteints de troubles de reproduction ce qui signifie qu’aucun animal souffrant de 

troubles de la reproduction ne s’est montré séropositif vis-à-vis de cette bactérie. Dans le 

groupe témoin, ce taux n’est que de 1,6%. En conséquence, il n’y a pas d’association entre le 

fait d’avoir des bovins séropositifs à Chlamydophila abortus et le fait d’y rencontrer des 

troubles de reproduction chez l’animal. 

 

6.3.Étude de l’association entre Coxiella burnetii et les avortements  

Sur le plan individuel pour Coxiella burnetii, l’étude cas-témoin montre un taux d’exposition 

de 25% pour les animaux qui ont avorté comparativement à 17% pour les animaux n’ayant 

jamais avorté. Cependant, le calcul de l’Odds Ratio a révélé une valeur de 1,42. Cependant, 

cette valeur n’est pas significativement différente de 1 (p=0,4).En conséquence, il n’y a pas 

d’association entre le fait d’avoir des bovins séropositifs à Coxiella burnetii dans une ferme 

et le fait d’y rencontrer des avortements (tableau n°29). 

 

Tableau n°29: Cas-témoin en fonction des résultats sérologiques à Coxiella burnetii 

 



 

 

 

 

Sérologie vis-

à-vis de 

Coxiella 

burnetii 

Animaux Animaux 

ayant avorté 

Animaux n’ayant pas 

avorté 

Total 

Positifs 6 23 29 

 

Négatifs 24 131  

155 

Total 30 154  

184 

Taux d’exposition 25%  

17% 

 

Odds 

 

0,2 0,1  

Odds Ratio (IC 95%) 1,42 (0.52-3.86) p =0,4 NS  

 

 

6.4. Étude de l’association entre Coxiella burnetii et divers troubles de reproduction 

relevés dans les exploitations  

Sur 59 animaux ayant déjà présenté divers troubles de reproduction, aucun n’a montré une 

réponse sérologie positive vis-à vis de Coxiella burnetii. 

Tableau n°30: relation entre sérologie vis-à-vis Coxiella burnetii et troubles de 

reproduction 

 

 

 

 

Sérologie 

vis-à-vis de 

Coxiella 

burnetii 

Animaux Animaux ayant des 

troubles de 

reproduction 

Animaux n’ayant pas 

de troubles de 

reproduction 

Total 

Positifs 9 20 29 

 

Négatifs 50 105  

155 

Total 59 125  

184 

Taux 

d’exposition 

18%  

19% 

 

Odd 

 

0,1 0,16  

Odds Ratio 0,9(0,40- 2.22)  p=0,8   NS  

 

Sur le plan individuel pour Coxiella burnetii, le calcul de l’Odds Ratio a révélé une valeur de 

0,9 (tableau n°42). Cependant, cette valeur n’est pas significativement différente de 1 (p=0,8).  

L’analyse du tableau montre un taux d’exposition de 18% pour les animaux atteints de 

troubles de reproduction. Dans le groupe témoin, ce taux est de 19%. 



 En conséquence, il n’y a pas d’association entre le fait d’avoir des bovins séropositifs à 

Coxiella burnetii et le fait d’y rencontrer des troubles de reproduction chez l’animal. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

Discussion 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La fièvre Q et la chlamydophilose abortive sont deux maladies atteignant toutes les espèces 

animales ainsi que l’être humain. Chez les bovins, ces deux pathologies sont souvent sous 



estimées à cause de la forme sub-clinique dominante. La fréquence de ces deux maladies 

dépend de certains facteurs de risque relatif à l’animal et son environnement. 

Chlamydophila abortus, agent de la chlamydophilose abortive et Coxiella burnetii, agent de la 

fièvre Q, sont reconnues comme des agents responsables des troubles de la reproduction et 

d’avortements chez les ruminants (To et al., 1998 ; Longbottom et Coulter, 2003 ; Godin et 

al., 2008 ; Petit et al., 2008 ; Agerholm, 2013). L’importance de ce rôle a déjà fait l’objet de 

plusieurs études chez les bovins, dont certaines l’ont considéré comme important et d’autres 

l’ont considéré comme négligeable (Petit et al., 2008 ; Agerholm, 2013). 

Notre travail avait comme but d’estimer la prévalence de ces deux pathologies en élevage 

bovin dans la région de Jijel par la réalisation d’une enquête séroépidémiologique, d’étudier 

l’influence de certains facteurs de risque sur l’apparition de ces maladies et d’étudier la 

relation entre la survenue d’avortements et de troubles de reproduction et l’atteinte par la 

fièvre Q ou la chlamydophilose abortive.  

Pour cela, on a réalisé une enquête séroépidémiologique transversale sur 184 vaches choisies 

au hasard parmi la population bovine totale de la wilaya de Jijel ce qui a représenté un 

pourcentage de 0.21% provenant de 90 élevages différents. La taille de notre échantillon était 

en fonction de nos moyens financiers.  

La sélection de notre échantillon a été réalisée au hasard à l’aide d’une carte géographique de 

façon à couvrir tout le territoire de la région et d’avoir un échantillon considéré comme 

représentatif de la population bovine de la wilaya de Jijel. 

Les informations épidémiologiques concernant l’animal et son entourage ont été collectées 

grâce à un questionnaire rempli au moment du prélèvement. Ces informations collectées ont 

été organisées et analysées ultérieurement.    

Les sérums prélevés ont été analysés par la méthode ELISA indirecte à la recherche 

d’anticorps indiquant l’infection des animaux par Coxiella burnetii, agent de la fièvre Q et/ou 

Chlamydophila abortus, agent de la chlamydophilose abortive. 

Le choix de la méthode d’analyse a été fait par rapport aux avantages de la technique. La 

méthode ELISA, technique immunoenzymatique, est reconnue comme étant plus sensible et 

plus spécifique que l’immunofixation du complément (technique adoptée par l’OIE pour le 

dépistage des deux pathologies) (Waag et al., 1995 ; Fournier et al., 1998).  



La PCR est considérée comme une méthode hautement sensible et hautement spécifique mais 

très onéreuse par rapport à la technique ELISA, en plus, Coxiella burnetii et Chlamydophila 

abortus ont la caractéristique d’être secrétées par plusieurs voie vaginale, urines, fèces, 

sperme, lait…etc.) et d’une façon intermittente pour certaines donc le diagnostic par la 

méthode PCR nécessite la réalisation de plusieurs échantillons (lait, sécrétions vaginales, 

placentas en cas d’avortement) ce qui augmente considérablement le cout de l’analyse.  

1. Enquête séroépidémiologique 

1.1. Enquête épidémiologique descriptive 

Avec prés de 90000 têtes ce qui représente prés de 6% du cheptel bovin national, la région de 

Jijel est considéré comme l’une des régions d’Algérie la plus riche en élevages bovins 

(Nadjraoui, 2001).  

D’après notre enquête, le mode extensif est quasi dominant en élevage bovin dans la région de 

Jijel. La plupart des troupeaux contenaient moins de 5 bovins par exploitation et ceci avec une 

majorité de type laitiers producteurs. 

Les pathologies de la reproduction incluant les avortements, les métrites, l’infertilité et les 

mises bas prématurées constituent les maladies les plus fréquentes en élevage bovin à Jijel 

selon notre enquête, suivies des troubles digestifs et respiratoires. Ces résultats de l’enquête 

reflètent l’importance qu’accordent les éleveurs aux performances de reproduction chez les 

animaux d’élevage et chez les bovins en particulier.  

Les troubles de la reproduction et l'infertilité sont les principales causes de l'abattage dans les 

troupeaux laitiers (Godin et al., 2008). Les pathologies digestives et surtout respiratoires sont 

généralement peu constatées par l’éleveur alors que les troubles de reproduction, surtout en 

élevage laitier producteur, constituent un problème sérieux et une perte économique 

considérable. 

Dans notre échantillon de 184 vaches, 30 vaches ont connu au moins un avortement au cours 

de leur vie ce qui représente une prévalence de 16%. Ce taux est considéré comme important 

par rapport à celui rapporté par  Benallou et ses collaborateurs dans la région de Tiaret en 

2011 (9 à 12 %) (Benallou et al., 2011).  

En France, Gares a reporté un taux d’avortement de 5.3% en 2003 (GARES, 2003). Selon 

Murray, le taux annuel d’avortement considéré généralement comme acceptable en élevage 



bovin laitier est inférieur à 5% (Murray et al., 1998). En Algérie, On ne dispose pas 

malheureusement de statistiques officiels sur les avortements chez les bovins et même chez 

les autres espèces animales ce qui  nous ne permet pas de comparer nos résultats.  

La prévalence troupeau des avortements était de 29%. Parmi ceux là, 30% d’entre eux ont 

connu des avortements multiples touchant plusieurs vaches dans la même exploitation et 

durant la même période avec une prévalence de 100% pour certains. Ces résultats ne sont pas 

comparables à d’autres à cause de manque d’information sur le taux d’avortement annuel.  

Les avortements ont été constatés pour la plupart au cours du 3
eme

 tiers de gestation, ceci 

laisse  supposer que les avortements survenus au cours du premier tiers de gestation passent 

souvent inaperçus à cause des manifestations cliniques souvent discrètes. Ces avortements 

sont souvent à l’origine de troubles de reproduction (métrites, infertilité, allongement de 

l’intervalle vêlage-vêlage) que l’éleveur et le vétérinaire praticien n’arrivent pas à déterminer 

la cause. 

Les signes préliminaires d’avortement n’ont pas été détectés dans la majorité des cas. La 

diarrhée, la fièvre, l’association diarrhée-fièvre et les symptômes respiratoires sont 

respectivement les signes préliminaires d’avortements détectés par les éleveurs. Les 

symptômes comme la fièvre et les troubles respiratoires ne sont pas facilement détectés par un 

simple éleveur surtout en absence de suivis réguliers par un vétérinaire praticien. La 

délivrance des fœtus et des placentas était normale dans la plupart des cas. Les malformations 

fœtales ainsi que les lésions placentaires sont très rares.  

1.2.Résultats sérologiques 

1.2.1. Séroprévalence Chlamydophila abortus 

L’analyse ELISA indirecte a révélé la séropositivité de 2 bovins sur les 184 testés ce qui 

représente une séroprévalence individuelle de 1,8% (IC 95% : 0-2%).Les deux séropositifs 

appartenaient à deux fermes différentes situées dans deux communes différentes. La 

séroprévalence troupeau est estimée à 2,22 (IC 95% : 0- 4%). 

La chlamydophilose abortive ou bien l’avortement épizootique des bovins est bien présente 

chez les bovins de la région de Jijel comme partout dans le monde. Par comparaison avec 

d’autres études réalisées sur des bovins en Algérie, notre résultat est assez proche de celui 

retrouvé par Dechicha et son équipe en 2009, la séroprévalence individuelle de 



Chlamydophila abortus était estimé à 3,2% chez les vaches laitières de la région de Blida 

(Dechicha et al., 2009). 

En comparant nos résultats avec ceux rapportés ailleurs dans le monde, on remarque que la 

séroprévalence de Chlamydophila abortus retrouvé chez les vaches dans notre région est 

assez faible. Les études ont estimé une prévalence de 2,3% au Togo (Akakpo  et  al., 1994), 

11.2% en Zambie (Ghirotti et al.,1991), 7.1%  en Slovénie (Lisak et al., 1989), 19,9% en 

Jordanie (Talafha et al., 2012) et 24% en Italie (Cavirani et al., 2001). 

Les résultats sérologiques des Chlamydophila s’influencent beaucoup par le test utilisé du fait 

des réactions croisées très fréquentes entre les différentes espèces en particulier entre 

Chlamydophila pecorum et Chlamydophila abortus lors d’utilisation de test à base d’antigène 

commun ce qui induit l’obtention des prévalences exagérées avec nombreux faux positifs 

(Salinas et al., 2008). Le diagnostic sérologique traditionnel basé sur les corps bactériens 

entiers (FC ou ELISA) manque de spécificité du fait de réactions croisées avec le LPS de 

chlamydophila pecorum (Travnicek et al., 2002 ; McCauley et al., 2007 ; Vretou et al., 2007).  

Le test ELISA qu’on a utilisé est basé sur un antigène synthétique issu de la Momp (majeur 

outer membrane protéine) présentant une spécificité pour chlamydophila abortus ce qui écarte 

les résultats faux positifs et augmentent largement la fiabilité de nos résultats. 

1.2.2. Séroprévalence Coxiella burnetii 

L’analyse ELISA indirect a révélé la séropositivité de 29 bovins sur les 184 testés ce qui 

représente une séroprévalence individuelle de 15,76% (IC 95%: 9,73-20,26%). La 

séroprévalence troupeau est estimé à 20% (IC 95%: 11,74- 28,26%). Les bovins séropositifs 

appartiennent à 18 fermes réparties sur 16 communes différentes. 

Nos résultats confirment la présence de la fièvre Q chez les bovins de la région de Jijel. En 

comparant nos résultats avec des études antérieures réalisées en Algérie, on constate une 

hétérogénécité entre les différentes études. Dechicha et ses collaborateurs ont relevé une 

prévalence de 29% chez les vaches laitières de la région de Blida en 2009 (Dechicha et al., 

2009) par contre Boudjmaa a relevé une prévalence de 5,92% dans la région de Annaba et El 

Tarf en 1987 (Boudjmaa, 1987). Si on considère que la prévalence de la fièvre Q bovine en 

Algérie appartient à un intervalle de 5,92 à 29%, la prévalence retrouvée dans la région de 

Jijel se situe au milieu de cet intervalle approximativement.  



Cette hétérogénécité des résultats peut être l’effet de la localisation de la région d’étude, du 

protocole d’échantillonnage ou même du test utilisé. 

Dans les autres régions du monde, les prévalences de Coxiella burnetii chez les bovins sont 

aussi hétérogènes qu’en Algérie. Au Canada, Lang a estimé une prévalence de 67% (Lang, 

1988). Au pays bas, Guatteo l’a estimé entre 20 et 37.7% (Guatteo et al., 2011). En Corée du 

sud, Kim et ses collaborateur l’ont estimé à 25,6% (Kim et al., 2006) et en Allemagne, Mc 

Caughey et ses collaborateurs l’ont estimé à 6,2% chez les troupeaux laitiers (McCaughey et 

al., 2010). 

La grande hétérogénécité des résultats pour la séroprévalence de la fièvre Q chez les bovins et 

les ruminants domestiques en général reste inexplicable. 

1.2.3. Séroprévalence de la co-infection par Chlamydophila abortus-Coxiella burnetii  

La co-infection par Chlamydophila abortus et Coxiella burnetii a été détectée chez un seul 

animal des 184 bovins testés ce qui représente une prévalence globale de 0.54%, 1/2 pour 

Chlamydophila abortus et 1/29 pour Coxiella burnetii. 

Cette co-infection est jugée comme importante par rapport aux prévalences des deux agents 

pathogènes séparés. La co-infection de Chlamydophila abortus et Coxiella burnetii a déjà été 

rapportée par Berri et ses collaborateurs à une prévalence de 0,04% (Berri et al., 2009). 

 

2. Etude des facteurs de risque 

L’étude des facteurs de risque a comme but d’exploiter la relation liant l’infection par 

Coxiella burnetii et/ou Chlamydophila abortus aux différents facteurs intrinsèques ou 

extrinsèques à la recherche d’une éventuelle influence de ces facteurs sur la séropositivité vis-

à-vis de l’un ou des deux agents pathogènes étudiés. 

Cette étude a été réalisée grâce à un test statistique approprié pour ce genre d’étude qui est le 

test exact de Fisher à un risque admis de 5%. 

Les facteurs étudiés sont ceux que nous avons jugés important soit par rapport à des études 

précédentes ou par rapport à nos constats après l’analyse de nos résultats. 

 

2.1.Le facteur âge  



Notre échantillon était composé d’animaux appartenant à différentes classes d’âge. La 

séroprévalence de Chlamydophila abortus en fonction de l’âge de l’animal était presque 

équivalente entre les différentes classes d’âge. Le test exacte de Fisher n’a pas révélé 

l’existence d’une relation reliant la séropositivité vis-à-vis Chlamydophila abortus et l’âge de 

l’animal.  

Certaines études ont mis en évidence une relation reliant l’âge de l’animal à la séropositivité 

vis-à-vis Chlamydophila abortus. Talafha et son équipe en Jordanie ont constaté que la 

séropositivité augmente chez les animaux âgés entre 2-6 ans et entre 8-10ans (Talafha et al., 

2012). Jee et ses collaborateurs ont constaté que la prévalence de la maladie est plus fréquente 

chez les veaux de moins de deux ans que chez les adultes (Jee et al., 2004).  

Dans notre enquête, on a visé les femelles reproductives de plus 3ans d’âge car notre but était 

d’établir une relation entre l’infection par Chlamydophila abortus-Coxiella burnetii et la 

diminution des performances de reproduction chez ces animaux. 

La séroprévalence de Coxiella burnetii en fonction de l’âge de l’animal était homogène entre 

les deux classes d’âge (de 3 ans à 10 ans), cette dernière était par contre quasiment nulle chez 

les bovins de 10 ans d’âge. Le test de Fisher n’a révélé l’existence d’aucune relation entre la 

séropositivité vis-à-vis de Coxiella burnetii et l’âge des animaux.  

Selon Tissot-Dupont et Raoult, les jeunes bovins sont les plus susceptibles d’attraper la fièvre 

Q du fait de leur système immunitaire peu développé (Tissot-Dupont et Raoult, 1993). 

Certaines études ont confirmé la prédominance de l’infection chez les femelles âgées. D’après 

McCaughey et ses collaborateurs, la chance de contracter la fièvre Q chez les bovins 

augmente avec l’âge de l’animal (McCaughey et al., 2010). D’autres études n’ont pu mettre 

au point l’existence d’aucune relation entre l’âge de l’animal et la séropositivité de Coxiella 

burnetii. 

Dans notre étude, on n’a pas pu comparer les séroprévalences entre les bovins jeunes et 

adultes vu la composition de notre échantillon de femelles adultes uniquement. 

 

 

2.2.Le facteur race  



Le but d’étudier l’influence du facteur race était de chercher l’existence d’une relation reliant 

la séropositivité à la race de l’animal surtout en ce qui concerne la race locale ou bien de 

chercher l’existence de certaine résistance à l’infection chez la race locale en particulier.  

La séroprévalence de Chlamydophila abortus en fonction de la race des animaux a était 

répartie entre les deux catégories moderne et croisée avec une prévalence quasi nulle chez la 

race locale. L’étude statistique avec le test exacte de Ficher n’a révélé l’existence d’aucune 

relation entre la race de l’animal et la séropositivité vis-à-vis Chlamydophila abortus.  

La prévalence globale était trop réduite pour pouvoir en tirer des conclusions valables. A 

notre connaissance aucune étude n’a été réalisée auparavant pour essayer de déterminer 

l’influence de la race sur l’infection par Chlamydophila abortus.  

La séroprévalence de Coxiella burnetii était répartie entre les trois catégories de races, locale, 

croisée et moderne d’une façon équivalente. L’étude statistique par le test exact de Fisher n’a 

révélé l’existence d’aucune relation entre la séropositivité de l’animal et sa race. Aucune 

étude antérieure n’a étudié l’influence de la race sur la séropositivité de Coxiella burnetii chez 

les bovins. 

2.3. Le facteur état d’embonpoint 

Nous avons étudié l’influence de l’état d’embonpoint sur la séropositivité vis-à-vis des deux 

agents pathogènes étudiés, dans le but de rechercher la relation entre l’état corporel de 

l’animal et sa réceptivité aux deux bactéries. Les animaux en mauvais état corporel sont 

généralement la cible des différentes maladies infectieuses par déficience de leurs systèmes 

immunitaires. 

La prévalence de Chlamydophila abortus a été de 1,52% chez les animaux en bon état 

d’embonpoint alors qu’elle était quasi nulle chez les animaux ayant un état corporel moyen. 

L’étude statistique par le test exact de Fisher n’a révélé l’existence d’aucune relation reliant 

l’état corporel de l’animal à sa séropositivité. 

Reinhold et ses collaborateurs ont rapporté que les animaux infectés chroniquement par 

Chlamydophila abortus avaient une légère baisse de leurs poids corporels par rapport aux 

animaux indemnes (Reinhold et al., 2009). Cette baisse est selon l’auteur, le résultat de 

l’infection chronique par Chlamydophila abortus non pas la cause.  



La séropositivité vis-à-vis de Coxiella burnetii était plus importante chez les animaux ayant 

un état d’embonpoint moyen. Le test exact de Fisher n’a pas révélé l’existence d’une relation 

entre la séropositivité de l’animal et son état corporel. Les études antérieures de 

séroprévalence de Coxiella burnetii chez les bovins n’ont pas exploré cette relation. 

 

2.4.Facteur nombre de gestation 

L’état de gestation entraine la régression des défenses immunitaires de la femelle ce qui 

expose cette dernière à un risque accru de contracter les différents agents infectieux. Le but 

d’étudier l’influence du facteur nombre de gestation était d’exploiter l’existence d’une 

éventuelle relation entre le nombre de portées de la vache et l’infection par Chlamydophila 

abortus et/ou Coxiella burnetii. 

La séroprévalence de Chlamydophila abortus a été calculée chez les femelles ayant eu de 1 à 

4 gestations. Le test exact de Fisher n’a pas prouvé de relation liant le nombre de portées chez 

la vache et son statut vis-à-vis Chlamydophila abortus. Kemmerling et ses collaborateurs ont 

relevé par contre l’existence d’une relation entre le nombre de gestations ou de lactation et 

l’infection par Chlamydophila abortus (Kemmerling et al., 2009). En effet, la gestation 

constitue un état de régression de l’immunité de l’animal donc plus la vache a fait de gestation 

au cours de sa vie plus elle a de chances d’attraper la chlamydophilose abortive ou d’autres 

maladie infectieuses. 

La séroprévalence de Coxiella burnetii a été absente chez les vaches ayant eu plus de 8 

gestations. Chez les autres catégories elle était équivalente entre les différentes classes. Le test 

exact de Fisher n’a révélé aucune relation entre l’infection par Coxiella burnetii et le nombre 

de gestations de la vache. A notre connaissance, il n’existe pas de travaux ayant étudié 

l’influence de ce facteur sur la prévalence de la fièvre Q chez les bovins. 

2.5. Le facteur entretien et hygiène de l’exploitation  

L’entretien et l’hygiène des exploitations sont connus comme facteurs de protection pour la 

plupart des maladies infectieuses.  

La présence de Chlamydophila abortus a été signalée dans les exploitations dont le niveau 

d’hygiène et d’entretien est bon. Le test exact de Fisher n’a mis en évidence aucune relation 

entre l’infection par Chlamydophila abortus et l’état d’hygiène et d’entretien de 

l’exploitation. 



Chlamydophila abortus est considérée comme une bactérie sensible dans le milieu extérieur, 

sa transmission nécessite le contact direct entre l’animal infecté et l’animal indemne ce qui 

minimise le rôle du milieu comme réservoir (Jee et al., 2004). Kemmerling et ses 

collaborateurs ont mis en évidence une relation liant le bon entretien et la bonne hygiène de 

l’exploitation et la résistance à l’infection par Chlamydophila abortus chez les bovins 

(Kemmerling et al., 2009). 

La séroprévalence de Coxiella burnetii était un peu plus élevée dans les élevages avec un  

mauvais état d’hygiène. Le test exact de Fisher n’a pas mis en évidence la relation liant l’état 

d’exploitation à la séroprévalence de Coxiella burnetii.  

Coxiella burnetii est considérée comme une bactérie hautement résistante. Le milieu extérieur 

que se soit dans la ferme ou dans le pâturage constitue un réservoir d’importance considérable 

pour la fièvre Q. Cette importance a été prouvée par certain travaux dont ceux de Cantas et 

rousset et leurs collaborateurs (Rousset et al., 2001 ; Cantas et al., 2011). 

2.6.Le facteur saison  

Le facteur saison n’est pas d’une grande importance dans les études sérologiques vu la 

réponse retardée de l’organisme à l’infection. 

De même pour Chlamydophila abortus, la séropositivité était plus élevée en été et quasi nulle 

en automne et en hiver. Le test exact de Fisher n’a indiqué aucune relation entre la 

séropositivité et la saison du prélèvement.  

La séroprévalence de Coxiella burnetii était plus marquée en été. Le test exact de Fisher 

n’indique pas de relation significative entre la séropositivité et la saison du prélèvement.  

Ces résultats sont à compléter dans l’avenir par des examens de mise en évidence des agents 

pathogènes ou de PCR. 

2.7.  Le facteur altitude 

La séropositivité de Chlamydophila abortus était plus marquée chez les animaux appartenant 

à des exploitations situées à plus de 400 m d’altitude. Le test exact de Fisher a indiqué 

l’absence d’une relation significative du fait du nombre réduit de séropositifs obtenus.  

La séropositivité chez Coxiella burnetii était significativement plus marquée chez les 

animaux provenant d’exploitations situées à + de 800m. La séroprévalence de Coxiella 



burnetii augmentait significativement avec l’altitude. Le test exact de Fisher a indiqué une 

forte corrélation entre l’altitude et la séropositivité. 

Ces résultats sont probablement dus au fait qu’en régions hautes, l’élevage bovin est de type 

extensif, les animaux sont souvent en pâturage pour plusieurs jours ce qui les expose à un 

risque accru de contracter la bactérie. En plus les régions hautes sont connues comme plus 

froides et plus sèches favorisants ainsi la conservation de Coxiella burnetii dans la nature. 

Les régions hautes sont caractérisées également par la fréquence des élevages caprins et des 

animaux sauvages (sanglier, lapin sauvages et oiseaux sauvages) qui constituent un réservoir 

très important de la fièvre Q (Marrie, 1990 ; Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005). 

Selon nos connaissances, aucun travail n’a étudié l’effet de l’altitude sur la séropositivité de 

Coxiella burnetii chez les bovins. Ces résultats peuvent être de grande importance en ce qui 

concerne la lutte contre la maladie. 

3.  Etude cas-témoin  

3.1. Étude de l’association entre Chlamydophila abortus et les avortements-troubles de 

reproduction 

Le taux d’exposition à Chlamydophila abortus pour les femelles ayant déjà avorté était de 0% 

et pour celles n’ayant jamais connue un avortement était de 1%. Le Odds Ratio de 0 indique 

une indépendance entre la séropositivité de Chlamydophila abortus et la survenue 

d’avortement chez les femelles bovines. 

Pour les troubles de la reproduction, le taux d’exposition des femelles ayant connu des 

troubles de reproduction était de 0% et celui des femelles n’ayant jamais connu des troubles 

était de 1,6%. Le calcul de l’Odds Ratio a donné une valeur nulle ce qui indique encore une 

fois l’absence d’une relation reliant l’infection par Chlamydophila abortus et la survenue des 

troubles de la reproduction.  

Chlamydophila abortus l’agent causal de l’avortement épizootique des bovins est considéré 

comme un agent abortif et responsable des troubles de la reproduction par plusieurs auteurs 

(Storz, 1971 ; Longbottom et Coulter, 2003 ; DeGraves et al., 2004). Chez les bovins, la 

chlamydophilose abortive se traduit beaucoup plus par des troubles de reproduction que par 

des avortements (Jee et al., 2004).  



Cependant, de récentes études n’ont pas pu mettre en évidence une relation significative entre 

l’infection par Chlamydophila abortus chez les bovins et la survenue d’avortements ou des 

troubles de la reproduction. Les travaux réalisés dans d’autres pays indiquent que la 

chlamydophilose abortive bovine se traduit chez les bovins par un portage asymptomatique 

que par des avortements et des troubles de reproduction (Wang et al., 2001 ; Kaltenboeck et 

al., 2005 ; Wehrend et al., 2005 ; Godin et al., 2008 ; Petit et al., 2008). 

Nos résultats son en concordances avec ces dernières constatations. En effet, on suppose que 

les bovins par leur portage asymptomatique jouent le rôle d’un réservoir silencieux à 

Chlamydophila abortus. Ce réservoir est d’une extrême importance, car il constitue une 

source de bactérie pour les petits ruminants, espèces très sensibles à l’infection et surtout pour 

l’être humain.  

 

3.2. Étude de l’association entre Coxiella burnetii et les avortements-troubles de 

reproduction 

Le taux d’exposition à Coxiella burnetii pour les femelles ayant déjà avorté était de 25% et 

pour celles n’ayant pas connu d’avortement était de 17%. Le Odds Ratio était de 1,42 ce qui 

indique une indépendance entre la séropositivité à Coxiella burnetii et la survenue 

d’avortements chez les vaches testées. 

Pour les troubles de reproduction, le taux d’exposition des femelles ayant connu des troubles 

de reproduction était de 18% et celui des femelles n’ayant jamais connu des troubles était de 

19%. Le calcul de l’Odds Ratio a donné une valeur de 0,9 ce qui indique l’absence d’une 

relation reliant l’infection par Coxiella burnetii et la survenue des troubles de la reproduction 

chez les femelles bovines.  

Nos résultats indiquent qu’il n’existe pas de relation entre le fait d’avoir des anticorps anti-

Coxiella burnetii et la survenue d’avortement ou des troubles de reproduction. 

Les études réalisées sur les bases d’analyses par PCR indiquent l’existence d’une relation 

entre le portage de Coxiella burnetii par les femelles bovines et la survenue soit de troubles de 

reproduction uniquement (métrites, mises bas prématurées…etc.) (Bildfell et al., 2000 ; 

López-Gatius et al., 2012) ou d’avortements en fin de gestation (Agerholm, 2013 ; To et al., 

1998). 

 



Nos résultats indiquent que le portage asymptomatique de Coxiella burnetii est très fréquent 

chez les bovins de la région de Jijel. Ce portage favorise le rôle des bovins comme réservoir à 

la fièvre Q, source de contamination pour les autres animaux en particulier les petits 

ruminants, pour l’homme et pour le milieu. 
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Conclusion 

 

A l’heure actuelle, Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus, bactéries gram négatif 

intracellulaires strictes, agents de deux zoonoses, la fièvre Q et de la chlamydophilose 

abortive respectivement, sont reconnues comme responsables d’avortements et de troubles de 

la reproduction chez les bovins et les ruminants domestiques.  

Dans la wilaya de Jijel, région nord-est d’Algérie, une enquête séroépidémiologique 

rétrospective, portant sur 184 bovins, a révélé une prévalence de 16 % des avortements chez 

les bovins ainsi qu’une séropositivité de 1,08% pour Chlamydophila abortus et de 15,76% 

pour Coxiella burnetii. Ces résultats indiquent que les infections par Coxiella burnetii et 

Chlamydophila abortus sont bien présentes dans l’élevage bovin de la région de Jijel avec une 

prédominance pour Coxiella burnetii. 

L’étude des facteurs de risque a révélé la non association statistique de l’infection par les deux 

agents pathogènes avec de nombreux facteurs tels l’âge, la race, l’état d’embonpoint, le 

nombre de gestations, l’entretien et l’hygiène de l’exploitation ou encore la saison. Le facteur 

altitude a fortement influencé la séropositivité de la fièvre Q chez les bovins, les régions les 

plus hautes semblent être les plus touchées par cette zoonose. 

L’étude de type cas-témoin a révélé l’absence d’une relation significative entre l’infection par 

Chlamydophila abortus et/ou Coxiella burnetii et la survenue des troubles de reproduction et 

d’avortements chez les bovins testés. Ces résultats nous indiquent l’importance du rôle des 

bovins dans l’épidémiologie des deux pathologies.  

En effet, par leurs portages asymptomatiques, les bovins jouent un rôle important de réservoir 

pour Coxiella burnetii et/ou Chlamydophila abortus constituant ainsi un danger potentiel de 

contamination pour les autres espèces des ruminants domestiques et pour l’être humain. Ceci 

nous mène à insister sur les mesures de prophylaxie et d’éradication visant à lutter contre la 

chlamydophilose abortive et la fièvre Q chez les bovins limitant ainsi les risques de 

contamination pour les autres espèces animales y compris l’homme. 

 

 



Recommandations 

 

Lors de la réalisation de notre travail on s’est affronté à différents obstacles dont le principal 

est le manque de coopération de la part des éleveurs (manque de confiance de leur part) en 

plus du manque accru d’informations auprès des services agricoles (liste d’éleveurs, 

statistiques concernant les avortements…etc.). L’aide des vétérinaires praticiens nous a été 

très précieuse pour essayer de gagner la confiance des éleveurs en vue de l’obtention d’un 

maximum d’informations juste à propos de leurs animaux.  

Notre étude nous a révélé que Coxiella burnetii et Chlamydophila abortus sont présentes chez 

les bovins de la région de Jijel. Leur portage est principalement asymptomatique ce qui 

qualifie les bovins de cette région de réservoirs important pour ces deux bactéries. Suite à ces 

résultats nous recommandons ce qui suit : 

-Réalisation dans l’avenir proche d’études visant à couvrir une plus grande surface 

géographique et un plus grand nombre d’animaux pour pouvoir en tirer des conclusions plus 

pertinentes. 

- Élargir l’étude et cibler différentes espèces animales tels les ruminants domestiques et 

sauvages sans oublier l’homme pour définir les prévalences de ces maladies et déterminer 

l’influence des différents facteurs de risques. 

-Etudier le risque potentiel pour l’être humain notamment en ce qui concerne la 

consommation de denrées provenant d’animaux infectés ou suspects. 

- Sensibiliser les éleveurs sur le risque zoonotique potentiel de ces deux pathologies. 

-Adopter des mesures prophylactiques sanitaires et médicales visant à limiter la propagation 

des deux maladies, dans le but surtout de protéger de l’être humain. 
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Annexe 1: Questionnaire de l’enquête épidémiologique 

 

Ministère  de l’enseignement et de la recherche scientifique 

Ecole nationale supérieure vétérinaire d’Alger 

Enquête sur les avortements à chlamydophila abortus et Coxiella burnetii chez l’espèce bovine dans la 

wilaya de Jijel  

-Questionnaire n°… 

 

A-Emplacement de l’exploitation : 

Commune :                                                      Hauteur :…..m 

B-Elevage :  

-Nombre de vaches du troupeau :….  

1-type d’élevage : 

□Allaitant familiale                          □ Laitier  producteur                        □Mixte 

2- mode d’élevage : 

□Extensif.                                             □ Semi extensif                                □Intensif 

3-Stabulation : 

  □Semi entravé                                      □ Entravé.                                        □Libre 

4- contacte possible des bovins avec des : 

□ovins               □ Caprins                    □ volailles                 □oiseaux sauvages 

5-Entretien et hygiène : 

□Bon                                           □Moyen                               □Mauvais 

 

6-suivie vétérinaire du troupeau : 

□régulier                                           □en cas de pathologie uniquement 

 

 

 

 

 

C-l’animal : 



7-âge : 

8-race : 

9-Etat d’embonpoint : 

10-nombre de gestations :  

11-Introduction a la ferme par :  

          □née à la ferme         □Achat                                         □prêt         

12-antécédents de maladies : 

□respiratoires              □oculaires        □digestives          □ troubles de reproduction                                                           

□autre           □historique inconnu 

13-symptômes  décrits : 

- 

- 

- 

14- La vache –a-t-elle déjà avortée : 

                 □Oui                                                                   □Non  

15-Si oui, en quel stade de gestation : 

      □1
er

 tiers de gestation        □2
eme

 tiers de gestation               □3
eme

 tiers de gestation     

16-Symptômes accompagnants l’avortement : 

□ Fièvre 

□ Diarrhée 

□ Symptômes respiratoires 

□ Symptômes oculaires 

 

□ Aucun symptôme détecté 

 

17-Délivrance : 
□facile                                                         □difficile 

 

18-Avorton :  
□momifié        □œdémateux        □emphysémateux        □malformé (préciser ………….…….) 
 

19-Placenta :  

    □nécrosé                                □exsudat coloré                                    □cartonné 

20-cas d’avortement : 

□isolé                              □plusieurs (….% du troupeau) 

 



Annexe 2: La méthode ELISA indirecte 

 

1. Description de la méthode Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay ELISA : 

          La technique « Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay » connue par la technique 

« ELISA »est utilisée dans tout les domaines de la biologie. Développée par Peter Perlmann 

et Eva Engvall en 1970 (Lequin, 2005), cette technique constitue l’épine dorsale des 

techniques de diagnostic.  

          C’est une technique immuno-enzymatique de détection qui permet  de visualiser une 

liaison antigène-anticorps grâce à une réaction colorée produite par l'action sur un substrat 

d'une enzyme préalablement fixée à l'anticorps (Walker et Rapley, 2008) 

          La méthode ELISA connais 4 variantes : ELISA directe, ELISA indirecte, ELISA 

sandwich et  ELISA par compétition (Crowther, 2001). 

 

2. Principe de la méthode ELISA indirecte :        

           L’affinité entre l’antigène et l’anticorps est la base de tous les tests immunologiques. 

Le principe de la méthode ELISA indirecte est simple: avoir l’antigène fixé et la recherche de 

l’anticorps anti antigène libre dans l’échantillon (Wild, 2013) 

           L’antigène utilisé est fixé sur un support d’une façon à le rendre immobile (plaque en 

plastique contenants des puits généralement), en ajoutant le prélèvement (sérum, lait….) sur le 

support contenant l’antigène, les anticorps spécifiques -s’ils existent-se lient aux antigènes en 

formant un complexe antigène-anticorps très stable. (Crowther, 2001). Ces complexes sont 

révélés par un second anticorps, dit de détection, couplé à une enzyme qui va catalyser la 

réaction de production d’un substrat coloré. (Wild, 2013).  

            La présence de ce substrat (donc la présence et l’intensité de la coloration) est 

proportionnelle à la présence des anticorps anti-antigène présent dans le prélèvement. Le 

schéma suivant résume le principe de la méthode ELISA indirecte.  

 

 

 

 



 3. Technique de la méthode ELISA indirecte : 

3.1.  Préparation de la phase solide:  

         Il s'agit généralement d'une plaque de microtitration en orpolystyrene disponible dans le 

commerce. Les formats habituels sont de 8x12 puits ou 96 puits par microplaque (les formats 

les plus grand peuvent contenir jusqu’à 394 puits). (Walker et Rapley, 2008) 

        La préparation de la phase solide consiste en le tapissement des supports solides ou des 

microplaques par l’antigène. Ce processus est communément appelé revêtement. (Crowther, 

2001). Les antigènes se fixent sur la surface solide par adsorption passive (Wild, 2013), cette 

adsorption est assurée par l’interaction entre le  pole hydrophobe de la protéine non polaire et 

les molécules composantes de la matrice en plastique. (Crowther, 2001). Par contre, 

l’adsorption et l’immobilisation de l’antigène sur le support solide peut être influée par 

certains facteurs (Wild, 2013) : 

 la nature de la molécule composante de la plaque.  

 les caractéristiques de la molécule de l’antigène et du tampon de dilution 

 La concentration de l’antigène.  

 la  Température.  

 le Temps d'adsorption. 

        Cette manière simple de l'immobilisation de l’antigène dans ELISA est l'une des clés de 

son succès, elle permet la mise en disposition des biologistes de microplaques toutes prêtes à l 

utilisation. (Crowther, 2001) 

  3.2.  Protocol de l’analyse ELISA : 

       A partir du principe de la méthode en peu décrire quatre étapes principales de la méthode 

ELISA indirecte (voir figure n°09: étapes du test ELISA indirect) (Walker et Rapley, 2008) : 

1- Addition de l'échantillon à tester sur le support solide préalablement sensibilisé par 

l’antigène  

2- addition d'un anticorps de détection couplé à une enzyme 

3- ajout du substrat de l’enzyme conjuguée et production du chromogène 

4- lecture visuelle ou spectrophotométrique de l'essai  



 

Figure n°01 : étapes du test ELISA indirect 



3.2.1. Addition de l'échantillon à tester sur le support solide préalablement sensibilisé 

par l’antigène : 

 ajout des échantillons à tester : 

         Cette étape est la clé du diagnostic sérologique. L’affinité entre l’antigène et l’anticorps 

est la gérante de cette étape (Wild, 2013). Des volumes minimes d’échantillons à tester sont 

distribués sur les supports solides préalablement sensibilisés par l’antigène.  

 Incubation : 

          L’incubation est la durée de temps nécessaire à la formation des liaisons entre les 

antigènes fixés et les anticorps monoclonaux, elle varie selon le type des protéines mises en 

jeu dans ces réactions. (Walker et Rapley, 2008) 

 Lavage : 

          Le lavage est une étape critique dans l’analyse ELISA, elle consiste à remplir les puits 

des microplaques et d’effectuer la vidange de ces derniers (Wild, 2013). Cette opération est 

effectuée après l’incubation et répétée trois fois au minimum pour chaque puits (Walker et 

Rapley, 2008) 

          Le but de lavage est de séparer les réactifs reliés et non reliés (anticorps ou antigènes 

libres, certaines molécules biologiques) (Wild, 2013). Le tampon de lavage habituellement 

utilisées est le PBS ou bien le tampon phosphate salin  (0,1 M NACL, pH 7,4). (Walker et 

Rapley, 2008). 

3.2.2. Addition d'un anticorps de détection couplé à une enzyme : 

           Cette étape consiste à l’addition d’un anticorps secondaire anti-anticorps primaire déjà 

fixé sur l’antigène (Crowther, 2001). Cet anticorps secondaire ou dit de révélation est 

conjugué à une enzyme et dépond de l’espèce et non pas de l’antigène (produits chez les 

animaux par stimulation antigénique  avec des protéines ou bien des anticorps d’une autre 

espèce). (Wild, 2013). Le rôle de l’enzyme conjuguée à l’anticorps est simple : catalyser la 

production d’un chromogène à partir d’un substrat. Ce chromophore étant coloré indique la 

fixation de l’anticorps conjugué sur l’anticorps primaire. De ce fait, la présence de la couleur 

implique la présence des anticorps primaires anti-antigènes dans l’échantillon à tester (Walker 

et Rapley ; 2008). L’action de l’enzyme est résumée dans la réaction suivante : 



 

Figure n°2 : réaction enzymatique de transformation du substrat en chromogène 

          La peroxydase de raifort ou la HRP est l’enzyme la plus utilisée pour l’analyse ELISA. 

C’est une glycoprotéine de 44 KDa comportant quatre résidus lysine responsable de la 

conjugaison à la molécule cible (Wild, 2013) 

          Les enzymes les plus utilisées dans la méthode ELISA sont résumé-avec leurs 

propriétés-dans le tableau suivant :  

 

Tableau 1 : Substrats et chromophores couramment utilisés dans ELISA 

(Walker et Rapley, 2008). 

Enzyme substrat Chromophore Tampon 

HRP Peroxyde d’hydrogène 

(0.004%) 

OPD Phosphate/citrate, pH 5.0 

HRP Peroxyde d’hydrogène 

(0.004%) 

TMB Phosphate/citrate, pH 5.6 

HRP Peroxyde d’hydrogène 

(0.002%) 

AETS Phosphate/citrate, pH 4.2 

HRP Peroxyde d’hydrogène 

(0.006%) 

5-AS Phosphate, ph 6.8 

HRP Peroxyde d’hydrogène 

(0.02%) 

Diaminobenzidine PBS, ph 7.4 

AP PNPP PNPP Diethanolamine et 

chloride de magnesium, 

ph 9.5 

B-Galactosidase ONPG ONPG Chloride de Magnesium, 

pH 7.5 

Urease Urée Bromocrésol Chloride de Magnesium,  

ph 4.8 

         



 L’addition des anticorps couplés à l’enzyme est suivie d’une période d’incubation (de 15 à 60 

minutes). (Wild, 2013). Après, la vidange et le lavage sont nécessaires pour éliminer les 

anticorps secondaires non liés à l’anticorps primaires (Crowther, 2001) 

3.2.3. Ajout du substrat de l’enzyme conjuguée et production du chromogène : 

 Addition du substrat 

           Le substrat est le composé chimique qui ce transforme en chromogène par une réaction 

que catalyse l'enzyme conjuguée. (Crowther, 2001). Le substrat est incolore choisi 

généralement pour donner un produit coloré. Le taux de développement de la couleur est 

proportionnelle à la quantité du conjugué présente. (Walker et Rapley, 2008). La 

transformation du substrat en chromogène nécessite une période d’incubation en obscurité 

(Crowther, 2001). 

 Addition d’une solution d’arrêt 

         Une molécule d’arrêt est une molécule capable d’arrêter la réaction enzymatique par 

dénaturation de l’enzyme conjuguée. (Wild, 2013). Son but est de bloquer la réaction 

enzymatique dans le deuxième sens pour empêcher la modification de la coloration obtenue  

(Crowther, 2001). 

3.2.4. Lecture visuelle ou spectrophotométrique de l'essai : 

           La lecture du test ELISA peut être réalisée par l’œil nu ou à l’aide d’un 

spectrophotomètre. (Wild, 2013).Le résultat positif se traduit par l’apparition de la couleur 

après addition du substrat incolore, l’incubation et l’addition de la solution d’arrêt. 

L’utilisation d’un spectrophotomètre pour la lecture du test est recommandée (Crowther, 

2001). 

 

 


