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Résumé  

L’épidémiologie de l’infection par Coxiella burnetii chez les bovins demeure inconnue en 

Algérie. Dans ce contexte, nous avons réalisé dans un premier temps une étude transversale 

dans la wilaya de Sétif entre mars 2016 et avril 2018 pour déterminer la séroprévalence et les 

facteurs de risque associés à cette infection chez les bovins. Au total, 678 vaches appartenant 

à 90 troupeaux ont été sélectionnées de façon aléatoire, et leurs sérums ont été testés pour 

détecter les anticorps dirigés contre C. burnetii à l’aide de la technique ELISA indirect. Cette 

étude a montré une séroprévalence individuelle de 11.36 % (77/678) et au sein du troupeau de 

45.56 % (41/90). L’analyse de régression logistique multivariable a identifié certains facteurs 

de risque tels le contact avec d'autres troupeaux (Odds ratio (OR): 1.95) et l’acquisition de 

nouvelles vaches (OR: 2.05). Cependant, l’utilisation de désinfectants a été identifiée comme 

facteur protecteur (OR: 0.32).  Dans un deuxième temps, nous nous sommes intéressés à une 

étude de type cas-témoin pour vérifier si C. burnetii était impliquée dans la survenue 

d’avortements, d’infertilité et de mortalité néonatale chez les vaches. Pour cela, 186 

échantillons de sang total issus de vaches ayant eu des troubles de la reproduction ont été 

testés par PCR conventionnelle pour détecter C. burnetii. Cette étude a mis en évidence  an 

exposure rate de 6.98 % (13/186), avec une association significative entre l’infection des 

vaches par C. burnetii et la présence  d’antécédent d’infertilité (p=0.006, OR=5.62).  

Par ailleurs, une enquête transversale basée sur l'analyse d'échantillons de lait de mélange de 

200 troupeaux de vaches laitières a été effectuée par les techniques ELISA et PCR.  Celle-ci a 

montré que 37 % (74/200) et 9 % (18/200) des échantillons de lait se sont montrés positifs 

respectivement. En se basant sur le coefficient kappa de Cohen, une très faible concordance a 

été observée entre les résultats de la technique ELISA et de la méthode PCR (k = 0.0849).    

L’enquête épidémiologique portant sur la diversité de tiques bovines et de leur infection par 

C. burnetii a permis de montrer un taux d’infestation par les tiques de 8.25 % (222/2508) au 

niveau individuel et de 22.80 % (52/228) au niveau du troupeau. Sur un effectif total de 712 

tiques prélevées, 7 espèces ont été  identifiées, avec une prédominance de Rh. bursa (37.92 

%), Hy. marginatum (29.91 %) et Hy. detritum detritum (26.40 %), et une très faible 

fréquence de Hy. lusitanicum (3.93 %), Rh. Sanguineus s.l. (1.26 %), Rh. annulatus (0.28 %) 

et Hae. punctata (0.28 %). L'analyse moléculaire a montré que 14 des 159 pools de tiques 

étaient positifs par PCR amplifiant le gène IS1111 et SOD de C. burnetii (EMV=2.05 %), 

dont  7 pools de Rh. bursa (EMV=2.71 %), 4 de Hy. detritum detritum (EMV=2.23 %) et 3 

Hy. marginatum  (EMV=1.46 %). 



Résumé 

 

Enfin, une dernière étude sur la diversité génotypique de C. burnetti infectant les bovins de la 

région de Sétif a été réalisée. Tous les échantillons positifs par PCR conventionnelle ont été 

analysés par PCR quantitative en temps réel (qPCR). Tous les échantillons très concentrés en 

ADN de C. burnetii (Ct <35) ont été sélectionnés pour génotypage par la méthode de 

Multispacer Sequence Typing (MST). Le génotype MST32 et un nouveau génotype MST  

(profil partiel) ont été identifiés dans les échantillons de sang total et le génotype MST12 dans 

les échantillons de lait de tank.  

En conclusion, les résultats obtenus ont permis de mieux comprendre l’épidémiologie de la 

coxiellose bovine dans la région de Sétif et d’élaborer des programmes de surveillance et de 

prévention contre cette maladie.  

Mots clés : bovins, sérum, sang total, tiques, ELISA, PCR, génotypage, MST,  Coxiella 

burnetii,  prévalence, Sétif. 
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Abstract 

The Epidemiology of Coxiellosis in cattle remains unknown in Algeria. In this context, we 

first carried out a cross-sectional study in the state of Setif between March 2016 and April 

2018 to determine the seroprevalence and risk factors associated with Coxiella burnetii 

infection in cattle. A total of 678 cows from 90 herds were randomly selected, and their sera 

were tested for antibodies against C. burnetii using the indirect ELISA technique. This study 

showed an individual seroprevalence of 11.36% (77/678) and herd seroprevalence of 45.56% 

(41/90). The multivariable logistic regression analysis was identified some risk factors such as 

contact with other herds (OR: 1.95) and acquisition of new cows (OR: 2.05). However, the 

use of disinfectants was identified as a protective factor (OR: 0.32). In a second time, we are 

interested in case-control study to check if C. burnetii was involved in the occurrence of 

abortions, infertility, and neonatal mortality in cows. To do this, 186 whole blood samples of 

cows from farms with these disorders were analyzed by molecular tools to detect C. burnetii. 

This study revealed an overall prevalence of 6.98% (13/186), with a significant association 

between cow infection with C. burnetii and the presence of a history of infertility (p = 0.006, 

OR = 5.62). 

In addition, a cross-sectional survey based on analysis of bulk milk tank samples from 200 

dairy cattle herds was carried out using ELISA and PCR techniques. This showed that 37% 

(74/200) and 9% (18/200) of the milk samples were positive respectively. Based on Cohen's 

kappa coefficient, a very low agreement between the ELISA and PCR results was found (k = 

0.0849). 

The epidemiological survey on the diversity of bovine ticks and their infection with C. 

burnetii showed a tick infestation rate of 8.25% (222/2508) at the individual level and 22.80% 

(52/228 ) at the herd level. Out of a total of 712 ticks collected, 7 species were identified with 

a predominance of Rh. Bursa (37.92%), Hy. marginatum (29.91%) and Hy. detritum detritum 

(26.40%), and a very low frequency of Hy. lusitanicum (3.93%), Rh Sanguineus s.l. (1.26%), 

Rh. annulatus (0.28%) and Hae. punctata (0.28%). Molecular analysis showed that 14 of the 

159 tick pools were positive by PCR amplifying the IS1111 and SOD gene of C. burnetii 

(EMV = 2.05%), including 7 Rh. Bursa pools (EMV = 2.71%), 4 of Hy. detritum detritum 

(EMV = 2.23%) and 3 of Hy. marginatum (EMV = 1.46%). 

Finally, a last study on the genotypic diversity of C. burnetti infecting cattle from the Sétif 

region was carried out. All positive samples by conventional PCR were analyzed by real-time 
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quantitative PCR (qPCR). All samples highly concentrated in C. burnetii DNA (Ct <35) were 

selected for genotyping by the Multispacer Sequence Typing (MST) method. The MST32 

genotype and a new MST genotype (partial profile) were identified in whole blood samples 

and the MST12 genotype in tank milk samples.  

In conclusion, the results obtained have allowed to better understand the epidemiology of 

bovine coxiellosis in the region of Setif and to develop surveillance and prevention programs 

against this disease. 

Key words: cattle, serum, whole blood, ticks, ELISA, PCR, genotyping, MST, Coxiella 

burnetii, prevalence, Setif 



  ٍِخض

 

 ٍِخض

فٟ ٘زا اٌس١بق، أجش٠ٕب أٚلاً دساسخ  فٟ اٌجضائش. ِجٌٙٛخضاي ر(عٕذ الاثمبسلا Qاٌذساسخ اٌٛثبئ١خ ٌٍحّٝ اٌّجٌٙٛخ اٚاٌحّٝ )

وٛوس١لا ث١شٔزٟ  الأزشبس اٌّظٍٟ رجبٖ ٌزحذ٠ذ 2018ٚأثش٠ً  2016ِمطع١خ ِظ١ٍخ فٟ ٚلا٠خ سط١ف ِب ث١ٓ ِبسط 

(Coxiella burnetii) 90ثمشح رٕزّٟ اٌٝ  678ح١ش رُ اخز١بس ِب ِجّٛعٗ ً اٌخطش اٌّشرجطخ ثٙب. ٚعٛاِ الاثمبس عٕذ 

غ١ش ِجبششح ِٓ اجً اٌجحش عٓ الأجسبَ اٌّؼبدح   ELISAٚ اخزجبس أِظبٌُٙ ثبسزخذاَ رم١ٕخ لط١ع ثشىً عشٛائٟ،

ٍٝ ِسزٜٛ اٌفشدٞ ع اٌحّٝ اٌّجٌٙٛخ ٌذٜ الاثمبسْ ٔسجخ أزشبس ِشع أظٙشد ٘زٖ اٌذساسخ أ اٌخبطخ ثىٛوس١لا ث١شٔزٟ.

حذد رح١ًٍ الأحذاس اٌٍٛجسزٟ ِزعذد اٌّزغ١شاد  (.41/90) % 45.56مط١ع ة اٌ( ٚ عٍٝ ِسزٜٛ 77/678) % 11.36ة

وعٛاًِ خطش ِشرجطخ  (2.05  :جذ٠ذح )ٔسجخ الأسجح١خ ادثمش ٚششاء (1.95 :الارظبي ِع لطعبْ أخشٜ)ٔسجخ الأسجح١خ

عٍٝ أٔٙب عبًِ  (0.32 :، فٟ ح١ٓ رُ رحذ٠ذ اسزخذاَ اٌّطٙشاد )ٔسجخ الأسجح١خرجبٖ وٛوس١لا ث١شٔزٟ ثبلإ٠جبث١خ اٌّظ١ٍخ

َ عذِزسججخ فٟ حذٚس حبلاد الإجٙبع ٚ  وٛوس١لا ث١شٔزٟ شب٘ذ ٌّعشفخ ارا ِب وبٔذ-ساسخ حبٌخثذٚلب٠خ. ثعذ رٌه، لّٕب  

بٍِخ ِٓ الأثمبس ِٓ اٌّضاسع اٌزٟ رعبٟٔ ع١ٕخ دَ و 186عٕذ الأثمبس. ٌٍم١بَ ثزٌه، رُ رح١ًٍ  ٔفٛق اٌّٛا١ٌذ اٌجذدالاخظبة ٚ

ِع  (13/186)  %6.98اظٙشد ٘زٖ اٌذساسخ ٔسجخ أزشبس رمذس ة ٚلذ  ِٓ ٘زٖ الاػطشاثبد ثٛاسطخ الأدٚاد اٌجض٠ئ١خ.

 .( p=0.006 ، 5.62  :خظبة )ٔسجخ الأسجح١خَ الإعذث١ٓ إطبثخ الأثمبس ثٙزا اٌف١شٚط ٚ  ٚص١كسرجبؽ إٚجٛد 

لط١ع ِٓ الأثمبس اٌّذسح ٌٍح١ٍت  200إجشاء ِسح ِمطعٟ ٠عزّذ عٍٝ رح١ًٍ ِض٠ج ع١ٕبد اٌح١ٍت ِٓ إػبفخ إٌٝ رٌه، رُ 

ِٓ ع١ٕبد اٌح١ٍت وبٔذ  % (18/200)  9ٚ  37 % (200/74). أظٙشد إٌزبئج أْ  ELISA ٚ PCRثٛاسطخ رم١ٕبد 

)ن =  ELISA ٚPCRب٠خ ث١ٓ ٔزبئج رم١ٕبد . ٚفمًب ٌّعبًِ و١٘ٛٓ وبثب رُ اٌعضٛس عٍٝ ارفبق ػع١ف ٌٍغإ٠جبث١خ عٍٝ اٌزٛاٌٟ

0.0849.) 

( عٍٝ 222/2508) % 8.25اٌزحم١ك اٌٛثبئٟ حٛي رٕٛع لشاد أثمبس ٚاطبثزٙب ثىٛوس١لا ث١شٔزٟ ث١ٓ ٔسجخ الإطبثخ ثبٌمشاد ة

 7لشاد رُ جّعٙب، رُ اٌزعشف عٍٝ  712( عٍٝ ِسزٜٛ اٌمط١ع. ِٓ ث١ٓ إجّبٌٟ 52/228) % 22.80اٌّسزٜٛ اٌفشدٞ ٚ 

 Rh.bursa (37.92% ( ، (%29.91)  Hy. marginatum ٚHy. detritum detritum. (26.40 أٔٛاع ِع غٍجخ

 .Hy. lusitanicum  ،Rh Sanguineus s.l.  (%1.26)  ،Rh  (3.93%)( ، ٚٔست ِٕخفؼخ ٌٍغب٠خ ي%

annulatus   (%0.28)  ٚ Hae. punctata (0.28% .)  ْوبٔذ ِجّٛعخ لشاد  159ِٓ  14أظٙش اٌزح١ًٍ اٌجض٠ئٟ أ

ٕسجخ ث  ىٛوس١لا ث١شٔزٌٟ IS1111  ٚSODاٌزٞ ٠سزٙذف اٌج١ٕبد  PCR اٌج١ّ١ٌٛشاص اٌّزسٍسً رفبعً ثٛاسطخإ٠جبث١خ 

 .Rh. Bursa (=EMV2.71(%،4 Hy   7ِٕٙب ،  EMV=2.05%)٠سبٚٞ ) إجّب١ٌخ رحست ثـألظٝ رمذ٠ش احزّبي

detritum detritum  (%2.23=EMV)   ٚ3Hy. marginatum  (%1.46=EMV). 

ج١ّع اٌع١ٕبد ِٕطمخ سط١ف. فٟ الأثمبس  اٌزٟ رظ١ت ىٛوس١لا ث١شٔزٟاٌزٕٛع اٌٛساصٟ ٌـحٛي  ٚأخ١شًا ، رُ إجشاء دساسخ 

 زفبعً اٌج١ّ١ٌٛشاص اٌّزسٍسً ثبٌضِٓ اٌحم١مٟث  رُ رح١ٍٍٙب (PCR) ٞاٌزم١ٍذ اٌج١ّ١ٌٛشاص اٌّزسٍسً رفبعً ثٛاسطخ الإ٠جبث١خ 

(qPCR.)  ىٛوس١لا ث١شٔزٟث اٌخبص ٍحّغ إٌٌٛٚٞع اٌع١ٕبد اٌّشوضح ثذسجخ عب١ٌخ ج١ّ (Ct <35)  ُأجً  خز١بس٘بإر ِٓ

ّٚٔؾ  MST32. رُ رحذ٠ذ إٌّؾ اٌج١ٕٟ Multispacer Sequence Typing (MST)اٌز١ّٕؾ اٌج١ٕٟ ثٛاسطخ ؽش٠مخ 

 فٟ ع١ٕبد ح١ٍت اٌخضاْ. MST12جضئٟ( فٟ ع١ٕبد اٌذَ اٌىبًِ ٚإٌّؾ اٌج١ٕٟ  ّٔؾ) MST جذ٠ذ ج١ٕٟ

ِٓ إٌبح١خ  فٟ ِٕطمخ سط١فثمبس(عٕذ الأQ) اٌّجٌٙٛخ ٍحٌّٝ حسٓفُٙ أث سّحذ إٌزبئج اٌّزحظً ع١ٍٙبفٟ اٌخزبَ ، 

 .ػذ ٘زا اٌّشع زط٠ٛش ثشاِج اٌّشالجخ ٚاٌٛلب٠خثٚ اٌٛثبئ١خ

 ٔزشبس، سط١ف  إ، وٛوس١لا ث١شٔزٟ ،MST،ر١ّٕؾ ج١ٕٟ،ELISA ،PCR ، ِظً، دَ وبًِ ، لشاد،ثمبسأ :كلمات المفتاحيةال
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Introduction générale 

La fièvre Q chez l’homme ou coxiellose chez les animaux est une zoonose cosmopolite, qui 

épargne cependant la Nouvelle-Zélande à l’heure actuelle. L’agent causal est une bactérie 

intracellulaire nommée Coxiella burnetii (C. burnetii). Elle est capable d’infecter de 

nombreuses espèces d’animaux sauvages ou domestiques, ainsi que l’homme (Parker et al., 

2006). Les ruminants domestiques sont les réservoirs principaux pour la transmission de la 

fièvre Q à l’homme (Woldehiwet et al., 2004). En effet, Cette bactérie est très résistante à la 

chaleur et au séchage et peut survivre pendant des mois dans l'environnement.  Elle est 

également très infectieuse, un à dix organismes peuvent causer la «fièvre Q» chez l'homme 

(Maurin et Raoult, 1999).  

Sur le plan clinique, l'infection est généralement asymptomatique chez les ruminants. 

Cependant, elle peut se manifester par des troubles de la reproduction, l’avortement, la 

mortinatalité, la naissance prématurée et la naissance de nouveaux-nés faibles chez les petits 

ruminants, et par l’infertilité, la métrite, la mammite et occasionnellement des cas 

d’avortement chez les bovins (Agerholm, 2013; Porter et al., 2011). En effet, C. burnetii serait 

responsable de 1 à 3 pour cent des avortements bovins (Woldehiwet et al., 2004). Chez 

l'homme, la fièvre Q peut être asymptomatique ; sous forme aiguë évoquant une forte grippe 

s'accompagnant d'une fièvre élevée, de frissons de transpiration, une pneumonie et une 

hépatite, ou évoluer parfois vers une forme chronique avec séquelles à long terme, notamment 

la fatigue, l’avortement et la cardiopathie dont l'issue peut être fatale en l'absence de 

traitement adéquat  (Vanderburg et al. 2014; Wielders et al. 2014).  

Les humains et les animaux contractent l'infection en inhalant des particules infectieuses 

transportées dans l’aérosol et des poussières contaminées générées à partir d'excréments des 

animaux infectés tel le liquide amniotique et le placenta lors de l’avortement ou la parturition, 

mais aussi dans l'urine, les selles, les sécrétions vaginales et le lait (Porter et al., 2011 ; Van 

Den Brom et al., 2012).  Cependant, leur transmission orale et vectorielle par les tiques ont été 

décrites chez les animaux alors qu'elles restent controversées chez l'homme (Toledo et al., 

2009; Pexara et al., 2018; Eldin et al., 2017).  

En Algérie, la fièvre Q fait son apparition pour la première fois à Alger en 1948 par Portier 

(Portier et al., 1948).  Des foyers ont été signalés dans l'armée française en 1955 à Batna  

(Pierrou et al., 1956) et  en 1958 à Tlemcen (Rey et al., 2000) qui étaient liés au contact avec 

de petits ruminants. Des études sérologiques  antérieures ont montré une séroprévalence de 15 
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% chez des ouvriers d'abattoir d'Alger, 20 %  chez  des enfants de moins de 16 ans dans la 

région du Hoggar (Dumas, 1984), 15.5 % et 14.19 % chez les habitants de Sétif  et d’Aurès 

respectivement (Lacheheb et Raoult, 2009). Benslimani et al. (2005) ont montré que 2 parmi 

les 61 patients algériens atteints d'endocardite infectieuse sont séropositifs par le test de 

micro-immunofluorescence, alors que l’analyse par PCR des valvules cardiaques de ces 

mêmes patients s’est avérée négative (Benslimani et al., 2005). Angelakis et al. (2014) ont 

détecté C. burnetii chez un des 268 patients fébriles testés par PCR à Oran (0,3 %) (Angelakis 

et al., 2014). Une enquête récente de type  cas-témoin  menée sur 725 femmes dont 380 

femmes ayant subi un avortement spontané fébrile (cas) et 345 femmes qui ont accouché sans 

autres infections ou complications (témoins) dans deux hôpitaux à Alger a révélé la présence  

d’anticorps anti-C. burnetii chez 3 patients et de l’ADN de C. burnetii dans  quatre (04) 

échantillons de placenta provenant du groupe cas (Ghaoui et al., 2018).  Chez les animaux, 

peu d'études sur la séroprévalence de la coxiellose ont été réalisées chez les petits ruminants 

(Khaled et al., 2016; Rahal et al., 2011; Yahiaoui et al., 2013), les  bovins (Dechicha et al., 

2010 ; Abdelhadi et al., 2015 ; Derdour et al., 2017 ; Agag et al., 2017; Djellata et al., 2019) et 

les camelins (Benaissa et al., 2017). L'ADN de C. burnetii a été détecté  récemment dans des 

écouvillons vaginaux provenant des petits ruminants (Khaled et al., 2016), chez des rates de 

chien et de chat à Alger  (Bessas et al., 2016), chez des tiques de chauve-souris à Souk Ahras 

(Leulmi et al., 2016), chez des tiques récoltées sur des ovins, sur du sang d’origine ovin et 

caprin à Souk Ahras (Aouadi et al., 2017), chez des tiques collectées sur des bovins et des 

ovins au Nord-Ouest de l’Algérie (Abdelkadir et al., 2019), chez des tiques prélevées chez les 

dromadaires au Sud-Est Algérien (Bellabidi et al., 2020) et enfin, à partir de placentas issus de 

vaches ayant avorté au centre du pays (Rahal et al., 2018). Toutefois, La connaissance de sa 

réelle prévalence chez les animaux et l’humain ainsi que son impact économique et sanitaire 

dans notre pays reste inconnue.  

Au cours de la dernière décennie, nos connaissances sur la fièvre Q ont augmenté, mais 

l'incertitude considérable et persistante autour de cette infection appelle de nouvelles 

recherches. L’avis scientifique de l'autorité européenne de sécurité des aliments (EFSA) sur la 

fièvre Q (2010) a souligné plusieurs points à clarifier lors de nouvelles enquêtes concernant 

les méthodes de diagnostic, les facteurs influant sur le maintien de l'infection et les 

caractéristiques de la bactérie. En outre, la plus grande épidémie de fièvre Q survenue aux 

Pays-Bas entre 2007 et 2010 qui a affecté une large population de caprins et plus de 4000 

humains (Schneeberger et al. 2014) et celle qui a sévit en Pologne en 1982 chez les bovins et 
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environ 1300 humains (Bielawska-Drózd, 2013) rappellent l’importance qu’occupe la 

connaissance de l’épidémiologie de la coxiellose afin d’intervenir adéquatement sur celle-ci 

ainsi que d’en prévenir et d’en limiter les conséquences liées à la santé animale et publique.  

Ce travail comportera deux grandes parties. 

Une première, bibliographique, qui sera consacrée à l’étude bactériologique, immunologique, 

et pathogénique de C. burnetii, les caractéristiques cliniques et épidémiologiques ainsi que les 

outils diagnostiques et les différentes méthodes de prophylaxie sanitaire et médicale qui 

existent actuellement. 

Une deuxième partie expérimentale dans laquelle nous examinerons les quatre chapitres 

suivants : 

I. Enquête épidémiologique sur la coxiellose chez les vaches de la région de Sétif au 

Nord-Est Algérien.  

II. Enquête transversale sur la coxiellose bovine basée sur l’analyse sérologique et 

moléculaire du lait de mélange (tank) comme matrice de diagnostic dans la région de 

Sétif. 

III. Enquête épidémiologique sur la diversité des tiques bovines et leur taux d’infection 

par Coxiella burnetii dans la région de Sétif. 

IV. Étude de la diversité génotypique de Coxiella burnetii infectant les bovins de la région 

de Sétif. 
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ÉTUDE BIBLIOGRAPHIQUE : LA COXIELLOSE BOVINE 

1 Histoire de la fièvre Q 

En 1935, la fièvre Q a été décrite pour la première fois par le docteur Edward Derrick après la 

survenue d’épisodes fébriles chez des travailleurs d’abattoirs dans la ville de Brisbane, au 

Queensland en Australie.  Il a inoculé le sang et l'urine de patients à des cobayes, ce qui a 

provoqué l'apparition de la fièvre chez ces animaux. Cependant, il n’arrive pas à isoler l’agent 

causal, et décrit pour la première fois la maladie, qu’il prénomme fièvre Q pour « Query fever 

», soit la fièvre qui pose question (Derrick, 1937, 1983). Il croit qu’il s’agit d’un virus et 

envoie des échantillons contaminés au virologue Fred MacFarlane Burnet de Walter and Eliza 

Hall Institute, Melbourne, Australie  (Derrick, 1971, 1983). En 1937, accompagné du docteur 

Mavis Freeman, ils ont infecté des animaux de laboratoire, et ont utilisé des techniques de 

coloration pour identifier de micro-organismes semblables à des rickettsies (Burnet et 

Freeman, 1937). En 1939, Derrick et ses collaborateurs finiront par l’appeler à tort Rickettsia 

burnetii en hommage à leur collègue Fred MacFarlane Burnet (Derrick, 1983). 

Au cours de la même période, Gordon Davis travaille sur d’éventuels vecteurs de la fièvre 

pourprée des montagnes rocheuses au Rocky Mountain Laboratory, dans le Montana, aux 

Etats-Unis. Il a observé une maladie fébrile chez certains cochons d’inde mordus par des 

tiques de Dermacentor andersoni collectées près de la crique du bassin Nine Mile. 

Cependant, les symptômes cliniques ne ressemblent pas à ceux de la fièvre pourprée (Davis et 

al., 1938). En 1936, Herald Rea Cox rejoint l’équipe de Davis, et ils démontrent ensemble que 

ce germe possède à la fois des caractéristiques de virus et de rickettsies. Cox réussit à cultiver 

l’agent en cause dans des œufs embryonnés (Davis et al., 1938) et il décide de le nommer 

Rickettsia diaporica  (Cox et Bell, 1939) en raison de sa filtrabilité (Cox et al., 1947). 

En 1938, le docteur Rolla Dyer, directeur de l’Institut National de Santé, rendit visite au 

docteur Cox dans le Montana pour tester la possibilité de cultiver Rickettsia diaporica dans 

des œufs (Wentworth, 1955). Il se contamine accidentellement et il tombe malade avec des 

douleurs rétro-orbitaires, de la fièvre, des frissons et des sueurs dix jours plus tard. L’injection 

de son sang à des cobayes les rendit fébriles (Marrie, 1990). Cet incident interpelle Dyer qui 

avait déjà eu connaissance  des études australiennes sur Rickettsia burnetii. Il demande alors à 

Macfarlane Burnett de lui envoyer des échantillons de rates d’animaux infectés par l’agent de 

la fièvre Q. Une immunité croisée a été trouvée entre les agents isolés de son sang, les 

cobayes infectés par son sang, et ceux infectés par l’agent de la fièvre Q, ce qui confirme son 
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hypothèse. Rickettsia burnetii et Rickettsia diaporica sont en fait le même agent étiologique 

de la fièvre Q (Mboussou, 2017). 

En 1948, Cornelius B. Philips, du Rocky Mountain Laboratory, propose la création du genre 

Coxiella suite à la mise en évidence des différences importantes entre cette bactérie et les 

autres appartenant au genre rickettsie. En hommage à Macfarlane Burnett et à Herald Cox, il 

décide d’appeler l’agent infectieux de la fièvre Q Coxiella burnetii (Philip, 1948 ; Mboussou, 

2017). 

Historiquement, l’infection par C. burnetii a eu plusieurs noms en fonction des découvertes 

entourant cette bactérie, y compris fièvre Q, fièvre des abattoirs, fièvre de Queensland, Nine 

mile creek fever, grippe des Balkans, maladie de Derrick-Burnet, coxiellose, et quelques 

autres. 

2 Etiologie 

2.1 Taxonomie  

Coxiella burnetii a été initialement classé dans l’ordre des rickettsies en raison des similitudes 

qu'il partageait avec les bactéries du genre Rickettsia : bactérie à Gram négatif, de très petite 

taille dans le monde bactérien, intracellulaire,  non cultivable sur milieu axénique et pouvant 

être véhiculée par les tiques. La bactérie a été reclassifiée grâce aux études phylogénétiques 

fondées sur la séquence de l’acide ribonucléique (ARN) ribosomal 16S dans la subdivision 

gamma des protéobactéries avec les genres Legionella, Francisella, et Rickettsiella qui sont 

ses parents les plus proches (Stein et Raoult, 1993; Maurin et Raoult, 1999 ). Sa classification 

actuelle est donc la suivante : Phylum des Proteobacteria, Classe des Gammaproteobacteria, 

Ordre des Legionellales, Famille des Coxiellaceae, et Genre Coxiella (Arricau-Bouvery and 

Rodolakis, 2005). En plus de C. burnetii, le genre Coxiella comprend d’autres membres a` 

savoir Coxiella cheraxi, un pathogène retrouvé chez une écrevisse d’eau douce, la Cherax 

quadricarinatus, en Australie (Cooper et al., 2007). Plusieurs organismes présentent une 

homologie avec C. burnetii, les Coxiella-like, ont cependant été décrits dans la littérature (van  

Schaik et Samuel, 2012). 

2.2 Morphologie 

Coxiella burnetii est un petit coccobacille (0.2Ŕ0.4 µm de largeur, 0.4Ŕ1.0 µm de longueur), 

immobile, pléomorphe, intracellulaire, avec une paroi similaire à celle d’une bactérie à Gram 

négatif. Bien que sa membrane ne soit pas reconnaissable comme telle par la coloration de 

gram. Le germe peut se présenter sous trois formes morphologiques aux propriétés 
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différentes : une forme à grande cellule (large-cell variant), une forme à petite cellule (small 

cell variant) et SDC (small dense cell) qui correspondent aux stades de développement 

différents de C. burnetii (McCaul et Williams, 1981). 

La forme SCV (“small cell variant”) est représentée par de petits bacilles de 0.2 à 0.5 μm, 

denses et compacts à paroi épaisse au microscope électronique.  Elle peut être extra ou 

intracellulaire. Caractérisée par une faible activité métabolique, un faible taux de réplication 

et une stabilité dans l’environnement et dans le milieu extracellulaire.  Elle infecte les cellules 

eucaryotes par phagocytose, se multiplie puis redonne la forme LCV (McCaul et Williams, 

1981; Heinzen et al., 1999). La forme LCV est représentée par de grosses cellules de forme 

arrondie, mesurant 0.7 x 2 µm, polymorphes, peu denses et exclusivement intracellulaire, et 

caractérisée par une forte activité métabolique et un taux de réplication intense, mais une 

faible résistance mécanique (McCaul et Williams, 1981; Heinzen et al., 1999). La forme LCV 

semble subir un phénomène proche de la sporulation, en se séparant en deux compartiments 

inégaux contenant chacun un matériel nucléaire complet. Le plus petit des deux 

compartiments donnerait une endospore à une extrémité du LCV, nommée SDC (small dense 

cell) (figure 1)  (McCaul et Williams, 1981). Le mécanisme de développement des SDC en 

SCV reste aujourd'hui inconnu (Mboussou, 2017) (figure 1). 

Les formes LCV et SCV ont toutes les deux un pouvoir infectieux, tant in vitro qu’in vivo, 

mais l’absence de résistance des LCV suggère que seules les SCV jouent un rôle dans la 

transmission, tandis que les LCV sont responsables de la dissémination de la bactérie dans 

l’organisme infecté et de la pathologie (Mboussou, 2017). 

Figure 1 : Images obtenues par microscopie électronique. (a) cellules SCV (Small Cell 

Variant) avec chromatine condensée; (b) cellules LCV (Large Cell Variant) avec chromatine 

dispersée; (c) Cellules LCV avec cellules SLP (Spore-Like Particle). Les cellules SLP ou 

SDC (small dense cell) sont marquées par des flèches. (Heinzen et al., 1999).  
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2.3 Génétique 

La première séquence complète du génome de Coxiella. burnetii de l'isolât Nine Mile phase I 

RSA 493 (NMI) a été identifié en 2003 (Seshadri et al., 2003). Le génome semblait être 

circulaire et était composé d'un chromosome de 1995275 pb et d'un plasmide QpH1 de 37393 

pb (Seshadri et al., 2003). En plus de celui-ci, il existe actuellement cinq autres génomes de 

C. burnetii qui ont été séquencés dans leur intégralité ; deux souches provenant de patients 

atteints d’endocardite humaine CbuG_Q212 (NC_011527.1) et CbuK_Q154 (NC_011528.1) 

(Beare et al., 2009), une souche isolée d’un rongeur  Dugway 5J108 111 (NC_009727.1) 

(Beare et al., 2009), une souche isolée d'un patient en Italie en 1945 RSA 331 (souche 

Henzerling) (NC_010117.1), et récemment une souche séquencée aux Pays-Bas Z3055 

(NZ_LK937696.1), liée à la grande épidémie de la fièvre Q en 2007 (Tozer, 2015). Ces 

séquences montrent une variation génomique d’une longueur d’environ 2,0 à 2,2 Mb, et 

présentent une homologie génétique considérable entre eux lorsqu’il est examiné avec le 

séquençage de l’ARNr 16s (Hechemy, 2012). La majorité  des isolats de C. burnetii 

séquencés jusqu'ici portent un plasmide à réplication autonome ou intègrent des séquences 

analogues au plasmide dans leur chromosome. Actuellement, quatre types de plasmides, 

désignés par QpH1 (37 kb), QpRS (39 kb), QpDG (42 kb) et QpDV (33 kb) ont été identifiés 

(Jäger et al., 2002). Une région de 16 kb est conservée dans tous les plasmides, y compris 

dans les séquences plasmidiques intégrées dans le chromosome, ce qui implique une fonction 

critique de cette région dans la survie bactérienne  (Hendrix et al., 1991; Willems et al., 

1997)  

2.4 Variation de phase  

L’une des caractéristiques majeures de Coxiella burnetii est la variation de phase antigénique 

du lipopolysachharide (LPS). Ces deux phases antigéniques distinctes sont nommées I et II.  

La phase I est caractérisée par la présence d’un LPS complet et lisse qui masque entièrement 

les protéines membranaires, bloquant ainsi l’entrés des anticorps. Par ailleurs, elle ne possède 

pas des récepteurs de la fraction C3b, ce qui renforce sa résistance à l’action du complément. 

Elle a été isolée chez les ruminants, l’homme et les arthropodes infectés. Il s’agit de la forme 

virulente de la bactérie (Vishwanath et Hackstadt, 1988; Thompson et al., 2003 ; Malosse, 

2008). 

La phase II est caractérisée par la présence d’un LPS incomplet et rugueux à cause d’une 

grande délétion chromosomique du gène à l’origine de leur production  (Schramek et Mayer, 
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1982 ;  Vodkin et al., 1986). Le LPS de la phase II est très immunogène, provoquant chez 

l’animal une réponse humorale plus précoce et plus élevée, par rapport au LPS de la phase I 

(Rousset, 2001). Cependant, ces anticorps n’ont aucun pouvoir protecteur comparativement à 

ceux produits contre le LPS de la phase I (Mege et al., 1997). Cette phase est moins virulente 

et n’est obtenue en laboratoire qu’après passages sur systèmes vivants non 

immunocompétents (cultures cellulaires ou œufs embryonnés) (Willems et al., 1998). En plus, 

elle ne peut pas survivre après inoculation à un animal, car elle est très sensible à l’action du 

complément, et rapidement éliminée par les macrophages (Vishwanath et Hackstadt, 1988). 

Cette variation de phase est importante en sérologie et vient en support au diagnostic pour la 

différenciation entre fièvres Q aiguë et chronique. Lors d’une infection aiguë, des anticorps 

dirigés contre l’antigène de phase II sont produits, tandis que,  lors d’infection chronique, ce 

sont les anticorps dirigés contre l’antigène de phase I qui sont synthétisés (Hackstadt et 

Williams, 1981).  

2.5 Résistance et survie 

Coxiella burnetii est capable de survivre longtemps dans l’environnement extérieur et persiste 

dans les aliments contaminés en raison de ses caractéristiques physiques, notamment leur 

stabilité vis-à-vis  des acides (pH jusqu’à 4.5), de la température (62 °C pendant 30 minutes), 

des rayons UV et de la pression osmotique (jusqu'à 300 000 kPa)(EFSA, 2010). C. burnetii 

peut survivre jusqu'à 42 mois à une température comprise entre 4 et 6 °C dans le lait, 12 à 16 

mois dans la laine, 120 jours dans la poussière, 49 jours dans l'urine séchée, 30 jours dans les 

expectorations séchées (EFSA, 2010). En outre, ce microorganisme peut survivre pendant 

plus de 6 mois dans une solution saline à 10 % (Williams, 1991). C. burnetii est tué à la 

suite  d'une exposition à 5 % de chloroforme ou de formaldéhyde (dans un environnement 

humidifié à 80 %) avec une exposition inférieure à 30 minutes, à 5 % de H2O2, à 0.5 % 

d'hypochlorite et à 70 % d'éthanol (toutes exposées à 30 minutes), et après la pasteurisation 

(au moins 72 °C pendant 40 secondes) (Angelakis et Raoult, 2010; EFSA 2010). La résistance 

aux antibiotiques de C. burnetii semble variable selon les souches. Cependant, ce germe est 

sensible aux antibiotiques ayant la capacité de pénétrer dans les cellules, se concentrer dans 

les phagolysosomes et rester actif à un pH inférieur à 5, tel que les tétracyclines notamment  

la doxycycline, les quinolones et l’association sulfamide-triméthoprime (Angelakis et Raoult, 

2010; EFSA, 2010).  
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2.6 Cycle de développement 

Coxiella burnetii présente un cycle de développement comportant une forme intracellulaire et 

une forme extracellulaire. Son cycle intracellulaire commence par l’attachement puis la 

pénétration passive de la forme extracellulaire de C. burnetii (SCV ou SDC) dans la cellule 

cible préférentiellement les monocytes circulants et les macrophages tissulaires par 

phagocytose. Lorsque la voie d’entrée est respiratoire, les macrophages alvéolaires des 

poumons sont vraisemblablement les premières cellules à être infectées (Maurin et Raoult, 

1999). 

La phagocytose des bactéries en phase II requiert l’engagement des récepteurs  intégrine αvβ3 

et de CR3 (récepteur du complément de type 3), et sont rapidement détruites par le système 

phagolysosomal (Mege et al., 1997). Alors que, la phase I de C. burnetii adhère aux 

macrophages seulement par l’intégrine αvβ3, ce qui déclenche la phagocytose de la bactérie 

par un mécanisme actine dépendant permettant la formation de pseudopodes (Capo et al., 

1999 ; Angelakis et Raoult, 2010). Après pénétration, les SCV de la phase I sont activés 

métaboliquement dans le phagosome acide (pH à 4.5) et se transforme en LCV (Maurin et 

Raoult, 1999). L’interaction du LPS des SCV de la phase I avec leurs récepteurs 

membranaires sur les macrophages inhibe une cascade d’activation enzymatique aboutissant 

au blocage de la maturation des phagosomes contenant C. burnetii au stade endosome tardif et 

à l’inhibition de fusion des phagosomes aux lysosomes (Mottola et Ghigo, 2013). Ce défaut 

de formation du phagolysosome permet à la bactérie de survivre dans les macrophages 

(Mottola et Ghigo, 2013 ; Mboussou, 2017). Les endosomes tardifs fusionnent ensuite, 

aboutissant à la formation d'une grande vacuole unique appelée  « vacuole parasitophore » ou 

(PV) (Howe et al., 2003 ; Ghigo et al., 2012). Les LCV se divisent par fission binaire 

(McCaul et Williams, 1981). Et à la fin du cycle, les LCV se condensent en SCV ou bien 

subissent une différenciation sporogénique (Angelakis et Raoult, 2010). Les spores like 

particules (SLP) ou SDC produites peuvent ensuite se développer pour devenir des SCV 

métaboliquement inactifs (Williams et Thompson, 1991). Les SDC et les SCV  peuvent 

ensuite être libérés de la cellule hôte infectée par lyse cellulaire ou exocytose (Maurin et 

Raoult, 1999) (figure 2). 
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Figure 2 : Cycle de développement de Coxiella burnetii selon Mboussou (2017). 

3 Pouvoir immunogène 

Les monocytes et les macrophages sont les principales cibles de Coxiella burnetii et la survie 

intracellulaire de C. burnetii nécessite la subversion des propriétés microbicides de ces 

cellules (Capo et Mege, 2012). C. burnetii induit un fort remodelage du cytosquelette d'actine 

lorsqu'il interagit avec des monocytes et des macrophages via des intégrines avβ3, avec un 

effet final de réduction de l'efficacité d'absorption de bactéries (Capo et al., 1999). La 

détection de C. burnetii se fait initialement par les cellules immunitaires innées via les 

récepteurs Toll-like (TLR). TLR4 reconnaît le LPS de la bactérie et participe en partie à la 

phagocytose de la bactérie, à la formation des granulomes et à la production des cytokines 

TNF et d'IFN-γ, tandis que TLR2 reconnaît le peptidoglycane et participe également à la 

formation des granulomes et à la production des cytokines (TNF et d'IFN-γ) (Capo et Mege, 
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2012).  L’immunité cellulaire joue un rôle fondamental dans l’élimination de l’infection grâce 

à la prédominance de la réponse contrôlée par les lymphocytes LTH1 et de la production 

d’IFNγ, qui participe à la mort de la bactérie par les macrophages, en restaurant la fusion du 

phagolysosome, en induisant la production du TNF, en favorisant l’apoptose des cellules 

infectées, et en modulant les récepteurs de la transferrine entraînant ainsi une diminution de 

l'assimilation du fer des cellules infectées (Capo et Mege, 2012). Le passage à l’infection 

chronique est marqué par l’évolution vers une réponse immunitaire contrôlée par les 

lymphocytes LTH2, régulée par l’interleukine 10 (IL10). L’IL10 inhibe la production des 

cytokines proinflammatoires (TNF), favorise la réplication de la bactérie et bloque la 

migration des cellules inflammatoires vers les tissu (Amara et al., 2012). L’IL10 est produite 

en grande quantité dans l’infection chronique. Le risque de passage à la chronicité et le 

pronostic défavorable de la maladie sont liés à un taux élevé d’IL10 (figure 3). Récemment, 

des expériences in vitro ont suggéré un rôle potentiel des cellules T «Treg» dans l’évolution 

vers la fièvre Q chronique (Layez et al., 2012). 

 

Figure 3 : Pathogenèse de l’infection du à Coxiella burnetii (Delaloye et Greub, 2013). 

La fièvre Q chronique est caractérisée par une immunité à médiation cellulaire défectueuse, 

soulignant ainsi le rôle majeur de l'immunité à médiation cellulaire dans la protection contre 

C. burnetii. Le rôle de la réponse immunitaire humorale dans l'infection à C. burnetii n'a pas 

encore été complètement clarifié. Le paradigme immunologique actuel suggère que la réponse 

humorale est plus efficace dans l'infection bactérienne extracellulaire alors que la réponse 

immunitaire protectrice contre les pathogènes intracellulaires se produit par l'immunité à 

médiation cellulaire. Une étude de Humphres et Hinrichs (1981) a montré que le traitement 

des souris athymiques avec des sérums immuns contre C. burnetii n’avait aucun effet sur la 

réplication de la bactérie dans la rate, ce qui suggère que seule l’immunité à médiation 

cellulaire joue un rôle de contrôle de l'infection (Humphres and Hinrichs, 1981). Par ailleurs, 
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deux autres études ont démontré que les vaccins produisent des anticorps capables de fournir 

une protection complète chez des souris immunocompétentes lorsqu'elles étaient infectées par 

C. burnetii (Ghigo et al., 2012; Shannon et al., 2009). Plusieurs études ont analysé la capacité 

des anticorps anti- C. burnetii opsonisants de réduire la survie de la bactérie dans les cellules 

mononucléées. Ces études suggèrent bien que les anticorps soient capables d’augmenter la 

capacité des phagocytes à se lier au C. burnetii opsonisée. Cependant, ils n’ont pas affecté 

leur capacité à contrôler la réplication de la bactérie (Zhang et al., 2012). De plus, Desnues et 

al. (2009) ont montré que les macrophages incubés avec C.burnetii opsonisée avec des 

anticorps IgG spécifiques, libéraient des quantités plus élevées d'IL10 et que l'opsonisation de 

C. burnetii augmentait la réplication bactérienne (Desnues et al., 2009). En résumé, il a été 

prouvé que des anticorps protégeaient des souris naïves de l’infection par C. burnetii, mais 

leur activité n’est efficace que si elle est soutenue par la réponse cellulaire (Zhang et al., 

2012). 

De grandes quantités d'anticorps sont produites chez l'homme et les animaux infectés dans les 

trois à quatre semaines suivant l'apparition de la maladie. Chez l'homme, la majorité des 

anticorps après la primo-infection sont dirigés contre les antigènes de phase II, tandis qu'une 

augmentation des niveaux d'anticorps dirigés contre les antigènes de phase I est liée à une 

infection chronique (Capo et Mege, 2012). Les antigènes dominants sont représentés par le 

LPS pour la phase I, et par les protéines de la membrane externe pour la phase II (Fournier et 

al., 1998). Par conséquent, les anticorps anti-phase I reconnaissent l’ensemble LPS-protéines, 

alors que les anticorps anti-phase II reconnaissent uniquement les protéines de la membrane 

externe. En phase I, les lymphocytes B produisent des anticorps II précoces, puis des 

anticorps I tardifs, spécifiques et protecteurs (Rousset et al., 2000). En phase II, les 

lymphocytes B produisent des anticorps II précoces mais peu protecteurs (Rousset et al., 

2000). En effet,  les anticorps de classe M réactifs à la phase II de C. burnetii apparaissent 

rapidement, atteignent des titres élevés en 14 jours et persistent pendant 10 à 12 semaines. 

Alors que ceux réagissant avec les antigènes de phase I présentent généralement un titre 

beaucoup plus bas au cours d’une infection aiguë (Maurin et Raoult, 1999). Les anticorps de 

classe G réagissant avec les antigènes de phase II atteignent des titres maximaux environ huit 

semaines après le début des symptômes, tandis que ceux réagissant avec les antigènes de 

phase I ne se développent que très lentement et restent à des titres inférieurs aux anticorps 

anti-antigènes de phase II, même après un an (Maurin et Raoult, 1999).  Dans le cas de la 

fièvre Q chronique, où les bactéries persistent, les titres d’IgG contre les antigènes de phases I 
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et II peuvent être élevés, et la présence d’anticorps IgA contre l’antigène de phase I est 

généralement, mais pas exclusivement, associée à une infection chronique (Angelakis et 

Raoult, 2010). 

Peu d'études sur la réponse immunitaire ont été menées chez l'animal et la grande majorité 

d'entre elles ont étudié uniquement la réponse immunitaire humorale chez les vaches laitières. 

Böttcher et al. (2011) ont observé dans un troupeau laitier infecté la présence de trois profils 

d'anticorps différents : négatif en phase I et positif en phase II, positif en phase I et négatif en 

phase II, positif en phase I et en phase II. La phase I négative et la phase II positive étaient les 

tendances prédominantes observées lors du premier prélèvement chez les vaches âgées de 

deux à trois ans, mais un an plus tard, il y aura une augmentation de la prévalence du profil 

positif de phase I et de phase II. Ce changement dans les schémas sérologiques pourrait 

démontrer une transition d'une infection aiguë à une infection chronique (Böttcher et al., 

2011). Un autre aspect mis en évidence dans cette étude est qu'environ 60 % des vaches âgées 

de plus de quatre ans sont restées séronégatives en dépit de l'excrétion intensive de C. burnetii 

dans le troupeau et de la séroconversion fréquente chez les vaches primipares. Ce phénomène 

a été expliqué en supposant qu’au moins certaines de ces vaches multipares aient développé 

une immunité cellulaire efficace avec des taux d’anticorps faibles ou indétectables (Böttcher 

et al., 2011). Un autre aspect anormal de réponse immunitaire humorale chez les bovins est la 

présence de vaches séronégatives, excrétant C. burnetii (Guatteo et al., 2007a; Rousset et al., 

2009 ; Bottcher et al., 2011). Guatteo et al. (2007a) ont constaté que l'excrétion était 

sporadique ou intermittente chez ces vaches, tandis que les vaches présentant un titre 

sérologique élevé sont des excrétrices permanentes de C. burnetii. Une explication possible de 

ce comportement est que ces vaches avaient construit une immunité cellulaire efficace contre 

C. burnetii, de sorte que l'excrétion de la bactérie n'est que sporadique. Certains auteurs 

(Böttcher et al., 2011; Nogareda et al., 2012) ont considéré la gestation comme un événement 

important dans la détermination de l'issue de l'infection par C. burnetii chez les vaches, car 

pendant la gestation, l'immunité passe à l'activité de la LTH2. Cette dernière dirige la réponse 

immunitaire vers une direction défavorable pour contrôler un pathogène intracellulaire 

comme C. burnetii, et l'immunodépression induite par l'IL-10 pourrait également activer C. 

burnetii chez les vaches infectées de façon latente pendant la gestation. L'hypothèse selon 

laquelle la gestation est un facteur déclencheur important chez les génisses non immunisées 

au moment de la première gestation (Böttcher et al., 2011). 
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4 Pathogénie et signes cliniques 

La pathogenèse de l’infection à Coxiella burnetii chez l’homme et les animaux n’est pas 

clairement comprise. C. burnetii se transmis généralement par voie aérienne, et les 

macrophages alvéolaires sont les premières cellules cibles à être infectées. Après l'entrée 

initiale, La bactérie se multiplie au niveau des ganglions lymphatiques régionaux et se 

développe une bactériémie transitoire qui persiste pendant cinq à sept jours (Fournier et al., 

2001). Toutefois, à la faveur d’une dissémination par les voies sanguine et lymphatique, 

différents organes peuvent être infectés à savoir : poumon, rate, foie, mais surtout utérus et les 

glandes mammaires (Masala et al., 2004). L’infection peut persister très longtemps dans les 

ganglions, la mamelle et l’utérus. Une réactivation bactérienne est possible lors de la 

gestation, mais selon les espèces, avec (femme, souris) ou sans (ruminants) avortements 

associés (Masala et al., 2004).   

Les symptômes de la fièvre Q sont polymorphes,  peu spécifiques, et généralement 

inapparents (Rousset, 2001). Chez l'homme, l’infection se manifeste par deux formes 

cliniques. Une forme aiguë résolue spontanément, caractérisée par des symptômes pseudo 

grippaux accompagnés d’une forte fièvre, une hépatite, une pneumonie, et rarement une 

méningo-encéphalite. Et une forme chronique, qui peut survenir des années après la primo-

infection et dont la manifestation principale est une endocardite à pronostic sévère (Raoult et 

al., 2005). 

La coxiellose est généralement enzootique dans les zones d’élevages de ruminants 

domestiques (Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005). Chez les ovins et les caprins, l’infection 

est caractérisée par des avortements en fin de gestation qui surviennent surtout chez les 

primipares sans signes cliniques antérieurs, une mortalité néonatale, des mises bas 

prématurées ou de la naissance des animaux chétifs (Rousset et al., 2002). Plus rarement, des 

pneumonies, des conjonctivites et des hépatites ont été observées. Chez les bovins, l’infection 

peut rester latente pendant plusieurs années (Rousset, 2001 ; Rousset et al., 2002 ).  Elle peut 

occasionnellement être associée à des avortements à partir du sixième mois de gestation, plus 

souvent semble-t-il à des métrites, des mammites, des rétentions placentaires, et de l’infertilité  

(To et al., 1998 ; Barlow et al., 2008 ; Porter et al., 2011 ; Muskens et al., 2011 ; López-Gatius 

et al., 2012 ; Agerholm, 2013). Les métrites qui peuvent malgré tout être chroniques, sont la 

plupart du temps aiguës, et surviennent aussi bien après une parturition et une délivrance 

normale qu’après un avortement et une rétention placentaire. Si la délivrance doit être 

effectuée manuellement, elle s’avère souvent délicate car les cotylédons sont nécrotiques. 
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(Rousset, 2001). Les veaux nés normalement de mère infectée présentent souvent dès le 

troisième jour des troubles généraux avec faiblesse, anorexie, dysenterie et déshydratation, 

puis parfois pneumonie et arthrite. En l’absence de traitement intensif, l’évolution vers la 

mort est rapide (Coche, 1981). 

Les lésions macroscopiques observées chez des ruminants naturellement infectés par 

C.burnetii sont rares. Généralement, il n’y a pas de lésions macroscopiques du fœtus, mais le 

placenta infecté présente un exsudat décoloré et un épaississement fibreux intercotylédonaire,  

avec infiltration de stroma chorionique par des cellules mononucléées et nécrose des 

trophoblastes chorioniques. Une association statistique significative a été revélée entre ces 

lésions observée en cas d'avortement bovin et la présence de C. burnetii mis en evidence par 

un test immunohistochimique (IHC) (Bildfell et al., 2000). Dans une autre étude de Hansen et 

al. (2011), l'examen microscopique de sections cotylédonaires de placenta infecté n'a montrée 

que peu de lésions. Les résultats suggèrent que les lésions du placenta bovin qui sont 

significativement associées à l’infection par C. burnetii sont rares. L'absence de lésions graves 

indique que le dysfonctionnement placentaire n'est pas une caractéristique de la coxiellose 

bovine, ce qui pourrait expliquer pourquoi il n’y pas une augmentation des taux de 

mortinatalité dans les troupeaux de bovins infectés par C. burnetii (Hansen et al., 2011). 

5 Epidémliologie  

5.1 Reservoir et espéces affectées 

Le réservoir est vaste mais n’est que relativement peu connu. Il comprend des mammifères 

domestiques (bovins, ovins, caprins, chevaux, chiens, chats et lapins),  sauvages (cervidés, 

renards et rongeurs), marins,  mais également des oiseaux domestiques (poules, dindes, oies et 

canards) ou sauvages (pigeons). C. burnetii ont également été isolée chez diverses espèces de 

tiques, puces, acariens, mouches et autres arthropodes ainsi que des amibes (Woldehiwet, 

2004 ; Raoult et al., 2005 ;  Million et al., 2009). Chaque zone géographique possède ses 

propres réservoirs, principaux et secondaires. Ainsi en Australie, un petit marsupial (Isoodon 

torosus) constitue le réservoir principal de la bactérie. Il reste asymptomatique, mais excrèteur 

de C. burnetii durant une longue période, ce qui permet la contamination des tiques qui 

l’infectent (Smith et Derrick, 1940). En Angleterre, ce sont les rats qui sont suspectés d’être le 

réservoir principal, à l’origine de la contamination des chats domestiques (Webster et al., 

1995). Bien que les petits rongeurs sauvages semblent constituer un réservoir important, les 

sources d'infection humaine les plus couramment identifiées sont les ruminants domestiques 

tels que les bovins, les caprins et les ovins (Rodolakis, 2006). Les chats et les chiens, se sont 
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également révélés être à l’origine d'épidémies en milieu urbain (Higgins et Marrie, 1990 

;Morita et al., 1994). Il est probable que la faune sauvage ne soit en cause que dans quelques 

cas sporadiques (Angelakis and Raoult, 2010).   

5.2 Répartition géographique et fréquence de l’infection 

La fièvre Q est une zoonose ubiquitaire dans le monde. Seule la Nouvelle-Zélande en est 

exempte jusqu’à présent (Woldehiwet, 2004). L'incidence réelle de l'infection chez l'homme 

et chez l'animal est sous-estimée dans plusieurs pays en raison de la prépondérance des cas 

asymptomatiques et du manque d'outils de diagnostic efficaces (EFSA, 2010). Plusieurs 

études sur la coxiellose chez les ruminants ont été publiées en Afrique (Klaasen et al., 2014), 

en Asie (Asadi et al., 2013), en Europe (Czaplicki et al., 2012), en Océanie (Cooper et al., 

2011), en Amérique du Nord (Hatchette et al., 2002) et en Amérique du Sud (De Ruiz, 1977) . 

La séroprévalence est souvent plus élevée chez les ruminants que chez l'homme et varie de 

1.1 % à 80 % chez les ovins (Lange et Klaus, 1992 ; Dorko et al., 2010), de 6.5 % à 65.8 % 

chez les caprins (Khalili et Sakhaee, 2009 ; Pape et al., 2009) et de 0.6 % à 46.6 % chez les 

bovins (Htwe et al., 1992 ; Banazis et al., 2010). 

5.3 Facteurs de risque  

Les facteurs de risque sont des éléments qui favorisent ou préviennent l’introduction ou le 

maintien de l’infection au sein d’un troupeau, et entre les sujets composant celui-ci (Turcotte, 

2015).  Les facteurs de risque sont liés soit à l’individu, soit au troupeau.  

À l’échelle individuelle, plusieurs études ont montré que la prévalence de l’infection à C. 

burnetii chez les bovins augmentait avec l’âge ou avec le nombre de parités. La prévalence est 

plus élevée chez les bovins mâles que les femelles (Mccaughey et al., 2010 ; Czaplicki et al., 

2012 ; Paul et al., 2014),  et chez les vaches laitières que chez les bovins de boucherie  

(Mccaughey et al., 2010; Ryan et al., 2011; Alvarez et al., 2012 ; Carbonero et al., 2015). 

Parmi les races de bovins laitiers, la prévalence serait plus élevée chez la Holstein 

(McCaughey et al., 2010, Paul et al., 2012). 

À l’échelle du troupeau, de nombreuses études chez les bovins montrent que la 

séroprévalence augmente avec la taille du troupeau (McCaughey et al., 2010, Böttcher  et  al., 

2011 , Alvarez et al., 2012 ; Paul et al., 2012 ; van Engelen et al., 2014). Des facteurs de 

gestion, tels que l’élevage en stabulation libre (Paul et al., 2012),  l’élevage mixte avec les 

ovins (Ryan et al.,  2011 ), l’achat de nouveaux animaux (van Schaik et al., 2002 ; Fèvre et 

al., 2006 ; van Engelen et al., 2014), le non isolement des animaux nouvellement introduit 
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(Paul et al., 2012), la présence de tiques (Cantas et al., 2011 ; van Engelen et al., 2014) et la 

non utilisation de désinfectants (van Engelen et al., 2014 ; Dabaja et al., 2019) peuvent 

également contribuer à la séroprévalence de la coxiellose chez bovins. 

5.4 Mode de transmission 

5.4.1 Voies d’excrétion 

Les ruminants domestiques sont considérés comme les principaux réservoirs de Coxiella 

burnetii (Alvarez et al., 2012). Un fois infectés, ils vont excréter la bactérie dans 

l’environnement  par le lait, l’urine, la selle, le mucus vaginal, le sperme et surtout dans le 

liquide amniotique et le placenta (Van den Brom et al., 2015). Cette excrétion est massive lors 

d’un avortement, importante pendant la mise-bas et intermittente durant la vie ultérieure de 

ces animaux (Van den Brom et al.,  2015). Le lait est la principale voie d’excrétion chez les 

chèvres et les vaches, alors que les brebis éliminent les bactéries le plus souvent dans les fèces 

et le mucus vaginal (Angelakis et Raoult,  2010). Les bactéries excrétées contaminent des 

objets tels que la laine, les vêtements, la paille, le fumier, etc., qui peuvent servir de vecteurs 

de transmission (Berri et al., 2000). C. burnetii est souvent excrétée chez un même animal par 

une seule voie. Par ailleurs, elle peut également être excrétée par deux voies, principalement 

les voies vaginale et fécale (Gardon et al., 2002). L’excrétion par trois voies simultanément 

est rare (Guatteo et al., 2012). La durée de l’excrétion est très variable d’une espèce à l’autre. 

La plus longue durée d'excrétion trouvée lors du suivi d'animaux infecté naturellement ou 

expérimentalement était: 

 28 jours dans le mucus vaginal (Guatteo et al., 2012) , 14 jours dans les fèces 

(EFSA, 2010), 13 mois dans le lait des vaches (Guatteo et al., 2012). 

 14 jours dans le mucus vaginal, 20 jours dans  les fèces  (EFSA, 2010), 52 jours 

dans le lait chez la chèvre (Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005). 

 75 jours dans le mucus vaginal (Astobiza et al., 2011), 149 jours les fèces (Astobiza 

et al., 2011), 109 jours dans le lait des brebis (Astobiza et al., 2011). 

La diversité des voies d’excrétion et la persistance de l’excrétion dans le temps expliquent la 

forte contamination de l’environnement et le maintien de l’infection dans un troupeau (EFSA, 

2010).  

5.4.2  Voies de contamination 

La contamination d’autres animaux ou humains survient principalement après l’inhalation de 

poussières et / ou d’aérosols produits à partir de déchets de mise bas ou d’avortements, des 

sécrétions génitales, des déjections et de lait contaminés et présents dans l’environnement 
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(Guatteo et al., 2006, 2007a ;  Rousset et al., 2009 ; Angelakis et Raoult, 2010; EFSA, 2010). 

Cette transmission aérogène est très efficace, car un très petit nombre de bactéries est suffisant 

pour causer une infection (Brooke et al., 2013). La période d’incubation semble dépendre de 

la dose inoculée, et elle très courte lors de l’inhalation d’une grande quantité d’aérosols 

contaminés (Gonder et al., 1979). La bactérie peut être transportée par le vent sur plusieurs 

kilomètres, si bien que des individus peuvent présenter la maladie sans qu’aucun contact 

direct avec un animal infecté (Delaloye et Greub, 2013;  Nusinovici et al., 2015). Les 

conditions et les pratiques d’élevage influent directement sur la transmission aérienne de la 

bactérie. L’épandage de fumiers ou la manipulation de machines agricoles dans les bâtiments 

d’élevages favorisent sa dissémination dans l’environnement. 

La contamination par voie orale peut être possible, suite au léchage ou à l’ingestion de litière, 

d’aliments et de pâturage souillés par des produits de parturition ou d’avortement chez les 

ruminants domestiques (Boarbi et al., 2016 ; Rousset, 2001 ;Woldehiwet, 2004). Elle peut être 

effectuée lors de la consommation de déchets de mise-bas par les carnivores et les oiseaux 

(Rousset  et al., 2001) et l’ingestion de rongeurs infectés par les chats (Webster et al., 1995). 

En revanche, cette voie alimentaire via des produits laitiers reste encore controversée chez 

l’homme car la dose infectieuse requise est assez méconnue (Rousset et al., 2009). En effet, 

C. burnetii peut rester viable dans les fromages à pâte dure, fabriqués  à partir de lait non 

pasteurisé (Barandika et al., 2019).  D’autres études montrent que l’ingestion de lait cru 

contaminé n’entraîne qu’une séroconversion mais pas de forme clinique de la maladie  

(Rousset et al., 2009 ; EFSA, 2010). Une étude japonaise a mis en évidence la présence de C. 

burnetii dans des œufs du commerce, qui se sont avérées infectieuses après inoculation à la 

souris (Tatsumi et al., 2006). En plus, des études expérimentales récentes confirment la voie 

orale comme mode de transmission de C. burnetii chez la souris (Miller et al., 2020)  et le 

cochon d'inde (Jodełko et al., 2019). Un rapport de l’autorité européenne de sécurité des 

aliments (EFSA) publié en 2010 a conclu à l’absence de risque sérieux de transmission de la 

fièvre Q par voie alimentaire. Cependant, cette voie suscite certaines précautions tel que la 

pasteurisation du lait pour protéger les consommateurs (EFSA, 2010 ; Pexara et al., 2018).  

Les tiques peuvent constituer un vecteur potentiel et un réservoir naturel de C. burnetii 

(Spyridaki et al., 2002) et plus de 40 espèces de tiques différentes ont été trouvées 

naturellement infectées dans le monde (Maurin et Raoult 1999 ; EFSA, 2010). Les tiques 

s’infectent par C. burnetii lors de la prise d’un repas sanguin sur un animal infecté.  Ces 

bactéries se multiplient ensuite dans les cellules de la partie moyenne de leurs intestins, et 
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excrétée dans leurs salives et leurs fèces (Porter et al., 2011; Kumsa et al., 2015; Ndeereh et 

al., 2017).  C. burnetii se transmet par les tiques aux autres animaux au cours d'un autre repas 

sanguin ou par propagation aérogène de leurs excréments fécaux séchées (Sprong et al., 2012 

;Ogo et al., 2013). De plus, les tiques transmettent l'agent pathogène non seulement 

horizontalement, Mais, aussi verticalement, c'est-à-dire de manière transstadiale et 

transovarienne  aux générations suivantes (Altay Çapin et al., 2013 ; Eldin et al., 2017). Ce 

qui permet la maintenance de C. burnetii dans l'environnement (Spyridaki et al., 2002 ; Dorko 

et al., 2012; Kumsa et al., 2015). En général, les tiques sont responsables de la transmission 

de l'infection à C. burnetii par la faune sauvage et occasionnellement aux ruminants 

domestiques (EFSA, 2010; Porter et al., 2011; Jourdain et al., 2015).  Chez l’homme, cette 

transmission a été démontrée expérimentalement (Koka et al., 2018 ; Duron, 2015a). 

Cependant, l’infections humaine suite à une morsure de tique n'est pas bien documentée et ne 

peut se produire que rarement dans la nature (Pacheco et al., 2012), alors qu’elle se produit 

lors de l'inhalation de matières fécales contaminées provenant de tiques infectés (Hellenbrand 

et al., 2001). 

La transmission vénérienne a été évoquée chez les ruminants domestiques (Piñero et al., 

2014), et les coxielles ont été isolées dans le sperme de taureaux infectés (Rousset et al., 

2001). Mais elle serait probablement d’importance mineure par rapport à la voie aérienne. 

Chez l’homme, un rapport de cas fait également état d’une transmission sexuelle (Milazzo et 

al., 2002). 

 La transmission verticale de la mère-fœtus serait également possible chez ruminants (Piñero 

et al., 2014). Néanmoins, celle-ci demeure difficile à mettre en évidence puisque les 

nouveau-nés pourraient rapidement s’infecter par la mère infectée (Arricau-Bouvery et 

Rodolakis, 2005). 

De rares cas sporadiques de transmission interhumaine de la fièvre Q ont été observés lors de 

l'autopsie, à la suite d'un contact avec une femme enceinte, de transfusion ou de don d’organe 

(Boarbi et al., 2016 ; Yohannes et Mekonen, 2018). 

5.5 Cycle épidémiologique de la fièvre Q  

Il existe deux cycles différents de transmission de Coxiella burnetii : l’un sauvage, associant 

des animaux sauvages différents, assurant le maintien de C. burnetii dans la nature et l’autre, 

domestique, impliquant les animaux domestiques qui serait à l’origine de la contamination 

humaine, l’homme constituant un hôte accidentel (Gardon et al., 2002  ; Reusken et al., 2011). 
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Les tiques seraient des vecteurs communs aux deux cycles jouant un rôle important dans le  

maintien et la liaison entre ces dernières (Pluta et al., 2010 ;Thompson et al., 2012) (figure 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Cycle épidémiologique de la fièvre Q (Centre national de référence Rickettsies, 

Marseille). 

6 Diagnostic  

Le diagnostic de la fièvre Q basé sur des symptômes cliniques ou des examens post mortem 

est presque impossible en raison de l’absence de symptômes ou de lésions spécifiques causés 

par la maladie. Par conséquent, le diagnostic de laboratoire est le seul moyen fiable de 

confirmer la présence de Coxiella burnetii chez les animaux domestiques ou sauvages. 

Plusieurs tests ont été décrits pour le diagnostic de C. burnetii chez les animaux, comprenant 

à la fois une identification directe de l'agent pathogène et des tests sérologiques (OIE, 2018). 

6.1  Diagnostic direct 

Il repose sur l’isolement de la bactérie, ou la mise en évidence des antigènes de C. burnetii, ou 

de l’ADN bactérien. Pour le diagnostic de laboratoire dans le contexte d'avortements ou de 

mortalité néonatale répétés au niveau des troupeau, il convient de prélever des échantillons de 
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tissu fœtal, de placenta et d’écoulements vaginaux le plus rapidement possible, et plus 

précisément, dans la semaine qui suit la parturition ou l'avortement afin de limiter le nombre 

de résultats faussement négatifs car le niveau d'excrétion bactérienne diminue fortement après 

cette période (Sidi-Boumedine et al., 2010). Le lait de la citerne, le lait individuel ou le 

colostrum, des échantillons vaginaux et fécaux peuvent être prélevés pour enquêter sur 

l'excrétion bactérienne, mais ils ne sont pas fiables pour détecter les troupeaux affectés 

cliniquement (Sidi‐Boumedine et al., 2017). Pour un maximum de succès, tous les 

échantillons destinés aux examens de laboratoire doivent être transportés au froid et conservés 

à moins 80° C (Woldhiwet, 2004). 

C. burnetii peut être détectée directement chez les ruminants par microscopie,  culture 

bactériologique, immunohistochimie (IHC) et réaction d’amplification en chaîne par 

polymérase (PCR). 

6.1.1 Coloration  

La coloration peut être réalisée à partir d’un frottis ou des calques de placenta, plus 

précisément sur les cotylédons, des organes de l’avorton et  des prélèvements vaginaux. Elle 

peut être de coloration de Machiavello, de Stamp, Ziehl-Neelsen modifiée, de Gimenez, 

Giemsa ou Koster modifiée (Giménez, 1965 ; Angelakis et Raoult, 2010 ; OIE, 2018). La 

présence de grandes masses de coccobacilles de couleur rouge indique un fort diagnostic 

présomptif de C. burnetii (figure 5). Ces méthodes de diagnostic sont rapides et faciles à 

exécuter, cependant peu sensibles et non spécifiques en raison d'une confusion possible avec 

d'autres agents pathogènes tels que Brucella spp. ou Chlamydia spp. (Berri et al., 2009 ; 

EFSA, 2010). Il est donc conseillé de compléter ces méthodes par d’autres techniques de 

confirmation telles que la PCR.  

 

 

 

 

 

Figure 5 : Coloration de la Coxiella burnetii (Yohannes et Mekonen, 2018). 
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6.1.2 Culture bactériologique 

L'isolement de C. burnetii peut être effectué par l'inoculation des prélèvements sur des 

cultures de cellules conventionnelles et sur des œufs de poule embryonnés. Cet isolement est 

possible lorsque l'examen microscopique indique un grand nombre de C. burnetii et un faible 

niveau de contamination. Avec des échantillons fortement contaminés, tels que les placentas, 

les écoulements vaginaux, les matières fécales ou le lait, la mise en évidence de C. 

burnetii nécessite l’inoculation d’un broyat de tissus à des animaux de laboratoire (souris ou 

cobayes) par voie intra péritonéale (EFSA, 2010). C. burnetii est classé comme un agent 

biologique de niveau 3, pour cette raison, toutes les méthodes impliquant la manipulation et la 

réplication de bactéries vivantes doivent être effectuées dans un laboratoire de confinement de 

niveau 3 (Gillespie et Hawkey, 2006). Toutefois, ce type d’installation n’est disponible que 

dans quelques laboratoires, de sorte que l’isolement n’est généralement pas adopté dans les 

diagnostics de routine (Berri et al., 2000). Bien que cette technique d’isolement est longue, 

fastidieuse, et dangereuse pour le manipulateur (Rousset et al., 2000), elle donne un résultat 

irréfutable de l’infection, et présente l’intérêt de permettre de suivre une souche responsable 

d’une épidémie, de comparer les caractéristiques des souches isolées chez les animaux, 

l’homme, et les arthropodes présents dans un même secteur géographique (Rousset et 

al., 2000), de collecter des souches bactériennes et de tester leur sensibilité aux 

antibiotiques (Cabassi et al., 2006). 

6.1.3 Immunohistochimie (IHC) 

L’immunohistochimie détecte spécifiquement la présence de C. burnetii au moyen de 

réactions antigène-anticorps spécifiques. L'immunohistochimie est réalisée dans des tissus 

inclus dans la paraffine ou des frottis fixés à l'acétone (Raoult et al., 2005). Il s’agit d’une 

analyse d’immunofluorescence ou d’immunoperoxydase directe utilisant des anticorps 

polyclonaux dirigés contre C. burnetii, soit un antisérum bien caractérisé d'origine humaine 

ou un antisérum spécifique produit chez des lapins ou cobayes (Raoult et al., 1994). Un 

conjugué anti-IgG (humain, lapin ou cochon d'inde) associé à un enzyme de type peroxydase, 

ou un fluorochrome est ensuite utilisé pour visualiser les bactéries (EFSA, 2010). L'IHC est 

un test privilégié pour étayer le diagnostic d'avortement en médecine vétérinaire, car il permet 

d'identifier définitivement C. burnetii dans les tissus infectés, tels que les lésions placentaires 

(Anderson et al., 2013). Cependant, elle est coûteuse,  laborieuse et peu sensible pour détecter 

l'antigène dans des organes autres que le placenta (Sánchez et al., 2006), et leur anticorps 

spécifiques ne sont pas disponibles dans la commerce (OIE, 2018).  
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6.1.4 Réaction d’amplification en chaîne par polymérase (PCR) 

Actuellement, la PCR est la technique la plus appropriée pour détecter C. burnetii dans tout 

échantillon biologique et environnemental (Berri et al., 2000). En effet, la PCR est rapide à 

mettre en œuvre, très sensible,  très spécifique et réalisable à partir de n’importe quel type de 

prélèvement (Berri et al., 2000; Nicollet et Valognes, 2007). Plusieurs types de  PCR ont été 

développés pour détecter l'ADN de C. burnetii a savoir  PCR classiques (Stein et Raoult, 

1993; Edingloh et al., 1999), PCR nichées (Willems et al., 1993 ; Zhang et al., 1998), ou PCR 

en temps réel avec la chimie LightCycler (Fournier et Raoult, 2003; Boulos et al., 2004), 

SYBR Green (Brennan and Samuel, 2003) ou TaqMan (Harris et al., 2000). Le 

développement de la technologie de PCR en temps réel a récemment permis de quantifier C. 

burnetii dans des échantillons à l'aide d'une échelle logarithmique (Pfaffl, 2001). Bien que le 

seuil pour la PCR quantitative en temps réel (qPCR) ne soit pas officiellement approuvé au 

niveau international, un groupe d'experts français a suggéré que l'avortement chez les 

ruminants était causé par C. burnetii lorsqu'au moins 10
4
 bactéries par gramme de placenta ou 

d’écouvillon vaginal sont détectés (Rousset et al., 2012). Le même groupe a estimé qu'un 

résultat positif dans les tissus ou le contenu de l'estomac de fœtus avortés par qPCR est 

suffisant pour diagnostiquer la fièvre Q comme étant à l'origine de l'avortement. Pour les 

échantillons groupés, le seuil proposé est de 10
3
 bactéries par pool. Ces seuils sont indicatifs 

et peuvent être révisés, en particulier si de nouvelles informations scientifiques sont 

disponibles (SidiBoumedine et al., 2010).  

 Les séquences les plus communément ciblées pour la détection de l’ADN de C. burnetii sont 

soit des séquences plasmidiques codantes pour des protéines du choc thermique (QpH1 ou 

QpRS) (Fournier et Raoult, 2003), soit des gènes monocopies telles que l'ARNr 16s (Willems 

et al., 1994), Icd codante pour l’isocitrate déshydrogénase (Van Nguyen and Hirai, 1999), 

CbMip codante pour la protéine amplificatrice d’infectivité du macrophage (Zhang et al., 

1998), SODB codante pour la superoxydase dismutase (Stein and Raoult, 1992), et Com1 

codante pour une protéine externe de membrane (Lockhart et al., 2011; Marushchak et al., 

2019), soit un gène multicopie correspondant à la séquence d’insertion IS1111 et ses variantes 

(IS1111a) ( Berri et al., 2000 ; Hoover et al., 1992). En raison du nombre de copies multiples 

de l'élément IS1111, la PCR correspondante est la plus sensible. Cependant, l’utilisation de ce 

gène par la PCR en temps réel pour quantifier C. burnetii n’est pas possible, car  le nombre 

d'éléments IS1111 n'est pas connu et pouvait varier de 7 à 110 copies en fonction des isolats 

(Klee et al., 2006).   
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La sensibilité de la méthode PCR pour la détection de C. burnetii diminue  lors de  la 

congélation des échantillons laitiers et de mucus vaginal (Guatteo et al., 2007a). Une 

différence significative de la sensibilité de la PCR en fonction de la méthode utilisée pour la 

préparation des échantillons laitiers a été observée (Muramatsu et al., 1996). En plus,  les 

échantillons fécaux peuvent contenir des substances capables d’inhiber l’amplification des 

acides nucléiques (Wilde et al., 1990 ; Monteiro et al., 1997). Les niveaux de spécificité de 

différents laboratoires pour la détection de l'ADN de C. burnetii dans différents échantillons  

et de différents protocoles sont comparables (EFSA, 2010). Les limites du diagnostic 

moléculaire sont dues aux différentes voies d'excrétion et à l'intermittence de l'excrétion de 

cet agent pathogène  (Rodolakis et al., 2007; Guatteo et al., 2007b ; Rousset et al., 2009). Par 

conséquent, le diagnostic basé sur la PCR au niveau individuel est actuellement un processus 

coûteux, nécessitant de nombreux tests sur différentes matrices à différentes périodes.  

Par ailleurs, plusieurs fabricants ont aujourd’hui développé des kits PCR multiplex ciblant 

plusieurs agents pathogènes (C. burnetii, Neospora caninum, Chlamydia spp. entre autres). 

Ces outils simplifient les procédures lors du diagnostic différentiel d’avortement chez les 

ruminants et réduisent les coûts (Tramuta et al., 2011).  

6.2 Diagnostic indirect 

Les méthodes de diagnostic indirect ont pour but de révéler une infection passée par la 

détection d’une réponse immunitaire spécifique à un agent pathogène donné (Turcotte, 2015).  

Les outils sérologiques utilisés pour détecter les anticorps spécifiques à C. burnetii sont la  

Fixation du complément (TFC), Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) et 

Immunofluorescence indirecte (IFI) (Herremans et al., 2013). Les tests ELISA et TFC sont 

largement utilisés chez les animaux, tandis que l'IFI est principalement utilisée en médecine 

humaine. Les antigènes cibles sont les deux formes antigéniques majeures de C. burnetii : la 

phase I obtenue à partir de rates après inoculation d'animaux de laboratoire, et la phase II 

obtenues par passages répétés dans des œufs embryonnés ou dans des cultures cellulaires 

(OIE, 2018). Les tests sérologiques conviennent au dépistage des troupeaux, mais leur 

interprétation au niveau individuel peut être difficile. En effet, les animaux peuvent rester 

séropositifs pendant plusieurs années après une infection aiguë, certains animaux peuvent 

excréter  C. burnetii et présenter un risque d'infection avant le développement d'anticorps, 

alors que d’autres animaux infectés ne semblent pas se séroconvertir (EFSA, 2010).  
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En outres, le test cutané et le test de détection d' IFN-γ  ont récemment été développés  pour 

détecter l'immunité à médiation cellulaire aux antigènes de C. burnetii chez homme (Isken et 

al., 2013 ; Kersh et al., 2013a). 

6.2.1 Fixation du complément 

Le TFC était considéré comme le test de référence pour des raisons historiques (Roest et al., 

2011). il s’agit d’une microméthode de fixation à froid, non spécifique d’espèce, très 

spécifique, mais peu sensible (Natale et al., 2012 ; Emery et al., 2014). Ce faible niveau de 

sensibilité est probablement expliqué par le fait que le TFC ne détecte pas les anticorps anti-

C. burnetii de phase I et les anticorps présents dans les sérums contenant des substances anti-

compléments (Rousset et al., 2000). En plus, chez les ruminants, les principaux anticorps 

fixant le complément sont les IgG1 (Micusan et Borduas, 1977 ; Schmeer, 1985), et la 

présence d’anticorps IgG2 peut interférer avec la fixation du complément par les anticorps 

IgG1 (Schmeer, 1985). Cependant, une étude récente a montré que le TFC présente chez les 

bovins une meilleure corrélation avec le statut excréteur de l’animal que les résultats du test 

ELISA (Natale et al., 2012).  Le TFC ne peut pas mettre en évidence les stades précoces de 

l'infection car les anticorps fixant le complément (IgG1) n'apparaissent pas chez les individus 

exposés récemment à l'infection (Peter et al., 1985). Par conséquent, des échantillons de phase 

convalescente et aiguë sont nécessaires pour diagnostiquer l'infection avec précision. 

6.2.2 Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) 

La technique ELISA est aujourd’hui la méthode de diagnostic indirect la plus sensible et la 

plus spécifique (Horigan et al., 2011 ; OIE, 2018). Cette méthode est entièrement automatisée, 

facile à réaliser et à standardiser,  permettant d’analyser rapidement et simultanément un 

grand nombre d'échantillons à faible coût (Sidi-Boumedine et al., 2010). En plus, elle est 

fiable pour la mise en évidence des anticorps anti-C. burnetii chez diverses espèces animales 

(Ezatkhah et al., 2015), et la plus adaptée à l’évaluation des taux d’infection des troupeaux 

(OIE, 2015). Toutes ces caractéristiques font du test ELISA la méthode de choix pour le 

diagnostic vétérinaire et les enquêtes épidémiologiques appliquées sur les animaux 

(Rodolakis, 2009). 

 Les tests ELISA commerciaux disponibles à des fins de diagnostic vétérinaire détectent les 

anticorps totaux à partir des échantillons de lait (individuel ou de réservoir), de plasma ou de 

sérum et ne différencient pas les anticorps anti-phase I et anti-phase II (OIE, 2015). Les 

antigènes présentés dans le test ELISA du commerce ont deux origines possibles soit les 
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antigènes de la souche américaine Nine Mile de C. burnetii isolée d’une tique, ou les 

antigènes d’une souche provenant de ruminants domestiques européens infectés (Boarbi et al., 

2016). 

6.2.3 Test d’Immunofluorescence indirecte 

L’IFI est un test spécifique à l’espèce, non automatisé, subjectif et non praticable à grande 

échelle. C’est la raison pour laquelle il n’est pas souvent utilisé pour le diagnostic de 

l’infection à C. burnetii chez l’animal. Il est fréquemment utilisé pour le diagnostic de 

l'infection humaine (Nielsen et al., 2013). Cette méthode présente une sensibilité supérieure à 

celle de la TFC mais comparable avec l’ELISA (Rousset et al., 2007). Elle permet de 

différencier les infections cliniques aiguës et chroniques chez l'homme, en se basant sur le 

ratio d'anticorps IgG de phase I et de phase II (Philip et al., 1966). Si le titre de la phase I est 

supérieur ou égal à la phase II, l'échantillon indique une infection chronique. Si le titre de la 

phase II est supérieur à la phase I, l'échantillon indique une infection aiguë. Aucun kit 

commercial d'IFI n’est utilisé dans les enquêtes vétérinaires et les kits destinés à l’homme 

peuvent être adaptés en remplaçant le conjugué humain par un conjugué adapté à l’espèce 

animale requise (OIE, 2018).  

6.3 Stratégies diagnostiques 

Chez les ruminants, les tests de diagnostic sont utilisés dans deux contextes distincts soit  le 

diagnostic des cas cliniques suspects de la coxiellose soit le dépistage de l’infection.  

Dans le premier cas, le diagnostic de fièvre Q doit être  réalisé par les tests de diagnostic 

direct notamment la PCR (Sidi-Boumedine et al., 2010). L’échantillonnage doit être effectué 

dans la semaine qui suit l’avortement ou la parturition (dans le cas de mortalité néonatale)  car  

le niveau d'excrétion des bactéries diminue par la suite (Arricau-Bouvery et al., 2003). De 

plus, il est utile de rechercher la présence d’autres agents à l’origine de l’avortement chez les 

ruminants, puisque C. burnetii serait fréquemment présente dans les échantillons même 

lorsqu’elle n’est pas la cause de l’avortement (Hazlett et al., 2013). Le diagnostic final 

reposera donc sur l’anamnèse, le diagnostic clinique, lésionnel et  ainsi que la PCR (Hazlett et 

al., 2013).  

Dans le cas du dépistage d’infection, les méthodes de diagnostic direct utilisées pour identifier  

les individus excréteurs de C. burnetii, suggérant une infection active, et/ou par les méthodes 

de diagnostic indirect utilisées pour identifier les individus séropositifs, peuvent refléter une 

infection active ou passive. En effet, chez les ruminants, de nombreuse études ont montré un 
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manque de corrélation entre le statut excrétoire et le statut sérologique (Hässig et Lubsen, 

1998 ; Berri et al., 2001; Guatteo et al., 2007b ; de Cremoux et al., 2012 ; Niemczuk et al., 

2014) car il existe des individus excréteurs séronégatifs (Guatteo et al., 2012), tout comme 

des individus séropositifs non-excréteurs (Berri et al., 2002 ; Guatteo et al., 2007b ; Guatteo et 

al., 2012). Considérant ces faits, il est suggéré que le dépistage d’infection par C. burnetii ne 

soit pas fait en fonction d’une seule méthode diagnostique, mais plutôt idéalement en 

combinant une méthode diagnostique directe à une méthode indirecte, afin d’augmenter la 

sensibilité des analyses (Fournier et al., 1998 ; Vardi et al., 2011). De plus, considérant que 

l’excrétion est intermittente, et n’est pas effectuée par toutes les voies possibles chez les 

ruminants, il est fortement recommandé de prélever plusieurs types d’échantillons à intervalle 

de temps  régulier à partir d’un même type de prélèvement, afin de maximiser les chances de 

détecter la bactérie, augmentant ici, encore une fois, la sensibilité des tests (Lorenz et al., 

1998). 

6.4 Génotypage  

Le génotypage des bactéries est un outil essentiel pour comprendre l'épidémiologie des 

maladies infectieuses. En ce qui concerne les zoonoses telles que la fièvre Q, il revêt une 

importance capitale, car il aide à trouver la source animale des infections humaines (Arricau-

Bouvery et al., 2006). Par conséquent, il contribuerait à réduire le nombre d’épidémies de 

fièvre Q (Arricau-Bouvery et al., 2006; Klaassen et al., 2009; Roest et al., 2011 ; Eldin et  al., 

2017). Les progrès de la technologie moléculaire et du séquençage ont conduit à la 

caractérisation moléculaire de génome complet de la bactérie. Le séquençage du génome 

entier est la méthode ultime pour effectuer des comparaisons directes entre les souches. 

Cependant, même avec un coût considérablement réduit de la technologie de séquençage, il 

n’est toujours pas pratique, ni financièrement viable pour de nombreux laboratoires 

d’effectuer de telles analyses. Cela a influencé le développement d'autres méthodes de typage 

pour la comparaison entre les souches de C. burnetii. Les méthodes de typage antérieures ont 

été effectuées à l'aide de polymorphisme de longueur de fragments de restriction (RFLP) 

(Vodkin et al., 1986), séparé par 'électrophorèse sur gel en champ pulsé (PFGE) (Jager et al., 

1998) ou par électrophorèse sur gel de sodium-dodécyl sulfate-Polyacrylamide (SDS-PAGE) 

(Hendrix et al., 1991), amplification aléatoire d’ADN polymorphe (RAPD) (Rustscheff et al., 

2000), séquençage de gènes com1 (Zhang et al., 1998), mucZ (Sekeyová et al., 1999),  Icd 

(Van Nguyen and Hirai, 1999) et rpoB (Mollet et al., 1998). Mais, elles comportent des 

problèmes de reproductibilité inter- et intra-laboratoire et donnent des résultats limités 
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(Boarbi et al., 2014). La disponibilité de séquences génomiques complètes a entraîné une 

nouvelle émergence de méthodes du génotypage tel que l’analyse de répétition en tandem 

polymorphe (MLVA) (Svraka et al., 2006 ; Arricau-Bouvery et al., 2006), le séquençage de 

multiples régions intergéniques (MST) (Glazunova et al., 2005), le polymorphisme d’un seul 

nucléotide (SNP) (Huijsmans et al., 2011), le micro-array ADN (Beare et al., 2006) et le 

typage par différenciation PCR de la transposon d’IS1111(Denison et al., 2007). Ces 

dernières méthodes présentent un fort pouvoir discriminant, pouvant être utilisées directement 

sur des échantillons cliniques sans culture préalable. Cependant, aucune méthode n’est 

reconnue au niveau international comme méthode de référence (Sidi-Boumedine et Rousset, 

2011). 

6.4.1 Analyse de répétition en tandem polymorphe (MLVA)  

Le génotypage par MLVA (Multiple-Locus Variable number tandem repeat Analysis) repose 

sur l’amplification par PCR de plusieurs séquences d’ADN répétées en tandem, polymorphes, 

de longueurs variables et connues (VNTRs = Variable Number of Tandem Repeat), et 

dispersée dans de nombreux endroits différents dans le génome bactérien (loci ou marqueurs 

mini-satellites ou microsatélite, noté ms), à l’aide d’amorces spécifiques des régions 

flanquantes. La détermination de la taille des amplicons par électrophorèse permet ensuite 

d’évaluer le nombre de répétitions à un locus donné. Le résultat du typage est un code 

numérique incluant le nombre de répétition à chaque locus. Par exemple pour un code 

numérique de 5-3-7-4, comme représenté à la figure 6 A,  le premier chiffre se rapporte au 

nombre de répétitions du premier motif séquentiel d’ADN au premier locus analysé, le 

deuxième chiffre se rapporte au nombre de répétitions du deuxième motif séquentiel d’ADN 

au deuxième locus analysé, etc. (figure 6) (ArricauBouvery et al., 2006; Svraka et al., 2006). 

 A.                                                                                                                   Souche A : 5-3-7-4 

  B.                                                                                                                  Souche B : 3-5-9-2 

 Souche A              Souche B  

                             

 

 

                                                                                                                                                                                  

 

Figure 6 :  Exemple de variation du nombre de répétitions en tandem VNTR dans plusieurs 

loci de deux souches différentes (Sobral et al., 2012). 

Locus 1 Locus 2 Locus 3 Locus 4 
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La méthode MLVA développée par Arricau-Bouvery et al. (2006) comprend dix-sept 

marqueurs ms qui pourraient être analysés dans deux panels distincts. Le premier panel de dix 

marqueurs était plus adaptable pour l'analyse en utilisant des techniques de détection 

conventionnelles par électrophorèse sur gel, car les séquences répétées avaient une longueur 

de 9 à 126 pb. Le second panel contenant sept marqueurs, avait des unités répétées beaucoup 

plus petites de 6 à 7 pb de longueur et devait être utilisé à l'aide de techniques de 

dimensionnement automatisées plus sophistiquées telles que l'électrophorèse capillaire 

(Arricau-Bouvery et al., 2006). Cette méthode a permis l’identification de 36 génotypes 

différents à partir de 42 isolats de C. burnetii.  Un troisième panel a été mis en place lors de 

l'épidémie de fièvre Q aux Pays-Bas, impliquant 6 marqueurs (Klaassen et al., 2009). En 

outre, une base de données a été créé sur le site Web, soient disponibles gratuitement, 

facilitant la comparaison entre les souches (http: // minis atellites.u-psud.fr/). 

La méthode MLVA présente l’avantage d’être très discriminante (Boarbi et al., 2016) et 

moins laborieuse (Koh et al., 2012; Svraka et al., 2006) par rapport à d'autres techniques telles 

que le Multispacer Sequence Typing (MST), et reproductible (Astobiza et al., 2012 ; Sulyok 

et al., 2014). De plus, l’automatisation de la méthode MLVA permet d’obtenir des résultats 

rapides et à moindre coût.  

6.4.2 Multispacer Sequence Typing (MST)  

Multispacer Sequence Typing (MST) est une méthode de typage basée sur la PCR pour 

analyser des régions intergéniques très variables situées entre deux cadres de lecture ouverts 

(ORF). Ces régions non codants  (spacer ou espaceur) sont utilisées pour le typage car elles ne 

sont pas soumises à une pression sélective pour coder des protéines fonctionnelles, comme le 

sont des gènes codants (Glazunova et al., 2005). Cette méthode a été appliquée pour la 

première fois en 2005 sur C. burnetii ciblant 10 espaces intergéniques, et a permis de séparer 

173 isolats de C. burnetii en 30 génotypes (Glazunova et al., 2005). Il s’agit d’une méthode 

fiable, reproductible et possède un pouvoir discriminatoire élevé (Glazunova et al., 2005 ; 

Sulyok et al., 2014). Comme pour le MLVA, Les résultats sont analysés à l'aide d’un outil 

électronique sur Internet permettant des comparaisons avec d'autres souches disposées dans 

une base de données centrale (http://ifr48.timone.univ-mrs.fr).   

http://ifr48.timone.univ-mrs.fr/
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6.4.3 Polymorphisme d'un seul nucléotide (PSN) (single-nucleotide 

polymorphism)  

Le génotypage par Single-Nucleotid Polymoprphism (SNP) se repose sur la détection des 

variations (polymorphismes) d’une seule base nucléotidique dans les séquences des génomes 

des souches testées. Cette méthode utilise un panel de dix SNP, sept situés dans des gènes 

monocopies et trois situés dans un gène multicopie (IS1111). Un total de 9 génotypes SNP ont 

pu être distingués parmi 28 souches de C. burnetii représentant 14 génotypes de MLVA 

(Huijsmans et al., 2011). La méthode SNP présente l'avantage d'être réalisable avec des 

échantillons faiblement concentrés en C. burnetii (Huijsmans et al., 2011), d’avoir un délai 

d'exécution court (environ 2 h à compter du moment de l'extraction de l'ADN jusqu'au 

résultat), d’être effectué dans n'importe quelle machine de PCR en temps réel, ne nécessitant 

pas d'équipement de séquençage coûteux, sensibles, faciles à exécuter et non ambigüe quant à 

l’interprétation des résultats (Huijsmans et al., 2011). 

6.4.4  Micro-array ADN  

Le génotypage par micro-array ADN se base sur l’hybridation du génome à leurs gènes 

complémentaires de la souche Nine Mile I de référence fixés préalablement sur une puce 

(Boarbi et al., 2016). Ainsi, 24 isolats ont pu être attribués à sept groupes différents (Beare et 

al., 2006).  

6.4.5  Typage par différenciation PCR de la transposase codé sur 

l’IS1111 

Le typage par amplification et séquençage de la transposase de l’IS1111 a permis la classification 

de 14 isolats de C. burnetii en sept groupes distincts (Denison et al., 2007).   

6.4.6  Détermination de la méthode de typage la plus discriminante pour 

Coxiella burnetii 

La méthode de choix pour le génotypage dépend de son pouvoir discriminatoire. Une valeur 

numérique est attribuée à chaque méthode à l’aide d’une formule d’index de Simpson 

modifiée décrite par Hunter et Gaston (Hunter et Gaston, 1988). Cet index de discrimination 

de HunterŔGaston (HGDI) est basé sur la probabilité que deux souches qui n’ont aucune 

parenté et prélevées à partir d’une même population soient classées dans des groupes 

génotypiques distincts (Hunter and Gaston, 1988 ; Boarbi et al., 2016). La méthode ayant un 

index HGDI très élevé est considérée comme la plus discriminante (tableau 1). Les 

principales méthodes de génotypage publiées sont illustrées dans le tableau 1.  
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Tableau 1 : Aperçu des principales techniques de génotypage publiées (Boarbi et al., 2016). 

Méthodes de  génotypage principe Index 

HDGI 

Nombre 

d’isolats 

testés 

Nombres 

de groupes 

références 

 Séquençage du gène com1 Analyse des différences dans la séquence du gène encodant 

Com1 

ND 21 4 Zhang et al., 1998 

Séquençage du gène rpoB Analyse des différences dans la séquence encodant RpoB ND ND ND Mollet et al., 1998 

Séquençage des gènes 

com1 et mucZ 

Analyse des différences dans la séquence Com1 et MucZ 

 

ND 27 Com1 : 4 

MucZ : 5 

Sekeyova et al., 1999 

 

Séquençage du gène Icd Analyse des différences dans la séquence encodant l’Icd ND 19 3 Van Nguyen et Hirai, 1999 

RAPD Comparaison de la taille des produits d’amplification d’ADN 

polymorphe 

0,9  ND ND Rustscheff et al., 2000 

MST 

 

Variation de séquences dans de courtes régions intergéniques 

du génome 

0,93  173  30 Glazunova et al., 2005 

MLVA Détermination par PCR du nombre de répétitions en tandem de 

motifs séquentiels d’ADN répétés 

0,99  42 36 Svraka et al., 2006; 

Arricau-Bouvery et al., 

2006 

Micro-array ADN  Comparaison de génomes complets 0.71 24 7 Beare et al., 2006 

Typage par différenciation PCR 

de la transposase codé sur 

l’IS1111 

Amplification et séquençage de la transposase de l’IS1111 0,73  14 7 Denison et al., 2007 

SNP Variation d’un seul nucléotide a` une position précise du 

génome 

0.74 28 9 Huijsmans et al., 2011 

Nota : HGDI, index de diversité de Hunter et Gaston (Hunter and Gaston 1988); ND, non disponible; RAPD, amplification aléatoire d’ADN polymorphe; MST, 

séquençage de multiples régions intergéniques; MLVA, analyses de plusieurs loci VNTR, répétition en tandem polymorphe; micro-array ADN, génotypage par puce 

a` ADN; PCR, réaction en chaîne de la polymérase; SNP, polymorphisme d’un seul nucléotide.
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7     Prophylaxie 

La prophylaxie de la coxiellose a pour objectifs de lutter contre la maladie animale en 

réduisant ses conséquences sur le plan clinique et économique, et de lutter contre le risque 

zoonotique de la fièvre Q en réduisant les contaminations humaines. La prophylaxie peut être 

de deux ordres : sanitaire ou médical.  

7.1 Prophylaxie sanitaire 

Toutes les mesures sanitaires ne sont pas spécifiques à la fièvre Q et l'efficacité de chacune 

d'elles pour réduire la transmission de Coxiella burnetii entre animaux et troupeaux reste 

inconnue. En effet, la prophylaxie sanitaire se base sur des mesures offensives dans les 

élevages infectés, ou défensives dans les élevages indemnes. 

7.1.1 Mesures défensives : 

 Eviter l’introduction d’animaux de statut sanitaire inconnu (Poncelet, 1993). 

 Pratiquer  la mise en quarantaine et l’analyse sérologique et moléculaire de la fièvre Q 

sur tout animal nouvellement introduit (Poncelet, 1993 ; Rousset et al., 2001). 

 Utiliser des locaux spécifiques pour la mise bas (Rousset et al., 2001) 

 Utiliser des antiparasitaires externes pour lutter contre les tiques (Coche, 1981 ; 

Rousset et al., 2000). 

 Désinfecter les bâtiments d’élevages régulièrement (Rousset et al., 2001). 

 Eviter  le contact avec d’autres élevages (Rousset et al., 2001). 

 Limiter le contact de l’élevage avec d’autres espèces animales considérés comme 

réservoir  (Rousset et al., 2001). 

7.1.2 Mesures offensives : 

L’objectif principal des mesures offensives est de limiter la dissémination de C. burnetii dans 

l’environnement.  

 Réformer des animaux malades qui semblent être excréteurs de la bactérie (Debin, 

2007).  

 Isoler les femelles qui viennent de mettre bas dans un box spécifique sans induire 

d'aérosols, loin des autres animaux (Rodolakis, 2009 ; EFSA, 2010; OIE, 2018).  

 Détruire les placentas et les avortons par incinération (Rodolakis, 2009 ; EFSA, 2010 ; 

OIE, 2018).  

 Eviter l’épandage des fumiers et lisiers pendant les jours venteux,  près des habitations 

et des élevages, dans les mois qui suivent l’épidémie. (Lorthios, 1998 ; Debin, 2007). 
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 Traiter thermiquement ou chimiquement les fumiers et les lisiers (Lorthios, 1998 ; 

Arricau-Bouvery et al., 2001 ; Debin, 2007 ; Rodolakis, 2009). 

Finalement, les mesures de prophylaxie sanitaire ne sont pas très efficaces car C.burnetii 

diffuse par voie aérienne, est fortement résistante à la dessiccation et possède un nombre 

important de réservoirs. Par ailleurs, à l’heure actuelle la maitrise de l’infection fait 

majoritairement appel à des mesures d’ordre médical. 

7.2 Prophylaxie médicale 

7.2.1 Vaccination  

La vaccination avec un vaccin efficace peut réellement contrôler la maladie chez les 

ruminants (EFSA, 2010). L’efficacité de la vaccination par un vaccin en  phase I (COXEVAC 

™) et un en  phase II (CHLAMYVAX FQ ™) a été comparée chez des chèvres gestantes 

infectées expérimentalement avec une dose suffisante de C. burnetii pour provoquer un 

avortement ou une naissance prématurée chez 85 % des chèvres du groupe témoin (Arricau- 

Bouvery et al., 2005). Le vaccin en phase I a empêché l'avortement et réduit considérablement 

l'excrétion de C. burnetii dans le lait, le mucus vaginal et les matières fécales. En revanche, le 

vaccin en phase II n'a montré aucune différence par rapport au groupe témoin. Par 

conséquent, le vaccin de phase I a le potentiel de réduire le risque de dissémination de la 

maladie aux troupeaux proches non infectés (Rodolakis, 2009). L'efficacité du vaccin phase I 

a également été étudiée chez des vaches naturellement infectées (Guatteo et al., 2008). Si les 

vaches initialement non infectées avaient été vaccinées pendant la période où elles ne sont pas 

gestantes, elles avaient cinq fois moins de chances de devenir un excréteur que les vaches 

recevant un placebo. Par contre si les vaches avaient été vaccinées pendant la gestation, elles 

avaient la même probabilité de devenir excréteur que les vaches recevant le placebo. Les 

auteurs ont émis l’hypothèse que la gestation avait un effet néfaste sur la réponse 

immunitaire.  Le vaccin de phase I induit une réponse immunitaire humorale et cellulaire 

significative contre les phases I et II de la bactérie. Alors que le vaccin de phase II induit une 

réponse cellulaire dirigée contre les phases I et II de la bactérie, et une réponse humorale 

dirigée uniquement contre la phase II.  

La vaccination des animaux a été mise en œuvre lors de l’épidémie de 2009 en France et de 

celle qui a duré  de 2007 à 2010 aux Pays-Bas (de Bruin et al., 2012). La vaccination des 

troupeaux infectés a permis de prévenir l'apparition de signes cliniques et de réduire 

considérablement les pertes zootechniques dues à la fièvre Q (Guatteo et al., 2008; EFSA, 
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2010; Guatteo et al., 2012). Cependant, la vaccination préventive (vaccination avant 

l’infection) est beaucoup plus efficace que la vaccination contre les épidémies (infection avant 

la vaccination) (EFSA, 2010 ; Selim et Elhaig, 2016). Les inconvénients majeurs du vaccin 

sont son processus de production compliqué, le besoin de travailler en laboratoire de 

biosécurité de niveau 3 et l’incapacité de distinguer les animaux vaccinés des animaux 

infectés, ainsi que la durée de protection vaccinale qui n’est pas encore complètement 

investiguée à ce jour (Boarbi et al., 2016). 

Aujourd’hui, aucun vaccin n’empêche totalement l’excrétion. Le recours à la vaccination 

permet uniquement de diminuer les conséquences économiques de la maladie et de limiter 

la transmission de l’agent au sein de l’élevage. La vaccination d’un troupeau doit donc être 

associée à d’autres mesures de prophylaxie sanitaire adaptées. 

7.2.2 Antibiothérapie 

Chez les ruminants, l’utilisation d’antibiotiques a pendant un temps été préconisée afin de 

réduire le nombre d’avortements ainsi que l’excrétion bactérienne par les femelles 

infectées par la fièvre Q  (Arricau-Bouvery et Rodolakis, 2005). Les antibiotiques les plus 

couramment utilisés sont les tétracyclines, et plus particulièrement l’oxytétracycline  

en raison de sa diffusion intracellulaire (Taurel et al., 2014). Cependant, leur efficacité est 

aujourd’hui controversée. En effet,  il a été montré que l’injection d’oxytétracycline ne 

permettait pas de réduire le nombre d’avortements ni les charges bactériennes excrétées dans 

les principales voies d’excrétion connues chez les ovins (Astobiza et al., 2013) et les caprins 

(Blain, 2006). Chez les bovins, une antibiothérapie est fréquemment appliquée en routine, soit 

au tarissement pour prévenir un avortement tardif, soit au vêlage pour éviter le pic de 

l'excrétion. L'utilisation de tétracyclines durant la période de tarissement a permis de réduire 

l'excrétion bactérienne au moment du vêlage chez les vaches laitières (Taurel et al., 2012) 

mais n’a pas permis  de la diminuer à l’échelle du troupeau lorsque la charge bactérienne est 

mesurée dans le lait de tank (Taurel et al., 2014). Le protocole le plus utilisé consiste en deux 

injections d'oxytétracycline (20 mg / kg) au cours du dernier mois de gestation (Arricau-

Bovery et Rodolakis, 2005). Sur la base des connaissances actuelle, le traitement antibiotique 

chez les ruminants domestiques n'a pas été jugé efficace pour réduire de manière substantielle 

le niveau ou la durée de l'excrétion des bactéries (EFSA, 2010). Cependant,  le 

développement possible d’une antibiorésistance à la doxycycline a été évoquée chez les 

ruminants (Rolain et al., 2005).  
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Chapitre I : Enquête  épidémiologique  sur la coxiellose chez les vaches de la région de 

Sétif au Nord-Est Algérien 

1 Introduction 

La fièvre Q chez l'homme ou la coxiellose chez l'animal est une zoonose de distribution 

mondiale à l'exception de la Nouvelle-Zélande, dont l’agent causal est une bactérie 

intracellulaire nommée Coxiella burnetii. Elle est capable d’infecter un grand nombre d'hôtes, 

y compris les mammifères, les oiseaux, les reptiles et les arthropodes (Parker et al., 2006). 

Cependant, les ruminants domestiques sont considérés comme les principaux réservoirs pour 

l’infection humaine (Maurin et Raoult, 1999). 

Sur le plan clinique, l'infection est généralement asymptomatique chez les ruminants. 

Cependant, elle se manifeste par des troubles de la reproduction, l’avortement, la 

mortinatalité, la naissance prématurée et la naissance de nouveau-né faible chez les petits 

ruminants et par l’infertilité, la métrite, la mammite et occasionnellement des cas 

d’avortement chez les bovins (Agerholm, 2013; Porter et al., 2011). En effet, C. burnetii serait 

responsable de 1 à 3 % des avortements bovins (Woldehiwet et al., 2004). 

Plusieurs enquêtes épidémiologiques ont été menées dans de nombreux pays pour évaluer la 

prévalence de C. burnetii chez les bovins. Celle-ci s’étend de 0 % à 100 % au niveau animal 

et de 4.4 % à 100 % au niveau du troupeau (Guatteo et al., 2011). En Algérie, Peu d’études 

sérologiques sur la coxiellose bovine ont été menées dans différentes régions algériennes, 

ciblant un petit nombre de vaches et adoptant différentes stratégies d'échantillonnage 

(Dechicha et al., 2010; Abdelhadi et al., 2015; Agag et al., 2017; Derdour et al., 2017 ; 

Djellata et al., 2019). Actuellement, aucune enquête épidémiologique n'a ciblé la région de 

Sétif en Algérie. Cependant, Lacheheb et Raoult (2009) ont montré une séroprévalence 

considérable chez les habitants humains de Sétif (15.5 %), avec une séroprévalence 

significativement plus élevée chez ceux vivants dans les zones rurales (20 %). 

Plusieurs études ont montré que le risque d'infection par C. burnetii chez les bovins varie avec 

les caractéristiques individuelles des animaux telles que l'âge, la parité, la race, le niveau de 

production laitière, le stade de lactation et la saison (Turcotte, 2015). Les facteurs liés au 

troupeau, tels que la taille du troupeau, le type de l’exploitation et la pratique du pâturage, 

peuvent aussi jouer un rôle de facteurs favorisants (Turcotte, 2015). D’où la nécessité 

d’identifier les facteurs de risque favorisants la transmission de la fièvre Q dans nos élevages 

bovins. 
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2 Objectifs de l’étude  

Dans ce contexte les objectifs de notre travail sont les suivants : 

 Déterminer la séroprévalence de C. burnetii au niveau individuel et au sein du 

troupeau dans la wilaya de Sétif. 

 Identifier les facteurs de risque potentiellement associés à l’infection par C. burnetii 

chez les vaches dans la région étudiée.   

 Estimer la prévalence de C. burnetii chez les vaches ayant des antécédents 

d’avortement et/ou de mortalité néonatale et/ou d’infertilité durant l’année précédente.  

 Evaluer l’association entre l’infection des vaches par C. burnetii et la présence des 

antécédents d’avortement et/ou de mortalité néonatale et/ou d’infertilité durant l’année 

précédente.  

3 Matériel et méthodes 

3.1 Description de la région d’étude 

3.1.1 Situation géographique 

La wilaya de Sétif se situe dans les hautes plaines du Nord-Est Algérien. Elle occupe une 

position centrale et constitue un carrefour entouré de 6 wilayas. Au Nord, elle est limitée par 

les wilayates de Bejaia et de Jijel, à l'Est par la wilaya de Mila, au Sud par les wilayates de 

Batna et M'sila et à l'Ouest par la wilaya de Bordj Bou-Arreridj (figure 7). Elle dispose d'une 

superficie totale de 6 549 km
2
, soit 0.27 % de la superficie nationale. Sétif se subdivise en 60 

communes, et s'étend entre les latitudes 35° 61′ et 36° 59′ Nord et entre les longitudes 4° 73′ 

et 6° 02 Est. 

Figure 7 : Localisation géographique de la wilaya de Sétif. 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Latitude
https://fr.wikipedia.org/wiki/Longitude
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3.1.2 Caractères Agropédoclimatiques 

3.1.2.1     Relief 

Sur le plan relief, la région de Sétif possède trois grandes zones (figure 8) : 

- Zone montagneuse : constituée de trois masses montagneuses :   

Les montagnes de la région Nord (Babor) s'étendant sur une centaine de kilomètres avec une 

altitude maximale de 2004 m. Les montagnes de Bibans dont l'extrémité orientale couvre le 

Nord-Ouest de la wilaya et les montagnes du Hodna qui s'étalent sur le Sud et le Sud-Ouest, 

où l'altitude atteint à Djebel Boutaleb l890 m. Cette zone occupe plus de 40% de la superficie 

de la wilaya. 

-  Zone des hautes plaines : c'est une immense étendue, occupant 50 % de la superficie totale 

de la wilaya, relativement plate dont l'altitude varie de 900 à 1200 m. En effet, malgré ce 

caractère plat, des mamelons montagneux sont rencontrés dans cette zone (Djebel Youcef et 

Braou). 

-  Zone de dépression Sud et Sud-Est : située dans le Sud et le Sud-Est de la wilaya, où 

l'altitude dépasse rarement les 900 m. Cette zone pratiquement plate couvre une superficie de 

10 % de l'espace de la wilaya et se caractérise par la présence des `chotts' ou dépression 

salées. 

 

Figure 8 : Relief de la wilaya de Sétif. 
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3.1.2.2     Climat 

La structure des reliefs a ses conséquences sur le climat de la région. Les montagnes de Babor 

à l’extrême Nord sont les plus arrosées recevant annuellement plus de 700 mm de 

précipitations. Cette formation montagneuse provoque le blocage des influences maritimes en 

réduisant ainsi le taux de précipitation qui se situe à 400 mm au Centre et à moins de 200 mm 

à l'extrême Sud. Ces précipitations sont caractérisées par l'irrégularité dans le temps et 

l'espace. Généralement, les étés sont chauds et secs et les hivers froids et rigoureux. La 

température dépasse souvent 40 °C en été et tombe en dessous de 0 °C en hiver. Il est à noter 

aussi que la région de Sétif est caractérisée par la longueur de la période de gelée qui peut 

aller jusqu'à 45 jours par an (novembre vers mai), et des vents de siroco pendant la saison 

estivale. 

3.1.3  Description du mode d’élevage bovin 

La wilaya de Sétif possède approximativement 161 952 têtes bovines dont 79 659 sont des 

vaches laitières (Direction des services agricoles de la wilaya de Sétif, 2015). L’espèce bovine 

est subdivisée en trois catégories : 

- Le BLM (bovin laitier moderne), composé principalement de races européennes notamment 

la Montbéliarde, la Holstein, la Fleckvieh et la Brune des Alpes. Il présente un effectif de 33 

% (DSAWS, 2015). 

- Le BLA (bovin laitier amélioré), constitué des populations issues de croisement anarchique 

entre les races importées et les races locales ainsi que les races importées entre elles-mêmes. 

Il présente un effectif de 47 % (DSAWS, 2015). 

- Le BLL (bovin laitier local), constitué de la race locale qui regroupe sous la dénomination « 

Brune de l’Atlas », 4 rameaux importants (la Guelmoise, la Cherfa, la Chélifienne et la 

Sétifienne). Il présente un effectif de 20 % (DSAWS, 2015). 

Le mode d’élevage est généralement de type semi-intensif. Les animaux sont nourris au foin, 

au son et à l’herbe pendant la saison de pâturage. Celle-ci va de mars à décembre avec des 

variations suivant les conditions climatiques. 

3.2 Conception de l’étude  

3.2.1 Étude épidémiologique de type transversale (cross-sectional study)   

Durant la période allant de mars 2016 à avril 2018, nous avons réalisé une enquête 

épidémiologique de type transversale (cross-sectional study) pour déterminer la 

séroprévalence et les facteurs de risque associés à la coxiellose chez les vaches dans la wilaya 
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de Sétif. Cette étude a ciblé un nombre important de vaches âgées de moins de 24 mois, 

sélectionnées par une méthode d'échantillonnage aléatoire simple auprès de la population 

bovine de la région de Sétif. 

 Tout d'abord, pour estimer le nombre d'animaux échantillonnés, nous avons utilisé la formule 

d'échantillonnage aléatoire simple recommandée par Thrusfield (Thrusfield, 2007) : 

   

Où N est la taille de l'échantillon, 1.96 est la valeur Z pour le niveau de confiance sélectionné 

(95 %), P est la prévalence individuelle de la maladie et L est la précision absolue souhaitée. 

Une taille d'échantillon minimale de 600 animaux a été obtenue en utilisant une prévalence 

individuelle attendue de 50 % (puisqu'il n'y avait aucune étude précédente dans cette zone), 

une précision absolue de 4 % et un niveau de confiance de 95 %. Cependant, au total 678 

animaux ont été inclus dans cette étude pour augmenter la précision. 

Deuxièmement, pour déterminer le nombre minimal de vaches à sélectionner dans chaque 

troupeau laitier, nous avons adopté la formule décrite par Thrusfield (Thrusfield, 2007): 

  

Où «n» est la taille de l'échantillon, «p» est la probabilité de détection au moins une vache 

séropositive, «N» est la taille du troupeau et «d» est le nombre de vaches séropositives dans le 

troupeau. La probabilité de détecter au moins une vache séropositive dans un troupeau a été 

déterminée à 95 % et le nombre de vaches séropositives dans chaque troupeau «d» a été 

calculé en supposant une prévalence intra-troupeau de 25 % (Carbonero et al., 2015; Guatteo 

et al., 2011). À cette fin, une taille d'échantillon minimale de 11 animaux par troupeau a été 

déterminée. Dans les fermes comptant jusqu'à 11 animaux, tous les animaux étaient inclus. 

Enfin, 90 troupeaux contenant 678 vaches localisées dans quarante-quatre communes de la 

wilaya de Sétif ont été sélectionnés au hasard (figure 8). Le nombre des animaux et les 

troupeaux prélevés dans chaque commune sont présentés dans le tableau 2. Les troupeaux et 

les animaux au sein de chaque troupeau ont été sélectionnés de manière aléatoire à l'aide de la 

fonction ALEA du Microsoft Excel® 2013. Dans le cas où le propriétaire du troupeau 

sélectionné a refusé de participer, nous avons recherché le troupeau le plus proche.  

 

 



Enquête  épidémiologique  sur la coxiellose chez les vaches de la région de Sétif 

40 
 

 

Figure 9 : Carte de la région de Sétif au Nord-Est de l'Algérie, illustrant les communes (zone 

grise) où des échantillons de sang ont été prélevés pour la détection de l'infection à Coxiella 

burnetii chez les vaches. 
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Tableau 2 : Distribution de vaches prélevées par troupeau et par commune. 

Communes No. de troupeaux 

échantillonnés 

No. de  vaches 

prélevées 

1-Beni Ouartilene 1 5 

2-Ain Legradj 1 5 

3-Draa Kebila 1 4 

4-Bousselam 1 6 

5-Maouklane 1 4 

6-Bougaa 2 10 

7-Ain Roua 2 17 

8-Ain Abessa 5 46 

9-Tizi N'bechar 1 7 

10-Babor 2 15 

11-Serdj EL Ghoul 2 12 

12-Beni Aziz 1 6 

13-Amoucha 2 17 

14-Ain El Kebira 3 20 

15-Dehamcha 1 4 

16-Ouled Addouane 2 14 

17-Djemila 2 18 

18-El Ouricia 3 24 

19-Beni Fouda 4 29 

20-Tachouda 3 29 

21-Ain Arnat 4 31 

22-Setif 2 18 

23-Ouled Sabor 2 12 

24-Guelta Zargua 2 15 

25-Bellaa 2 15 

26-El Eulma 4 28 

27-Mezloug 4 33 

28-Guedjel  2 19 

29-Bazer Sakhra 4 34 

30-Bir Arch 2 15 

31-El Ouldja 1 9 

32-Ksar El Abtal 1 8 

33-Guellal 2 17 

34-Bir Haddada 1 5 

35-Ain Lahdjar 2 19 

36-Tella 3 21 

37-Hammam Sokhna 3 26 

38-Taya 2 10 
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Tableau 2 (suite) : Distribution de vaches prélevées par troupeau et par commune. 

Communes No. de troupeaux 

échantillonnés 

No. de vaches 

prélevées 

39-Ain Oulmene 1 7 

40-Rosfa 1 6 

41-Salah Bey 1 7 

42-Ain Azel 1 6 

43-Beida Bordj 2 15 

44-Hamma 1 10 

 total 90 678 

3.2.2 Étude épidémiologique de type cas-témoin (case-control study)  

Dans la présente enquête, nous avons ciblé toutes les exploitations ayant des antécédents 

d’avortement (n=14) et / ou de mortalité néonatale (n=6) et / ou d’infertilité (n=16) durant 

l’année passée, soit 26  au total. Des échantillons de sang total provenant de 186 vaches ont 

été analysés par des outils moléculaires pour rechercher la présence de C. burnetii. Le but est 

de comparer la prévalence de la coxiellose chez les vaches présentant des troubles décrit ci-

dessus (cas) et chez celles n’ayant pas connu ce genre de problème (témoin). 

3.3 Échantillonnage 

Des échantillons de sang ont été prélevés à partir de la veine coccygienne dans des tubes secs 

(sans anticoagulants) et EDTA (avec anticoagulants), à l'aide d'aiguilles jetables, puis 

transportés sous froid jusqu'au laboratoire. Chaque tube a été identifié par un code portant 

l’abréviation de la commune, le numéro sérique de l’exploitation et le numéro sérique de 

l’animal prélevé. Les sérums ont été séparés par centrifugation des tubes secs à 1000 x g 

pendant 10 min, puis, conservés dans des tubes Eppendorf au congélateur à – 20 °C. Tandis 

que les tubes d'EDTA ont été congelés directement à -20 ° C. Le matériel nécessaire à la 

procédure d’échantillonnage est décrit en annexe 1. 

3.4 Questionnaire épidémiologique 

Un questionnaire bien structuré mettant l'accent sur les facteurs de risque potentiellement 

associés à l'infection par C. burnetii a été remis aux propriétaires d'exploitations le jour du 

prélèvement. Le questionnaire est divisé en deux parties: 

la première partie concerne les caractéristiques de l'exploitation et la gestion du troupeau 

comme le mode d’élevage (intensif ou semi-intensif), la taille du troupeau (≤11 de vaches ou 

> de 11 vaches), le type de production (laitière ou mixte), l’utilisation de désinfectants (oui ou 
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non), le contact avec d'autres troupeaux (oui ou non), la source d'eau (eau de puits ou eau du 

source naturelle ou eau du robinet), la présence de tiques (oui ou non), la présence de petits 

ruminants (oui ou non), la présence d'équidés (oui ou non), la présence de chiens (oui ou non), 

présence de chats (oui ou non), le type de reproduction (seulement l’insémination artificielle, 

ou seulement la monte  naturelle, ou les deux), l’utilisation de box de vêlage (oui ou non) et le 

mode de traite (mécanique ou manuelle). 

La seconde partie porte sur les caractéristiques individuelles et les troubles de la reproduction 

recueillis chez chaque vache, tels que la race (les races importées; Holstein, Montbéliarde et 

Fleckvieh…..ex, ou les races locales à dominance brune d’atlas, ou les races croisées entre 

races importées, et les races locales), l’âge en années ( > 2 - ≤5 ou> 5 - ≤8 ou> 8), l’origine de 

la vache (née dans la ferme ou achetée), les antécédents d'avortement au cours de l'année 

précédente (oui ou non), les antécédents de mortalité néonatale au cours de l'année précédente 

(oui ou non) et les antécédents d’infertilité au cours de l'année précédente (oui ou non). 

3.5 Analyse des échantillons 

Les analyses sérologiques et moléculaires ont été réalisées au niveau du laboratoire des 

zoonoses de l’Istituto Zooprofilattico Sperimentale Della Sardegna G. pegreffi, Sassari, Italie. 

Le matériel et les réactifs utilisés pour l’analyse sérologique et moléculaire sont présentés 

respectivement en annexe 2 et 3.  

3.5.1 Analyse sérologique 

La détection des anticorps dirigés contre les antigènes en phase I et en  phase II de C. burnetii 

dans chaque échantillon du sérum bovin a été réalisé par la technique ELISA indirecte à l’aide 

du kit commercial «ID Screen Q Fever Indirect Multi-species Kit» (ID.vet Innovative 

Diagnostics, Grabels, France) selon le protocole prescrit par le fabricant (annexe 04). Cette 

technique ELISA utilise des plaques de microtitrage à 96 puits qui ont été sensibilisées par 

des antigènes natifs isolés d'un placenta de vaches ayant avorté et purifiées à partir de cultures 

de C. burnetii phases I et II. Le rapport de validation interne du fabricant indique une 

spécificité de 100 % sur la base des résultats sérologiques négatifs obtenus sur 167 sérums 

bovins de cheptels bretons indemnes (aucun avortement n'a été enregistré pendant trois ans et 

aucun résultat positif n'a été obtenu, ni par ELISA ni par fixation du complément au cours des 

trois dernières années) et une sensibilité de 100 % basée sur des résultats sérologiques positifs 

sur 52 sérums de vaches ayant avorté et séropositives par fixation du complément ou positif 

par PCR sur placenta. 
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Les anticorps spécifiques de C. burentii éventuellement présents dans les échantillons du 

sérum se lient à l’antigène. Après lavage, un conjugué anti-multi-espèces marqué à la 

péroxydase est ajouté pour se fixer sur les anticorps préalablement fixés sur les microcupules. 

Le conjugué non fixé est éliminé par lavage avant addition d’un substrat chromogène (TMB). 

L’apparition d’une coloration est la conséquence de l’oxydation du substrat par la peroxydase 

du conjugué. En présence d'anticorps, une coloration bleue apparaît et devient jaune après 

l'ajout de la solution d'arrêt. L'intensité de la coloration de chaque puits est proportionnelle 

aux taux d’anticorps anti-C. burentii présents dans l’échantillon dilué. Après arrêt de la 

réaction, la lecture des résultats (densité optique) est réalisée par un lecteur de plaques ELISA 

(BioTEK MQX200 UQuant, Winooski, 132 Vermont, USA) à 450 nm en monochromatisme. 

Cet instrument est couplé à un ordinateur piloté par le logiciel GEN 5
TM

 version 2.00 

(BioTEK, Winooski, 132 Vermont, USA). Ce dernier  assure l’acquisition de données brutes 

à partir de lecteur de plaques ELISA, leur traitement et leur exportation rapide vers un 

document Excel
TM

. Les sérums de contrôle positif anti-C burentii sont fournis avec le kit.  

Le ratio échantillon/positif (E/P %) a été calculé selon la formule suivante : 

E/P % = [(DO échantillon- DO contrôle négatif) / (DO contrôle positif - DO contrôle négatif)] 

×100. 

Un échantillon était considéré négatif lorsque le ratio échantillon/positif E/P% ≤40 %, 

douteux lorsque 40 % <E/P % ≤50 %, et positif lorsque E/P %>50 %. Les résultats douteux 

ont été considérés comme négatifs dans cette étude. Pour plus de détail concernant le mode 

opératoire et l’interprétation des résultats du kit ELISA utilisé, voir l’annexe  4.  

3.5.2 Analyse moléculaire  

Cent quatre-vingt-six (n=186) échantillons de sang total provenant de 26 exploitations 

bovines ayant des troubles de la reproduction (antécédents d’avortement, mortalité néonatale 

et  infertilité) ont été analysés par des outils moléculaires pour détecter la présence de C. 

burnetii chez les vaches laitières de la présente région.  

3.5.2.1     Extraction d’ADN du sang  

L’ADN génomique a été extrait du sang à l’aide du kit commercial DNeasy Blood and Tissue 

Kit (Qiagen, Hilden, Allemagne), conformément aux recommandations du fabricant.  
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3.5.2.1.1  Príncipe de kit DNeasy Blood and Tissue (Qiagen, Allemagne) 

Ce kit permet l'extraction des acides nucléiques grâce à une membrane de silice à l'intérieur 

de mini colonnes de centrifugation. La matrice en silice est capable de fixer sélectivement 

l’ADN en condition de force ionique élevée, c’est-à-dire en pH ≤ 7 (éthanol) et en présence de 

sels chaotropiques qui assure la dénaturation des molécules d'acides nucléiques. Les 

protéines, les lipides et les polysaccharides présents dans la préparation passent à travers  la 

membrane. Les impuretés sont éliminées par des lavages et les ADN sont élués dans une 

solution en force ionique faible c’est-à-dire en pH ≥ 7 (Tampan AE).  Cette méthode est 

rapide et simple. Elle permet d’obtenir des ADN purs jusqu’à 30 – 50 kb.  

 L'extraction d'ADN avec le DNeasy Blood and Tissue consiste de 4 étapes (figure 10). 

1-Lyse: le sang est lysé sous conditions dénaturantes à température élevée et en présence de 

protéinase K et de tampon de lyse (AL). Cette étape permet de casser le matériel cellulaire et 

de libérer ainsi le génome bactérien. 

2- Fixation: l'ADN de l'échantillon lysé est fixé sur la membrane de silice dans la colonne en 

présence de l’éthanol et le reste du lysat passe à travers la membrane de la colonne par 

centrifugation.  

3-Lavage: la membrane de silice est lavée par les Tampons AW1 et AW2 pour éliminer tout 

ce qui a pu rester accrocher à la colonne mais qui n’est pas du matériel génétique. 

4-Élution: l'ADN fixé sur la membrane est élué avec un petit volume de Tampon AE pour 

obtenir le matériel génétique. 

                

        Lyse                 Fixation          Lavage          Élution              Extrait d’ADN  

Figure 10 : Les étapes de l’extraction d’ADN. 

3.5.2.1.2 Mode opératoire 

3.5.2.1.2.1 Préparation 

-Préparation des échantillons à extraire (numérotation). Pour chaque lot de 23 échantillons, 

ajouter un "contrôle d'extraction (N° 24).  

-Marquer les tubes, colonnes ou autres récipients à identifier. 
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-Nettoyer et décontaminer le cabinet d'extraction par irradiation avec la lumière UV pendant 

30 min.  

-Nettoyer la paillasse avec une solution hypochlorite à 2 %.  

-Équilibrer le Tampon AE à température ambiante.  

-Vérifier si le Tampon AL ne contient pas de précipitation. Si nécessaire, dissoudre les 

précipitations en chauffant le tampon à 56 °c pendant 5 min jusqu'à ce que les précipités 

soient complètement dissous. Garder à température ambiante pendant 1 an. 

-Les tampons AW1 et AW2 sont fournis sous forme concentrés. Avant la première utilisation, 

ajouter une quantité appropriée d’éthanol (96-100 %) comme indiquée sur le flacon pour 

obtenir une solution de travail. 

-Mélanger le tampon AW1 avant utilisation en inversant plusieurs fois. 

-Ajuster la température du premier bain-marie ou bloc chauffant à 56 °C et du deuxième à 70 

°C. 

3.5.2.1.2.2 Extraction  

1-Pipeter 20 μl de protéinase K dans des tubes Eppendorf  2 ml, ajouter 100 μl de sang total et 

compléter avec Phosphate-Buffered Saline (PBS) pour atteindre un volume total de 220 μl. 

2-Ajouter 200 μl de tampon de lyse AL (sans éthanol ajouté) puis bien mélanger le tout en 

vortexant et incuber à 56 °C pendant 10 min. 

3-Ajouter 200 μl d'éthanol (96-100 %) aux échantillons puis bien mélanger le tout en 

vortexant. 

4-Pipeter le mélange obtenu à l'étape 3 dans une colonne DNeasy Mini spin placé sur un 

tube de collection de 2 ml fourni par Qiagen. Centrifuger à 6000 x g (8000 T/min) pendant 

1 min. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

5-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AWl et centrifuger à ~ 6000 x g (8000 T/min) pendant 1 

min. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

6-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AW2 et centrifuger à 20000 x g (14000 T/min) pendant 3 

min pour sécher la membrane. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

7-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un tube 1.5 ml propre (non fourni par Qiagen), et 

pipeter 200 μl de Tampon AE directement sur la DNeasy membrane. Incuber à la température 

ambiante pendant 1 min, et centrifuger 1 min à ~ 6000 x g (8000 T/min). 

-Recommandation : répéter l’étape 7 pour un maximum de production d’ADN. 
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3.5.2.1.2.3 Conservation 

Les ADN extraits dans des tubes 1.5 ml sont conservés dans des congélateurs à - 20°C jusqu’à 

leur utilisation.  

3.5.2.1.2.4 Déchets et nettoyage 

-Déposer tout le matériel à usage unique dans un conteneur pour déchets contaminés. 

-Nettoyer la paillasse avec une solution d’hypochlorite à 2 %.  

-Décontaminer le cabinet d'extraction par irradiation UV pendant 30 min. 

3.5.2.2     Réaction en chaine par polymérase (PCR) 

Cette méthode permet de générer des dizaines de milliards d’exemplaires d’un fragment 

d’ADN particulier à partir d’un extrait d’ADN (ADN matriciel). L'extrait d’ADN a été 

examiné pour rechercher la présence de C. burnetii par PCR classique qui a ciblé un fragment 

du gène correspondant à l’élément d’insertion IS1111, d’une taille de 154 paires de bases 

(pb), en utilisant une couple d'amorces IS1111F (forward) 5′-

CAAGAAACGTATCGCTGTGGC-3' et IS1111R (reverse) 5′-

CACAGAGAGCCACCGTATGAGA-3' (Rolain et al., 2005; Mediannikov et al., 2010; 

Subramanian et al., 2012).  

3.5.2.2.1  Préparation du mélange réactionnel 

Le volume final du mélange réactionnel de PCR est préparé par 24 réactions. La composition 

de ce mélange est détaillée dans le tableau 3 

Tableau 3 : Composition de mélange réactionnel de PCR. 

Réactifs Volume par réaction de 20 µL Volume par 24 réactions  

Eau Ultra Pure sans DNase et 

RNase (eau distillée stérile) 

5.5 µL 132 µL 

Master Mix Quantitech 

(Qiagen, Hilden, Allemagne) 

12.5 µL 300 µL 

Amorce sens (Forward) 1 µL 24 µL 

Amorce anti-sens (Reverse) 1 µl 24 µL 

Total  20 µl 480 µL 

Le mix est distribué à raison de 20 µl pour chaque tube PCR, auquel est rajouté 5 µl d’ADN 

de chaque échantillon en mélangeant ainsi par pipetage successif, pour obtenir un volume 

total de 25 µl par tube. 

Pour chaque analyse de 24 échantillons, nous avons inclus un témoin positif (5 μl d’extrait 

d’ADN issue de placentas d’une brebis infectée plus 20 µl de mix) et un témoin négatif (5 µL 

d’eau distillée stérile plus 20 µl de mix). 
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3.5.2.2.2 Protocole de la PCR 

Les tubes PCR sont placés dans un thermocycleur automatique (SimpliAmpTM Applied 

Biosystems de Thermo Fisher Scientific, Life Technologies, Singapour) qui est lancé selon le 

programme de PCR suivant: un cycle de pré-dénaturation à 95 °C pendant 15 min, suivi par 

40 cycles de l’amplification de l’ADN d’intérêt comprenant chacun 1 min de dénaturation à 

94 °C, 30 s d’Hybridation des amorces à 62 °C et 1 min de polymérisation à 72 °C, et un 

dernier cycle de post-polymérisation à 72 °C pendant 5 min.  

3.5.2.2.3 Electrophorèse sur gel d’agarose 

Les produits de PCR ont été séparés par électrophorèse sur un gel d'agarose à 1,5 % dans une 

cuve à électrophorèse contenant SYBR Safe DNA (Thermo Fisher™ Applied Biosystems™ 

Waltham, MA, USA), puis visualisés sous un transilluminateur à ultraviolet, et photographiés.  

3.5.2.2.3.1 Préparation du tampon TAE 1X 

Le tampon TAE 1x est utilisé pour la préparation du gel d’agarose et le bain d’électrophorèse. 

Ainsi, un volume de 1000 ml du tampon TAE 1x a été préparé en rajoutant 900 ml d’eau 

distillée à 100 ml de tampon TAE 10x en solution (Thermo Fisher Scientific, Carlsbad, CA, 

USA).  

3.5.2.2.3.2 Préparation du gel d’agarose 

-Dans une fiole Erlenmeyer, mélanger 1.5 g de poudre d’agarose (BioReagent, for molecular 

biology, low EEO, Sigma-Aldrich Roche diagnostics GmbH Allemagne) en utilisant une 

balance de précision (OHAUS
®
)  avec 100 ml du tampon TAE (Tris, Acétate, EDTA) 1X. 

-Faire fondre le mélange au four à micro-ondes jusqu'à l’obtention d’un mélange parfaitement 

transparent. 

-Laisser refroidir.  

-Verser le gel préparé dans un verre gradué utilisé pour le coulage du gel contenant 4 μl de 

SYBR Safe DNA (Thermo Fisher™ Applied Biosystems™ Waltham, MA, USA) et mélanger 

bien. SYBR Safe DNA est une molécule qui s'intercale entre les bases de la molécule d'ADN. 

Lorsqu’elle est ajoutée au gel d'agarose et qui sous les rayons UV s'excite et fluoresce, ce qui 

va permettre de visualiser l'ADN dans le gel sous forme de bande.   

-Couler le gel dans le support du gel après avoir mis les peignes.  

-Laisser refroidir jusqu'à solidification de gel à température ambiante. 

 

https://www.google.com/search?rlz=1C1CHBD_frDZ845DZ845&q=Thermo+Fisher+Scientific&stick=H4sIAAAAAAAAAONgVuLSz9U3MCooMTBJW8QqEZKRWpSbr-CWWQxkKAQnZ6bmlWSmZSYDAIxnElopAAAA&sa=X&ved=2ahUKEwjUsOTb5o7jAhUl4YUKHaZRCacQmxMoATATegQIDBAL
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3.5.2.2.3.3 Electrophorèse des produits d’amplification 

-Retirer les peignes après solidification du gel. 

-Placer le gel dans la cuve d’électrophorèse. 

-Remplir la cuve d’électrophorèse avec le tampon TAE 1X (le gel doit être totalement 

émergé). 

-Déposer 4µl de DNA marqueur de poids moléculaire (DNA Molecular Weight Marker VIII, 

Sigma-Aldrich Roche diagnostics GmbH Allemagne) dans le premier puits. Ce marqueur a 

été utilisé pour détecter la présence ou l'absence des bandes spécifiques. Une bande a été dite 

spécifique lorsqu'elle apparaît au niveau de la taille attendue. 

-Prendre un morceau de Parafilm sur lequel est mélangé 8µl de chaque échantillon avec 2 µl 

de tampon de charge (Gel Loading Buffer for NA electrophoresis, Sigma-Aldrich Roche 

diagnostics GmbH Allemagne) qui assure le maintien du dépôt en immersion dans le puit et 

permet la visualisation de la migration. 

-Déposer le produit amplifié avec un témoin négatif et un témoin positif dans les puits. 

-Fermer le couvercle de la cuve et brancher la cuve au générateur à de manière à ce que les 

dépôts soient côté cathode (-). 

-Mettre l’alimentation sous tension à 120 Volt et régler la durée de migration à environ 40 

min. 

3.5.2.2.4 Révélation des bandes d’ADN aux rayons UV 

Le gel d’agarose est ensuite exposé sous rayons ultra-violet pour visualiser les bandes d’ADN 

à l’aide d’un transilluminateur à UV (UVITEC Cambridge, UK). La présence de la bande 

correspond au fragment amplifié a été comparé avec le marqueur de poids moléculaire et celui 

du témoin positif. Les gels sont photographiés grâce à un appareil photo connecté à un 

ordinateur et l’image est enregistré sou format  JPG. 

3.5.2.3    Purification des produits de PCR 

3.5.2.3.1 Principe de la purification des produits de PCR 

L’étape de purification est une étape importante avant de séquencer un échantillon. En effet, 

elle permet de nettoyer l’échantillon de tous les résidus des PCR précédentes (amorces, 

dNTP, etc…) susceptibles d’inhiber la réaction de séquençage. Le kit QIAquick Spin PCR 

purification (Qiagen, Hilden, Allemagne), a été utilisé en suivant les recommandations du 

fabricant. À l’instar du kit d’extraction d’ADN, ce kit de purification d’ADN utilise colonnes 

de centrifugation contenant des membranes en silice qui sont capable de fixer sélectivement 
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les ADN en présence de fortes concentrations en sels. Les impuretés sont éliminées par des 

lavages, et les ADN sont élués en présence de faibles concentrations en sels (figure 11).   

  

Figure 11 : Principe de purification de l’ADN. 

3.5.2.3.2 Mode opératoire du kit de purification des produits de PCR 

3.5.2.3.2.1 Préparation 

-Ajoutez de l'éthanol (96–100 %) au tampon de lavage PE avant utilisation.  

-Toutes les étapes de centrifugation sont effectuées à 17 900 x g (13 000 T/ min) dans une 

microcentrifugeuse de table classique à température ambiante.  

3.5.2.3.2.2 Purification 

-Ajouter 5 volumes de tampon PB à 1 volume de l'échantillon de PCR et mélanger.   

-Placez la colonne (QIAquick spin column) dans un tube de prélèvement fourni avec le kit de 

2 ml. 

-Pour lier l'ADN, appliquez l'échantillon sur la colonne et centrifugez pendant 30 à 60 s. 

-Jeter l'éluât. Placez la colonne dans le même tube.  

-Pour laver, ajouter 0.75 ml de tampon PE à la colonne et centrifuger pendant 30 à 60 s. 

-Jeter l'éluât et replacer la colonne dans le même tube. Centrifuger la colonne pendant 1 min 

supplémentaire.  

-Placez la colonne QIAquick dans un microtube propre de 1.5 ml.  

-Pour éluer l'ADN, ajouter 50 µl de tampon EB ou d'eau (pH 7.0–8.5) au centre de la 

membrane QIAquick et centrifuger la colonne pendant 1 min. Sinon, pour augmenter la 

concentration en ADN, ajoutez 30 µl tampon EB au centre de la membrane QIAquick, laissez 

la colonne pendant 1 min, puis centrifugez. 
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3.5.2.4    Séquençage 

Le séquençage a pour but de confirmer les résultats positifs du PCR.  

3.5.2.5    Principe du séquençage  

Le recopiage d’un brin matrice par une ADN polymérase dépendante d’ADN est initiée par la 

fixation d’un oligonucléotide spécifique (amorce), complémentaire du brin matrice. Cette 

ADN polymérase va permettre l’élongation d’un nouveau brin complémentaire du brin 

matrice dans le sens 5’- 3’. L’ADN polymérase permet l’incorporation de nucléotides (dNTP: 

déoxynucléotides) libres présents dans le milieu réactionnel par la formation d’un pont 

phosphodiester entre le 3’OH de la chaîne et le 5’ phosphate du dNTP suivant. La réaction de 

Sanger repose sur l’incorporation aléatoire par cette ADN polymérase de didéoxynucléotides 

interrupteurs de chaîne (ddNTP) eux aussi présents dans le milieu réactionnel. Ces ddNTP 

diffèrent des dNTP par leur extrémité 3’. L’extrémité 3’OH des dNTP est remplacée par une 

extrémité 3’H. Cette modification empêche la formation de la liaison phosphodiester entre le 

ddNTP incorporé dans la chaîne et le nucléotide suivant. L’allongement de la chaîne est alors 

interrompu. Dans le milieu réactionnel il y a compétition entre les dNTP et les ddNTP. Le 

rapport spécifique ddNTP/dNTP et l’affinité de la taq polymérase pour chaque nucléotide sont 

optimisés de telle façon qu’un ddNTP soit statistiquement incorporé à toutes les positions 

possibles. Une migration électrophorétique du produit de cette réaction de séquence sur un gel 

très résolutif (polyacrylamide) va séparer tous les fragments présents en fonction de leur 

masse moléculaire (taille). Les plus petits fragments vont migrer plus rapidement que les 

grands. La grande résolution de ce gel permet de distinguer des fragments différents entre eux 

d’une paire de base. L’identification du ddNTP présent à l’extrémité 3’ de chaque fragment 

déterminera la séquence nucléotidique du brin matrice initial. Le séquenceur automatique 

intègre les données de migration et les transforme en électrophorégrammes sous forme de pics 

de couleurs différentes correspondant aux séquences nucléotidiques des fragments d’ADN 

synthétisés.  

3.5.2.6    PCR séquence  

Dans notre étude, les produits PCR purifiés ont été séquencés grâce à un instrument  

d'électrophorèse à 4 capillaires (Genetic Analyzer ABI 3130, Applied Biosystems, 

Courtaboeuf, France) en utilisant le kit Big Dye Terminator (dRhodamine Terminator cycle 

sequencing ready reaction ; Applied Biosystems). Ce kit comprend :  

-Le Terminator Ready Reaction Mix qui contient les réactifs suivants : les dNTPs, les 

ddNTPs, MgCl2, un tampon Tris HCL pH=9 et l’AmpliTaq polymérase.  
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- ADN de contrôle double brin : 0.2 µg/µl. 

-  Amorce de contrôle (sens) : 0.8 pmol/µl. 

La réaction de séquençage est réalisée dans deux directions. À cet effet, nous avons utilisé  

deux tubes différents, un contenant le Forward et l’autre contenant le Reverse, dans un 

volume final de 20 µl. Le mélange réactionnel comprend entre 10 µl de produit 

d’amplification purifié, 2 µl d’eau UP, 2 µl de l’amorce choisie, 4 µl du tampon de séquence 

(Applied Biosystems) et 2 µl du Terminator Ready Reaction Mix (Applied Biosystems). Ces 

mélanges sont ensuite déposés dans un thermocycleur et soumis au programme suivant : 1 

min de dénaturation à 96°C, puis 25 cycles composés de 10 s de dénaturation à 96 °C, 5 s 

d’hybridation à 61 °C et  2 min d’élongation à 60 °C. Les produits d’amplification sont 

ensuite conservés à 4 °C. 

3.5.2.7      Purification des produits de séquençage  

3.5.2.7.1 Principe de purification des produits de séquençage 

La séquence obtenue a  été purifiée à l’aide d’une colonne Séphadex G50 (Sigma-Aldrich 

Roche diagnostics GmbH Allemagne). La chromatographie d’exclusion va permettre le 

piégeage de particules de bas poids moléculaire sur une colonne Sephadex G50 constituée de 

billes perforées dont les trous ont un diamètre déterminé (de 20 à 50µm). Les petites 

particules de diamètre inférieur à ceux-ci entrent et sont piégées. A l’inverse les grosses vont 

passer autour et être éluées très rapidement. La réaction de séquence est purifiée par 

chromatographie pour piéger les ddNTP libres, en excès. En effet ces ddNTP libres non 

incorporés lors de la réaction pourraient parasiter les signaux de fluorescence spécifiques. Les 

sels éventuellement présents sont piégés de la même manière que les ddNTP. 

3.5.2.7.2 Mode opératoire de purification des produits de séquençage 

La purification s’effectue sur colonnes de résine Sephadex® G50 dans les plaques à filtre 

MultiScreen.   

-Charger la résine sèche Sephadex® G-50 fine (poudre) dans les puits d’une plaque 

MultiScreen HV.  

-Ajouter 300 µl d’eau UP dans chaque puits contenant de la résine, fermer la plaque avec son 

couvercle et laisser incuber 3 heures à température ambiante. 

-Placer la plaque MultiScreen HV sur une plaque de micro-titration au format standard 96 

puits. 
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-Centrifuger les plaques deux fois à 17000 T/min pendant 2 min pour éliminer l’eau et 

compacter les mini-colonnes. 

-Déposer 20 µl de produits de PCR au centre des puits de plaque à filtre. 

-Placer la plaque MultiScreen HV sur une deuxième plaque pour récupérer le produit à 

centrifuger. 

-Centrifuger la plaque à 17000 T/min pendant 2 min. 

-Récupérer les produits de séquençage d'ADN purifié. 

3.5.2.8     Analyse des produits de séquençage  

Les séquences ont été analysées à l'aide du logiciel ABI PRISM DNA Sequencing Analysis 

version 3.0 (Applied BioSystems), assemblées et éditées à l'aide du logiciel ChromasPro 

(version 2.2 ; Technelysium Pty Ltd., Tewantin, Queensland, Australia), et comparées aux 

séquences disponibles dans la base de données GenBank en utilisant l'algorithme BLAST 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi).  

3.6 Analyses statistiques  

L'analyse statistique des données recueillies à partir du questionnaire et des résultats des 

analyses du laboratoire a été effectuée à l'aide du logiciel SPSS v25.0 (SPSS Inc., Chicago, 

IL, USA). 

3.6.1 Étude épidémiologique de type transversale (cross-sectional study)   

3.6.1.1     Prévalence et Séroprévalence  

La séroprévalence apparente (PA) au niveau individuel a été estimée en divisant le nombre 

des vaches séropositives sur le nombre total de vaches testées. La séroprévalence des 

troupeaux a été calculée par la division du  nombre de troupeaux séropositifs sur le nombre 

total de troupeaux ayant fait l'objet de l'enquête. Un troupeau est considéré séropositif 

lorsqu’il contient au moins une vache séropositive. Ces valeurs ont été mesurées avec un 

intervalle de confiance de 95 %.   

3.6.1.2     Analyse des facteurs de risque 

L'analyse des facteurs de risque potentiellement associés à la séropositivité vis-à-vis de C. 

burnetii a été évaluée en deux étapes. Tout d'abord, nous avons effectué une analyse 

univariable de chaque variable à l'aide d'un test du khi-deux, et les variables présentant p≤0.25 

ont été soumises à une analyse de régression logistique multivariable. Le modèle a été 

développé selon une approche pas à pas descendant, utilisant à chaque étape un test de rapport 

de vraisemblance avec 0.05 comme seuil de significativité pour l’entré et  0.1 pour le retrait 

http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
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des variables. Toutes les variables avec un p <0.05 ont été considérées comme statistiquement 

significatives. L'ajustement du modèle a été évalué par le test d’adéquation d’Hosmer et 

Lemeshow (Hosmer et Lemeshow, 2000). Le test de corrélation de Spearman a été utilisé 

pour vérifier une corrélation entre les variables indépendantes et si une colinéarité plus élevée 

(coefficient de corrélation> 0.9) était trouvée entre ces variables, l'une d'elles était exclue de 

l'analyse multivariable en prenant en considération la plausibilité biologique (Dohoo et al., 

1996). Une variable est considérée comme un facteur de confusion si sa suppression a modifié 

le coefficient de régression des autres variables de plus de 25 %. Enfin, toutes les interactions 

possibles entre deux variables ont été testées pour déterminer leur signification (p ≤ 0.05). 

Enfin, pour chaque variable indépendante qui est significative (p <0.05) dans le modèle finale 

de régression logistique binaire, l'odds ratio (OR) ajusté et son intervalle de confiance (IC à 

95 %); et le coefficient de régression logistique (B) et son écart type (ES) ont été calculés et 

interprétés comme suit (Thrusfield, 2007): 

 Lorsque OR> 1 et son [IC à 95 %] exclut la valeur 1, ou B>0 et son [B± 1.96 × ES] 

exclut la valeur 0: la variable est considérée comme facteur de risque. 

 Lorsque OR <1 et son [IC à 95 %] exclut la valeur 1, ou B<0 et son [B ± 1.96 × ES] 

exclut la valeur 0: la variable est considérée comme facteur de protection. 

3.6.2 Étude épidémiologique de type cas-témoin (case-control study)   

Dans cette enquête, nous avons calculé les paramètres suivants : 

3.6.2.1     Odds ratio (OR) 

La force d’association entre la positivité à l’ADN de C. burnetii et la présence d’antécédents 

d’avortement, d’infertilité et de mortalité néonatale a été mesurée par le biais du test du Khi-

deux de Pearson (χ2) et de l’odds ratio (OR) avec calcul d’un intervalle de confiance à 95 % 

(IC). En se basant sur un risque de première espèce α égal à 0.05. La variable est considérée 

comme facteur de risque lorsque l’OR et la valeur de p (χ2) sont significatifs (OR > 1 et 

valeur de p < 0.05) (Toma et al., 2001). L’interprétation de l’odds ratio (OR) se fait de la 

façon suivante :  

 OR = 1, p (χ2) > 0.05 ou [IC à 95 %] incluant la valeur 1 : absence de relation entre le 

facteur de risque et la maladie. 

 OR > 1, p (χ2) < 0.05 ou [IC à 95 %] excluant la valeur 1 : risque accru de maladie 

(facteur de risque). 

 OR < 1, p (χ2) < 0.05 ou [IC à 95 %] excluant la valeur 1 : risque réduit de maladie 

(facteur protecteur). 
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3.6.2.2    Fraction attribuable dans la population ou fraction étiologique de 

risque dans la population 

La fraction attribuable dans la population (PAF) : c’est la proportion parmi tous les cas 

dans la population cible, de ceux que l’on peut attribuer à l’exposition (Rockhill et al., 1998), 

expliqué encore par la proportion de tous les cas qui auraient été prévenus si l’exposition 

n’était pas présente. Elle mesure l'impact global du facteur de risque dans la population en 

tenant compte de la proportion des individus exposés. 

Dans notre étude, c’est la proportion parmi tous les cas d’avortement ou d’infertilité ou de 

mortalité néonatale  attribuée à C. burnetii. On peut expliquer aussi par la proportion de tous 

les cas d’avortement, d’infertilité et de mortalité néonatale qui aurait été épargnée si ce 

pathogène n’était pas présent. 

Le PAF est mesuré comme suit (Benichou, 1991 ; Smith, 1995 ; Garcia-Vazquez et al., 

2005) : PAF = ⦋(OR-1)/OR⦎ * proportion des exposés parmi les cas. 

Nous pouvons estimer le nombre (Np) de cas attribuable à l’exposition parmi le nombre de 

tous les cas observés à partir de la fraction attribuable dans la population (PAF) (Rockhill et 

al., 1998). 

Np= PAF × np, soit np le nombre de cas total.  

La fraction étiologique du risque dans la population est un paramètre fondamental dans les 

enquêtes épidémiologiques cas-témoin car elle permet de quantifier la proportion de cas 

évitables si on supprime l'exposition. 

3.7 Considération éthique 

L’administration des questionnaires et la prise de sang se sont faites avec le consentement 

total des éleveurs enquêtés. De plus, la prise de sang a été réalisée par des vétérinaires 

qualifiés conformément aux directives internationales pour le soin et l'utilisation des animaux. 
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4 Résultats   

4.1 Séroprévalence de Coxiella burnetii chez les vaches de la wilaya de Sétif 

L’analyse par la technique ELISA indirecte des 678 sérums de vaches issues des 90 

exploitations bovines prélevées,  a mis en évidence 77 vaches séropositives vis-à-vis de C. 

burnetii, soit une séroprévalence individuelle de 11.36 % (IC 95% : 8.97%-13.75%). Par 

ailleurs, 41 troupeaux bovins possèdent au moins une vache séropositive soit une 

séroprévalence au sein des troupeaux de 45.56 % (IC 95% : 35.27%-55.84%). En outre, la 

séroprévalence intra-troupeau variait de 9.09 % à 57.14 % (moyenne: 23.71%; Q1: 11.11%, 

médiane: 20%, Q3: 30%). Enfin,  parmi les 44 communes incluent dans notre étude, 24 

renfermaient au moins un troupeau séropositif (54.54 %) (IC 95% : 39.83%-69.25%).  La 

distribution des vaches séropositives vis-à-vis de C. burnetii par troupeau et par commune est 

détaillée dans le tableau 4 et la figure 12.  
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Figure 12 : Carte de la région de Sétif au Nord-Est de l'Algérie, illustrant les communes qui 

contiennent des troupeaux séropositifs (zone bleu). 



Enquête  épidémiologique  sur la coxiellose chez les vaches de la région de Sétif 

58 
 

Tableau 4 : Distribution des vaches séropositives vis-à-vis de Coxiella burnetii par troupeau 

et par commune. 

Communes 

No.  de 

troupeaux 

échantillonnés 

No.  de 

troupeaux 

séropositifs 

No. de  vaches  

prélevées 

No. de vaches 

séropositives 

1-Beni Ouartilene 1 1 5 1 

2-Ain Legradj 1 0 5 0 

3-Draa Kebila 1 0 4 0 

4-Bousselam 1 1 6 1 

5-Maouklane 1 0 4 0 

6-Bougaa 2 1 10 1 

7-Ain Roua 2 1 17 1 

8-Ain Abessa 5 3 46 8 

9-Tizi N'bechar 1 1 7 1 

10-Babor 2 1 15 4 

11-Serdj EL Ghoul 2 1 12 2 

12-Beni Aziz 1 0 6 0 

13-Amoucha 2 2 17 4 

14-Ain El Kebira 3 0 20 0 

15-Dehamcha 1 0 4 0 

16-Ouled Addouane 2 2 14 0 

17-Djemila 2 1 18 1 

18-El Ouricia 3 1 24 2 

19-Beni Fouda 4 3 29 7 

20-Tachouda 3 3 29 5 

21-Ain Arnat 4 1 31 2 

22-Setif 2 0 18 0 

23-Ouled Sabor 2 0 12 0 

24-Guelta Zargua 2 2 15 3 

25-Bellaa 2 0 15 0 

26-El Eulma 4 3 28 5 

27-Mezloug 4 3 33 4 

28-Guedjel  2 0 19 0 

29-Bazer Sakhra 4 2 34 5 

30-Bir Arch 2 0 15 0 

31-El Ouldja 1 0 9 0 

32-Ksar El Abtal 1 0 8 0 

33-Guellal 2 0 17 0 

34-Bir Haddada 1 0 5 0 

35-Ain Lahdjar 2 1 19 2 

36-Tella 3 2 21 4 
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Tableau 4 (suite) : Distribution des vaches séropositives vis-à-vis de Coxiella burnetii par 

troupeau et par commune. 

Communes 

No.  de 

troupeaux 

échantillonnés 

No.  de 

troupeaux 

séropositifs 

No. de vaches  

prélevées 

No. de vaches 

séropositives 

37-Hammam Sokhna 3 1 26 9 

38-Taya 2 2 10 3 

39-Ain Oulmene 1 1 7 1 

40-Rosfa 1 0 6 0 

41-Salah Bey 1 0 7 0 

42-Ain Azel 1 0 6 0 

43-Beida Bordj 2 1 15 1 

44-Hamma 1 0 10 0 

 Total 90 41 678 77 

 

4.2 Analyse des facteurs de risque potentiellement associés à la séropositivité 

vis-à-vis de Coxiella burnetii chez les vaches dans la wilaya de Sétif. 

Parmi 20 variables indépendants analysées, l’analyse univariable a montré 6 variables 

présentant une valeur de P inférieur à 0.25 (p <0.25) qui sont : la taille du troupeau, le contact 

avec d’autres troupeaux, la présence de petits ruminants dans l’élevage, l’utilisation de 

désinfectants, l’origine des vaches et les antécédents d’infertilité durant l’année précédente 

(tableau 5). Lorsque ces variables indépendantes ont été soumises à l'analyse de régression 

logistique multivariable, celle-ci a identifié le contact avec d'autres troupeaux (OR: 1.95 ; IC 

95% : 1.12-3.42) et les vaches achetées (OR: 2.05 ; IC 95% : 1.14-3.68) comme facteurs de 

risque associés à la séropositivité vis-à-vis de C. burentii chez les vaches dans la wilaya de 

Sétif. En effet, le risque d’acquisition de l’infection par C. burentii est deux fois plus élevé 

chez les vaches achetées et les vaches élevées en contact avec d’autres troupeaux. Tandis que 

l’utilisation de désinfectants (OR: 0.32; IC 95% : 0.14-0.72) a été défini comme facteur 

protecteur  (tableau 6) (figure 13). Le modèle final avait une bonne qualité d’ajustement (test 

de Hosmer et Lemeshow: χ2 = 5.006; p = 0.28). 
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Tableau 5 : Analyse univariable des facteurs de risque associés à la séropositivité vis-à-vis de 

Coxiella burnetii chez les vaches  dans la wilaya  de Sétif. 

Variables 

Indépendantes  

Catégories No. De 

vaches  

testées 

No. de 

vaches 

séropositives 

Séroprévalence 

% 

Valeur 

p  

Mode d’élevage Intensive 159 20 12.57 0.58 

Semi-intensive 519 57 10.98 

Taille du troupeau ⩽11 vaches 436 43 9.86 0.10* 

>11 vaches 242 34 14.04 

Type de 

production 

Laitière  579 63 10.88 0.34 

Mixte 99 14 14.14 

Utilisation de 

désinfectants  

Oui 131 7 5.34 0.016* 

Non 547 70 12.79 

Contact avec 

d’autres troupeaux 

Oui 280 47 16.78 <0.001* 

Non 398 30 7.53 

Présence de tique Oui 129 17 13.17 0.47 

Non 549 60 10.92 

Source d’eau Puit 395 39 9.87 0.31 

Source 

naturelle 

116 21 18.10 

Robinet 167 17 10.17 

Présence de petits 

ruminants 

Oui 213 34 15.96 0.011* 

Non 465 43 9.24 

Présence de 

chevaux 

Oui 111 14 12.61 0.65 

Non 567 63 11.11 

Présence de chiens Oui 252 32 12.69 0.39 

Non 426 45 10.56 

Présence de chats Oui 175 21 12.00 0.76 

Non 503 56 11.13 

Mode de 

reproduction 

Seulement la 

Monte 

naturelle 

387 43 11.11 0.38 

Seulement 

l’insémination 

artificielle 

202 

 

        

27 

 

 

          13.36 

Les deux 89 7 7.86 

Utilisation du box 

de vêlage 

Oui 100 10 10.00 0.64 

Non  578 67 11.59 

Traite  Manuelle 146 18 12.32 0.68 

Mécanique 532 59 11.09 

Race 

 

Importée 237 27 11.39 0.58 

Locale 90 13 14.44 

Croisée 351 37 10.54 

Age en années >2 - ≤5 310 31 10 0.57 

>5 - ≤8 299 38 12.70 

>8 69 8 11.59 
*les variables dont leur p ≤ 0.25 soumises au modèle de régression logistique multivariable 

https://www.linguee.fr/anglais-francais/traduction/underground+water.html
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Tableau 5 : Analyse univariable des facteurs de risque associés à la séropositivité vis-à-vis de 

Coxiella burnetii chez les vaches  dans la wilaya  de Sétif. 

Variables 

Indépendantes  

Catégories No. De 

vaches  

testées 

No. de 

vaches 

séropositives 

Séroprévalence 

% 

Valeur 

p  

Origine de la vache  Née dans la 

ferme 

538 48 8.92 <0.001* 

Achetée 140 29 20.71 

Antécédents 

d’avortement 

durant l'année 

précédente 

Oui  43 7 16.27 0.29 

Non 635 70 11.02 

Antécédents de 

mortalité 

néonatale  durant 

l'année précédente 

Oui 16 3 18.75 0.35 

Non 662 74 11.17 

Antécédents 

d’infertilité durant 

l'année précédente 

Oui 74 13 17.56 0.07* 

Non 604 64 10.59 

*les variables dont leur p ≤ 0.25 soumises au modèle de régression logistique multivariable. 

Tableau 6 : Analyse de régression logistique multivariable des facteurs de risque associés à la 

séropositivité vis-à-vis de Coxiella burnetii chez les vaches dans la wilaya de Sétif. 

Variables B
a
 ES

b
 OR

c
 IC

d
95%(OR) p value 

Contact avec 

d’autres troupeaux 

0.67 0.28 1.95 1.12-3.42 0.019 

Utilisation de 

désinfectants 

-1.14 0.41 0.32 0.14-0.72 0.006 

Vaches achetées 0.72 0.30 2.05 1.14-3.68 0.016 

Model Khi-deux 27.885 avec degrés de liberté ddl = 5. 

Model –2 log-vraisemblance (rapport de vraisemblance) = 479.907. 

Qualité de l’ajustement de Hosmer-Lemeshow du Khi-deux de Pearson= 5.006, valeur p 

=0.287. 

a.  Coefficient de régression logistique Beta. 

b.  Erreur standard (écart type). 

c.  Odds ratio. 

d. Intervalle de confiance. 
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Figure 13 : Variation de la séroprévalence de Coxiella burnetii en fonction de la présence ou 

de l’absence de contact avec d’autres troupeaux (A), de l’origine de la vache (B) et de 

l’utilisation ou non de désinfectants (C).  

4.3 Étude cas-témoin entre l’infection par Coxiella burnetii chez les vaches et la 

présence de troubles de la reproduction durant l’année précédente 

Nous avons réalisé une étude épidémiologique de type cas-témoin pour étudier l’association 

entre l’infection à C. burnetii chez les vaches et la présence des antécédents d’avortement et / 

ou de mortalité néonatale et / ou d’infertilité durant l’année précédente. En effet, 186 

échantillons de sang total issu de deux groupes de vaches (un groupe de vaches présentant les 

dits troubles appelé cas et un groupe de vaches n’ayant jamais montré de troubles appelé 

témoin) ont été examinés par les techniques moléculaires pour détecter l’ADN de C. burnetii 

afin de comparer les prévalences obtenues chez les vaches cas et les vaches témoins (tableau 

7).  

Parmi les 186 échantillons de sang total prélevés dans 26 fermes différentes, 13 vaches issues 

de 6 fermes se sont révélées positives pour l’IS1111 soit  une proportion individuelle de 

6.98% (IC 95% : 3.32%-10.65%) et une proportion au sein du troupeau de 23.07 % (IC 95% : 

6.88%-39.27%) (figure 14 et 15).  
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Figure 14 : Photographie de la migration sur gel d’agarose d’un fragment de l’élément 

d’insertion du Coxiella burnetii (IS1111) d’une taille de 154 pb (B) issue d’un échantillon du 

sang total. Le marqueur d’ADN (A), le contrôle positif (C) et le contrôle négatif (D).  

Les séquences IS1111 obtenues étaient similaires à 100 % à celles de Coxiella burnetii 

(numéro d’accession CP035112.1, CP040059.1, CP014354.1, CP013667.1 et autres) (figure 

15). 

La séquence sens (forward) 

CAAGAAACGTATCGCTGTGGCGCCTAAACACCGCCGTGGGTAAAAAAAAG   

AATTAACAAAAGGAGACACACCAACCGAGTTCGAAACAATGAGGGCTGAT 

GAAAGTAAGGTAAAACCTGAGGTTGATTAAGCTGATTCATACGGTGGCTC 

TGTG  

 

La séquence anti-sens (reverse) 

GTTCTTTGCTTAGCGACACCGCGGATTTGTGGCGGCACCCATTTTTTTTC 

TTAATTGTTTTCCTCTGTGTGGTTGGCTCAAGCTTTGTTACTCCCGACTA 

CTTTCATTCCATTTTGGACTCCAACTAACCCGACTCCGTA TGCCACCGAG ACAC 

 

Figure 15 : Séquence nucléotidique obtenu d’un fragment de gène IS1111 de Coxiella 

burnetii  amplifié à partir du sang total provenant de vaches laitières de la wilaya de Sétif.  

Dans cette étude nous avons constaté que les vaches infertiles sont les plus infectées avec une 

prévalence de 13.51 %, suivie  par les vaches dont leur veau est mort-né (6.25 %) et celles 

ayant avorté au courant de l’année précédente (4.25 %) (figure 16). Alors que nous n’avons 

enregistré aucun échantillon positif chez les vaches ayant un historique d’avortement ou de 

mortalité néonatale et souffrant par la suite par de troubles d’infertilité (tableau 7).  

A 

B C D 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP014354
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Figure 16 : Prévalence de Coxiella burnetii chez les vache infertiles, ayant avorté, et celles 

produisant des mort-nés.  

L’étude cas témoin n’a montré une association significative qu’avec les vaches ayant des 

antécédents d’infertilité. En effet, sur les 74 vaches ayant connu des troubles d’infertilité 

durant l’année précédente, 10 étaient infectées par C. burnetii soit une prévalence de 13.51 %. 

En revanche, sur les 112 vaches n’ayant pas connu de troubles d’infertilité, 3 ont été infectées, 

soit une prévalence de 2.67 % (tableau 7). Par conséquent, La prévalence obtenue chez les 

vaches cas (13.51 %) était significativement plus élevée que celle notée chez les vaches 

témoins (2.67 %) (p<0,05). Le calcul de l’Odds Ratio a montré une valeur de 5.62 qui est 

significativement supérieure à 1 (p<0,05), et une fraction attribuable dans la population (PAF) 

de 11.10 % (tableau 7). 

Cette association est interprétée comme suit : 

- Les vaches infectées étant de 5.62 fois plus susceptibles de développer une infertilité que les 

vaches non infectées. 

- La fraction attribuable dans la population (PAF) obtenue de 11.10 % signifie que parmi les 

74 cas d’infertilité enregistrés dans notre étude, 11.10 % sont attribuables à l'infection par C. 

burnetii, soit 8 cas d’infertilité. Np= PAF (0.11) × np (74), soit np le nombre de cas total. 

Cela signifie aussi que 8 parmi les 74 cas d’infertilité observés auraient pu être évités si C. 

burnetii n'avait pas sévi dans la région étudiée. 
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Tableau 7 : Association entre  l’infection par Coxiella burnetii chez les vaches et la présence des antécédents d’avortement et/ou de mortalité 

néonatale et/ou d’infertilité durant l’année précédente. 

Vache Antécédents  

d’avortement  

Antécédents  de 

mortalité néonatale 

Antécédents  

d’infertilité 

Antécédents  

d’avortement suivi 

par une infertilité 

Antécédents de mortalité 

néonatale suivie par une 

infertilité 

Cas Témoin Cas  Témoin Cas  Témoin Cas Témoin Cas Témoin 

Positive  2 13 1 12 10 3 0 13 0 13 

Négative 41 130 15 158 64 109 13 160 4 169 

Total 43 143 16 170 74 112 13 173 4 182 

Tauxd’exposition % 4.65 % 9.09 % 6.25 % 7.05 % 13.51 % 2.67 % 0 % 7.51 % 0 % 7.14 % 

Odds Ratio 0.49 (0.05-2.30) 0.88 (0.02-6.76) 5.62 (1.38-32.96) NA  NA 

Valeur p 0.53 1 0.006 0.60 1 

PAF -0.044 -00085 11.10% NA NA 

NA = non applicable, PAF : fraction attribuable dans la population. 
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5 Discussion 

5.1 Séroprévalence vis-à-vis de Coxiella burnetii 

Notre travail est la première étude réalisée avec un plan d'échantillonnage approprié pour 

déterminer la séroprévalence individuelle et du troupeau, ainsi que les facteurs de risque 

associés à l'infection par C. burnetii dans la wilaya de Sétif, au Nord-Est de l'Algérie. Dans 

cette étude, nous avons choisi la technique ELISA indirecte au lieu d’autres techniques 

sérologiques en raison de sa sensibilité élevée et son utilité en pratique. En effet, il s’agit 

d’une méthode rapide, peu coûteuse, facile à réaliser et utilisée pour le dépistage à grande 

échelle (OIE, 2018). L’ELISA est une méthode de diagnostic indirecte mettant en évidence 

une exposition antérieure par C. burnetii par la détection de leurs anticorps spécifiques. Par 

conséquent, un résultat positif ne confirme pas une infection active, car cela nécessite 

l’utilisation de méthodes de diagnostic directes telles que l’ELISA par antigène ou la PCR 

(Muskens et al., 2011; Alvarez et al., 2012). La sensibilité et la spécificité de la trousse 

commerciale ELISA utilisée sont de 100 % (Seo et al., 2017; IDvet, rapport de validation 

interne), ce qui indique une valeur identique de la séroprévalence apparente et réelle. La 

vaccination contre C. burnetii n'est pas pratiquée en Algérie, par conséquent, le résultat de 

cette étude sérologique est la réponse à une infection naturelle par C. burnetii. 

La séroprévalence individuelle obtenue dans cette étude (11.36 %) est similaire à celle  

signalée dans la wilaya de Bejaïa située au Nord de la région d'étude (10.6 %) (Agag et al., 

2017) et celle rapportée chez des vaches laitières ayant avorté dans la plaine de la Mitidja au 

centre du pays (8,4 %) (Djellata et al.,2019),  mais inférieure à celle observée dans la région 

de Tiaret à l'Ouest de l'Algérie (23.91 %)  (Abdelhadi et al., 2015) et celle observée dans une 

ferme souffrant de problèmes d'avortement dans la wilaya de Blida au centre du pays (29 %)  

(Dechicha et al., 2010). Par ailleurs, notre séroprévalence est supérieure à celle publiée dans 

une étude cas-témoin illustrant l’association des causes infectieuses abortives avec la 

survenue de l’avortement chez les vaches de la wilaya d’Alger (1.66 %) (Derdour et al., 

2017). Cette différence de prévalence entre les régions pourrait être attribuée aux stratégies 

d'échantillonnage qui sont différentes. 

La coxiellose bovine a été rapportée dans de nombreux pays avec des prévalences différentes 

(Guatteo et al., 2011), comparée aux études sérologiques effectuées dans d’autres pays 

africains et méditerranéens, la séroprévalence individuelle obtenue dans ce travail semble 

inférieure à celle rapportée au Nigéria (14.5 %) (Tukur et al., 2014), en Tunisie (16.21 %) 

(Elandalousi et al., 2015), au Ghana (21.7%) (Johnson et al., 2019), à l'Est de la Turquie (16.3 
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%) (Ceylan et al., 2009), en Italie (14.4 %)  (Capuano et al., 2001), au centre de l’Italie (37.8 

%) (Barlozzari et al., 2020), en Égypte (19.3 %) (Klemmer et al., 2018), au Soudan (29,92 %) 

(Hussien et al., 2017) et au Cameroun (31.3%) (Scolamacchia et al., 2010). Néanmoins, elle 

était comparable à celle enregistrée au Kenya (10.5 %) (Wardrop et al., 2016) et au Liban 

(9.94 %)  (Dabaja et al., 2019). Par ailleurs, notre étude a montré une séroprévalence plus 

élevée que celle observée dans une autre étude au Nigéria (6,76 %) (Adamu et al., 2018), au 

Tchad (4 %) (Schelling et al., 2003), au Sénégal (3.6 %) (Kamga-Waladjo et al., 2010) et en 

Espagne (6.76 %) (Alvarez et al., 2012) et 5.28% en Sicile (Italie) (Galluzzo et al., 2019). 

Cette différence dans les séroprévalences entre les régions et les pays peut être attribuée à de 

nombreux facteurs tels que les facteurs écologiques locaux, la gestion et la pratique d’élevage 

et  la taille du troupeau qui peuvent influer sur la transmission de C. burnetii entre les 

animaux (Hussien et al., 2017).  

Cette étude a révélé aussi que 45.56 % des troupeaux avaient au moins une vache 

séropositive. Ce taux est supérieur à celui observé dans la wilaya de Bejaïa (22 %) (Agag et 

al., 2017). Par ailleurs, plus de la moitié des communes ciblées (54.54 %) possèdent au moins 

un troupeau séropositif montrant ainsi la large distribution de la coxiellose dans notre région 

d’étude. Ceci peut être expliqué par le fait que C. burnetii soit caractérisée par une 

transmission aérienne sur de longue distance, une forte résistance aux conditions 

environnementales et un fort pouvoir infectieux (une petite dose de C. burnetii peut être à 

l’origine d’une contamination) (Madariaga et al., 2003 ; Woldehiwet., 2004 ; Gürtler et al., 

2014 ; Nusinovici et al., 2015). Plusieurs études ont montré des variations considérables dans 

la séroprévalence des troupeaux bovins tels que l'Espagne (30 %) (Alvarez et al., 2012), le 

Nigéria (57,1%) (Tukur et al., 2014), le Cameroun (68.1 %) (Scolamacchia et al., 2010), 

l’Italie (68 %) (Capuano et al., 2001), la Sicile (Italie) (38.8%) (Galluzzo et al., 2019) et au 

centre d’Italie (68.5%) (Barlozzari et al., 2020). 

La séroprévalence intra troupeau obtenue variait de 9.09 % à 57.14 % avec une moyenne de 

23.71 % (médiane: 20% ; Q1: 11.11% ; Q3: 30%). Celle-ci est proche de la prévalence 

moyenne estimée à partir de nombreuses études à travers le monde (Guatteo et al., 2011) 

(médiane: 26.3%, Q1: 21.8%, Q3: 38.2%). 
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5.2 Analyse des facteurs de risque potentiellement associés à la séropositivité 

vis-à-vis de Coxiella burnetii chez les vaches dans la wilaya de Sétif 

L'identification des facteurs de risque potentiellement associés à une maladie donnée dans les 

enquêtes épidémiologiques est utile pour orienter le contrôle de la maladie (Jin et al., 2017). 

Par conséquent, le contrôle d'une maladie zoonotique comme la fièvre Q permet de réduire sa 

transmission entre animaux et à l’homme. Citons l’exemple d’une étude récente menée en 

Jordanie qui a montré que la séropositivité de C. burnetii est significativement plus élevée 

chez les éleveurs de petits ruminants, et recommande la mise en place de mesures protectives 

dans les élevages de petits ruminants pour prévenir la fièvre Q humaine (Obaidat et al., 2019). 

Il existe une association positive entre la séropositivité vis-à-vis de C. burnetii chez les vaches 

et le contact avec d'autres troupeaux à travers l’utilisation en commun du champ de pâturage 

et du point d’abreuvement (p <0.01). Cela s'explique d'une part par le fait que le contact avec 

d'autres troupeaux augmente la chance de rencontrer des bovins infectés, ce qui favorise la 

transmission directe de C. burnetii entre animaux (Adamu et al., 2018), et d'autre part, par la 

contamination de l’environnement du pâturage et d’abreuvement. Cette bactérie est 

caractérisée par une très grande stabilité vis-à-vis des conditions environnementales et peut 

rester contagieuse pendant plusieurs mois (Gürtler et al., 2014). L'environnement peut être 

contaminé par les produits d'avortement ou de naissance, les matières fécales, l'urine, le lait et 

le mucus vaginal provenant d'animaux infectés au moment du pâturage ou d'abreuvement 

(Guatteo et al., 2006; 2007; Angelakis et Raoult, 2010; EFSA, 2010; Astobiza et al., 2011), ou 

par dissémination de coxielles provenant d'exploitations contaminées via le sol, la peau des 

animaux, les eaux usées et le lait (Kersh et al., 2013b; Villari et al., 2018), ainsi que le vent 

(Nusinovici et al., 2015). 

Les vaches achetées ont également été identifiées comme facteurs de risque d'infection par C. 

burnetii. La séroprévalence de C. burnetii chez vaches achetées (20.71 %) était 

significativement plus élevé que celle observée chez les vaches nées dans la ferme (8.92 %) (p 

<0.05). Ceci est en accord avec une étude antérieure qui a indiqué une association 

significative entre l'introduction de nouveaux bovins aux troupeaux et la positivité aux 

anticorps spécifiques de C. burnetii dans les laits de citerne des troupeaux laitiers jordaniens 

(Obaidat et Kersh, 2017), et celle montrant que l'achat de bovins provenant d’au moins deux 

différents élevages en 2009 était corrélée de manière significative à la présence d'ADN et 

d'anticorps de C. burnetii dans le lait de tank des élevages bovins laitiers aux Pays-Bas (van 

Engelen et al., 2014). En outre, il a été révélé que l'absence de mise en quarantaine des 
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animaux nouvellement achetés augmenterait significativement la séroprévalence de C. 

burnetii dans le lait de tank des troupeaux bovins laitiers au Danemark  (Paul et al., 2012). 

Cela souligne l'importance de prendre des mesures de biosécurité telles que la mise en 

quarantaine et le dépistage des animaux nouvellement achetés pour empêcher l'introduction 

d'animaux infectés dans les troupeaux. 

Les deux facteurs de risque identifiés dans cette étude, que ce soit le contact direct entre 

troupeaux ou l’introduction de nouvelles vaches dans le troupeau, favorisent la propagation de 

l’infection d’un troupeau à l’autre, ce qui explique une forte séroprévalence des troupeaux 

bovins dans notre étude (45.56 %).  

Cependant, l'utilisation de désinfectants a été identifiée comme facteur de protection contre la 

coxiellose bovine. Un résultat similaire a été signalé récemment chez des ruminants 

domestiques au Liban (Dabaja et al., 2019). En outre, il a été montré que la séroprévalence de 

C. burnetii  chez les bovins diminuait significativement dans les exploitations où la 

désinfection du matériel après utilisation (Tukur et al., 2014), des logettes de la litière au 

moins une fois par jour (van Engelen et al., 2014) et des mangeoires de façon hebdomadaire 

(Obaidat et Kersh, 2017) a été pratiquée. D'où l'intérêt de bonnes pratiques d'hygiène pour 

réduire l'exposition à C. burnetii chez les animaux d'élevage. En effet, C. burnetii ou plus 

précisément sa forme infectieuse à petite cellule (SCV) est connue pour sa résistance aux 

facteurs environnementaux et aux désinfectants chimiques (Cantas et al. 2011; Pexara et al. 

2018). Cependant, elle est complètement inactivée après une exposition à de l'ammonium 

quaternaire ou à de l'éthanol à 70 % pendant 30 min (Plummer et al. 2018). Il a également été 

révélé qu'une exposition à 1 % de Peroxygen ou à une dilution de 1: 100 d'hypochlorite 

pendant 30 min a réduit l'infectiosité de plus de 90 % (Plummer et al. 2018). Le désinfectant 

peut détruire un grand nombre d'agents pathogènes et minimiser les risques d'infection chez 

les bovins. Par conséquent, il aide indirectement le système immunitaire des animaux à lutter 

contre les agents pathogènes résistants aux désinfectants tels que C. burnetii, notamment la 

destruction d'agents pathogènes ayant des effets immunosuppresseurs tels que le virus de 

l'herpès virus bovin de type 1 (BHV-1) et le virus de la diarrhée virale bovine (BVDV) qui 

prédisposent les bovins aux infections secondaires (Potgieter, 1995; Srikumaran et al., 2007; 

Biswas et al., 2013; Biswas et al., 2013; Molina et al. 2013; Lanyon et al. 2014).  
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5.3 Étude cas-témoin entre l’infection par Coxiella burnetii chez les vaches et la 

présence de troubles de reproduction au courant de l’année précédente 

Dans la présente étude, nous avons examiné le sang total de bovin pour rechercher l’ADN de 

C. burnetii par amplification du fragment de gène correspondant à la séquence d'insertion 

IS1111. Celle-ci est souvent choisit pour diagnostiquer la fièvre Q par rapport à d’autres 

gènes en raison de sa sensibilité élevée, car C. burnetii possède de multiple copies d’IS1111 

dans son génome (Klee et al., 2006 ; Boarbi et al., 2016). Cette étude cas témoin a révélé un 

taux d’infection de 13.51 % chez des vaches infertiles, ce taux est significativement plus élevé 

comparé à celui enregistré chez les vaches fertiles (2.67 %) (p<0.05). L’analyse statistique a 

révélé que les vaches infectées étant de 5.62 fois plus susceptibles de développer une 

infertilité que les vaches non infectées, et que 11.10 % des cas d’infertilité signalés dans la 

région de Sétif sont attribuables à l’infection par C. burnetii. Ces résultats rejoignent les 

études qui mettent en évidence que C. burnetii a un rôle possible dans les troubles d’infertilité 

chez les vaches (Rady et al., 1985; Krauss et al., 1987 ; Ho et al.,1995; To et al., 1998; 

Bildfell et al., 2000; Lopez-Gatius et al., 2012; Garcia-Ispierto et al., 2013; 2014; 2015). 

Cependant, aucune preuve solide n’indique que C. burnetii provoque à elle seule une 

affection telle que l'endométrite et l’infertilité qui en résultent (Agerholm, 2013). Bien que De 

Biase et ses collaborateurs (2018) ont détecté récemment l'ADN de C. burnetii et son antigène 

dans des biopsies de l'endomètre de vaches avec repeat breeding en Italie (De Biase et al., 

2018). Ces résultats n'ont pas été comparés avec ceux des vaches en bon état de santé et par 

conséquent, les conclusions finales ne peuvent pas être tirées (Macías-Rioseco et al., 2019).  

Dans cette étude, nous avons constaté un taux d’infection de  4.25 % et 6.25 %  chez les 

vaches ayant des antécédents d’avortement et de mortalité néonatale respectivement. 

Cependant,  aucune différence  significative n’a été signalée comparée avec des taux observés 

chez les vaches n’ayant pas avorté (9.09 %) et celles dont les produits sont viables (7.05 %). 

Cela est probablement due à la dominance d’autres agents infectieux à l’origine de 

l’avortement bovin dans la région tels Brucella abortus, Neospora caninum, Herpesvirusvirus 

bovins de type 1 ou virus de la diarrhée virale bovine... Des travaux antérieurs ont trouvé des 

taux plus élevés soit 17.2 % et 11.6 % de vaches positifs par PCR parmi les bovins ayant 

avorté en Italie et au Portugal respectivement (Parisi et al., 2006 ; Clemente et al., 2009). 

Cependant, les travaux de Kirkbride (1992) ont attribué seulement 0.1 % des cas 

d’avortements et des mortalités néonatales sur 1784 signalés aux États-Unis à C. burnetii. En 

plus, aucun avortement bovin n'a été rapporté lors d’épidémie de coxiellose bovine au Sud-Est 
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de Pologne qui a touché 220 vaches laitières et au moins 1300 personnes (Bielawska-Drózd, 

2013). Une séroconversion a été montrée chez des vaches ayant des veaux morts nés lors des 

épidémies ultérieures dans cette région (Krzysztof Niemczuk et al., 2011). Aucune preuve 

expérimentale ne permet de confirmer que C. burnetii  est à l’origine de l'avortement chez les 

bovins, le seul cas fiable étant un veau mort-né à terme (Behymer et al., 1976 ; Agerholm, 

2013). Plusieurs études séroépidémiolgiques montrent que  les vaches séropositives vis-à-vis 

de C. burnetii avortent plus fréquemment que les séronégatives (Vidic et al., 1990 ; Sting et 

al., 2002, ; Cabassi et al., 2006 ; Derdour et al., 2017). Même si d’autres études infirment 

cette observation  (Hässig et al., 1998 ; Ruiz-Fons et al., 2010).  En effet, C. burnetii  est 

considérée comme un agent pathogène opportuniste associé à un avortement sporadique chez 

les bovins (Anderson et al., 1990 ; Bildfell et al., 2000 ; Agerholm, 2013) et le diagnostic d'un 

avortement à C. burnetii chez les bovins est confirmé par la détection de cet agent associé à 

des lésions placentaires, ainsi que par l'élimination d'autres causes d’avortement bovin 

(Agerholm, 2014). En effet, ce pathogène peut être détecté dans le placenta, les produits de 

mise bas et le mucus vaginal après un avortement ou après une vêlage normal (Hansen et al., 

2011 ; Agerholm, 2013). Concernant la mortalité néonatale, Nielsen et al. (2011) ont 

déterminé que le risque de mortinatalité et de mortalité périnatale était plus élevé dans les 

exploitations avec un taux élevé d'anticorps spécifiques de C. burnetii  dans le lait du tank. 

Freick et al. (2017) ont montré la présence de C. burnetii et des anticorps anti-C. burnetii  

dans le sang précolostral des veaux mort-nés, mais pas chez des veaux nés vivants dans un 

troupeau infecté de manière endémique. Cependant, rien n'indique que C. burnetii soit une 

cause importante de mortalité néonatale ou de naissance de veaux faibles (Agerholm, 2013 ; 

Freick et al., 2017).  

L’analyse phylogénétique a révélé une similarité de 100 % de notre souche avec la souche 

NL3262 de C. burnetii (numéro d’accession CP013667.1) isolé à partir de placentas de 

chèvres ayant avorté et responsable de la plus grande épidémie de fièvre Q au monde qui a 

touché plus de 4000 cas humains aux Pays-Bas durant la période allant de 2007 à 2010 (Kuley 

et al., 2016).  Cette découverte suggère une virulence importante de la souche circulante dans 

la région de Sétif. 
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6 Conclusion 

Cette présente étude confirme la présence et la circulation de l'infection par C. burnetii dans 

les troupeaux bovins de  la wilaya de Sétif au Nord-Est de l'Algérie. Par conséquent, certaines 

mesures d’hygiène et de biosécurité doivent être mises en œuvre, en mettant l’accent sur les 

facteurs de risque identifiés tels que la limitation de contact entre les troupeaux bovins, la 

mise en quarantaine des bovins nouvellement acquis et l’utilisation de désinfectants pouvant 

réduire la propagation de l’infection entre les animaux et la transmission possible à l’homme. 

Cette étude a également montré l’implication de C. burnetii dans les troubles d’infertilité chez 

les vaches examinées. Enfin, élargir les enquêtes épidémiologiques sur les animaux et les 

humains afin de mieux comprendre et contrôler cette maladie en Algérie. 
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Chapitre II : Enquête transversale sur la coxiellose bovine basée sur l’analyse 

sérologique et moléculaire du lait de mélange (tank) comme matrice de diagnostic dans 

la région de Sétif 

1 Introduction 

Les ruminants infectés sécrètent Coxiella burnetii pendant et après la parturition ou bien après 

l'avortement dans le liquide amniotique et le placenta. Aussi la sécrétion peut se faire dans les 

urines, les selles, les sécrétions vaginales et le lait (Van Den Brom et al., 2012). Chez les 

brebis, C. burnetii peut être excrétée dans le lait pendant 8 jours alors que chez les vaches, 

l’excrétion peut durer jusqu'à 13 mois (Roest et al., 2011). L'analyse du lait de mélange (tank) 

est utilisée comme méthode pour contrôler la coxiellose dans les troupeaux de vaches laitières 

(Kim et al., 2005; Muskens et al., 2011). L'échantillonnage du lait de réservoir présente 

l'avantage d'être un échantillon représentatif de toutes les vaches en lactation, facile à obtenir, 

non invasif, pratique et économique (Muskens et al., 2011 ; Wapenaar et al., 2007). 

Les techniques PCR et ELISA sont le plus souvent utilisées pour diagnostiquer l'infection par 

C. burnetii au niveau des troupeaux bovins dans la majorité des enquêtes épidémiologiques 

menées à travers le monde (Pexara et al., 2018). La technique ELISA vise à détecter des 

anticorps anti-C. burnetii dans le lait, ce qui démontre une exposition antérieure des 

troupeaux à cette bactérie. La PCR  quant à elle, détecte la présence de C. burnetii dans le lait, 

ce qui témoigne d’une infection récente (Guatteo et al., 2007; Nokhodian et al., 2016).  

En Algérie, peu d'études épidémiologiques existent sur la séroprévalence de la coxiellose chez 

les bovins, et aucune étude publiée n’a montré la présence de C. burnetii dans le lait de 

vaches au niveau de toute l'Afrique (Pexara et al., 2018). 

2 Objectifs de l’étude 

Dans ce contexte, nous avons utilisé le lait de mélange (tank) comme matrice de diagnostic 

pour : 

 Déterminer la séroprévalence de C. burnetii chez des troupeaux bovins par la 

technique ELISA dans la région de Sétif. 

 Déterminer la prévalence de C. burnetii chez des troupeaux bovins par la méthode de 

PCR.  

 Évaluer la concordance entre les méthodes de diagnostic sérologique (ELISA) et 

moléculaire (PCR). 
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3 Matériel et Méthodes 

3.1  Conception de l’étude  

Elle s’agit d’une enquête épidémiologique transversale ciblant un échantillon aléatoire et 

représentatif des troupeaux bovins laitiers dans la région de Sétif, réalisée durant la période 

s’étalant entre septembre 2017 et avril 2018. Dans cette étude, nous avons collecté un 

échantillon de lait de mélange (tank) à partir de chaque exploitation laitière commerciale 

contenant au moins dix vaches en lactation. Les prélèvements se sont effectués lors de la  

collecte quotidienne par les ramasseurs de lait, après avoir obtenu le consentement des 

éleveurs. La taille de l’échantillon a été déterminée selon la formule d’échantillonnage 

aléatoire simple proposée par Thrusfield (Thrusfield, 2007):  

 

Où N était la taille de l’échantillon, 1.96 était la valeur Z du niveau de confiance sélectionné 

(95 %), P était la prévalence attendue de la maladie et L était la précision absolue souhaitée. 

Une taille d'échantillon minimale de 96 élevages de vaches laitières a été obtenue en utilisant 

une prévalence attendue de 50 % (pas d'étude antérieure dans la région), une précision 

absolue souhaitée de 10 % et un intervalle de confiance de 95 %. Ainsi, un total de 200 

troupeaux de vaches laitières possédant entre 10 à 40 vaches en lactation parmi 3900 

présentes dans la région de Sétif, ont participé à notre enquête. La fonction aléatoire 

« ALEA » du Microsoft Excel® 2013 a été utilisée pour sélectionner les troupeaux bovins. 

Dans le cas de refus de l’éleveur de participer à cette enquête, nous avons ciblé l’élevage le 

plus proche. Les fermes sélectionnées étaient localisées dans 35 communes de la wilaya de 

Sétif (figure 17) et la répartition des troupeaux prélevés par commune est présentée dans le 

(tableau 8). 
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Figure 17 : Carte de la région de Sétif illustrant les communes (zone grise) où des 

échantillons du lait de tank ont été collectés pour la détection de l'infection par Coxiella 

burnetii chez les troupeaux bovins laitiers. 
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Tableau 8 : Distribution des troupeaux échantillonnés par commune.  

Communes              No.  des troupeaux échantillonnés 

1-Bougaa 3 

2-Ain Roua 4 

3-Ain Abessa 8 

4-Tizi N'bechar 3 

5-Babor 4 

6-Serdj EL Ghoul 2 

7-Amoucha 3 

8-Ain El Kebira 5 

10-Ouled Addouane 4 

11-Djemila 2 

12-El Ouricia 5 

13-Beni Fouda 5 

14-Tachouda 5 

15-Ain Arnat 8 

16-Setif 3 

17-Ouled Sabor 4 

18-Guelta Zargua 10 

19-Bellaa 8 

20-El Eulma 10 

21-Mezloug 7 

22-Guedjel  7 

23-Bazer Sakhra 12 

24-Bir Arch 9 

25-Ksar El Abtal 3 

26-Guellal 6 

27-Bir Haddada 7 

28-Ain Lahdjar 9 

29-Tella 14 

30-Hammam Sokhna 10 

31-Taya 5 

32-Ain Oulmene 2 

33-Salah Bey 2 

34-Ain Azel 3 

35-Beida Bordj 8 

 Total  200 

3.2 Échantillonnage 

Des échantillons de lait de mélange ont été recueillis dans un pot en plastique stérile de 50 ml 

après avoir mixé du lait du tank, puis transportés immédiatement sous froid jusqu'au 

laboratoire et congelés à - 20 °C jusqu'à leur utilisation (annexe 1).  
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3.3  Analyses des échantillons  

Le matériel utilisé pour l’analyse des échantillons de lait prélevé est détaillé dans la partie  

annexe du document (annexe 2 et 3).  

3.3.1 Analyse sérologique 

Un échantillon de lait entier prélevé dans chaque troupeau a été testé par le kit ELISA indirect 

(PrioCHECK™ Ruminant Q Fever Ab Plate Kit , LSI, Lissieu, France) pour la 

recherche des anticorps anti-C. burnetii. Le kit était précédemment appelé LSIVet Ruminant 

Q Fever Serum/Milk. Cette technique ELISA utilise des plaques de 96 cupules sensibilisées 

par des antigènes en phase I et en phase II. Ceux-ci sont isolés par l’INRA de Nouzilly à 

partir de ruminants domestiques. C’est une souche ovine responsable d’avortements chez les 

brebis (CbO1). L’utilisation de ce kit sur le lait de citerne a été validée, pouvant donner un 

résultat positif lorsque 10 % des vaches en lactation au sein d’un troupeau bovin ont des 

anticorps spécifiques de C. burnetii (Meunier, 2008 ; Muskens et al., 2011; Czaplicki et al., 

2012; Anastácio et al., 2016). Les valeurs de densité optique (DO) ont été mesurées à 450 nm 

et le ratio échantillon/positif (E/P%) de chaque échantillon a été calculé conformément aux 

recommandations du kit (annexe 5).  

Selon le fabricant, un échantillon était considéré comme négatif lorsque le ratio 

échantillon/positif E/P% ≤30 %, faiblement positif lorsque 30 % <E/P % ≤100 % (+), positif 

lorsque 100 <E/P % ≤200 % (++) et fortement positif lorsque E/P%> 200 % (+++). 

Le principe du kit ELISA indirect utilisé, sa composition, son mode opératoire, sa validation 

ainsi que l’interprétation des résultats obtenus sont présentés en annexe 5.  

3.3.2 Analyse moléculaire 

3.3.2.1 Extraction d’ADN à partir du lait  

3.3.2.1.1 Préparation 

-Préparation de la solution de Phosphate-Buffered Saline 1X  (PBS)  en mélangeant 100 g du 

PBS 10X(Sigma-Aldrich P3813-5X10PAK, USA)  avec 1 litre d’eau désionisée ou stérile.    

-Préparation de la solution de Phosphate-Buffered Saline 1X  (PBS) / Dodécylsulfate de 

Sodium (SDS) (BIO-RAD 161-0301, USA) à raison de 1 % [PBS1X/SDS1 %] en mélangeant 

1 g du SDS avec 100 ml du PBS 1X. 

-Préparation de culot des cellules de lait. 

Les cellules somatiques du lait ont été concentrées par centrifugation à vitesse basse 

(Renshaw et al., 2000) dont les étapes sont les suivants :  
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1-Mettre les tubes de lait au bain-marie ajusté à 70 °C pendant une 1 h pour l’inactivation 

complète des éventuels agents pathogènes présents dans le lait échantillonné. 

2-Mélanger et distribuer 1.5 ml de chaque échantillon de lait de mélange dans des tubes 

eppendorfs de 2 ml. 

3-Centrifuger les tubes eppendorfs à 10000 T/min pendant 10 min à 4 °C.  

4-Enlever le gras de lait avec une spatule. 

5-Enlever le surnageant par inversion des tubes et retirer la graisse résiduelle collée aux parois 

des tubes avec un coton-tige. 

6-Ajouter à chaque tube environ 1 ml de PBS 1X stérile et remettre en suspension le culot 

avec la pipette (en pipetant 3 à 4 fois), puis compléter avec du PBS 1X  jusqu’à  2 ml et 

vortexer. 

7-Centrifuger les tubes eppendorfs à 10000 T/min pendant 10 min à 4 °C, et retirer le 

surnageant par inversion.  

8-Répéter les étapes 6 et 7 une seconde fois. 

9-Ajouter environ 1 ml de solution [PBS1X / SDS1 %], et remettre en suspension le culot 

avec la pipette (en pipetant 3 à 4 fois), puis compléter avec du [PBS1X / SDS1%] jusqu’à 2 

ml et vortexer.  

10-Centrifuger à 10000 T/min pendant 10 min à 4 °C et retirer le surnageant par inversion.  

11-Conserver les culots cellulaires à -20 °C. 

3.3.2.1.2 Extraction  

L’ADN génomique a été extrait à partir du culot cellulaire à l’aide du kit commercial DNeasy 

Blood & Tissue (Qiagen, Hilden, Allemagne) appliqué au tissu des animaux avec 

modification des volumes. Les étapes d’extraction de lait sont les suivants : 

-Ajouter 360 μl du tampon ATL au culot cellulaire. 

-Ajouter 40 μl de protéinase K, vortexer et incuber dans un bain-marie thermomixeur à 56 °C 

pendant 2 h.  

-Ajouter 360 μl du tampon AL et vortexer. 

-Ajouter immédiatement 400 μl d'éthanol (96-100 %) puis vortexer. 

-Transférer l'échantillon dans une colonne DNeasy Mini spin column placé sur un 

tube de collection de 2 ml fourni par Qiagen et centrifuger à ~ 6000 x g (8000 T/min) pour 1 

min. Jeter l'éluât et le tube de collection. 
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-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AWl et centrifuger à ~ 6000 x g (8000 T/min) pendant 1 

min. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AW2 et centrifuger à 20000 x g (14000 T/min) pendant 3 

min pour sécher la DNeasy membrane. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un tube 1.5 ml propre (non fourni par Qiagen), et 

pipeter 50 μl de Tampon AE directement sur la DNeasy membrane. 

-Incuber à la température ambiante pendant 1 min, et centrifuger 1 min à ~ 6000 x g (8000 

T/min). Repasser l'éluât sur la colonne pour un maximum de production d’ADN.  

3.3.2.2 Réaction en chaine par Polymérase  

Tous les échantillons de lait ont été testés par méthode de PCR conventionnelle amplifiant le 

fragment de gène correspondant à l'élément d'insertion IS1111, pour mettre en évidence 

l’excrétion de C. burnetii dans le  lait. Les échantillons positifs ont été confirmés par 

séquençage. Les protocoles suivis et les kits utilisés sont ceux décrits dans la partie analyses  

moléculaires du sang total (chapitre I, page 51 à 58). 

3.4 Analyses statistiques 

La prévalence des troupeaux a été estimée en rapportant le nombre de troupeaux positifs au 

nombre de troupeaux visés, avec calcul de l’intervalle de confiance binomial exact de 95 % 

(Thrusfield, 2007). Le test Kappa de Cohen a été calculé pour évaluer la concordance entre les 

résultats de l’analyse sérologique (ELISA) et moléculaire (PCR)  (Cohen, 1960). La valeur K 

a été interprétée comme suit (Landis et  Koch,1977) : 

- Inférieur à 0 : désaccord  

- 0.0 – 0.20 : degré d’accord très faible  

- 0.21 – 0.40 : degré d’accord faible  

- 0.41 – 0.60 : degré d’accord modéré  

- 0.61 – 0.80 : degré d’accord fort  

- 0.81 – 1.00 : accord presque parfait.  

Le test de McNemar a également été utilisé pour comparer les proportions de résultats positifs 

entre les deux méthodes de diagnostic (McNemar, 1947). L'analyse statistique a été réalisée à 

l'aide du logiciel SPSS v25.0 (SPSS Inc., Chicago, IL, USA). 



Enquête transversale sur la coxiellose bovine basée sur l’analyse sérologique et moléculaire du lait de mélange 

(tank) comme matrice de diagnostic dans la région de Sétif. 

 

80 
 

3.5 Considération éthique 

Les échantillons de lait du tank bovin ont été prélevés avec les collecteurs de lait au cours de 

la collecte quotidienne après avoir obtenu le consentement des éleveurs. En outre, la collecte 

de lait n'est ni nocive ni menaçante pour le bien-être des animaux.  

4 Résultats 

4.1  Prévalence de la coxiellose chez les troupeaux bovins laitiers  

Sur un total de 200 échantillons de lait de mélange analysés par la technique ELISA indirect, 

74 se sont révélés positifs aux anticorps spécifiques de C. burnetii (37 % ; IC 95% : 30.31%-

43.69%). Parmi eux, 54 appartenaient à des troupeaux faiblement séropositifs (+) (27 % ; IC 

95% : 20.84%-33.15%), 20 appartenaient à des troupeaux moyennement séropositifs (++ ) (10 

% ; IC 95% : 5.84%-14.15%) et aucun des troupeaux ne s’est révélé comme hautement 

séropositif (+++). Cependant, sur les 200 échantillons analysés par la méthode de PCR, 

seulement 18 ont donné un résultat positif, soit un taux d’infection de 9 % (IC 95% : 5.03%-

12.96%) (figure 18). Enfin, la prévalence globale obtenue par les deux méthodes de 

diagnostic à la fois était de 41 % (IC 95% : 34.18%-47.82%).  

 

Figure 18 : Photographie du résultat de l’électrophorèse sur gel d’agarose des fragments 

d’IS1111 issus des échantillons de lait de mélange (B). (Marqueur d’ADN (A), contrôle 

positif (C) et contrôle négatif (D)). 

L’analyse phylogénique a montré que les séquences IS1111 obtenues dans le lait bovin 

présentent 100 % de similarité avec celles détectées dans les échantillons de sang total et 

celles de  C. burnetii déposées dans le Genbank (numéro d’accession CP035112.1, 

CP040059.1, CP014354.1, CP013667.1 et autres).  

Parmi 35 communes sélectionnées dans cette étude, 22 contiennent au moins un troupeau 

positif par ELISA soit un taux de 62.95 % (IC 95% : 45.85%-78.86%) et 7 positifs par PCR 

A 

B B C D 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/CP014354
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soit un taux de 20 % (IC 95% : 6.74%-33.25%). La répartition des troupeaux infectés par C. 

burnetii selon les communes est illustrée dans la figure 19 et tableau 9. 

 

Figure 19 : Carte de la région de Sétif au Nord-Est de l'Algérie, illustrant les communes qui 

contiennent des troupeaux positifs. 
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Tableau 9 : Distribution des troupeaux positifs vis-à-vis de Coxiella burnetii en utilisant le 

lait bovin de tank comme matrice de diagnostic par commune. 

 

Communes 

No. de troupeaux 

échantillonnés 

No.  de troupeaux 

positifs par ELISA 

No.  de troupeaux 

positifs par PCR 

1-Bougaa 3 2 0 

2-Ain Roua 4 0 0 

3-Ain Abessa 8 5 3 

4-Tizi N'bechar 3 0 0 

5-Babor 4 2 0 

6-Serdj EL Ghoul 2 1 0 

7-Amoucha 3 0 0 

8-Ain El Kebira 5 3 0 

9-Dehamcha 1 0 0 

10-Ouled Addouane 3 1 0 

11-Djemila 2 1 0 

12-El Ouricia 5 3 0 

13-Beni Fouda 5 3 2 

14-Tachouda 5 2 0 

15-Ain Arnat 8 4 2 

16-Setif 3 0 0 

17-Ouled Sabor 4 0 0 

18-Guelta Zargua 10 4 2 

19-Bellaa 8 0 0 

20-El Eulma 10 6 0 

21-Mezloug 7 4 0 

22-Guedjel  7 0 0 

23-Bazer Sakhra 12 6 4 

24-Bir Arch 9 5 0 

25-Ksar El Abtal 3 0 0 

26-Guellal 6 3 0 

27-Bir Haddada 7 3 0 

28-Ain Lahdjar 9 0 0 

29-Tella 14 6 4 

30-Hammam Sokhna 10 4 0 

31-Taya 5 0 0 

32-Ain Oulmene 2 0 0 

33-Salah Bey 2 2 1 

34-Ain Azel 3 0 0 

35-Beida Bordj 8 4 0 

Total  200 74 18 
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4.2 Concordance entre la méthode de PCR et la technique ELISA  

La comparaison des résultats obtenus par les deux méthodes pour la mise en évidence de 

l’infection par C. burnetii dans le lait de tank de vache a révélé 10 échantillons positifs par les 

deux techniques (ELISA+/PCR+) (5 %; IC 95% ; 1.98%-8.02%),  8 positifs uniquement par 

la méthode de PCR (ELISA-/PCR+) (4 % ; IC 95% ; 1.28% -6.71%), 64 positifs uniquement 

par la technique d’ELISA (ELISA+/PCR-) (32 % ; IC 95% ; 25.53% -38.46%) et 118 négatifs 

par les deux techniques (ELISA-/PCR-) (59% ; IC 95% ; 52.18%-65.81%) (tableau 10). Le 

test kappa de Cohen a montré un coefficient k égal à 0,0849 (IC 95% ; 0-0.189), ce qui 

correspond à une très faible concordance entre les résultats des techniques ELISA et PCR. Le 

test de McNemar a également montré que les deux méthodes de diagnostic donnaient des 

résultats significativement différents (p <0,01) (tableau 10). 

Tableau 10 : Concordance entre les méthodes ELISA et PCR pour la détection de l'infection 

par Coxiella burnetii sur du lait bovin de tank. 

Techniques  ELISA  Total  

  Positif Négatif  

PCR  Positif 10 8 18 

 Négatif 

total 

64 

74 

118 

126 

182 

200 

Coefficient de  

Kappa de Cohen 

0.0849 (IC 95 % : 0-0.189) 

Test de McNemar  9.06
e-11

 

5 Discussion   

Dans cette étude, le lait de tank bovin a été analysé par la technique ELISA indirecte pour 

détecter les anticorps spécifiques de C. burnetii.  Cette technique utilise des antigènes obtenus 

à partir d'une souche ovine européenne de C. burnetii et qui est considérée plus sensible que 

celle utilisant des antigènes préparés à partir de la souche de référence Nine Mile isolée à 

partir de tiques (EFSA, 2010). La méthode de PCR utilisée dans cette étude amplifie un 

fragment de gène correspondant à l'élément d'insertion IS1111 qui est caractérisé par une 

sensibilité élevée en raison de la présence de plusieurs copies de gène IS1111 dans le génome 
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de C. burnetii (Klee et al., 2006 ; Boarbi et al., 2016). De plus, la vaccination contre C. 

burnetii n’est pas pratiquée en Algérie, par conséquent, notre résultat ne peut refléter qu’une 

infection naturelle.  

5.1 Prévalence de la coxiellose chez les troupeaux bovins laitiers de la wilaya de 

Sétif 

Cette étude a révélé que parmi les 200 échantillons de lait de tank analysés par ELISA 

indirect, 74 se sont révélés  positifs aux anticorps spécifiques de C. burnetii (37 %). Parmi  les 

74 troupeaux séropositifs, 54 sont faiblement séropositifs (+) (27 %), 20 sont moyennement 

séropositifs (++) (10 %) et aucun des troupeaux ne s’est avéré comme hautement séropositif 

(+++). Ceci est expliqué par la dominance des troupeaux à faible séroprévalence intra-

troupeau dans notre région d’étude et corrobore notre résultat de l’enquête sérologique menée 

sur des échantillons de sérum bovins qui a rapporté une séroprévalence intra troupeau de 

23,71 % (chapitre I). En revanche, la séroprévalence du troupeau obtenue dans cette étude (37 

%) est légèrement inférieure à celle retrouvée dans l’enquête sérologique précédente (45.55 

%) (chapitre I). Cette constatation peut s'expliquer d’une part, par le respect des mesures 

d’hygiène et de biosécurité dans les grands élevages bovins commerciaux et d’autre part, par 

le critère de séropositivité des deux enquêtes sérologiques qui sont différentes (Anastácio et 

al., 2016). En effet, dans l'étude précédente, un troupeau était considéré comme séropositif 

lorsqu'il contient au moins une vache séropositive, surtout que la majorité des fermes 

sélectionnées étaient de faible taille et par conséquent, la totalité était prélevée. Alors que 

dans la présente étude, un troupeau est considéré séropositif lorsqu'il contient au moins 10% 

des vaches en lactation séropositives, car la sensibilité de ce kit ELISA diminue lorsque la 

séroprévalence intra-troupeau est inférieure à 10 % (Meunier, 2008; Muskens et al., 2011; 

Czaplicki et al., 2012; Anastácio et al., 2016). De plus,  les échantillons du lait de tank 

n’incluent pas les vaches taries ou malades (ex : mammite) qui peuvent être probablement des 

séropositives. D'où l'intérêt de répéter l’échantillonnage du lait de tank à intervalles réguliers 

pour couvrir tous les animaux de la ferme. Plusieurs études ont rapporté de grandes variations 

dans la prévalence de C. burnetii chez les troupeaux bovins dans le monde. En effet, une 

revue de la littérature sur la prévalence de l'infection à C. burnetii basée sur des méthodes 

sérologiques et moléculaires chez les ruminants domestiques a montré une prévalence 

mondiale de la coxiellose bovine au niveau du troupeau qui varie de 4.4 % à 100 %, avec une 

moyenne de 37.7 % (Guatteo et al., 2011).  En comparant nos résultats avec ceux obtenus 

dans d’autres enquêtes épidémiologiques utilisant le lait de tank comme matrice de diagnostic 
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pour déterminer la prévalence du troupeau, notre séroprévalence apparente est similaire à 

celle obtenue au Portugal (37.8 %) (Anastácio et al., 2016). Cependant, elle semble être 

inférieure à celle observée en Pologne (45.5%) (Szymańska-Czerwińska et al., 2019), en 

Belgique (57.8 %) (Czaplickiet al., 2012), au Danemark (59 %) (Agger et al., 2013), en 

Espagne (66.9 %) (Astobiza et al., 2012b), aux Pays-Bas (78.6 %) (81.6 %)  (Muskens et al., 

2011 ; van Engelen et al., 2014) et en Jordanie (70.9 %) (Obaidat et Kersh, 2017). 

L’excrétion de C. burnetii dans le lait de tank a été détectée dans 18 troupeaux parmi 200 

testés soit une prévalence de 9 %.  À l’instar de l’enquête sérologique, la prévalence de C. 

burnetii par outil moléculaire est également inférieure à celle retrouvée dans la majorité des  

enquêtes publiées à travers le monde, notamment celles réalisées en Europe et aux États-Unis. 

Citons l’exemple des Pays-Bas dans deux études différentes (56.6 % et 18.8 %) (Muskens et 

al., 2011 ; van Engelen et al., 2014), de Portugal (20 %) (Anastácio et al., 2016), de Belgique 

(30 %) (Czaplicki et al., 2012), de Pologne (36.9 %) (Szymańska-Czerwińska et al., 2019), de 

l’Italie (40.1 %) (Valla et l., 2014), de l’Espagne (51,7 %) (Astobiza et al., 2012b) et des 

États-Unis (94.3 %) (Kim et al., 2005). Cela est expliqué par le fait que ces pays possèdent un 

cheptel bovin très important avec de nombreux troupeaux de grandes tailles, ce qui favorise la 

dissémination de l’infection par C. burnetii entre les élevages bovins (McCaughey et al.2010 ; 

Ryan et al. 2011 ; Agger et al., 2013 ; Anastácio et al., 2014; van Engelen et al., 2014). 

Cependant, des études iraniennes rapportent des prévalences similaires voir plus faibles (5 %), 

(6.2 %) et  (8.6 %) (Rahimi et al., 2010 ; Borji et al.,2014 ; Nokhodian et al, 2016). En fait, 

l’excrétion laitière de C. burnetii constitue la voie la plus importante de dissémination de la 

bactérie dans l’environnement par les élevages bovins laitiers, car elle peut durer jusqu’à 13 

mois (Rahman et al., 2016).  La présence de C. burnetii dans le lait de bovins laitiers a été 

confirmée dans de nombreux pays du monde et soulève des préoccupations quant au rôle du 

lait non pasteurisé en tant que source potentielle de maladie chez l'homme (Pexara et al., 

2018). Certaines études ont rapporté un taux de séroprévalence et de maladie plus élevés chez 

les patients consommant du lait cru (Eldin et al., 2013). La contamination du lait cru peut en 

outre générer des aérosols contaminés au cours des différentes étapes de la manipulation du 

lait, notamment la traite des vaches et la manipulation du lait dans les fermes et les laiteries. 

Par conséquent, il est nécessaire de prendre des mesures préventives telles que la 

pasteurisation du lait et l'utilisation de matériels de protection nécessaires (Rahman et al., 

2016).  
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5.2 Concordance entre les méthodes de diagnostic ELISA et PCR 

Sur la base du test kappa de Cohen, une très faible concordance entre les résultats des 

techniques ELISA et PCR utilisées pour détecter l’infection à C. burnetii dans le lait du tank a 

été obtenue 0.0849 (IC 95 % : 0-0.189). Le test de McNemar a également révélé que les deux 

techniques donnaient des résultats significativement différents (p <0.01). Des résultats 

similaires ont été rapportés dans d'autres études (Czaplicki et al., 2012 ; Anastácio et al., 

2016). Cette différence est liée d’une part, par la présence de troupeaux laitiers positifs par 

ELISA et négatifs par PCR, avec une prévalence qui semble importante (32 %) par rapport à 

la prévalence globale obtenue par les deux méthodes de diagnostic (41%), ce qui indique une 

infection antérieure avec absence de vaches excrétrices de C. burnetii (Muskens et al., 2011 ; 

Anastácio et al., 2016). D'autre part, par la présence de troupeaux laitiers testés positifs par 

PCR et négatifs par ELISA (4 %). Ceci peut être expliqué par la présence de vaches infectées 

récemment n’ayant pas encore fabriqué d’anticorps contre la bactérie ou bien le taux de ces 

derniers est sous le seuil de la détectabilité (Muskens et al., 2011 ; Anastácio et al., 2016). 

Enfin, la comparaison entre les méthodes moléculaires et sérologiques pour la recherche de C. 

burnetii dans le lait bovin n'est pas appropriée, car la réponse immunitaire est plus durable 

que l'excrétion de cette bactérie dans le lait (Boroduske et al., 2017). De plus, l'excrétion est 

parfois intermittente (Rodolakis et al., 2007), se produit chez des animaux séronégatifs 

(Rodolakis et al., 2007) et peut également se produire par d'autres voies telles que les glaires 

vaginales et les selles et non pas dans le lait (Guatteo et al., 2006 ; 2007).  

6 Conclusion 

Cette étude a montré que 37 % des troupeaux de vaches laitières  possèdent des anticorps anti-

C. burnetii et 9 % excrètent C. burnetii dans lait dans la région de Sétif. Ces taux sont 

relativement bas comparés à ceux publiés dans d'autres régions du monde. Cependant, la mise 

en œuvre de programmes de prophylaxie et de contrôle est nécessaire pour prévenir la 

propagation de l'infection par C. burnetii chez les bovins et le risque potentiel sur la santé 

publique. Le test du lait de tank est un bon outil de surveillance et de contrôle de la coxiellose 

dans les troupeaux de vaches laitières, à condition  de combiner des méthodes de diagnostic 

moléculaires et sérologiques avec une répétition d’échantillonnage à intervalle régulier. De 

plus, des études supplémentaires sont nécessaires pour caractériser les génotypes de C. 

burnetii circulant dans les troupeaux bovins de la zone étudiée. 
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Chapitre III : Enquête épidémiologique sur la diversité des tiques bovines et leur taux 

d’infection par Coxiella burnetii dans la région de Sétif 

1 Introduction  

Les tiques constituent un vecteur potentiel et un réservoir naturel de Coxiella burnetii 

(Spyridaki et al., 2002) et plus de 40 espèces de tiques différentes ont été trouvées 

naturellement infectées par C. burnetii à travers le monde (Maurin et al., 1999 ; EFSA, 2010). 

Les tiques transmissent l'agent pathogène à la fois horizontalement et verticalement, c'est-à-

dire de manière transstadiale et transovarienne aux prochaines générations de tiques (Altay 

Çapin et al., 2013; Eldin et al., 2017). Ceci permet le maintien de C. burnetii dans 

l'environnement (Spyridaki et al., 2002; Dorko et al., 2012; Kumsa et al., 2015). Les tiques 

transmissent C. burnetii principalement entre animaux sauvages et occasionnellement aux 

ruminants domestiques (EFSA, 2010; Porter et al., 2011; Jourdain et al., 2015). Elles sont 

infectées lors de la prise d’un repas sanguin provenant d’un animal infecté par C. burnetii.  

Cette dernière se multiplie dans les cellules de la partie moyenne de l’intestin des tiques, puis 

est excrétée dans leurs salives et leurs matières fécales (Porter et al., 2011; Kumsa et al., 

2015; Ndeereh et al., 2017). Par conséquent, cet agent pathogène a été transmis à d'autres 

animaux directement lors d'un autre repas sanguin ou indirectement par propagation aérogène 

d'excrétions fécales de tiques séchées (Sprong et al., 2012; Ogo et al., 2013). Les infections 

humaines et animales sont principalement causées par l'inhalation d'aérosols ou de poussières 

provenant d'excréments contaminés par C. burnetii (Porter et al., 2011). Cependant, les 

transmissions orales et vectorielles par les tiques ont été rapportées chez les animaux alors 

qu'elles restent controversées chez l'homme (Toledo et al., 2009a ; Pexara et al., 2018 ; Eldin 

et al., 2017). En Algérie, seules quatre études ont révélé la présence de C. burnetii chez les 

tiques. En effet, Leulmi et al. (2016) ont détecté C. burnetii chez des tiques du genre Ixodes 

vespertilionis récoltées sur des chauves-souris. Aouadi et al. (2017)  ont détecté la bactérie 

chez Rhipicephalus bursa  prélevée sur des petits ruminants à Souk Ahras. Abdelkadir et al. 

(2019) ont mis en évidence l’infection d’Hyalomma excavatum et Rh. bursa prélevées à partir 

de ruminants domestiques au Nord-Ouest Algérien. Enfin, Bellabidi et al. (2020)  ont 

récemment rapporté la présence de C. burnetii chez  Hyalomma dromedarii, Hyalomma 

impeltatum et Hyalomma excavatum collectées à partir de dromadaires au Sud-Est de 

l'Algérie. 
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2 Objectifs de l’étude  

En Algérie, il existe un manque de connaissances sur la fréquence des espèces de tiques dures 

chez le bovin et des maladies zoonotiques transmises par ces tiques. Dans ce contexte, la 

présente étude réalisée dans la région de Sétif, vise les objectifs suivants : 

 Estimer la prévalence d’infestation des troupeaux bovins d’infestation des bovins par 

les tiques dures. 

 Déterminer la diversité des tiques bovines identifiées. 

 Déterminer les espèces de tiques porteuses de C. burnetii et évaluer le taux 

d’infection.  

 Déterminer la prévalence des troupeaux infestés par des tiques porteuses de C. 

burnetii. 

3 Matériel et Méthodes 

Le matériel nécessaire à l’échantillonnage et  l’analyse du laboratoire est présenté en annexe 1 

et 3 respectivement. 

3.1 Prélèvement des tiques  

Un total de 228 troupeaux bovins contenant 2508 bovins de différents âge, sexe et race, 

localisés dans 47 communes de la région de Sétif ont été sélectionnés aléatoirement et 

examinés pour rechercher la présence de tiques dures durant la période s’étalant du mars 2016 

à avril 2018 (figure 20). Selon le degré d’infestation des animaux, nous avons récolté un 

nombre de un jusqu’à dix tiques par animal infesté. Sur les bovins ayant une bonne 

contention, les tiques sont recherchées visuellement au niveau des zones de prédilection c'est-

à-dire les parties ou la peau est fine (mamelle et région anogénitale), ensuite prélevées à l’aide 

d’un forceps par simple traction en veillant à préserver leur intégrité pour ne pas abîmer le 

rostre qui est important dans la diagnose des tiques. Le nombre de troupeaux inspectés pour 

chaque commune est présenté au tableau 11.  
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Figure 20 : Carte de la région de Sétif, reprenant les communes (zone grise) échantillonnées 

pour la collecte de tiques sur des troupeaux bovins.  
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Tableau 11 : Répartition des troupeaux  échantillonnés  en fonction de la commune.  

 

3.2 Conservation des tiques  

Les tiques ont été conservées dans des tubes identifiés, contenant de l'éthanol à 70 % et 

maintenu à température ambiante pour éviter la déshydratation des échantillons et assouplir 

davantage le tégument. 

3.3 Identification et regroupement des tiques 

Les tiques ont été identifiées individuellement à l'aide d’un stéréomicroscope en se basant sur  

leurs caractéristiques morphologiques, comme décrit dans le guide clé d'identification des 

tiques établis par Walker et ses collaborateurs (Walker et al., 2003 ; 2014). Au total 712 

Communes 

No. de troupeaux  

échantillonnés  Communes 

No. de troupeaux 

échantillonnés 

1-Beni Ouartilene 2 25-Bellaa 5 

2-Ain Legradj 1 26-El Eulma 10 

3-Draa Kebila 2 27-Mezloug 4 

4-Bousselam 2 28-Guedjel  4 

5-Maouklane 1 29-Bazer Sakhra 9 

6-Bougaa 5 30-Bir Arch 6 

7-Ain Roua 4 31-El Ouldja 2 

8-Ain Abessa 12 32-Ksar El Abtal 5 

9-Tizi N'bechar 3 33-Guellal 4 

10-Babor 4 34-Bir Haddada 4 

11-Serdj EL Ghoul 2 35-Ain Lahdjar 3 

12-Beni Aziz 5 36-Tella 8 

13-Amoucha 3 37-Hammam Sokhna 6 

14-Ain El Kebira 4 38-Taya 4 

15-Dehamcha 6 39-Ain Oulmene 2 

16-Ouled Addouane 6 40-Rosfa 5 

17-Djemila 8 41-Salah Bey 4 

18-El Ouricia 7 42-Ain Azel 4 

19-Beni Fouda 9 43-Beida Bordj 5 

20-Tachouda 5 44-Hamma 2 

21-Ain Arnat 9 45-Ain Sebt 4 

22-Setif 5 46-Moaouia 6 

23-Ouled Sabor 3 47-Beni Hocine 4 

24-Guelta Zargua 10 

  Total 228 
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tiques ont été  regroupées en 159 pools selon l’espèce, le stade du développement, le sexe, 

l’état de gorgement des tiques ainsi que leur appartenance aux troupeaux. 

3.4 Analyse moléculaire  

3.4.1 Extraction d’ADN des tiques 

3.4.1.1 Préparation 

-Laver les tiques de chaque pool par l'eau stérile pendant 10 min et les sécher sur un papier 

filtre stérile. 

-Couper longitudinalement les tiques en deux moitiés égales avec un scalpel stérile à usage 

unique (une moitié de chaque tique a été conservée comme échantillon de réserve afin d'éviter 

le risque de perte après extraction de l’ADN).  

-Mettre les tiques dans des tubes stériles à usage unique de 10 ml. 

3.4.1.2 Extraction 

-Ajouter  600  μl du tampon de lyse ATL au contenu des tubes et vortexer. 

-Ajouter 60 µl de Protéinase K et incuber à 56 °C pendant 24 h dans un bain-marie 

thermomixeur.  

-Ajouter 200 μl d'éthanol (96-100 %), puis vortexer. 

-Transférer l'échantillon dans une colonne DNeasy Mini spin column placé sur un 

tube de collection de 2 ml fourni par Qiagen et centrifuger à  ~ 6000 x g (8000 T/min) pour 1 

min. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AWl et centrifuger à ~ 6000 x g (8000 T/min) pendant 1 

min. Jeter l'éluât et le tube de collection 

-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un nouveau tube de collection de 2 ml fourni par 

Qiagen, ajouter 500 μl de Tampon AW2 et centrifuger à 20000 x g (14000 T/min) pendant 3 

min pour sécher la DNeasy membrane. Jeter l'éluât et le tube de collection. 

-Placer la colonne DNeasy Mini spin sur un tube 1.5 ml propre (non fourni par Qiagen), et 

pipeter 50 μl de Tampon AE directement sur la DNeasy membrane. 

-Incuber à la température ambiante pendant 1 min, et centrifuger 1 min à ~ 6000 x g (8000 

T/min). Repasser l'éluât sur la colonne pour un maximum de production d’ADN.  

3.4.2 Réaction en chaine par polymérase (PCR) 

Pour augmenter la spécificité et la sensibilité de la technique PCR. Des extraits d’ADN 

provenant de 159 pools de tiques ont étés analysés par deux  PCR classiques différentes. La 
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première PCR cible le gène IS1111, qui a été réalisée selon le protocole mis au point 

précédemment au chapitre I à la section de l’analyse moléculaire des échantillons de sang 

total (chapitre I, page 51 à 58). Les copies IS1111 trouvées dans le génome de C. burnetii 

peuvent être à 100 % identiques à celles identifiées chez Coxiella endosymbiotique (Vilcins et 

al., 2009 ; Duron, 2015a). Cette dernière n'est pas un agent pathogène, mais plutôt un 

symbiote mutualiste de tiques (Smith et al., 2015 ; Gottlieb et al., 2015; Guizzo et al., 2017). 

Par conséquent,  pour éviter la réaction croisée entre ces deux microorganismes, une seconde 

PCR utilise l’amorce forward  C.B.-1 :5’- ACT CAA CGC ACT GGA ACC GC-3’ et 

l’amorce reverse C.B.-2 : 5’-TAG CTG AAG CCA ATT CGC C-3’) pour amplifier 

spécifiquement 257  paires de bases du gène codant pour l'enzyme superoxyde dismutase 

(SOD) de C. burnetii a été réalisée  (Stein et Raoult., 1992 ; Masala et el., 2004 ; Altay Çapin 

et al., 2013 ; Mtshali et al., 2015 ; Chisu et al., 2018).  

Le mélange réactionnel utilisé pour l’amplification du gène SOD était composé de : 5.5 μl 

d’eau UP, 12.5 μl de Master Mix Quantitech (Qiagen, Hilden, Allemagne), 1 μl de chacune 

des deux amorces et 5 μl d’extrait d’ADN d’un échantillon pour un volume total de 25 μl. Les 

conditions thermales d’amplification consistaient à réaliser un cycle de pré-dénaturation à 95 

°C pendant 15 min, suivi par 40 cycles de l’amplification de l’ADN d’intérêt comprenant 

chacun 1 min de dénaturation à 94 °C, 30 s d’hybridation des amorces à 62 °C et 1 min de 

polymérisation à 72 °C, et un dernier cycle de post-polymérisation à 72 °C pendant 5 min. Le 

résultat d’amplification était vérifié par une migration du produit d’amplification sur un gel 

d’agarose à 1.5 % coloré avec du SYBR Safe DNA (Thermo Fisher™ Applied Biosystems™ 

Waltham, MA, USA) et révélé sous une lumière UV.  Les échantillons positifs ont été purifiés 

et séquencés de manière similaire à ceux du sang et du lait (chapitre I et II).  

3.5 Analyses statistiques  

L'analyse statistique a été réalisée à l'aide de SPSS 25 (Chicago, IL, USA). Les prévalences 

d’infestation des troupeaux bovins par les tiques (%) ont été calculées en divisant le nombre 

de troupeaux infestés par les tiques sur le nombre total de troupeau visités, multiplié par 100. 

Le test du khi carré ou le test exact de Fisher a été mesuré pour comparer la différence de 

prévalence de C. burnetii dans les groupes de tiques. La différence était considérée comme 

statistiquement significative lorsque la valeur p était <0.05. Les taux d’infection des tiques par 

C. burnetii dans les pools ont été estimés à l’aide d’un estimateur du maximum de 

vraisemblance (EMV) avec un intervalle de confiance de 95 %. EMV a été calculé selon deux 

équations statistiques différentes selon que la taille des pools est égale (1) ou inégale (2).  
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1.  EMV=1-(1- 
 

 
 1/m   

(Walter et al., 1980).
 

Ou m = nombre de tiques dans un pool (taille du pool), x= nombre de pools  et y= nombre de 

pools positifs.  

2.  EMV=1-(1- 
  

 
 1/mp   

(Clements, 2012).
 

Ou mp = la taille moyenne du pool (taille du pool), N= nombre de tiques dans tous les pools   

et Np= nombre de tiques dans les  pools positifs. 

Cependant, dans notre recherche, nous avons utilisé logiciel PooledInfRate (version 4.0) 

intégrée au Microsoft Excel (Biggerstaff, 2009) pour estimer EMV. 

3.6  Considération éthique  

Un consentement verbal a été obtenu auprès des éleveurs participants après avoir expliqué le 

but et l'importance de l'étude. Toutes les directives internationales applicables pour le soin et 

l'utilisation des animaux ont été suivies. 

4 Résultats 

4.1  Prévalence d’infestation des troupeaux bovins par les tiques dures 

À l’échelle individuel, parmi les 2508 bovins observés, 222 étaient infestés soit une 

prévalence de 8.85 % (IC 95% : 7.74%-9.96%). 

À l’échelle de troupeau, des tiques ont été trouvées dans 52 troupeaux parmi 228 inspectés 

dans la région de Sétif soit une prévalence de 22.80 % (IC 95% : 17.36%-28.25%). 

La distribution géographique des troupeaux infestés est présentée à la figure 21. Le tableau 12 

présente le nombre de troupeaux inspectés et infestés pour chaque commune. 



Diversité des tiques bovines et leur taux d’infection par Coxiella burentii dans la région de Sétif 

 

94 
 

 

Figure 21 : Carte de la région de Sétif illustrant les communes qui renferment  des troupeaux 

infestés. 
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Tableau 12 : Répartition géographique des troupeaux infestés par les tiques dures en fonction 

de la commune. 

4.2 Diversité des tiques bovines présentes dans la wilaya de Sétif 

Le résultat de l’identification au laboratoire a révélé la présence de 7 espèces de tiques 

rattachées à 4 genres ou sous genres différents. Les tiques du genre Hyalomma ont été 

largement plus abondantes avec un nombre de 429  soit un taux de 60.25 %, suivies par les 

tiques du genre Rhipicephalus avec 281 tiques soit un taux de 39.46 %. Enfin, les tiques les 

moins représentatives ont été celles du genre Haemaphysalis avec seulement 2 tiques soit 0.28 

% de l’effectif total. 

 L’espèce majortiaire dans notre milieu d’étude est Rhipicephalus bursa (37.92 %), suivie de 

Hyalomma marginatum (29.91%) et Hyalomma detritum detritum (26.40 %) respectivement 

(tableau 13) (Figure 22 et 23). Les espèces Hyalomma lusitanicum, Rhipicephalus sanguineus 

 

Communes 

No. de 

troupeaux 

prélevés 

No. de 

troupeaux 

infestés Communes 

No.  de 

troupeaux 

prélevés 

No. de 

troupeaux 

 infestés 

1-Beni Ouartilene 2 1 25-Bellaa 5 0 

2-Ain Legradj 1 0 26-El Eulma 10 2 

3-Draa Kebila 2 2 27-Mezloug 4 2 

4-Bousselam 2 0 28-Guedjel  4 1 

5-Maouklane 1 0 29-Bazer Sakhra 9 2 

6-Bougaa 5 2 30-Bir Arch 6 0 

7-Ain Roua 4 2 31-El Ouldja 2 0 

8-Ain Abessa 12 4 32-Ksar El Abtal 5 2 

9-Tizi N'bechar 3 0 33-Guellal 4 0 

10-Babor 4 3 34-Bir Haddada 4 0 

11-Serdj EL Ghoul 2 2 35-Ain Lahdjar 3 0 

12-Beni Aziz 5 1 36-Tella 8 2 

13-Amoucha 3 0 37-Hammam Sokhna 6 0 

14-Ain El Kebira 4 2 38-Taya 4 2 

15-Dehamcha 6 1 39-Ain Oulmene 2 0 

16-Ouled Addouane 6 2 40-Rosfa 5 0 

17-Djemila 8 3 41-Salah Bey 4 2 

18-El Ouricia 7 0 42-Ain Azel 4 2 

19-Beni Fouda 9 3 43-Beida Bordj 5 0 

20-Tachouda 5 2 44-Hamma 2 0 

21-Ain Arnat 9 2 45-Ain Sebt 4 1 

22-Setif 5 1 46-Moaouia 6 0 

23-Ouled Sabor 3 0 47-Beni Hocine 4 0 

24-Guelta Zargua 10 1 
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sensu lato, Rhipicephalus (Boophilus) annulatus, et Haemaphysalis punctata ont été moins 

présentes avec des fréquences respectives de (3.93 %), (1.26 %), (0.28 %) et (0.28 %) (figure 

22 et 23) (tableau 13).  

 

Figure 22 : Fréquence des espèces de tiques infestant les bovins de la région de Sétif. 

En outre, parmi les tiques identifiées, il y avait 390 femelles adultes (54.77 % dont 4.35 % 

non engorgées; 21.06 % partiellement engorgées; 29.35 % entièrement engorgées), 261 mâles 

adultes (36.65 % dont 16.57 % non engorgés et 20.08 % partiellement engorgés), et 61 

nymphes appartenant à Rh. bursa (8.56 % dont 7.72 % non engorgées; 0.84 % partiellement 

engorgées). La diversité et la fréquence des tiques examinées sont présentées au tableau 13. 

3,93% 

1,26 % 
0,28 % 

0,28 % 
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Figure 23: Diversité des tiques bovines dans la wilaya de Sétif.

Espèce   Face Rh. bursa Hy. marginatum Hy. detritum 

detritum 

Hy. lusitanicum Rh. sanguineus 

s.l. 

Rh. annulatus Hae. punctata 

sexe 

Male  Dorsale non identifiée  

 Ventrale non identifiée 

Femelle  dorsale                                                                

Photos non 

prises  

 ventrale  

Photos non prises  
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Tableau 13 : Répartition des espèces de tiques collectées chez les bovins dans la wilaya de Sétif en fonction de leur stade de développement, leur sexe et leur état 

de gorgement.  

Espèce de tiques Stade de  

développement 

Sexe Etat  de gorgement  No. de tique 

(%)* 

Adulte nymphe Male  femelle Male Femelle Nymphe  

Engorgé Partiellement 

engorgé 

Non  

Engorgée 

partiellement 

engorgée 

Entièrement 

engorgée 

Non 

engorgée 

Partiellement 

engorgée 

Rh. bursa  209 61 72 137 26 46 15 47 75 55 6 270 (37.92)   

Rh. sanguineus s.l. 9  / 5 4 5 / / / 4 / / 9 (1.26) 

Hy. marginatum  213 / 77 136 60 17 6 44 86 / / 213 (29.91) 

Hy. detritum detritum 188 / 95 93 40  55 / 59 34  / / 188 (26.40) 

Hy. lusitanicum  28 / 12 16 12 / 10 / 6 / / 28 (3.93)  

 Rh.  annulatus 2 / / 2 / / / / 2 / / 2(0.28) 

Hae.punctata 2 / / 2 / / / / 2 / / 2(0.28) 

No. total de tiques 651 61 261 390 143  118 31 150 209 55  6 712  

Fréquence de tiques 

(%) 

91.43 8.57 36.65 54.77 20.08 16.57 4.35 21.06 29.35 

 

7.72 0.84 100 

https://www.cabi.org/isc/datasheet/91605
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4.3 Détermination des espèces de tiques porteuses de Coxiella burnetii et 

évaluation du taux d’infection 

L'analyse moléculaire par la méthode de PCR a révélé que 52 des 159 pools de tiques (32.70 

%) étaient positifs ciblant le gène correspondant à l’élément d’insertion  IS1111 des coxielles, 

avec un taux d'infection estimé à l’aide d’un estimateur de maximum de vraisemblance 

(EMV) égale à 8.41 % (IC 95% : 6.38%-10.79%) (figure 24). L’EMV calculé a montré un 

taux d'infection de 13.84 % (IC 95% : 3.59%-32.95%) chez Hy. lusitanicum, 12.12 % (IC 

95% : 7.49%-18.15%) chez Hy. detritum detritum, 9.84 % (IC 95% : 6.07%-14.76%) chez Hy 

.marginatum  et 4.78% (IC 95% : 2.52%-7.89%) chez Rh. bursa. En outre, un seul pool de 2 

tiques appartenant à Rh. annulatus a été examiné et le résultat était positif. Cependant, les 

séquences IS1111 n'ont pas été identifiées chez les tiques de Rh. sanguineus s.l. et Hae. 

punctata (tableau 14).   

 

Figure 24 :   Photographie du résultat de l’électrophorèse sur gel d’agarose des fragments de 

la séquence d’insertion IS1111 issue des échantillons de tiques collectées chez les bovins de 

la wilaya de Sétif  (B) (marqueur d’ADN (A), contrôle positif (C) et contrôle négatif (D)). 

Cependant, l’amplification du gène codant pour l'enzyme superoxyde dismutase (SOD) de C. 

burnetii a mis en évidence seulement 14 pools positifs pour l'ADN de C. burnetii soit un taux 

d’infection estimé par EMV égale à 2.05 % (IC 95% : 1.16%-3.29%) (figure 25) ce qui 

correspond à 14 tiques positives. En plus, il s’est avéré que ces derniers sont également 

positifs pour IS1111.  

C. burnetii a été détectée dans 7 pools de tiques appartenant à  Rh. bursa (EMV : 2.71 % ; IC 

95% : 1.17%-5.18%) dont un pool est une nymphe et six sont des adultes,  4 pools de tiques 

adultes d’Hy. detritum detritum (EMV: 2.23 % ; IC 95% : 0.7%-5.11%)  et 3 pools de tiques 

adultes d’Hy. marginatum  (EMV: 1.46 % ; IC  95% : 0.36%-3.74%). 

A

A 

B

A 

B

A 

B

A 
B

A 
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Figure 25 : Photographie du résultat de l’électrophorèse sur gel d’agarose du gène codant la 

protéine SOD de Coxiella burnetii provenant des échantillons de tiques (B). (marqueur 

d’ADN (A), contrôle positif (C) et contrôle négatif (D)).  

Si on observe la répartition des tiques porteuses de C. burnetii selon le stade de 

développement, le sexe, et l’état de gorgement, nous constatons la présence de cette bactérie 

chez les nymphes et les adultes, chez les mâles et les femelles, et chez les tiques non 

engorgées, partiellement engorgées et totalement engorgées. Cependant aucune association 

significative n'a été enregistrée (p <0.05) (tableau 15). 
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Tableau  14 : Taux d’infection des tiques bovines par Coxiella burnetii. 

No : Nombre, EMV : estimateur du maximum de vraisemblance, NA : non applicable, IS1111 : séquence d’insertion, SOD : superoxyde dismutase 

 

 

 

Espèce de tiques No. de tiques   No. de pools 

analysés 

 PCR amplifiant le gène IS1111 PCR  amplifiant le gène  SOD 

 No. de pools 

positifs 

EMV % (IC 95%) No. de pools 

positifs 

EMV % (IC 95%) 

Rh. bursa  270  61 12 4.78 (2.52-7.89) 7 2.71 (1.17-5.18) 

Rhi. sanguineus s.l. 9  2 0 NA 0 NA 

Hy. marginatum   213  49 18 9.84 (6.07 -14.76) 3 1.46 (0.36-3.74) 

Hy. detritum detritum 188  39 18 12.12 (7.49-18.15) 4 2.23 (0.7-5.11) 

Hy. Lusitanicum 28  6 3 13.84 (3.59-32.95) 0 NA 

 Rh.  annulatus 2 1 1 NA 0 NA 

Hae. punctata 2 1 0 NA 0 NA 

No. total de tiques  712  159 52 8.41 (6.38-10.79) 14 2.05 (1.16-3.29) 

https://www.cabi.org/isc/datasheet/91605
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Tableau 15 : Répartition des espèces de tiques porteuse de Coxiella burnetii dans la wilaya de Sétif en fonction de leur stade de développement, 

leur sexe et leur état de gorgement.  

NA: non applicable, NPP : nombre de pools positifs, NPA : nombre de pools analysés, EMV : estimateur du maximum de vraisemblance

Espèce de tique  Rh. bursa 

 

Hy. marginatum Hy.  detritum detritum No.  total de tiques  

infectées 

No. (NPP/NPA) EMV% (IC 95%) No. (NPP/NPA) EMV% (IC 95%) No.(NPP/NPA) EMV% (IC 95%) No. 

(NPP/NPA) 

EMV% (IC95%) 

Stade de développement     

Adulte 209(6/48) 3.01 (1.21-6.01) 213(3/49) 1.46 (0.36-3.74) 188(4/39) 2.23(0.7-5.11) 610(13/136 2.22 (1.23-3.64) 

nymphe 61 (1/13) 1.7(0.01-7.26) 0 NA 0 NA 61 (1/13) 0.17 (0.01-7.26) 

valeur p 1 NA NA 1 

Sexe     

male 72(3/14) 4.39 (1.11-11.03) 77(0/13) NA 95(1/18) 1.08 (0.00-4.67) 244(4/45) 1.68 (0.52-3.86) 

femelle 137(3/34) 2.29 (0.57-5.83) 136 (3/36) 2.33(0.58-5.93) 93(3/21) 3.46 (0.87-8.73) 366(9/91) 1.96(0.98-3.41) 

Valeur p 0.41 0.55 0.36 1 

Etat de gorgement     

Male non engorgé 26(2/6) 9.25(1.59-26.36) 60 (0/10) NA 55 (1/10) 1.91 (0.11-8.14) 141(3/26) 2.11(0.0.53-5.38) 

Male partiellement  

engorgé 

46(1/8) 2.15 (0.12-9.13) 17 (0/3) NA 40(0/8) NA 103(1/19) 1.05(0.00-4.53) 

Valeur de p 0.29 NA 1 0.64 

Femelle non engorgée 15(0/3) NA 6 (0/1) NA 0 NA 21(0/4) NA 

Femelle partiellement 

engorgée 

47(2/10) 4.46 (0.75-13.16) 44(2/10) 5.17(0.88-15.23) 59(3/12) 5.7(1.44-14.18) 150(7/32) 3.33(1.44-6.34) 

Femelle entièrement 

engorgée 

75(1/21) 1.39 (0.00-0.06) 86(1/25) 1.19 (0.00-5.14) 34(0/9) NA 195(2/55) 1.05(0.18-3.21) 

Valeur de p 0.68 0.36 1 0.33 

Nombre total de tiques  270(7/61) 2.71(1.17-5.18) 213(3/49) 1.46 (0.36-3.74) 188(4/39) 2.23(0.7-5.11) 671(14/149) 2.21(1.32-3.41) 
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4.4 Prévalence des troupeaux infestés par des tiques porteuses de Coxiella 

burnetii 

Parmi les 228 troupeaux bovins examinés pour la présence de tiques, 52 étaient infestés soit 

une fréquence de 22.80 % (IC 95% : 17.36%-28.25%). Parmi les 159 pools de tiques issues de 

52 troupeaux, 14 pools provenant de 4 troupeaux sont infectés par C. burnetii soit une 

prévalence globale des troupeaux infestés par des tiques porteuses de Coxiella burnetii de 

1.75 % (IC 95% : 0.05%-3.46%).   

5 Discussion  

5.1  Prévalence d’infestation des bovins par les tiques dures 

Sur un total de 2508 tètes bovines appartenant à 228 troupeaux inspectés dans la région de 

Sétif, des tiques ont été identifiées chez 222 bovins provenant de 52 élevages différents soit  

une prévalence individuelle de 8.85 % (IC 95% : 7.74%-9.96%)  et de 22.80 % (IC 95% : 

17.36%-28.25%) au niveau du troupeau.  La prévalence faible d’infestation par les tiques dans 

notre étude est expliqué par l’utilisation courante des acaricides dans les élevages bovins 

prélevés, avec notamment l’introduction de la fluméthrine (Bayticol®) en raison de sa facilité 

d’utilisation, son faible coût, sa rémanence et son efficacité meilleure, son délai d’attente 

nulle et sa toxicité faible (fiche technique du producteur).  

Notre prévalence d’infestation est inférieure à celles observés dans deux études menées en 

Algérie où 30 % et 18 % des bovins étaient infestés par au moins une espèce de tique dans la 

wilaya de Tiaret en 2003 et d’Alger en 2014 respectivement (Boulkaboul, 2003 ;  

Amanzougaghene, 2014). La prévalence élevée observée dans la wilaya de Tiaret serait liée à 

l’utilisation rare des acaricides chez les bovins (Boulkaboul, 2003). La prévalence 

d’infestation enregistrée dans la wilaya d’Alger est expliquée par le climat humide et pluvieux 

de la région qui favorise la végétation des bergeries et par conséquent la régénération des 

tiques.  

Il existe plusieurs publications sur la prévalence d'infestation par les tiques chez les bovins 

dans différentes régions à travers le monde, avec des taux de 56.8 % , 86.1 %, 72.9 %, 60.5 

%,79.5 %, 81.5 % et  63 % rapportés en Iran, en Éthiopie, au Pakistan, en Égypte,  en 

Colombie, en Zimbabwe et à l’île de Corse respectivement (Sajid et al., 2009 ; Ndhlovu et al., 

2012 ; Asmaa et al., 2014; Werede et al., 2014 ; Grech-Angelini et al., 2016 ; Ghashghaei et 

al., 2017 ; Valencia et al., 2017). La variation de la prévalence de l'infestation par les tiques 

pourrait être due à la distribution géographique, aux conditions climatiques et aux systèmes de 
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gestion d’élevage (Sohrabi et al., 2013), ainsi qu’aux facteurs intrinsèques de l’étude 

(Ghashghaei et al., 2017).  

5.2 Diversité de tiques récoltées chez les bovins de la wilaya de Sétif 

Sept (n=7) espèces de tiques appartenant à 4 genres ou sous genres différents ont été 

identifiées dans notre étude. Rh. bursa était l'espèce de tique la plus abondante soit 37.92 % 

de la population totale de tiques, suivie par Hy. marginatum (29.91 %) et Hy. detritum 

detritum (26.40 %) confirmant ainsi leur large distribution dans la région de Sétif. Bien qu'un 

très faible taux d'espèces de tiques appartenant à Hy. lusitanicum (3.93 %), Rh. Sanguineus s. 

l. (1.26 %), Rh. annulatus (0.28 %) et Hae. punctata (0.28 %)  ont été identifiées. Ces mêmes 

espèces de tiques ont déjà été identifiées auparavant dans l'Est de l'Algérie (Meddour-

Bouderda et Meddour, 2006).  

Rh. bursa est une tique à hôtes multiples associée principalement aux ruminants et chevaux, 

mais elle peut parfois parasiter d’autres espèces animales tels que les ongulés sauvages et les 

petits mammifères (Walker et al., 2000; Mihalca et al., 2012 ; Antunes et al., 2018) avec un 

cycle diphasique qui dure une année. Il s’agit d’une espèce typique de la région 

méditerranéenne (Walker et al., 2003 ; Estrada-Peña et al., 2004). En Afrique du Nord, elle 

semble se limiter aux régions les moins arides ou semi-arides comme la région de Sétif. En 

effet, la fréquence moyenne de Rh. bursa (37.92 %) retrouvée dans cette étude est plus élevée 

que celle obtenue dans les régions côtières du pays, caractérisées par un climat plutôt humide 

comme la région de Annaba (12.54 %) (Dendani, 1987), Jijel (9.35 %) (Benchikh Elfegoun et 

al., 2007) ou encore El Taref (2.79 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2014). En revanche, c’était 

aussi l'espèce le plus fréquemment collectée chez les bovins dans les régions semi-aride de 

Tiaret et Constantine (Boulkaboul, 2003 ; Benchikh Elfegoun et al., 2019), dans l’île Corse 

(Grech-Angelini et al., 2016), dans l’île de Minorque (Castellà et al., 2001), en Sicile au Sud 

de l’Italie (Torina et al., 2006) ainsi que chez les petits ruminants en Sardaigne (Di Todaro et 

al., 1999). Rh. bursa est reconnue comme le principal vecteur de Babesia bigemina et  

Babesia bovis chez les bovins et de Babesia ovis chez les ovins (Sergent et al., 1945 ; Sergent 

et al., 1964 ; Bourdeau, 1993; Grech-Angelini et al., 2016). Elle est également un vecteur 

d’Anaplasma marginale chez les bovins et d’Anaplasma ovis chez les petits ruminants, ainsi 

que de Theileria equi chez les équidés (Grech-Angelini et al., 2016 ; Antunes et al., 2018). 

Elle peut transmettre d'autres agents pathogènes tels que Rickettsia spp et d’Anaplasma spp 

(Raele et al., 2015; Dahmani et al., 2016; Ferrolho et al., 2016).  
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Hy. marginatum est une espèce à cycle triphasique, ditrope qui vit dans les régions à climat 

méditerranéen humide et à climat steppique (Walker et al., 2003). La présence d’Hy. 

marginatum en Algérie a été rapportée par d'autres auteurs (Boulkaboul, 2003 ; Bitam et al., 

2006 ; Meddour-Bouderda et Meddour, 2006 ; Bouhous et al., 2011; Amanzougaghene, 2014 

; Benchikh Elfegoun et al., 2014 ; Leulmi et al., 2017; Benchikh Elfegoun et al., 2018; 

Abdelkader et al., 2019; Benchikh Elfegoun et al., 2019). Hy. marginatum est connue pour 

être un vecteur d'une grande variété d'agents pathogènes d'importance médicale et vétérinaire, 

y compris le virus de la fièvre hémorragique du Crimée-Congo (FHCC) (walker et al., 2014), 

le virus West Nile (Kaiser et al., 1974), Rickettsia aeschlimannii (Sentausa et al., 2014), 

Babesia caballi et Theileria annulata (walker et al., 2014 ; De Kok et al., 2013). 

Hy. detritum detritum a un cycle diphasique qui dure un an, monotrope où tous les stades du 

développement se nourrissant de la même espèce hôte (Walker et al., 2003). Les bovins 

domestiques sont les hôtes les plus infestés par cette espèce, mais les chevaux, les petits 

ruminant et les camelins peuvent également être infestés (Walker et al., 2003). Cette espèce 

de tique est présente essentiellement dans le climat méditerranéen de l'Afrique du Nord 

(Walker et al., 2003). Elle est très adaptée aux différents climats, elle a été décrite dans 

plusieurs régions de l’Algérie, du désert  jusqu’à l’extrême Nord du pays (Senevet, 1922 ; 

Senevet et Rossi, 1924 ; Yousfi-Monod et Aeschlimann, 1986 ; Boulkaboul, 2003 ; Meddour-

Bouderda et Meddour, 2006; Benchikh Elfegoun et al., 2007  ; Bouhous et al., 2011; 

Amanzougaghene, 2014 ; Kouidri et al., 2018). Il s’agit d’un vecteur efficace de Theileria 

Annulata, agent de la théilériose bovine tropicale, Theileria equi aux cheveux et aux ânes, et  

C. burnetii aux ruminants domestiques et à l’homme (Sergent et al., 1945 ; Samish et Pipono, 

1978; Walker et al., 2014 ; Grech-Angelini et al., 2016).  

Hy. lusitanicum est une espèce à cycle triphasique, ditrope, bien adaptée à la végétation 

mésoméditerranéenne et au climat méditerranéen et steppique (Estrada-Peña, 2004). Les 

stades immatures parasitent la faune sauvage (Santos-Silva et al., 2011) et les adultes sont 

principalement associés aux ongulés domestiques et sauvages (Valcárcel et al., 2015). C'est 

un important vecteur de Theileria annulata chez les bovins (Apanaskevich et al., 2008). 

Plusieurs autres agents pathogènes ont été détectés chez cette espèce (Toledo et al., 2009b, 

Milhano et al., 2010), y compris le virus de la fièvre hémorragique du Crimée-Congo (FHCC) 

(Estrada-Peña et al., 2012) et C. burnetii (walker et al., 2014).  Comme constaté dans cette 

étude, la majorité des travaux menés en Algérie ont cité une faible fréquence de Hy. 

Lusitanicum. Citons l’exemple de Jijel (5.48 %) (Benchikh-Elfegoun et al., 2007), de 
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Constantine (3.9 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2019), de Oum El Bouaghi, de Skikda 10.9 % 

(Benchikh Elfegoun et al., 2018), d’el Taref (0.02 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2014) et de 

Mila (1.09 %)(Benchikh Elfegoun et al., 2014). En revanche, des taux importants ont été 

obtenus à Tiaret (20.02% et 15.42%) (Boulkaboul, 2003; Kouidri et al., 2018). 

Amanzougaghene. (2014) a montré une prédominance d’Hy. lusitanicum dans la région 

d’Alger (68.39 %).  

Rh. sanguineus s.l. est une espèce de tique à trois hôtes monotrope associée principalement 

aux chiens (Vassiliades, 1964 ; Noda et al., 2016). Cependant, elle a été collectée sur des  

bovins, camelins, mouflons, sangliers et plus rarement sur les moutons et les chevaux (Grech-

Angelini et al., 2016). Elle peut accidentellement piquer l’homme (Noda et al., 2016). En 

raison de la forte association avec les chiens domestiques, Rh. sanguineus s. l. est présente 

dans toutes les régions climatiques du bassin méditerranéen (Walker et al., 2003 ; Grech-

Angelini et al., 2016). Rh. Sanguineus s.l. est responsable de la transmission de l'anaplasmose, 

de la babésiose et de l’ehrlichiose chez les chiens (Dantas-Torres, 2008). Elle est également 

un vecteur des rickettsies du SFG « spotted-fever group », y compris rickettsia conorii et 

rickettsia massiliae, agents  de la fièvre boutonneuse méditerranéenne humaine (Matsumoto 

et al., 2005 ; Bessas et al., 2016 ; Grech-Angelini et al., 2016), ainsi que de C. burnetii 

(Oskam et al., 2017). Dans cette étude, nous avons enregistré un taux très faible de Rh. 

sanguineus s.l. chez les bovins (1.26 %), résultat comparable à celui observé à Tiaret (0.30 %) 

(Boulkaboul, 2003) et à Alger (3.11 %)(Amanzougaghene, 2014), bien qu’il soit plus bas que 

celui observé à Constantine (26.6 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2019). Ceci est probablement 

dû au faible contact des bovins prélevés avec des chiens infestés.  

Rh. annulatus est une tique monophasique, monotrope, mésophile très hygrophile, et plus 

adaptée au climat humide et tempéré du bassin méditerranéenne (Benchikh Elfegoun et al., 

2017 ; EFSA, 2010). Elle parasite principalement les bovins, et occasionnellement les ovins, 

les caprins et les ongulés sauvages (walker et al., 2003). Cette espèce est connue comme 

vecteur de plusieurs agents pathogènes, notamment Babesia bovis, Babesia bigemina et 

Anaplasma marginale chez les bovins (Estrada-Peña et al., 2004). Une fréquence élevée de 

Rh. annulatus chez les bovins a été publiée dans les régions du littoral algérien à climat 

humide telles que la wilaya d’Annaba (62.3 %) (Dendani, 1987), Jijel (79.96 %) (Benchikh 

Elfegoun et al., 2007), El Taref (77.08 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2014). En revanche, 

cette espèce est rarement collectée dans les régions à climat semi-aride ou sec comme décrit à 

Sétif dans cette étude (0.28 %), ou bien à Tiaret (1.13 %) (Boulkaboul, 2003), à Mila (1.78 %) 
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(Benchikh Elfegoun et al., 2014).  Aucune espèce de Rh. annulatus n’a été identifiée à 

Constantine (Benchikh-Elfegoun et al., 2019).  En effet, la présence de  Rh. annulatus dans 

ces zones semi-arides ou arides est probablement attribuée à l’achat de bovins infestés à partir 

des zones humides.  

Hae. punctata est une tique triphasique, polytrope, présente dans tout le bassin méditerranéen 

dans une grande variété d'habitats, à condition d'atteindre un degré d'humidité élevé (walker el 

al., 2003 ; Estrada-Peña et al., 2004). Les ovins sont les hôtes préférés de cette espèce, 

cependant, elle a été collectée également sur des bovins, des caprins, des chevaux, des 

antilopes et peut s'attacher à l'homme (walker el al., 2003 ; Estrada-Peña et al., 2004). Hae. 

punctata transmet le protozoaire Theileria buffeli/orientalis, agent de la theilériose bovine 

bénigne et Babesia major chez les bovins  (Sergent et al., 1945; Estrada-Peña et al., 2004), 

ainsi que Theileria ovis et Babesia motasi chez les ovins (Estrada-Peña et al., 2004 ; Grech-

Angelini et al., 2016). Dans notre étude, seulement deux tiques de l’espèce de Hae. punctata 

ont été prélevées  sur les bovins prélevés, soit une fréquence de 0.28 %. Un taux faible a été 

également décrit à Tiaret (1.18 %) (Boulkaboul, 2003), à Mila (4,71 %) (Benchikh Elfegoun 

et al., 2014), à Constantine (5.7 %) (Benchikh Elfegoun et al., 2019). Cela est probablement 

lié au climat semi-aride et sec de ces régions qui ne semble pas favorable au développement 

de cette espèce thermophile et hygrophile (walker et al., 2003 ; Estrada-Peña et al.,2004 ; 

Faouzi et al., 2018).  

5.3 Détermination  des espèces de tiques porteuses de Coxiella burnetii et 

évaluation du taux d’infection 

Dans cette  étude, nous avons amplifié les gènes IS1111 et SOD de C. burnetii par PCR pour 

mettre en évidence sa présence chez les tiques analysées. La méthode de PCR amplifiant la 

séquence IS1111 est très sensible en raison de la présence multiple de ce gène dans le génome 

de C. burnetii (Klee et al., 2006 ; Boarbi et al., 2016). Cependant, c’est devenu actuellement 

inadéquat pour rechercher la présence de C. burnetii chez les tiques. En effet, les copies 

IS1111 présentes chez les bactéries de type Coxiella endosymbiotique peuvent être de 100 % 

identiques à celles retrouvées chez C. burnetii (Vilcins et al., 2009 ; Duron, 2015a). Par 

conséquent, IS1111 n'est pas spécifique à C. burnetii et la PCR basée uniquement sur cette 

séquence peut conduire à un résultat faux positif (Duron, 2015a). En effet, les Coxiella 

endosymbiotiques sont étroitement apparentées mais génétiquement distinctes de C. burnetii, 

fréquentes chez les tiques, avec environ deux tiers des espèces de tiques sont infectées (Duron 

et al., 2015b; Machado-Ferreira et al., 2016 ; Lalzar et al., 2014). Les Coxiella 
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endosymbiotiques présentent dans tous les stades de vie de ces tiques avec une prévalence de 

100 %, se transmettent d’une génération à l’autre par voie transovarienne et se maintiennent 

chez les tiques de manière trans-stadiale, plutôt que d'être acquis lors de prise d’un repas 

sanguin sur de vertébrés infectés. La plupart de ces Coxiella endosymbiotiques semblent 

confinées aux tiques, c’est-à-dire incapables d'infecter un hôte vertébré et présentent un risque 

d'infection beaucoup plus faible pour les vertébrés par rapport à C. burnetii (Duron et al., 

2015c). D’ailleurs, lors du séquençage de cette bactérie, aucun gène de virulence 

reconnaissable n'a été trouvé, ce qui corrobore le fait que ce microorganisme n'est pas un 

agent pathogène mais plutôt un symbiote mutualiste des tiques (Smith et al., 2015 ; Gottlieb et 

al., 2015 ; Guizzo et al., 2017).  

Nous avons utilisé des pools de tiques pour l'extraction d'ADN, ce qui offre la possibilité de 

tester un grand nombre de tiques collectées (Nourollahi-Fard et Khalili, 2011) et de réduire 

l'effort et le coût des tests (Clements, 2012). L'analyse moléculaire a montré que 52 des 159 

pools de tiques étaient positifs par PCR ciblant le gène IS1111 des coxielles (EMV : 8.41% ; 

IC  95% : 6.38%-10.79%) et 14 étaient positifs à la fois par PCR amplifiant le gène IS1111 et 

SOD de C. burnetii (EMV : 2.05% ; IC 95% : 1.16%-3.29%). Par ailleurs, aucun échantillon 

ne s’est avéré positif pour le gène SOD et négatif pour le gène IS1111, ce qui suggère une 

bonne sensibilité de la technique PCR basée sur l’amplification du gène SOD pour détecter C. 

burnetii. Parmi les 14 pools de tiques infectés dans cette étude, 7 appartenaient à l’espèce Rh. 

bursa (EMV : 2.71%; IC 95% : 1.17%-5.18%),  4 à  l’espèce Hy. detritum detritum 

(EMV:2.23% ; IC 95% : 0.7%-5.11%)  et 3 à l’espèce Hy. marginatum  (EMV: 1.46%; IC 

95% :0.36%-3.74%). Ce résultat est en accord avec des études réalisées en Algérie qui 

confirment la présence de C. burnetii chez Rh. bursa infestant les petits ruminants à Souk 

Ahras (Aouadi et al., 2017) et les bovins à Sidi Bel Abbès (Abdelkadir et al., 2019).  

Cependant, à notre connaissance, c'est pour la première fois que C. burnetii est détectée chez 

les espèces Hy. marginatum, Hy. detritum detritum infestant les bovins en Algérie. En effet, 

plusieurs études menées à travers le monde ont déjà rapporté la présence  de C. burnetii chez  

Rh. bursa (Babudieri, 1959; Tarasevich, 1957; Ioannou et al., 2011; Satta et al., 2011; 

Psaroulaki et al., 2014; Aouadi et al., 2017; Varela-Castro et al., 2018; Abdelkadir et al., 

2019; Mancini et al., 2019), Hy. marginatum (Psaroulaki et al., 2006; Babudieri, 1959; Toma 

et al., 2014; Mancini et al., 2019) et Hy. detritum detritum (Babudieri, 1959 ; Balashov et 

Daiter, 1973). Ces résultats ne sont pas surprenants, car plus de 40 espèces de tiques sont 

naturellement infectées par C. burnetii dans le monde (Maurin et Raoult, 1999; EFSA, 2010). 
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L’analyse de la PCR a montré que les espèces de tiques Hy. lusitanicum, Rh. sanguineus s.l., 

Rh. annulatus  et Hae. punctata ne sont pas infectées par C. burnetii.  Cela pourrait être lié à 

leur faible nombre dans la présente étude. 

C. burnetii a été détectée chez les tiques de l’espèce Rh. bursa au stade adulte et au stade 

nymphal sans aucune différence significative, ce qui pourrait suggérer que Rh. bursa assure la 

transmission trans-stadiale de C. burnetii de la nymphe à l’adulte. Ce constat corrobore les 

études précédentes qui démontrent que la plupart des tiques dures transmettent C. burnetii par 

voie transstadiale (Balashov et Daiter, 1973; Eldin et al., 2017). 

5.4  Prévalence des troupeaux infestés par des tiques porteuses de Coxiella 

burnetii 

Parmi les 228 troupeaux bovins inspectés, 52 étaient infestés par au moins une seule tique, 

soit un taux d’infestation de 22.80 % (CI 95% : 17.36%-28.25%) et seulement 4 sont infestés 

par des tiques porteuses de C. burnetii, soit un taux de 1.75 % (IC 95% : 0.05%-3.46%).  Il 

s'est avéré que ce taux est trop faible par rapport à la séroprévalence du troupeau obtenu dans 

nos études sérologiques sur les échantillons de sérum bovins (45.56 %) ainsi que sur ceux du 

lait de mélange (37 %). Ce qui indique que la transmission de C. burnetii est principalement 

aérienne et que les tiques peuvent occasionnellement agir comme vecteurs dans les élevages 

bovins.  

6 Conclusion 

Les résultats de cette étude donnent un aperçu sur la composition en espèces de tiques et la 

distribution des bovins infestés par cet ectoparasite, mais aussi, sur la présence de C. burnetii 

chez les tiques prélevées du bovin dans la région de Sétif. Il a été conclu que 22.80 % des 

élevages bovins étaient infestés par sept espèces de tiques avec une nette prédominance des 

espèces Rh. bursa, Hy. Marginatum et  Hy. detritum detritum. Ce travail a également mis en 

évidence l’infection de ces trois espèces de tiques dominantes par C. burnetii avec une 

prévalence globale estimée par EMV égale à 2.05 %. Enfin, des études complémentaires 

devraient être envisagées pour évaluer l'effet des tiques infectées sur la santé publique et le 

rôle des tiques dans l'épidémiologie de la fièvre Q. Ainsi des programmes éducatifs de 

prévention et de lutte contre les tiques pourront être envisagés. 
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Chapitre IV : Étude de la diversité génotypique de Coxiella burnetii infectant les bovins 

de la région de Sétif 

1 Introduction  

La caractérisation génotypique des isolats de Coxiella burnetii peut améliorer la capacité 

d'identifier une source d'infection, aider à établir des mesures de prévention et de contrôle, 

réduire le nombre de cas lors d'une épidémie (Arricau-Bouvery et al., 2006), réduire 

l'utilisation malveillante de cette bactérie et aider à identifier et à suivre la lignée virulente 

(Mioni et al., 2020). Un certain nombre de méthodes de génotypage moléculaire ont été 

décrites pour analyser la diversité génétique de C. burnetii. Récemment, des méthodes basées 

sur la PCR ont été développées, y compris le typage Multiple-Locus Variable Analysis 

(MLVA) et Multispacer Sequence Typing (MST) (Glazunova et al.,2005 ; Arricau-Bouvery et 

al., 2006). Le génotypage MLVA est basé sur l’amplification d’un nombre variable de copies 

d'ADN répétées en tandem sur plusieurs locus dans le génome de C. burnetii. Alors que le 

génotypage MST est basé sur l’étude de la variation de séquences de 10 régions intergéniques 

(espaceurs) situées entre deux cadres de lecture ouverts (ORF) (Glazunova et al.,2005 ; 

Arricau-Bouvery et al., 2006). Les deux méthodes de génotypage sont connues pour être 

fiables, reproductibles et très discriminants, ne nécessitant pas de culture préalable de C. 

burnetii dans des conditions de biosécurité niveau 3 et peuvent être mises en œuvre 

directement sur l'ADN extrait des échantillons cliniques et environnementaux (Kumsa et al., 

2015).  

2 Objectifs de l’étude  

Comme il existe des preuves de la présence de la fièvre Q chez les animaux domestiques et 

l’homme en Algérie (Portier et al., 1948 ; Pierrou et al., 1956 ; Dumas, 1984 ; Benslimani et 

al., 2005 ; Lacheheb et Raoult, 2009 ; Dechicha et al., 2010 ; Rahal et al., 2011 ; Yahiaoui et 

al., 2013 ; Abdelhadi et al., 2015 ;  Bessas et al., 2016 ; Khaled et al., 2016 ;  Leulmi et al., 

2016 ; Agag et al., 2017 ; Aouadi et al., 2017 ;  Benaissa et al., 2017 ; Derdour et al., 2017 ;  ; 

Ghaoui et al., 2018 ; Rahal et al., 2018 ; Abdelkadir et al., 2019 ; Djellata et al., 2019 ; 

Bellabidi et al.,2020), la caractérisation génotypique des souches de C. burnetii circulantes 

dans notre pays est très nécessaire pour accroître la richesse des données d'épidémiologie 

moléculaire de la fièvre Q. Par conséquent, le but de cette étude était d'identifier les génotypes 

MST de C. burnetii présents chez les bovins de la région de Sétif et de les comparer avec 

ceux des autres régions et pays. 
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3 Matériel et méthodes : 

L’analyse de génotypage de l’ADN de Coxiella burnetii est réalisée au niveau du laboratoire 

de l’Istituto Zooprofilattico Sperimentale dell'Abruzzo e del Molise, Teramo, Italie. 

3.1 PCR quantitative en temps réel 

Dans le but de quantifier l'ADN de C. burnetii, tous les échantillons qui ont donné des 

résultats positifs par PCR conventionnelle, soit 13 échantillons de sang total, 18 échantillons 

de lait de mélange et 14 pools de tiques dures ont été analysés par PCR quantitative en temps 

réel (qPCR), en utilisant le kit commercial VetMAX ™ C. burnetii Absolute Quant Kit (LSI, 

Lissieu, France), précédemment appelé LSI Taq-Vet C. burnetii, selon les indications du 

fabriquant (annexe 6). La PCR en temps réel, permettant de visualiser l’augmentation de la 

fluorescence en fonction de la quantité d’amplicons générés au cours de la réaction, nous offre 

un résultat d’analyse dans un laps de temps réduit par rapport à la PCR conventionnelle. De 

plus, elle présente une sensibilité et spécificité meilleures que celles de la PCR classique. Il 

s'agit d'un qPCR duplex qui comprend une amorce ciblant la région répétitive de C. burnetii  

de type transposon (IS1111) et une amorce qui détecte un gène codé par l'hôte (GAPDH) 

utilisé comme un contrôle d'amplification interne. Les analyses qPCR ont été effectuées à 

l'aide de l’instrument 7500 Fast Real-Real PCR (Applied Biosystems®USA). Un échantillon 

était considéré positif si la valeur du cycle seuil  (Ct) du gène cible était inférieure à 45 et que 

l'amplification du contrôle interne était nécessaire pour éliminer les faux négatifs causés par 

l'inhibiteur de la PCR. 

3.2 Génotypage par Multispacer Sequence Typing (MST) 

Tous les échantillons hautement positifs ayant une quantité suffisante d'ADN de C. burnetii 

avec une valeur de cycle seuil inférieur à 35 (Ct <35) ont été sélectionnés pour le génotypage 

par Multispacer Sequence Typing (MST). Dix espaceurs intergéniques sélectionnés du 

génome de C. burnetii (Cox2, 5, 18, 20, 22, 37, 51, 56, 57 et 61) ont été amplifiés et 

séquencés selon la description de Glazunova et ses collaborateurs (Glazunova et.,2005), avec 

quelques modifications (Di Domenico et al., 2014). Les amorces utilisées pour l’amplification 

par PCR et le séquençage des espaceurs du génome de C. burnetii sont repris dans le tableau 

suivant (tableau 16). 
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Tableau 16 : Les amorces utilisées pour l’amplification par PCR et le séquençage des espaceurs intergéniques du génome de Coxiella burnetii 

(Glazunova et.,2005 ; Di Domenico et al., 2014). 

Nom des espaceurs 

intergéniques 

    ORF séquence nucléotidique 

(5’-3’) 

Longueur du fragment 

amplifié (pb) 

Cox2 Hypothetical protein Cox20766 CAACCCTGAATACCCAAGGA 397 

Hypothetical protein Cox21004 GAAGCTTCTGATAGGCGGGA 

Cox5 Sulfatase domain protein Cox77554 CAGGAGCAAGCTTGAATGCG 395 

Entericidin, putative Cox77808 TGGTATGACAACCCGTCATG 

Cox18 Ribonuclease H Cox283060 CGCAGACGAATTAGCCAATC 557 

DNA polymerase III, epsilon subunit Cox283490TTCGATGATCCGATGGCCTT 

Cox20 Hypothetical protein Cox365301  GATATTTATCAGCGTCAAAGCAA 631 

Hypothetical protein Cox365803 TCTATTATTGCAATGCAAGTGG 

Cox22 Hypothetical protein Cox378718 GGGAATAAGAGAGTTAGCTCA 383 

Amino acid permease family protein Cox378965  CGCAAATTTCGGCACAGACC 

Cox37 Hypothetical protein Cox657471  GGCTTGTCTGGTGTAACTGT 463 

Hypothetical protein Cox657794ATTCCGGGACCTTCGTTAAC 

Cox51 Replicative DNA helicase, intein-containing Cox824598 TAACGCCCGAGAGCTCAGAA 674 

Conserved Hypothetical protein-uridine kinase Cox825124 GCGAGAACCGAATTGCTATC 

Cox56 Ompa-like transmembrane domain protein Cox886418 CCAAGCTCTCTGTGCCCAAT 479 

Conserved Hypothetical protein Cox886484 ATGCGCCAGAAACGCATAGG 

Cox57 Rhodanese-like domain protein Cox 892828 CCTGGACCGAG AGCACAAAC 617 

Hypothetical protein Cox 893316 GGTGGAAGGCGTAAGCCTTT  

Cox61 Dioxygenase, putative Cox 956825 GAAGATAGAGCGGCAAGGAT  611 

Hypothetical protein Cox 957249 GGGATTTCAACTTCCGATAGA 
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3.2.1 Préparation du mélange réactionnel 

Cinq microlitres de l’ADN extrait (5 µL) ont été amplifiés dans un mélange réactionnel de 50 µL 

contenant 200 nM de chaque amorce, 200 µM de désoxynucléotide triphosphates (dNTPs, 

Promega), 2,5 mM de solution MgCl2 (Applied Biosystems), 0,03 U/µL AmpliTaqGold
TM

 

(Applied Biosystems), 1× PCR Buffer II (AppliedBiosystems) et de l’eau UP (Di Domenico et 

al., 2014).  A cet effet,  le volume par µL de chaque réactif est illustré au tableau 17. 

Tableau 17 : Composition du mélange réactionnel de la PCR. 

Réactifs Concentration  

Initiale  

Concentration  

finale 

Volume par  

réaction  

Amorce sens (Forward) 20 µM 200 nM 0.5 µL 

Amorce anti-sens (Reverse) 20 µM 200 nM 0.5 µL 

dNTP 10 mM 200 µM 1 µL 

Tag polymérase 5 U/ul 0.03 U/ul 0.3 µL 

MgCl2 25 mM 2.5 mM 5 µL 

Tampon II 10X 1X 5 µL 

Eau UP  / / 32.7 µL 

ADN extrait / / 5 µL 

Total  / / 50 µL 

 

À propos des espaceurs intergéniques Cox 56 et 57, nous avons mélangé 600 nM de chaque 

amorce soit un volume par réaction de 1.5 µL, et nous avons réduit le volume de l’eau UP (30.7 

µL) pour obtenir un volume total de mélange réactionnel de 50 µL. 

3.2.2 Protocole de la PCR 

Chaque PCR a été réalisée grâce au thermocycleur automatique GeneAmp 9700 (Applied 

Biosystems). Les conditions d’amplifications comportent une étape de dénaturation initiale à 

95°C pendant 10 min, suivie de 40 cycles comprenant chacun une dénaturation à 95°C pendant 

30 s, une étape d’hybridation à 57°C durant 30 s (60°C durant 30 s pour Cox 57) et une étape 

d’élongation à 72°C pendant 30 s. Après les 40 cycles d’amplification, une étape d’élongation 

finale a été effectuée à 72°C pendant 7 min. Les produits de PCR ont été analysés par 

électrophorèse sur gel d'agarose à 1 % colorés au SYBR Safe DNA, visualisés sous un 

transilluminateur ultra-violet et photographiés.   
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3.2.3 Séquençage  

Les produits de PCR ont été également purifiés à l'aide du kit de purification PCR QIAquick 

(Qiagen, Hilden, Allemagne) de manière identique à celle décrite au chapitre I (page 54 à 58) et 

envoyés au service de séquençage à Eurofins Genomics srl, Milan, Italie. Les données de 

séquences brutes ont été assemblées en utilisant SeqScape v2.5 (Applied Biosystems). Les 

séquences obtenues ont été comparées aux allèles codés de la base de données de référence 

disponible sur le site http://ifr48.timone.univ-mrs.fr/MST_Coxiella/mst/group_detail. 

4 Résultats  

Tous les échantillons positifs par PCR classique, du sang total (n=13), du lait de mélange (n=18) 

et des pools de tiques (n=14) sont également positifs par qPCR spécifique à C. burnetii.  Parmi 

ceux-ci, sept échantillons du sang total et quatre échantillons de lait de mélange sont fortement 

concentrés en ADN de C. burnetii dont les valeurs du cycle seuil (Ct) sont inférieures à 35 

(tableau 18). Ces échantillons seront génotypés par MST. Cependant, seulement un échantillon 

de sang total et deux échantillons de lait de mélange avec des valeurs de cycle seuil (Ct) 

inférieures à 29 ont donné un profil complet de genotypage MST où tous les espaceurs 

intergéniques sont amplifiés (tableau 18). Concernant les autres échantillons, nous avons observé 

un résultat positif par PCR d’au moins trois espaceurs intergéniques (tableau 18).   

Après analyse de séquençage, la combinaison des séquences des espaceurs intergéniques 

obtenues a révélé la présence de génotype MST12 dans les échantillons de lait de mélange et 

MST32 dans les échantillons de sang (tableau 18). Un nouveau génotype MST (profil partiel) est 

également identifié dans le sang de deux vaches appartenant à la même ferme (ferme 2) avec des 

codes allèles de 3-5-5-5-1-6-5 pour les espaceurs Cox2-Cox5-Cox18-Cox22-Cox37-Cox57-

Cox61 respectivement (tableau 18). 

http://ifr48.timone.univ-mrs.fr/MST_Coxiella/mst/group_detail
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 Tableau 18 : Résultats de la quantification par qPCR et du génotypage par MST de l’ADN de Coxiella burnetii chez les bovins de la région de 

Sétif.  

NA : non amplifié, 1, 2,3,4,5, 6, 12 : Les codes allèles attribués à chaque espaceur amplifié, Ct : cycle threshold. 

Code 

d’identification 

Code de  

la ferme 

Type de 

prélèvement  

Valeur 

CT 

Espaceur intergénique  Génotype 

MST 

Cox 

2 

Cox 

5 

Cox 

18 

Cox  

20 

Cox 

22 

Cox 

37 

Cox  

51 

Cox  

56 

Cox  

57 

Cox 

61 

B15 Ferme 1 Sang total  31.6 NA NA NA NA 5 NA NA 12 3 NA Non identifié 

B16 Ferme 1 Sang total 31.5 3 5 1 NA 5 NA NA 12 3 NA MST32 

B20 Ferme 2 Sang total 30.8 3 5 5 NA 5 NA NA NA NA 5 Nouveau 

B23 Ferme 2 Sang total 30.2 3 5 5 NA 5 1 NA NA 6 5 Nouveau 

B31 Ferme 3 Sang total 32.3 NA 5 1 NA 5 4 NA NA 3 NA MST32 

B32 Ferme 3 Sang total 32.2 NA 5 1 NA 5 4 NA 12 3 NA MST32 

B37 Ferme 4 Sang total 26 3 5 1 6 5 4 5 12 3 2 MST32 

M 122 Ferme 5 Lait de mélange 32.7 3 NA NA NA 5 4 NA NA NA NA Non identifié 

M 125 Ferme 6 Lait de mélange 34.9 3 NA NA NA 5 4 NA NA NA NA Non identifié 

M 157 Ferme 7 Lait de mélange 28.2 3 5 1 6 5 4 5 4 3 2 MST12 

M 159 Ferme 8 Lait de mélange 28.3 3 5 1 6 5 4 5 4 3 2 MST12 
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5 Discussion  

La caractérisation moléculaire est un outil indispensable pour les enquêtes épidémiologiques 

menées lors de l’apparition des foyers épidémiques ou lors de la surveillance (Tilburg et 

al.,2012). Dans le cas de la fièvre Q, deux méthodes discriminantes sont couramment utilisées 

pour le génotypage de C. burnetii : MST et MLVA (Glazunova et al.,2005 ; Arricau-Bouvery et 

al., 2006). Dans la présente étude, nous avons utilisé le génotypage MST pour déterminer le ou 

les génotypes de C. burnetii présents dans nos échantillons de sang et dans le lait de mélange. 

Cette méthode s’est avérée plus laborieuse et moins discriminante que la MLVA. Cependant, elle 

a l'avantage d'utiliser une nomenclature standardisée et de disposer d’une base de données qui 

permet une comparaison facile des résultats entre les laboratoires (Santos et al., 2012). La 

méthode MST a permis d’identifier 30 génotypes différents et trois groupes monophylétiques 

parmi 173 isolats de C. burnetii, en se basant sur la combinaison des différentes séquences de 10 

espaceurs intergéniques (Glazunova et al.,2005 ; Eldin et al., 2017). Les groupes 

monophylétiques étaient partiellement corrélés avec les types de plasmides. Le premier groupe 

contenait des souches avec le plasmide QpDV ou QpRS, le second ne contenait que des souches 

avec le plasmide QpH1 et le troisième groupe contenait des souches sans plasmide ou des 

souches avec QpH1. Le génotypage MST a réussi à établir des corrélations fiables des génotypes 

MST avec la répartition géographique, les manifestations cliniques et l'épidémiologie des 

souches. Bien que certains génotypes MST se trouvent sur les cinq continents, de nombreux 

autres sont limités à des régions spécifiques. Par conséquent, il a été qualifié de «méthode de 

génotypage» (Eldin et al., 2017). 

Le génotypage MST montre la présence du génotype MST12 dans les échantillons de lait bovin 

de tank et MST32 et un nouveau génotype MST dans les échantillons de sang total bovin. Cette 

corrélation entre la nature de l’échantillon et le génotype MST est probablement liée au faible 

nombre des échantillons hautement concentrés en ADN  de C. burnetii qui ont réussi à la 

détermination de génotype par MST. Les génotypes MST12 et MST32 appartiennent au groupe 

monophylétique II et sont étroitement liés sur la base d'une analyse phylogénétique (Hornstra et 

al., 2011). Le génotype MST12 a été détecté dans des échantillons cliniques humains (valvule 

cardiaque, sang humain, abcès rétrosternal , anévrisme, prothèse valvulaire et abcès de la rate) en 

France, en Suisse et au Sénégal (http://ifr48.timone.univmrs.fr/mst/coxiella_burnetii/ 

strains.html), alors que chez les animaux, il a été trouvé dans le fromage de brebis en Italie 

(Galiero et al., 2016), dans  des échantillons  de poumon, de rate, des écouvillons vaginaux et 

placentas prélevés chez les petits ruminants en Italie (Di Domenico et al., 2018). Cependant, à 
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notre connaissance, c'est pour la première fois que le génotype MST12 est identifié dans des 

échantillons bovins. Le génotype MST 32 a été précédemment détecté dans des échantillons 

humains (une valvule cardiaque en Allemagne et une biopsie aortique en France), de placenta de 

chèvre en Autriche (http://ifr48.timone.univ-mrs.fr/mst/ coxiella_burnetii / strains.html), de 

fromage de brebis en Italie (Galiero et al., 2016), dans des échantillons de foie, du contenu 

gastrique, des cotylédons ovins en Grèce (Chochlakis et al., 2018), dans des échantillons de rate, 

de cerveau, des écouvillons vaginaux, de poumon, de foie prélevés chez les petits ruminants et 

de lait individuel des vaches laitières en Italie (Di Domenico et al., 2018). Ces résultats 

suggèrent que les bovins pourraient représenter une source de fièvre Q à Sétif. Les codes allèles 

identifiés dans ce nouveau génotype MST sont 3-5-5-5-1-6-5 pour les espaceurs Cox2-Cox5-

Cox18-Cox22-Cox37-Cox57-Cox61 respectivement. Ce profil diffère considérablement de tous 

ceux des génotypes décrits précédemment. Malheureusement, l'amplification par PCR n'est pas 

réussie pour tous les éspaceurs (profil partiel) à cause de la quantité faible de l’ADN de C. 

burnetii dans nos échantillons sanguins, ce qui n’a pas permis de  décrire le profil complet de ce 

nouveau génotype MST et de le télécharger dans la base de données MST 

(https://ifr48.timone.univ-mrs.fr/mst/coxiella_burnetii/strains.html). À cet effet, des études 

ultérieures devraient être réalisées pour identifier complétement ce génotype et comprendre son 

pouvoir pathogène, infectieux et zoonotique. 

Les génotypes MST12 et MST32 ont été décrits pour la première fois en Algérie. D’autres 

études mettent en évidence différents génotypes citons : MST20 dans les placentas de vaches 

laitières ayant avorté (Rahal et al., 2018) et le foie de bovins (Ghaoui et al., 2019), MST33 dans 

des échantillons de sang des ovins et des caprins ainsi que dans le placenta des brebis, MST21 

dans des échantillons de sang des chats et des chiens (Ghaoui et al., 2019). La présence de ces 

différents génotypes peut s'expliquer par l’importation des animaux, notamment les bovins et 

caprins à partir de plusieurs pays (Pays-Bas, Allemagne, France, Espagne, Autriche…) ainsi que 

leurs mouvements dans les pays voisins (Tunisie, Niger, Mali…), d’autant plus que notre pays ne 

pratique pas de contrôle sanitaire rigoureux au niveau des frontières en termes d’analyse 

sérologique et moléculaire de l’infection par C. burnetii. 

 

   

https://ifr48.timone.univ-mrs.fr/mst/coxiella_burnetii/strains.html
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6 Conclusion  

La présente étude fournit des informations sur la diversité génotypique de C. burnetii infectant 

les bovins en Algérie. L'analyse de génotypage par MST des échantillons de sang et de lait 

prélevés chez les bovins de la wilaya de Sétif a montré pour la première fois la présence des 

génotypes MST12, MST32 et un nouveau génotype MST (profil partiel). Les génotypes  MST12 

et MST32 ont été décrits auparavant dans des échantillons cliniques humains, suggérant que les 

bovins peuvent jouer un rôle important en tant que réservoir pour l'infection humaine par la 

fièvre Q dans la wilaya de Sétif.  Des analyses supplémentaires utilisant un échantillonnage 

représentatif, couvrant tout le territoire national, ciblant plusieurs types de matrice de diagnostic 

et prélevés à partir d’une large gamme d’espèces d’animaux et l’homme, sont nécessaires pour 

confirmer ces résultats.  L’identification complète de ce nouveau génotype est très importante 

pour construire une base de données de référence des génotypes en Algérie et connaître la source 

d'infection en cas de l’apparition d’une épidémie. 
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Conclusion générale-recommandations et perspectives  

À travers cette recherche, une enquête séroépidémiologique transversale sur l’infection par 

Coxiella burnetii, chez les vaches de la région de Sétif, nous a permis d'estimer une 

séroprévalence de 11.36 %  au niveau individuel et de 45.56 % au niveau de l’exploitation. 

Cette étude nous a également renseigné sur les différents facteurs de risque qui peuvent 

favoriser la transmission de la coxiellose chez les bovins tels que l’introduction de nouvelles 

vaches et le contact direct avec d'autres troupeaux. L’utilisation de désinfectants a été 

identifiée comme facteur protecteur contre la coxiellose bovine. Des recherches 

supplémentaires sont nécessaires pour identifier le ou les désinfectants spécifiques et efficaces 

qui réduisent la charge de C. burnetii dans les fermes infectées afin de renforcer les mesures 

de contrôle. En outre,  la connaissance des facteurs de risque est essentielle afin d’établir un 

programme prophylactique approprié contre la coxiellose pour éviter  les conséquences tant 

sur la santé animale à cause des troubles de la reproduction, que sur la santé publique et sur le 

plan économique en raison des frais liés aux traitements de vétérinaires ou ceux de 

remplacement des animaux.  

L’étude épidémiologique de type cas-témoin indique une association significative entre le fait 

que la vache soit infectée par C. burnetii et le fait d’être infertile au courant de l’année 

précédente. Cette étude vient montrer l’implication de C. burnetii dans les troubles 

d’infertilité. D’où l’intérêt de comprendre la pathogénie de C. burnetii et son mode d’action 

sur l’infertilité. 

L’analyse phylogénétique de nos échantillons a révélé une similarité de 100 % entre notre 

souche et la souche NL3262 de C. burnetii isolée à partir de placentas de chèvres ayant 

avorté, responsable de la plus grande épidémie de fièvre Q dans le monde. Cette épidémie 

avait touché les Pays-Bas entre 2007 et 2010 avec plus de 4000 cas humains rapportés. Ainsi, 

des mesures strictes de biosécurité dans nos élevages sont préconisées et un programme de 

sensibilisation des éleveurs pour le risque lié à cette maladie doit être élaboré pour éviter 

l’apparition des flambées épidémiques pareilles dans notre pays. Par ailleurs, cette étude nous 

a permis d’inciter les services de santé publique de prendre en considération le diagnostic de 

cette infection dans le cas de grippe aiguée, pneumonie, hépatite, endocardite, avortement, 

notamment, chez les habitants des zones rurales qui sont en contact avec les ruminants 

domestiques ou les professionnels à risque tels les vétérinaires et le personnel des abattoirs. 
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Une enquête épidémiologique transversale sur la coxiellose bovine basée sur l’analyse 

sérologique et moléculaire sur 200 échantillons de lait de tank a montré que 37 % et 9 % des 

élevages de vaches laitières sont positifs par ELISA et PCR respectivement. Par conséquent, 

le lait constitue une source possible de dissémination de C. burnetii dans l’environnement. La 

surveillance de la coxiellose dans les exploitations de vaches laitières en testant le lait de tank 

par la technique sérologique ELISA et la technique moléculaire PCR est très utile, à condition 

de les combiner et de les répéter à intervalle de temps régulier. 

L’enquête épidémiologique sur la diversité des tiques bovines nous a permis d’enregistrer un 

taux d’infestation par les tiques dures de 8.25% au niveau individuel et de 22.80 % au niveau 

du troupeau. Ces taux sont relativement bas par rapport à d’autres études réalisées en Algérie 

et c’est fort probablement dû à l’utilisation fréquente des acaricides dans la région de Sétif ces 

dernières années.  Cette étude a permis d’identifier 7 espèces de tiques appartient à 4 genres 

ou sous genres différents sur un effectif total de 712 tiques prélevées chez les bovins. Rh. 

bursa, Hy. marginatum et Hy. detritum detritum sont les plus fréquemment collectées avec un 

taux respectif de 37.92 %, 29.91 % et 26.40 %.  Hy. lusitanicum, Rh. sanguineus s.l., Rh. 

annulatus et Hae. punctata ont été également identifiées avec un taux respectif de 3.93 %, 

1.26 %, 0.28 %  et 0.28 %. Ces tiques peuvent transmettre plusieurs agents pathogènes aux 

animaux et aux humains, notamment ceux de la theilériose, des piroplasmoses, de la fièvre Q, 

des rickettsioses, de l’anaplasmose. D’où l’intérêt de la mise en œuvre des mesures 

préventives pour réduire la population des tiques telle le nettoyage et la désinfection régulière 

des bâtiments, le comblement des fissures des murs et l’élaboration d’un calendrier efficace 

des acaricides.  

Enfin, L’ADN de C. burnetii a été détecté chez Rh. bursa (EMV=2.71 %), Hy. detritum 

detritum (EMV=2.23 %) et Hy. marginatum  (EMV=1.46 %), avec une prévalence globale 

estimé par EMV égale à 2.05 %. D’où l’importance de bien choisir les acaricides qui sont 

efficaces contre ces espèces de tiques précisément. Les tiques infectées ont concerné 4 

troupeaux bovins parmi 228 inspectés donnant une fréquence de 1.75 %.   

L’analyse de génotypage par la méthode MST a montré la présence du génotype MST12 et 

MST32 dans nos échantillons de lait de tank et de sang respectivement. Un nouveau génotype 

MST (profil partiel) est également identifié dans le sang de deux vaches appartenant à la 

même ferme qui diffère des génotypes déjà décrits dans la littérature et présents dans la base 

de données MST (https://ifr48.timone.univ-mrs.fr/mst/coxiella_burnetii/strains.html). Les 

génotypes MST12 et MST32 ont déjà été détecté dans des échantillons cliniques humains 

https://ifr48.timone.univ-mrs.fr/mst/coxiella_burnetii/strains.html
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montrant ainsi que les bovins puissent jouer un rôle en tant que réservoir pour l'infection 

humaine par C. burnetii dans la wilaya de Sétif. D’autres études devraient être menées sur la 

coxiellose bovine en Algérie en combinant les données épidémiologiques avec les résultats de 

génotypage pour mieux comprendre quels sont les génotypes présentes et impliqués dans les 

infections animales et humaines. 
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Annexe 1 : Matériel utilisé lors de l’échantillonnage 

- Pince mouchète  

- blouse, gants, bavettes et lunettes de protection 

- Tubes secs Vacutainer® (Référence : 369032, Lot : 5264178). 

- Tubes EDTA Vacutainer® (Référence : AF10019BB, Lot : 5264178). 

- Aiguilles à prélèvement sanguin Vacutainer®. 

- Porte aiguilles. 

- Alcool chirurgical. 

- Gants. 

- Coton. 

- Pots en plastique stériles pour la collecte de lait.  

- Glacière avec pains de glace. 

- Centrifugeuse à vitesse variable entre 1000 et 14000 T/min 

- Eppendorf. 

- micropipette de 1000 µl 

- Marqueur indélébile  

-Congélateur -20°C 

-Forceps pour enlever les tiques  

-Tubes stériles de 5 ml remplis d’éthanol 70% pour conserver les  tiques. 

Annexe 2 : Matériel utilisé dans les tests sérologiques ELISA 

- Pipettes de précision mono ou multi-canaux capables de délivrer des volumes de 10 µl, 100 

µl et 200 µl. 

- Embouts de pipette à usage unique. 

- Eau distillée ou désionisée. 

- Système de lavage manuel. 

- Cylindres gradués. 

- Béchers. 

- Portoir pour tubes. 

- Réservoir à réactifs pour pipettes multicanaux. 

- Couvercle. 

- Marqueur indélébile 

- Container pour déchets 

- Microplaque de prédilution. 
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- Parafilm 

- Mixeur vortex 

-Minuteur électronique  

- kit ELISA commercial « ID Screen Q Fever Indirect Multi-species Kit » (ID.vet Innovative 

Diagnostics, Grabels, France) 

- Incubateur de microplaques (37°C ± 2°C).  

- lecteur de plaques ELISA (BioTEK MQX200 UQuant, Winooski, 132 Vermont, USA) 

connecté un ordinateur piloté par le logiciel GEN 5
TM

 version 2.00 (BioTEK, Winooski, 132 

Vermont, USA).  

Annexe 3 : Matériels, équipements, consommables et réactifs des tests moléculaires  

1. Matériels et équipements  

- Bains-marie (thermomixer) (GFL) 

- Plaque de travail pour tubes PCR (96 x 0.2 ml). 

- Microcentrifugeuse avec rotor pour microtubes de 1.5 ml et 2 ml. 

- Balance analytique (OHAUS
®
)   

- Congélateur -20°C ou -80°C  

- Cabinet décontaminé à la lumière UV (DNA-free) pour extraction d'ADN  

- Minuteur électronique  

- Micropipettes de précision mono ou multi-canaux capables de délivrer des volumes de 10 

µl, 100 µl,  200 µl et 1000 µl. 

- Ciseaux  

- Microcentrifugeuse à vitesse variable entre 1000 et 14000 T/min avec rotor pour tubes 

eppendorf  

- Mixeur vortex 

- Marqueur indélébile  

- Four micro-onde (PANASONIC); 

- Portoirs  

- Fiole Erlenmeyer 

- Dispositif d’électrophorèse composé de  cuve d’électrophorèse horizontale,  peigne  et 

générateur de courant électrique 

- Transilluminateur à ultra-violet (UVITEC Cambridge, UK). 

-Thermocycleur automatique (SimpliAmpTM Applied Biosystems de Thermo Fisher 

Scientific, Life Technologies, Singapour). 
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- Thermocycleur 7500 Fast Real-Real PCR (Applied Biosystems®USA).  

-  Séquenceur  

2. Consommables 

- Blouses, gants, bavettes et lunettes de protection à usage unique. 

- Scalpels stériles. 

- Bistouri à lame stérile. 

- Cône de pipettes stériles avec filtre aérosol contre la contamination de 0,1µl -10 µl, 20µl, 

200µl ,100µl-1000µl. 

 - Embouts de pipettes à usage unique. 

 - Tubes de microcentrifugation pour la lyse et l’élution de  2 ml. 

 - Tubes PCR eppendorf 0.2 ml ou 0.5 ml translucide. 

- Container pour déchets contaminés  

- Parafilm 

- Désinfectant spray à base  d’hypochlorite à 2%. 

- Spatule pour enlever la crème du lait 

- Coton-tige pour enlever des résidus de crème du lait collés à la paroi des tubes. 

- Papier filtre stérile pour sécher les tiques. 

- Scalpel stérile à usage unique pour couper les tiques. 

- Tubes stériles de 10 ml pour porter les tiques. 

3. Réactifs 

- Éthanol (96 – 100%) pour préparer les kits 

- Eau distillée. 

- Agarose  (BioReagent, for molecular biology, low EEO, Sigma-Aldrich Roche diagnostics 

GmbH Allemagne) 

- TAE 1X (Tris, Acétate, EDTA) (Thermo Fisher Scientific, Carlsbad, CA, USA, USA) 

DNA  

- Colorant du gel SYBR Safe DNA (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) 

- Tampon de charge (Gel Loading Buffer for NA electrophoresis, Sigma-Aldrich Roche 

diagnostics GmbH Allemagne). 

-Marqueur de poids moléculaire (DNA Molecular Weight Marker VIII, Sigma-Aldrich Roche 

diagnostics GmbH Allemagne). 

- kit d’extraction d’ADN DNeasy Blood & Tissue Kit (Qiagen®, Hilden, Allemagne). 

- kit de purification d’ADN QIAquick Spin PCR purification (Qiagen®, Hilden, Allemagne). 

https://www.google.com/search?rlz=1C1CHBD_frDZ845DZ845&q=Thermo+Fisher+Scientific&stick=H4sIAAAAAAAAAONgVuLSz9U3MCooMTBJW8QqEZKRWpSbr-CWWQxkKAQnZ6bmlWSmZSYDAIxnElopAAAA&sa=X&ved=2ahUKEwjUsOTb5o7jAhUl4YUKHaZRCacQmxMoATATegQIDBAL
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- kit de séquençage Big Dye Terminator (APPLIED BIOSYSTEMS
®, 

USA) 

- kit de PCR quantitative en temps réal ( VetMAX ™ C. burnetii Absolute Quant Kit, LSI, 

Lissieu, France). 

- Phosphate-Buffered Saline  (PBS)  (Sigma-Aldrich P3813-5X10PAK)   

- Dodécylsulfate de Sodium (SDS) ( BIO-RAD 161-0301). 

Annexe 4 : ID Screen Q Fever Indirect Multi-species Kit (ID.vet Innovative Diagnostics, 

Grabels, France) 

Code de produit : FQS –MS , N du lot : 1117,  référence :C32-EXP 11/2019 

Description et Principe 

Les cupules sont sensibilisées avec une souche C. burnetii phases I et II, isolée en France à 

partir du placenta d’un avortement bovin. Les échantillons à tester et les contrôles sont 

distribués dans les cupules. Les anticorps spécifiques de C. burnetii, s’ils sont présents, 

forment un complexe antigène-anticorps. 

Après lavage, un conjugué anti-multi-espèces marqué à la peroxydase (HRP) est distribué 

dans les cupules. Il se fixe aux anticorps, formant un complexe antigène anticorps-conjugué 

HRP. Après élimination du conjugué en excès par lavage, la réaction est révélée par une 

solution de révélation (TMB). La coloration qui en résulte est liée à la quantité d’anticorps 

spécifiques présents dans l’échantillon à tester: 

- en présence d’anticorps dans l’échantillon, il apparaît une coloration bleue qui devient jaune 

après blocage.  

- en l’absence d’anticorps dans l’échantillon, il n’apparaît pas de coloration. La lecture est 

réalisée à 450 nm 

Composants du kit 

Réactifs* 

Microplaques sensibilisées avec un antigène en phase I et en phase II de C. burnetii 

Conjugué Concentré (10X) 

Contrôle Positif 

Contrôle Négatif 

Tampon de dilution 2 

Tampon de dilution 3 

Solution de lavage concentrée (20X) 

Solution de révélation 

Solution d’arrêt (0,5 M) 

* La composition du kit est indiquée sur l'étiquette de dessus de kit. 

1. Le conjugué, les contrôles et la solution de révélation doivent être stockés à 5°C (± 3°C). 
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2. Les autres réactifs peuvent être stockés entre +2°C et +26°C. 

3. Les composants portant la même dénomination (solution de lavage, tampons de dilution) 

peuvent être utilisés dans l’ensemble de la gamme IDvet. 

Matériel nécessaire mais non fourni 

1. Pipettes de précision mono ou multi-canaux capables de délivrer des volumes de 10 µl, 100 

µl et 200 µl. 

2. Embouts de pipette à usage unique. 

3. Lecteur de microplaques à 96 puits. 

4. Eau distillée ou désionisée. 

5. Système de lavage manuel ou automatique 

Remarques et précautions d’emploi 

1. Ne pas pipeter à la bouche. 

2. La solution de révélation peut être irritante pour la peau. 

3. La solution d’arrêt (0,5 M) peut être nocive en cas d’ingestion et peut entraîner une 

sensibilisation par contact avec la peau (R22-43). Eviter le contact avec la peau (S24-37). 

4. Ne pas exposer la solution de révélation à une lumière vive ni à des agents oxydants. 

5. Décontaminer tous les réactifs avant élimination. 

Préparation des échantillons 

Pour réduire la différence des temps d’incubation entre les échantillons, il est possible de 

préparer une microplaque de 96 puits contenant les échantillons à tester et les échantillons de 

contrôle, puis de les transférer dans la plaque ELISA avec une pipette multicanaux. 

Préparation de la Solution de lavage 

Si nécessaire, ramener la Solution de lavage concentrée (20X) à température ambiante (21°C 

± 5°C) et bien agiter pour assurer la dissolution des cristaux. Préparer la Solution de lavage 

(1X) par dilution au 1/20
ème

 de la Solution de lavage (20X) dans de l’eau distillée/désionisée. 

Mode opératoire 

Ramener tous les réactifs à température ambiante (21°C ± 5°C) avant l’emploi et les 

homogénéiser par retournement ou au Vortex. 

Les protocoles présentés sont  protocole sérum ou plasma. 

1. les échantillons sont testés à une dilution finale de 1 : 50 comme suit: 
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a) Dans une microplaque de prédilution à 96 puits, ajouter 

- 245 µl de Tampon de dilution 2 dans chaque puits. 

- 5 µl de Contrôle négatif dans les puits A1 et B1. 

- 5 µl de Contrôle positif dans les puits C1 et D1. 

- 5 µl de chaque échantillon à tester dans les puits restants. 

b) Dans une microplaque ELISA, transférer: 

- 100 µl de Contrôle négatif pré-dilué dans les puits A1 et B1. 

- 100 µl de Contrôle positif pré-dilué dans les puits C1 et D1. 

- 100 µl de chaque échantillon pré-dilué à tester dans les puits restants. 

2. Couvrir la plaque et Incuber 45 min ± 4 min à 21°C (± 5°C). 

3. Vider les puits. Laver 3 fois chaque cupule avec environ 300 µl de Solution de lavage. 

Eviter le dessèchement des cupules entre les lavages. 

4. Préparer le Conjugué 1X en diluant le Conjugué 10X au 1/10ème en Tampon de 

dilution 3. 

5. Distribuer 100 µl de Conjugué 1X dans chaque cupule. 

6. Incuber 30 min ± 3 min à 21°C (± 5°C). 

7. Vider les puits. Laver 3 fois chaque cupule avec environ 300 µl de Solution de lavage. 

8. Distribuer 100 µl de Solution de révélation dans chaque cupule. 

9. Incuber 15 min ± 2 min à 21°C (± 5°C) à l’obscurité. 

10. Distribuer 100 µl de Solution d’arrêt dans chaque cupule pour arrêter la réaction. 

11. Mesurer et enregistrer les densités optiques à 450 nm. 

Validation: échantillons sérum  

Le test est validé si: la valeur moyenne de densité optique des Contrôles Positifs (DOCP) 

est supérieure à 0.350. DOCP > 0.350  

le rapport entre la moyenne des Contrôles Positifs (DOCP) et la moyenne des Contrôles 

Négatifs (DOCN) est supérieur à 3. DOCP / DOCN > 3 

Interprétation 

Pour chaque échantillon, calculer le pourcentage S/P: 

DO échantillon S/P % = 
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Pour sérum ou plasma caprin, ovin et bovin 

SERUMS 

Résultat  Statut 

S/P % ≤ 40%  NEGATIF 

40% < S/P % ≤ 50%  DOUTEUX 

50% < S/P % ≤ 80%  POSITIF 

S/P % > 80%  FORTEMENT POSITIF 

 

Annexe 5 : PrioCHECK™ Ruminant  Q Fever  Ab       Plate  Kit (LSI, Lissieu, France) 

Test immunoenzymatique de détection spécifique des anticorps anti- C. burnetii dans  le  sérum  et  le  lait  

de   ruminant. 

Références Catalogue ELISACOXLS2, ELISACOXLS5 

Partie Nº 100020257 Pub. Nº MAN0007465 Rév. A.0 

 
Technique  
 

 
Espèce 

 
  Matrice 

 
Test 

 
Protocole 

ELISA indirect monocupule 

- Plaques sécables 

Bovin 

Ovin 

Caprin 

Sérum Individuel Incubation courte 

Lait Individuel de 

mélange 
Incubation longue 

 AVERTISSEMENT! Lire les fiches de données de sécurité (FDS) et suivre les 

consignes de manipulation. Porter des lunettes de sécurité, des gants et des vêtements 

appropriés. Les fiches de données de sécurité (FDS) sont disponibles à l’adresse 

thermofisher.com/support.    

 AVERTISSEMENT ! RISQUES BIOLOGIQUES POTENTIELS. Lire les 

informations de sécurité relatives aux risques biologiques du produit disponibles 

sur thermofisher.com. Porter des lunettes de sécurité, des gants et des vêtements 

appropriés.  

Informations générales 

L’antigène utilisé dans le Applied Biosystems™ PrioCHECK™ Ruminant Q Fever Ab 

Plate Kit a été isolé par l’INRA de Nouzilly à partir de ruminants domestiques (antigène 

phase I et II). C’est une souche ovine responsable d’avortements chez les ovins. Les 

validations réalisées par l’INRA et en interne par nos équipes démontrent que PrioCHECK™ 

Ruminant Q Fever Ab Plate Kit présente une sensibilité améliorée par rapport aux kits ELISA 

« Nine Mile » pour la détection des animaux excréteurs de C. burnetii. 

 

http://thermofisher.com/support
http://thermofisher.com/
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Principe du test 

Le test est basé sur le principe d’un ELISA indirect.  

1. Les échantillons et les contrôles sont déposés dans la plaque sensibilisée avec de l'antigène 

C. burnetii. Les anticorps spécifiques anti-C. burnetii éventuellement présents se lient à 

l’antigène. 

2. Après lavage, un conjugué protein G marqué à la peroxydase est ajouté et se fixe sur les 

anticorps préalablement fixés sur les microcupules. 

3. Le conjugué non fixé est éliminé par lavage avant addition d’un substrat chromogène. 

L’apparition d’une coloration bleue est la conséquence de l'oxydation du substrat par la 

peroxydase du conjugué. 

4. Après arrêt de la réaction, la coloration devient jaune. La lecture des résultats est réalisée 

par un lecteur de plaques ELISA. 

L'apparition d'une coloration jaune indique un échantillon positif. La coloration  

de chaque puits est proportionnelle au taux d’anticorps spécifiques présent dans  

L’échantillon. 

Réactifs du kit et conservation  

Composant Description 
ELISACOXL

S2 

(192 tests) 

ELISACOXL

S5 

(480 tests) 

Conser- 

vation 

1 - Coated microplate Q Fever 
Plaque sensibilisée Fièvre Q, 12 

barrettes de 8 cupules 
2 unités 5 unités 

5±3°C
(1)

 

2a - Serum Negative C. 

Q Fever 

Contrôle négatif sérum 

Fièvre Q (NC) 
250 µL 600 µL 

 

5±3°C 
2b - Milk Negative C. Q Fever Contrôle négatif lait Fièvre Q (NC) 5 mL 12 mL 

3 - Positive C. Q Fever Contrôle positif Fièvre Q (PC) 250 µL 600 µL 

4 - Conjugate (100x) Q Fever 
Conjugué (100x) Fièvre Q (rouge), 

protein G HRP concentrée 100 fois 
500 µL 900 µL 

5±3°C
(2)

 

A - Wash (10x) 
Solution de lavage, 10 fois 

concentrée 
125 mL 250 mL 

 

 

5±3°C B1 - Sample DB Q Fever Diluant échantillon Fièvre Q (vert) 120 mL 250 mL 

B2 - Conjugate DB Q Fever Diluant conjugué Fièvre Q 50 mL 100 mL 

C - Substrate Solution Substrat 24 mL 60 mL 

D - Stop Solution d’arrêt 24 mL 60 mL 

Adhésifs de plaques 4 10 
TA

(3)
 

(1). Les barrettes non utilisées peuvent être stockées dans le sachet fermé avec dessicant (fournis dans le kit) à 5±3°C jusqu’à la 

date de péremption du kit.  

(2).La solution de conjugué diluée est à utiliser immédiatement après préparation. 

(3). Température ambiante. 
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Matériel et réactifs requis pour l’analyse non fournis dans le kit 

Sauf indication contraire, tous les produits sont disponibles sur thermofisher.com. 

Eau distillée ou déionisée Micropipettes monocanales et multicanaux 

Plaques de prédilution Réservoirs à usage unique 

Incubateur de microplaque (37±2°C) Lecteur ELISA équipé d’un filtre à 450 nm ou de 

filtres à 450 et 620 nm Embouts de pipette à usage unique 

 

Précautions d’emploi 

 Ne pas mélanger des réactifs provenant de différents lots de kits. 

 Eviter la contamination des réactifs en utilisant du matériel de prélèvement à usage 

unique. 

 Ne pas pipeter les réactifs avec la bouche. 

Préparation des échantillons 

Sérum : des sérums individuels frais, réfrigérés (8 jours à 5±3°C) ou congelés (1 an à < 16°C) 

sont utilisables. Les échantillons et les contrôles préalablement homogénéisés sont testés 

dilués au 1:400. 

Lait : des laits (individuels ou de mélange) frais, réfrigérés (8 jours à 5±3°C) ou congelés (1 

an à < –16°C) sont utilisables avec ou sans ajout de conservateur. Les échantillons et les 

contrôles préalablement homogénéisés sont testés dilués au 1:20. 

NOTE : Il est fortement conseillé d’utiliser un traceur interne pour chaque manipulation. 

Une référence interne (Réf. : RFQS) est disponible pour l’application sérum ou lait. 

Préparation des réactifs 

 Les réactifs 1 - Coated microplate Q Fever, B1 - Sample DB Q Fever, B2 

Conjugate DB Q Fever, C - Substrate et D - Stop sont prêts à l’emploi. 

 Les réactifs 2a - Serum Negative C. Q Fever, 2b - Milk Negative C. Q Fever et 3 - 

Positive C. Q Fever (pour l’application sérum seulement) sont à tester comme les 

échantillons. 

 Milk Positive Control Q Fever : Le Milk Positive Control Q Fever est préparé à 

partir d’une solution au 1:20 du réactif 3 - Positive C. Q Fever. 

Exemple : 10 µL du réactif 3 - Positive C. Q Fever + 190 µL du réactif 2b – Milk 

Negative C. Q Fever. Mélanger après dilution. La solution Milk Positive Control Q 

http://thermofisher.com/
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Fever est  à utiliser immédiatement  après préparation et à tester comme un 

échantillon. 

 La solution de lavage A - Wash (10x) est à diluer  au  1:10  dans  de  l'eau  distillée 

/déionisée. Exemple : pour une barrette : 2 mL de solution A - Wash (10x) dans 18 

mL d'eau, pour une plaque : 25 mL de solution A - Wash (10x) dans 225 mL d’eau. 

Mélanger après dilution. La solution Wash diluée peut être conservée 1 mois à 

5±3°C. 

NOTE: Du fait d’une forte concentration en sels, des cristaux peuvent se former dans la 

solution A - Wash (10x). Les cristaux peuvent être dissous sous agitation. Il est 

recommandé d’homogénéiser la solution avant dilution. 

 Le réactif 4 - Conjugate (100x) Q Fever est à diluer au 1:100 dans le réactif B2 - 

Conjugate DB Q Fever. Mélanger après dilution. La solution Conjugate Q Fever 

diluée est à utiliser immédiatement après préparation. 

Réalisation du test ELISA 

NOTE: Porter les réactifs à température ambiante (21±4°C) avant la réalisation du test. La 

zone de tolérance des temps d’incubation est de ±10%. Il est recommandé d’utiliser des 

réservoirs à usage unique pour la distribution des composants. 

1. Distribution des contrôles et des échantillons Sérum : les  échantillons  et  les contrôles  sérums 

sont  testés  dilués  au  1:400  en B1 - Sample  DB  Q  Fever : 

A. Dans une plaque de prédilution, prédiluer les sérums à analyser et les contrôles au 1:20 

en B1 - Sample DB Q Fever: 

 Déposer 5 µL de chaque sérum sur la plaque de prédilution. Conserver le même ordre 

que celui qui sera utilisé sur la plaque sensibilisée. 

 Ajouter ensuite 95 µL du réactif B1 - Sample DB Q Fever dans les cupules 

contenant les contrôles et les échantillons. Agiter doucement la plaque. 

 Laisser les sérums dilués s’équilibrer dans le réactif B1 - Sample DB Q Fever à 

température ambiante pendant 5 minutes avant le transfert dans la plaque sensibilisée. 

NOTE: Les sérums prédilués peuvent être conservés 24 heures à 5±3°C. 

B.     Pour obtenir la dilution finale des sérums au 1:400, réaliser une 2ème dilution au 

1:20 en B1 - Sample DB Q Fever dans la plaque sensibilisée : 

 Déposer 5 µL du réactif 2a - Serum Negative C. Q Fever pré-dilué au 1:20 dans 

les cupules A1 et B1 (par exemple). 

 Déposer 5 µL du réactif 3 - Positive C. Q Fever pré-dilué au 1:20 dans les cupules C1 et 
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D1 (par exemple). 

 Déposer 5 µL d’échantillon pré-dilué au 1:20 dans les cupules suivantes. 

 Distribuer 95 µL du réactif B1 - Sample DB Q Fever dans les cupules contenant les 

contrôles et les échantillons. 

Agiter doucement et couvrir la plaque à l’aide d’un adhésif de plaque. Incuber la plaque 1 

heure à 37±2°C. 

Lait : les échantillons et les contrôles  laits sont testés dilués au 1:20 en B1 - Sample DB Q Fever : 

 Déposer 5 µL du réactif 2b - Milk Negative C. Q Fever dans les cupules A1 et B1 

(par exemple). 

 Déposer 5 µL de la solution Milk Positive Control Q Fever (voir “Préparation des 

réactifs”) dans les cupules C1 et D1 (par exemple). 

 Déposer 5 µL de lait à analyser dans les cupules suivantes. 

 Distribuer 95 µL du réactif B1 - Sample DB Q Fever dans les cupules contenant les 

contrôles et les échantillons. 

Agiter doucement et couvrir la plaque à l’aide d’un adhésif de plaque. Incuber la 

plaque 1 nuit (16 à 18h) à 5±3°C. 

Lavages 

Vider la plaque et réaliser 3 lavages avec la solution Wash diluée (voir “Préparation des 

réactifs”) à raison de 300 µL par cupule. Vider et tapoter la plaque sur un papier absorbant 

pour éliminer toute trace de liquide. Les lavages sont réalisables, au choix, manuellement ou 

au laveur automatique. Ne pas laisser sécher les plaques. 

Conjugué 

Distribuer 100 µL de solution Conjugate Q Fever diluée (voir “Préparation des réactifs”) 

dans chaque cupule. Agiter doucement et couvrir la  plaque à  l’aide d’un nouvel adhésif de 

plaque. Incuber la plaque  1 heure à 37±2°C. 

Lavages 

Réitérer l’étape LAVAGES définie précédemment. 

Révélation 

Distribuer 100 µL de solution C - Substrate dans chaque cupule. Agiter doucement la 

plaque (2 secondes). Incuber 10 minutes à température ambiante (21±4°C) et à 

l'obscurité. Ne pas couvrir la plaque. 
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Distribuer 100 µL de solution D - Stop dans chaque cupule et dans le même ordre que la 

solution  C - Substrate. Agiter doucement la plaque (2 secondes). 

Lecture 

Essuyer le dessous des plaques, avec un chiffon doux pour éliminer d’éventuelles poussières. 

Lire la plaque au maximum 30 minutes après l’arrêt de la réaction, à 450 nm en 

monochromatisme ou à 450−620 nm en bichromatisme. 

Calcul des résultats 

Calculer la DO moyenne du PC (DOm PC), et celle du NC (DOm NC). 

Pour chaque échantillon, calculer le ratio Echantillon/Positif (E/P) : 

E/P = (DO Ech − DOm NC) / (DOm PC − DOm NC) 

 Titre = E/P × 100 

NOTE: Pour les échantillons négatifs, il est possible d’obtenir des E/P négatifs. 

Validation du test 

Le test est validé si : 

DOm PC > 0.400 et DOm PC / DOm NC > 2 

Interprétation des résultats 

Tableau 1 Sérum 

Résultats Interprétation 

Titre £ 40 Négatif 

40 < Titre ≤ 100 Positif + 

100 < Titre ≤ 200 Positif ++ 

200 < Titre ≤ 300 Positif +++ 

Titre > 300 Positif ++++ 

Tableau 2 Lait individuel 

Résultats Interprétation 

Titre ≤40 Négatif 

40 < Titre ≤100 Positif + 

100 < Titre ≤ 200 Positif ++ 

Titre > 200 Positif +++ 
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Tableau 3 Lait de mélange 

Résultats Interprétation 

Titre ≤ 30 Négatif 

30 < Titre ≤100 Positif + 

100 < Titre ≤ 200 Positif ++ 

Titre > 200 Positif +++ 

 

Annexe 6 : kit de PCR en temps réel (Applied Biosystems™ VetMAX™ Coxiella burnetii 

Absolute Quant Kit, Qiagen, Allemagne). 

PCR temps réel TaqMan® pour la détection et la quantification de C. burnetii , bactérie 

responsable de la fièvre Q  

Référence Catalogue FQPAQ Partie Nº 100020366 Pub. Nº MAN0007807 Rév. B.0  

Technique  Espèce(s) Acides nucléiques isolés 

à partir des matrices 

Test 

PCR temps réel 

(ADN) – Duplex – 

IPC endogène 

Bovins Petits 

ruminants (ovins, 

caprins) 

Ecouvillons (cervicaux, 

vaginaux et placentaires) 

Lait Mucus vaginal 

Liquide fœtal Organes 

(placenta ou tissu fœtal) 

 

Individuel Mélange 

de 3 prélèvements 

(dépendant des 

matrices) 

AVERTISSEMENT ! Lire les fiches de données de sécurité (FDS) et suivre les consignes de 

manipulation. Porter des lunettes de sécurité, des gants et des vêtements appropriés. Les 

fiches de données de sécurité (FDS) sont disponibles à l’adresse thermofisher.com/support.  

AVERTISSEMENT ! RISQUES BIOLOGIQUES POTENTIELS. Lire les informations 

de sécurité relatives aux risques biologiques du produit disponibles sur thermofisher.com. 

Porter des lunettes de sécurité, des gants et des vêtements appropriés.  

Informations sur le produit 

Description du produit  

La fièvre Q (Query fever) est une zoonose due à C. burnetii , une bactérie strictement 

intracellulaire, qui peut infecter de très nombreuses espèces animales ainsi que l'homme. Chez 

les ruminants, cette maladie est principalement associée à l’apparition de troubles de la 
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reproduction. C. burnetii  cause prématurité, faible poids à la naissance et avortements. 

Applied Biosystems™ VetMAX™ C. burnetii Absolute Quant Kit est un outil de 

diagnostic moléculaire de la fièvre Q. Il permet la détection spécifique de la bactérie C. 

burnetii  par la technique de PCR en temps réel. Il peut être utilisé en application qualitative 

(présence ou absence de la bactérie) ou quantitative absolue (concentration en bactérie par 

unité d’échantillon).  

Chaque échantillon d’ADN obtenu après extraction est analysé en monocupule : la même 

cupule est utilisée pour la détection spécifique de l’ADN bactérien de C. burnetii et pour la 

détection d’un IPC (Internal Positive Control). La positivité de l’IPC traduit à la fois 

l’efficacité de l’extraction et l’absence d’inhibiteur dans les échantillons.  

Il est utilisable sur ADNs bactériens extraits à partir d’écouvillons (cervicaux, vaginaux et 

placentaires), de lait, de mucus vaginal, de liquide fœtal ou d’organes (placenta ou tissu 

fœtal). Pour les écouvillons uniquement, l’analyse peut être effectuée en mélange de 3 

échantillons. Les protocoles complets d’extractions des ADN à partir de ces matrices sont 

disponibles sur demande au Support Technique.  

Réactifs du kit et conservation VetMAX™ C. burnetii Absolute Quant Kit se présente 

sous la forme d’un coffret regroupant les différents composants. À réception, le kit doit être 

conservé dans sa totalité entre −30°C et −10°C. Après décongélation à la première utilisation, 

suivre les recommandations de conservation du tableau suivant pour chaque composant :  

Composant Description Volume 

(100 

réactions) 

Conservation 

A réception Après 

première 

utilisation 

3 - Mix Cox b 

(tubes vert) 

Mix pour PCR TaqMan®. Il contient : • Le 

système de détection pour la cible C. 

burnetii: primers forward et reverse, ainsi 

qu’une sonde TaqMan® marquée FAM™ - 

TAMRA™. • Le système de détection pour 

l’IPC : primers forward et reverse, ainsi 

qu’une sonde TaqMan® marquée VIC™ - 

NFQ (NFQ = Non-Fluorescent Quencher). • 

Le buffer et l’enzyme de PCR, ainsi que de 

l’Uracil N-Glycosylase 

2 × 1000 µL  −30°C à −10°C +2°C à 

+8°C 4 

4. b - Standard 

PC. Cox b. (1) 

(Tube marron) 

Le standard de quantification C. burnetii du 

kit. Il s’agit d’ADN plasmidique prêt à être 

dilué pour constituer la gamme standard de 

quantification. Son utilisation permet de 

quantifier de façon absolue l’échantillon 

inconnu 

. 100 µL  −30°C à −10°C  −30°C à 

−10°C 
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(1) Le tube de 4b - Standard PC. Cox b. est à utiliser avec précaution, sa forte concentration 

en ADN cible peut être source de contamination.  

Témoins d’extraction et d’amplification  

VetMAX™ C. burnetii Absolute Quant Kit contient 1 témoin permettant la validation de 

l’amplification des ADN bactériens et la quantification des échantillons :  

4b - Standard PC. Cox b. : contrôle positif quantifié en C. burnetii  

Contrôle positif déjà extrait à amplifier lors de la PCR temps réel. Un résultat positif compris 

dans l’intervalle accepté de Ct est utilisé pour valider l’amplification de la cible C. burnetii  

par PCR temps réel. 

Ce standard est quantifié à 3.00 × 10 7 copies GE/mL. La dilution du standard en gamme puis 

l’amplification de cette gamme lors de la PCR temps réel permet la quantification des 

échantillons. 

La validation de l’extraction des acides nucléiques pour chaque échantillon s’effectue grâce à 

la détection d’un IPC endogène (Internal Positive Control), présent dans chaque échantillon. 

Un résultat IPC positif avec une valeur conforme dans un échantillon permet de valider 

l’extraction de cet échantillon qu’il soit positif ou négatif pour le pathogène recherché : 

élimination des faux négatifs et vérification de l’effet des inhibiteurs. 

Il est recommandé de réaliser deux contrôles négatifs pour valider le bon déroulement 

de l’analyse : 

NCS : contrôle négatif d’extraction 

C’est un témoin composé des réactifs utilisés lors de l’extraction, sans ajout d’échantillon (il 

peut être remplacé par le tampon utilisé lors de la préparation des échantillons ou par de l’eau 

DNase/RNase-free), qui subit le même traitement que les échantillons extraction des acides 

nucléiques puis PCR temps réel. 

 Un résultat négatif en C. burnetii et en IPC permet de valider l’absence de contamination au 

cours l’extraction et la PCR temps réel. 

NC : contrôle négatif d’amplification 

Ce témoin consiste de 20 µL du mix de PCR temps réel et de 5 µL d’eau DNase/RNase-free 

subissant la PCR temps réel. 

Un résultat négatif pour toutes les cibles (C. burnetii et IPC) permet de valider l’absence de 

contamination au cours de la préparation des réactions pour la PCR 

Matériel et réactifs requis pour la PCR temps réel non fournis dans le kit 
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Sauf indication contraire, tous les produits sont disponibles sur thermofisher.com. 

• Micropipettes de précision (gamme de 1 µL à 1000 µL) avec pointes DNase/RNase-free à 

filtre 

• Eau DNase/RNase-free 

• Tampon TE 1X 

• Tampon PBS 1X 

• Un thermocycleur de PCR temps réel capable de détecter les fluorophores suivants : 

– FAM™ (maximum d’émission : λ515 nm) 

– VIC™ (maximum d’émission : λ554 nm) 

• Consommables de qualité optique compatible avec le thermocycleur utilisé : 

– Plaques PCR 96 puits, barrettes PCR (8 ou 12 puits), microtubes ou capillaires 

– Films ou bouchons adaptés à la fermeture 

Procédure d’analyse 

Le volume réactionnel de la PCR temps réel est de 25 µL : 

• 3 - Mix Cox b. : 20 µL par analyse 

• ADN extrait : 5 µL par analyse 

Pour une application quantitative : préparer la gamme de quantification à partir de 4b - 

Standard PC. Cox b. 

Extraction des ADNs 

Il est nécessaire d’isoler les ADNs à partir des échantillons pour l’analyse par PCR temps 

réel. Pour faciliter la quantification des échantillons non liquides, il est recommandé de 

travailler à partir d’éluât d’écouvillon ou de surnageant de broyat d’organe réalisés dans 1 mL 

de PBS 1X. 

NOTE : Pour connaître des méthodes d’extractions compatibles et validées avec VetMAX™ 

C. burnetii Absolute Quant Kit, merci de contacter le Support Technique. 

Préparation de la gamme de quantification  

Prendre les mesures de précaution adaptées lors de la réalisation de cette étape pour éviter la 

contamination du mix de PCR temps réel 3 - Mix Cox b. 

Diluer en cascade au 1:10 l’ADN de 4b - Standard PC. Cox b., préférentiellement en 

tampon TE 1X pour une meilleure conservation (ou en eau DNase/RNase-free), pour 

constituer les 5 points de la gamme : 

 



Annexes 

 

Point de la gamme  Concentration  Réalisation du point de gamme 

Point 1 (Standard PC. Cox b.10-1)  3.00 × 10 6 copies GE(2)/mL  20 µL de 4b - Standard PC. Cox b. 

+ 180 µL de TE 1X 

Point 2 (Standard PC. Cox b.10-2) 

= EPC Cox b.(1)  

3.00 × 10 5 copies GE/mL  20 µL de Standard PC. Cox b. 10-1 

+ 180 µL de TE 1X 

Point 3 (Standard PC. Cox b.10-3)  3.00 × 10 4 copies GE/mL  20 µL de Standard PC. Cox b. 10-2 

+ 180 µL de TE 1X 

Point 4 (Standard PC. Cox b.10-4)  3.00 × 10 3 copies GE/mL  20 µL de Standard PC. Cox b. 10-3 

+ 180 µL de TE 1X 

Point 5 (Standard PC. Cox b.10-5)  3.00 × 10 2 copies GE/mL  20 µL de Standard PC. Cox b. 10-4 

+ 180 µL de TE 1X 

Facteur de dilution en cascade : 

1:10 

  

(1) Dans le cas d’application qualitative, il n’est pas nécessaire de déposer l’intégralité de la gamme de 

quantification. Un unique point de dilution de cette gamme 

sera utilisé comme contrôle d’amplification : l’EPC Cox b. (=ADN standard Cox b. 3.00 × 105 

(2) Génome Equivalent. 

Aliquoter les ADNs standards sous 30 µL et les stocker à en dessous de -16°C pendant la 

durée de conservation du kit. Il est conseillé de ne pas effectuer plus de 3 cycles de 

congélation/décongélation des ADNs standards. 

Préparation de la PCR temps réel 

1. Créer un plan d’analyse pour la distribution des mix et échantillons. Éloigner si possible la 

gamme de quantification ou l’EPC des autres échantillons. 

2. Homogénéiser le tube 3 - Mix Cox b. par agitation douce, puis centrifuger brièvement. 

3. Distribuer 20 µL de 3 - Mix Cox b. par puits de la plaque PCR, barrette PCR ou capillaire 

utilisé. 

4. Ajouter les ADN des échantillons et contrôles à chaque mix réactionnel, selon le plan 

d’analyse prédéfini : 

Type d’analyse  Composant  
Volume 

d’échantillon 

Echantillon pour analyse  ADN extraits de l’échantillon  5 µL 

Gamme de quantification  Gamme de dilutions de 4b - Standard PC. Cox b.  5 µL 

Contrôle positif d’amplification(1)  EPC Cox b. (= standard PC. Cox b. 10-2)  5 µL 

Contrôle négatif d’extraction (NCS)  NCS extrait  5 µL 

Contrôle négatif d’amplification (NC)  Eau DNase/RNase-free  5 µL 

(1) Ce point remplace la gamme de quantification pour les applications qualitatives. 

5. Fermer la plaque PCR, les barrettes PCR ou les capillaires avec un film adhésif ou des 

bouchons adaptés. 

Amplification par PCR en temps réel 

1. Créer les détecteurs suivants sur le thermocycleur : 

Reporter  Quencher 

COXB (C.burnetii)  FAM™  TAMRA™(1) 

IPC COXB  VIC™  NFQ (Non-Fluorescent Quencher) 

Référence passive : ROX™(1) 
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(1) Les fluorophores TAMRA™ et ROX™ sont à renseigner obligatoirement pour l’analyse 

par PCR temps réel si le thermocycleur est capable de les détecter. 

Pour les autres thermocycleurs, l’absence de détection de ces fluorophores ne remet pas en 

cause l’analyse par PCR temps réel. 

2. Attribuer pour chaque échantillon le détecteur COXB et le détecteur IPC COXB dans le 

puits utilisé pour l’analyse. 

3. Attribuer les valeurs de quantification (copies/mL) à chaque point de la gamme de 

quantification. 

4. Créer le programme de PCR temps réel suivant pour l’analyse : 
Répétitions de l’étape  Température  Durée 

Etape 1  ×1  50°C  2 minutes (02’00”) 

Etape 2  ×1  95°C  10 minutes (10’00”) 

Etape 3  ×45 95°C  15 secondes (00’15”) 

60°C(1)  1 minute (01’00”) 
  

(1) Collecte des données de fluorescence durant la phase 60°C – 1 minute 

5. Placer la plaque PCR, les barrettes PCR ou les capillaires dans le thermocycleur et 

démarrer la PCR temps réel 

Analyse des résultats 

Analyse des données brutes 

Se référer aux recommandations du fournisseur du thermocycleur pour l’analyse des données 

brutes. 

1. Placer les lignes seuils (threshold) de manière indépendante pour chaque cible de la PCR 

temps réel. 

2. Interpréter les résultats en fonction des valeurs de Ct des échantillons pour chaque détecteur 

selon les recommandations ci-après. 

Validation du test 

Validation des tests qualitatifs 

La validation du test qualitatif passe par l’acceptation des critères suivants : 

Détecteur 

COXB  
Détecteur IPC COXB  Validation 

EPC Cox b.  

Ct = Ct QC COXB de 

Standard PC. Cox b.10-2 

±3Ct(1)  

Ct < 45 ou Ct > 45(2)  PCR validée 

NCS  Ct > 45  Ct > 45  
Phase d’extraction validée (absence de 

contamination) 

NC  Ct > 45  Ct > 45  
Réactifs PCR validés (absence de 

contamination) 

(1) Se référer aux valeurs indiquées dans le paragraphe 2.1 « EPC » du Certificat d’Analyse 

du lot utilisé pour l’essai. 

(2)  La valeur d’IPC dans l’EPC n’est pas à prendre en compte pour la validation du test. 
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Critères complémentaires de validation des tests quantitatifs 

Si non effectué auparavant, sur le logiciel de PCR temps réel du thermocycleur, attribuer les 

valeurs de quantification (copies/mL) à chaque point de la gamme de quantification. La 

validation du test quantitatif passe par l’acceptation des critères suivants, en plus des critères 

de validation des tests qualitatifs : 

 
Détecteur COXB  Efficacité PCR  

Coefficient de 

corrélation R2  

Interprétation 

 

Gamme de 

standard de 

quantification 

Au moins 4 points de la 

gamme sur 5 validés 

selon les conditions : 

Ct = Ct QC COXB de 

Standard PC. Cox b. ±3Ct(1) 

Comprise entre 

85% et 115%  
R2 > 0.980 

Gamme de 

quantification 

validée 

(1) Se référer aux valeurs des différents points de gamme indiquées dans le paragraphe 2.1 « EPC » du 

Certificat d’Analyse associé au lot utilisé pour l’essai. Possibilité d’éliminer un point aberrant à l’intérieur 

de la gamme, mais pas aux bornes. 

Interprétation des résultats 

Application qualitative 

Pour chaque échantillon analysé, interpréter les résultats comme décrit ci-dessous : 

Détecteur COXB  Détecteur IPC COXB  Interprétation 

Ct < 45  Ct < 45 ou Ct > 45  C. burnetii détectée 

Ct > 45  Ct < 45  C.burnetii non détectée 

Ct > 45  Ct > 45  Non validé 

Application quantitative 

Calcul de la concentration dans l’extrait d’ADN 

Pour la quantification absolue d’un extrait d’ADN dans lequel la cible Coxiella burnetii 

a été détectée : 

1. S’assurer que la gamme de quantification est validée. 

2. Utiliser le logiciel de PCR temps réel afin de calculer pour chaque échantillon la quantité 

de cible C. burnetii grâce aux valeurs de la gamme de quantification.  

Calcul de la concentration dans l’échantillon liquide avant purification des acides nucléiques. 

Le calcul s’effectue à partir de la quantification de l’extrait d’ADN obtenu lors de la PCR (en 

copies/mL), le volume de prise d’essai pour l’extraction (PE) exprimée en µL et le volume 

d’élution (VE) de la méthode d’extraction exprimé en µL : 

Quantification échantillon liquide (copies C. burnetii / mL) = Quantification PCR 

(copies/mL) × [VE (µL) / PE (µL)] 

Calcul de la quantification des organes à partir de la quantification du surnageant d’organe 

broyé. 

Quantification par mg d’organe en fonction de la quantification du surnageant d’organe 
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broyé (copies/mL), du volume de tampon utilisé pour le broyage (VB) en mL et de la 

quantité de prélèvement (PR) en mg : 

Quantification organe (copies C. burnetii / mg) = Quantification surnageant organe broyé 

(copies/mL) × [VB (mL) / PR (mg)] 

Conduite à tenir pour les échantillons non validés 

Pour la suite des analyses telle que décrite ci-dessous, il est important lors du calcul de la 

quantification des échantillons de prendre en compte les facteurs de dilution appliqués au 

cours du processus. 

1. Diluer l’ADN de l’échantillon non valide comme indiqué : dilution de l’ADN au 1:10 en 

tampon TE 1X. 

2. Faire une nouvelle analyse PCR temps réel sur 5 µL de cette dilution. 

3. Si l’ADN dilué est positif en C. burnetii ou négatif en C. burnetii avec un résultat IPC 

conforme, le résultat obtenu est alors validé. 

4. Si l’ADN dilué est négatif en C. burnetii avec un résultat IPC non conforme, le résultat 

obtenu est toujours non valide. Dans ce cas, renouveler l’extraction de l’échantillon en le pré-

diluant au 1:10 dans du tampon PBS 1X avant extraction. 

5. Si le résultat est toujours non validé, répéter l’analyse sur un nouveau prélèvement. 
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Abstract
A cross-sectional study was conducted to determine the seroprevalence and the risk factors associated with C. burnetii infection
in cattle in the state of Setif in northeastern Algeria from March 2016 to April 2018. A total of 678 cows animals aged at least
24 months and belonging to 90 herds were randomly selected. A serum sample from each cow was tested for antibodies against
C. burnetii using an indirect enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA). A structured questionnaire focusing on risk factors
for C. burnetii infection was administered to farm owners involved in the study. The individual animal prevalence was 11.36%
(77/678) (95%CI 8.97–13.75%), the herd prevalence was 45.56% (41/90) (95%CI 35.27–55.84%), and the within-herd preva-
lence ranged from 9.09 to 57.14% (mean 23.71%; Q1 11.11%, Q2 or median 20%, Q3 30%). Multivariable logistic regression
analysis revealed that contact with other herds (odds ratio (OR) 1.95, 95 CI 1.12–3.42) and purchased animals (OR 2.05, 95 CI
1.14–3.68) was identified as risk factors for seropositivity to C. burnetii, while the use of disinfectants (OR 0.32, 95 CI 0.14–
0.72) was identified as protective factor. The results from the present study indicate thatC. burnetii is circulating into cattle herds
in the region of Setif in Northeastern of Algeria. It is recommended to implement good hygienic practices and measures of
biosecurity to reduce the spread of infection between cattle herds and possible exposure of humans.

Keywords Coxiella burnetii . Cows . Seroprevalence . Risk factors . ELISA . Setif

Introduction

Q fever in humans or coxiellosis in animals is a ubiquitous
worldwide zoonosis with the exception of New Zealand. The
causal agent is Coxiella burnetii, which is a Gram-negative
obligate intracellular bacterium, belonging to Coxiellaceae
family, order Legionellales of the gamma subdivision of
Proteobacteria (Bielawska-Drózd et al. 2013).

C. burnetii can infect a wide range of animals, including
mammalian and non-mammalian animals (Parker et al. 2006).
Domestic ruminants are recognized as the primary reservoirs
of C. burnetii for human infection (Kirkan et al. 2008; Roest

et al. 2011; Alvarez et al. 2012), which shed the bacteria
mainly with birth products, vaginal discharges, urine, milk,
and feces (Guatteo et al. 2006, 2007; Rousset et al. 2009;
Angelakis and Raoult 2010; EFSA 2010). C. burnetii trans-
mits mainly to humans or animals through inhalation of in-
fected aerosols or dust, while its oral transmission remains
controversial (Porter et al. 2011). Furthermore, ticks play a
role in the maintenance ofC. burnetii infection amongwildlife
and in the transmission of C. burnetii from wildlife to domes-
tic ruminants (EFSA 2010). However, its role in transmission
of Q fever to humans is rarely documented (Porter et al. 2011).
The infection is mostly asymptomatic in ruminants. However,
during clinical expression, it is mainly manifested by repro-
ductive disorders including abortion, stillbirth, premature de-
livery, and delivery of weak offspring, particularly in small
ruminants, as well as, infertility, metritis, and mastitis in cattle
(Agerholm 2013; Porter et al. 2011). In humans, Q fever can
be asymptomatic, as an acute form with fever, atypical pneu-
monia, and hepatitis, or it can progress to chronic form with
long-term sequelae including fatigue, abortion, and heart dis-
ease (Vanderburg et al. 2014; Wielders et al. 2014).
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Several surveys have been performed in many coun-
tries to evaluate the prevalence of C. burnetii in cattle,
which ranges from 0 to 100% for animal level and from
4.4 to 100% for herd level (Guatteo et al. 2011). Limited
serological studies on bovine coxiellosis were carried out
in different Algerian regions targeting a small number of
cows and adopting different sampling strategies
(Dechicha et al. 2010; Abdelhadi et al. 2015; Agag
et al. 2017; Derdour et al. 2017). To date, no epidemio-
logical survey has targeted the Setif region in Algeria.
However, Lacheheb and Raoult (2009) showed a high
seroprevalence among the human inhabitants of Setif
(15.5%) with a significantly higher seroprevalence
among inhabitants of rural areas (20%). Therefore, the
main objectives of this study are to estimate the apparent
seroprevalence of C. burnetii infection in cows at herd
and animal levels and to identify risk factors associated
with C. burnetii seropositivity in the Setif region of
Algeria.

Material and methods

Study area

The present study was conducted from March 2016 to
April 2018 in the Setif high plains in northeastern
Algeria. The region covers about 6550 km2, lies between
eastern longitudes of 4° 73′–6° 02′ and northern latitudes
of 35° 61′–36° 59′, and has an altitude that vary between
900 and 2000 m above sea level. The climate is semi-
arid Mediterranean, characterized by cold rainy winters
and hot dry summers. The temperatures often exceed
40 °C in summer and fall below 0 °C in winter, with
frequent snowfall and frequent frost. The mean annual
rainfall was of 350 mm from 1984 to 2014. The study
area contains about 161,952 cattle, of which 79,354 are

dairy cows, distributed across 4465 dairy herds
(Agricultural Services direction of Setif 2015) (Fig. 1).

Study design and sampling

The study was designed as cross-sectional targeting a
convenient sample of cows aged 24 months old and over
selected by simple random sampling method from a cat-
tle population that exists in the Setif area. Firstly, to
estimate the number of sampled animals, we used the
formula for simple random samples recommended by
Thrusfield (2007):

N ¼ 1:96ð Þ2 P 1−Pð Þ
L2

where N was the sample size, 1.96 was the Z value for
the selected confidence level (95%), P was the individual
disease prevalence, and L is the desired absolute preci-
sion. A minimum sample size of 600 animals was ob-
tained using 50% expected individual prevalence (since
there was no previous study in this area), an absolute
precision of 4%, and a confidence level of 95%.
However, a total of 678 animals were included in this
study to increase the precision.

Secondly, to determine the minimal number of cows to be
selected within each dairy herd, we adopted the formula de-
scribed by Thrusfield (2007):

n ¼ 1− 1−pð Þ1=d

h i
� N−d�

2

� �þ 1

where Bn^ is the sample size, Bp^ is the probability of detec-
tion of at least one seropositive cow, BN^ is the herd size, and
Bd^ is the number of seropositive cows in the herd. The prob-
ability of detection of at least one seropositive cow in a herd
was determined at 95% (P = 0.95), and the number of sero-
positive cows in each herd Bd^ was calculated assuming
within-herd prevalence of 25% (Carbonero et al. 2015;

Algeria 400 km   Se�f 20 km

Fig. 1 Map of the region of Setif
in the northeastern Algeria (gray
area) where blood samples were
collected from cows during the
period between March 2016 and
April 2018 to determine the
seroprevalence of antibodies
againstC. burnetii and risk factors
associated with seropositivity
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Guatteo et al. 2011). For this purpose, a minimum sample size
of 11 animals per herd was used. On farms with a herd size up
to 11 animals, all animals were included. Finally, a total of 678
female cows from 90 herds were randomly selected. The herds
and animals within herds were randomly selected using the
RAND function ofMicrosoft Excel® 2013. In the case, where
the owner of the selected herd refused to participate, we
looked for the closest neighbor herd. The blood samples were
collected from the coccygeal vein of each cow into plain
vacutainer tubes using disposable needles, and immediately
transported on ice to the laboratory. The sera were separated
by centrifuging the tubes at 1000×g for 10 min and stored at −
20 °C until use.

Data collection

A structured questionnaire focusing on risk factors for
C. burnetii infection was administered to farm owners on the
day of sample collection. The questionnaire was divided into
two parts:

1. The first part involved farm characteristics and herd man-
agement: management system (intensive or semi-inten-
sive), herd size (≤ 11 cows or > 11 cows), breeding type
(dairy or mixed), use of disinfectants (yes or no), contact
with other herds (yes or no), source of water (well water or
groundwater or tap water), presence of ticks (yes or no),
presence of small ruminants (yes or no), presence of hors-
es (yes or no), presence of dogs (yes or no), presence of
cats (yes or no), type of reproduction (only natural or only
artificial insemination or both types), use of calving pens
(yes or no) and milking (mechanic or manual).

2. The second part involved individual characteristics and
reproduction disorders collected from each cow such as
breed (imported breeds; Prim’holstein, Montbeliarde, and
Fleckvieh, or local breeds mainly brown of atlas, or
crossed breeds between imported and local breeds), age
in years (> 2 to ≤ 5 or > 5 to ≤ 8 or > 8), animal origin
(homebred or purchased), history of abortion in previous
year (yes or no), history of stillbirths in previous year (yes
or no), and history of infertility in previous year (yes or
no).

Laboratory analysis

Serological analysis

Determination of antibodies against phase I and phase II an-
tigens of C. burnetii from each serum sample was screened
by employing a commercial ELISA BID Screen Q Fever
Indirect Multi-species Kit^ (IDvet, Grabels, France) follow-
ing the protocol prescribed by the manufacturer. This test

uses native antigens isolated fromanaborted bovineplacenta
and purified from culture of phases I and II C. burnetii. The
manufacturer’s internal validation report indicates a speci-
ficity of 100% based on the negative serological results ob-
tained by this assay on 167 bovine serum from free Breton
herds (no abortion was recorded for 3 years, and no positive
resultwas obtained, either byELISAor fixation complement
over the last 3 years), and a 100% sensitivity based on posi-
tive serological results on 52 sera of aborted cows and posi-
tive for C. burnetii by complement fixation or by PCR on
placenta. The optical density percent (%OD)was calculated
according to the formula:

%OD ¼ 100� OD sample−OD negative controlð Þ=
OD positive control−OD negative controlð Þ

Samples with a % OD greater than 50% were considered
positive; % OD between 40 and 50% were considered as
doubtful, and those less than 40% were determined to be
negative. Doubtful results were considered negative in this
study.

Statistical analysis

The apparent prevalence (AP) of antibodies to C. burnetii at
individual level was estimated from the ratio of seropositive
cows to the total number of cows examined. Prevalence of
positive herds was estimated from the ratio of positive herds
to the total number of herds investigated; herds that contain at
least one seropositive cow were considered positive, with the
exact binomial CI of 95% (Thrusfield 2007). Analysis of risk
factors potentially associated with C. burnetii seropositivity
was evaluated in two steps. Firstly, we conducted a
univariable analysis of each variable using a chi-square test
and those variables that presented P ≤ 0.25 were subjected to
multivariable logistic regression analysis. The multivariable
analysis was then performed using backward stepwise selec-
tion using a likelihood ratio test at each step with a signifi-
cance level of 0.05 for entry and 0.1 for removal. All variable
with a P < 0.05 was considered statistically significant. The fit
of the model was assessed using the Hosmer and Lemeshow
goodness-of-fit (Hosmer and Lemeshow 2000). Spearman’s
correlation test was used to check a correlation among the
independent variables, and if higher collinearity (correlation
coefficient > 0.9) was found between those variables, one of
them was excluded from the multivariable analysis according
to the biological plausibility (Dohoo et al. 1996). Avariable is
considered as a confounding factor if its removal changed the
regression coefficient of the other variables by more than
25%. Finally, all pairwise interactions were tested for signifi-
cance (P ≤ 0.05). The statistical analysis was performed using
SPSS v25.0 software (SPSS Inc., Chicago, IL, USA).
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Results

Seroprevalence of Coxiella burnetii

Out of the 678 cows tested, 77 were found positive for
C. burnetii phase I and phase II antigens antibodies with an
individual seroprevalence of 11.36% (95%CI 8.97–13.75%).
At the herd level, 41 of 90 selected cattle herds had at least one
seropositive cow to C. burnetii infection, giving a herd
seroprevelence of 45.56% (95%CI 35.27–55.84%).
Regarding the within-herd prevalence, the prevalence of sero-
positive cows per herd ranged from 9.09 to 57.14% (mean
23.71%, Q1 11.11%; median 20%, Q3 30%).

Risk factor analysis

Regarding the risk factor analysis, the six factors herd size,
contact with other herds, presence of small ruminants in farm,
use of disinfectants, origin of cows, and history of infertility in
previous year were all significant on the univariable analyses
(P < 0.25) and were selected for multivariable logistic regres-
sion analysis (Table 1). When these independent variables
were subjected to the multivariable analysis, contact with oth-
er herds (OR 1.95, 95 CI 1.12–3.42) and purchased animals
(OR 2.05, 95 CI 1.14–3.68) were identified as risk factors for
seropositivity to C. burnetii, while the use of disinfectants
(OR 0.32, 95 CI 0.14–0.72) was identified as a protective
factor (Table 2). The final model had a good fit (Hosmer and
Lemeshow test: χ2 = 5.006; P = 0.287).

Discussion

Our work is the first study conducted with an appropriate
sampling design to determine the individual and cattle herd
prevalence, as well as, risk factors for the infection of
C. burnetii in the state of Setif in the northeastern of Algeria.
In this study, we chose the ELISA test instead of other sero-
logical tests to detect reactive antibodies to C. burnetii in
serum samples for its higher sensitivity and for practical rea-
sons because it is rapid, inexpensive, easy to perform in lab-
oratories, and has higher throughout (OIE 2018). ELISA is a
method of indirect diagnosis that highlights a past exposure to
C. burnetii by the detection of their specific antibodies; there-
fore, a positive result does not confirm an active infection
because this requires the use of direct diagnostic methods such
as ELISA antigen or PCR (Muskens et al. 2011; Alvarez et al.
2012). The sensitivity and specificity of the commercial kit
ELISA used are 100% (Seo et al. 2017; IDvet, internal
validation report), which indicates an identical value of appar-
ent and true seroprevalence. Since the vaccination against
C. burnetii is not practiced in Algeria, the results of this sero-
logical study are a response to the natural infection.

The individual prevalence of 11.36% obtained in this study
is similar to the 10.6% reported in Bejaïa state northern of the
study area (Agag et al. 2017), but lower than a value of
23.91% reported in the region of Tiaret located in western
Algeria (Abdelhadi et al. 2015), and 29% observed in one
farm that suffered an abortion problem, located in the state
of Blida in the center of the country (Dechicha et al. 2010).
On the other hand, our seroprevalence was higher than that
found in control case study between infectious causes of abor-
tion seropositivity and cow abortion in Algiers, capital of
Algeria, 1.66% (Derdour et al. 2017). This difference in prev-
alence between these regions might be partially attributed to
the sampling strategies that are different.

Bovine coxiellosis has been reported in many countries
with different prevalence rates (Guatteo et al. 2011).
Compared with other serological investigations carried out
in some African and Mediterranean countries, our individual
seroprevalence seems to be lower than 14.5% in Nigeria
(Tukur et al. 2014), 16.21% in Tunisia (Elandalousi et al.
2015), 16.3% in the East of Turkey (Ceylan et al. 2009),
14.4% in Italy (Capuano et al. 2001), 19.3% in Egypt
(Klemmer et al. 2018), 29.92% in Sudan (Hussien et al.
2017), and 31.3% in Cameroon (Scolamacchia et al. 2010).
Nevertheless, it was comparable with 10.5% in Kenya
(Wardrop et al. 2016). Our study showed a higher seropreva-
lence than those observed 6.8% in another study in Nigeria
(Adamu et al., 2018), 4% in Chad (Schelling et al. 2003),
3.6% in Senegal (Kamga-Waladjo et al. 2010), and 6.76% in
Spain (Alvarez et al. 2012). This variation in prevalence rates
between regions and countries may be linked to several factors
such as local ecological factors and type of management
which may influence the transmission of C. burnetii
(Hussien et al. 2017).

This study concluded that 45.56% of herds had at least one
seropositive animal. This result is higher than 22% in the state
of Bejaïa (Agag et al. 2017), which demonstrates the wide-
spread of C. burnetii among herds in the examined area.
Several studies reported considerable variation in the sero-
prevalence of C. burnetii in herd cattle such as Spain (30%)
(Alvarez et al. 2012), Nigeria (57.1%) (Tukur et al. 2014),
Cameroon (68.1%) (Scolamacchia et al. 2010), and Italy
(68%) (Capuano et al. 2001).

The within-herd prevalence obtained in the current work
that ranged from 9.09 to 57.14% with mean of 23.71% (Q1
11.11%, median 20%, Q3 30%) is close to the mean values
estimated from many studies in the whole world by Guatteo
et al. (2011) (median 26.3%, Q1 21.8%, Q3 38.2%).

In the risk factor analysis, a positive association exists be-
tween seropositivity of C. burnetii and contact with other
herds through the sharing of the same grazing fields and or
the same source of water (P < 0.01). This can be explained on
the one hand by the facts that contact with other herds in-
creases the chance of meeting with infected cattle favoring
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the direct transmission of C. burnetii between animals, and on
the other hand, by the contamination of the grazing and
watering environment. Especially this bacterium is character-
ized by a very high stability towards environmental conditions
and can stay infectious for many months (Gürtler et al. 2014).

The environment can be contaminated either by abortion and
birth products, feces, urine, milk, and vaginal mucus from
infected animals at the time of grazing or watering (Guatteo
et al. 2006, 2007; Angelakis and Raoult 2010; EFSA 2010;
Astobiza et al. 2011) or by dissemination of C. burnetii from

Table 1 Univariable analysis of
risk factors associated with
C. burnetii seropositivity among
cows sampled in Setif in
northeastern Algeria during the
period from March 2016 to April
2018

Independent
variables

Categories No. of
animal
sampled

No. of
positive
animals

Prevalence
%

P value

Management system Intensive 159 20 12.57 0.579
Semi-intensive 519 57 10.98

Herd size ≤ 11 cows 436 43 9.86 0.102*

> 11 cows 242 34 14.04

Breeding type Dairy 579 63 10.88 0.345
Mixed 99 14 14.14

Use of disinfectants Yes 131 7 5.34 0.016*

No 547 70 12.79

Contact with other
herds

Yes 280 47 16.78 < 0.001*

No 398 30 7.53

Presence of ticks Yes 129 17 13.17 0.469
No 549 60 10.92

Source of water Well water 395 39 9.87 0.307
Groundwater 116 21 18.10

Tap water 167 17 10.17

Presence of small
ruminants

Yes 213 34 15.96 0.011*

No 465 43 9.24

Presence of horses Yes 111 14 12.61 0.648
No 567 63 11.11

Presence of dogs Yes 252 32 12.69 0.397
No 426 45 10.56

Presence of cats Yes

No

175 21 12.00 0.756
503 56 11.13

Type of reproduction Only natural service 387 43 11.11 0.385
Only artificial

insemination
202 27 13.36

Natural service And
artificial insemination

89 7 7.86

Use of calving pens Yes 100 10 10.00 0.643
No 578 67 11.59

Milking Manual 146 18 12.32 0.676
Mechanic 532 59 11.09

Breed Imported 237 27 11.39 0.581
Local 90 13 14.44

Crossed 351 37 10.54

Age in years > 2 to ≤ 5 310 31 10 0.573
> 5 to ≤ 8 299 38 12.70

> 8 69 8 11.59

Cow origin Homebreed 538 48 8.92 < 0.001*

Purchased 140 29 20.71

History of abortion in
previous year

Yes 43 7 16.27 0.293
No 635 70 11.02

History of stillbirths
in previous year

Yes 16 3 18.75 0.346
No 662 74 11.17

History of infertility
in previous year

Yes 74 13 17.56 0.074*

No 604 64 10.59

*P ≤ 0.25 and offered to the multivariable logistic regression model
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contaminated farms through soil, animal skin, and wastewater
(Kersh et al. 2013; Villari et al. 2018), as well as by wind
(Nusinovici et al. 2015).

In this study, the purchased cows were also identified as a risk
factor for C. burnetii infection. The seroprevalence of purchased
cows (20.71%) was significantly higher than for cows whose
originwas the farm (8.92%) (P < 0.05). This is in agreement with
the study of Obaidat and Kersh (2017), who reported a signifi-
cant association between the addition of new cattle to the herd
and C. burnetii antibody positivity in bulk milk tank (BTM) of
Jordanian dairy cattle herds (Obaidat and Kersh 2017), and the
study of van Engelen et al. (2014), who showed that the purchase
of cattle from at least two addresses in 2009 in the Netherlands
was significantly correlated with the presence of bothC. burnetii
antibodies and DNA in BTM of dairy cattle herds (van Engelen
et al. 2014). Furthermore, it has been revealed that the lack of
quarantine of newly purchased animals is a factor that increased
the risk of C. burnetii seropositivity for dairy cows in Denmark
(Paul et al. 2012). This emphasizes the importance of taking
biosecurity measures like quarantine and screening of newly pur-
chased animals to prevent the introduction of infected animals
into the herds.

In fact, both risk factors identified in this study whether the
contact between herds or the introduction of new cows in the
herd support the spread of infection from one herd to the other,
which explains the high herd seroprevalence obtained in this
study (45.56%).

However, the use of disinfectants was identified as the factors
that protect against bovine coxiellosis. A similar result was re-
ported recently in domestic ruminants in Lebanon (Dabaja et al.
2019). In addition, it was revealed that the prevalence of
C. burnetii antibodies in cattle decreases in farms where the
cleaning and disinfection of equipment after use (Tukur et al.
2014), the cleaning of the bedding in the cubicles at least once
per day (van Engelen et al. 2014), and the frequent cleaning of
the feeders (Obaidat and Kersh 2017) were realized, hence, the
interest of good hygiene practices in the reduction of exposure to
C. burnetii in livestock. C. burnetii or more precisely its infec-
tious form small cell variant (SCV) is known to be resistant to

environmental factors and chemical disinfectants (Cantas et al.
2011; Pexara et al. 2018). However, it is completely inactivated
following exposure to Quaternary ammonium or 70% ethanol
during 30 min contact time (Plummer et al. 2018). It has been
revealed also that exposure to 1% Peroxygen or 1:100 dilution of
hypchlorite during 30 min contact time reduced more than 90%
of infectivity (Plummer et al. 2018). The disinfectant can destroy
a wide range of pathogens and minimize the risk of infection in
cattle; therefore, it indirectly helps the immune system of animals
to fight against pathogens resistant to disinfectants like
C. burnetii, in particular, the destruction of pathogens with im-
munosuppressive effects such as bovine herpesvirus-1 (BHV-1)
and bovine viral diarrhea virus (BVDV) that predispose cattle to
secondary infections (Potgieter 1995; Srikumaran et al. 2007;
Biswas et al. 2013; Molina et al. 2013; Lanyon et al. 2014).

In conclusion, the results from the current study indicate the
presence and circulation of C. burnetii infection in cattle herd in
Setif state of Northeastern Algeria. Consequently, some hygiene
and biosecurity measures must be implemented mainly focusing
on risk factors identified in this work, such as limiting contact
between herds, quarantine of newly purchased animals, and the
use of disinfectants that can reduce the spread of infection and
possible transmission to humans. Finally, more epidemiological
surveys in animals and human are needed to better understand
and control of this disease in Algeria.
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Table 2 Multivariable logistic
regression analysis of risk factors
associated with C. burnetii
seropositivity among cows
sampled in Setif in northeastern
Algeria, during the period from
March 2016 to April 2018

Variables Ba ESb ORc CId 95% (OR) P value

Contact with other herds 0.670 0.285 1.95 1.12–3.42 0.019

Use of disinfectants − 1.143 0.41 0.32 0.14–0.72 0.006

Cow purchased 0.719 0.298 2.05 1.14–3.68 0.016

Model chi-square 27.885 with df of 5

Model-2 log likelihood 479.907

Chi-square goodness to fit = 5.006, p value = 0.287
a Logistic regression coefficient
b Standard error
c Odds ratio
d Confidence interval
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