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RÉSUMÉ 
 

 
Les arthropodes hématophages sont impliqués dans la transmission de nombreuses 
bactéries dont les principales appartiennent aux genres Anaplasma, Bartonella, Borrelia, 
Coxiella, Ehrlichia, Mycoplasme et Rickettsia. La plupart des maladies induites sont 
potentiellement émergente en Algérie. Or, la première étape pour évaluer le risque 
de contracter ses maladies vectorielles est de connaitre les méthodes de diagnostic 
de l’infection ainsi que la prévalence de l’agent en cause chez l’hôte réservoir et son vecteur. 
 
L’objectif de cette étude est, d’une part, d’étudier la séroprévalence, par immunofluorescence 
indirecte, à Anaplasma phagocytophilum et à Borrelia burgdorferi dans une population 
de chiens de fourrière et de propriétaire, et d’autre part d’évaluer la prévalence 
de Bartonella sp. dans une population féline et canine. 
 
Parmi les 213 chiens étudiés, 47.42% se sont montrés positifs en IFI à Anaplasma 
phagocytophilum, 37.56% à Borrelia burgdorferi, 28.64% à Bartonella berkhoffii vinsonii 
et 35.68% à Bartonella henselae. L’origine des chiens est significativement associée 
à ces séroprévalences. Sur les 252 sérums de chats analysés, 57.90% sont positifs 
à Bartonella henselae et 75.80% à Bartonella clarridgeiae. 
 
Nous avons en particulier analysé par la technique MLVA la diversité des souches 
de Bartonella henselae. Certaines souches ont été comparées par la technique MLST. 
Les résultats obtenus nous indiquent la présence de deux populations de chats : la première 
correspond à des chats hébergeant des souches avec des profils MLVA identiques 
et la seconde à des chats porteurs de souches avec des profils MLVA différents. L'analyse 
par ré-échantillonnage, l'arbre NJ et l'analyse structure-neighbor vont dans le même sens 
et suggèrent une dérive des profils lors de l'infection d'un individu. Ces trois approches 
montrent également que des co-infections sont possibles, mais que la variété des profils 
observés chez un chat résulte plus d'une dérive que de co-infection. 
 
Mots clés : Anaplasma phagocytophilum, Borrelia burgdorferi, Bartonella, chien, chat, 
MLVA, MLST, phylogénie, IFI. 
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SUMMARY 
 

 
The bloodsucking arthropods are involved in the transmission of many bacteria whose main 
belong to the genera Anaplasma, Bartonella, Borrelia, Coxiella, Ehrlichia, Mycoplasma 
and Rickettsia. Most resulted diseases are potentially emerging in Algeria. However, the first 
step in assessing the risk of its vector-borne diseases is to know the methods of diagnosis 
of infection and the prevalence of the causative agent in the reservoir host and vector. 
 
The objective of this study is, firstly, to study the prevalence, by indirect 
immunofluorescence, to Anaplasma phagocytophilum and Borrelia burgdorferi in a 
population of dogs impounded and owner, and secondly to assess the prevalence 
of Bartonella spp. in feline and canine population. 
 
Of the 213 dogs studied, 47.42% were positive by IIF to Anaplasma phagocytophilum, 
Borrelia burgdorferi 37.56%, 28.64% and Bartonella vinsonii berkhoffii 35.68% 
to Bartonella henselae. The origin of the dogs was significantly associated with 
the seroprevalences. Of the 252 sera from cats analyzed, 57.90% were positive for 
Bartonella henselae and Bartonella clarridgeiae in 75.80%. 
 
In particular, we analyzed the strain diversity of Bartonella henselae by MLVA technique. 
Some strains were compared by MLST technique. The obtained results indicate the presence 
of two populations of cats: the first corresponds to cats harboring strains with identical 
MLVA profiles and the second to cats harboring strains with different MLVA profiles. 
Two-third of the cats harbored 2 to 6 MLVA profiles simultaneously. The similarity 
of MLVA profiles obtained from the same cat, neighbor-joining clustering and structure-
neighbor clustering indicate that such a diversity likely results from two different mechanisms 
occurring either independently or simultaneously: independent infections and genetic drift 
from a primary strain. 
 
Keywords : Anaplasma phagocytophilum, Borrelia burgdorferi, Bartonella, dog, cat, 
MLVA, MLST, phylogeny, IFI. 
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INTRODUCTION GÉNÉRALE 

 

 
Les infections dont l’agent est transmis par un vecteur arthropode sont multiples 

et d’une très grande hétérogénéité. Elles concernent des parasites, des bactéries et des virus ; 
les cycles de transmission sont complexes et impliquent des hôtes qui peuvent êtres humains, 
animaux, ou les deux. La transmission vectorielle intègre non seulement des facteurs liés aux 
vecteurs, aux hôtes et aux agents pathogènes, mais également des composantes 
environnementales, climatiques et socio-économiques. Les arthropodes hématophages 
impliqués dans la transmission ont des biologies et des interactions avec l’hôte humain 
et/ou animal et l’environnement qui varient donc d’un arthropode, d’une région 
et d’une année à l’autre. 

 

Aujourd’hui, on craint que le changement climatique, notamment la prolongation 
des saisons, le réchauffement de la température et la modification de la configuration 
des précipitations, n'entraîne des conditions propices à l'établissement et à la prolifération 
de maladies à transmissions vectorielle. Un grand nombre de ces maladies sont aujourd’hui 
qualifiées d’émergentes ou ré-émergentes. En effet, leur apparition dans des zones jusque-là 
indemnes et leur impact sur les santés animale et humaine les placent au cœur de l'actualité 
médicale vétérinaire. 

 

De nombreuses maladies potentiellement émergentes et de grande importance médicale 
sont observées chez les carnivores domestiques. Les agents de ces maladies sont transmis 
par les arthropodes, en particulier les tiques et les puces. Ces derniers se sont révélés être 
impliqués dans la transmission de nombreux agents pathogènes. On citera principalement 
les bactéries des genres Anaplasma, Bartonella, Borrelia, Ehrlichia, Hémoplasmes, 
Neorickettsia et Rickettsia. Le diagnostic des affections induites par ces bactéries n'est pas 
aisé car les tableaux cliniques ne sont pas spécifiques. Il repose sur la confrontation 
des éléments épidémiologiques avec les signes cliniques. L'établissement d'un diagnostic 
de certitude fait appel au laboratoire par la réalisation de méthodes de diagnostic direct 
et indirect. 

 

La situation de ces infections vectorielles et la connaissance de leur potentiel 
épidémique en Algérie est peu connue. Toutefois certaines études ont montré le portage 
par certains vecteurs arthropodes, notamment les puces, d’agents bactériens (Bartonella spp. 
et Rickettsia spp.) potentiellement pathogènes pour les carnivores domestiques (Bitam et al., 
2009 ; Bitam et al., 2011). D’autre part, une étude moléculaire a montré la présence de trois 
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bactéries hémotropes vectorisées, Bartonella berkhoffii vinsonii, Bartonella clarridgeiae 
et Bartonella elizabethae chez 80 chiens de propriétaires (Kernif et al., 2010). 

 

Enfin, dans ce contexte écologique et épidémiologique très évolutif, le clinicien 
et l’infectiologue, qui sont en premières lignes face à ces maladies, ont bien sûr un rôle 
majeur dans la démarche diagnostique et de prise en charge, ce qui souligne l’intérêt 
de l’actualisation rapide des situations épidémiologiques chez les hôtes réservoirs 
et accidentels. Ainsi, de multiples pistes de recherche dans ce domaine s’offrent donc à nous 
en Algérie. 

 

 

Dans ce travail de thèse nous nous sommes intéressés en particulier à l’estimation 
de la séroprévalence des espèces Bartonella chez les carnivores domestiques et à l’analyse 
de la diversité génétique des souches de B. henselae dans une population féline. L’objectif 
de cette étude a été aussi complété par l’évaluation de la séroprévalence à Anaplasma 
phagocytophilum et Borrelia burgdorferi chez des chiens de propriétaire et de fourrière. 

 

Le premier chapitre est consacré à l’étude bibliographique. La première partie servira 
à présenter les principales données concernant les bactéries du genre Bartonella chez 
les carnivores domestiques. La deuxième partie dissèquera les différents éléments concernant 
les bactéries du genre Anaplasma et Borrelia chez les carnivores domestiques. 

 

Le deuxième chapitre s’intéresse à l’enquête épidémiologique menée sur les carnivores 
domestiques dans la région d’Alger. Le protocole des techniques utilisées est détaillé puis 
les résultats sont exposés et commentés. Enfin nous concluons ce travail par des perspectives. 
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CHAPITRE 1 : ÉTUDE 
BIBLIOGRAPHIQUE 
 

 

PREMIÈRE PARTIE : LES BACTÉRIES 
DU GENRE BARTONELLA  
                                         CHEZ LES 
CARNIVORES DOMESTIQUES 
 

1. HISTORIQUE 
 

Les Bartonella sont de petites bactéries hémotropes, connues depuis le XXème siècle 

et qui infectent de nombreuses espèces de mammifères. Les premières manifestations cliniques, 

associées à ces bactéries furent observées tout d’abord chez l’homme. Ainsi, trois maladies humaines 

majeures ont été décrites : 

 

La maladie de Carrion qui regroupe la fièvre de Oroya et la verruga paruana. Elle est due à 

Bartonella bacilliformis, espèce décrite en 1909 par Alberto Barton puis cultivée 

en 1926 par Noguchi et Battistini. 

 

La fièvre des tranchées ou fièvre des cinq jours. En 1915, on identifie Rickettsia quintana 

comme la bactérie responsable de cette maladie. Après son isolement pour 

la première fois en culture cellulaire, elle est renommée Rochalimaea quintana. La mise 

en culture sur milieu gélosé ne fut possible qu’en 1966 par Vinson. 
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La maladie des griffes du chat (MGC) a été décrite en 1950 par Debré et ses collaborateurs. Ils 

ont été les premiers à établir une relation entre une adénopathie régionale persistante et un contact 

avec les félidés, particulièrement lors de griffures ou de morsures. 

En 1992, deux équipes (Regnery et al. 1992 et Welch et al. 1992) décrivent une nouvelle espèce 

bactérienne pour laquelle ils proposent  le nom de Rochalimaea henselae. 

 

Après 1993, le nombre d’espèce appartenant au genre Bartonella a considérablement 

augmenté du fait de la découverte et de la caractérisation de nouvelles bartonelles ainsi que 

du remaniement de la classification de certaines bactéries incluses jusqu’alors dans d’autres genres 

(Brenner et al, 1993). 

 

2. TAXONOMIE 
 

L’apparition et le développement des techniques de biologie moléculaire ont fortement 

contribué à la reconstitution taxonomique de la famille des Bartonellaceae, Ainsi les bactéries 

appartenant au genre Rochalimea et Grahamella ont été reclassée dans le genre Bartonella 

sur la base d’une étude d’hybridation ADN-ADN et sur l’alignement des séquences de gènes codant 

l’ARNr 16s (Birtles et al, 1993). 

 

Sur le plan phylogénique, le genre Bartonella est classé dans le groupe 

des alpha 2-Proteobacteria, proche des genres Brucella, Afipia, Agrobacterium et Rhizobium, mais 

plus éloigné du genre Rickettsia. 

 

Les carnivores domestiques et sauvages constituent un important réservoir 

de bartonelles. Au moins 7 espèces ou sous-espèces parmi les 25 validement décrites ont été 

identifiées chez le chat et le chien (Tableau 1) (Boulouis et al., 2008 ; Chomel et al., 2010). 

 

 

 

 

Tableau 1 : Espèces de Bartonella retrouvées chez les carnivores domestiques et l’homme (Adapté et 

modifié de Tsai et al., 2011 ; Boulouis et al., 2007) 
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Bartonella spp. Réservoir principale Hôte accidentel Vecteur* 

B. bacilliformis Homme Aucun Phlébotome (Lutzomia sp) 

B. quintana Homme Chien, Chat Pou (Pediculus humanis) 

B. elizabethae Rat (Rattus norvegicus) Homme, Chien 
Xenopsylla cheopis, 

puces du Rat 

B. bacilliformis Homme Aucun 

Phlébotome (Lutzomia sp), 

poux, puces (Pulex irritans, 

Orchopeas howardi) 

B. grahamii 

Micromammifères sauvages 

(Clethrionomys glareolus, 

Microtus agrestis, 

Apodemus flavicollis) 

Homme 
Puces de rongeurs, 

Phlébotomes, 

B. henselae Chat Homme, Chien 

Ctenocephalides felis, 

Ctenocephalides canis, 

Ixodes spp., 

Ripicephalus sanguineus 

B. clarridgeiae Chat 

Homme, Chien, 

Rongeur 

(Sigmodon hispidus) 

Ctenocephalides felis, 

Ctenocephalides canis, 

Ctenocephalides lushuiensis, 

pylogenis gwyni 

B. koehlerae Chat Homme Ctenocephalides felis 

B. vinsonii berkhoffii Coyote, Chien Homme 

Ctenocephalides felis 

pulex spp., cediopsylla 

inequalis interrupta, Ixodes 

pacificus 

B. vinsonii arupensis 
Souris à pattes blanches 

(Peromyscus leucopus) 
Homme 

Ripicephalus microplus, 

( puce ?) 

B. washoensis 
Écureuil fournisseur 

de Californie 
Homme, chien Inconnu (puce ?) 

B. alsatica Lapin 
Homme, Chat sauvage 

(Felis silvestris) 

Puce (Spilopsyllus cuniculi, 

Ctenocephalides felis) 

B. bovis Bovin Chat Haematobia spp. 

B. rochalimae Renard roux et gris, Homme Puce (Pulex irritans) 
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Raton laveur, Coyote 

B. tamiae Rat Homme 
Acariens 

(Leptotrombidium spp) 

 

* vecteurs confirmés / potentiel 

À côté de Bartonella henselae, isolée chez le chat, deux autres espèces, Bartonella clarridgeiae 

et Bartonella koehlerae ont été identifiées respectivement en 1996 et 1999. 

Ces trois espèces sont révélées comme agent de zoonoses (Boulouis et al., 2005 ; 

Droz et al., 1999). 

 

Bartonella vinsonii sous espèce berkhoffii fut isolée pour la première fois en 1993 

du sang d’un chien atteint d’endocardite. Depuis, il a été démontré que cette bactérie était 

un important agent pathogène chez  le chien et un pathogène émergent chez l’homme. 

 

À ce jour, 4 génotypes de Bartonella vinsonii berkhoffii ont été identifiés sur la base 

de la présence de délétions et d’insertions au niveau du fragment intergénique 

16S-23SR (Kordick and Breitschwerdt, 1998 ; Chang et al, 2000 ; Maggi et al., 2006; 

Duncan et al., 2007 ). 

 

Les relations phylogénétiques au sein du genre montrent que Bartonella bacilliformis occupe 

une position très éloignée par rapport aux autres groupes d’espèces (Figure 1). Elle appartient à la 

lignée 1 dite lignée ancestrale. Par contre, les espèces dites modernes forment 

quant à elles trois autres lignées : la lignée 2 regroupe les quatre espèces de Bartonella spécifiques 

aux ruminants (Bartonella bovis, Bartonella capreoli, Bartonella chomelii 

et Bartonella schoenbuchensis) et la lignée 3 regroupe les 19 espèces restantes. Bartonella 

clarridgeiae forme un groupe distinct qui correspond à la lignée 4 (Saenz et al., 2007 ; 

Engel et al., 2011). 
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Figure 1 : Arbre phylogénétique du genre Bartonella (adapté de Deng et al., 2012) 

3. PROPRIÉTÉS PHÉNOTYPIQUES 
 

3.1. MORPHOLOGIE 
 

Les bartonelles sont de petits bacilles ou des cocco-bacilles à Gram négatif, polymorphes, non 

acido-alcoolo-résistants. Elles ne dépassent pas 3 µm de longueur. 

B. henselae mesure de 0,3 à 0,6 µm sur 0,3 à 1 µm. Certaines d’entre elles possèdent 

des caractéristiques morphologiques particulières : B. bacilliformis et B. clarridgeiae 

(Figure 2) sont flagellées alors que B. henselae et B. quintana possèdent des pilis (Breitschwerdt et 

Kordick, 2000). 
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3.2. CARACTÈRES CULTURAUX ET 
BIOCHIMIQUES 

 

Les bactéries du genre Bartonella sont aérobies strictes, oxydase, catalase, uréase 

et nitrate réductase négatives (Bartonella henselae est faiblement catalase positive), et indole 

négative. Ces bactéries croissent sur milieux enrichis de type Columbia ou cœur-cervelle additionné 

de 5 à 10 % de sang défibriné de lapin ou de cheval (le sang de mouton donne 

de moins bons résultats). Une croissance optimale nécessite une atmosphère humide enrichie de 5% 

de dioxyde de carbone (sauf pour Bartonella bacilliformis et Bartonella clarridgeiae 

qui se cultivent mieux en l'absence de dioxyde de carbone), une température de 34 à 37 °C. 

L’incubation est longue et elle dure de 5 jours à 4-6 semaines (Boulouis et al., 2005). 

Les colonies peuvent être polymorphes mais sont généralement petites, blanches 

ou grises, rugueuses et adhérentes à la gélose (Figure 3). Après repiquage, la croissance 

est généralement plus rapide (à l'exception des colonies de Bartonella koehlerae) 

mais les colonies peuvent perdre certaines de leurs caractéristiques. 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Morphologie de B. clarridgeiae (Dehio, 2012) 
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Cependant, les conditions de croissance requises sont parfois différentes pour certaines 

d’entre elles : B. bacilliformis a une température optimale de croissance comprise entre 

25 et 28°C alors que B. clarridgeiae se cultive sur gélose au sang de mouton ou sur gélose chocolat. 

 

La coloration de Gimenez permet de visualiser les bactéries sur culture cellulaire. 

Les sources d’énergie sont le pyruvate, le succinate, la glutamine mais pas le glucose. 

Les Bartonella présentent peu de caractéristiques biochimiques utilisables pour une diagnose à 

l’exception de la production d’aminopeptidases et sont inertes vis-à-vis des galeries 

de diagnostic usuelles (Tableau 2) (Boulouis et al., 2005, Maillard, Riegel et al., 2004a). 

 

Tableau 2 : Caractères biochimiques des espèces de Bartonella spécifiques aux carnivores 

domestiques (adapté de Welch, 2005) 

 

Tests B. henselae B. clarridgeiae B. koehlerae B. vinsonii berkhoffii 

Oxydase - - - + 

Catalase v -  - 

Réduction des nitrates - -  + 

Indole - -  - 

Uréase - -  + 

O ou F du glucose - -  - 

Voges-Proskauer - - -  

 

(-) Négatif, (+) Positif, (V) Variable, (O) Oxydation, (F) Fermentation. 

 

Figure 3 : B. henselae sur gélose au sang de lapin 
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4. PROPRIÉTÉS GÉNOTYPIQUES 
 

4.1. GÉNOME 
 

Actuellement, les génomes de B. henselae (2004), B. quintana (2004), B. bacilliformis (2007), B. 

tribocorum (2007) et plus récemment B. grahamii (2009) ou B. birtlesii (2012) sont disponibles 

(Alsmark et al., 2004 ; Saenz et al., 2007 ; Berglund, 2009) (Rolain  et al, 2012). La taille du génome 

des bartonelles varie de 1,45 à 2,62 MB. Son contenu en guanine 

et cytosine (GC%) est faible de 35,7 à 38,8%. En réalité, la petite taille du génome 

des bartonelles reflète à la fois leur excellent pouvoir d’adaptation au métabolisme de l’hôte mais 

aussi leur pathogénicité (Alsmark et al., 2004 ; Kosoy et al., 2012). 

 

Au sein de l’espèce B. henselae, deux génotypes fondés sur la séquence ARN 16S 

et désignés respectivement Houston-1 (génotype I) et Marseille (génotype II) (Bergmans 

et al., 1996 ; Drancourt al., 1996). 

 

Par ailleurs, une étude génomique comparative suggère que B. quintana, espèce adaptée 

à l’homme, dériverait de l’espèce B. henselae. Cette évolution est le résultat d’une réduction 

génomique et d’une perte de gène chez B. quintana (Engel and Dehio, 2009). 

 

 

 

 

4.2. OUTILS D’IDENTIFICATION 
MOLÉCULAIRE DES ESPÈCES DE 
BARTONELLA 

 

L’outil universel d’identification moléculaire chez les bactéries est le gène 16Sr RNA. 

Il est utilisé pour identifier de nombreuses espèces bactériennes et il est considéré comme 

le gène le plus informatif dans les études phylogénétiques (Olsen and Woese, 1993b). Ainsi, certaines 

espèces de Bartonella telle que B. henselae, B. quintana et B. bacilliformis peuvent être clairement 
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différentiées par analyse de la séquence de ce gène ribosomal (Kosoy et al., 2012). Cependant, 

l’utilisation de ce gène comme marqueur moléculaire est d’intérêt limité chez le genre Bartonella car, 

en réalité, il ne permet pas de différencier toutes les espèces, 

les ARN ribosomaux étant en général bien conservés chez ces germes. 

 

Des chercheurs ont donc exploré d’autres gènes ou portions de gène pour une meilleure 

différentiation des espèces de Bartonella. Les gènes principalement décrits et utilisés sont : les gènes 

codant l’extrémité 3’ du gène de la citrate synthase (gltA) (Birtles et al., 1996, Norman et al., 1995), la 

riboflavine synthase (ribC) (Bereswill et al., 1999), la protéine 

de choc thermique de 60 kDa (GroEL) (Zeaiter et al., 2002), la protéine de division cellulaire (ftsZ) 

(Zeaiter et al., 2002 ; Kelly et al., 1998), la protéine 17kDa, la flagelline Fla (Sander 

et al., 2000), la protéine de choc thermique HtrA (Anderson et al, 1997), l’endoribonucléase B (RpoB ) 

(Pitulle et al., 2002) et le fragment intergénique 16S-23S rRNA ou ITS 

pour Internal Transcribed Spacer (Birtles et al., 2000). 

 

La Scola et ses collaborateurs (2003) ont ainsi comparé le pouvoir discriminant de sept 

marqueurs génotypiques (ARNr16S, gltA, groEl, rpoB, ftsZ, ribC gènes et le fragment intergénique 

(ITS) chez des espèces de Bartonella. Leur étude a montré que le gène 

ARN r16s était le moins discriminant en comparaison des autres gènes. Seuls les deux gènes GltA et 

rpoB ont permis de différencier les 17 espèces et sous espèces testées. 

 

Par ailleurs, il est important de noter que l’utilisation du gène gltA est la méthode 

la plus appropriée à la bactériologie pratiquée dans le cadre d’un diagnostic clinique 

pour identifier rapidement les espèces de Bartonella connues (Birtles et Raoult, 1996). 

 

4.3. LES TECHNIQUES DE TYPAGE 
MOLÉCULAIRE 

 

Le principe des méthodes de génotypage consiste à rechercher des polymorphismes 

qui peuvent être de différentes natures et d’échelles variables allant des grands réarrangements 

génomiques à la mutation ponctuelle en passant par des délétions 

ou insertions de courtes séquences. Bartonella henselae est l’espèce pour laquelle les outils 

de typage et d’analyse moléculaire de variation génétique sont les plus développées. 

On distingue les techniques de première génération et seconde génération. 

 

4.3.1. Techniques de première génération 
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Décrites à partir des années 1990, une grande majorité de ces techniques sont maintenant 

abandonnées et seule la technique d’E.C.P continue à être utilisée par certains laboratoires. Parmi 

ces techniques, on décrit principalement : 

 

 

4.3.1.1. L’Électrophorèse en Champs Pulsé (E.C.P ou PFGE pour Pulsed Field Gel 

             Electrophoresis) 
 

Il s’agit d’une technique de RFLP-ECP qui consiste à digérer l’ADN génomique 

d’une bactérie avec des enzymes de restriction à sites de coupure rares. Les fragments 

de grande taille (30 à 2000 Kb) obtenus sont alors séparés dans une matrice d’agarose 

de faible pourcentage et la migration se réalise en alternant des champs électriques perpendiculaires 

pour faciliter le passage à travers les mailles du gel. Il est ainsi possible 

de distinguer les différents isolats à partir du nombre de fragments obtenus ou de leur taille.  

 

De nombreuses études ont été menées pour mettre en évidence les enzymes 

de restriction les plus discriminantes pour l’espèce Bartonella henselae. Ainsi, différentes 

endonucléases (TaqI, EagI, SmaI, HindIII, HaeIII, XbaI, HhaI, NotI) ont été utilisées. Seules les enzymes 

SmaI et NotI ont permis d’obtenir des profils différents et de définir des variants génétiques au sein 

de B. henselae (Kabeya et al., 2002; Maruama et al., 2004 ; 

Arvand et al., 2006). 

 

Dans une étude plus récente, Arvand et al., (2007b) ont évalué le pouvoir discriminant 

de trois nouvelles endonucléases Apal, Eco52I et XmaJI et démontré leur intérêt 

sur 20 souches de B. henselae : le nombre de fragments obtenus était respectivement 

de 9 à 11 fragments, 12 à 14 fragments et 15 à 17 fragments. La taille des bandes 

était comprise entre de 30 à 300 Kb. 

 

4.3.1.2. ERIC-PCR 
 

Il s’agit d’une technique qui est basée sur la présence de séquences répétées dans 

le génome des bactéries. Elle utilise les séquences ERIC (Enterobacterial Repetitive Intergenic), qui 

correspondent à des séquences répétées intergéniques (126 Pb) spécifiques 

des Entérobactéries. Utilisant cette approche, Sander et al., (1997) ont mis en évidence 

4 profils parfaitement distincts sur un total de 18 souches analysées. 

 

4.3.1.3. REP-PCR 
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Les séquences REP ou Répétitive Extragenic Palindromic (35 Pb) sont situées dans 

des régions intergéniques d’un opéron. Une amorce unique spécifique de ces régions permet 

l’amplification de fragments d’ADN de taille variable. Les produits de ces PCR aléatoires sont séparés 

par électrophorèse produisant ainsi un profil de bandes. L’association des deux systèmes de typage 

ERIC-PCR et REP-PCR a permis à Rodriguez et al., (1995) de définir 

5 profils différents sur 17 isolats de B. henselae d’origine féline et humaine. 

 

4.3.1.4. RAPD (Random Amplified Polymorphism DNA) ou AP-PCR (Arbitrarly 

              Primed-PCR) 
 

Les marqueurs RAPD sont générés par l’amplification de séquences aléatoires d’ADN 

avec de petites amorces de séquences nucléotidiques également aléatoires. Une faible stringence de 

la PCR et la petite taille des amorces vont favoriser l’amplification de plusieurs régions du génome et 

d’obtenir ainsi plusieurs bandes après migration électrophorétique 

du produit d’amplification. Les produits d’amplification sont donc soit présents si l’amorce 

a pu s’hybrider à l’ADN, soit absents si elle n’a pas pu s’hybrider. 

Le nombre et la localisation des zones d’hybridation des amorces varient d’une souche 

à une autre au sein de la même espèce. Pour le typage de B. henselae, un seul primer (M13) 

a été utilisé et il a permis de différencier 4 profils sur 17 isolats testés (Gräser, 1993). 

 

4.3.1.5. PCR- RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphism) 

 

La technique RFLP aboutit à des variations dans la longueur des fragments d’ADN obtenus à la 

suite d’une PCR puis d’une étape de digestion par des enzymes de restriction. 

Le profil électrophorétique est établi en soumettant un gel à un champ pulsé lorsque 

les réarrangements concernent de grands fragments d’ADN. Pour une enzyme donnée, l’absence ou 

la présence d’un site de restriction détermine le nombre et la taille des fragments générés. 

 

Chez B. henselae, l’amplification de la séquence intergénique 16S-23S (ITS) 

de 10 isolats suivie d’une digestion des amplifiats par les enzymes AluI et HaeIII a montré après 

analyse des bandes, la présence de 6 et 4 profils résultant de la digestion par 

les enzymes AluI et HaeIII respectivement (Matar, 1993). 

 

4.3.2. Technique de seconde génération 
 

4.3.2.1. Techniques basées sur le séquençage 
 

A- Technique du Multi-Locus Sequence Typage (MLST) 
 

Le MLST est une méthode de séquençage partiel de l'information génétique de souches 

bactériennes. Il porte sur des portions de gènes constitutifs d'agents pathogènes dits ''gènes  

e ménage'', désignant un gène dont l'expression est indispensable au métabolisme 
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de la bactérie. Les gènes séquencés ont la particularité d'être indépendants de la virulence 

de l'agent pathogène (Maiden et al., 1998 ; Struelens, 2000). 

 

Le typage MLST a été développé pour B. henselae  par Iredell et al., en 2003. L’étude 

a porté sur l’analyse du polymorphisme de 9 gènes de ménage chez 37 isolats d’origine humaine ou 

féline. 7 profils/ST (séquence type) distincts ont été obtenus. Cette méthode 

est actuellement appliquée et utilisée par de nombreux laboratoires pour des études 

épidémiologiques et phylogénétiques avec formation de biothèque. Arvand et collaborateurs  

(2007a) ont étudié les relations entre profils MLST et origine géographique chez B. henselae. 

L’analyse de 182 isolats (origine humaine ou féline) provenant d’Amérique, d’Europe 

et d’Océanie par séquençage de 8 loci (321 Pb à 522 Pb) issus de 8 gènes de ménage 

(16S rRNA, batR, gltA, groEL, ftsZ, nlpD, ribC et ropB) a révélé un nombre total de 14 profils alléliques. 

Soit-cent six % des isolats humains correspondent au profil ST1 et 27.2% 

des isolats félins au profil ST1. Par ailleurs, le profil ST1 a été identifié sur les trois continents quant 

au profil ST7, il n’a été observé que sur le continent européen et uniquement 

chez l’espèce féline. 

 

B- MST (MultispacerTyping) 

 

La méthode de typage MST (Multispacer Sequence Typing: typage par séquençage 
de multiples régions intergéniques) est une variante du MLST, basée sur l'étude de séquences 
de régions intergéniques du génome. 

Ces régions sont considérées comme potentiellement plus variables que celles des gènes 
codants, car soumises à une plus faible pression sélective. Cette méthode a été développée 
chez B. henselae en 2006 par Li et al. Dans ce travail, les auteurs ont testé 126 isolats 
de B. henselae et 9 régions intergéniques variables ont été séquencées permettant 
la caractérisation de 39 types de séquence (ST) différents. 

 

4.3.2.2. Technique basée sur la présence de VNTR (Variable Number Tandem Repeats) 
 

La technique MLVA (Multi locus VNTR Analysis) est basée sur l’étude de séquences 

de nucléotides répétées plusieurs fois en tandem appelées VNTR. Ces minisatellites sont composés 

d’unités répétées de 6 à plusieurs centaines de paires de base. Ils peuvent être intragéniques ou, le 

plus souvent, extragéniques. Les sites du génome (loci) comprenant 

ces régions répétées sont amplifiés par PCR grâce à des amorces dessinées dans les zones 

flanquantes des VNTR. Le produit d’amplification ainsi obtenu a donc une taille directement 

proportionnelle au nombre de régions répétées. La variation du nombre de copies de ces séquences 

créée un polymorphisme de taille. D’une souche à l’autre, le nombre de répétitions peut varier et 

l’analyse de plusieurs VNTR permet d’obtenir une « empreinte génétique » 

d’un clone bactérien. 
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Depuis une dizaine d’années, de nombreuses méthodes de typage MLVA. ont été développées 

et appliquées pour des bactéries comme Mycobacterium tuberculosis (Frothingham et Meeker-

O’Connell, 1998), Neisseria meningitidis (Killoran et al, 2006), 

ou Bacillus anthracis (Lista et al. 2006). Ainsi, Monteil et collaborateurs (2007) ont mis au point la 

technique MLVA pour discriminer des isolats de B. henselae. Le développement  

e cette méthode a été grandement facilité par le fait que le génome de la souche de référence ATCC 

49882 (Houston I) soit entièrement séquencé. Dans cette étude, 30 VNTR candidats (Bhv-1 à Bhv-30) 

et leurs couples d’amorces ont été sélectionnés puis testés sur 6 isolats 

de B. henselae. La majorité des séquences choisies étaient situées dans la partie terminale 

du génome. Seul, 11 Bhv parmi les 30 testés, ont été retenus sur la base de leur dimorphisme (6 Bhv) 

ou polymorphisme (5 Bhv). Ces derniers ont été à nouveau testés sur 44 isolats 

de B. henselae et seul cinq BHV ce sont avérés polymorphes. De plus, cette analyse a permis de 

distinguer 31 profils et de séparer les 44 isolats dans un dendrogramme, en deux branches distinctes. 

 

4.3.3. Comparaison des performances des différentes techniques de typage 

 

Dans une autre étude, Bouchouicha et al., (2009) ont comparé les performances 

de la méthode MLVA avec d’autres techniques de typage PFGE, MLST et MST, en analysant des 

isolats et des souches de B. henselae préalablement testés par au moins une 

de ces  techniques. La technique MLVA s’est avérée plus discriminante avec un nombre 

de profils et un index de diversité supérieure aux techniques précédemment citées. 

 

De nombreux critères doivent être définis pour évaluer une technique de typage. 

En premier lieu, la typabilité, c’est à dire la possibilité d’obtenir un résultat  interprétable pour une 

proportion de souches au sein d’une espèce. Ensuite, la reproductibilité, qui est la capacité d’une 

technique à classer dans le même type une même souche testée de façon répétée 

et enfin le pouvoir discriminant de la technique. Par ailleurs, la facilité d’application 

et d’interprétation sont également importantes. 

Le tableau ci-dessous fait le bilan des avantages et inconvénients des différentes techniques de 

typage présentées dans le paragraphe précédent. 

 

Tableau 3 : Avantages et inconvénients des différentes techniques de typage 

 

Méthode de 

typage 

Pouvoir 

discriminant 
Typatibilité Reproductibilité 

Facilité 

D’interprétation 

Cout 

relatif 

PFGE modéré excellente moyenne bonne élevé 
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RFLP variable excellente variable moyen moyen 

RAPD faible excellente faible faible moyen 

MLST moyen optimale excellente excellente élevé 

Typage 

VNTR 
excellent excellente excellente excellente faible 

 

D’une manière générale, rares sont les techniques qui répondent à tous ces critères 

et aucune n’offre des performances idéales. En effet, certaines méthodes sont très lourdes 

à mettre en place, très coûteuses et surtout les résultats ne sont pas comparables entre laboratoires. 

La seule façon de confirmer que deux souches sont identiques ou différentes 

est de combiner deux techniques utilisant des marqueurs indépendants pour obtenir 

une classification clonale stable. 

 

4.4. LES MÉCANISMES À L’ORIGINE DE 
LA DIVERSITÉ GÉNÉTIQUE CHEZ 
        LES BARTONELLES : CAS DE 
BARTONELLA HENSELAE 

 

L’utilisation des techniques de typage PFGE, MLST, MST et MLVA a révélé l’existence d’une 

importante hétérogénéité génétique au sein de l’espèce B. henselae. 

 

La diversité génétique et la variabilité observées chez B. henselae sont le reflet 

de stratégies adoptées par cet agent pathogène pour pouvoir se multiplier et persister chez 

son hôte. En effet, B. henselae entraîne chez l’hôte réservoir une bactériémie prolongée 

et récurrente. Cette persistance intra-erythrocytaire a nécessité l’acquisition par la bactérie 

d'importantes capacités d'adaptation aux hôtes vertébrés et à leurs systèmes naturels 

de défenses. 

 

Ainsi, Lindroos et al., (2006) suggèrent que la variation génétique observée chez 

B. henselae est l’expression  d’une remarquable plasticité génomique qui se traduit par 

des phénomènes de réarrangements et de délétions au niveau des îlots génomiques ou «GEI » qui 

concentrent les gènes de virulence et favorisent leur régulation concertée 
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(Guy et al., 2012). Ces variants génétiques jouent un rôle important dans la colonisation 

et l’échappement à la réponse immunitaire de l’hôte. 

 

D’autre part, la présence de séquences répétitives d'ADN dans les domaines tige 

des gènes Vomp et badA, ayant des fonctions d’adhésines, augmente la fréquence 

des mécanismes de recombinaison et donc la variation antigénique à la base de l’évitement 

de la réponse immunitaire spécifique de l’hôte (Riess, 2007). 

 

Des preuves in vivo de la variation de phase de Vomp ont été apportées dans un modèle 

animal d'infection à Bartonella quintana, avec une délétion dans le locus Vomp au cours 

de l'infection persistante de la circulation sanguine (Zhang, 2004). Ainsi, ces stratégies 

de variation de phase et antigénique pourraient être utilisées par d'autres espèces de Bartonella 

pour se lier à différents types cellulaires de l'hôte et pour éviter d’être la cible du système 

immunitaire de l’hôte. 

 

5. BIOLOGIE ET ÉPIDÉMIOLOGIE DES 
INFECTIONS À BARTONELLES 
    CHEZ LES CARNIVORES 
DOMESTIQUES 
 

5.1. CYCLE ÉVOLUTIF ET STRATÉGIE 
D’INFECTION 

 

Le point commun entre les différentes espèces de bartonelles est leur hémotropisme chez les 

mammifères réservoirs qui s’accompagne d’une bactériémie au long cours 

et récurrente. Cette caractéristique est déterminée par leur besoin en fer. Ces bactéries persistent au 

sein de leur hôte grâce à une biologie particulière et une transmission par le biais de vecteurs 

arthropodes piqueurs variés. 

 

En effet, après inoculation, les bartonelles ne peuvent coloniser les érythrocytes qu’après un 

passage dans une niche cellulaire primaire, encore mal connue, dans laquelle 

la bactérie se multiplie et persiste. La phase de bactériémie a lieu 4 à 5 jours post-inoculation par 
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l’invasion des érythrocytes mâtures. Ce mode d'infection permet aux Bartonella d'échapper à la 

réponse immunitaire de l'hôte et constitue en outre une excellente adaptation 

à la diffusion dans tout l'organisme et à la transmission vectorielle (Figure 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Stratégie de l’infection chez Bartonella (adaptée et modifiée de Dehio, 2012) 

5.2. LA NICHE PRIMAIRE 
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Peu de travaux décrivent avec certitude le cheminement de l’infection entre la phase 

d’inoculation de Bartonella à la peau ou à la circulation sanguine et la phase de bactériémie. Dans 

une étude de Schülein et al. (2001), des rats ont été expérimentalement infectés 

par une souche fluorescente de Bartonella tribocorum. Après injection les bactéries colonisent une 

niche initiale de cellules dont l’identité reste incertaine. Cette colonisation commence quelques 

heures après l’inoculation et dure 3 à 4 jours. La phase de bactériémie à lieu 5 jours post-inoculation 

suite à l’invasion d’érythrocytes matures. Ainsi, environ tous les 5 jours, 

la niche primaire libère des bartonelles qui vont infecter de nouveaux érythrocytes matures. 

 

En réalité, aucune preuve concluante n'a été publiée révélant sans équivoque l'identité 

cellulaire de la niche primaire. Néanmoins, la présence de données confirmant le tropisme 

de Bartonella pour la circulation sanguine et son interaction avec des tissus très vascularisés tels que 

le foie et la rate, laisse penser que les cellules endothéliales pourraient représenter cette niche 

primaire. Il semblerait que les cellules endothéliales soient infectées préférentiellement lorsque les 

bartonelles ne disposent pas des érythrocytes de leur hôte réservoir. Cette infection peut conduire à 

de véritables tumeurs vasculaires (Dehio, 2005). 

 

Par ailleurs, il est probable que d’autres types de cellules puissent jouer le rôle de niche 

initiale. En effet, l’atteinte des ganglions lymphatiques lors d’une infection par Bartonella  peut 

indiquer que le transport de cette bactérie via le système lymphatique est assuré 

par les lymphocytes ou les phagocytes mononucléés. 

 

Ces cellules migratrices contribueraient donc à la dissémination de l’agent pathogène 

dans les tissus vasculaires et pourraient constituer une niche primaire (Kordick et al., 1999a). 

 

D’autres études, suggèrent que les cellules érythrocytaires progénitrices 

et les érythroblastes peuvent aussi servir de niche primaire pour les bartonelles (Rolain 

et al., 2003a ; Mandle et al., 2005). 

 

Cependant, cette hypothèse est controversée par une expérimentation réalisée 

sur un modèle de rats infectés par GFP-B. tribocorum. On constate alors que la bactérie pouvait 

envahir des érythrocytes matures in vivo et qu’il n’est donc pas nécessaire 

de considérer les cellules progénitrices de la lignée érythrocytaire comme niche initiale (Schulein et 

al., 2001). 

 

5.3. INTERACTIONS AVEC LES 
CELLULES ENDOTHÉLIALES ET 
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AUTRES 
       CELLULES NUCLÉÉES 

 

Un certain nombre d'études in vitro ont montré qu’en plus de son tropisme pour 

les érythrocytes, B. henselae pouvait envahir différentes cellules hôtes telles que les cellules 

endothéliales (Hill et al., 1992), les monocytes, les macrophages et les cellules dendritiques (Musso 

et al., 2001; Resto-Ruiz et al., 2002 ; Schulte et al., 2006; Vermi et al., 2006). 

Une invasion des cellules épithéliales a été également décrite, mais ce modèle d’infection 

n’a pas été encore confirmé in vitro (Hill et al., 1992; Batterman et al., 1995). 

 

L’interaction des bartonelles avec les cellules nucléées de l’hôte nécessite des pré-requis 

différents de ceux pour l’interaction avec les érythrocytes. Ceci est en grande partie lié 

à la différence de structure du cytosquelette de ces deux types de cellules. 

En effet, plusieurs facteurs de virulence de Bartonella, tels que la protéine BadA 

(autotransporteurs trimériques-TAA) ou le système de sécrétion VirB/D4 (T4SS), contribuent aux 

mécanismes de colonisation des cellules nucléées de l’hôte. De ce fait, les bartonelles sont capables 

d’envahir les tissus vasculaires de plusieurs organes et y induire un processus caractéristique appelé 

néo-angiogénèse. 

 

5.3.1. Adhésion 

 

La première étape de l’infection des cellules nucléées est celle de l’adhésion à la matrice 

extracellulaire et à la membrane plasmique de la cellule hôte. Cette étape est médiée 

ar des protéines de surface qui vont permettre l’attachement de la paroi bactérienne à celle 

de la cellule hôte. En 1995, Batterman et al., ont mis en évidence le rôle des pilis 

dans l’adhésion des bartonelles aux HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cells). 

Ces structures de surface ont été identifiées plus tard comme des adhésines appartenant 

à la classe des autotransporteurs trimériques TAAs (Riess et al., 2004). Ces protéines 

non fimbriales de la membrane externe se caractérisent par trois parties : la tête (zone 

N-terminale), le corps (tige) et un domaine C-terminal d’ancrage dans la membrane 

t appartiennent au système de sécrétion de type V (T5SS). Les principales protéines 

de la classe des autotransporteurs TAAS décrites chez les bartonelles sont les protéines BadA 

(Bartonella adhesin A) et les Vomps (variably expressed outer membrane proteins) 

qui s’expriment lors d’une infection par B. henselae et B. quintana respectivement (Zhang 

et al., 2004; Muller et al., 2011). 

 

Chez B. henselae, la protéine Bad A module l’adhérence de la bactérie à des protéines 

de la matrice extracellulaire et à des protéines membranaires des cellules endothéliales 
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via les ß1 intégrines. Elle joue également un rôle dans la vasoprolifération, en activant 

le facteur HIF-1 (Hypoxia inducible facteur -1) qui est un facteur clé de transcription 

de l’angiogenèse et la sécrétion de VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) 

(Riess et al., 2004, Riess et al., 2007). 

 

D’autres facteurs de virulence possédant des propriétés d’adhésion aux cellules nucléées 

de l’hôte ont été décrits. Il s’agit de protéines de la membrane externe (OMPs) observées 

chez B. henselae et B. quintana (Minnick, 1994 ; Burgess and Anderson, 1998) 

et des protéines de la membrane externe capable de fixer l'hème HbpA (Pap31) 

mise en évidence chez B. henselae (Carroll et al., 2000; Zimmermann et al., 2003). 

 

5.3.2. Invasion 
 

Le mécanisme d’invasion des cellules endothéliales par les bartonelles a été étudié 

in vitro sur les HUVEC. L’invasion des cellules en culture par B. bacilliformis (Hill, 1992) 

et B. henselae est actine-dépendante et aboutit à l’internalisation de petits groupes bactériens 

amassés à la surface de la cellule hôte dans des vacuoles appelées phagosomes. 

Ces caractéristiques sont celle d’une phagocytose, classique pour la cellule, mais induite 

par la bactérie. Cette phagocytose dépend de l’activation d’une protéine de la cellule endothéliale, la 

Rho GTPase. Cette dernière joue un rôle dans l’activation des molécules d’actine (Dehio, 2001). 

 

 

En plus de cette phagocytose, B. henselae peut envahir la cellule hôte par une seconde voie qui 

repose sur trois étapes : agrégation des bactéries, englobement et incorporation. 

Une lamelle de cellules endothéliales en migration établit un contact avec des bactéries. Elle entraîne 

la formation d’un agrégat bactérien (constitué d’une centaine de bartonelles) 

à la surface de cellule hôte. Ainsi, des protrusions de membrane cellulaire viennent 

alors entourer cette formation, l’invasome. Par la suite, la vacuole obtenue peut pénétrer 

dans la cellule (Dehio, 1999). La formation de l’invasome est actine-dépendante et se déroule en 24 

heures. Le système VirB/VirD4 joue un rôle dans ce processus d’invasion 

par B. henselae, puisqu’il intervient dans le réarrangement du cytosquelette à l’origine 

de la formation de l’invasome (Rhomberg et al., 2009; Truttmann et al.,2011). 

 

5.4. ANGIOGÉNÈSE 
 

Les Bartonella (B. bacilliformis, B. quitana et B. henselae) sont les seules bactéries connues 

pour leur capacité à provoquer des lésions de vasoprolifération grâce à leur pouvoir d’invasion des 
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cellules endothéliales, et causer à la fois leur prolifération et leur migration. 

La protéine Bad A est un des facteurs de l’angiogenèse. Elle est exprimée durant 

les infections par B. henselae où elle intervient dans la vasoprolifération, en activant le facteur HIF-1 

et induisant la sécrétion de VEGF. 

 

L’angiogenèse est un processus pathologique observé dans la forme chronique 

de la maladie de Carrion (ou verruga peruana), dans l’angiomatose bacillaire et la péliose hépatique 

ou splénique provoquées par B. henselae et B.quintana chez les hôtes immunodéprimés. Ces lésions 

de vaso-prolifération sont constituées de cellules endothéliales, des bactéries et d’infiltrats mixtes de 

macrophages, de monocytes et de polynucléaires neutrophiles (Bhutto et al., 1994). 

 

5.5. PARASITISME DES ÉRYTHROCYTES 
 

L’hémotropisme est une caractéristique des bartonelles. Le parasitisme des 
globules rouges confère à la bactérie le privilège non seulement d’être à l’abri des 

lyzosomes 
et de la réponse immunitaire à médiation humorale, mais aussi la possibilité de persister 

au sein de l’hôte et par conséquent augmenter sa chance d’être absorbé par un 
arthropode hématophage. Toutefois, les érythrocytes matures, au contraire de toute 

autre cellule nucléée, ne contiennent pas de cytosquelette susceptible d’être détourné par 
la bartonelle. L’invasion d’un érythrocyte est donc un phénomène purement actif de la 

part des bartonelles. 
 

5.5.1. Adhésion 

 

L’adhésion spécifique des bartonelles aux érythrocytes de l’hôte semble être médiée 

par le système Trw T4SS. (Seubert et al., 2003; Vayssier-Taussat et al., 2010). Le gène Trw est 

exprimé exclusivement par les espèces de Bartonella de la 4e lignée, dites modernes (Engel et al., 

2011). En revanche, B. bacilliformis et les espèces de Bartonella 

de la 2e et 3e lignée n’expriment pas ce gène, mais possèdent de multiples flagelles 

(Harms and Dehio, 2012). Il est donc possible de considérer que les flagelles jouent un rôle important 

dans l’adhérence de ces espèces aux érythrocytes mais qu’ils soient fonctionnellement remplacés par 

le système Trw chez les bactéries de la 4e lignée. 

Cependant, la fixation d’une souche mutante de B. bacilliformis, non flagellée, 

sur les érythrocytes est réduite de 75% (Walker et Winkler, 1981). Le rôle du flagelle 

dans l’adhésion aux globules rouges reste donc controversé.  
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5.5.2. Invasion 

 

Les érythrocytes possèdent un cytosquelette passif interdisant à la cellule une activité 

phagocytaire. Les flagelles de B. bacilliformis lui procurent une force de propulsion 

qui semble intervenir dans l’invasion des érythrocytes, processus qui se déroule en quelques heures 

(Hill et al., 1992 ; Mernaugh and Ihler, 1992). Une des principales caractéristiques 

de l’interaction de B. bacilliformis avec les érythrocytes humains est celle de la formation d’une 

invagination profonde dans la membrane de ces derniers. Ce phénomène est assuré 

par une protéine extracellulaire: la déformine, secrétée durant la croissance de B. bacilliformis et B. 

henselae. Cette protéine, induit donc de grosses invaginations dans la membrane 

des érythrocytes dans lesquelles s’engouffrent les bactéries (Benson et al., 1986). 

 

Deux autres protéines interviennent dans le mécanisme d’invasion des érythrocytes : 

une hydrolase dont le rôle dans l’invasion est à déterminer et une protéine de 18 kDa localisée sur la 

membrane interne de la bactérie (Coleman and Minnick, 2001). Les gènes ialA et ialB (invasion-

associated locus) codent pour ces deux protéines. Ces locus sont conservés 

chez toutes les espèces du genre Bartonella. Des études in vitro ont montré que des souches d’E. coli 

ayant reçu les gènes ialA et ialB sont capables d’envahir les érythrocytes humains. Par contre, une 

mutation sur le gène ialB chez B. bacilliformis réduit de 50% ses capacités 

à envahir les érythrocytes humains (Mitchell and Minnick, 1995). Le mécanisme d’action 

de la protéine de l’ialA est encore inconnu. 

 

6. PRÉVALENCE ET FACTEURS DE 
RISQUE 
 

6.1. SÉROPRÉVALENCE CHEZ LES 
RÉSERVOIRS CARNIVORES 

 

La plupart des enquêtes séro-épidémiologique des infections à Bartonella, en médecine 

vétérinaire, concerne principalement les félins domestiques et sauvages. En effet, Le chat 

est le principal réservoir de B. henselae, B. clarridgeiae, B. koehlerae. Il est important 

de noter que les études sérologiques présentent parfois des limites, particulièrement 

dans l’interprétation exacte des résultats. Parmi ces inconvénients, il y a tout d’abord 

la présence de différences antigéniques entre les souches de Bartonella henselae expliquant 
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certaines discordances dans les résultats mais aussi la présence de communautés antigéniques entre 

Bartonella henselae et Bartonella quintana. 

 

De plus, il existe des réactions croisées entre les Bartonella spp. et d'autres bactéries 

notamment, Coxiella burnetii, Chlamydia trachomatis, Chlamydophila pneumoniae 

et Chlamydophila psittaci (La Scola et Raoult, 1996 ; Maurin et Raoult, 1997). 

 

Enfin, un certain nombre de chats ne présentent pas d’anticorps anti- Bartonella henselae 

détectables mais sont par contre bactériémiques (Kordick et Breitschwerdt, 1997). Les données de 

séroprévalence de Bartonella henselae dans différents pays chez la population de chats errant sont 

indiquées dans le tableau 4. 

 

 

Tableau 4 : Prévalence de B. henselae chez les chats errants et de fourrière 

 

Pays Type d’enquête Origine Prévalence (%) Référence 

Afrique du sud S De fourrière 21 Kelly et al., 1996 

USA (Floride)  S Errants 33.6 Luria et al., 2004 

Indonésie (Jakarta) S Errants 43 Marston et al., 1999 

Israël S Errants 83 Avidor et al., 2004 

Philippines 

(Manilla) 

S 

B 

Errants 

Errants 

61 

68 
Chomel et al., 1999 

Singapour S Errants 47.5 Nasirudeen et al., 1999 

Thaïlande B Errants 15.8 Inoue et al., 2009 

Taiwan S Errants 23.7 Chang et al., 2006 

Danemark 
B 

B 

De fourrière 

Errants 

26.5 

44 

Chomel et al.,2002 

Engbaek et al., 2004 

Allemagne B Errants 18.7 Arvand et al., 2001 

République Tchèque 
B 

B 

De fourrière 

Errants 

55 

66.6 
Melter et al., 2003 
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Espagne (Madrid) S Errants 24.1 Ayllon et al., 2012 

Italie (Lombardie) 

Italie (Nord) 

Italie (Toscane) 

B 

B 

S 

Errants 

Errants 

Errants 

23 

18 

38 

Fabbi et al., 2004 

Fabbi et al., 2004 

Ebani et al., 2002 

Pologne S De fourrière 86 Podsiadly et al., 2003 

Turquie B Errants 9.8 Celebi et al., 2008 

France (Nancy) B Errants 53 Heller et al., 1997 

Pays Bas 
B 

S 

De fourrière 

De fourrière 

22 

50 
Bergmans et al., 1997 

 

Néanmoins plusieurs études de séroprévalence ont montré qu’un pourcentage élevé 

de chats sont exposés à Bartonella spp à travers le monde. Ainsi, il a été indiqué 

que la séroprévalence de B. henselae variait de 5% à 80% en fonction de la localisation géographique, 

l’origine des chats (errant, de fourrière ou de propriétaire) et le climat (Boulouis et al., 2005). 

Certaines études ont montré que les plus fortes prévalences 

à B. henselae étaient observées dans les pays à climat chaud et humide, climat présentant 

une forte prévalence en vecteurs arthropodes. 

 

Bartonella clarridgeiae est variablement présente dans la population féline de différents 

pays du monde. Dans certaines études, la séroprévalence variait de 30% à 36% (France, Pays-Bas et 

Philippines) alors que dans d’autres études, elle n’excédait pas les 10% (sud-est 

des Etats-Unis, Japon et Taïwan) (Boulouis et al., 2005). 

 

Dans l'ensemble, la prévalence des anticorps anti- B. vinsonii berkhoffii chez les chiens 

domestiques est très faible (<5%) (Pappalardo et al.,1997 ; Solano-Gallego et al., 2004 ; Kernif et al., 

2010), mais peut être plus élevé chez les chiens errants ou vivants dans 

un milieu rural. En effet, un environnement rural où la fréquence d’exposition aux tiques 

ou aux puces est plus importante qu’en milieu urbain, constitue un facteur de risque influant sur 

l’accroissement de la prévalence de B. vinsonii berkhoffii chez les chiens ruraux (Breitschwerdt et al., 

2000). 

 

6.2. CARACTÉRISTIQUES ET 
PRÉVALENCE DE LA BACTÉRIÉMIE 
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CHEZ 
       LES RÉSERVOIRS CARNIVORES 

 

L’importante prévalence d'anticorps anti-Bartonella spp. chez les carnivores domestiques 

et plus particulièrement chez les chats, témoigne d’une infection fréquente, persistante, 

et récurrente. Kordick et al. ont montré que certains chats restent bactériémiques plusieurs mois voir 

plus d’un an. (Kordick et al., 1995). 

 

Différentes espèces de Bartonella spp. ont été isolées du sang de différentes population 

de chats à travers le monde. Les données de prévalence de B. henselae chez la population 

de chats errants dans différents pays sont indiquées dans le tableau 4. 

 

Par ailleurs, des études ont montré que les jeune chats de moins de trois ans étaient 

plus bactériémiques que les chats adultes (Arvand et al., 2001 ; Chomel et al., 1995). 

La bactériémie chez les chats âgés de moins de 1 an en Espagne était de l’ordre de 12.1% (Pons et al., 

2005); 13% en Allemagne (Sander et al., 1997) et 19% en France (Heller et al., 1997). Les chats 

errants et les chats provenant de fourrières sont plus susceptibles d’être bactériémiques que les 

chats domestiques vivant avec un propriétaire car ils présentent 

un risque plus élevé d’exposition aux puces. En effet, en Australie, 40% des chats errants testés 

étaient bactériémiques contre 16% des chats domestiques (Chomel et al., 1997). 

Dans une autre étude, B. henselae fut isolée chez 81 chats sur 205 soit 39.5% en Californie. La 

bactériémie de B. henselae était présente chez 3 fois plus de chats errants et/ou mis 

en fourrière que chez les chats domestiques. De même, les jeunes chats ainsi que les chats infectés 

par les puces avaient un risque plus élevé d’être infectés par B. henselae (Maurin 

et al., 1997). 

 

Deux principaux génotypes ou sérotypes I (Houston) et II (Marseille) de B. henselae 

nt été décrit (Bergmans et al., 1996 ; Drancourt et al., 1996), et de nombreuses études 

de prévalence ont montré que le génotype II était prédominant chez le chat domestique. 

En 2002, Fournier et ses collaborateurs ont indiqué que 76.5% des isolats humains 

de B. henselae étaient de type I. Une Co-infection de chats avec ces deux génotypes 

a également été signalée (Gurfield et al., 1997). 

 

Bartonella koehlerae a été isolé chez deux chats en Californie, un chat en France 

et en Israël (Avidor et al., 2004 ; Droz et al., 1999 ; Rolain et al., 2003b). 
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Les données épidémiologiques relatives à B. vinsonii berkhoffii chez les chiens sont limitées. La 

prévalence de la bactériémie chez les chiens est faible, elle varie de 0.5 à 9.2% selon les études (Li et 

al., 2006 ; Henn et al., 2007 ; Celebi et al., 2010). 

 

Quelques cas rares d’infection de chiens par B. henselae ont été mis en évidence par Kusaba et 

al. (1999), Tsukahara et al. (1998) et Kitchell et al. (2000). Toutefois, une autre étude a montré une 

prévalence de 10,1% chez des chiens sains (10,1%) et de (27,2%) chez 

des chiens malades au sud-est des Etats-Unis (Salano-Gallego et al., 2004) . 

 

6.3. VECTEURS ET TRANSMISSION 
 

Les arthropodes hématophages représentent les vecteurs de majeurs des bartonelles. 

Au sein du réservoir, ils assurent l’exportation des bactéries du flux sanguin ainsi que leur inoculation 

au cours de la morsure d’un hôte (Figure 5). 

 

L'apparente spécificité des Bartonella spp. et des vecteurs pour un hôte vertébré particulier 

semble être remise en question. En effet, de nombreuse études ont monté que 

des vecteurs arthropodes infectant les mammifères pouvaient héberger de nombreuses espèces 

de bartonelles. En revanche, ces mêmes vecteurs ne sont pas toujours compétents 

pour transmettre toutes ces espèces à un hôte (Tsai et al., 2010). 

 

Par conséquent, le nombre d’espèces de Bartonella identifiées dans les ectoparasites est 

beaucoup plus important que celui des espèces détectées dans leurs hôtes mammifères, 

ce qui suggère un mécanisme d'adaptation des bartonelles à leur écosystème hôte-vecteur 

(Tsai et al., 2011). 

 

6.3.1. Chez le Chat 

 

En 1996, Chomel et al démontrent que la puce du chat est le vecteur de Bartonella henselae. 

La transmission directe de chat à chat sans l’intermédiaire des puces n’est 

pas démontrée. 

 

D’autres études montrent que Bartonella henselae est détectable dans l’intestin 

de la puce trois heures après le repas sanguin et jusqu’à neuf jours après, ainsi que dans 

les fèces. Ainsi, la bactérie présente dans les déjections est déposée sur les poils de l’animal lors du 
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repas sanguin et pénètre ensuite dans l’organisme de celui-ci, en cas de traumatisme cutané ou 

lésions de grattage (Foil et al., 1998). 

 

La transmission verticale de B. henselaede la mère à ses chatons semble exclue (Abott et al., 

1997 ; Guptill et al., 1998). On suppose que Ctenocephalides felis est également 

le vecteur de Bartonella clarridgeiae, qui est très fréquemment isolée avec B. henselae. 

 

D’autres études proposent les tiques comme vecteur de Bartonella spp. En effet, 

de l’ADN de bartonella henselae a été identifié dans des tiques prélevées sur des personnes, mais 

aussi dans des tiques adultes avant tout repas sanguin aussi bien Amérique du Nord qu’en Europe 

(Chang et al., 2002 ; Chang et al., 2001 ; Sanogo et al., 2003). 

 

La transmission de B. henselae via les glandes salivaires a été démontrée expérimentalement 

chez les tiques du genre Ixodes ricinus (Cotte et al., 2008). Par ailleurs, aucune preuve de la capacité 

naturelle des tiques à transmettre les bartonelles n’a été encore publiée, même si des situations 

expérimentales de transmission ont été décrites 

(Reis et al, 2011). Enfin, l’ADN de B. henselae a été détecté à partir d’une mouche piqueuse (Chung et 

al., 2004). 
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Figure 5 : Cycle de transmission de Bartonella henselae (adaptée de McElroy et al., 2010) 

 

6.3.2. Chez le Chien 

 

Les vecteurs hématophages mis en cause dans l’entretien et la transmission 

des bartonelles chez le chien sont variés. Outre la puce du chat (Ctenocephalides felis) 

et son implication dans l’entretien de l’infection à Bartonella henselae, d’autres vecteurs sont 

impliqués, notamment les tiques (Breitschwerdt et al., 2000 ; Baneth et al., 1998 ). Dans une récente 

étude, des auteurs suggèrent qu’il est très probable que R. sanguineus soit un vecteur compétent 

dans la transmission de B.vinsonii berkhoffii à l'hôte vertébré (Billeter et al., 2012). 

 

6.3.3. De Chat / Chien à l’Homme 

 

Le mode de transmission des carnivores domestiques à l’homme fait intervenir 

essentiellement une griffure ou une morsure. L’animal, en se grattant, contamine ses griffes par des 

bactéries sanguines ou /et par des bactéries présentent dans les déjections des puces. En réalité, la 

transmission des bartonelles par morsure est moins fréquente (Chomel et Kasten, 2010). En effet, 

l’excrétion de ces bactéries dans la salive chez le chat n’a pas été clairement démontrée. Par ailleurs, 

la transmission à l’homme par piqûre de puce n’a pas été également prouvée expérimentalement. 

Par ailleurs, le rôle de la puce est essentiel pour le maintien 

de l’infection chez le réservoir félin et donc indirectement assurer la transmission à l’homme. 
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7. MANIFESTATIONS CLINIQUES 
 

7.1. CHEZ LE CHAT 
 

Le chat a longtemps été considéré comme un porteur asymptomatique de l’infection 

B. henselae, B. clarridgeiae et B. koehlerae. En effet, des études ont montré que très peu 

de chats infectés naturellement présentaient des signes cliniques évocateurs. Ceci pourrait 

s’expliquer par une adaptation de l’agent pathogène à l’hôte mammifère. Cette adaptation 

faciliterait donc cette co-existence et minimiserait les effets pathogènes chez l’hôte infecté. Par 

ailleurs, l’apparition et la sévérité des signes cliniques dépendent en réalité de la souche de 

Bartonella qui infecte le chat (Mikolajczyk and O’Reilly, 2000; O’Reilly et al., 1999). 

 

Cependant, quelques études ont décrit chez la population féline des signes cliniques 

consécutifs à une infection naturelle par B. henselae. En effet, des cas d'uvéite 

et d'endocardite ont été associés à une infection par B. henselae en réalisant des tests PCR (Chomel 

et al., 2003; Chomel et al., 2000). Par ailleurs, les chats séropositifs à Bartonella seraient également 

plus susceptibles de présenter des infections rénales et urinaires, 

des stomatites ou des lymphadénopathies. Dans une enquête réalisée au Japon, les auteurs ont 

constaté que les chats séropositifs aussi bien à B. henselae qu’au virus  de l’immunodéficience féline 

étaient plus susceptibles de développer une lymphadénopathie et une gingivite 

que des chats séropositifs à chaque agent séparément (Ueno et al., 1996). 

 

7.2. CHEZ LE CHIEN 
 

Diverses manifestations cliniques ont été recensées avec certitude chez le chien. Différents 

tableaux cliniques ont été décrits dans la littérature qui ce traduisent variablement 

par de l’endocardite (Bartonella vinsonii berkhoffii, B. clarridgeiae, B. washoensis), 

une arythmie cardiaque (Bartonella vinsonii berkhoffii), une rhinite granulomateuse (Bartonella 

vinsonii subspp. berkhoffii), une péliose hépatique (B. henselae), une méningo-encéphalite 

granulomateuse neutrophilique avec une vascularite chronique (Bartonella vinsonii berkhoffii et 

enfin lymphadenite granulomateuse (B. henselae) (Guptill, 2010). Compte tenu de ces différentes 

manifestations cliniques, le chien pourrait constituer 

un excellent modèle pour les infections humaines à Bartonella, puisque les symptômes chez cette 

espèce sont assez similaires au tableau clinique chez l’homme et que les espèces 

de Bartonella incriminées chez le chien sont aussi celles qui ont été identifiées comme pathogènes 

dans l’espèce humaine (Boulouis et al., 2007). 
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7.3. BARTONELLOSES CHEZ L’HOMME 
DUES AUX BARTONELLA ISSUES 
       DE CARNIVORES 

 

7.3.1. Maladie des griffes du chat chez l’homme (MGC) 

 

B. henselae est responsable de la maladie des griffes du chat. Toutefois Bartonella clarridgeiae 

semble également impliquée dans cette maladie. Sous sa forme classique, cette affection est peu 

grave. Le nombre de cas annuels de MGC est estimé à plusieurs milliers dans différents pays 

d’Europe, et entre 22000 et 24000 aux États Unis. Les jeunes âgés 

de moins de 20 ans constituent la tranche de population la plus atteinte par cette maladie (Boulouis 

et al., 2005). 

 

Chez les personnes immunocompétentes, on retrouve des lésions cutanées au site 

d’inoculation trois à dix jours après la contamination. Ces lésions évoluent successivement par une 

phase vésiculeuse, érythémateuse et papuleuse. Puis il y a apparition 

d’une adénopathie régionale qui peut passer d'abord inaperçue puis qui peux ce traduire 

par une augmentation marquée de la taille des nœuds lymphatiques. Ces adénites peuvent durer 

plusieurs semaines à plusieurs mois. L’évolution peut se faire vers la suppuration 

et la formation d'une fistule. 

 

Des manifestations cliniques inhabituelles, de pronostic souvent favorable, sont notées 

dans environ 5 à 13 % des cas : adénopathies mésentériques ou médiastinales, syndromes oculo-

ganglionnaires de Parinaud (conjonctivite granulomateuse suivie d'une adénopathie 

pré-auriculaire contiguë), abcès des parois latérales du pharynx avec suppuration 

des parotides, encéphalites, méningites, myélites avec paraplégie, radiculites, convulsions, 

confusions mentales, comportements agressifs, rétinopathie stellaire de Leber (perte de vision, 

généralement unilatérale, avec scotome central et formation d'une étoile maculaire, guérissant 

spontanément en un à trois mois), abcès viscéraux, granulomes hépatiques, granulomes spléniques, 

ostéomyélites, arthrites, purpuras thrombopéniques, érythèmes noueux, pneumopathies atypiques, 

glomérulonéphrites d'origine immunopathologique, maladies généralisées avec ou sans 

hépatosplénomégalie, syndrome de fatigue chronique (Chomel 

et al., 1997). 

 

7.3.2. Autres affections partagées par l’homme et les carnivores 
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7.3.2.1. Angiomatose bacillaire et peliose hépatique 

 

Chez les personnes immunodéprimés, on observe, entre autre une angiomatose bacillaire ou 

une péliose. L'angiomatose bacillaire est provoquée par B. quintana ou par 

B. henselae. Cette affection se caractérise par une prolifération vasculaire et des cellules 

endothéliales. L'angiomatose bacillaire cutanée se caractérise par la formation 

de pseudotumeurs angiomateuses uniques ou multiples, superficielles, violacées, saignant facilement 

au contact, dermique ou sous-cutanées (Edouard et Raoult, 2010). Ces lésions peuvent s’étendre aux 

tissus profonds, notamment à l’os (Relman et al., 1990). La péliose hépatique est une affection 

caractérisée par une prolifération des capillaires sinusoïdes hépatiques conduisant à la formation de 

larges espaces vasculaires. Des lésions similaires ont été décrites dans la rate et les ganglions 

lymphatiques, d’où le terme proposé 

de péliose bacillaire. La péliose bacillaire peut être associée à des lésions d’angiomatose bacillaire, 

mais s’en distingue par l’absence de prolifération endothéliale. Cette forme d’infection à B. henselae 

touche en général les patients VIH bien qu’elle ait été décrite chez un patient transplanté rénal 

(Blanco et al., 2005). 

 

7.3.2.2. Endocardite 

 

Environ 20% des endocardites humaine à Bartonella sont imputées à B. henselae (Fournier et 

al., 2001). La prévalence des endocardites à Bartonella est plus faible 

dans les pays du Nord que dans ce du Sud, ce qui suggère la présence d’un gradient 

de distribution géographique du nord au sud, des endocardites à Bartonella (Brouqui 

et Raoult, 2006). 

 

En effet, en Algérie et en Tunisie, les endocardites représentent respectivement 15% 

et 9,8% des endocardites infectieuses alors, qu’elles représentent 1,1% au Royaume-Uni 

et 3% en Allemagne et en France (Edouard et Raoult, 2010 ; Benslimani et al., 2005). Dans 

les différentes études réalisées, les endocardites infectieuses à B. henselae sont associées 

principalement à deux facteurs de risque: morsures et ou griffures de chats et présence 

d’une valvulopathie préexistante. 

 

Par ailleurs, quelques rares cas d’endocardite ou de myocardite ont été associés à des 

infections par B. koehlerae et B. vinsonii berkhoffii (Avidor et al., 2004 ; Roux et al., 2000).  
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8. DIAGNOSTIC DE L’INFECTION 
CHEZ LES CARNIVORES 
DOMESTIQUES 
 

Les données épidémiologiques et cliniques permettent d’émettre une hypothèse diagnostique 

quant à une infection par une espèce de bartonelle. Cependant, seuls les examens 

de laboratoire permettent de déterminer le germe responsable. Ainsi, le diagnostic 

d’une infection à Bartonella repose sur la mise en évidence de la bactérie par hémoculture 

ou amplification génique et/ou sur des tests sérologiques. 

 

8.1. DIAGNOSTIC CLINIQUE ET 
HISTOLOGIQUE 

 

Le diagnostic clinique est difficile à établir chez les chiens et les chats. En effet, 

les signes cliniques observés sont peu caractéristiques. Une infection à Bartonella devrait être 

suspectée chez un chien atteint d’une endocardite et plus spécifiquement d’une endocardiose 

valvulaire (MacDonald et al., 2004). Une bartonellose doit être également évoquée chez 

des chiens présentant une fièvre intermittente, une léthargie, une boiterie et une atteinte 

granulomateuse inexpliquées.  

 

Chez les chiens séropositifs à B. vinsonii berkhoffii, on constate très souvent 

une anomalie de la formule de numération sanguine qui se traduit par de la thrombocytopénie, de 

l’anémie, une leucocytose neutrophile et une éosinophilie (Breitschwerdt et al., 2004). 

Par ailleurs, certains chats développent une anémie transitoire en début d’infection et d’autres une 

éosinophilie persistante (Kordick et al., 1999a).  

 

L’inoculation expérimentale de 13 chats SPF par du sang provenant de deux chats 

naturellement infectés par B. henselae (type II) ou co-infecté par B. clarridgeiae 

et B. henselae (type II) a révélé des lésions histopathologiques peu spécifiques : 

une hyperplasie folliculaire des nœuds lymphatiques périphériques pour tous les chats, 

une hyperplasie folliculaire de la rate (69% des chats), des agrégats de mononucléaires 

dans le foie (46%) et des lymphocytes ou des cellules plasmatiques entourant mais aussi obstruant 

les canaux biliaires dans les systèmes porte (69%). (Guptill et al., 1997 ; 

Kordick et al., 1999b).  
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8.2. DIAGNOSTIC SÉROLOGIQUE 
 

La sérologie est d’intérêt plus limité dans les espèces réservoirs, en particulier chez l’espèce 

féline. En effet, une sérologie positive ne renseigne pas sur l’état bactériémique 

et elle n’est pas suffisante pour confirmer une infection à Bartonella chez un chat malade. 

Les anticorps apparaissent quelques jours après la bactériémie et persistent plusieurs 

semaines après disparition de la bactériémie. Ils n'ont pas de réel effet protecteur. Ceci explique 

pourquoi un faible pourcentage de chats bactériémiques sont trouvés séronégatifs. De plus, une 

baisse des titres en anticorps précédant une recrudescence de bactériémie 

a pu être observée. À l'inverse, une élévation des titres en anticorps peut précéder une baisse de la 

bactériémie (Chomel et al., 1995). 

 

La recherche des anticorps dirigés contre B. henselae fait appel soit 

à l’Immunofluorescence Indirecte (IFI), soit aux techniques immuno-enzymatiques représentées 

essentiellement par l’ELISA (Enzyme Linked Immmuno Sorbent Assay), 

et le Western Blot (WB) (Maurin et al, 2002). Les antigènes sont préparés soit à partir 

de bactéries cultivées sur milieu gélosé soit à partir de bactéries cultivées sur cultures cellulaires mais 

les titres en anticorps varient suivant le mode de préparation. 

 

L'immunofluorescence semble être la technique de choix. Le seuil de positivité est compris 

entre 1/50 et 1/256, la valeur prédictive positive (PPV) de ce test est comprise entre 

39 et 46 % et la valeur prédictive négative est comprise entre 90% et 96 % (Boulouis 

et al., 2005). Le test Western blot a été proposé pour le sérodiagnostic des infections félines 

à B. henselae en utilisant des antigènes reconnus comme spécifique d’espèce et de type. 

 

Cependant la technique est en cours d’amélioration et de standardisation. Dans 

un récent rapport, il a été indiqué que la valeur prédictive positive du test Western blot lors 

d’une infection naturelle par Bartonella chez des chats, était seulement de 18.8% 

(Lappin et al.,2009). 

 

Par ailleurs, la séropositivité à Bartonella ne persiste pas longtemps chez des chiens infectés 

naturellement. Ainsi, des chiens inoculés expérimentalement par B. vinsonii berkhoffii développent 

durant les 4 première semaines post inoculation (Pi), un titre IgG très élevée 

avec un seuil de positivité au 1/4096 mais qui après 243 jours PI baisse avec une positivité 

au 1/64 (Pappalardo et al., 2000).  
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De même, il a été démontré que des chiens naturellement infectés par Bartonella (confirmé 

par des tests PCR) pouvaient être séronégatifs et qu’il semblerait donc que 

le diagnostic sérologique soit plus sensible chez la population féline que canine (Diniz et al., 2007; 

Duncan et al., 2008). 

 

8.3. CULTURE ET ISOLEMENT 
 

La culture des bartonelles est fastidieuse, c’est pourquoi la culture sur gélose 

et la culture cellulaire sont parfois réalisées en parallèle pour obtenir un résultat optimal. 

La culture peut être réalisée à partir de sang prélevé sur tube EDTA ou de biopsies ganglionnaires, de 

valves cardiaques, de biopsies cutanées, de biopsies ostéomédullaires. 

Ces échantillons biologiques doivent être obligatoirement prélevés stérilement. En effet, 

les bartonelles sont des bactéries à croissance lente (4 à 6 semaines) et les risques 

de contamination par des germes secondaires introduits accidentellement lors du prélèvement 

peuvent stopper leur croissance ou fausser la lecture. Par ailleurs, la congélation 

du prélèvement est possible en attente d’acheminement de plus elle contribuerait 

à la libération des bactéries intra érythrocytaires. 

 

Les conditions optimales de culture sur milieu axénique requièrent une gélose additionnée de 

5% de sang frais de lapin ou cheval, une incubation à 35°C, en atmosphère humide enrichie en C02. 

Les colonies apparaissent en dix à 15 jours mais leur délai 

de croissance peut atteindre les 45 jours. 

 

La culture cellulaire en tubes bijoux est réalisée sur cellules L929, HeLa, Véro ou sur cellules 

endothéliales. Les cultures sont observées à j15 et j30 avant d’être rendues stériles. Lorsqu’une 

croissance bactérienne est observée, une coloration de Gimenez est réalisée 

pour révéler le bacille intracellulaire (Edouard et Raoult, 2010). 

 

Un résultat positif à Bartonella en hémoculture ou sur culture de tissus est l’élément 

le plus indicateur d’une infection active à Bartonella. En revanche, en raison du caractère récurrent 

de la bactériémie chez les chats infectés, la culture n’est donc pas toujours un outil 

de diagnostic sensible à 100%. Elle a aussi peu d’intérêt pour le diagnostic des bartonelloses canines. 

En effet, la culture du sang prélevé à partir de chiens inoculés expérimentalement, s’est révélée 

positive seulement pour une durée de 42 jours PI, alors que l'ADN a été détecté dans les ganglions 

lymphatiques périphériques par PCR jusqu'à 142 jours PI et dans le foie 247 jours PI (Pappalardo et 

al., 2001). 
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Cependant, une pré-culture en milieu liquide (Maggi et al., 2005) peut être associée 

à l’isolement ou à la PCR. Ce type de technique utilisant un milieu complexe a permis d’augmenter la 

sensibilité de détection des bartonelles chez les espèces non réservoirs. 

 

8.4. AMPLIFICATION GÉNIQUE PAR PCR 
(POLYMERASE CHAIN REACTION) 

 

En réalité, seule la biologie moléculaire permet d’établir une identification spécifique 

et rapide des bartonelles. De nombreuses techniques de PCR simple ou emboitée ont été 

développées afin de diagnostiquer les infections dues aux différentes espèces du genre Bartonella. 

Plusieurs séquences d’amorces ciblant différents gènes sont utilisables. Les gènes les plus souvent 

amplifiés sont: gltA, ITS, ribC groEL, rpoB, PAP et ftsZ. L’amplification 

de gène par PCR peut être pratiquée directement sur des biopsies (ganglionnaires, hépatiques, 

spléniques, cutanées, valves cardiaques) ou sur du sang prélevé sur des animaux suspects. 

 

Des PCR quantitatives en temps réel utilisant des sondes spécifiques ont été développées. Ce 

type de PCR est simple, reproductible, rapide, précis et potentiellement transférable à des 

échantillons cliniques (Colborm et al., 2010). 

 

DEUXIÈME PARTIE : AUTRES 
BACTÉRIES HÉMOTROPES CHEZ 
                                         LES 
CARNIVORES DOMESTIQUES 
 

Dans cette partie nous nous limiterons qu’aux bactéries ayant fait l’objet de notre étude. 

Les autres bactéries hémotropes sont décrites dans le tableau 5 ci-après. Dans cette seconde partie 

nous abordons les principales caractéristiques des genres Anaplasma et Borrelia 

ainsi que l’épidémiologie et le diagnostic des affections induites par ces pathogènes 

chez les carnivores domestiques. 
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1. ÉTUDE DU GENRE ANAPLASMA 
 

1.1. HISTORIQUE 
 

En 1932, des chercheurs étudiant le Louping-ill des ovins, observent chez ces animaux des 

signes cliniques qui semblent être survenus suite à des morsures de tiques. Cette maladie fut 

dénommée alors « fièvre à tiques » ou « tick-born fever » ou TBF. En 1940, l’agent étiologique de la 

TBF est alors identifié puis baptisé Rickettsia phagocytophila en raison 

de son tropisme pour les granulocytes ou macrophages. Ce même agent est à nouveau 

associé à une TBF chez des bovins, dont le premier cas fut décrit en 1950. En raison 

de sa morphologie similaire à celle de Cytoecetes microti, l’organisme est renommé Cytoecetes 

phagocytophila. 

 

En 1945, Cytoecetes phagocytophila est nommée Ehrlichia phagocytophila après établissement 

du genre Ehrlichia. 

 

En 1969, Gribble décrit une infection des équidés, observée en Californie est due 

à Ehrlichia equi. Comme les morulas sont mises en évidence dans les granulocytes la maladie est 

alors appelée « Ehrlichiose granulocytique équine ». En 1982, le premier cas d’infection chez un chien 

par un agent semblable à Ehrlichia equi fut décrit aux Etats-Unis et à partir 

de cette date d’autres cas identiques ont été observés dans plusieurs autres pays. En 1994, 

les premiers cas d’Ehrlichiose Granulocytaire Humaine furent observés au Minnesota et au 

Wisconsin. Les sérums des patients réagissent positivement avec Ehrlichia phagocytophila et/ou 

Ehrlichia equi. L’agent responsable étant inconnu, il est nommé alors agent 

de l’Ehrlichiose Granulocytaire Humaine ou HGE. L'analyse de la séquence de l'ARNr 16S révèle un 

pourcentage d'homologie de 99.9 % avec l'ARNr 16S de Ehrlichia phagocytophila et de 99.8 % avec 

l'ARNr 16S de Ehrlichia equi. Des test de PCR, effectués sur 6 patients, permettent à Chen et al. 

(1994) d'identifier une nouvelle espèce du genre Ehrlichia responsable d'infections humaines. 
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Tableau 5 : Principales bactéries vectorisées transmises par les arthropodes hématophages 

chez les carnivores domestiques (Tsai et al., 2011) 

 

Bactérie Cellules Cibles 
Hôte 

Mammifère 
Vecteur Pathologie 

Répartition 

Géographique 

Ehrlichiae 

 

E. canis 

 

 

 

 

E. chaffeensis 

 

 

E. ewingii 

 

 

Monocytes, macrophages, 

lymphocytes 

 

 

 

monocytes, macrophages 

 

 

granulocytes 

 

 

Chien, chat 

 

 

 

 

Chien 

 

 

Chien 

 

 

Ripicephalus sanguineus 

 

 

 

 

Ambyloma americanum, 

Ixodes scapularis, 

 

Ambyloma americanum 

 

 

Pancytopénie tropicale canine, typhus du 

chien, fièvre hémorragique du chien. Chez le 

chat on observe une polyarthrite associée à 

une lymphadénomégalie. 

 

Syndrome fébrile modéré 

 

 

Ehrlichiose cliniquement moins grave qu'une 

Ehrlichiose à E. canis. 

 

 

Mondiale, zones d’enzootie 

tropicales et subtropicales 

 

 

 

USA, Europe ?, Asie ? 

 

 

USA, Cameroun, Brésil 
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Rickettsiae 

 

R. rickettsii 

 

 

 

R. conorii 

 

R. parkeri 

 

 

 

R. felis. 

 

 

Cellules endothéliales 

 

 

 

Cellules endothéliales 

 

Cellules endothéliales 

 

 

 

Cellules endothéliales 

 

 

Chien, chat 

 

 

 

Chien 

 

Chien 

 

 

 

Chat, chien 

 

 

Dermacentor andersoni, 

Dermacentor variabilis, 

Amblyomma canjennense, 

 

Ripicephalus sanguineus 

 

Amblyomma maculatum, 

A. americanum 

 

 

Ctenocephalides felis, 

Pulex irritans. 

 

 

Fièvre pourprée des Montagnes rocheuses. 

chez le chat Evidence sérologique d’exposition 

 

 

Syndrome fébrile modéré 

 

Evidence sérologique d’exposition 

 

 

 

Syndrome fébrile. Le chien se comporte 

comme réservoir potentiel. 

 

 

USA 

 

 

Europe, Asie, USA, bassin 

méditerranéen, 

 

USA, Brésil, Bolivie. 

 

 

 

USA, Mexique, Brésil, 

Ethiopie, Espagne, France. 

 

 

Tableau 5 (suite) : Principales bactéries vectorisées transmises par les arthropodes hématophages 

chez les carnivores domestiques (Tsai et al., 2011) 
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Bactérie Cellules Cibles 
Hôte 

Mammifère 
Vecteur Pathologie 

Répartition 

Géographique 

 

Mycoplasma 

 

M. haemocanis 

 

M. haemofelis 

 

Candidatus 

Mycoplasma 

haemominutum 

 

Candidatus 

Mycoplasma 

haematoparvum 

 

 

 

Globule rouge 

 

Globule rouge 

 

Globule rouge 

 

 

 

Globule rouge 

 

 

 

Chien 

 

Chat 

 

Chat 

 

 

 

Chien, chat ? 

 

 

 

Ripicephalus sanguineus 

 

Ripicephalus sanguineus 

 

inconnu 

 

 

 

inconnu 

 

 

 

Anémie et fière 

 

Anémie infectieuse féline 

 

Anémie modérée  

 

 

 

inconnu 

 

 

 

Mondiale 

 

Mondiale 

 

USA, Royaume uni 

 

 

 

USA, Royaume uni 

 

 

Francisella tularensis 

 

 

Phagocytes mononucléés 

 

 

Chat, chien 

 

 

Amblyomma, Dermacentor, 

Haemaphysalis, Ixodes, 

Ornithodoros 

 

 

Fièvre et lymphadénopathie. Rare chez le 

chien (fièvre modérée et diarrhée) 

 

 

Mondiale 
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Coxiella burnetii. 

 

Monocytes, macrophages 

 

Chat 

 

Amblyomma sp., Boophilus 

sp., Dermanyssus sp., 

Hyalomma sp., Ixodes sp., 

Rhipicephalus sp. 

 

Fièvre et anorexie 

 

Mondiale 
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1.2. TAXONOMIE 
 

La famille des Anaplasmataceae, incluse dans l'ordre des Rickettsiales, a été proposée par 

Philip en 1957. Par la suite, les genres Anaplasma, Ehrlichia, Cowdria, Wolbachia 

et Neorickettsia ont été inclus dans cette famille (Figure 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Phylogramme de la famille Anaplasmataceae sur la base de la comparaison 

de séquences d’ARN 16S ribosomale (Rikihisa, 2010) 

 

En 2001, Dumler et al. procèdent à une réorganisation de l'ordre des Rickettsiales basée sur 
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l'analyse des séquences des ARNr 16S, l'analyse des gènes des opérons groESL 

et l'analyse des gènes codant pour des protéines de surface. Aussi, ces auteurs rassemblent Ehrlichia 

phagocytophila, Ehrlichia equi et l'agent EGH au sein d'une unique espèce qui, compte tenu des 

règles de priorité, est appelée Anaplasma phagocytophilum. Ces trois bactéries partagent également 

de nombreuses communautés antigéniques, elles infectent 

les cellules de la lignée myéloblastique et elles sont majoritairement transmises par des tiques du 

genre Ixodes. Néanmoins, il existe au sein de cette espèce de légères différences 

entre souches portant sur certaines séquences. Les souches d’A. phagocytophilum expriment peu de 

variation au niveau des séquences nucléotidiques des genes ARN16S r et groESL 

(De La Fuente et al., 2005 ; Morissette et al., 2009), mais aussi sur des caractères biologiques, 

notamment quant à leur spectre d’hôtes (Foley et al., 2008), leur pouvoir pathogène 

et leur répartition géographique. C’est pourquoi on reconnait des variants (ou biovars) 

au sein de cette espèce (variants équin, humain et bovin). 

 

Le genre Anaplasma infecte les cellules matures ou immatures de la lignée hématopoïétique 

dans son ensemble : hématie, plaquettes, granuleux ou monocytes 

et macrophages. 

 

Chez le chien, deux espèces du genre Anaplasma sont reconnues comme pathogènes : 

 

• Anaplasma platys, découverte pour la première fois en 1978 aux USA (Harvey 

et al., 1978). Parasite des plaquettes et des mégacaryocytes, elle est l’agent responsable de 

la thrombopénie cyclique chez le chien. Son vecteur est supposé 

être la tique du chien Rhipicephalus sanguineus ; 

• Anaplasma phagocytophilum, agent de l’Anaplasmose Granulocytaire Canine (AGC).  

 

Anaplasma phagocytophilum, sujet d’une partie de notre travail, est l’objet 

du développement ci-dessous. 

 

1.3. MORPHOLOGIE ET STRUCTURE 
D’ANAPLASMA PHAGOCYTOPHILUM 

 

Anaplasma phagocytophilum est une bactérie gram négative, non mobile, 

intra cellulaire obligatoire. Elle est entourée par deux membranes ce qui représente 

une caractéristique morphologique des espèces de la famille des Anaplasmataceae. 

Ces bactéries sont de petite taille de 0,3 à 1,3 µm, souvent de forme coccoïde ou ellipsoïde. Elles se 

situent dans des inclusions intra cytoplasmiques en forme de morulas (1,5 -2,5 µm 



70 

de diamètre) retrouvées principalement au sein des granulocytes neutrophiles circulants. 

Leur présence dans ces inclusions est en partie facilitée par le fait qu’A. phagocytophilum 

est dépourvue de peptidoglycane et de lipopolysaccharide (Linn et Rikihisa, 2003). 

La microscopie électronique révèle la présence de deux formes morphologiques au sein 

des morulas : des corps élémentaires (0.5 µm de diamètre) et des corps réticulés (2 µm 

de diamètre). Ces bactéries peuvent être visualisées par la coloration May-Ggrümwald-Giemsa ou 

plus souvent avec la coloration rapide au Diff-Quik (Popov et al., 1998). 

 

A. phagocytophilum se cultive in vitro dans les cellules IDE8 (cellules embryonnaires de Ixodes 

scapularis) ainsi que dans les cellules de la lignée HL-60 (lignée de promyélocytes leucémiques 

d’origine humaine) non différenciées ou différenciées en granulocytes neutrophiles. 

 

La taille du génome d’A. phagocytophilum est de 1.47Mb et le contenu en G+C % 

de son ADN varie entre 30 et 56%. Cette espèce ne peut synthétiser que quatre acides aminés : 

glycine, glutamine, glutamate et aspartate. 

 

1.4. PROPRIÉTÉS ANTIGÉNIQUES ET 
IMMUNOGÈNES ET VARIATION 
       DES SOUCHES 

 

Des réactions sérologiques croisées entre les souches d’A. phagocytophilum et entre 

A. phagocytophilum et d’autres espèces bactériennes telles que Ehrlichia canis, 

Ehrlichia chaffensis, Anaplasma marginale, Anaplasma platys sont dues à des communauté 

antigéniques. En effet, ces bactéries ont en commun des protéines de surface spécifique 

de genre ou de groupe dont le poids moléculaire varie entre 42 et 49 kDa (Dumler 

et al., 1995 ; Kawahara et al., 2006 ; Rikihisa, 2010). Ces protéines immunogènes sont codées par une 

famille multigénique. Parmi elles, la protéine de surface majeure (major surface protein) msp2 (p44), 

décrite chez A. phagocytophilum, est formée d’une région centrale hypervariable limitée par des 

séquences conservées. 

 

Le gène codant pour la protéine de surface majeure décrite chez A. phagocytophilum  

est sujet à de fréquentes recombinaisons ce qui conduit donc à de nombreux ARNm msp2 

et par conséquent à des variations antigéniques qui pourrait expliquer les infections persistante des 

animaux. Ainsi, le génome d’A. phagocytophilum contiendrait plus d’une centaine de pseudo-genes 

msp2 (P44) présents sur le chromosome (Dunning Hotopp 

et al., 2006). 
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Des phénomènes de conversion combinatoire concernent les gènes P44, P44ESup1 (omp-1N), 

msp2 et ankA, certains d’entre eux codant des protéines de surface. Ceci entraîne une diversité 

phénotypique de la membrane qui pourrait expliquer en partie l’échappement 

de la bactérie à la réponse immunitaire de l’hôte et son adaptation à un nouvel environnement. 

 

Par ailleurs, Ge et Rikihisa (2007) ont identifié de nouvelles protéines de surface Asp62 et 

Asp55, ces dernières sont susceptibles d’être utilisées comme cibles pour le sérodiagnostic des 

infections à A. phagoytophilum. 

 

1.5. PATHOGÉNIE 
 

La pathogénie de l’infection à A. phagocytophilum commence tout juste à être élucidée. La 

plupart des recherches concernant la pathogénie de l’infection ont été réalisée in vitro 

et principalement sur des cellules humaines ou de souris. 

 

Différentes études ont montré qu’A. phagocytophilum avait un tropisme pour 

les granulocytes neutrophiles matures et plus rarement pour les fibroblastes et les phagocytes 

mononucléés (Lepidi et al., 2000 ; Munderloh et al., 2004). Les molécules d’adhésion 

d’A. phagocytophilum qui permettent la liaison aux récepteurs membranaires des neutrophiles sont 

en cours d’exploration et ne sont pas complètement identifiées. Par ailleurs, une étude 

de Park et al., (2003) suggère que la protéine de surface msp2 (P44) faciliterait l’adhésion aux 

récepteurs PSGL-1 des granulocytes neutrophiles. 

 

Pour survivre, A. phagocytophilum doit échapper à la réponse immunitaire et l’activité 

bactéricide des neutrophiles. Pour cela, elle inhibe la fusion phagosomes-lysosome et limite les 

attaques oxydatives (Gokce et al., 1999 ; Choi et Dumler, 2003 ; Ohashi et al., 2002). D’autre part, 

pour persister, la bactérie peut retarder la survenue de l’apoptose 

et par conséquent allonger la durée de vie des neutrophiles (Scaife et al., 2003). 

Les observations in vitro suggèrent que cette inhibition de l'apoptose est liée à l'attachement de la 

bactérie à des protéines membranaires des granulocytes et à la phase de pénétration (Yoshiie et al., 

2000). De plus, la pérennisation d'A. phagocytophilum est liée aux propriétés de sa protéine de 

virulence AptA (A. phagocytophilum toxin A) qui active la protéine kinase des mammifères Erk1/2. 

Cette activation agit sur la protéine de filament intermédiaire 

de type III, la vimentine, en provoquant sa réorganisation autour des inclusions bactériennes. Cette 

modification favorise la survie intracellulaire des bactéries (Sukumaran et al., 2011). 

 

Par ailleurs, Anaplasma phagocytophilum possède des gènes codant des systèmes 
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de sécrétions de type IV qui permettent l'infection des cellules hôtes (Ohashi et al., 2002). 

La protéine AnkA (ankyrin-repeat-rich protein A) semble être un effecteur sécrété 

dans le cytoplasme de la cellule cible, elle y activerait la voie de signalisation cellulaire 

AbI-1 et stimulerait l’activité de l’AbI-1kinase (Lin et al., 2007). 

 

D’autre part, le passage d'A. phagocytophilum du derme – lieu d’inoculation par la tique – 

au neutrophile est encore incompris. On suppose qu’au point d’inoculation, la bactérie 

se multiplierait en premier dans les cellules endothéliales de la micro-vascularisation. 

Ces dernières assureraient, lors de la diapédèse, le transfert du pathogène vers les neutrophiles sans 

que ceux-ci quittent la lumière des capillaires. Ainsi, l’endothélium vasculaire 

jouerait le rôle de niche primaire qui permettrait l’intégration et la multiplication 

d'A. phagocytophilum ainsi que la persistance de l’infection. 

 

L’affluence des granulocytes neutrophiles au site de morsure favorise leur contamination mais 

aussi la dissémination des bactéries à la faveur de leur migration. Pour 

se propager la bactérie stimule l’augmentation du taux d’interféron gamma (IFN-Ƴ) 

et d’interleukines (Dumler et al., 2000)(88). Ainsi, la sécrétion d’interleukines telle que l’interleukine-

8 va induire un appel massif de neutrophiles naïfs sur le site de l’infection 

ce qui par conséquent optimisera la voie de diffusion d’A. phagocytophilum. Quant à l’IFN-Ƴ il peut 

entraîner des effets néfastes sur les cellules hôtes qui se traduisent par des lésions tissulaires et une 

expression clinique plus importante lors d’anaplasmose (Fresno et al., 1997 ; Walker et Dumler et al., 

1997 ; Dumler et Brouqui, 2004). 

 

1.6. EPIDÉMIOLOGIE ET PRÉVALENCE 
 

1.6.1. Hôtes et réservoir 
 

1.6.1.1. Réservoirs principaux 
 

L’hôte réservoir ou primaire est par définition un être vivant qui héberge et entretient dans 

des conditions naturelles un pathogène. En général, les espèces réservoirs présentent 

peu ou pas de signes cliniques. Différents mammifères sauvages ont été proposés comme réservoirs 

potentiels et naturels d’A. phagocytophilum. 

  

Les petits mammifères sauvages sont décrits comme des hôtes de prédilection pour 

les stades immatures de tiques et représentent donc des réservoirs d’A. phagocytophilum. 

En fonction de leurs localisations géographiques, les principales espèces animales réservoirs sont : en 

Europe le campagnol roussâtre Clethrionomys glareolus (Liz et al., 2002), 

en Grande-Bretagne le mulot sylvestre Apodemus sylvaticus (Bown et al., 2006), en Suisse 

les petits rongeurs Apodemus flavicollis et Sorex araneus (Liz et al., 2002) et enfin aux Etats-Unis la 
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souris à patte blanche Peromyscus leucopus, le raton laveur Procyon lotor (Telford 

et al., 1996), l’écureuil gris Sciurus carolinensis (Levin et al., 2002), le tamia rayé Tamias striatus et le 

rat musqué Ondatra zibethicus (Telford et al., 1996 ; Walls et al., 1997). 

De même, quelques grands animaux sauvages ont été également proposés comme réservoirs d’A. 

phagocytophilum, principalement des cervidés tel que les cerfs (Cervus) et le chevreuil (Capreolous 

capreolus). 

 

Par ailleurs, des espèces animales sauvages telles que le coyote (Canis latrans), le lion des 

montagnes (Puma concolor) ont été qualifiées de sentinelles car ils sont peu susceptibles d’être 

infectés par de jeunes tiques et développent peu de symptômes cliniques (Foley 

et al., 2004). 

 

 

 

1.6.1.2. Espèces atteintes 
 

Anaplasma phagocytophilum est présente chez de nombreux hôtes dont les animaux sauvages 

(ruminants, ours, lamas) et domestiques (chevaux, ovins, bovins, caprins) (Dumler, 2005). De même, 

l’homme et le chien sont considérés comme hôtes accidentels car leur bactériémie semble être de 

courte durée (<28 jours). 

 

De nombreuses souches d’Anaplasma phagocytophilum qui circulent parmi les animaux 

domestiques et sauvages. Ces souches peuvent avoir des hôtes variés et un pouvoir pathogène 

différent. Ainsi, des études expérimentales ont montré que des souches d’A. phagocytophilum 

isolées chez des chevaux n’infectent pas les ruminants (Rikihisa, 2011). De même 

des souches isolées de rongeurs n’entraînent aucun signe clinique apparent une fois inoculées à des 

chevaux (Folley et al., 2008 ; Rikihisa, 2011). D’autre part, des tiques de l’espèce Ixodes scapularis 

hébergeant la souche AP-Variant 1 infectent les chèvres et le cerf mais 

pas les souris (Massung, 2005 ; Massung et al., 2006). 

 

Chez le chien, Silaghi et ses collaborateurs (2011) émettent l'hypothèse que des souches d’A. 

phagocytophilum présentant des différences de quelques nucléotides dans une séquence du gène 

ARNr16S peuvent être impliquées dans l'infection naturelle des chiens séparément ou 

simultanément. Ces variants génétiques entraîneraient différentes manifestations cliniques. Par 

ailleurs, dans une autre étude, cinq variants génétiques ont été identifiés chez des chiens. Ces 

variants présentaient une différence de 1 à 2 nucléotides dans les séquences du gène ARNr16S aux 

positions 54, 84, 86 et 120 (Poitout et al., 2005). En revanche, des travaux plus récents, réalisés en 

Suisse, ont montré que des souches d’A. phagocytophilum identifiées chez deux chiens avaient des 

séquences de gène ARNr16S identiques, séquences retrouvées 

chez l’espèce A. phagocytophilum biovar EGH (Pusterla et al., 1997). De même, en Suède des isolats 
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canins d’A. phagocytophilum ont montré 100% d'homologie avec des isolats humains (Johansson et 

al., 1995). Le degré avec lequel les variations génétiques contribuent aux modifications du pouvoir 

pathogène des souches d’A. phagocytophilum est encore mal connu. 

 

1.6.2. Transmission d’A. phagocytophilum 
 

A. phagocytophilum est transmis aux mammifères par des tiques dures du genre Ixodes, 

notamment Ixodes scapularis et Ixodes pacificus aux USA et Ixodes ricinus en Europe 

du nord (Bown et al., 2006; Pusterla et al., 1999). En Chine et en Europe du sud, de l’ADN d’A. 

phagocytophilum a été mis en évidence chez des tiques de l'espèce Ixodes persulcatus. La bactérie a 

aussi été retrouvée chez I. trianguliceps au Royaume-Uni (Bown et al., 2006 ).  
 

Le nombre de bactéries présentes chez ces arthropodes est lié à la durée d'attachement 

et celle du repas sanguin qui doit durer au minimum 24 heures. Anaplasma phagocytophilum se 

multiplie chez les tiques contaminées, notamment au moment de la mue larvaire et lors 

de l'engorgement de la tique au stade larvaire, nymphal et adulte. Si les tiques ne peuvent 

pas constituer un réservoir de germes - il n'existe pas de transmission trans - ovariale mais seulement 

une transmission trans-stadiale (Ogden et al., 2002 ; Telford et al., 1996) - elles peuvent cependant 

jouer un rôle important d'amplification en permettant la multiplication 

des bactéries ingérées. 

 

 

Chez les tiques infectées, A. phagocytophilum est localisé principalement dans 

les glandes salivaires si bien que la transmission de l'infection aux animaux vertébrés 

ne nécessite pas un attachement de longue durée et peut se réaliser en une trentaine d'heures. 
 

Les espèces du genre Ixodes se nourrissent sur des hôtes différents selon leur stade 

de développement. La larve et la nymphe sont observées chez les rongeurs et les petits mammifères, 

alors que l’adulte est plus souvent retrouvé chez les grands mammifères. 

Cette biologie conditionne le cycle de transmission d’A. phagocytophilum (Figure 7). 
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Figure 7 : Cycle de transmission d’Anaplasma phagocytophilum (Nicholson et al., 2010) 

 

1.6.3. Prévalence et facteurs de risques 
 

La prévalence d'A. phagocytophilum chez le chien a été étudiée dans différentes régions 

du monde (tableau 6), à l’exception de l’hémisphère sud. La séroprévalence dépend de l’état 

de santé des chiens échantillonnés et de leur éventuelle exposition à des tiques.  

La séroprévalence d’A. phagocytophilum chez des chiens en provenance d’Amérique du nord et 

d’Europe est élevée et peut atteindre 55% et 50 % respectivement (Beall et al., 2008, Barutzki et al., 

2006). Dans un étude réalisée en Suisse, 996 échantillons de sérum ont été prélevés chez des chiens 

entre mars 1991 et mars 1998, dont 7,5% étaient séropositifs pour 

 A. phagocytophilum (Pusterla et al., 1998). Une étude de séroprévalence a été conduite  

en Tunisie : sur les 286 chiens testés par immuno-fluorescence indirecte, 25% se sont révélés 

séropositif pour A. phagocytophilum (M’ghirbi et al., 2009). 

 

Les facteurs de risques liés à l’infection par A. phagocytophilum chez le chien incluent les 

variations saisonnières et la co-infection avec d’autres pathogènes vectorisés. Ainsi 

la saisonnalité dépend de celle du vecteur dans la région concernée et du climat qui y règne. Aux 

Etats- Unis, les cas d’infection par A. phagocytophilum apparaissent entre le mois d’avril et de juillet 

et plus rarement en octobre (Poitout et al., 2005). À Berlin, 17 parmi les 18 cas rapportés d’AGC ont 

été observés entre les mois d’avril et de septembre (Kohn et al., 2008). Ainsi la distribution 

saisonnière de la maladie est très probablement liée à la période d’activité des tiques. 

Un chenil de chiens de chasse en Caroline du Nord a montré un degré élevé 

de co-infection par Ehrlichia spp., Bartonella spp., Rickettsia spp. et Babesia spp. Sur les 27 chiens 

testés par IFI, 26 étaient Ehrlichia ou Anaplasma séropositifs, 16 Babesia canis séropositifs, 25 

Bartonella vinsonii séropositifs, 22 Rickettsia rickettsii séropositifs, 

et 3 avaient des anticorps qui ont réagi à A. phagocytophilum. En revanche, les résultats 

de la PCR ont montré que parmi les 27 chiens analysés, 15 étaient infectés par Ehrlichia canis, 9 avec 

Ehrlichia chaffeensis, 8 avec Ehrlichia ewingii, 3 avec A. phagocytophilum 

et 9 avec A. platys (Kordick et al., 1999b). 

 

Des cas de co-infection à A. phagocytophilum et Borrelia burgdorferi ont été également décrit 

chez des chiens. Une étude sérologique réalisée au Minnesota et portant sur 731 chien 

a montré que 29% des chiens testés étaient séropositifs à A. phagocytophilum, 11% à Borrelia 

burgdorferi et 25% aux deux agents infectieux (Beall et al., 2008). Foley et al. (2001) 

ont constaté dans leur enquête sérologique que les chiens qui étaient séropositifs 

à A. phagocytophilum étaient 18,2 fois plus susceptibles d'être séropositifs à Bartonella vinsonii 

berkhoffii que les chiens qui étaient Anaplasma séronégatifs. 
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Tableau 6 : Prévalence ou séroprévalence pour Anaplasma phagocytophilum 

chez des chiens de propriétaires (sains ou malades) 

 

Pays Type d’enquête Prévalence Référence 

Allemagne S 50.1 Barutzki et al., 2006 

Italie (centre) S 8.8 Ebani et al., 2011 

Italie (Cécile) S 32.8 Torina et al., 2006 

Pologne PCR 1.0 Skotarczak et al., 2004 

Portugal S 55 Alves et al., 2009 

Espagne (nord-ouest) S 11.5 Amusategui et al., 2008 

Suède S 17.7 Egenvall et al., 2000 

Suisse S 7.5 Pusterla et al., 1998 

Angleterre PCR 0.8 Shaw et al., 2005 

Brésil (sud-est) PCR 0 De Paiva Diniz et al., 2007 

Japon PCR 0 Inokuma et al., 2001 

Tunisie S 25.2 M’ghirbi et al., 2009 

Canada S 0 Gary et al., 2006 

USA (NewYork) S 9.4 Magnarelli et al., 1997 

USA (Oklahoma) S 33 Rodgers et al., 1989 

USA(Minnesota) S/PCR 55.4 Beall et al., 2008 

USA (Californie) S 8.7 Foley et al., 2001 

1.7. ÉTUDE CLINIQUE 
 

1.7.1. Chez le chien 
 

La plupart des enquêtes sérologiques réalisées à travers le monde dans des régions 

endémiques indiquent un fort pourcentage d’exposition à A. phagocytophilum chez les chiens. En 

revanche, aucun signe clinique évident d’une infection par cet agent pathogène n’a été associé à une 

sérologie positive chez plus de la moitié des chiens testés, ce qui laisse penser que le chien est un 

porteur asymptomatique et que ceci peut être à l’origine d’une réponse immunitaire efficace. À ce 
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jour, il n'existe aucune étude faisant état de cas de mortalité chez des chiens infectés par A. 

phagocytophilum. 

 

Certaines études ont cependant décrit les signes cliniques observés lors d’une infection 

naturelle à A. phagocytophilum chez des chiens en Allemagne (18 chiens) (Kohn et al., 2008), en 

Scandinavie (14 chiens) (Egenvall et al., 1997), à Washington (8 chiens) (Poitout et al., 2005) et aux 

Etats-Unis (17 chiens) (Greig et al., 1996). Les symptômes ne sont 

pas spécifiques mais les plus fréquemment rencontrés sont : de la léthargie chez l’ensemble des 

chiens examinés (Greig et al., 1996 ; Egenvall et al., 1997 ; Poitout et al., 2005 ; Kohn 

et al., 2008), une hyperthermie chez 90% d’entre eux (Greig et al., 1996 ; Egenvall 

et al., 1997; Poitout et al., 2005). Des signes de boiteries avec des difficultés à se mouvoir 

ont également été observés et 47-88% des chiens atteints présentaient de l’anorexie (Kohn 

et al., 2008 ; Greig et al., 1996 ; Poitout et al., 2005). D’autres signes moins fréquents 

et atypiques ont été notés : il s’agit essentiellement de troubles digestifs se traduisant 

par de la diarrhée et des vomissements ou encore une polydipsie, une épistaxis, une pâleur 

des muqueuses. Plus rarement, une atteinte pulmonaire avec toux non productive et des signes 

neurologiques (épilepsie idiopathique, déficits proprioceptifs) ont été rapportés (Eberts 

et al.,2011). Silaghi et ses collaborateurs (2011) supposent que la diversité du tableau clinique lors de 

l’anaplasmose canine est liée à une co-infection par différents variant génétique 

d’A. phagocytophilum comme cela a été observée lors d’une infection naturelle chez 

des chevaux. (Silaghi et al., 2011). 

 

L’infection naturelle par A. phagocytophilum semble être auto-stérilisante. En effet, 

des chiens développant une forme chronique de l’affection et chez qui la bactérie persiste longtemps 

sont peu décrits. Cependant, dans une étude de Egenvall et al., des chiens inoculés 

expérimentalement par A. phagocytophilum puis traités à la prednisolone ont présenté, 6 mois après 

l'infection, la présence d’ADN dans différents organes et celle de morulas sur 

un étalement sanguin chez quelques chiens ainsi qu’une thrombopénie (Egenvall et al., 2000). 

 

Par ailleurs, les anomalies de l’hémogramme sont principalement une thrombopénie 

persistante (90% des cas), une leucopénie et une anémie modérée non régénérative. Lors 

de la leucopénie, le nombre des lymphocytes diminue de façon modérée à intense lors 

du pic d’hyperthermie mais augmente au-delà des valeurs initiales après la phase d’hyperthermie 

(dans 67% des cas) (Kohn et al., 2008 ; Greig et al., 1996 ; Poitout et al., 2005). Parmi les paramètres 

biochimiques, on note une tendance à l’hypo albuminémie, 

une hyperglobulinémie et une élévation modérée des enzymes hépatiques (phosphatases alcalines 

principalement) (Gravino et al., 1997 ; Egenvall et al., 1997). 

 

 

Les lésions anatomo-pathologiques relevées chez les chiens atteints sont une hépatite non 

spécifique, une splénomégalie et une lymphadénopathie associées à une hyperplasie lymphoïde 
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réactive. Des analyses immuno-histochimiques ont montré la présence d’A.phagocytophilum dans les 

phagocytes de nombreux organes comme la rate, les poumons et le foie (Lepidi et al., 2000). 

 

1.7.2. Chez le chat 

 

Bien que décrite par certains auteurs, l’infection à A. phagocytophilum chez les chats 

est peu commune et semble rare comparée aux chiens. Des enquêtes de séroprévalence ont montré 

que 4,3% des chats aux États-Unis et 30% des chats dans les régions endémiques étaient séropositifs 

en immunofluorescence indirecte (Billeter et al., 2007 ; Magnarelli 

et al., 2005). Des essais expérimentaux ont montré que les chats étaient sensibles 

à une infection par A. phagocytophilum (Little, 2010). En effet, l'infection naturelle chez 

les chats se traduit par des signes cliniques similaires à ceux décris chez l’espèce canine 

tels que de la fièvre, une léthargie une anorexie, des problèmes respiratoires, des douleurs 

musculaires et articulaires, une lymhadénopathie, une conjonctivite, une inflammation 

de la cavité buccale, une lymphopénie et une thrombopénie (Tarello, 2005 ; Bjoersdorff 

et al. 1999 ; Lappin et al., 2004 ; Heikkilä et al., 2010). La présence de l'infection 

a été confirmée par la visualisation de morula en microscopie et/ou en détectant l’ADN 

de la bactérie par PCR. 

 

1.8. DIAGNOSTIC 
 

1.8.1. Signes cliniques et bilan hématologique 
 

Le diagnostic de l'anaplasmose granulocytaire canine débute habituellement par une 

évaluation clinique d’un état fébrile et d’une myalgie. L’historique d’une exposition 

à des tiques associé à des troubles hématologiques telle qu’une thrombocytopénie confortent la 

suspicion. Des examens complémentaires de laboratoire tels que la sérologie et la PCR confirment le 

diagnostic. L’examen du frottis sanguin permet de mettre en évidence 

des morulas caractéristiques au sein des granulocytes neutrophiles. Ce test manque 

de sensibilité et il ne peut donner une réponse positive qu'au stade aigu de l'infection. En effet, le 

pourcentage de granulocytes neutrophiles contenant des morulas lors d’infection aiguë chez le chien 

varie de 7 à 32% (Greig et al., 1996; Egenvall et al., 1997; Poitout et al., 2005). 

Par ailleurs, il est à noter que lors d’une infection expérimentale chez le chien, les morulas 

apparaissent au 4ème jour post-inoculation et persistent pendant 4-8 jours (Egenvall 

et al., 1998). 

 

L’hémogramme met en évidence le plus souvent une thrombopénie : le nombre 

de plaquettes sanguines est souvent de 50.109 L-1 (norme 200 à 500.109 L-1) (Bexfield 

et al., 2005). Cependant, bien que la thrombopénie soit très fréquente, des cas où les chiens 
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ne présentaient pas de thrombopénie ont été décrits (Shaw et al., 2005). 

 

 

 

 

1.8.2. Culture et isolement 
 

En général, la méthode de choix pour le diagnostic bactériologique est la mise 

en évidence de la bactérie en culture. Or, Anaplasma phagocytophilum ne pousse pas sur milieu 

gélosé. Néanmoins, l’isolement et/ou la culture de la bactérie sont possibles in vitro avec : des 

granulocytes ou leurs précurseurs (Woldehiwet et Scott, 1982), plusieurs lignées 

de cellules sanguines humaines - HL-60, KG-1, THP-1 - et des lignées de cellules adhérentes des tiques 

- IDE8, ISE6. Mais, encore aujourd’hui, la culture reste difficile et peu 

de laboratoires possèdent l’équipement pour la réaliser. De plus, il faut plusieurs jours, voire 

semaines, avant de pouvoir identifier la bactérie en culture avec la lignée HL-60 

et une confirmation du diagnostic est nécessaire. Cette confirmation passe par une méthode 

de PCR et le séquençage de gènes spécifiques de la bactérie. 

 

1.8.3. Méthodes sérologiques 
 

Les analyses sérologiques sont fréquemment utilisées dans de nombreux laboratoires. 

L’immunofluorescence indirecte est la technique de référence bien qu’il existe 

des communautés antigéniques entre Anaplasma phagocytophilum, Ehrlichia canis, 

Ehrlichia chaffeensis, Anaplasma marginale et Anaplasma platys ce qui complique l'interprétation 

des résultats. Ces derniers, doivent être analysés en fonction du contexte épidémiologique et 

clinique. Mais malgré ces inconvénients, cette technique est actuellement la plus utilisée en pratique 

par les laboratoires vétérinaires car elle permet souvent 

de confirmer ou infirmer une exposition initiale à A. phagocytophilum chez un chien. 

 

Les immunoglobulines de classe G (IgG) sont décelées approximativement 8 jours après une 

première exposition à A. phagocytophilum ainsi que 2 à 5 jours après l’apparition 

des morulas et ils peuvent persister durant plusieurs mois. Dans une précédente étude, 

des anticorps ont été détectés jusqu’à 12 mois après disparition des symptômes lors 

d’une anaplasmose canine aiguë (Poitout et al., 2005). Par ailleurs, d’autres méthodes sérologiques 

ont été développées telles que les techniques immuno-enzymatiques (ELISA). Ces techniques, sont 

basées sur l’utilisation comme antigène des protéines de surface obtenues par recombinaison. Ainsi, 

l’utilisation de la protéine p44 comme antigène permet 

de tester des sérums aussi bien chez le chien que chez le cheval (Magnarelli et al., 2001). 

Un autre test utilisant la protéine majeure de surface recombinante Msp2/p44 est en cours 

d'évaluation et semble donner des résultats prometteurs pour rechercher les anticorps 
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à Anaplasma phagocytophilum dans les sérums de chiens. De plus, l’utilisation de ce peptide 

synthétique a montré une sensibilité de 99,1% et une spécificité de 100% comparé 

à la technique immunofluorescence indirecte (Eberts et al., 2011). 

 

Cependant, il est important de noter qu’une sérologie positive n’est pas synonyme d’infection 

aiguë. Ravnik et ses collaborateurs (2011) ont montré la nécessité d’introduire d’autres stratégies de 

diagnostic en pratique vétérinaire, car la sérologie et les paramètres hématologiques à eux seuls ne 

sont pas suffisants pour confirmer un cas d’anaplasmose granulocytaire canine. Ainsi, seule la 

technique PCR permettra alors un diagnostic 

de certitude. 

 

 

 

1.8.4. Méthodes de Biologie moléculaire (PCR) 
 

Différents tests de PCR (RT-PCR, RFLP-PCR, Nested-PCR) ont été développés 

pour la détection de l’ADN d’A. phagocytophilum à partir du sang total, du buffy coat, 

de la moelle osseuse ou encore à partir d’échantillons de rate. La spécificité des techniques 

de PCR varie en fonction des amorce utilisées; les gènes les plus fréquemment recherchés sont : 

ARNr16S, ankA, msp2 (p44), msp4, rrs, epank1 et gro EL (Lester et al., 2005). Selon, Massung et ses 

collaborateurs (2003)(194), la limite de détection des techniques de PCR varie de 0,25 à 25 cellules 

infectées. Par ailleurs, un autre type de PCR dite quantitative 

ou en temps réel a été mise au point pour le gène msp2 (Drazenovich et al., 2006).  

 

Beall et ses collaborateurs rapportent dans leur étude que 37% (19/51) des chiens présentant 

des signes cliniques d’AGC et que 3% (7/222) des chiens cliniquement sains sont positifs en PCR (Beall 

et al., 2008). D’autre part, Khon et al., ont décrits que 18 chiens atteints d’AGC étaient positifs en 

PCR et qu’en revanche, 2 à 6 semaines après traitement 

à la doxycycline les résultats devenaient négatifs en PCR et aucune morulas n’a été visualisée sur 

frottis sanguin après coloration. Ces deux études confirment qu’il existe une corrélation entre les 

chiens cliniquement atteins d’AGC et des résultats positifs en PCR (Kohn 

et al., 2008). 

 

2. ÉTUDE DU GENRE BORRELIA 
 

Le genre Borrelia est principalement représenté chez le chien et le chat par l’espèce 

B. burgdorferi, agent de la maladie de Lyme. Seule cette espèce sera traitée ci-dessous. 
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2.1. HISTORIQUE 
 

La maladie de Lyme est une maladie d’expression polysystémique due à Borrelia burgdorferi, 

bactérie de l’ordre des spirochétales transmise par les tiques. Les borrélioses affectent de très 

nombreuses espèces de mammifères et d’oiseaux. Les carnivores domestiques représentent une des 

cibles de la borréliose de Lyme qui est par ailleurs une zoonose majeure. 

 

L’histoire de la borréliose de Lyme commence en Europe à la fin du XIXe siècle puis 

se poursuit aux États-Unis. C’est en Allemagne qu’est décrite en 1883 l’acrodermatite chronique 

atrophiante puis en 1910 en Suède, l’érythème chronique migrant, enfin en 1911 

le lymphocytome cutané bénin. Même si ces deux dernières affections étaient associées 

à des piqûres de tiques, ces syndromes sont alors considérés comme trois maladies différentes. 

En 1922, Garin et Bujadoux décrivent le premier cas d’atteinte neurologique, la transmission par une 

tique y clairement évoquée. C’est Sterre et ses collaborateurs qui ont rattachés 

les différents aspects dermatologiques, rhumatologiques, neurologiques et cardiologiques 

de la maladie en enquêtant sur une épidémie d’arthrite atteignant surtout des enfants 

dans la commune de Old Lyme dans l’Etat du Connecticut aux États-Unis au milieu 

des années 1970.(Sterre et al., 1977). 

 

En 1982, la preuve de l’étiologie bactérienne de la borréliose de Lyme est apportée. 

Un spirochète est mis en évidence dans l’intestin d’une tique Ixodes dammini par Burgdorfer 

(Burgdorfer et al., 1982) et cultivé dans le milieu de Kelly modifié par Barbour (Stoenner 

et al., 1982). 

C’est au cours des années 80 que la grande majorité des études consacrées 

 à la borréliose de Lyme chez les carnivores domestiques ont été réalisées et sont presque 

exclusivement d’origine américaine. L’identification a eu lieu en 1984 au Connecticut 

chez le chien puis chez le chat et le cheval en 1986, chez les petits ruminants en 1987 (Greene, 1991 ; 

Levy et Dreesen, 1992). 

 

2.2. TAXONOMIE 
 

Les spirochètes représentent phylogénétiquement un des 11 phylums des eubactéries (Woese, 

1987)(293). Les Borrelia appartiennent à la famille des Spirochaetaceae. Jusqu’à 

la découverte du spirochète responsable de la borréliose de Lyme, la nomenclature du genre Borrelia 

comprenait uniquement les agents des fièvres récurrentes.  



 

Actuellement les Borrelia

Borrelia burgdorferi sensu lato

vecteur-Borrelia. Des études de Postic et Baranton portant sur l’homologie d’ADN entre les souches 

ont montré l’existence 

B. burgdorferi sensu lato : Borrelia burgdorferi

1990 ; Baranton, 1992); ces trois espèces sont reconnues comme pathogène pour l’homme (Van Dam 

et al., 1993 ; Wang et al., 1999). Depuis, le nombre d’espèces identifiées en utilisant différentes 

approches moléculaires ne cesse de croître ce qui révèle

la grande diversité génétique des 

et al., 1999). Actuellement, on distingue 12 géno

burgdorferi sensu lato (Aguero
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Borrelia associées à la borréliose de Lyme appartiennent au complexe 

sensu lato. En effet, au sein de ce complexe il n’y a pas d’association stricte 

. Des études de Postic et Baranton portant sur l’homologie d’ADN entre les souches 

ont montré l’existence de trois espèces au sein de B. burgdorferi

Borrelia burgdorferi sensu stricto, Borrelia garini et 

; Baranton, 1992); ces trois espèces sont reconnues comme pathogène pour l’homme (Van Dam 

., 1999). Depuis, le nombre d’espèces identifiées en utilisant différentes 

approches moléculaires ne cesse de croître ce qui révèle

la grande diversité génétique des Borrelia associées à la maladie de Lyme (Wang

lement, on distingue 12 géno-espèces faisant parties du complexe 

(Aguero-Rosenfeld et al., 2005) (Figure 8). 

e Lyme appartiennent au complexe 

. En effet, au sein de ce complexe il n’y a pas d’association stricte 

. Des études de Postic et Baranton portant sur l’homologie d’ADN entre les souches 

B. burgdorferi devenu 

et Borrelia afzelii (Postic, 

; Baranton, 1992); ces trois espèces sont reconnues comme pathogène pour l’homme (Van Dam 

., 1999). Depuis, le nombre d’espèces identifiées en utilisant différentes 

approches moléculaires ne cesse de croître ce qui révèle 

associées à la maladie de Lyme (Wang 

faisant parties du complexe Borrelia 
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Figure 8 : Arbre phylogénétique de Borrelia burgdorferi sensu lato (Mircean, 2012) 

Chez le chien, l’espèce Borrelia burgdorferi sensu stricto a été désignée comme responsable de 

la maladie de Lyme aux États-Unis. En Europe, B. garini et B. afzeli 

sont aussi décrites (Steere, 2001; Littman, 2003). 

 

2.3. CARACTÈRES MORPHOLOGIQUES 
ET ORGANISATION DU GÉNOME 

 

Borrelia burgdorferi se présente sous forme d’une cellule hélicoïdale dont la longueur est 

comprise entre 10 et 20 µm et la largeur entre 0.18 et 0.25 µm. Modérément colorable 

par le Giemsa, cette bactérie est lentement mobile mais capable de rotation et de flexion 

entre lame et lamelle. Les Borrelia, sont caractérisées par une ultra structure très particulière, unique 

au sein des Eubactéries. Le corps bactérien est limité par une couche amorphe, 

et une membrane externe multi-lamellaire constituée de peptidoglycane. Les flagelles (filaments ou 

fibrilles axiaux) sont aux nombre de 7 à 11 et localisés entre l’enveloppe externe et le corps bactérien 

(Figure 9). 
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Figure 9 : Structure et morphologie de Borrelia Burgdorferi (Rosa et al., 2005) 

 

L’isolement de cette bactérie est possible dans le milieu de Kelly modifié et à une température 

optimale de 33 à 35°C mais actuellement, le milieu couramment utilisé est le milieu BSK II qui permet 

d’atteindre une concentration de 1 à 4 x 108 bactéries /ml à partir de 1 à 2 spirochètes. La croissance 

y est de type micro-aérophile (4% d’O2) avec un temps 

de génération variant de 6 à 12 heures (Barbour 1984 ; Barbour et Hayes, 1986). 

Borrelia burgdorferi est le premier spirochète dont le génome a été entièrement séquencé. 

D’une taille d’environ 1,5 Mb, il est constitué d’un chromosome linéaire 

de 910.725 Pb avec un G+C de 28.6% et de 21 plasmides (9 circulaires et 12 linéaires) 

d’un poids global de 610.694 Pb. Ces plasmides se comportent comme de véritables mini-

chromosomes et leur grand nombre autorise une quantité importante de recombinaisons (Casjens et 

al., 2000 ; Fraser et al., 1997). L’étude des plasmides a montré qu'ils portaient l’essentiel des gènes 

codant pour des protéines de surface. Le codage des gènes 

de B. burgdorferi n'est pas stable, il permet des recombinaisons et des réarrangements inter et intra 

plasmidiques. Certaines de ces recombinaisons entraînent des modifications au niveau des protéines 

de surface qui permettent à la bactérie d'échapper au système immunitaire 

de son hôte et de coloniser les tissus (Fikrig et al., 1998 ; Schwan et Piesman, 2000). 
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2.4. POUVOIR ANTIGÉNIQUE ET 
IMMUNOGÈNE 

 

La description des structures antigénique de B. burgdorferi n’est pas complétement aboutie. 

Au total, environ 150 gènes de lipoprotéines ont été décrits. Parmi les plus étudiés, on distingue : 

 

2.4.1. Les protéines de membrane externe Osp 
 

Elles représentent une partie importante de la structure protéique de la bactérie et joue un 

rôle essentiel dans la réponse immunitaire. Elles sont appelées Osp pour 

"Outer Surface Protein" et sont codées par des gènes plasmidiques. Actuellement, 

six protéines de surface ont été identifiées et désignées sous l’appellation d’OspA, OspB, OspC, OspD, 

OspE et OspF (Fikrig et al., 1998 ; Schwan et Piesman, 2002). 

 

Les protéines OspA et OspB sont des protéines majeures et immunogènes lorsqu’elles sont 

inoculées à l’animal. Ces deux protéines ne sont exprimées que chez la tique et elles font place à 

OspC dès que la bactérie se trouve chez un mammifère (Figure 10). En effet, 

dès que la migration vers les glandes salivaires commence, et lors de la transmission, 

la protéine OspC est exprimée au détriment des protéines OspA et OspB dont la production diminue. 

Ainsi, les protéines OspA et OspB ont peu d’intérêt pour le diagnostic biologique chez l’hôte, 

contrairement à la protéine OspC qui entraîne la synthèse des tous premier anticorps de classe IgM 

(De Silva et Fikrig, 1997; Ohnishi et al., 2001). 

 

La protéine OspD quant à elle n’est exprimée que chez certaines souches du complexe Borrelia 

burgdorferi sensu lato. Le rôle exact de cette protéine de surface n’est pas clairement défini (Marconi 

et al., 1994). 

 

Enfin, les protéines OspE et OspF interviennent dans la défense contre la réponse immunitaire 

de l’hôte infecté, elles se lient au facteur H du complément et empêche 

ainsi son activation (Lam et al., 1994). 
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Figure 10 : Transmission de Borrelia burgdorferi chez la tique Ixodes 

(Dr China, photo personelle) 

 

2.4.2. Les protéines DbpA et DbpB (decorin-binding-protein) 
 

Il s’agit de deux protéines de membrane externe qui ont des propriétés d’adhésion 

à la décorine du tissu conjonctif des mammifères. Elles entraînent une réponse immunitaire intense 

en modèle expérimentale murin (Hubner et al., 2001; Crother et al, 2003). 
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2.4.3. La protéine BBK32 
 

Elle est caractérisée par un poids moléculaire de 47 KDa et assure la liaison 

à la fibronectine. Le cycle de cette protéine est similaire à celui de l’OspC. En effet, cette protéine est 

détectée chez la bactérie durant le gorgement de la tique, mais son taux décroît après réplétion. Des 

anticorps contre BBK32 ont été observés chez l’homme et chez la souris. Cependant l’implication de 

cette protéine dans le cycle infectieux est remise en cause 

(Fikrig et al., 1997 ; Akin et al., 1999 ; Fikrig et al., 2000). 

 

2.4.4. VIsE 
 

VlsE (pour Vmp like sequence Expression) est une lipoprotéine de surface immunogène dont la 

structure varie en fonction de réarrangements complexes de la structure du gène correspondant. Ces 

variations de structure permettent l’échappement à la réponse immunitaire de l’hôte. Cependant il 

existe au niveau de ce gène une zone conservé "région invariable" (IR6-peptide C6), exposée à la 

surface de la bactérie (Ohnishi et al., 2001 ; Embers 

et al., 2007). Ce peptide est utilisé comme outil spécifique dans le diagnostic sérologique 

de la maladie de Lyme chez l’homme et le chien (Liang et Philipp, 1999 ; Aguero-Rosenfeld et al., 

2005). 

2.4.5. Flagelline et protéine P39 
 

Le gène fla code pour une flagelline spécifique du genre Borrelia. Cette protéine immunogène 

entraîne une réponse sérologique pouvant présenter des réactions croisées avec les tréponèmes et 

les leptospires. En revanche, la protéine immunogène P39 est considérée comme une protéine 

associée à la membrane et est considérée comme spécifique en cas 

de réactivité en immuno-blot. Elle joue un rôle important dans l’adhésion aux tissus 

et aux cellules épithéliales (Simpson et al., 1991). 

 

2.5. PATHOGÉNIE ET MÉCANISMES 
IMMUNITAIRES 

 

Le mécanisme à travers lequel les Borrelia se propagent et se disséminent 

dans l’organisme de l’hôte mammifère est encore mal compris car la reproduction expérimentale est 

difficile à réaliser. 

 

La transmission des Borrelia chez l’hôte débute 24-48 après la morsure de la tique. 

Les bactéries se multiplient au lieu de l’inoculation, dans la peau et les muscles. Le tropisme des 
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Borrelia pour la peau et les tissus riches en collagène s’explique par son besoin 

en N-acétyle glucosamine, monosaccharide nécessaire à la structure du collagène 

(Fraser et al., 1997 ; Krupka et Straubinger, 2010 vet clin small anim). Borrelia burgdorferi utilise ses 

lipoprotéines et protéines de surface telle que l’OmpC qui, une fois fixée aux protéines salivaires de 

la tique (Salp 15), inhibe la sécrétion d’interféron et l’action 

des macrophages chez l’hôte infecté (Schuijt et al., 2008), lui permettant de disséminer 

dans tous l’organisme. De plus, pour migrer plus activement, elle stimule l’activation 

du plasminogène en plasmine, enzyme protéolytique qui permet de lyser la matrice extracellulaire 

des tissus (Klempner et al., 1995). 

 

D’autre part, Borrelia burgdorferi est capable de traverser l’endothélium des vaisseaux 

sanguins grâce à sa protéine de liaison BBK32 qui se fixe à la fibronectine et par conséquent permet à 

la bactérie de se propager par voie hématogène (Fikrig et al., 2000 ; Revell 

et al., 2002). La bactériémie chez l’hôte infecté reste néanmoins de courte durée et de faible 

intensité. La bactérie est retrouvée en quelques semaines dans les organes et tissus tels que 

le foie, la rate, le muscle et les articulations (Skotarczak, 2005). 

 

La lipoprotéine de membrane externe VlsE, à l’origine d’une réponse immunitaire protectrice, 

joue un rôle majeur dans l’échappement à la réponse immunitaire de l'hôte. 

La séquence d'acides aminés de cette protéine subit des variations dès les premiers jours 

ui suivent l'infection (Embers et al., 2007). Il a été démontré que les clones de Borrelia 

qui ne sont pas en mesure de présenter ces variations antigéniques sont préférentiellement 

reconnus puis éliminés par le système immunitaire (Coutte et al., 2009). En revanche, 

la production d’anticorps neutralisant les souches présentant une hétérogénéité génétique 

se produit beaucoup plus lentement. Par ailleurs, Borrelia peut aussi probablement survivre 

à l’attaque du système immunitaire de l'hôte, par un mécanisme actif d’endocytose. Cette 

particularité lui confère la possibilité de persister dans une vacuole et à l’intérieur 

du cytoplasme de certaines cellules telles que les macrophages et sans être éliminée (Gruntar et al., 

2001). 

 

 

La production d'anticorps spécifiques dirigés contre Borrelia burgdorferi débute tardivement 

par comparaison aux autres infections bactériennes. Le taux d'IgM commence 

à augmenter 2 à 4 semaines post-infection et celui des IgG est détectable 4 à 6 semaines 

post-infection (Craft et al., 1984). L’infection expérimentale de chien de race Beagle a montré que le 

pic de production des IgG était observé 90 jours après exposition aux tiques (Straubinger et al., 

2000). 

 

Les anticorps produits n'induisent pas une immunité protectrice chez l’homme 

ou le chien. Dans la phase tardive et chronique de la maladie, des infiltrats massifs 

de lymphocytes T peuvent être observés dans les membranes synoviales des chiens infectés. Ces 



89 

réactions sont induites par des cytokines comme l'interleukine IL-8 ou encore 

les interleukines IL-10 et IL-4 (Straubinger et al., 1997 ; Lazarus et al., 2008). 

 

Par conséquent, les lésions observées au cours de la borréliose de Lyme semblent 

plus la conséquence d’un dérèglement du système immunitaire que le résultat d’une action directe 

des Borrelia (Krupka et Straubinger, 2010). 

 

2.6. HÔTES ET RÉSERVOIRS 
 

De nombreux mammifères sauvages, rongeurs essentiellement, constituent le réservoir de la 

bactérie. En effet, ils demeurent porteurs de Borrelia burgdorferi pendant plusieurs mois voire des 

années. Parmi ces micromammifères, on décrit le mulot, la musaraigne, 

le campagnol roux mais aussi le hérisson et l’écureuil. Ces derniers sont parasités principalement par 

les larves et les nymphes d’Ixodes. En revanche, les formes adultes s’alimentent sur des grands 

mammifères tels que les cervidés, le renard, la marte 

et le sanglier. Les oiseaux jouent également un rôle important, puisqu’ils assurent 

la propagation et la dissémination de la bactérie ou des tiques qu’ils portent (Anderson et al., 1986 ; 

Olsen et al., 1993 ; Olsen et al., 1994). 

 

Les animaux domestiques sont réceptifs à Borrelia burgdorferi mais ne sont que 

des hôtes accidentels. L’homme et le chien sont considérés comme des hôtes occasionnels 

ou des culs de sac épidémiologiques. En effet, ces deux hôtes ne transmettent pas la maladie car 

seules les tiques adultes en fin de cycle se nourrissent de leur sang (Krupka et Straubinger, 2010 ; 

Littman, 2003). Cependant, lorsque la tique est porteuse de B. burgdorferi sl, le risque de 

transmission à l’homme serait de l'ordre de 7 à 10 %.Cette transmission est accrue 

s’il s’agit d’une nymphe (Little et al., 2010; Diuk-Wasser et al., 2006) (Figure 11). 
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Figure 11 : cycle de transmission de Borrelia burgdorferi 

(adaptée et modifiée de Little et al., 2010) 

 

2.7. TRANSMISSION ET CYCLE CHEZ LA 
TIQUE 

 

Bien qu’il existe des travaux rapportant la capacité d’autres arthropodes à jouer le rôle de 

vecteur de Borrelia burgdorferi, seule la famille des Ixodidae est considérée comme compétente.  

 

Durant les 12 à 24 premières heures qui suivent la morsure infectante de la tique, 

les Borrelia vont se localiser au niveau de son intestin où elles se multiplient par division binaire. 

C’est au cours du second repas (stade suivant) que le nombre des borrélies augmente fortement. 
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Elles migrent alors du tube digestif vers l’hémocoele puis vers les glandes salivaires pour être 

inoculées à un autre hôte (Littman, 2003). Pendant ce temps, 

les spirochètes subissent un processus complexe de restructuration de leurs protéines externes de 

surface qui leur permettra de survivre chez l'hôte immunocompétent mammifère 

ou aviaire. 

 

2.8. PRÉVALENCE ET FACTEURS DE 
RISQUE 

 

La séroprévalence de B. burgdorferi chez le chien dépend directement de l’aire 

de répartition des tiques du genre Ixodes mais aussi de leur densité. En effet, la répartition mondiale 

de la maladie de Lyme canine se superpose à celle du vecteur arthropode 

et concerne particulièrement les pays à climat tempéré. Aux États-Unis, la séroprévalence 

des chiens est estimée à 2% dans les régions non endémiques et atteint parfois les à 100% dans les 

ragions endémiques (Rand et al., 1996; Littman, 2003). En Europe, de nombreux travaux visant à 

établir la séroprévalence de la maladie Lyme chez le chien ont été menés 

et cela dans différents pays tels que la Suède, l’Allemagne, Pays bas, Espagne et Belgique (Skotarczak, 

2002 ; Goossens et al., 2001) (Tableau 7). 

Tableau 7 : Séroprévalence de Borrelia burgdorferi 

chez des chiens de propriétaires (sains et malades) 

 

Pays 
Technique 

Utilisée 

Nombre 

de Chiens 

Sérorévalence 

(%) 
Référence 

USA(Alabama) 

 

USA (Newyork) 

 

 

USA (le Maine) 

 

USA (Minnesota) 

 

IF 

 

Lyme multiplex 

 

SNAP 4 Dx 

 

ELISA 

 

ELISA 

579 

 

451 

 

 

1087 

 

731 

 

1.7 

 

23 

 

 

12.7 

 

11 

 

Wright et al., 1997 

 

Wagner et Erb, 2012 

 

 

Rand et al., 2011 

 

Beall et al., 2008 
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USA (Californie, Oregon, 

Washington) 

 2431 

 

1.2 

 

Carrade et al., 2011 

 

Allemagne (Munich) SNAP 4 Dx 448 4.9 Barth et al., 2012 

Chine (Beijing, Shenzhen, 

Shangai) 
SNAP 4 Dx 600 0.17 Xia et al., 2012 

Roumanie SNAP 4 Dx 1146 0.5 Mircean et al., 2012 

Espagne (centre) 

 

Espagne (nord-ouest) 

 

Espagne (nord-est) 

SNAP 4 Dx 

 

IF 

 

IF 

131 

 

649 

 

466 

0 

 

15 

 

0.6 

Couto et al., 2010 

 

Amusatequi et al., 2008 

 

Solano-Gallego et al., 2006 

Israël IF 40 10 Banneth et al., 1998 

Pays bas ELISA 448 18 Goossens et al., 2001 

Portugal SNAP 4 Dx 1185 0.2 Cardoso et al., 2012 

Canada SNAP 4 Dx 86251 0.72 Villeneuve et al., 2011 

 

Par ailleurs, ces différentes études n’ont pas révélé de prédisposition ou de réceptivité liées à 

la race ou encore au sexe de l’animal, mais il est évident que la fréquence d’exposition aux morsures 

de tiques des chiens de chasse augmente leur risque de contracter la maladie de Lyme. Les chiens 

âgés de moins de cinq ans développent des formes plus grave au contraire des adultes qui 

s’immunisent par des contacts répétés au cours de leur vie (Levy, 2002). 

 

2.9. SIGNES CLINIQUES 
 

2.9.1. Chez le chien 
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En dépit d’une séroprévalence élevée à B. burgdorferi chez les chiens dans les régions 

endémiques, les manifestations cliniques sont rares. Des études ont montré que des animaux 

exposés à des morsures de tiques développent dans 5% des cas des signes cliniques. Cependant, 

dans les infections expérimentales, 75% des chiens inoculés expriment la maladie (Appel et al., 

1993). 

 

Par ailleurs, la possibilité d’une transmission simultanée de plusieurs agents infectieux par des 

tiques co-infectées n’est pas à écarter et peut brouiller un tableau clinique 

par des formes cliniques atypiques et rendre difficile l’établissement d’un diagnostic précis. 

 

Les manifestations cliniques les plus fréquentes de la maladie de Lyme chez le chien 

est une arthrite d’apparition rapide et récurrente, évoluant le plus souvent sur une seule articulation. 

Les articulations les plus fréquemment atteintes sont en premier lieu les carpes, puis le coude. À la 

palpation, les articulations atteintes sont légèrement gonflées, chaudes 

et douloureuses (Littman, 2003). 

 

Le tableau clinique de la phase aiguë associe habituellement aux signes articulaires 

des symptômes généraux tels que de l’hyperthermie de 38.8°C à 40.5°C, de l’anorexie, 

de la léthargie et des adénites (Krupka et Straubinger, 2010). 

 

L’érythème migrant, observé chez l’homme, est très rarement retrouvé chez le chien. Ceci 

pourrait être dû au pelage qui masque les signes cutanés. D’autres signes cliniques non spécifiques 

tels qu’un rash cutané ou de l’urticaire peuvent être observés. D’autres auteurs 

ont décrit l’existence de lésions érythémateuses au point de fixation des tiques (Summers 

et al., 2005). 

 

Les formes chroniques se caractérisent par la présence d’arthrite et de boiteries, plus 

ou moins permanente, des signes de glomérulonéphrite se traduisant par de la protéinurie 

et une élévation du taux plasmatique de l’urée-créatinine (Grauer et al., 1988). Par ailleurs, l’atteinte 

cardiaque se manifeste par de l’endocardite végétante, des blocs atrio-ventriculaire et des arythmies 

ventriculaires. 

 

2.9.2. Chez le chat 

 

Bien que les chats soient également considérés comme des hôtes pour les tiques Ixodes, la 

fréquence de la maladie de Lyme est beaucoup plus exceptionnelle que chez le chien. Cependant, 

des cas cliniques de chats présentant une boiterie et une méningite associés 

à des morsures de tiques ont été décrits. Dans certaines régions du Nord des États-Unis, 
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où la maladie de Lyme sévie d’une manière endémique, 13% à 47% des chats testés 

ont été séropositifs à Borrelia burgdorferi (Magnarelli et al., 2005). 

 

Le manque de sensibilité des chats à une infection par Borrelia laisse supposer 

que la diffusion des spirochètes n’est pas aussi importante que chez le chien ou bien 

que la réponse immunitaire chez le chat réussi à neutraliser les bactéries avant que la maladie ne 

s’exprime cliniquement (Krupka et Straubinger, 2010). 

 

2.10. DIAGNOSTIC 
 

Le diagnostic de la maladie de Lyme chez le chien est difficile en raison de l’absence 

de signes cliniques pathognomoniques. Le diagnostic dépend donc du contexte épidémiologique 

évocateur et de l’examen biologique. 

 

 

 

 

2.10.1. Examen directe et culture 
 

L’observation d’une bactérie ayant la forme d’un spirochète à partir de différents produits 

pathologiques (liquide synovial, liquide céphalo-rachidien, urine, sang périphérique) peut être 

réalisée sous microscopie à fond noir. Cependant, cet examen direct n’est possible que si la quantité 

de bactéries est importante. Cette limite de sensibilité explique que l’examen est positif dans moins 

de 40% des cas (Greene, 1991 ; Levy et Dreesen, 1992). 

 

La culture n’est pas de pratique courante. Le temps d’incubation est long, et l’examen 

à fond noir des cultures doit être hebdomadaire. De plus, cette méthode a montré 

peu de spécificité et de sensibilité dans le diagnostic de la maladie de Lyme chez le chien. 

 

2.10.2. Méthodes moléculaires 
 

Le séquençage du génome de Borrelia burgdorferi a été mis à profit pour développer 

la technique PCR et ceci en ciblant des fragments de gènes chromosomiques ou plasmidiques. Cette 

méthode moléculaire permet une identification spécifique de la bactérie, sa sensibilité est de l’ordre 

de 80% pour l’analyse du liquide synovial mais demeure faible pour les autres types de prélèvements 
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tel que le sang, le LCR et les urines (Sraubinger, 2000; Skotarczak 

et al., 2003). Cependant la technique PCR peut conduire à des interprétations erronées si elle est 

utilisée comme seul outil de diagnostic et sans tenir compte des données sérologiques 

et des signes cliniques. De même, le risque de faux positifs par contamination ou de faux négatifs par 

présence d’inhibiteur ou d’enzymes dégradant l’ADN, représentent 

des inconvénients supplémentaires pouvant rendre l’analyse des résultats difficiles (Krupka 

et Straubinger, 2010). 

 

Malgré son coût élevé, la technique PCR demeure un outil indispensable 

pour la détection et la différenciation des espèces ou souches de Borrelia lors d’enquêtes 

épidémiologiques. 

 

2.10.3. Méthodes sérologiques 
 

Compte tenu du manque de sensibilité de la microscopie ou de la culture, la détection 

indirecte de B. burgdorferi par la recherche d'anticorps spécifiques dans le sérum sanguin 

est devenue un outil important dans le diagnostic de la maladie de Lyme chez le chien. 

 

Chez des chiens expérimentalement infectés, les anticorps sont détectés à partir 

de la 2ème à la 4ème semaine qui suit l’inoculation. Chez des sujets naturellement infectés, 

les immunoglobulines M persistent au moins 9 mois et les immunoglobulines G plusieurs années 

(Appel et al., 1993 ; Littman, 2003). 

 

Actuellement, il existe deux méthodes de diagnostic indirect : des méthodes quantitatives et 

des méthodes qualitatives. Les premières ont pour but de mettre en évidence la présence 

d’anticorps à des taux significatifs, les techniques les plus utilisées sont : l’immunofluorescence 

indirecte et les techniques immuno-enzymatiques (ELISA). 

 

Les méthodes qualitatives sont principalement représentées par le Western-blot. Il s’agit d’une 

méthode de confirmation qui a pour but d’étudier la nature des antigènes reconnus 

par le sérum après analyse initiale par les méthodes quantitatives. 

 

2.10.4. L’Immunofluorescence Indirecte (IFI) et l’ELISA 
 

Ce sont les deux tests les plus couramment utilisés en pratique vétérinaire. 

Ces méthodes font appel soit à une cellule entière de Borrelia burgdorferi sensu lato (IFI) soit à un 

antigène tel que l’OspA, l’OspC, l’OspF ou le peptide C6 (ELISA). Dans une récente étude, Wagner et 

collaborateurs ont évalué la réponse immunitaire chez des chiens expérimentalement infectés, en 

utilisant différents antigènes de surface. Ces derniers, 

ont conclu que les antigènes C6 et OspF étaient les marqueurs les plus robustes et les plus 
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spécifiques de l’infection (Wagner et al., 2012). 

 

Cependant bien que ces deux techniques soit peu couteuses et bien adaptées 

au diagnostic de routine, elles présentent certains inconvénients tels que la présence 

de réactions croisées entre les borrélies avec Leptospira interrogans, Treponema pallidum 

ou encore certaines Rickettsies (Parola et Raoult, 2001). Des résultats faussement positifs peuvent 

être obtenus chez des chiens vaccinés contre la leptospirose car les techniques IFI 

et ELISA ne permettent pas de faire la distinction entre les anticorps spécifiques 

et les anticorps vaccinaux (Wittenbrink et al., 1996). Par ailleurs, des résultats faussement négatifs 

peuvent aussi exister lorsque les tests sérologiques sont réalisés sur un animal présentant une 

séroconversion ou encore traité préalablement par antibiothérapie 

(Levy et Dreesen, 1992). 

 

La présence de porteurs asymptomatiques peut également rendre le diagnostic 

de la maladie de Lyme chez le chien difficile à interpréter. En effet, une étude de Levy 

et Magnarelli a montré que 50 à 90% des chiens vivant dans une région endémique étaient 

séropositifs mais ne présentaient aucuns signes cliniques évocateurs de la maladie de Lyme 

(Levy et Magnarelli, 1992). 

 

Par ailleurs, des kits de diagnostic rapide sont commercialisés. Ils sont basés 

sur l’utilisation d’un antigène "peptide de synthese C6", obtenu à partir d’une zone conservée (IR-6) 

de la lipoproteine VlsE (Liang et Philipp, 1999). 

 

2.10.5. Le western-blot 
 

Le western-blot ou Immuno-empreinte permet de mettre en évidence les anticorps spécifiques 

contre certains antigènes de Borrelia burgdorferi. Cette technique est surtout utilisée pour confirmer 

les tests sérologiques classiques IFI et ELISA. De plus, elle permet 

de faire la distinction entre les chiens vaccinés et ceux naturellement immunisés. En effet, 

un chien vacciné présente une reconnaissance marquée aux protéines de poids moléculaire variant 

de 31 à 34 kDa ; elles correspondent à OspA et OspB. À l’inverse, un chien naturellement immunisé 

présente une reconnaissance faible face à ces deux antigènes, 

mais la réponse est étendue à un spectre beaucoup plus large de protéines (de 15 à 100 kDa) (Hauser 

et al., 1997 ; Hauser et al., 1999). 

 

Toutefois, cette méthode est coûteuse et difficile à mettre en œuvre pour du diagnostic de 

routine. Il existe aussi des problèmes de reproductibilité lors de l’électro-transfert mais surtout, il est 

très difficile de fixer des critères de positivité quantitatifs; la valeur prédictive 

de chaque bande étant souvent différente. En l’absence de consensus quant à l’interprétation des 

résultats (à l’instar de ce qui se passe en médecine humaine), cette approche est très peu appliquée 

pour le diagnostic de la maladie de Lyme chez les carnivores. 
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En conclusion, malgré une utilisation simple et un cout peu élevé, les tests sérologiques 

présentent certaines limites et inconvénients qui diminuent la fiabilité du diagnostic, 

aussi il convient donc face à une sérologie positive d’associer données épidémiologiques, signes 

cliniques et biologiques avant de confirmer avec certitude un cas de maladie de Lyme chez un chien. 

 
 

 

CHAPITRE 2: MATÉRIEL ET 
MÉTHODES 
 

 

1. INTRODUCTION 
 

Tous les travaux de recherche présentés dans ce document ont été réalisés au sein 

de deux structures: le Laboratoire de Microbiologie-Immunologie de l’École Vétérinaire d’Alfort 

(ENVA) et l’UMR 0956-BIPAR (Biologie Immunologie Parasitaires et Fongiques) de l’Agence nationale 

de sécurité sanitaire, de l’alimentation, de l’environnement et du travail (Anses). 

 

L’UMR 0956-BIPAR est dirigée par le Professeur Nadia Haddad. L’équipe «Vecteur Agent 

Microbien Pathogène» de l’UMR 0956, est animée par le Professeur Henri Jean Boulouis. Cette 

équipe a pour mission de comprendre les relations hôtes-pathogènes 

et de leurs conséquences pour le diagnostic et les moyens de lutte vis-à-vis des maladies induites, en 

particulier les maladies vectorielles. 

 

Au départ de cette étude, rien n’était connu sur la situation de la bartonellose féline 

et canine (chiens errants) en Algérie. De même nous ne disposons pas de données publiées 

sur la séroprévalence d’Anaplasmaphagocytophilumet Borreliaburgdorferi chez les chiens 

de fourrière et de propriétaire. Ce travail avait pour objectif principal de faire un état des lieux de la 

situation en l’Algérie tant au niveau des chiens qu’au niveau des chats. 

 

La première partie de ce travail a visé à effectuer une enquête épidémiologique concernant les 

espèces deBartonella chez une population de chats errants. À partir de cette enquête, cinq axes 

essentiels ont été poursuivis : 

 

• Estimer la prévalence à Bartonella par deux méthodes : sérologique 
et bactériologiques ; 
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• Estimer le pourcentage de positivité chez la population de chattes gestantes /non 
gestantes et étudier son impact sur la reproduction ; 

• Isoler, identifier et caractériser les espèces de Bartonella par les méthodes 
moléculaires ; 

• Étudier la diversité et la variabilité génétique de l’espèce Bartonellahenselae inter-
chats et intra-chat ; 

• Étudier le pourcentage de positivité aux virus de l’immunodéficience féline FelV 
et Fiv. 
 

Dans une deuxième étape, nous avons étudié la prévalence des anticorps 

anti-Anaplasmaphagocytophilum, anti-Borreliaburgdorferi, anti-Bartonellahenselae, 

anti-Bartonellavinsoniiberkhoffii sur la base d’un échantillon représentatif chez deux populations de 

chiens : 

 

• de fourrière ; 

• de propriétaire : sains et malades. 
 

Nous envisagerons d’abord la description du matériel et des méthodes utilisés, 

puis nous exposerons les résultats de l’enquête et enfin nous les discuterons. 

 

 

2. TECHNIQUES ET PROTOCOLES 
 

2.1. ÉTUDE CHEZ LES CHATS 
 

2.1.1. La population 

 

Cette étude a été menée de juillet 2008 à août 2011. Les 282 chats choisis pour l’étude 

provenaient tous de la fourrière féline d’Alger. L’âge des chats a été estimé en fonction 

de la morphologie et de la denture.Les femelles ont été soumises à une palpation abdominale en vue 

de détecter la présence d’ampoules fœtales révélant un état de gestation.  

 

2.1.2. Les prélèvements 
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Les prélèvements sanguins ont été réalisés sur des chats anesthésiés (0.5 mg/Kg 

d’acépromazine, Vetranquil/ Sanofi et 15 mg/Kg de kétamine Immalgène 1000/ Merial). 

La ponction est faite de manière aseptique à la veine jugulaire ou en intracardiaque. 

Chaque ponction fournit au maximum 5 mL répartis dans un tube sec (2 mL) et un tube EDTA (3mL). 

Le sérum est décanté puis congelé. Le tube de sang prélevé sur EDTA 

est conservé à -20°C jusqu’à la culture. 

 

Une laparotomie a été réalisée sur 76 chattes gestantes. Des prélèvements de foie 

et de rate ont été réalisés sur les fœtus de plus de 4 semaines d’âge en évitant scrupuleusement le 

contact avec le sang maternel. Les embryons ont été prélevés en entier lorsque la gestation était 

inférieure à 3 semaines. Les organes ont été conservés à -20°C dans des flacons 

de prélèvements stériles jusqu’à la mise en culture. 

 

2.1.3. Isolement et mise en culture 

 

Après décongélation à température ambiante, le sang est centrifugé 75 minutes 

à 3500 rotation/minute (2800xg). Le surnageant est éliminé et le culot remis en suspension dans 250 

µL de milieu pour culture cellulaire (RPMI 1640, GIBCO, USA). La totalité 

du volume de suspension obtenue (entre 300 et 500 µL) est divisée en deux inoculums 

de volume égal. Chaque inoculum est étalé sur une boite de gélose BHI (BrainHeart Infusion Agar, 

DIFCOND) enrichie de 5% de sang de lapin défibriné sur billes de verre. Les géloses sont utilisées dans 

les 15 jours suivant leur fabrication. Les boites sont incubées à l’étuve (SANYOND) à 35°C sous 

atmosphère enrichie à 5% de CO2. Chaque boite est contrôlée dans les deux jours suivants 

l’ensemencement (pour éliminer les éventuelles boites contaminées) puis une à deux fois par 

semaine pendant quatre semaines. 

 

Les colonies pouvant correspondre à des colonies de Bartonella de par leur taille, 

leur couleur grise et leur aspect rugueux ainsi que leur temps d’apparition ont été repiquées 

individuellement à raison d’une à 14 colonies par chat et suivant les conditions précédemment 

citées. 

 

Le comptage des colonies observables sur la gélose est effectué afin d’obtenir le nombre 

d’Unités Formant Colonies (CFU) par millilitre de sang permettant d’évaluer la charge 

en bactéries du sang au moment de l’ensemencent des géloses. 

 

 

 

2.1.4.Caractérisation génétique des Bartonella isolées 



100 

 

2.1.4.1.Identification des espèces deBartonella par PCR-(ITS 16S-23S) 

 

La caractérisation définitive (après coloration de Gram) des espèces de Bartonella isolées en 

culture a été réalisée par amplification en chaine (PCR) de la portion du génome comprise entre les 

gènes codant pour les ARN ribosomaux 16S et 23S. Cette séquence intergénique comporte la partie 

5’ de 16S et la partie 3’ de 23S. 

 

Lysat bactérien 

 

Les colonies issues du repiquage de chaque souche de Bartonella ont été récoltées dans 500 μL 

d’eau distillée stérile La suspension a été chauffée au bain marie pendant 10 minutes. 

La suspension a ensuite été centrifugée à 3000 g pendant 15 minutes, le surnageant constitué du 

lysat bactérien a été récolté dans des microtubes stériles puis conservés à -20°C jusqu’à l’analyse par 

PCR.  

 

Amorces et programmes 

 

Les amorces utilisées pour l’amplification de la séquence ITS 16S-23S sont celles publiées par 

Jensen et al.,(2000) et confirmées par  Maillard et al. (2004). Il s’agit de :  

 

B1623 R2 = AAC CAA CTG AGC TAC AAG CC 

Jen = CTC TTT CTT CAG ATG ATC C 

 

Le programme d’amplification (Tableau 8) a été adapté aux besoins de l’étude, 

en modifiant la température et la durée de chaque étape du cycle 

 

Tableau 8 : Programme d’amplification de la séquence intergénique ITS 16S-23S 

de Bartonella 

 

Température(°C) Temps(sec) Répétition 

95 600 1X 

95 120 36X 
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56 60 36X 

72 40 36X 

72 600 1X 

11 Infini - 

 

Mix de PCR et réactifs 

 

Les réactifs nécessaires à la PCR ont été réunis dans les proportions détaillées 
dans le tableau 4. La Taq Polymérase utilisée est de la Takara (Takara Bio inc, 
Japon). 
Le mélange des réactifs (fournis dans le kit d’amplification), l’ajout d’ADN (remplacé 
par 
de l’eau stérile pour le témoin négatif) et la réaction d’amplification ont eu lieu chacun 
dans des locaux séparés afin d’éviter les contaminations (Tableau 9). Le 
thermocycleur employé a été un EppendorfMastercycler ® (Allemagne). 
 

Tableau 9 : Composition du mélange réactionnel pour un volume de 25  μl 

 

Réactif Volume (μl) 

Tampon 10X ExTaq Buffer TaKaRa ® 2.5 

Mélange de dNTPTaKaRa ® à 2,5 mmol/L 2 

Amorce sens à 10µmol/L 2 

Amorce antisens à 10µmol/L 2 

Taq polymérase ExTaqTaKaRa ® à 5 unités/µL 0.2 

Eau stérile 11.3 

ADN 5 

 

Electrophorèse en gel d’agarose 

 

Une électrophorèse en gel d’agarose 2% dans du tampon TAE (Tris-Acétate-EDTA 50X, Lonza, 

Belgique) contenant du BET (Bromure d’Ethidium 0.1 µg/mL) a permis 

de vérifier, pour chaque réaction d’amplification, la taille des fragments obtenus. Le marqueur de 

poids moléculaire employé a été le 100 Pb (DNA ladder, Invitrogen), à raison de 7μL 
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pour un puits. Le voltage utilisé lors de la migration d’ADN est de 135 V. Le temps 

de migration est de 60 minutes. Les bandes sont détectées par analyseur d’image 

(Gel Doc, Biorad) qui s’appuie sur l’utilisation du logiciel Quantity one (BioradI). 

 

2.1.4.2.Étude de la diversité génétique des souches de Bartonellahenselae 

 

2.1.4.2.1. Typage par amplification partielle de l’ADN codant pour l’ARNr 16S 

 

L’étude du gène codant pour la fraction 16S de l’ARNr permet de répartir les souches de 

Bartonellahenselaeen deux génotypes I et II qui diffèrent par trois nucléotides localisés entre 172 et 

175 dans le gène 16S rRNA. 

 

Amorces et programmes 

 

Les amorces ont été sélectionnées sur la base de l’étude de Bergmann 

et ces collaborateurs. (Bergmanset al., 1996) 

 

BH1 = CCG ATA AAT CTT TCT CCC TAA 

BH2 = CCG ATA AAT CTT TCT CCA AAT 

16SF = AGA GTT TGA TCC TGG YTC AG 

 

Ces amorces ont été employées par couples (BH1 et 16SF ; BH2 et 16SF). 

Le programme d’amplification  (tableau 10) a été adapté aux besoins de l’étude, en modifiant la 

température d’hybridation. 

 

 

 

Tableau 10 : Programme d’amplification pour le génotypage de B. henselae 

 

Température(°C) Temps(sec) Répétition 

95 180 1X 
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95 20 29X 

55 30 29X 

72 60 29X 

72 600 1X 

11 Infini - 

 

Mix de PCR et réactifs 

 

Les tests PCR ont été réalisés sous un volume de 25 µL dans les proportions 
détaillées dans le tableau 6. Deux mélanges réactionnels sont préparés : le premier 
contient les amorces qui caractérisent les souches de génotype I et le second celles 
qui caractérisent les souches 
de génotype II(Tableau 11). 
 

Tableau 11 :Composition du mélange réactionnel 

 

Réactif Volume pour un tube (μL) 

Tampon 10X ExTaq Buffer TaKaRa ® 2.5 

Mélange de dNTPTaKaRa ® à 2,5 mmol/L 2 

Amorce BH1 ou BH2 à 10µmol/L 2 

Amorce 16SF à 10µmol/L 2 

Taq polymérase ExTaqTaKaRa ® à 5 
unités/µL 

0.15 

Eau stérile 11.35 

ADN 5 

 

Electrophorèse en gel d’agarose 

 

Les produits de PCR sont séparés par électrophorèse en gel d’agarose (2%). Le voltage utilisé 

lors de la migration d’ADN est de 135 V. Le temps de migration est de 60 minutes. L’obtention d’une 

bande à la taille attendue (184 Pb) pour l’un ou l’autre des couples d’amorces permet d’en déduire le 

génotype auquel appartient la souche. 

 



104 

Séquençage 

 

Certaines souches de B. henselae pour lesquelles l’appartenance au génotype I et/ou II  restait 

difficile à déterminer ont été sélectionnées puis testées par PCR en utilisant le couple 

d’amorces suivant: 

 

16SF = AGA GTT TGA TCC TGG YTC AG 

16SR = CAGTGGGGAATATTGGACA (dessin d’amorce du laboratoire) 

 

Le programme employé est le même que celui indiqué dans le tableau 6. Les produits d’amplification 

ont fait ensuite l’objet d’un séquençage.  Celui-ci a été sous-traité 

au laboratoire Qiagen (QuiagenGmbHScientist, Max-Volmer-Str.4, 40724 Hilden-Germany). Le service 

en ligne BLAST du National Center for Biotechnology Information (NCBI) 

a été utilisé pour les recherches d’homologie de séquence nucléotidique.  

 

2.1.4.2.2. Typage par la technique MLVA 

 

L’étude de la diversité des souches isolées de Bartonellahenselae ainsi que le degré 

de leur variabilité intra-chat et inter-chat ont été étudiés en combinant cinq séquences répétées 

polymorphes (ou VNTR). 

 

Amorces et programmes 

 

Les cinq amorces utilisées (BHV : BartonellahenselaeVNTR), qui encadre 

des séquences répétées en tandem, sont détaillées dans le tableau 12. Elles sont issues 

 des travaux effectués dans l’équipe VAMP (Monteil et al., 2007 ; Bouchouichaet al., 2009). 

 

Tableau 12 :Caractéristiques des amorces utilisées 

 

Désignation 

du BHV 

Taille 

de l’U.B. 

(Pb) 

% GC 
% 

conservation 

Séquence des amorces 

5` 3` 

T (°C) 

d’hybridation 
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BHV9 45 52 95 
F : AAATCAACACTCTCAAAAACACAAG 

R : TGCTCTGCTTCGTTTGCTCA 
50 

BHV10 45 59 84 
F : AGGAACGCTCTTACGAACTT 

R : AAAATACTTCGGAGGAGGGT 
50 

BHV24 141 45 97 
F : ATTCCTGAGACCTTAGTGATT 

R : GGTGATAAAGCATTCCATAA 
50 

BHV25 144 38 97 
F : GGGAAAGCGAGTATTGAG 

R : CCCACTCTTTTTGTTATCTTC 
50 

BHV26 146 51 96 
F : CCCCACAAAAGAAATAATC 

R : TGCTGATAGTGCGGTTTTC 
53 

 

U.B. : Unité de Base 

 

Le programme de la PCR a été adapté en fonction de l’amorce utilisée. La température 

d’hybridation était de 53°C pour le BHV26 et de 50°C pour les BHV9, BHV10, BHV24 

et BHV25 (Tableau 13). 
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Tableau 13 : Programme d’amplification 

 

Température(°C) Temps(sec) Répétition 

94 300 1X 

94 30 34X 

50 ou 53 30 34X 

72 120 34X 

72 600 1X 

11 Infini - 

 

Mix de PCR et réactifs 

 

Les réactions de PCR ont été réalisées sous un volume de 25 μL en présence de 5 μL 

de lysat. Les caractéristiques du protocole sont détaillées dans le tableau 14. La taq polymérase 

employée est la Taq polymérase Pfx (Invitrogen, California, USA) fournie 

dans un kit avec les autres réactifs nécessaires. 

 

Tableau 14 :Composition du mélange réactionnel 

 

Réactif Volume pour un tube (μl) 

PfxAmplification Buffer 10X 2.5 

Mélange de dNTP  à 10 mM 1 

MgSO4 à 50 mM 0.5 

PCR enhancer 10X 2.5 

Amorce BHV- F à 10µmol/L 2 

Amorce BHV- R à 10μmol/L 2 

Platinum® PfxDNA Polymerase 0.4 

Eau stérile 9.1 

ADN 5 
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Electrophorèse en gel d’agarose 

 

Les produits de PCR sont séparés par électrophorèse en gel d'agarose de 1.5 % 

en tampon TBE (Tris-Borate-EDTA 10X, Lonza, Belgique) dans une grande cuve (30cm x 22cm, Apelex, 

Model MPH). Les dépôts sont effectués de façon à assurer une alternance entre les marqueurs (100 

Pb et 1 kb), les souches à analyser et le témoin positif (H1 : Houston-génotype I ou B2 : Berlin-

génotype II) pour faciliter la lecture de la taille des bandes. 

 

Calcul du nombre d’unités de base présentes pour les cinq principaux VNTR de chaque souche typée 

 

La taille des bandes sur le gel a été estimée en se référant aux échelles de poids moléculaire et 

à la bande correspondant à la taille du témoin positif utilisé. La taille des allèles est convertie en 

nombre de motifs (copies) selon la formule suivante: 

 

Nombre de copies = (taille de la bande - Δ) / taille de l’unité de base 

 

Avec : 

Δ : valeur correspondant à la taille des extrémités flanquantes du VNTR (calculée à partir 

du génome de la souche de référence H1) ; 

Taille de l’unité de base : taille du motif(Tableau 15). 

 

 

Tableau 15 :Taille de l’unité de base de chaque BHV et la valeur Δ correspondante 

 

Désignation du BHV Taille de l’U.B. (pb) Δ (pb) 

BHV9 45 291 

BHV10 45 136 

BHV24 141 140 

BHV25 144 232 
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BHV26 146 89 

 

2.1.4.2.3. Typage par la technique MLST 

 

Douze souches de Bartonellahenselae isolées à partir des chats # 71, 88 et 92 ont 

été sélectionnées pour comparer le polymorphisme observé par MLVA et celui obtenu 

par MLST. Ces chats hébergeaient individuellement des souches présentant une grande variabilité  

génétique par le génotypage ARNr 16S et par la technique MLVA. 

 

Amorces et programmes 

 

Sept gènes (batR, ftsz, gltA, groEL, nplD, rpoB et ribC) ont été partiellement amplifiés selon 

l’étude d’Iredellet al . (Iredellet al., 2003). Les caractéristiques des amorces utilisées sont indiquées 

dans le tableau 16. 
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Tableau 16 : Caractéristiques des amorces utilisées la technique MLST 

(adapté d’Iredellet al., 2003) 

 

Locus 
Séquence des amorces 

5` 3` 
Site de polymorphisme 

Nombre 

d’allèle 

batR 
F GACCGCAATATTTTGACATC 

R GCATCCATCAAAGCATCACGACTT 

A2 : T302C 

A3 : C65T, C68A, A218G, T302C 

A4 : C65T, A218G, T302C 

4 

ftsZ 
F GCCTTCTCATCCTCAACTTC 

R CTTTGTTTTAAACGCTGCC 

A2 : A1185T, G1404A, G1467T 

A3 : A1185T, G1467T, C1537T 
4 

gltA 
F GGGGACCAGCTCATGGTGG 

R AATGCAAAAAGAACAGTAAACA 
A2 : G648A, C1026T 2 

groEL 
F GTTGATGATGCCTTGAAC 

R TGGTGTGTCTTTCTTTGG 
A2 : G1343A 2 

nplD 
F GGCGCTGGTATGATACAA 

R GACATCTGTGCGGAAGAA 
A2 : G1353A 2 

rpoB 
F CGTGACGTACATCCTACA 

R AACAGCAGCTCCTGAATC 

A2 : G1779A 

A3 : C1733T, G1779A 

A4 : G711758A 

4 

ribC 
F AGCGAGGATCAAAACAAC 

R GCTCTTCAACACAATTAACG 
A2 : A1310G, G1360, A1494G, G1499A 2 

 

Le programme d’amplification comporte 35 cycles (Iredellet al., 2000). Les étapes sont décrites 

dans le tableau 17. 

 

Tableau 17 : Programme d’amplification 

 

Température(°C) Temps(sec) Répétition 
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95 300 1X 

95 60 35X 

55 60 35X 

72 50 35X 

72 600 1X 

11 Infini - 

 

Mix de PCR et réactifs 

 

Les réactions de PCR ont été réalisées sous un volume de 25 μL en présence de 5 μL 

de lysat. Les caractéristiques du protocole sont détaillées dans le tableau 13. La Taq polymérase 

employée est la Takara (Takara Bio inc, Japon). Le mélange réactionnel 

est identique à celui présenté dans le tableau 18. 

Tableau 18 :Composition du mélange réactionnel 

 

Réactif Volume pour un tube (μL) 

1× NH4 buffer (Bioline) 2.5 

Mélange de dNTP200 μM 1 

PCR enhancer 10X 2.5 

Amorce BHV- F à 200 nM 2 

Amorce BHV- R à 200 nM 2 

Taq polymérase ExTaqTaKaRa ® à 5 
unités/µL 

0.15 

Eau stérile 9.1 

ADN 5 

 

Séquençage et analyse bioinformatique des séquences 

 

Les amplicons obtenus après amplification des sept gènes ont ensuite été séquencés dans les 

deux sens par le service QIAGEN. Les séquences sens et anti-sens obtenues sont d’abord comparées. 

La séquence consensus est utilisée pour définir le type de la séquence 
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par comparaison avec les séquences types déposées sur le site http://bhenselae.mlst.net/. 

Cette comparaison a été effectuée en utilisant le logiciel Mega5. 

 

2.1.5. Méthodes Sérologiques 

 

2.1.5.1. Analyse sérologique par Immunofluorescence indirecte (IFI) 

 

Après décongélation, tous les sérums ont été analysés afin de rechercher des anticorps contre 

Bartonellahenselaeet Bartonellaclarridgeiaeen utilisant des lames IF fabriquées 

au laboratoire (protocole de fabrication ci-dessous). Les souches utilisées pour cette fabrication sont 

les souches de référence : B. henselae H1 (Souche ATCC49882) 

et B. clarridgeiae (Souche ATCC51734 ). 

 

2.1.5.2.Recherche des virus de l’immunodéficience FeLV et Fiv 

 

Nous avons utilisé le Kit SNAP Fiv/FeLV (IDEXX Eragny, France) pour la détection d’anticorps 

spécifiques aux virus FeLV et Fiv à partir de sérums. Les résultats sont exprimés en fonction des 

témoins positifs et négatifs fournis dans le kit. 

 

2.1.6. Outils statistiques 

 

2.1.6.1. Analyse bivariée 

 

Uneanalyse bivariéea été réaliséepour étudier l'associationentre lesdeux co-variables (la classe 

d'âge et le sexe/ statut physiologique:mâle,femelle gestante, non gestante femelle)et troisvariables 

d'intérêt : le statut bactériémiquedes chats, le logarithme du nombre 

de CFU/mLdesangainsi quelenombre de profilsMLVA. 

 

 

 

 

2.1.6.2. Étude de similitude des profils obtenus chez un même chat "Bootsrap" 
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La similitude des profils observés chez un même chat a été analysée par la méthode Bootstrap. 

Seuls les chats présentant plus d’un profil ont été conservés. L’hypothèse 

nulle était que deux profils obtenus chez un même chat étaient proches de deux profils pris 

de différents chats.  

 

La distance entre deux profils était le nombre de VNTR pour lesquels le nombre 

de répétitions n’est pas identique entre les deux profils (la distance variait entre 0 et 5). 

La valeur statistique de la distance moyenne entre profils d’un même chat a été calculée. Afin de 

déterminer si cette distance était significativement différente de celle observée dans 

la population, un ré-échantillonnage a été réalisé comme suit : 

 

• Un tableau avec une ligne par chat et une colonne par profil, qui contient 0 ou 1 
a été créée ; 

• Une permutation aléatoire des noms de colonnes (qui représentent les identifiants 
des profils) a été effectuée ; 

• La distance moyenne entre profils observés chez un même chat a été recalculée 
(ré-échantillonnage par l’étape 2) ; 

• Les étapes 2 et 3 ont été répétées 1000 fois ; 

• On calcule le nombre de fois où la distance moyenne obtenue à l’étape 3 est inférieure 
à la distance moyenne réelle. La proportion correspondante était la p-value du test. 

 

2.1.6.3. Classification phylogénétique des profils par l’algorithme "Neighbor-Joining" 

et l’approche "Structure-Neighbor" 

 

Deuxméthodes de classificationont été appliquées àl'ensemble des profilsMLVA: Neighbor-

Joininget Structure-Neighbor. La méthode Neighbor-Joiningpermet d’élaborer 

un arbre de données phylogénétiques.La distance entre chaque profil a été calculée comme 

précédemment et elle correspond donc aunombre deVNTRpour lequelle nombre 

de répétitionsest différent. La robustesse des nœuds a été évaluée par la méthode 

de "bootstrap" sur 1000 ré-échantillonnages. 

 

La détermination de clusters par l’approche "Structure-Neighbor"a été proposée parHall 

etSalipante (2000)comme uneméthodealternative aux méthodesd’analyse 

de groupeclassiques lorsque le nombre decaractèresest réduit, comme c'est souvent 

le casdans les étudesMLVAoù le nombre de VNTR testés est faible. En bref,cette méthodecommence 

parune étapebayésiennepour déterminer le nombrele plus probable declusters: le résultat est une 

table avec en ligne les profils, en colonne les clusters, et dont le contenu 

est la probabilité que le profil appartienne au cluster. Chaque profil a été rattaché à un cluster avec 

une probabilité seuil de 0.8. Les profils pour lesquels les probabilités d’appartenance 

aux différents clusters < à 0.8 n’ont pas été classés. La distance entre deux profils à l’intérieur de 



113 

chaque cluster représente la moyenne de la valeur absolue des différences de répétitions (pour 

chaque VNTR). 

 

Pour la méthode Structure-Neighbour, l'analyse des donnéesa étéeffectuée à l'aide 

du programme R(Team, 2011) et avec un logiciel fournien lignepar Hall etSalipante (2000).  

 

2.1.6.4.Calcul de l’indice de diversité 

 

Le degré de polymorphisme a été évalué en se basant sur le calcul de l’index 

de diversité (D) de Hunter et Gaston. Cet index permet de mesurer la probabilité que deux souches 

prises au hasard parmi d’autres présentent des types différents. Il tient compte 

du nombre d’allèle et de leur fréquence et doit avoir une valeur ≥ 0.95 pour être considéré comme 

discriminant. Il est défini par la formule suivante : 

 

� = 1 − 1
�(� − 1) 	 
� (
� − 1)

�

��
 

 

où :  

N: nombre de souches testées; 

nj : nombre de souches ayant l’allèle j ; 

S : nombre total des allèles. 

 

2.1.6.5. Construction d’un minimum SpaningTree 

 

Les profils MLVA obtenus ont été comparés puis exprimés sous la forme d'un algorithme 

graphique appelé MinimumSpanningTree (MST). Le MinimumSpanningTree 

a été calculéen utilisant la versionBionumericslogiciel4.6 (Applied-Maths, Sont-Martens-Latem, 

Belgique). 

 

2.2. ÉTUDE CHEZ LE CHIEN 
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2.2.1. Les populations 

 

Au cours de cette étude, 213 chiens de la région d’Alger ont été prélevés durant 

la période d’avril 2008 à Juillet 2011. Les chiens sont repartis en deux catégories : 

 

• 63 chiens de la fourrière canine d’Alger capturés dans le cadre du contrôle 
des populations de chiens errants. Les données relatives à la race, le sexe, l’âge 
(morphologie et examen de la denture) et la présence d’ectoparasites (Puces 
et/ou tiques) ont été relevées pour chaque chien ; 

• 150 chiens de propriétaires présentés en consultation médicale aux services 
de Médecine et de Chirurgie à l’École Nationale Supérieure Vétérinaire d’Alger. 
Une copie du dossier de chaque chien prélevé a été réalisée. 
 

2.2.2.Les prélèvements 

 

La prise de sang a été réalisée à partir de la veine céphalique, de façon stérile après 

une désinfection minutieuse de la zone de ponction à l’aide d’alcool à 70°. 4 millilitres (mL) de sang 

ont été recueillis sur tube sec puis centrifugés au laboratoire à 1500 g pendant 

10 minutes. Le sérum a été récolté dans des microtubes stériles puis conservés à -20°C jusqu’à 

l’utilisation. 

 

 

2.2.3.Analyse sérologique par Immunofluorescence indirecte (IFI) 

 

Après décongélation, tous les sérums ont été analysés afin de rechercher des anticorps contre 

Bartonellavinsoniiberkhoffii(Souche ATCC51672) et Bartonellahenselae H1 (Souche ATCC49882) en 

utilisant des lames IF fabriquées au laboratoire 

(protocole de fabrication ci-dessous). 

 

La recherche des anticorps anti-Anaplasmaphagocytophilum et anti-Borreliaburgdorferi a été 

réalisée en utilisant des lames commerciales MegaScreenFluoanaplasma ph. 

etMegaScreenFluoborrelia (MegaCorDiagnostik, Autriche). 

 

2.2.3.1. Technique de fabrication des lames de Bartonella(IF) 

 

2.2.3.1.1. Culture et repiquage des cellules 
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Les lames ont été fabriquées à partir des cellules Véro (cellules de rein de singe vert, Sanofi-

Pasteur) pour les différentes espèces de Bartonella. Ce protocole trouve sa source 

chez Chomel et ses collaborateurs (Chomelet al., 1995). Les cellules sont conservées dans 

de l’azote liquide. La première étape a consisté à cultiver les cellules dans un milieu 

de culture dont la composition est indiquée dans le tableau 19. 

 

Tableau 19 :Composition du milieu de culture pour les cellules Véro 

 

Composant Volume (mL) 

Milieu RPMI sans glutamine (Gibco) 45 

Sérum de veau fœtale 5% 2.5 

L-glutamine à 2 µmol/ml, 1% 2 

Pénicilline à 100 UI/ml - streptomycine à 100 µg/ml, 1% 0.5 

 

Deux flacons de cellules de 25 mL ont été placés à l’étuve à CO2 à 37°C. Le premier 

a été utilisé pour le repiquage et le second a été conservé en cas de problème 

de contamination. L’entretien de la culture s’effectue deux fois par semaine par repiquage après 

trypsination (0.05% EDTA et 0.02% de trypsine dans une solution saline, Gibco, USA) et dilution au 

1/4 des cellules. 

 

2.2.3.1.2. Protocole utilisé pour la fabrication des lames 

 

Pour chaque série de lames, les étapes ont été les suivantes : 

 

1ère étape: un repiquage de l’espèce de Bartonella à tester a été réalisé. Après cinq jours de 

culture, une suspension bactérienne (équivalent d’une gélose) est réalisée 

dans 0.5 ml de solution saline. La suspension est transférée sur une culture de cellules Vero à 

70% de confluence (flacon de 25 cm2). 

 

 

 

2èmeétape: après 72h de culture, les cellules infectées sont trypsinées puis lavées 

dans 15 ml de milieu RPMI (centrifugation 200 g pendant 10 minutes) à 5% de SVF (sérum de 
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veau fœtal). Le culot est repris dans 40 ml de milieu de culture (concentration cellulaire 

d’environ 105 cellules /ml. 40 µl de la suspension cellulaire ont été déposées dans chaque puits 

de lames traitées au téflon (Menzel GmbH&Co, Allemagne)  

pour permettre l’adhérence de cellules. Les lames sont placées à l’étuve (5% de CO2) pour 18h. 

 

3ème étape: les lames ont été lavées au PBS deux fois puis fixées à l’acétone pendant 

20 minutes à température ambiante, séchées puis conservées au congélateur (-20°C) jusqu’à 

l’utilisation. 

 

2.2.3.1.3. Validation des lames 

 

Avant utilisation, les lames ont été observées au microscope (grossissement x150) 

afin de vérifier que les puits contenaient des cellules et des bactéries. Les lames ont ensuite été 

vérifiées avec des sérums préalablement testés. La lame était validée quand les témoins positifs et 

négatifs étaient valables et quand les sérums connus répondaient de la manière attendue. 

 

2.2.3.2. Technique du screening et lecture des lames 

 

Les sérums sont décongelés à température ambiante. Une homogénéisation au vortex 

est réalisée pour chaque tube avant de prélever le sérum pour effectuer la dilution. Le criblage des 

sérums a été réalisé à la dilution du 1/50 (10μL de sérum dans 490 μL de PBS). Chaque lame de douze 

puits comporte un sérum témoin positif et un sérum témoin négatif. 

 

Les lames sont incubées 30 minutes à 37°C sous atmosphère humide suivi de 2 rinçages de 5 

minutes dans du PBS. Le conjugué (anti-IgG de chien -Jackson immunoresearch, USA), dilué au 

50ème, est préparé à partir d’une solution de bleu d’Evans (BioMerieux, Marcy l’Etoile, France) dans 

du PBS (40 μL par puits). Les lames sont de nouveau incubées à 37°C sous atmosphère humide 

pendant 30 minutes. Deux rinçages de 5 minutes sont ensuite effectués puis du fluoprep 

(BioMerieux, Marcy l’Etoile, France) est ajouté. La lame est recouverte d’une lamelle. Les lames ont 

été être lues au microscope sous huile à  immersion (grossissement 10x100) (Merck, Darmastadi, 

Allemagne) et à fluorescence. 

 

2.2.3.3.Lecture des lames 

 

Chaque lame est lue par deux opérateurs, de manière indépendante (lecture en double 

aveugle) et selon un barème prédéfini comme indiqué dans le tableau 20. 
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Tableau 20 :Barème de lectures des lames d’immunofluorescence 

 

Résultat Signification 

0 Contrôle négatif 

+ Bactérie visible mais pas de fluorescence 

++ Fluorescence présente mais modérée 

+++ Fluorescence intense 

++++ Fluorescence très intense 

 

2.2.3.4.Titrage 

 

Tous les sérums positifs au criblage ou screening (deux croix ou plus pour les deux lecteurs) 

ont été analysés en dilution pour déterminer leur titre en anticorps. Des dilutions 

ont été effectuées du 50ème au 1600ème. La méthode d’Immunofluorescence est la même 

que précédemment décrite. 

 

2.2.4 Outils statistiques 

 

L’analyse statistique des données a été réalisée à l’aide du logiciel Stata (version 12). Tout 

d’abord, nous avons établi les valeurs de fréquence et de prévalence. La différence entre les 

variables a été testée à l’aide du test chi-deux. Nous avons choisi comme variable: l’âge, 

le sexe, la race, le type de chien, l’état de santé du chien. La différence a été considérée comme 

significative si p<0.05. 
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CHAPITRE 3: RÉSULTATS 
 

 

1. ÉTUDE LA DIVERSITÉ DES SOUCHES 
DE B. HENSELAECHEZ LE CHAT 
 

1.1. DESCRIPTION DE LA POPULATION 
FÉLINE ÉTUDIÉE 

 

282 chats sont inclus dans cette étude. Tous sont de race européenne et leur statut médical 

est inconnu. L’âge moyen des chats est de 18 mois, avec une fourchette de 8 à 36 mois. L’échantillon 

comprend 91 male et 191 femelles dont 76 gestantes (Tableau 21). 

 

Parmi les chattes gestantes, 56 (73.7%) sont à un stade de gestation ≥ à 4 semaines 

et 20 (26. 3%) à un stade < 4 semaines. La moyenne du nombre d’ampoule fœtale est de 5 avec une 

fourchette de 1 à 8 ampoules. 

 

Tableau 21: Distribution de Bartonellahenselaechez la population féline étudiée 

 

Paramètres 
Nombre total 

des chats (%) 

Nombre de chats 

bactériémique (%) 

Sexe   

Male 84 (33.3) 17 (6.7) 

Femelle 168 (66.6) 22 (8.7) 

Gestante 65 7 

Non gestante 103 15 

Age (mois)   

<12 12 (4.7) 4 (1.6) 
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12-17 116 (46.03) 25 (9.9) 

18-23 42 (16.6) 4 (1.6) 

24-35 66 (26.19) 6 (2.3) 

>=36 16 (6.3) 0 

Total 252 39 (15.4) 

 

Concernant les chattes gestantes, la moyenne d’âge  observée est de 12.85 mois (IC95% 10.75-

14.95) et 18 mois (IC95%15.64-20.39) pour les bactériémiques et non bactériémiques 

respectivement. 

 

1.2. RÉSULTATS DE LA CULTURE 
 

1.2.1. Hémoculture 
 

Après ensemencement sur gélose au sang de lapin, 39 (15.4%) des 282 échantillons 
sanguins ont abouti après 2 à 4 semaines au développement de colonies. Parmi, 
les 282 échantillons ensemencés, 15 (5%) ont été contaminés et éliminés. La charge 
bactériémique varie de 1 à plus de 1500 CFU/ml de sang. 

 

Les colonies obtenues possèdent les caractéristiques morphologiques de Bartonella. 
Par ailleurs, la coloration de Gram effectuée sur les colonies repiquées montre 
une morphologie de petit bacille Gram négatif. La PCR ITS16S-23S (voir plus loin) confirme 
l’identification au genre Bartonella. 

Une collection de 259 souches a été ainsi obtenue à partir de 30 chats bactériémiques. 
Des souches isolées de 9 chats sur le total de 39 chats bactériémqiues ont été perdues au cours 
du repiquage. 
 
1.2.2. Culture des embryons 

 

Un total de 24 embryons ou contenus d’ampoules fœtales issus de chattes bactériémiques et 

non bactériémiques ont  été ensemencés. Aucun de ces ensemencements 

n’a abouti à l’isolement de bartonelles. 

 

1.3.CARACTÉRISATION DES SOUCHES 
 

1.3.1. Identification et typage moléculaire 
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1.3.1.1.Amplification par PCRITS 16S-23S 

 

L’analyse par PCRITS 16S-23S des 259 souches isolées a permis d’obtenir 

une amplification. La taille des fragments amplifiés (174 Pb) correspond à l’espèce 

Bartonellahenselae(Figure 12)Aucune amplification obtenue ne correspond à B. clarridgeiae (156 Pb). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : Résultat de la migration des produits d’amplification 
de la PCR ITS 16S-23Sde 6 souches 

 
 

1.3.1.2.Résultats du typage et de l’étude de la diversité des souches de B. henselae 
 

1.3.1.2.1. Diversité en fonction du génotype 16S rDNA 
 

L’amplification de la séquence codant pour l’ARN16S révèle que 14 chats sont porteurs 

uniquement de souches de génotype I (46.7%), 10 chats uniquement de souches de génotype II 

(33.33%) et 6 de souches de génotype I et II (20%). Dans le dernier groupe une souche 

du génotype III (I/II) est isolée d’un chat et les 5 autres chats présentent une co-infection 

par les génotypes I et II. 

 
 
 
 
 

Bartonellahenselae 



1.3.1.2.2. Diversité en fonction des BHV
 

A-Étude globale de la diversité

 

Un exemple des résultats obtenus avec les 5 VNTR est présenté dans la figure 13. L’analyse 

globale des 5 VNTR pour les 259 souches montre que 

et BHV-B (12 allèles) 

BHV-D (3 allèles) et BHV-E (3 allèles) (Figure 13).

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

BHV-A 

BHV-C 
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1.3.1.2.2. Diversité en fonction des BHV 

Étude globale de la diversité 

Un exemple des résultats obtenus avec les 5 VNTR est présenté dans la figure 13. L’analyse 

globale des 5 VNTR pour les 259 souches montre que les BHV

 sont les plus polymorphes suivis des BHV

(3 allèles) (Figure 13). 

BHV-B 

BHV-D 

Un exemple des résultats obtenus avec les 5 VNTR est présenté dans la figure 13. L’analyse 

les BHV-A (9 allèles) 

sont les plus polymorphes suivis des BHV-C (12 allèles), 
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Figure 13 : Résultats de la migration d’amplifiats obtenus pour chaque BHV 

 

L’amplification de l’ADN obtenu des 259 souches testées par les 5 BHVs (A à E) révèle 52 profils 

différents (Tableau 22). Parmi ces profils, 25 correspondent à des souches 

de génotype I (49%), 26 au génotype II (ratio du génotype I/II=25/26) et 1 au génotype I/II. 

Il n’y a pas de profils communs aux trois génotypes. L’index de diversité de Hunter 

et Gaston  calculé pour l’ensemble des 5 BHV est de 0,95. Il est de 0,90 pour les souches 

de génotype I et de 0,94 pour les souches de génotype II. La lecture du tableau 22 fait ressortir que 

certains profils sont plus souvent retrouvés dans notre population, en particulier les 

profils9.20.10.8.2 (41 fois) et  8.20.10.8.2 (21 fois). 

Tableau 22 : Description des 52 profils alléliques et répartition par chats 

et par génotype ARNr16S 

 

Profil allélique 
Nombre de profil 

MLVA 
16S rRNA génotype Numéros de chats 

7.10.10.8.2 1 I 88 

7.20.8.8.2 1 I 81 

7.20.10.8.2 2 I 88 

7.34.10.7.3 1 I 138 

8.20.8.8.2 6 I 81 

8.20.10.8.2 21 I 134, 92, 204 

8.34.10.7.3 4 I 138 

9.17.6.7.3 1 II 267 

9.18.5.7.4 15 II 51, 88, 247 

BHV-E 



124 

9.18.6.7.3 4 II 267 

9.18.6.7.4 9 II 51, 142, 247 

9.18.10.8.2 1 I 273 

9.20.5.8.2 4 I 91 

9.20.6.7.4 1 II 9 

9.20.6.8.4 1 II 9 

9.20.8.8.2 3 I 81 

9.20.10.8.2 41 I, I/II 50, 79, 92, 127, 37, 242 

9.25.5.8.4 1 II 237 

9.31.10.7.3 6 I 237 

9.32.10.7.3 11 I 232 

9.34.10.7.3 3 I 138 

10.18.5.7.4 1 II 88 

10.18.6.7.3 2 II 267 

10.20.6.7.4 6 II 9, 88 

10.20.10.8.2 17 I 37, 71, 204, 79, 249,92 

10.24.6.8.4 1 II 92 

 

Tableau 22 (Suite) : Description des 52 profils alléliques et répartition par chats 

et par génotype ARNr16S 

 

Profil allélique 
Nombre de profil 

MLVA 
16S rRNA génotype Numéros de chats 

10.25.10.8.4 3 II 92 

10.34.10.7.3 1 I 138 

11.18.11.9.2 1 I 33 

11.20.5.8.2 4 I 91 
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11.20.6.7.4 3 II 9 

11.20.6.8.2 2 I 91 

11.20.7.8.2 1 I 91 

11.20.10.7.4 1 II 273 

11.20.10.8.2 11 I 71, 134, 204 

11.20.10.8.4 10 I 104 

11.24.6.8.2 1 II 92 

11.24.6.8.4 1 I+II 92 

11.25.10.8.4 8 II 28 

11.32.10.7.3 1 I 232 

11.34.10.7.3 1 I 138 

12.18.6.7.4 1 II 247 

12.28.8.7.4 9 II 55 

12.32.8.7.4 1 II 40 

13.32.8.7.4 3 II 40 

14.20.10.8.2 11 I 43, 127 

14.26.8.7.4 4 II 71 

14.27.10.7.4 1 II 67 

14.32.8.7.4 6 II 40, 191 

15.32.8.7.4 2 II 40 

 

B-Étude de la diversité des souches par chat 

 

Les résultats obtenus par chat sont indiqués dans le tableau 23. 
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Tableau 23 : Répartition des différentes souches et types par chat 

 

Chat No 
Nbr 

souches/chat 

16S rDNA Nombre d’unité de Base pour chaque BHV Nbr 

de MLVA 

type/Chat 
I II A B C D E 

9 10 0 10 9, 10, 11 20 6 7,8 4 4 

28 8 0 8 11 25 10 8 4 1 

33 9 1 8 11 18 5, 6, 11 7, 9 2, 4 3 

37 11 11 0 9, 10 20 10 8 2 2 

40 9 0 9 12, 13, 14, 15 32 8 7 4 4 

43 10 10 0 14 20 10 8 2 1 

50 10 10 0 9 20 10 8 2 1 

51 5 0 5 9 18 5,6 7 4 2 

55 9 0 9 12 28 8 7 4 1 

67 1 0 1 14 27 10 7 4 1 

71 14 10 4 10, 11, 14 20, 26 8, 10 7, 8 2, 4 3 

79 10 10 0 9, 10 20 10 8 2 2 

81 10 10 0 7, 8, 9 20 8 8 2 3 
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88 8 4 4 7, 9, 10 10, 18, 20 5, 6, 10 7, 8 2, 4 5 

91 11 11 0 9, 11 20 5, 6, 7 8 2 4 

92 10 4* 6 8, 9, 10, 11 20, 24, 25 6, 10 8 2, 4 6 

104 10 10 0 11 20 10 7 4 1 

127 2 2 0 9, 14 20 10 8 2 2 

134 10 10 0 8, 11 20 10 8 2 2 

138 10 10 0 7, 8, 9, 10, 11 34 10 7 3 5 

142 5 0 5 9 18 6 7 4 1 

191 3 0 3 14 32 8 7 4 1 

204 14 14 0 8, 10, 11 20 10 8 2 3 

232 12 12 0 9, 11 32 10 7 3 2 

237 7 6 1 9 25.31 5, 10 7, 8 3, 4 2 

242 12 12 0 9 20 10 8 2 1 

247 12 0 12 9, 12 18 5, 6 7 4 3 

249 8 8 0 10 20 10 8 2 1 

267 7 0 7 9, 10 17, 18 6 7 3 3 

273 2 1 1 9 18, 20 10 7, 8 2, 4 2 
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Total:30 259 166 93 - - - - - 72 
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Deux populations de chats émergent de ces résultats : 

 

� 10 chats ne sont infectés que par un seul profil MLVA ; 
� 20 chats sont infectés par plus d’un profil. Dans ce cas, le nombre de profil hébergé 

par chat varie de 2 à 6. 
 

C-Comparaison avec les Types MLVA obtenus pour des souches provenant 

d’autres régions du monde : 

 

L’existence d’articles publiés sur des souches de B. henselae isolées de chats provenant de 

différents pays permet de comparer ces résultats avec ceux obtenus pour les souches algériennes. La 

plupart des profils algériens sont nouveaux (48/52, 92.3%), seul 4 sont communs aux profils observés 

dans d’autres pays.Le tableau 24 présente le nombre 

de répétition par BHV obtenu avec les souches de différentes régions du monde ainsi 

que la proportion des génotypes ARN16S. 

 

Tableau 24 : Comparaison des génotypes ARN 16S et du nombre de répétition 

pour les 5 BHV entre souches algériennes et souches du reste du monde 

 

 

Nombre 

de profils 

MLVA 

Génotype 

I 

Génotype 

II 

Proportion 

I/II 

Moyenne 

de répétition 

BHV-A 

BHV-A 

sd 

BHV-A 

min 

BHV-A 

max 

Algérie 51 25 26 0.49 10.24 1.91 7 15 

Asie 23 20 3 0.87 13.13 1.98 9 16 

Europe 56 8 48 0.14 11.52 2.11 9 15 

 

Moyenne 

de répétition 

BHV-B 

BHV-B 

sd 

BHV-B 

min 

BHV-B 

max 

Moyenne 

de répétition 

BHV-C 

BHV-C 

sd 

BHV-C 

min 

BHV-C 

max 

Algérie 23.22 6.07 10 34 8.00 2.00 5 11 

Asie 23.17 9.48 6 37 10.48 5.79 1 20 

Europe 16.11 6.57 6 33 5.00 3.76 2 18 

 
Moyenne 

de répétition 

BHV-D 

sd 

BHV-D 

min 

BHV-D 

max 
Moyenne 

de répétition 

BHV-E 

sd 

BHV-E 

min 

BHV-E 

max 
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BHV-D BHV-E 

Algérie 7.47 0.54 7 9 3.12 0.89 2 4 

Asie 5.65 3.27 1 9 2.52 0.67 1 3 

Europe 3.84 2.88 1 12 2.61 1.52 1 6 

 

Les pourcentages et les ratios pour les génotypes 16S des 51 profils indiqués 

dans le tableau montrent que les souches algériennes (49%, 25/26) sont intermédiaires entre les 

souches asiatiques (87%, 20/3) et les souches européennes (14%, 8/48). De plus, 

la proportion algérienne du génotype I vs génotype II est significativement différente aux autres 

régions du monde (test de Fisher’s exact, p <0.0001).L’intervalle du nombre 

de répétition du BHV-A est similaire à celui observé en Asie et en Europe. À l’inverse, l’intervalle et la 

déviation standard du nombre de répétitions des BHV-B, BHV-C, BHV-D 

et BHV-E sont proches de ceux observés en Asie et en Europe.Dans une étude antérieure, 

il a été montré que les BHV-C et BHV-E peuvent avoirun intérêt comme marqueurs d’origine 

géographique. La comparaison des allèles dominants pour ces deux BHV chez les souches 

des différentes régions est présentée dans le tableau 25. 

Tableau 25 :Répartition des allèles majoritaires des BHV-C et BHV-E 

dans les différentes populations étudiées 

 

Allèle 

dominante 
Europe 

Amérique 

du Nord 
Asie 

Australie/NZ Algérie 

Est Ouest 

BHV-C 

2 ou 6 

(74-83%) 

10 

(0-8%) 

2 ou 6 

(58%) 

10 ou 2 

(64%) 

10 

(60-100%) 

2 ou 6 

(0-15%) 

10 

(83%) 

10 ou 6 

(72%) 

BHV-E 

1 ou 4 

(71-100%) 

3 or 2 

( 0-12%) 

1 ou 4 

(58%) 

1 ou 4 

(77%) 

3 ou 2 

(80-100%) 

1 or 4 

(0-20%) 

10 

(83%) 

2 ou 4 ou 3 

(100%) 

 

Dans le cas des  BHV-C et BVH-E, toutes les allèles (2, 6 & 10 pour BHV-C et 2, 3 & 4 pour BHV-

E), à l’exception d’une seule (allèle 1 pour BHV-E), précédemment identifiées chez B. henselae de 
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différentes régions du monde (par exemple allèles 2 & 6 for BHV-C 

en Europe vs allèle 10 en Asie; allèle 4 pour BHV-E en Europe vs allèles 2 & 3 en Asie) 

sont également présentes dans notre population de souches. 

 

1.3.1.2.2. Typage par la technique MLST 

 

L’analyse de la variabilité génétique des 12 souches isolées des chats n° 71, 88 et 92 

par la technique MLST permet d’identifier trois profils : ST1, ST2 et ST24. Parmi ces 

12 souches, 5 sont du profil ST1, 3 du profil ST2 et 4 du profil ST24 (Tableau 26). Chaque chat 

héberge deux profils ST. 

 

Tableau 26 : Typage MLST des 12 souches de B.henselae 

 

Profile allèlique 

(BHV-A.-B.-C.-D.-E) 
Type de séquence 

Chat#71  

11.20.10.8.2 ST1 

14.26.8.7.4 ST5 

10.20.10.8.2 ST1 

Chat #88  

9.18.5.7.4 ST5 

10.18.5.7.4 ST5 

7.20.10.8.2 ST1 

Chat#92  

11.24.6.8.2 ST24 

8.20.10.8.2 ST1 

10.25.10.8.4 ST24 

10.24.6.8.4 ST24 

9.20.10.8.2 ST1 

9.24.6.8.4 ST24 
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1.4. RESULTATS DE L’ANALYSE 
STATISTIQUE 

 

1.4.1.Analyse du statut bactériémique en fonction du paramètre de la population 

 féline étudiée 

 

De façon significative il existe une relation entre la proportion de chats bactériémiques et l’âge 

(Ki2 de tendance = 5.7518, p = 0.01647) (Figure14). En revanche, il n’existe 

pasde corrélation entre l’âge et la charge bactérienne (test de Kruskal-Wallis, p=0.91). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 14 : Proportion des chats bactériémiques en fonction de l’âge 
 

Le test de Fisher indique qu’il n’ y a pas de relation entre la proportion de chats 
bactériémique et le sexe de l’animal (p-value = 0.4553). Par ailleurs, nous 
avonsvérifiéque 
le statutphysiologique des chattesétudiéesn’influence pas la probabilité d’être 
bactériémique (Chi 2=0.50, p=0.478). De même, iln’y a pas d’association entre la charge 
bactérienne (CFU/ml) et le sexe/statutphysiologique de l’animal (test de Kruskal-Wallis, 
p=0.35). Pour l’ensemble des chattesgestantes la différence du nombred’ampoulesfœtales 
entre chattesbactériémiqueset non bactériémiquesn’est pas significative (test de 
student=0.33 
et p=0.744). 
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1.4.2. Analyse statistique concernant  les profils des souches isolées 
 

Le nombre de profil obtenu chez un chat donné augmente significativement  avec l’âge (test 

de Kruskal-Wallis: p =0.02). Ainsi, la moyenne du nombre de profil est de 1 chez 

les chats de moins d’un an et de 3.2 chez les chats de 24-35 mois. Cependant, Il n’y a pas 

d’association entre le nombre de profils et le sexe/statut physiologique des chats 

(test de Kruskal-Wallis rank: p =0.93). 

  



79 

1.4.3. Résultats de l’Analyse par ré-échantillonnage (bootstrap) 
 

Parmi les 30 chats analysés, 20 présentent plus d’un profil MLVA (2-6 profils). Chez ce 
groupe de chat, la distance moyenne entre profils d’un même chat est de 1.8. En fonction 
du chat, cette valeur statistique varie de 1 à 4. La valeur minimal obtenue en 10000 
simulations est supérieure à 1.8, ce qui nous permet de rejeter l’hypothèse nulle (p<0.0001) 
et de conclure par cette méthode que deux profils observés sur un même chat sont plus 
proches entre eux que deux profils pris au hasard. En revanche, 4 (n° 71, 88, 273 et 237) 
chats parmi les 20 analysés présentent une valeur de P>0.05 (Tableau 27). 
 

Tableau 27:Distance moyenne entre les profils MLVA 
 

N° du chat 
Distance moyenne 

entre profils MLVA 
p2 

127 1.0 <0.0001 

134 1.0 <0.0001 

138 1.0 <0.0001 

142 1.0 <0.0001 

204 1.0 <0.0001 

232 1.0 <0.0001 

237 4.0 0.42 

247 1.3 0.001 

267 1.3 0.001 

273 4.0 0.43 

33 2.3 0.04 

37 1.0 <0.0001 

40 1.0 <0.0001 

51 1.0 <0.0001 

71 3.7 0.41 

79 1.0 <0.0001 

81 1.0 <0.0001 

88 3.6 0.45 



80 

9 1.3 <0.0001 

91 1.3 0.0001 

92 2.7 0.004 

 

1.4.4. Classification phylogénétique des profils par l'algorithme "Neighbor-Joining" 

 

Un total de 259 souches, 52 profils VNTR et 30 chats sont les trois paramètres pris 

en compte dans cette étude. Le dendrogramme obtenue montre une nette séparation entre 

les profils du génotype I et ceux du génotype II (Figure 15). Par ailleurs, on observe aussi que les 

profils MLVA spécifiques à certains chat (40, 81, 91, 138, 267) se regroupent en cluster. Ces mêmes 

chats présentent une valeur de p<0.0001après analyse par ré-échantillonnage (Tableau 27). À 

l’inverse, on observe que les souches isolées spécifiquement des chats 71, 88, 237 et 273, ne sont 

pas groupées dans le dendrogramme. De plus ces mêmes souches appartiennent à un génotype 

ARN16S différent et la valeur p spécifique à chaque chats 

est >0.4 après analyse par ré-échantillonnage.  
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Figure 15 : Dendrogramme obtenu par la méthode "Neighbor-Joining" 

 

1.4.5.Détermination de clusters par l'approche "Structure-Neighbor" 

 

Deux clusters sont définis par l’approche “Structure-Neighbor” (Figure 16). 24 profils MLVA 

sont rattachés au cluster 1, 24 au cluster et 4 n’ont pas pu être classés. 

 

Le diagramme  indique que les génotypesI et IIsont présentsdans les deuxgroupes. Cependant, 

on observe que les profils desouches isoléesd’unmême chatsont rattachés au même groupeà 

l'exception des chatsn° 71, 88, 237 et273 qui hébergent dessouchesappartenant aux deuxgroupes. 

De plus, les profils spécifiques à chaque chat apparaissent regroupés, telsque les chats# (40,81, 

91,138 et267) (Figure 16). Cesrésultats concordent avec ceux observés par les méthodes “Neighbor-

Joining” et « Bootstrap ». 
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Figure 16 : Diagramme des deux clusters obtenus par la méthode "Structure-Neighbor" 

1.4.6.Minimum SpaningTree (MST) 

 

Le Minimum SpaningTree(MST) a confirmé que les souches algériennes formaient 

un groupe assez homogène au centre de l'arbre. Chaque cercle représente un génotype unique. Le 

diamètre des cercles correspond au nombre de souches présentant le même génotype MLVA. 

L’aspect des lignes de raccordement correspond au nombre de différence dans 

les marqueurs VNTR. Ainsi, les lignes épaisses raccordent des génotypes qui diffèrent 

par un seul VNTR, les lignes régulières par deux VNTR et les lignes interrompues 

par trois VNTR. La longueur de chaque branche est proportionnelle au nombre de différences (Figure 

17). 
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Figure 17 : Minimun Spaning Tree (MST) 

2.ÉTUDE SÉROLOGIQUE 
 

2.1. CHEZ LE CHAT 
 

2.1.1.Immunofluorescence Indirecte (IFI) 
 

Les résultats de l’Immunofluorescence Indirecte présenté sont les résultats du criblage 
à la dilution du 1/50.Sur les 252 sérums analysés par IFI, 146 sont positifs pour B. henselae 
et 191 à B. clarridgeiae. Ce qui donne une séroprévalence de 57.9% (51.76-63.78 IC 95%) 
et 75.8%(70.4-80.67 IC 95%) respectivement. L’analyse de la comparaison de l’état 
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bactériémique et de la séropositivité pour chacun des deux antigènes (B.henselae 
et B. clarridgeiae) est présentée dans les tableaux 28 et 29. 

 

Tableau 28 :Résultats de la sérologie à B. henselae par IFI 

 

B. henselae Bactériémique Non bactériémique 

Sérologie + 30 116 

Sérologie - 9 97 

Total 39 213 

 

Tableau 29 : Résultats de la sérologie à B. clarridgeiae par IFI 

 

B. clarridgeiae Bactériémique Non bactériémique 

Sérologie + 32 159 

Sérologie - 7 54 

Total 39 213 

 

Il n y a pas de concordance entre ces deux variables (pour B. henselae : Coefficient 
de kappa= 0.17 ; pour B. clarridgeiae : Coefficient de kappa= 0.06). Il ressort 
de ces tableaux que 25% environ des chats séronégatifs sont bactériémiques pour B. henselae. 
Cette proportion n’est pas retrouvée pour B. clarridgeiae.Par ailleurs nous avons vérifié 
que les pourcentages de chats séropositifs à B. henselae et B. clarridgeiae n’influencent 
pas sur la probabilité que les chats soit bactériémiques. Un test de Khi2 montre 
que la probabilité d’être séropositif à B.henselae est supérieure chez les chats positifs 
à B.clarridgeiae(Chi2 = 25.39 ;  p<0.001) (Tableau 30). 
 

Tableau 30 : Relation entre le statut sérologique de B.henselae et B. clarridgeiae 

 

 B.clarridgeiae + B.clarridgeiae - 

B. henselae + 129 61 

B. henselae - 61 44 

Total 190 105 

 

2.1.2. Détection de l’infection aux virus de l’immunodéficience (Fiv)et de la leucémie 

féline (FeLV) 
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Un seul chat a été détecté comme positif pour l’antigène du virus 
de l’immunodéficience féline (chat 242), en revanche aucun chats n’est positif pour 
le virus de la leucémie féline.  



88 

2.2. CHEZ LE CHIEN 
 

L’étude chez le chien de l’infection par des bactéries transmises par des arthropodes 

hématophages se limite à l’étude de la séroprévalence qui pour Borreliaburgdorferi,  

st le seul paramètre accessible. 

 
2.2.1. Description de la population canine 

 

Au cours de l’étude, 213 chiens ont été prélevés au total dont 63 chiens de fourrière 

et 150 chiens de propriétaire. Parmi les chiens de propriétaire, 63 sont des chiens sains 

et 86 présentent des pathologies diverses, infectieuses et non infectieuses. L’échantillon comporte 

67 femelles et 146 mâles soit un ratio de 2.18. Le plus jeune chien a 2 mois 

et le plus âgé a 10 ans (moyenne d’âge : 27.48 mois). 

 

2.2.2. Séroprévalence pour AnaplasmaphagocytophilumetBorreliaburgdorferi 
 

Pour ces deux bactéries, l’étude a été réalisée en deux étapes : une étape de criblage 

à la dilution du 1/50° puis pour les positifs à cette dilution, une étude en dilution. Le seuil 

de positivité étant fixé à deux croix d’intensité au 1/50° pour les deux antigènes.101(47.4%) sur un 

total de 213 sérums de chiens se sont révélés positifs à Anaplasmaphagocytophilum 

et 80 (37.5%) se sont révélés positifs à Borreliaburgdorferi. Les sérums issus du criblage sont 

confirmés et titrés pour les espèces A. phagocytophilum et B. burgdorferi. 

Les pourcentages de positivité et les titres sérologiques sont indiqués dans le tableau 

ci-dessous. 

 

Tableau 31 : Répartition des effectifs par titre pour les deux antigènes 

 

Agent 

bactérien 

Nombre 

de positifs 
%(IC95%) 50 100 200 400 800 1600 

A. phagocytophilum 101 47.42 (40.71-54.14) 27 12 16 6 17 23 

B. burgdorferi 80 37.56 (31.32-44.23) 55 13 8 4 0 0 

 

Les titres se répartissent différemment selon les antigènes. Pour A. phagocytophilum 

23 sérums atteignent le titre de 1/1600. Seuls quatre sérums présente un titre maximum 

d 1/400° pour B. burgdorferi.Par ailleurs, d’importantes différences selon l’origine des chiens sont 

observés (Tableau 32). La séroprévalence était de 37.3% chez les chiens de propriétaires et 71.4% 
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chez les chiens de fourrière pour A. phagocytophilum, de 30% et 55.5% 

pour B. burgdorferi. 
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Tableau 32:Séroprevalence à Anaplasmaphagocytophilum, Borreliaburgdorferi, B. henselae et B. vinsoniiberkhoffii 

en fonction de l’âge, du sexe,de la race et de l’état de santé des chiens étudiés 

 

 

Nombre de chien positif(%) 

A. phagocytophilum 
(A) 

B. burgdorferi 
(B) 

B. vinsoniiberkhoffii 
(BVK) 

C. henselae 
(BH) 

V 95%IC V 95%IC V 95%IC V 95%IC 

Nb de positif 101 (47.42) 40.81-54.11 80 (37.56) 31.32-44.23 61 (28.64) 22.98-33.05 76 (35.68) 29.55-42.32 

Sexe 

Male (n=146) 

Femelle (n=67) 

 

72 (49.31) 

29 (43.28) 

 

41.32-57.34 

32.10-55.20 

 

21 (14.38) 

59 (88.06) 

 

09.60-20.99 

78.16-93.83 

 

22 (15.07) 

39(58.21) 

 

10.16-21.77 

46.26-69.26 

 

13 (8.90) 

63 (94.03) 

 

05.27-14.64 

85.63-97.66 

Race 

c1 (n=99) 

c2 (n=47) 

c3 (n=30) 

c4 (n=13) 

c5 (n=24) 

 

41 (41.41) 

34 (72.34) 

8 (26.67) 

6 (46.15) 

12 (50.00) 

 

32.20-51.27 

58.24-83.07 

14.18-44.45 

23.20-70.86 

31.42-68.58 

 

38 (38. 38) 

27 (57.45) 

6 (20.00) 

4 (30.77) 

5 (20.83) 

 

29.40-48.23 

43.28-70.49 

09.50-37.31 

12.68-57.64 

09.24-40.48 

 

33 (33.33) 

11 (23.40) 

8 (26.68) 

5 (38.46) 

4 (16.67) 

 

24.82-43.09 

13.60-37.23 

14.18-44.45 

17.70-64.48 

06.67-35.86 

 

28 (28.28) 

23 (48.94) 

9 (30.00) 

8 (61.54) 

8 (33.33) 

 

20.35-37.84 

35.27-62.76 

16.67-47.88 

35.52-82.30 

17.97-53.30 
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Äge 

≤12 (n=105) 

13-36 (n=67) 

>36 (n=41) 

 

36 (34.29) 

45 (67.16) 

20 (48.78) 

 

25.90-43.78 

55.25-77.21 

34.25-63.52 

 

30 (28.57) 

33 (49.2) 

17 (41.46) 

 

20.80-37.85 

37.65-60.94 

27.75-56.64 

 

29 (27.62) 

20 (29.8) 

12 (29.27) 

 

19.97-36.85 

20.23-41.66 

17.60-44.48 

 

28 (26.67) 

30 (44.76) 

18 (43.90) 

 

19.14-35.84 

33.47-56.65 

29.88-58.96 

Origine 

 

Chien de fourrière (n=63) 

 

Chien de propriétaire (n=150) 

 

Sains (n=64) 

 

Malade (n=86) 

 

C’1 (n=23) 

C’2 (n=33) 

C’3 (n=6) 

C’4 (n=24) 

 

 

45 (71.43) 

 

56 (37.33) 

 

19 (29.69) 

 

37 (43.02) 

 

7 (30.43) 

19 (57.58) 

2 (33.33) 

9 (37.50) 

 

 

59.29-81.10 

 

29.99-45.30 

 

19.90-41.78 

 

33.07-53.57 

 

15.60-50.87 

40.80-72.77 

09.67-70.01 

21.15-57.30 

 

 

35 (55.56) 

 

45 (30.00) 

 

17 (26.56) 

 

28 (32.56) 

 

7 (30.43) 

10 (30.30) 

4 (66.67) 

7 (29.17) 

 

 

43.31-67.16 

 

23.24-37.76 

 

17.29-38.49 

 

23.58-43.03 

 

15.60-50.87 

17.37-47.34 

29.99-90.33 

14.91-49.17 

 

 

15 (23.81) 

 

46 (30.67) 

 

21 (32.81) 

 

25 (29.07) 

 

7 (30.43) 

7 (21.21) 

3 (50.00) 

8 (33.33) 

 

 

14.99-35.64 

 

23.84-38.46 

 

22.57-45.01 

 

20.53-39.40 

 

15.60-50.87 

10.67-37.76 

18.76-81.24 

17.97-53.30 

 

 

32 (50.79) 

 

44 (29.33) 

 

17 (26.56) 

 

27 (31.39) 

 

9 (39.13) 

10 (30.30) 

2 (33.33) 

6 (25.00) 

 

 

38.76-62.74 

 

22.63-37.07 

 

17.29-38.49 

 

22.56-41.83 

 

22.15-59.22 

17.37-47.34 

09.67-70.01 

11.99-44.90 
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2.2.3. Séroprévalence pour Bartonellavinsoniiberkhoffii et Bartonellahenselae 
 

Pour ces deux espèces, seule la séroprévalence sur un criblage à la dilution de 1/50 

a été analysée. Les pourcentages de séropositifs sont de 28.6% (61/213) pour 

B. vinsoniiberkhoffii(BVK)et 35.7% (76/213) pour B. henselae(BH).Ces pourcentage sont inférieurs à 

ceux observés pour A. phagocytophilum (A) et B. burgdorferi(B).Les mêmes différences selon l’origine 

des chiens sont observés (Tableau 32).Pour B.henselae 

la séroprévalence était respectivement de 30.7% et 23.8% pour B. vinsoniiberkhoffii 

et de 29.3%et 50.8% pour B. henselae.  

 

2.2.4. Cas des co-infections 

 

Le nombre de chiens séropositifs pour deux agents infectieux ou pour les quatre agents est 

présenté dans le tableau 33. Ce nombre varie de 35 à 53 % pour les associations 

deux à deux. Onze chiens sont séropositifs pour les 4 agents. 

 

2.2.5. Étude des facteurs de risque 

 

La question que nous nous sommes posées était de savoir quels étaient les facteurs 

qui influençaient positivement ou négativement la séroprévalence. Les facteurs considérés sont les 

suivants : l’âge, la race, le sexe et l’état général du chien. 

 

2.2.5.1. L’âge 

 

213 chiens ont servi pour étudier l’effet de l’âge en fonction de la séroprévalence 

à B. burgdorferi, à Anaplasmaphagocytophilum, à Bartonellavinsoniiberkhoffii 

et à Bartonellahenselae. Les chiens ont été répartis en trois classes : ≤12 mois (49.2%) ; 

13-36 mois (31.4%) et >36 mois (19.2%). Les chiens de 13-36 mois semblent être les plus séropositifs 

aux 4 agents précédemment cités comparés aux chiens de de moins de 12 mois 

et ceux de plus de 36 mois. Toutefois, il semble y avoir une association significative 

entre la présence d’anticorps anti-Anaplasmaphagocytophilum, anti- B. burgdorferi 

et la classe d’âge (P<0.01). En revanche, il n’ y a pas de différences significatives 

en fonction des classes d’âges (p>0.05) à Bartonellavinsoniiberkhoffiiet à Bartonellahenselae. 

 

2.2.5.2. Race 
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Les chiens ont été répartis en cinq classes : Berger Allemand et Berger Belge (C1) ; 

Race Locale (C2) ; Rottweiler, Pitbull et Staffordshire (C3) ; Caniche, Labrador, Dog Argentin (C4) ; 

Croisé (C5). Une différence significative a pu être mise en évidence entre 

la raceet A. phagocytophilum ainsi que à B. burgdorferi sensu lato (p<0.01). Cependant, 

il n y a pas de différences significatives en fonction de la race (p>0.05) à 

Bartonellavinsoniiberkhoffiiet à Bartonellahenselae. 

 

2.2.5.3. Sexe 

 

On ne constate aucune différence significative selon le sexe que ce soit pour 

A.phagocytophilum ou B. burgdorferi, Bartonellavinsoniiberkhoffiiet à Bartonellahenselae (p>0.05). 

2.2.5.4. État général 

 

Les chiens ont été répartis en cinq classes : troubles articulaires, maladies dermatologiques,et 

fièvre (C’1) ; infection, piroplasmose, et leishmaniose (C’2) ; Insuffisance cardiaqueet rénale (C’3) ; 

divers (C’4). Si on analyse les chiens selon leur état général, on ne constate pas de différence 

significative que ce soit pour A.phagocytophilum 

ou B. burgdorferi, Bartonellavinsoniiberkhoffiiet à Bartonellahenselae (p>0.05). 

 

2.2.5.5. Origine 

 

De façon intéressante, le nombre de chiens séropositifs A. phagocytophilum,B. burgdorferi, et à 

Bartonellahenselae, à l’exceptiondeBartonellavinsoniiberkhoffii, est plus important chez les chiens de 

fourrière que chez les chiens de propriétaires (P<0.01). 

 

2.2.5.6. Cas des co-infections 

 

La probabilité d’être séropositif à deux agents infectieux ou 4 à la fois ne semble 

pas être significative en fonction de la race, de l’âge, du sexe de l’animal et de son état général 

(p>0.05). Cependant, la population de chiens de fourrière est significativement différente de la 

population de chien de propriétaires (p<0.01). 
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Tableau 33 : Séroprévalence des co-infections par deux et quatre agents en fonction 

de l’âge, du sexe, de la race et de l’état de santé des chiens étudiés 

 

Nombre de chien positif(%) 

A et B A et BVK A et BH B et BVK

V 95%IC V 95%IC V 95%IC V 

Nb de positif 53 (24.88) 19.55-31.10 32 (15.02) 10.84-20.44 44 (20.66) 15.76-26.60 30 (14.08) 

(n=146) 

(n=67) 

 

40 (27.40) 

13 (19.40) 

 

20.81-35.15 

11.70-30.42 

 

21 (14.38) 

11(16.42) 

 

09.60-20.99 

09.42-27.06 

 

33 (22.60) 

11 (16.42) 

 

16.57-30.04 

09.42-27.06 

 

22 (15.07) 

8 (11.94) 

 

24 (24.24) 

23 (48.94) 

1 (3.33) 

1 (7.69) 

4 (16.67) 

 

16.86-33.55 

35.27-62.76 

00.59-16.68 

01.37-33.32 

06.67-35.86 

 

17 (17.17) 

8 (17.02) 

2 (6.67) 

3 (23.08) 

2 (8.33) 

 

11.00-25.79 

08.88-30.15 

01.84-21.33 

08.17-50.26 

02.31-25.85 

 

13 (13.13) 

17 (36.17) 

4 (13.33) 

5 (38.46) 

5 (20.83) 

 

07.83-21.18 

23.96-50.47 

05.30-29.69 

17.70-64.48 

09.24-40.48 

 

17 (17.17) 

7 (14.89) 

3(10.00) 

2 (15.38) 

1 (4.17) 

 

(n=67) 

 

 

20 (19.05) 

24 (35.82) 

9 (21.95) 

 

12.68-27.60 

25.39-47.79 

22.00-36.71 

 

11 (10.48) 

14 (20.90) 

7(17.07) 

 

05.95-17.80 

12.87-32.08 

08.52-31.27 

 

12 (11.43) 

22 (32.84) 

10 (24.39) 

 

06.65-18.93 

22.79-44.75 

13.82-39.35 

 

13 (12.38) 

12 (17.91) 

5 (12.19) 

Chien de fourrière (n=63) 

Chien de propriétaire (n=150) 

(n=64) 

(n=86) 

 

 

29 (46.03) 

 

24 (16.00) 

 

9 (14.06) 

 

15 (17.44) 

 

3 (13.04) 

 

 

34.30-58.22 

 

10.99-22.71 

 

07.57-24.62 

 

10.86-26.81 

 

04.53-32.13 

 

 

12 (19.05) 

 

20 (13.33) 

 

10 (15.62) 

 

10 (11.63) 

 

3 (13.04) 

 

 

11.24-30.41 

 

08.79-19.70 

 

08.71-26.43 

 

06.43-20.10 

 

04.53-32.13 

 

 

23 (36.51) 

 

21 (14.00) 

 

7 (10.94) 

 

14 (16.28) 

 

3 (13.04) 

 

 

25.71-48.86 

 

09.34-20.46 

 

05.40-20.90 

 

09.95-25.49 

 

04.53-32.13 

 

 

10 (15.87) 

 

20 (13.3) 

 

10 (1.6) 

 

10 (11.63) 

 

2 (8.70) 
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7 (21.21) 

1 (16.67) 

4 (16.67) 

10.67-37.76 

03.00-56.36 

06.67-35.86 

2 (6.06) 

1 (16.6) 

4 (16.67) 

01.67-19.61 

03.00-56.36 

06.67-35.86 

7 (21.21) 

1 (16.6) 

3 (12.50) 

10.67-37.76 

03.00-56.36 

04.34-31.01 

2 (6.06) 

3 (50.00) 

3 (12.5) 
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Tableau 33 (suite):Séroprévalence des co-infections par deux et quatre agents en fonction 

de l’âge, du sexe, de la race et de l’état de santé des chiens étudiés 

 

 

Nombre de chien positif (%) 

B et BH BVK et BH A, B, BVK et BH 

V 95%IC V 95%IC V 95%IC 

Nb de positif 35 (16.43) 12.05-22.00 33 (15.49) 11.24-20.96 11 (05.16) 02.90-09.01 

Sexe 

Male (n=146) 

Femelle (n=67) 

 

23 (15.75) 

12 (17.9) 

 

10.73-21.69 

 

20 (13.77) 

13 (19.4) 

 

09.04-20.22 

 

6 (4.11) 

5 (7.5) 

 

01.89-08.68 

Race 

c1 (n=99) 

c2 (n=47) 

c3 (n=30) 

c4 (n=13) 

c5 (n=24) 

 

13 (13.13) 

14 (29.79) 

3 (10.06) 

3 (23.08) 

2 (8.33) 

 

07.83-21.18 

18.65-43.98 

03.45-25.63 

08.17-50.26 

02.31-25.85 

 

13 (13.1) 

8 (17.02) 

4 (13.33) 

4 (30.77) 

4 (16.67) 

 

07.83-21.18 

08.88-30.15 

05.30-29.69 

12.68-57.64 

06.67-35.86 

 

4 (04.00) 

5 (10.64) 

0 (0) 

1 (7.69) 

1 (4.17) 

 

00.15-07.94 

04.63-22.60 

00.00-11.36 

01.37-33.32 

00.73-20.25 

Age 

≤12 (n=105) 

13-36 (n=67) 

>36 (n=41) 

 

9 (8.57) 

18 (26.87) 

8 (19.51) 

 

04.47-15.50 

17.72-38.52 

10.23-34.02 

 

14 (13.33) 

12 (17.91) 

7 (17.07) 

 

08.11-21.15 

10.55-28.75 

08.52-31.27 

 

3 (2.86) 

6 (8.95) 

2 (4.88) 

 

00.97-08.07 

04.16-18.20 

01.34-16.14 

Origine 

 

Chien de fourrière (n=63) 

 

Chien de propriétaire (n=150) 

 

Sains (n=64) 

 

Malade (n=86) 

 

C'1 (n=23) 

 

 

17 (26.98) 

 

18 (12.00) 

 

8 (12.50) 

 

10 (11.63) 

 

3 (13.04) 

 

 

17.58-39.04 

 

07 .72-18.18 

 

06.47-22.78 

 

06.43-20.10 

 

04.53-32.13 

 

 

11 (17.46) 

 

22 (14.67) 

 

10 (15.62) 

 

12 (13.95) 

 

3 (13) 

 

 

10.03-28.63 

 

09.88-21.21 

 

08.71-26.43 

 

08.16-22.83 

 

04.53-32.13 

 

 

7 (11.11) 

 

4 (2.67) 

 

2 (3.12) 

 

2 (2.33) 

 

0 (0) 

 

 

05.48-21.21 

 

01.04-06.66 

 

00.86-10.70 

 

00.64-08.08 

 

00.00-14.32 
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C'2 (n=33) 

C'3 (n=6) 

C'4 (n=24) 

3 (9.09) 

2 (33.33) 

2 (8.33) 

03.14-23.58 

09.67-70.01 

02.31-25.85 

2 (6.06) 

2 (33.3) 

3 (12.50) 

01.67-19.61 

09.67-70.01 

04.34-31.01 

0 (0) 

1 (16.67) 

1 (4.17) 

00.00-10.43 

03.33-56.36 

00.73-20.25 

 

 

 

CHAPITRE 4: DISCUSSION 
 

 

Ce travail consiste en une première exploration de l’infection chez les carnivores par 

des bactéries vectorisées par des arthropodes hématophages en Algérie. Les bactéries incluses dans 

cette étude sont considérées comme majeures en médecine vétérinaire d’une part en tant que 

germes pathogènes reconnus pour les carnivores domestiques et d’autre part parce que 

les carnivores sont considérés comme des réservoirs ou comme des sentinelles de ces agents 

zoonotiques. Nous avons réalisé une enquête sérologique chez les chats et les chiens 

de la région d’Alger puis focalisé notre attention chez le chat sur une bactérie émergente, Bartonella. 

 

1. ÉTUDE SÉROLOGIQUE CHEZ LE 
CHIEN ET LE CHAT 
 

L’immunofluorescence indirecte a été retenue dans le cadre de cette étude sur 

la population canine et féline. Cette technique permet d’obtenir des résultats rapides, facilement 

comparables et de faible coût de revient ce qui constitue des avantages majeurs dans le cadre d’un 

screening sérologique. De plus cette méthode, est considérée comme 

la méthode de référence, car elle est très sensible et assez spécifique. Ebani et al., ont montré que 

l’IFI avait une bonne spécificité lorsque les chats séronégatifs étaient non bactériémiques et que 

cette technique était utile dans les enquêtes épidémiologiques (Ebani et al., 2012). 

 

Cependant, il existe des facteurs limitant à la technique. Ainsi, la lecture des lames 

et l’interprétation des résultats représentent l’un de ses inconvénients. L’appréciation 
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de l’intensité de la fluorescence est très subjective. Si les cas extrêmes ne posent pas 

de problèmes, les cas litigieux sont soumis à une vérification en double voire en triple aveugle. Dans 

certains cas la lecture de nos lames s’est avérée difficile : la fluorescence était diffuse au niveau du 

cytoplasme et du noyau de la cellule. 

 

D’autre part, le seuil de positivité convenu dans notre analyse était le 1/50ème. Selon les 

auteurs ayant réalisé des sérologies par immuno-fluorescence sur des chats ou des chiens, les seuils 

retenus pour définir un sérum comme positif sont soit le 1/50ème soit le 1/64ème. Ces seuils sont 

donc communément admis mais cela n’empêche pas les réactions croisées. 

En effet, la nature de l’antigène utilisé peut influencer la spécificité de la réponse sérologique et nous 

devons donc s’interroger sur l’antigénicité croisée qui peut subsister au sein 

des groupes bactériens analysés. Effectivement, des réactions croisées entre différentes espèces de 

bartonelles, entre différentes espèces d’Anaplasma ainsi qu’entre Borellia 

et d’autres groupes de Spirochète ont été constatées et décris dans la littérature (Parola 

et Raoult, 2001). L’absence de réponse immunitaire hétérologue lors d’infections successives a 

également été observée. 

 

1.1. SÉROPRÉVALENCE VIS À VIS 
D’ANAPLASMA PHAGOCTYPHILUM, 
       DE BORRELIA BURGDORFERI ET DE 
BARTONELLA SPP. CHEZ LES CHIENS 
       DE PROPRIÉTAIRE ET DE 
FOURRIÈRE 

 

Dans cette partie de notre travail, nous avons à tester par IFI 213 sérums de chiens 

à quatre importantes bactéries hémotropes vectorisées : B. henselae, B. vinsoniiberkhoffii, 

Anaplasma phagocytophilumet Borrelia burgdorferi. 

Le niveau de prévalence obtenue pour chaque agent bactérien était respectivement 

de 35.7%, 28.6%, 47.4% et 37.5%. Ainsi ces pourcentages sont comparables à ceux décris dans la 

littérature (Banet et al., 1998 ; Mircean et al., 2012 ; Cardoso et al., 2012). Cependant, nos 

pourcentages étaient nettement plus élevés que ceux décris dans une étude espagnole (16.8%, 

1.07%, 11.5% et 0.6%)( Solano-Gallego et al., 2006). 

 

Ce travail apporte la preuve que l’espèce A. phagocytophilum circule en Algérie. 

Les titres élevés observés chez certains chiens pour cet antigène sont difficilement explicable dans le 
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cadre d’une réaction croisée, qui n’est cependant pas à écarter. En revanche, 

la positivité observée pour B. burgdorferi, bien que forte dans certains cas, ne permet pas d’affirmer 

que l’espèce B. burgdorferi sensu stricto est présente en Algérie, chez les chiens. Tout au plus 

permet-elle de supposer qu’une des espèces du complexe B. burgdorferi sensu lato peut être 

présente. 

 

Le pourcentage de séropositifs observés pour ces deux antigènes est étonnant au regard de ce 

que l’on sait de la biologie de ces bactéries. Leur vecteur principal dans les pays nord méditerranéen, 

commun aux deux bactéries, est la tique dure Ixodes ricinus. Bien que ce vecteur ait été identifié an 

Algérie par Dib et ces collaborateurs (Bouattour et al., 2004; 

Dib et al., 2009), il est rare dans le bassin sud méditerranéen. Par ailleurs, le pourcentage 

de séropositifs est significativement plus élevé chez les chiens de fourrière que chez les chiens de 

propriétaire. Ce fait est en faveur d’une transmission par des tiques exophiles, bien qu’il 

ne faille pas exclure le rôle d’éventuel traitement contre les ectoparasites chez les chiens de 

propriétaires dans la minoration du contact tique/animal et donc des séropositifs. Cependant, 

l’hypothèse d’une vectorisation de ces deux bactéries par des tiques autres qu’Ixodes ricinusn’est pas 

à exclure. On sait qu’A. phagocytophilum a déjà été retrouvée chez des tiques autres qu’Ixodes, telle 

que Dermacentor, qui est maintenant considéré comme un vecteur potentiel. (Wirtgen et al., 2011). 

 

Il existe une association significative entre une sérologie positive à 

A. phagocytophilum ou B. burgdorferi et l’âge des chiens. Cette association pourrait être 

le reflet de l’hétérogénéité de la population étudiée de par son origine (fourrière/propriétaire). Ces 

deux populations n’ont pas la même moyenne d’âge (22,1 mois vs 26,8 

mois respectivement) ni les mêmes proportions de séropositifs (voir infra). 

 

La présence d’anticorps anti Bartonella chez le chien confirme l’existence de ce genre 

bactérien en Algérie. Il a déjà été démontré que B. quintana est à l’origine d’endocardite humaine en 

Algérie (Benslimani, 2005) et Kernif et al. ont montré par PCR la présence 

de ce genre bactérien chez le chien. Les vecteurs de transmission de ce genre bactérien ne sont pas 

complètement connus. Pour B. henselae si la puce Ctenocephalides felis est sans doute 

le vecteur principal, d’autres vecteurs arthropodes (tiques) sont suspectés. Le vecteur principal de B. 

vinsonii berkhoffii est, quant à lui, mal connu. Chez les chiens de fourrière canine, 

les pourcentages de séroprévalence à A. phagocytophilum (71.4%), B. burgdorferi (55%), 

et B. henselae (50.8%) sont significativement plus importants que celle des chiens 

de propriétaires (37.7%, 30%, et 29.3%). Le contraire est observé pour B. vinsonii berkhoffii (23.8% vs 

30,7%). Une récente étude roumaine a abouti aux mêmes conclusions concernant 

la prévalence élevée aux agents bactériens vectorisés chez les chiens de fourrière en comparaison 

aux chiens de propriétaires (Mirceanet al., 2012). 

 

D’autre part, nous avons trouvé dans notre étude qu’il n’y avait pas de corrélation entre une 

sérologie positive aux 4 agents, séparément ou en association, aux facteurs de risque race sexe et 
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l’état général de l’animal. Ceci va dans le même sens que certaines études similaires décrites dans la 

littérature (Mircean et al., 2012). 

 

1.2. SÉROPRÉVALENCE DES ESPÈCES 
DE BARTONELLA 
       CHEZ LA POPULATION FÉLINE 

 

Le chat joue un rôle clé dans l’épidémiologie de l’infection à Bartonella spp. En effet, 

il est considéré comme le réservoir de deux principale bacteries responsables de la maladie des 

griffes du chat chez l’homme : de B. henselae et B. clarridgeiae (Boulouis et al., 2005). De 

nombreuses études de séroprévalences ont été réalisées chez le chat et des différences 

considérables parmi les pays et les populations de chats ont été rapportées. Cependant 

ce travail constituait la première étude d’envergure sur la séroprévalence vis-à-vis 

de Bartonella spp. dans des populations félines en Algérie. L’étude a porté essentiellement 

sur la Wilaya d’Alger. 

 

Sur les 252 chats testés, 146 se sont montrés positifs en IFI à B. henselae et 191 

à B. clarridgeiae à un titre de 1/50, ce qui correspondait à une séroprévalence de 57.9% 

et de 75.8% respectivement. En comparant les pourcentages obtenus à ceux rapportés 

dans d’autres études publiées, il ressort que la séroprévalence à B. henselae chez le chat 

est bien plus élevé qu’en Afrique du sud (21%) (Kelly et al., 1996)(150), qu’en Égypte (12%)(Chids et 

al., 1995), qu’au Zimbabwe (24%)(Kelly et al., 1996), qu’en Indonésie (43%) (Marston et al., 

1999)(200), qu’en Thaïlande (15.8%)(Inoue et al., 2009) et qu’à Taiwan (23.7%)(Chang et al., 

2006)(55). Par contre, elle est de l’ordre de grandeur de celle observée (62.3%) dans une étude 

marseillaise (La Scola et al., 2003). 

 

Cependant, elle est moins importante que celles observée aux USA-Caroline du Nord 

(75%)(Chomel et al., 1995), en Pologne (86%)(Podsiadly et al., 2003) et en Israel (83%)(Avidor et al., 

2004). Par ailleurs, la comparaison de la séroprévalence à B. clarridgeiae aux autres pays est plus 

limitée car les données disponibles sont moins nombreuses 

dans la littérature. Ainsi, la séroprévalence obtenue est nettement plus élevée que celle observée en 

France (41%)(Gurfield et al., 2001), en Italie (5%)(Fabbi et al., 2004)(101) 

et au Philippine (65%)(Chomel et al., 1999). 

 

L’étude de la séroprévalence à B. henselae ou B. clarridgeiae en fonction du statut 

bactériémique des chats testés a montré que les chats séropositifs n’étaient pas systématiquement 

bactériémiques. Cette même constatation a été faite dans d’autres études (Chomel et al., 1995 ; 

Gurfield et al., 2001 ; Guptill et al., 2004). De plus, nous avons montré que la probabilité d’être 
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séropositif à B. clarridgeaiae était supérieure chez les chats séropositifs à B. henselae. Ceci nous 

laisse suggérer qu’il peut s’agir d’une réaction croisée entre ces deux espèces ou encore le fait 

d’avoir un vecteur de transmission commun (Chomel et al., 1999; Tsuneoka et al., 2004). Cependant, 

l’existence de chats simples positifs avec soit l’un soit l’autre des deux antigènes, prouve que ces 

réactions croisées, si elles existent ne sont pas systématiques. 

 

 

Par ailleurs, 9 (23%) parmi les 39 chats bactériémiques étaient séronégatif à B. henselae et 7 

(18%) à B. clarridgeiae. Ces chats peuvent avoir été récemment infectés ou ils n’ont 

pas eu le temps de développer des Ig G détectables. De plus ce travail est une étude transversale et 

donc nous n’avons pas pu tester ces chats une seconde fois à un autre temps. Ce résultat, a déjà été 

observé dans d’autres travaux (Kordick et al., 1997; Gurfield 

et al. 2001). Par ailleurs, il est démontré que l’antigène utilisé peut ne pas être adapté (Drancourt et 

al, 1996). 

 

2. CARACTÉRISATION ET ÉTUDE DE 
LA DIVERSITÉ GÉNÉTIQUE 
    DE BARTONELLA SPP. D’UNE 
POPULATION DE CHATS ERRANTS 
    DE LA RÉGION D’ALGER 
 

Cette étude apporte des données complémentaires sur l’infection, en Algérie, des chats 

errants par les espèces de Bartonella. L’espèce Bartonella henselae a été la seule espèce isolée de 

notre cohorte. 

 

Afin de distinguer les différentes souches de l’espèce B. henselae, nous avons utilisé 

la technique MLVA. Cette méthode de typage a été mise au point et validé au laboratoire 

où nous avons réalisé notre étude. Nous avons pu ainsi ériger une phylogénie des différentes 

souches isolées. 

 

Nous avons également démontré grâce à cette méthode, qu’un chat donné pouvait être 

porteur de souches présentant le même profil allélique ou de souches avec des profils complètement 

différents. Chez cette deuxième catégorie de chat, la variabilité génétique constatée serait le résultat 

d’une co-infection ou d’une dérive génétique intra-chat. 
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2.1. ANALYSE DE LA PRÉVALENCE DE 
L’INFECTION PAR B. HENSELAE 
       ET B. CLARRIDGEIAE ET DES 
FACTEURS D’INFLUENCE 

 

Toutes les souches isolées ont été identifiées comme étant B. henselae. Nous n’avons pas pu 

isoler B. clarridgeiae et B. koehlerae, dont le chat est décrit comme réservoir principal, ni B. bovis. 

Cependant la séropositivité des chats de notre étude vis-à-vis de B. clarridgeiae laisse supposer que 

cette espèce est bien présente dans notre population. 

 

La culture des bartonelles est fastidieuse et délicate. De plus le temps d’apparition 

des colonies est relativement long (2 à 4 semaines). Les exigences nutritives de ces bactéries 

pourraient être à l’origine de difficultés rencontrées lors de leur isolement. Ainsi, chaque espèce 

exige un milieu et des conditions particulières de culture (Pons et al., 2005 ; Guptill 

et al., 2004). 

 

Ceci pourrait expliquer en partie l’absence d’isolement de B. koehlerae dans notre étude. Il est 

également intéressant de noter que cette très faible fréquence voir l’absence totale d’isolement a 

été décrite dans différents pays à travers le monde (Droz et al., 1999 ; Rolain 

et al., 2003 ; Avidor et al., 2004 ; Chomel et al., 2006). Breitschwerdt et al. stipulent que cette 

bactérie nécessite un pré-enrichissement sur milieu de croissance spécifique 

aux bartonelles et ceci augmenterait la sensibilité de l’isolement (Bartonella Alpha Proteobacteria 

Growth Medium, BAPGM).( Breitschwerdt et al., 2010). 

 

D’autre part, une grande majorité des enquêtes épidémiologiques dans la population féline 

montre que la prévalence de B. clarridgeiae est souvent plus faible par rapport 

à l’infection par B. henselae (Kordick et al., 1997 ; Maruyama et al., 2000 ; Arvand 

et al., 2001 ; Chomel et al., 2002). Cela souligne que cette espèce nécessite comme pour 

la précédente des conditions de culture différentes et optimales (Heller et al., 1997; Maggi 

et al., 2005). 

 

De plus Tsai et ses collaborateurs (2010) suggèrent que la faible fréquence 

de B. clarridgeiae chez les chats bactériémiques par rapport au pourcentage de puces positives serait 

peut être due à une meilleure adaptation au vecteur qu’à l’hôte mammifère. 
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Dans notre population de chats errants étudiée, la prévalence de la bactériémie 

à B. henselae était de 15.4%. Cette faible prévalence, eu égard à l’origine de la population féline 

étudiée (chats errants), pourrait être due aux difficultés que nous avons rencontrées lors de la 

conservation et de l’acheminement des prélèvements sanguins. Néanmoins, ce résultat est 

comparable aux pourcentages rapportés dans d’autres études similaires publiées (Arvand et al., 2001 

; Fabbi et al., 2004 ; Celebi et al., 2000 ; Inoue et al., 2009 ; Yuan et al., 2011 ; 

Tsai et al., 2011). 
 

Malgré l’évaluation approximative de l’âge des chats, nous avons pu montrer 

que la proportion de chats bactériémiques était plus importante chez les jeunes. Ce résultat vient 

appuyer les études indiquant que la bactériémie à B. henselae est plus élevée chez 

les jeunes chats (Chomel et al., 1995; Gurfield et al., 2001). 
 

Cependant aucune corrélation n’a été mise en évidence entre la concentration bactérienne 

(CFU/ml) et l’âge des animaux. De plus, il est important de souligner qu’il n’y a aucune variation 

significative de la bactériémie en fonction du sexe de l’animal et ceci n’est pas en contradiction avec 

ce qui a été mentionné dans la littérature (Chomel et al., 1995; 

Pons et al., 2005). 
 

L’état de gestation chez les femelles a été considéré dans l’étude de la bactériémie. Nous 

n’avons pas pu confirmer que les chattes gestante sont plus susceptibles d’être bactériémiques que 

les non gestantes. Bien que les études ne soient pas similaires, notre résultat est en contradiction 

avec ce qui a été démontré par Maillard et ses collaborateurs (2006) qui évoquent un taux de 

bactériémie plus élevé chez les vaches gestantes. Cependant 

il est important de souligner que l’effectif des chattes gestantes était inférieur à celui des non 

gestantes et que le faible nombre de chattes bactériémiques n’autorise pas d’évaluation statistique 

des différences. 

 

Enfin, la culture des embryons issus de chattes gestantes bactériémiques s’est révélée négative 

et aucune résorption ou réduction du nombre d’ampoule fœtale n’a été constatée dans ce groupe en 

comparaison du groupe de chattes gestante non bactériémiques. 

Cela suggère qu’il n’y a pas de passage transplacentaire de B. henselae. Cette non acquisition de 

l’infection a été également décrite par Guptill et ses collaborateurs (2003). Cependant ces mêmes 

auteurs mentionnent que l’infection expérimentale de chatte gestante par 

B. henselaeavait un effet sur la reproduction qui se manifeste essentiellement par un retard 

de croissance des embryons, des résorptions fœtales et une réduction du nombre de fœtus 

de la portée. 

 

2.2. GÉNOTYPAGE PAR LES 
TECHNIQUES MLVA ET MLST 
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Nous avons analysé le polymorphisme de 259 souches de B. henselae isolées de 30 chats 

errants. 

 

L’évaluation de cette diversité s’est en premier lieu appuyée sur l’étude du génotype ARN 16S 

décrit par Bergmans et al (1996). Elle a révélé que 165 souches étaient de génotype I, 93 de génotype 

II et d’une souche de génotype I/II. 

 

L’utilisation de la technique MLVA comme méthode de génotypage et d’appréciation de la 

variabilité génétique des souches de B. henselae nous a permis d’identifier, en utilisant cinq locus, 52 

profils. Parmi ces profils, 48 sont nouveaux et s’ajoutent à ceux déjà décrit dans une précédente 

étude réalisée au sein de notre laboratoire (Bouchouicha et al., 2009). Ainsi, lorsque nous prenons en 

compte le nombre total de profils identifiés dans les deux études, nous obtenons un total de 147 

profils génotypes pour 437 souches typées. Par ailleurs, le nombre élevé de nouveaux profils obtenus 

dans notre travail est à mettre en relation avec le fait que la population de chats testés provient 

d’une région jusqu’à présent inexplorée de ce point de vue. La valeur de notre indice de diversité 

(I.D) est légèrement inférieure à celle calculée par Bouchouicha et ses collaborateurs (0.95 versus 

0.98). Cette différence peut s’expliquer par le fait que ces derniers ont choisi une souche par chat, 

tandis que dans notre étude, nous avons sélectionné jusqu’à 14 souches par chat (Hunter, 1998). 

 

D’autre part, l’évaluation de la diversité génétique des souches de B. henselae hébergées par 

un même chat a permis de distinguer deux populations différentes de chats. La première correspond 

à des chats porteurs de souches avec des profils MLVA complètement différents (chats à profils 

polymorphes) et la seconde à des chats hébergeant des souches présentant un unique profil MLVA 

(chats à profils monomorphes). 

 

En ce qui concerne le premier groupe de chat, le dendrogramme que nous avons construit par 

la méthode neighbor-joining (NJ) a montré que les profils des souches 

de génotype I sont réunis en un seul groupe. En revanche, les profils des souches 

de génotype II sont repartis de façon hétérogène. Par ailleurs, l’analyse du degré de similitude des 

profils identifiés chez un même chat a montré que la distance entre ces derniers 

est significativement plus faible que celle de profils pris au hasard dans la population de chats 

étudiée. Ce résultat a été confirmé par l’approche structure-neighbor. Cette méthode a abouti 

à la construction de deux cluster à l’intérieur des quels les profils des souches d’un même chat sont 

rattachés de façon très rapproché. Toutefois, quatre chats (# 71, 88, 237, and 273) 

ne correspondent à aucune de ces analyses. Ce groupe, appartient à une série de six chats co-

infectés par des souches de génotype I et de génotype II. Les trois analyses statistiques utilisées dans 

notre étude vont dans le même sens et suggèrent que les différents profils identifiés chez un même 

chat résultent soit d’infections indépendantes par deux ou plusieurs souches, soit d’une dérive 

génétique d’une souche unique initiale. Chez certains chats, 

les deux phénomènes semblent se produire simultanément. De plus, nous avons montré qu’il existe 

une augmentation significative du nombre de profils VNTR en fonction de l’âge. Ainsi, nous pouvons 

déduire que la co-infection survient chez un chat donné soit par acquisition 

de souches d’un même génotype ARN16s soit de génotype différent mais avec des profils MLVA 
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parfaitement distincts. Cette hypothèse est renforcée par le fait que la bactériémie diminue avec 

l’âge alors que le nombre de profils MLVA augmente. 

 

Notre étude confirme les résultats décrit par Berghoff et al., (2007). En revanche, 
ces auteurs ont typé un petit nombre de souches, en utilisant à la fois la technique PFGE 
et la technique MLST. Cette dernière a permis de révéler une importante diversité génétique, 
ce que nous n’avons pas réussi à obtenir (voir infra). En réalité, les deux études ne sont 
pas complètement comparables. En effet, Berkhoff et ses collaborateurs ont analysé 
des souches issues d’un repiquage d’isolat provenant de chat d’origine géographique diverse, 
tandis que dans notre travail nous avons typé des souches résultant de la culture primaire 
de prélèvements sanguins issus de chat de la même région. 

 

Pour comparer les performances de la technique MLVA par rapport à celles 

de la technique MLST, nous avons sélectionné des souches dont le profil MLVA 

et le génotype ARN 16S sont connus. De plus ces souches proviennent de chats dits à profils 

polymorphes. Comme attendu, la technique MLST a permis de différencier les souches 

de génotype I et celles du génotype II. En revanche, la méthode s’est avérée moins discriminante que 

la technique MLVA pour les souches de génotype I. En effet, la majorité 

de ces souches avaient un même profil ST (ST1) mais des profils MLVA différents. 

Ce résultat confirme la stabilité de la technique MLST et le fait que cette dernière est plus adaptée à 

l’épidémiologie à long terme. En revanche, la technique MLVA est plus adaptée 

à l’épidémiologie à court terme des souches car elle étudie les V.N.T.R. qui peuvent varier 

rapidement sous l’effet de certaine conditions tel que la pression du système immunitaire 

de l’hôte infecté (Bouchouicha et al., 2009 ; Chomel et al., 2009). 

 

Ceci va donc dans le sens de notre hypothèse que d’un chat à l’autre (71 et 88) ou même au 

sein d’un même chat (92), certaine souches émergent en changeant préférentiellement 

le nombre d’unité de base des VNTR les moins stables. De même, les souches de génotype II 

présentent au sein d’un même chat avaient un profil allélique identique ST. Ainsi, 2 parmi 

les 3 chats analysés hébergeaient des souches avec le même profil ST5. Le dernier chat (92) était 

porteur de souches qui présentaient une rare séquence type (ST24) mais avaient 4 profils MLVA 

totalement différents. Ces résultats indiquent soit que la technique MLST ne permet pas de 

déterminer l’origine de la diversité des souches (dérive génétique ou infections indépendantes) chez 

un chat soit que les 5 VNTR que nous avant utilisé comme marqueurs sont sujet à une grande 

variabilité dont les circonstances d’induction restent à déterminer. 

La variabilité du nombre de répétition, estimé en calculant l’intervalle du nombre 

de répétition, des cinq VNTR peut permettre une tentative d’explication. La diversité alléliques des 4 

VNTR intragénique (BHV-B, BHV-C, BHV-D et BHV-E) est inférieure 

à celui des souches asiatiques et européennes. En revanche, l’intervalle du nombre 

de répétitions du BHVA, unique VNTR intergénique, est identique à celui observé chez 

les souches asiatiques et européennes. 

 

Le second groupe correspond à dix chats hébergeant des souches (3 à 12 souches/chat) avec 

un profil MLVA unique. La proportion de cette catégorie de chat est inférieure à celle obtenue par 

Berghoff et ces collaborateurs (2007). Cela semble en réalité étonnant 
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car la technique de typage (PFGE) utilisée par ces derniers est connue pour avoir un pouvoir 

discriminant supérieur à de nombreux autres marqueurs utilisant les profils de restriction. 

Néanmoins nos deux techniques aboutissent aux mêmes conclusions concernant la population de 

chats dit monomorphes. 

 

La diversité des profils observés chez les chats infectés par des souches présentant 

un seul profil semble similaire à celle des profils observés chez des chats infectés 

par des souches avec différents profils MLVA. Ces constatations suggèrent que tous ces profils ont 

des chances égales de se retrouver seuls ou associés avec d’autres profils. En appui de ce constat, 

huit profils MLVA observés chez les chats monomorphes sont aussi retrouvés chez les chats 

polymorphes. 

 

Nous avons indiqué précédemment qu’il existait une corrélation entre l’âge et le nombre de 

profils VNTR. Cette donnée nous permet de supposer que le profil unique partagé par certaines 

souches d’un chat donné serait probablement celui d’une souche initiale qui a été inoculée via la 

puce vectrice à l’animal. Ce mode possible d’infection par un variant unique serait le résultat soit de 

l’existence d’un cluster de souche au sein de la colonie ou de la fratrie à laquelle appartient le chat 

prélevé soit d’une pression de sélection chez le vecteur. Dans ce dernier cas, la puce agirait comme 

un filtre passif et serai le siège d’un phénomène d’exclusion compétitive entre les différentes 

souches de Bartonella qu’elle héberge. Cette hypothèse va dans le même sens que l’étude effectuée 

par Tsai et ces collaborateurs (2011). En effet, ces derniers stipulent qu’il existe une différence entre 

la capacité d’héberger plusieurs espèces de Bartonella par la puce et sa capacité de tous les 

transmettre à l’hôte animal. 

 

D’autre part, l’association significative entre la concentration bactérienne et le nombre de 

profil VNTR, nous permet de supposer que la présence chez un chat donné de souches avec des 

profils MLVA identiques ou différents ne dépend pas de l’espèce B. henselae mais plutôt à des 

facteurs intrinsèques liés à l’hôte mammifère. Par conséquent, nous avons testé 

la moitié de nos chats bactériémies aux virus de l’immunodéficience Fiv et FelV. Buchman 

et al.,(2010) ont montré que lorsque le virus FelV est présent chez un chat, il peut modifier 

l’évolution ainsi que le cours d’une infection par B. henselae. 

 

Dans notre étude, seul un chat s’est avéré positif au virus Fiv et aucuns chats au virus FelV. 

Nous pouvons donc conclure que la présence de différentes souches de B. henselae chez un même 

chat n’est pas la conséquence d’une immunodéficience induite par les virus FelV et FIV. 

 

Cette étude nous renseigne aussi sur certaines particularités liées à la diversité 

des souches algériennes de B. henselae lorsque nous les comparons à celles d’autres continents 

(Asie, Europe, USA). 
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Plus de la moitié des chats bacteriémiques étaient infectés par des souches 

de B. henselae de génotype I. La proportion des souches de génotype I était intermédiaire avec celles 

observées dans la population féline d’Asie et d’Europe (Boulouis et al., 2005). 

 

Par ailleurs, lorsque nous avons analysé les caractéristiques des deux VNTR BHV-C 

et BHV-E, précédemment considérés comme marqueurs géographiques, il apparait 

que la majorité des allèles qui sont dominants en Asie et en Europe le sont aussi pour 

les souches algériennes. 

 

Enfin, la position centrale des souches algériennes dans le Minimum Spaning Tree (MST) laisse 

supposer que les souches provenant des autres continents ont émergé à partir 

de cette racine centrale. 

Les séquences répétées, particulièrement celles qui sont intragéniques sont 

une excellente cible pour analyser le polymorphisme génétique au sein des génomes bactériens mais 

aussi pour étudier la genèse de la variabilité antigénique (Alsmark et al., 2006 ; Frutos et al., 2006; 

Berghoff et al., 2007). 

 

Ces caractéristiques nous permettent de suggérer que l’espèce B. henselae a subit 

une co-évolution au sein de son hôte réservoir félin et de manière plus large avec son écosystème et 

cela depuis l’apparition des chats domestiques au Moyen orient (Driscoll, 2007). 
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CONCLUSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES 

 

 

1. CONCLUSION générale 

 

Ce travail nous a permis, par différents moyens (sérologie, culture ou biologie moléculaire), de 

prouver de façon directe ou indirecte la présence de différentes bactéries vectorisées par des 

arthropodes hématophages dans la population canine et féline de la région d’Alger. 

 

La comparaison de la séroprévalence à Anaplasma phagocytophilum, Borrelia burgdorferi et 

Bartonella spp. chez les chiens de fourrière avec les chiens de propriétaires 

a montré des résultats divergents. En effet, la séroprévalence était plus importante chez 

les chiens de fourrière pour tous les agents bactériens recherchés à l’exception de Bartonella vinsonii 

berkhoffii. L’évaluation du test de chi2 et le test Fisher exact a révélé une différence significative 

entre ces deux populations. 

 

Le nombre relativement important de séropositifs à plusieurs valences antigéniques 

(onze animaux séropositifs pour les 4 antigènes) permet de supposer que les vecteurs 

de transmission de ces trois genres bactériens peuvent être partagés. 

 

En revanche, notre étude n’a pas permis de mettre en évidence une relation entre 

le statut sérologiques des chiens et leur âge, leur race ou leur état de santé. 

 

La séroprévalence des chats testés aux antigènes de B. henselae et B. clarridgeaie suggère la 

forte exposition de la population féline à ces deux agents bactériens vectorisés 

en Algérie. 

 

Nous avons pu isoler Bartonella henselae de nos chats ce qui confirme les résultats 

de la sérologie. B. clarridgeiae n’a pas pu être isolée ce qui est étonnant au vu des résultats 

sérologique mais relativement conforme aux données publiées. Enfin, dans les conditions naturelles, 

B. henselae ne semble pas être transmise par voie transplacentaire. 

 

L’étude de la diversité génétique des 259 souches isolées de B. henselae en utilisant 

la technique MLVA a révélé 52 profils dont 48 nouveaux. Le dendrogramme que nous avons obtenu a 

montré une séparation complète entre les souches de génotype I et de génotype II. Les informations 

fournis par cette partie de l’étude nous ont permis de démontrer que dans notre population féline 

deux groupes de chats pouvaient subsister: un premier porteur 

de souches avec un profil MLVA identique et le second porteur de souches avec des profils différents 
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et multiples. La comparaison de la technique MLVA et de la technique MLST appliquée à certaines 

souches a démontré que la technique MLVA était la plus discriminante. 

 

Par conséquent, à l’issu de ces résultats, nous pouvons conclure que Bartonella, Anaplasma 

phagocytophilum et Borrelia burgdorferi sont transmis aux carnivores domestiques et/ou de 

fourrière. Compte tenu de leur pouvoir pathogène potentiel pour 

les espèces domestiques et de leur potentiel zoonotique, ces agents bactériens devraient 

systématiquement figurer dans le diagnostic différentiel des maladies infectieuses vectorisées chez 

les carnivores. 

 

 

 

2. PERSPECTIVES 

 

Notre travail pose un certain nombre de questions et nécessite des confirmations 

qui pourront faire l’objet de travaux ultérieurs : 

 

� D’une part, la confirmation des études sérologiques chez les chiens nécessite 

de rechercher par biologie moléculaire la présence de A. phagocytophilum 

et Bartonella spp. dans le sang. Si cette recherche s’avérait positive, le typage 

des souches d’A. phagocytophilum et de Bartonella serait intéressant dans l’optique 

de statuer sur leur caractère zoonotique ; 
 

� Une étude systématique de l’infection par B. berkhoffii chez des chiens malades permettrait 

de construire le tableau clinique induit par cette bactérie chez les chiens algériens ; 
 

� La recherche et l’identification d’autres bactéries hémotropes vectorisées (Hémoplasmes 

spp., A. platys, Rickettsia spp., Ehrlichia spp.,…) chez les carnivores domestiques est une 

prolongation évidente de ce travail ; 
 

� Par ailleurs, l’étude du portage de ces agents pathogènes bactériens par 

les arthropodes hématophages permettra d’identifier de façon plus précise les vecteurs qui 

semblent différents en Algérie et d’évaluer les facteurs de risque de transmission de ces 

agents ; 
 

� Des études portant sur les momies de chats égyptiens, en utilisant la technique MLVA, 

pourrait nous permettre de mieux comprendre la diffusion ancestrale des félins 

et des espèces de Bartonella vers l’Afrique du Nord. 
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Ces nouvelles approches permettront d’améliorer les connaissances que l’on a du risque 

de transmission des maladies bactériennes vectorisées en Algérie. 
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