
 

UNIVERSITE  DE  BLIDA-1 

                               Institut  des Sciences Vétérinaires 

 

 

   THESE DE DOCTORAT 

     en  Sciences Vétérinaires 

                             Spécialité : Epidémiologie appliquée à la santé animale 

 

 

ISOLEMENT ET IDENTIFICATION DE MYCOBACTERIES 

RESPONSABLES DE  LA TUBERCULOSE CAMELINE DANS LA 

REGION SUD D’ALGERIE 

 

Par 

 

Razika  BOUKERT  

  

Devant le Jury composé de : 

M. LAFRI                  Professeur           ISV de Blida-1              Président   

M. HAMIROUNE      MCA                    Université de Djelfa       Examinateur  

R. BAAZIZI               MCA                    ENSV Alger                  Examinatrice  

B.BAAISSA              MCA                     ENS Ouargla               Examinateur 

N. SAHRAOUI          Professeur           ISV de Blida-1              Directrice  

A. BERBER              Professeur            ISV de Blida-1             Co-directeur  

 

Blida, Mars 2021



 

RESUME 

 

     La tuberculose cameline est une zoonose majeure très ancienne, elle est connue 

par son caractère infectieux, contagieux, et sa chronicité. L’objectif de cette étude est 

de déterminer la prévalence de la tuberculose cameline dans trois abattoirs de la 

région  sud de l’Algérie à partir des lésions macroscopiques suspectes de 

tuberculose,  d’isoler et d’identifier les agents responsables de cette affection. Pour 

cela un total de 3342 dromadaires a été inspecté dont 102 carcasses ont été 

déclarées suspectes de tuberculose (3,05%) (IC : 2,05-3,69), la lésion pulmonaire 

constitue l’atteinte majeure (62,74%),  suivie par la lésion hépatique (36,27%) et 

enfin 0,98% au niveau des ganglions lymphatiques. Une différence significative a été 

relevée (P=0,03) avec OR : 40,33(1,43-1139). La bacilloscopie a indiqué 04 frottis 

positifs, soit une proportion de 3.92% (IC 95%:1,08-9,73) et 06 cultures positives soit 

5,88% (IC95% : 2,19-12,36). La prévalence de ces lésions n’est influencée ni par 

l’âge, ni par le sexe de dromadaire (p>0.05). La caractérisation moléculaire par PCR 

des extraits d’ADN a montré un signal positif, ce qui signifie que les souches isolées 

appartiennent au Complexe Mycobacterium Tuberculosis. La restriction enzymatique 

réalisée sur les mêmes extraits d’ADN a indiqué la présence de l’une des deux 

espèces (M.Bovis ou M.Tuberculosis). La technique de spoligotypage sur les 06 

extraits d’ADN a indiqué la présence de quatre souches de M.bovis avec le même 

spoligotype SB0941 et une nouvelle souche phylogénétiquement proche de 

précédente portant le spoligotype SB2561. La dernière souche a été considérée 

comme une mycobactérie atypique identifiée comme Mycobacterium virginiensis 

MO-233 par la méthode de séquençage 16SrDNA. Par conséquent, notre  étude  a 

permis de confirmer la présence de la tuberculose dans la population cameline 

étudiée, le M.bovis a été isolé de même que les mycobactéries non tuberculeuses 

dans trois abattoirs du  sud de l’Algérie. 
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Abstract 

 

     Camel tuberculosis is a very old major zoonosis; this illness is known for its 

infectious and contagious nature, and its chronicity.The objective of this study is to 

determine the prevalence of camel tuberculosis in three slaughterhouses in the 

southern region of Algeria from suspicious macroscopic lesions of tuberculosis, to 

isolate and identify the agents responsible for this affection. For this a total of 3342 

dromedaries were inspected, 102 carcasses were declared suspect of tuberculosis. 

(3.05%) (CI: 2.05-3.69).The pulmonary lesion constitutes the major affection 

(62.74%), followed by hepatic lesion (36.27%) finally 0.98% found in the lymph 

nodes. A significant difference was noted (P = 0.03) with OR: 40.33 (1.43-1139). 

Bacilloscopy indicated 04 positive smears (3.92%) (95% CI: 1.08-9.73) and 06 

positive cultures (5.88%) (95% CI: 2.19-12.36). The prevalence of these lesions is 

not influenced by age, sex of camel (p> 0.05). PCR Molecular characterization of 

extracted DNA showed a positive signal, which means that the isolated strains 

belong to the Mycobacterium Tuberculosis Complex; the enzymatic restriction carried 

out on the same DNA extracts indicated the presence of one of the two species 

(M.Bovis or M.Tuberculosis). The spoligotyping technique on the 06 DNA extracts 

indicated the presence of four strains of M.bovis with the same spoligotype: SB0941 

and a new strain phylogenitically close to the previous one carrying the spoligotype:  

SB2561. The aforementioned strain was considered as an atypical mycobacterium 

identified as Mycobacterium virginiense MO-233 using the 16srDNA sequencing 

method. Therefore, our study confirmed the presence of tuberculosis in the studied 

camel population. M.bovis was isolated as well as the non-tuberculosis mycobacteria 

in three slaughterhouses in the south of Algeria. 
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 ملخص

 

يعتبر سل الإبل مرض حيواني المنشأ قديم جدا, وهو معروف بطبيعته المعدية والمزمنة.الهدف من 

جنوب الجزائر من  خلال  مذابح إنتشار مرض سل الإبل في ثلاثة  هذه الدراسة هو  تحديد مدى

  المشتبه  بإصابتها بالسل,من اجل عزل و تحديد العوامل المسؤولة عن هذا المرض .العينية ضرارالآ

بإصابتها  ذبيحة مشتبه 102الإعلان عن  الجمال, وتم من 3342لهذا الغرض, تم فحص مجموعة 

و تليها %(˓ 62.74و تشكل الأضرارالرئوية النسبة الأكبر ) IC( 2.05-3.69%: 3.05) بالسل

( P=0.03%( في الغدد اللمفاوية . لوحظ فرق كبير)0.98%( و أخيرا )36.27)الأضرار الكبدية 

مسحات إيجابية بنسبة  04. أشار الفحص المجهري إلي وجود  RO=40.33( 1.34-1193مع  )

3.92(%95 :%1.08_9.73=CI و )12.36%)%: 885.إيجابية زراعات  06-

.1912=ICبالعمر أو جن راضر( لا يتأثر انتشار هذه الآ( 0.05س  الأبل<P أظهر التوصيف .)

مما يعني أن ˓الجزيئي بواسطة تفاعل سلسلة البولميرازلمستخلصات الحمض النووي إشارة إيجابية

السلالات المعزولة تنتمي إلى مجمع الميكوبكتريا السلية و يشير تقييد الإنزيم الذي تم إجراؤه على 

       ميكوبكتيريا )م. السلية أو م. البقرية(. نفس مستخلصات الحمض النووي  إلى وجود أحد نوعين

إلى وجود أربع سلالات ميكوبكتيريا  06أشارت تقنية التنميط على مستخلصات الحمض النووي 

و سلالة جديدة قريبة نسبيا من السلالة السابقة  تحمل النمط  SB0941البقرية من نفس النمط 

2561SB . تم إعتبار السلالة الأخيرة من الميكوبكتيريا الغير النمطية بواسطة طريقة التسلسل 

SrDNA16   233حيث  تم تحديدها على أنها ميكوبكتيريوم فيرجينينسيس- MO .                  

لذلك أكدت دراستنا على وجود مرض السل في فئة الإبل التي تمت دراستها˓حيث تم عزل وتشخيص 

  نمط الميكوبكتيريم البقري و كذالك  الميكوبكتريا الغير السلية في ثلاثة مذابح في جنوب الجزائر.  

 

 الكلمات المفتاحية : مذابح ˓الابل ˓م. البقرية ˓ م. فيرجينينسيس˓ السل.
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Figure 9.10 : Résultats des profils  isolés  par  spoligotypage. 
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Figure 9.11: Séquence nucléotidique de Mycobacterium Virginiensis. 
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Introduction 

 

      La Tuberculose reste une maladie importante tant chez l’homme que chez les 

animaux. C’est une zoonose majeure, elle entraîne une morbidité, une mortalité et 

des pertes économiques substantielles au niveau mondial [1].  

     Dans le monde, cette zoonose constitue jusqu’à nos jours l’une des pathologies  

les plus meurtrières et particulièrement dans les pays en voie de développement [2]. 

Chez l’homme, elle est responsable chaque année de près de 8,8 millions d’infection 

et de 2 millions de décès sont enregistrés [3], et plusieurs études ont montré que les 

pays tropicaux en voix de développement sont les plus touchés par la tuberculose 

[4]. 

      En Afrique, l’affection tuberculeuse constitue également une sérieuse menace 

[5].C’est une zoonose très grave qui doit faire l’objet des mesures strictes de 

prophylaxie sanitaire pour les espèces animales [6], sachant que c’est une 

pathologie qui contamine la majorité des espèces animales sans épargner les 

camélidés, entre autre, les dromadaires et les chameaux [7]. Cette pathologie se 

produit plus fréquemment chez les dromadaires maintenus généralement à proximité 

des bovins et des petits ruminants, appelé communément bétail mixte dans les 

systèmes d’élevage [8], dont le M. bovis et le M.tuberculosis retrouvé chez le 

dromadaire [9]. Plusieurs cas de tuberculose cameline ont été déclarés dans des 

pays africains tel que : la Mauritanie, Nigeria, l’Egypte et l’Ethiopie et parallèlement, 

dans  les pays d’Asie, à savoir, les Emirats Arabes Unis, le Pakistan et l’inde. Aussi, 

la pathologie a été décelée en  Australie [10]. 

         

     En Algérie, le dromadaire occupe une place magistrale dans la vie économique et 

sociale des communautés sahariennes et steppiques. Il revêt une importance 

particulière du fait qu’il évolue dans des milieux où l'existence d'autres alternatives 

d'élevages serait aléatoire et onéreux [11]. Dans notre pays, la tuberculose des 

ruminants domestiques a été bien diagnostiquée et les agents responsables de cette 

affection ont été identifiés par Sahraoui et coll. La prévalence des lésions 

tuberculeuses chez les petits ruminants  a été déterminé de 4,14% (3,89% et 4,40%) 
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respectivement chez les caprins et les ovins  [12], alors que la prévalence chez les 

bovins a été rapportée à 3,58 % [13].  Cependant, des études épidémiologiques et 

des preuves bactériologiques sur la tuberculose chez le dromadaire en Algérie 

devraient être menées. A notre connaissance, aucune étude n’a été rapportée dans 

ce sens car plusieurs facteurs peuvent interférer avec la réalisation de telles études, 

en l’occurrence, la transhumance, les mouvements incontrôlés de cet animal, leur 

mode d’élevage, l’insuffisance des moyens pour le déplacement des vétérinaires, 

l’inexistence des moyens de  dépistage et de diagnostic [13], surtout les outils de 

diagnostic moléculaire  appropriés constituant une composante essentielle pour 

identifier la présence et la cause de la maladie, ainsi, déterminer un pronostic 

approprié, sachant que le développement des méthodes d'épidémiologie moléculaire 

de la tuberculose au cours des dernières années a largement contribué à une 

meilleure compréhension de cette maladie et de son agent causal [14].  

   Dans ce contexte, nous avons opté pour une étude sur la recherche de la 

tuberculose des dromadaires, l’isolement et l’identification des agents responsables 

au niveau de la région sud de l’Algérie. La présente étude se fixe  comme  objectifs :  

 

 La détermination de la prévalence des lésions suspectes de tuberculose 

cameline par l’examen post mortem dans la zone d’étude  (lésions 

macroscopiques); 

  La mise en évidence des facteurs de risque responsables de cette affection ; 

 L’isolement des agents infectieux de la tuberculose chez le dromadaire ; 

 L’identification des souches isolées par les outils de la biologie moléculaire.   

Enfin, ce document structuré en deux parties : 

     La première  partie est une recherche  bibliographique qui englobe 

plusieurs bases concernant  la tuberculose cameline, ses agents causaux, ainsi 

que son tableau symptomatique et lésionnel. Nous abordons successivement les 

différentes méthodes de diagnostic utilisées, l’épidémiologie de la maladie, le 

traitement et la prophylaxie envisagés à ce propos. 

La seconde partie est l’étude expérimentale qui a été partagée en deux volets : 

 Une étude lésionnelle effectuée au niveau de trois abattoirs de la région 

sud de l’Algérie (Ghardaia, El Oued, Ain Salah) en effectuant des 

prélèvements d’organes de dromadaire fraichement sacrifiés et présentant 

des lésions macroscopiques suspectes  de tuberculose. 
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 Une étude microbilogique visant à isoler et identifier les principaux agents 

responsables des lésions suspectes de tuberculose chez le dromadaire.  
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CHAPITRE  1 

TUBERCULOSE CAMELINE 

 

 

1.1. Généralités  

 

     La tuberculose (TB) est une affection connue depuis l’Antiquité [15], dans la 

littérature, la tuberculose animale a été rapportée chez plus de 70 espèces 

domestiques et sauvages d’animaux vertébrés qui peuvent être infectées par des 

bacilles tuberculeux, elle est décrite chez quasiment tous les ruminants et est 

fréquente chez les bovidés et les cervidés [16], y compris les chameaux [17], [18]. 

La tuberculose chez les dromadaires a été documentée depuis le 19eme  siècle 

[19] ; [20]; [21]. 

     Ces dernières années, le nombre des cas de tuberculose cameline a augmenté 

dans certains pays [10] et cela est dû au manque des moyens de contrôle chez le 

dromadaire par apport a d’autres especes tel que : la tuberculination, l’abattage 

systématique des animaux infectés et aussi la  pasteurisation du lait [22].      

Toutefois, la tuberculose est rare chez le dromadaire gardé dans des conditions 

nomades, mais est fréquemment signalée lorsque cet animal est élevé en 

agriculture intensive ou en contact étroit avec les bovins  [23]. 

       Par ailleurs, Abubakar et coll. suggèrent que la maladie émerge avec un taux 

de morbidité élevé en ferme ainsi que les nomades à travers le monde [24]. 

       Les auteurs ont suggéré que des dromadaires elevés dans le désert auraient 

pu contracter l'infection par contact avec des excrétions de gazelles du désert, et 

cela suite à la découverte de Tuberculose chez les gazelles de la péninsule 

arabique a été signalé [25]. 

      La tuberculose cameline à été rapportée dans plusieurs pays tel que : 

 L’Egypte [26], [27], l’Australie [28], et le Pakistan [29]. Par conséquent, 

l’investigation de cette pathologie et l’identification de son agent causal sont 

importants pour encourager les efforts, le contrôle de la maladie et aussi  de 

réduire son risque zoonotique  de propagation à l’homme et aux autres animaux 

domestiques [30]. 
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1.2. Définition  

 

      La tuberculose cameline (TB) est une maladie réémergente provoquée par le 

complexe Mycobacterium tuberculosis [31], commune à l’homme et à de 

nombreuses espèces animales [15], C’est une zoonose granulomateuse 

chronique [17], [18]. L’atteinte pulmonaire est la plus fréquente des localisations et 

représente la source habituelle de la transmission pulmonaire avec plus de 70 % 

des cas observés [32]. 

 

1.3. Historique  

 

     La présence exclusive de certaines lignées du complexe Mycobactérium 

tuberculosis (MTBC) sur le continent africain suggère que ce dernier aurait 

émergé en Afrique de l’Est, puis aurait co-évolué avec l’homme et serait répandu 

dans le monde entier par le biais des migrations humaines en Europe, en Asie et 

en Afrique continentale [33] et [34]. Et cela est dû à l’isolement et la 

caractérisation d’un ancien ADN de M. tuberculosis datant de 17 000 ans avant J. 

C. chez une espèce de bison disparue, révélant la présence de la TB en Amérique 

vers la fin du pléistocène [35].  

    De même  des lésions osseuses de  tuberculose «mal de pott » ont été 

retrouvées sur des squelettes humains datant de l’âge de la pierre et sur des 

momies égyptiennes dont l’origine est M. bovis  [36]. Ces momies égyptienne et 

les momies péruviennes de l’époque précolombienne présentent des lésions 

vertébrales; cette spondylodiscite est considérée comme pathognomonique de la 

maladie pour les paléopathologistes  [37].  

   Plusieurs auteurs ont  décrit la tuberculose cameline comme une maladie très 

ancienne à travers le monde, quelques données historiques ont été rapportées sur 

cette pathologie. 

 En  1917 : des épisodes de tuberculose cameline ont été signalés dans un 

abattoir du Caire (Egypte) et la prévalence de l’infection tuberculeuse a atteint 

2,9% des carcasses camelines [7]. 

 En 1983 : un cas de tuberculose pulmonaire a été rencontré  chez un 

dromadaire à l’abattoir de Nwakchott en Mauritanie [38].   
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 Entre 1985 et 1986 : un autre cas de tuberculose pulmonaire était décrit chez 

le dromadaire à Nouakchott (Mauritanie) dont l’agent responsable est le 

Mycobacterium bovis [9].   

 En 2009 : un taux d’infection de 5,07% a été constaté au niveau de l’abattoir 

de Dire Dawa en Ethiopie par MAMO et ces collaborateurs en 2008, dans  une 

étude transversale pour décrire la prévalence et isoler le Mycobacterium bovis  

[8].   

 En 2011 : une deuxième étude réalisée toujours par MAMO et al, 2011 avec 

un taux de prévalence 10.04% enregistré  à l’abattoir d’Adissa Baba en 

Ethiopie [39].   

 En 2019 : un taux de prévalence de tuberculose cameline 1,7% a été constaté 

dans une étude réalisé en Egypte  [27].   

 

1.4. Importance de la tuberculose cameline  

 

      Des rapports pathologiques sur les Camélidés ont également émergé ces 

dernières années [40], [41], [42], et  le nombre des cas de tuberculose chez le 

dromadaire a  augmenté [10], car la tuberculose reste toujours une menace 

persistante et majeure en matière de santé publique, c’est la deuxième cause de 

décès par maladie infectieuse [43]. Pour cela elle est considérée comme  une 

zoonose majeure [43]. 

     La tuberculose a une importance socio-économique dans le monde, en 

particulier dans les pays en développement [44], et longtemps qualifiée de "fléau 

d'élevage", la tuberculose animale revêt une triple importance : 

 

1.4.1. Hygiénique  

 

     Le potentiel zoonotique de la tuberculose chez les camélidés est également 

devenu de plus en plus évident, posant principalement un risque pour les 

vétérinaires [40], et les propriétaires [45], mais aussi un risque pour la santé 

publique, professionnel, travailleurs ruraux  [46]. Cette maladie à également une 

importance zoonotique importante qui peut se propager à l'homme, généralement 

par l'inhalation d'aérosols ou l'ingestion de lait non pasteurisé [18]. Les études ont 
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montrés que les forêts tropicales et les pays en développement sont les plus 

touchés par la tuberculose dans le monde [4].   

1.4.2. Economique   

 

     Dans les pays en voie de développement, l’élevage représente l’un des 

principaux piliers de l’économie nationale. Son importance tient à ses aspects 

économiques (commerce, épargne, outils de travail...), sociaux (hiérarchie, 

culture...) et alimentaires (consommation de lait, viande,...). Dans ces pays la 

tuberculose figure parmi les maladies entrainant des pertes considérables 

estimées à plusieurs millions de dollars annuellement [47] et les animaux 

domestiques forment un grand réservoir de bacilles avec l’augmentation de la 

consommation humaine de lait non pasteurisé dans les pays en voie de 

développement [5], pour cela la tuberculose est considérée comme l’origine de 

grande  pertes économiques, en viandes (saisies aux abattoirs), en lait et gêne le 

commerce et l’exportation [15]. 

 

1.4.3. Réglementaire  

 

    La tuberculose animale est une maladie réglementée de premiére catégorie 

chez toutes les espèces de mammifères, lorsqu’elle est due à Mycobacterium 

bovis, Mycobacterium tuberculosis ou Mycobacterium caprae [15], [5]. En Afrique, 

on estime à environ 70000 le nombre de cas de tuberculose zoonotique survenus 

annuellement [48]. Cependant, dans les pays développés, M. bovis représente 

généralement une part insignifiante de l’ensemble des cas de tuberculose chez 

l’homme [49] et chez le dromadaire [8]. La tuberculose est une maladie  

légalement réputées contagieuses (MLRC), et les mesures de prophylaxie 

(dépistage, abattage) sont   réglementées  [6].  
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CHAPITRE 2 

MYCOBACTERIES 

 

 

2.1. Classification des Mycobactéries   

 

      Les mycobactéries appartiennent au genre Mycobacterium, qui comporte 

actuellement 158 espèces [47], ces bactéries appartenant à : 

 la classe des Actinobacteria ; 

 la sous classe des Actinobacteridae ; 

 l’ordre des Actinomycétales ; 

 la famille des Mycobacteriaceae ; 

  au genre Mycobacterium. 

    Ce dernier est le seul genre de la famille des Mycobactériaceae dans l’ordre 

des Actinomycétales auquel appartiennent de nombreux genres [50], [51]. Les 

bactéries appartenant à ce genre se distinguent par la présence d’acides 

mycoliques dans leur paroi et par le taux élevé en guanine-cytosine de leur ADN 

(65.63% chez M. bovis) [52], [53] de même que des propriétés tinctoriales 

particulières liées à la résistance de leur paroi à la décoloration par un mélange 

alcool-acide (BAAR). 

     Selon la diversité phénotypique, physiologique, écologique et pathogénique 

des espèces placées au fur et à mesure de leur découverte dans ce genre a mené 

à l’élaboration de plusieurs classifications de ces mycobactéries [54].  

     Le genre Mycobacterium regroupe un grand nombre d’espèces, non seulement 

le complexe Mycobacterium tuberculosis (CMT) et Mycobacterium leprae, qui sont 

strictement pathogènes, mais aussi des mycobactéries dites non tuberculeuses 

(MNT) ou atypiques (C.F figure 2.1) [55]. Ces espèces provoquent la tuberculose 

chez l’homme et chez d’autres espèces animales [1]. La figure ci-dessous 

représente une classification des Mycobactéries. 
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Figure 2.1 : représentation schématique des Mycobactéries [56]. 

     

     Selon leur pathogénicité, la famille des mycobactéries se distinguent  par deux 

groupes : les mycobactéries pathogènes tuberculeuse et mycobactéries atypiques 

ou non tuberculeuses (MNT) [16]. 

2.1.1. Mycobactéries pathogènes tuberculeuses   

 

Deux complexes  se trouvent dans ce groupe : 

 

 Complexe Mycobacterium tuberculosis (CMT)  

    La tuberculose est provoquée par des bacilles rassemblés en un groupe 

nommé CMT, qui inclut les mycobactéries partageant plus de 99,9% d’identité au 

niveau de leur ADN génomique [57]. Ce complexe comprend à ce jour 11 
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espèces : M. tuberculosis, M. bovis, M. africanum, M. microti, M. canettii, M. 

caprae, M. pinnipedii, M. suricattae, M. mungi, M. orygiset le dassiebacillus [58]. 

 Mycobactéries responsables de la lèpre 

     Mycobacterium leprae et Mycobacterium  leprae murium, les agents de la 

lèpre, caractérisés par leur incapacité à être cultivés in vitro [59]. Chez l’homme la 

lèpre ou « maladie de Hansen », est une maladie infectieuse chronique causée 

par M. leprae [60], Par ailleurs, M. lepraemurium est l’agent responsable de la 

lèpre murine, une maladie granulomateuse chronique semblable à la lèpre 

humaine [61].  

2.1.2.  Mycobactéries atypiques ou non tuberculeuses (MNT)  

 

    Il existe actuellement environ 150 espèces de mycobactéries non tuberculeuses 

[62].  Parmi celles-ci, différents complexes sont observés dont le plus important 

est le complexe Mycobacterium avium (MAC) [63]. Ces derniers sont des 

bactéries présentes dans l’environnement et habituellement non pathogènes. Elles 

sont responsables d’infections opportunistes, simulant ou non à la tuberculose, 

appelées mycobactérioses [64].  

    Les MNT sont classées en deux catégories : 

 

 Mycobactéries Opportunistes  

 

     Ces mycobactéries peuvent provoquer des maladies peu ou pas contagieuses, 

donnant lieu à des formes habituellement bénignes, cliniquement identiques à la 

tuberculose chez l’Homme et les bovins (mais il existe des exceptions) [15]. 

 Parmi ces mycobactéries: 

- Complexe Mycobacterium avium : comprend deux espèces génétiquement 

distinctes M. avium et M. intracellulaire. 

- M. gordonae : responsable de thélite nodulaire tuberculoïde de la vache 

laitière [15]. 

- M. marinum : est un pathogène des poissons et autres animaux aquatiques 

[65]. 
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 Mycobactéries Saprophytes  

 

     Elles  sont très nombreuses dans la nature: eau, sol, herbe, tube digestif, 

peau, muqueuses et lait [15], [66]. Ce sont des mycobactéries  non 

pathogènes et dans la majorité des cas présentant une croissance rapide [67]. 

Cette catégorie est composée de nombreuses espèces mycobactériennes, 

telles que M. phlei, M. vaccae, M. smegmatis, M. terrae, M. triviale, M. 

flavescens, M. gordonae [68]. La figure ci-dessous montre une relation 

évolutive entre les membres du MTBC et les autres espèces des 

mycobactéries. 

 

 

 

Figure 2.2: Relation évolutive entre les membres du MTBC et les autres espèces 

de mycobactéries [69]. 
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Selon leur vitesse de croissance, le genre Mycobacterium est divisé en deux 

groupes [70] : 

  Mycobactéries à croissance rapide ; 

  Mycobactéries à croissance lente. 

 Le tableau ci-dessous montre une comparaison entre les trois groupes de 

mycobactéries. 

 

Tableau 2.1 : Comparaison entre les trois groupes de mycobactéries  [66]. 

 

 

Mycobactérie 

 

Pathogènes 

 

Opportunistes 

 

Saprophytes 

 

Pouvoir pathogène 

 

Marqué 

formes 

habituellement 

bénignes 

 

faibles 

 

Contagiosité 

 

Forte 

 

Faible 

 

Quasi-nulle 

 

Lésions tuberculeuses 

caractéristiques 

 

Oui 

 

Oui 

 

Oui 

 

Pouvoir allergène 

           

          Oui                                                        

          

             Oui 

       

          Oui 

 

Culture sur milieux 

spécifiques 

 

Oui 

 

Oui 

 

Oui 
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D’après la littérature le dromadaire peut être affecté par plusieurs espèces de 

mycobactéries, ces dernières sont citées dans le tableau ci-dessous. 

 

Tableau.2.2 : Différentes espèces de mycobactéries rencontrées chez le 

dromadaire (modifiée) [71]. 

 

Souches des 
mycobactéries  

Travaille  
par 

Hot naturel  Endémique  
en UK 

Potentiel 
Zoonotique 

Camélidés 
infectés  

M.tuberculosis  
 

Fowler and 
Barvo,2010 

Posthaus et al,2011 

 
 

  TB complexe 

 
 

Homme  

Oui, mais la plus 
part des cas sont 

des porteurs 
rentrant au 

Rauyaume-uni 
sont endémique  

 
 

Oui  

Possible 
mais très 

rare  

 
 
 

M.bovis  

 
 
 

TB complexe 

Bovin, 
amplification 

chez le 
blaireau, les 

cerfs, les 
chèvres, et 

les camélidés  

Oui, les causes 
de la TBB les 
plus courantes 

chez les 
mammifères 

domestiques et 
sauvages   

 
 

Oui 

 
 

Oui  

M.microti TB complexe Rongeurs  Oui       Oui Oui  

M.ulcerns  TB complexe Omnipresent  Pas encore 
signalé 

Oui Oui  

M.capreae TB complexe Chévres  Pas encore 
signalé 

Oui Oui  

M.Kansassi 
 

Complexe non 
tuberculosis  

Omniprésent  Oui  Oui Possible, 
mais trés 

rare  

M.avium 
subspecis avium 

Lucas et al,2003 

Complexe intra 
cellulaire non 
pulmonaire 

Les oiseaux  Oui  Oui  Possible 
mais très 

rare 

Mycobacterium 
subspecies 

paratuberculosis 

Complexe intra 
cellulaire non 
pulmonaire 

Ruminants  Oui Contesté 
possible 
avec la 

maladie de 
Crhon 

Oui, cause  
la maladie 
de Jhone 
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2.2. Caractères bactériologiques  

 

2.2.1. Caractères Morphologiques  

 

    Les mycobactéries sont des bacilles non sporulés, non flagellés, considérées 

comme aérobies stricts  [72]. Elles se présentent sous forme de bâtonnets droits 

ou légèrement incurvés (0,2- 0,6 x 1,0-10 µm), non mobiles, les colonies 

observées sont de couleur blanche à crème, voire jaune à orangée pour les 

mycobactéries productrices de pigments [73]. La figure ci-dessous présente 

l’aspect des mycobactéries chez le dromadaire par coloration de Ziehl-Neelsen. 

 

 

 

 

 

Figure 2.3 : Observation des BAAR chez un dromadaire [74]. 

 

    Les mycobactéries ont une structure physique commune à celle des autres 

cellules à paroi bi-membranes : présence de deux membranes superposées, la 

membrane interne ou membrane cytoplasmique et la membrane externe ou 

enveloppe cellulaire encore appelée paroi cellulaire (Figure 2.4) [75]. La paroi  

cellulaire mycobactérienne est une structure complexe nécessaire à la croissance 

cellulaire, à la résistance aux antibiotiques et à la virulence des bacilles [76].  

BAAR 
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       Elle présente une constitution biochimique exceptionnelle en phospholipides 

et en lipopolysaccharides [75].  

       Cette enveloppe  se compose de trois macromolécules distinctes dont 

l’agencement de l’espace péri plasmique vers le milieu extérieur laisse apparaitre 

successivement les macromolécules ou couche de peptidoglycane (PG), 

d’arabinogalactan (AG) et celle formée par les acides mycoliques, agencées de la 

sorte, les couches forment une structure vitale pour la cellule dénommée le 

"complexe mycolylarabinogalactan-peptidoglycan" [77].         

      La paroie constitue également la première ligne de défense de la 

mycobactérie contre l’action des antibiotiques par son imperméabilité [77], [78]. 

Offrant une protection contre les molécules hydrophiles, mais sont également 

essentielles à la pathogenèse et à la survie des mycobactéries [79]. La capsule 

forme la couche la plus externe et est principalement composée de protéines et de 

polysaccharides. [79]. La figure ci-dessous montre la structure et la composition 

de l’enveloppe des mycobactéries.  

 

 

 

  Figure 2.4: Structure et composition de l’enveloppe des mycobactéries [80].  

AG :arabinogalactane, PG :peptidoglycane, TDM :tréhalose dimycolate,PL :phospholipides, 

TMM :tréhalose monomycolate,GL :glycolipides. 
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2.2.2. Caractères culturaux  

    Les mycobactéries se différencient entre elles par leurs caractères culturaux, 

selon le groupe de ces bacilles la croissance est rapide ou lente, les colonies 

pigmentées ou non [6]. Ces bactéries  nécessitent l’emploi de milieux 

bactériologiques spéciaux pour leur croissance et les cultures se développent 

lentement, 10 jours à 2 mois selon les bacilles tuberculeux [14], [81], donc  selon 

la vitesse de croissance des mycobactéries qu’est très variable, on distingue : 

 Les mycobactéries  à croissance rapide dont les colonies sont visibles en 

moins de 7 jours. 

  Des mycobactéries à croissance lente (>7 jours) : Les bactéries du MTBC 

sont toutes des mycobactéries à croissance lente avec des temps de 

génération élevés, de 14 à 15 heures pour M. tuberculosis et environ 20  

heures pour M. bovis. 

 La température optimale de croissance des bactéries du MTBC est de 

37°C [82]. alors que les MNT peuvent se multiplier dans un large éventail 

de températures allant de 4°C pour M. psychrotolerans [82] à plus de 45°C, 

voire à 52°C pour M. thermotolerans et M. phlei [83], un pH de 6.8 à 7, une 

pression de CO2 de 5 à 10% [81]. 

     La plupart des mycobactéries ont des besoins nutritionnels simples et sont 

capables d'utiliser une gamme de sucres et d'acides organiques comme sources 

de carbone (ex. le glycérol pour M. tuberculosis et le pyruvate sodique pour M. 

bovis) et divers amides et acides aminés comme sources d'azote (ex. 

l’asparagine, la glutamate, l’alanine et l’aspartate) [84]. 

2.2.2.1. Caractère culturaux du M.bovis  

    Le Mycobacterium bovis est l’agent de la tuberculose bovine, les bovins 

constituent le réservoir naturel du bacille, mais un grand nombre d’espèces 

animales domestiques et sauvages peuvent être infectées, ainsi que l’homme [85].     

Toutefois le M.bovis a été signalé aussi chez le dromadaire par plusieurs auteurs 

[8], [9], [19]. Sur le plan microbiologique, le M. bovis se caractérise par : 

 Une croissance très lente sur milieu de Löwenstein-Jensen (6 à 10 

semaines) ;  
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  Des colonies de petite taille (1 à 2 mm), plates, lisses « dysgoniques » et 

achromogènes ; (figure 2.5) 

 Sa croissance est améliorée par l’ajout de pyruvate et inhibée par l’ajout de 

glycérol. 

L’aspect des colonies de M. bovis est représenté par la figure ci-dessous. 

 

 

 

Figure 2.5 : Colonies de M. bovis [86]. 

 

 Milieux solide  

Parmi les milieux solides de croissance des mycobactéries nous citons : 

 Löwenstein-Jensen  

    Le milieu L-J pendant de nombreuses années était le milieu à base d'œuf le 

plus courant utilisé pour la culture primaire, Il contient des sels minéraux, du 

glycérol, le vert de malachite et de l’œuf, [85], [87], [88]. Ce dernier permet la 

neutralisation des agents de décontamination encore présent dans le culot de 

décontamination [89]. Le milieu de Löwenstein-Jensen  enrichi de 02 à 04% de 

pyruvate de sodium favorise la croissance de M.bovis [17].   
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 Coletsos 

    Ce milieu permet une culture rapide et abondante avec des colonies plus 

volumineuses que sur Löwenstein-Jensen. C'est un milieu beaucoup plus riche 

que ce dernier. Il permet l'isolement des mycobactéries particulièrement 

exigeantes (M. bovis et M. africanum) [88], [90].   

 Milieux solides gélosés (Middlebrook 7H10 7H11)  

      Ce sont des milieux transparents qui doivent être incubés sous 5 à 10% de 

CO2 dans des sacs plastiques pour conserver l'humidité [88]. Ils permettent de 

détecter les colonies en 21 jours en moyenne [91]. Ces milieux sont à base de 

gélose bien définis contenant de l'agar, des composés organiques, des sels, du 

glycérol et de l'albumine. 7H11 contient également 0,1% d'hydrolysat de caséine, 

qui est incorporé pour améliorer le taux de récupération et améliorer la croissance 

de mycobactéries qui présentent une résistance à l'isoniazide [92]. En raison de la 

croissance lente des mycobactéries, le résultat des cultures n’est obtenu qu’après 

plusieurs semaines, cela dépend de la charge bactérienne et du milieu utilisé, 

respectivement compris entre 2 et 6 semaines pour le milieu solide, et 1 et 4 

semaines pour le milieu liquide [93], [94].  

 

 Milieux liquides          

    Les milieux liquides sont fabriqués pour la plupart avec la même base (7H9) et 

doivent être supplémentés avec des facteurs de croissance rendus sélectifs à 

l'aide d'un mélange d'antibiotiques (afin d'augmenter la spécificité de la culture). 

Plusieurs techniques de culture en milieu liquide ont été développées tel que : 

 

 Le tube MGIT (Mycobacteria Growth Indicator Tube) 

     Le MGIT est basé sur la présence dans le tube d’un sel de ruthénium qui émet 

une fluorescence (C.F.figure 2.6) visible en lumière violette lorsque la pression 

partielle en oxygène diminue dans le tube, signant la croissance des micro-

organismes [95].  

    L’automate de culture MGIT (Bactec MGIT 960) effectue une mesure 

automatisée de la croissance bactérienne, éliminant toute subjectivité de lecture. 
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Le système Bactec 960 a remplacé le système Bactec 460 avec les mêmes 

performances tout en évitant l’utilisation de produits radioactifs [96], [97].  

 

 

 

 

Figure 2.6 : Milieu MGIT 960 [98]. 

 

 Méthode BacT/Alert 

    Il s’agit d’une technique automatisée dont le principe repose sur l’acidification 

du milieu provoquée par le métabolisme bactérien, qui entraîne un virage de 

l’indicateur coloré contenu dans une pastille au fond du flacon [94]. 

 Méthode Versa TREK (TREK diagnostic system)  

    Cette méthode automatisée détecte la croissance bactérienne grâce à des 

capteurs de pression [99].  

    Ces systèmes en milieu liquide ont une sensibilité d’environ 10 % supérieure 

aux milieux solides. Cependant, la meilleure performance de la culture réside dans 

la combinaison des milieux solides et liquides, car certaines souches ne poussent 

qu’en milieu liquide et d’autres en milieu solide [98], [100], [101]. 

Culture positive 
 

   Culture négative 
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2.2.3. Caractères Génétiques  

 

     Les espèces du CMT forment un groupe très compact, Cette homogénéité   a 

été établie avec les premières études de génomique en procédant à des 

hybridations entre les génomes des cellules de ce groupe [102].  La taille de 

génome des mycobactéries allant jusqu’à 7 méga paires de bases (Mbp) selon les 

espèces, sont caractérisés par un fort pourcentage en GC (GC%) [60], ainsi que 

de nombreux génomes complets de mycobactéries sont actuellement disponibles.       

Les mycobactéries tuberculeuses telles que M. tuberculosis, M. africanum et M. 

bovis ont un génome de taille intermédiaire (de 4,3Mpb à 4,5 Mpb) codant pour 3 

850 à 4 500 gènes [53] ; [103].  Les deux génomes de M. bovis et celui de M. 

tuberculosis se caractérisent par une proportion élevée de guanine+cytosine 

(G+C), 65,6% [104]. Les résultats obtenus révélaient une complémentarité 

maximale >95% entre  le génome de M. tuberculosis et celui de  M.bovis [103]. De 

même que le génome de ces deux dernières (M. tuberculosis et M.bovis) se 

caractérise par une proportion élevée de guanine+cytosine (G+C), 65,6% [104].  

   L’identification de l’ADN de M. bovis  par PCR dans les tissus collectés post-

mortem permet d’obtenir rapidement des résultats (48 heures) par rapport à la 

culture bactérienne (plusieurs mois) [86]. 

 

 Importance des capacités codantes 

 

     Mise à part M.leprae qui possède un génome de plus petite taille que les autres 

Mycobactéries, Il est remarquable que les génomes des espèces du MTC et des 

MNT aient une capacité codante importante allant, par exemple, de 92,4 % pour 

M. smegmatis à 73,4 % pour M. ulcerans (Tableau 2.3) [63]. 

 

 

 

 

 

 

 

 



36 
 

Tableau.2.3: Densité  et capacité codante de génomes Mycobactériens [63]. 

 

 

 

2.2.4.  Caractères biochimiques  

        

      L'étude des caractéristiques biochimiques repose essentiellement sur la 

recherche de la production d'acide nicotinique, de nitrate réductase et de catalase 

(Cf.Tableau 2.4).Toutes les mycobactéries du complexe Mycobacterium 

tuberculosis produisent une catalase thermolabile (inactivé à 68°C) [88], par 

contre, toutes les mycobactéries atypiques possèdent une activité catalase 

thermorésistante sauf certaines espèces comme M.malmoense, M.gastri, 

M.marinum, M.chelonae et M.abcessus qui ont une activité catalasique 

thermosensible [89]. Seuls M.bovis et le M.bovis BCG sont sensibles [88]. 

    Les caractères biochimiques sont étudiés selon des techniques de 

microbiologie classique avec la mise en culture, les tests biochimiques et les 

colorations. Dans le cas de M.bovis l’identification biochimique repose notamment 
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sur l’absence de production de niacine, l’absence de nitrate réductase, une 

résistance au pyrazinamide, à la D-cyclosérine (30 mg.mL-1) et une croissance 

favorisée par la présence de pyruvate  [105]. 

 

Tableau 2.4: Caractères culturaux et biochimiques des mycobactéries du MTC   

[89] 

 

 

     Culture sur  

          L-J 

 

M.tuberculosis 

 

M.africanum 

 

M.bovis 

 

BCG 

Aspect 

des colonies 

Chou-fleur 

Gross colon 

Rugueuses 

Plate 

Petites colon 

Rugueuses 

Bombées 

Petites colon 

lisses 

Chou-fleur 

Gross 

colon 

Rugueuses 

Délai de 

culture 

15 à 30J 30 à 60J 30 à 60J 15 à 30J 

Type respirat aérobie microaérophile microaérophil    aérobie 

Cata thermo + + + + 

Niacine + +/- - - 

Nitrate + +/- - - 

TCH 2ug/ml R R/S S S 

D-Cyclos 

30ug/ml 

S S S R 

Colon : colonie ; cata : catalase ; Cyclosérine : Cyclos ; thermolabile: thermo ; respiratoire : respirat 

 

2.3. Résistance aux agents physico-chimiques 

 

     Les mycobactéries peuvent survivre dans l'environnement dans des conditions 

que la plupart des autres bactéries sont incapables [106], elles sont sensibles 

[15],  [57] :  
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 à la chaleur (20 minutes à 60°C, 20 secondes à 75°C), d’où l’importance 

de la pasteurisation et de la stérilisation du lait ;  

 Aux rayons ultra-violets ;  

 à la lumière ; 

 à l’iode ; 

 à l’alcool (une suspension de bacille tuberculeux est inactivée en 5 minutes 

au contact de l’alcool à 90°C);  

 aux dérivés phénoliques; 

 aux hypochlorites;  

 au formol. 

Par contre les mycobactéries résistent bien : 

 au froid ; 

  à la dessiccation, mais peuvent survivre entre cinq jours et quatre 

semaines dans l’environnement [107], dans les produits d’origine animale 

(lait). 

     Concernant les agents chimiques,  ce type de bactérie est beaucoup plus 

résistant que les bactéries usuelles aux antiseptiques et désinfectants chimiques 

de même que aux antibiotiques usuels (pénicilline, tétracyclines, chloramphénicol) 

[15], [57]. 

      Dans le cas de M. bovis, la durée de la survie varie entre 18 à 332 jours à une 

température de 12 à 24°C (selon l'exposition au soleil) [108]. Il peut également 

survivre entre 2 et 6 semaines dans des lésions tuberculeuses macroscopiques de 

poumons et nœuds lymphatiques des bovins [109]. Mais sa survie peut être 

prolongée jusqu'à 58 jours dans l’eau contaminée, et jusqu'à 2 ans dans les 

excréments couverts.  

       Par contre, M. tuberculosis est relativement résistante à la chaleur dont la 

durée de vie est 2 heures dans l’environnement exposé au soleil [110] de même 

que les mycobactéries peuvent conserver leur virulence a savoir  M. tuberculosis, 

M. bovis et M. canetti après un séjour de 12 mois dans le sol [111].    
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CHAPITRE 3 

PATHOGENIE, SYMPTOMES ET LESIONS 

 

 

     La tuberculose (TB) est une zoonose granulomateuse chronique à déclaration 

obligatoire causée par le complexe Mycobacterium tuberculosis et affecte de 

nombreuses espèces animales y compris les dromadaires [17], [18]. 

 

3.1.  Pathogénie 

 

     Ce qui suggère que la voie respiratoire pourrait être la principale voie 

d'infection chez les dromadaires [112]. Et L’agent responsable de la maladie chez 

cet animal est dans la majorité des cas Mycobactéries bovis [9]. 

     Les animaux  risquent de s'infecter mutuellement lorsqu'ils partagent la même 

aire d'abreuvement et d'alimentation, mais surtout de transmettre cette zoonose à 

des personnes à risque tels que les enfants et le personnel vétérinaire [113].         

      Après pénétration du M. bovis dans l’organisme, le plus souvent par voie 

respiratoire, une  réponse immunitaire à médiation cellulaire (RIMC) se met en 

place (C.f figure 3.1) [114]. 

     Pour cela  on distingue schématiquement deux phases  dans le déroulement 

de l’infection tuberculeuse : la primo-infection ou étape primaire et l'étape 

secondaire. 

 

3.1.1. Première phase (primo-infection localisée) 

   

     La primo-infection peut être rester latente ou se développer à une tuberculose 

secondaire, suivant l’interaction entre le bacille et l’hôte [115]. Au cours de 

l’infection tuberculeuse, de nombreuses cellules jouent un grand rôle dans la 

réponse immunitaire [116].  

      Au cours de cette phase qui dure quelques semaines, le bacille est phagocyté 

par les macrophages dans lesquels il est détruit ou résiste à la lyse 

macrophagique. Les macrophages ne sont pas les seuls à intervenir dans cette 

RIMC : les lymphocytes occupent un rôle d’importance [45], [117], [118].     
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     Dans les premiers jours suivant l’infection, ces dernières migrent à leur tour 

vers le foyer infectieux pour orchestrer la réponse immunitaire [118]. 

      L’ensemble de ces cellules participe à la formation complète du granulome ou 

« tubercule », qui est un nodule inflammatoire granulomateux jaunâtre circonscrit 

d'environ 2 à 20 mm de diamètre qui est plus ou moins encapsulé par le tissu 

conjonctif et contient souvent une nécrose caséeuse centrale et une minéralisation 

[119]. Cette lésion se double, à la faveur du drainage lymphatique des bacilles, 

d’une lésion tuberculeuse du nœud lymphatique locorégional [15]. 

     Ce phénomène est connu sous le nom de « loi de l'adénopathie satellite de 

Parrot », cette association entre le chancre d'inoculation et l'adénopathie satellite 

constitue le complexe primaire. Sa localisation indique le site d'entrée de l'agent 

pathogène: pulmonaire à 95 % [15].  

 

 

 

 

     

     Figure 3.1: Représentation schématique de la réponse immunitaire [120]. 
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3.1.2. Deuxième phase (tuberculose secondaire) 

     

      C’est la période de surinfection qui fait suite à la primo-infection, pour cela  les 

évolutions possibles de complexe primaire sont : une guérison, une stabilisation 

ou une généralisation précoce (CF. Figure 3.2) [15], [36], [121]. Cette évolution 

dépend essentiellement de la quantité de bacilles inoculée, de l’état général de 

l’animal et de son âge [122]. 

 En cas de stabilisation, il sera alors possible de parler de « complexe 

primaire dissocié » traduisant la disparition du chancre d’inoculation mais la 

persistance de la lésion du nœud lymphatique. Les lésions sont regroupées 

dans un seul organe dans le cas d’une tuberculose chronique d’organe. Les 

lésions, le plus souvent caséeuses, peuvent s’ouvrir sur une voie de 

drainage (formes ouvertes). Cette forme peut se stabiliser ou se généraliser 

[123]. 

 Dans le cas d'un affaiblissement général, la surinfection se propage 

traduisant une tuberculose de généralisation d’infection ce processus est 

connu sous le nom de généralisation précoce [112]. 

  De même, la généralisation peut se produire dans la phase post-primaire 

ou après la réinfection et on parle de généralisation tardive [112]. 

 

 

 

Figure 3.2 : Evolution du complexe primaire [36]. 
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3.2. Symptômes  

 

       La tuberculose évolue lentement pendant des mois ou des années, les 

dromadaires peuvent être infectés de manière latente pendant une période 

prolongée d’où la difficulté de l'examen ante mortem de la cette maladie [30], et 

cela en raison des signes cliniques non spécifiques [31]. Les signes cliniques de 

cette affection n’apparaissent qu’à un stade tardif de la maladie et dépendent de la 

localisation des lésions (les tubercules) qui peuvent concerner tous les organes 

[16], donc elle passe souvent inaperçue pendant longtemps et l'animal tuberculeux 

conserve toutes les apparences d'une santé parfaite [66]. 

     D’autres animaux peuvent développer une bronchopneumonie chronique, 

accompagné de toux et de baisse de production laitière. Dans les cas avancés, 

lorsque les poumons sont très affectés, une dyspnée est marquée [114].  

    Plusieurs formes de l’infection tuberculeuse ou le M. bovis est capable d’infecter 

tous les organes et les tissus. La forme de l’infection dépend du point d’entrée du 

micro-organisme [124]. 

     En effet, différents aspects cliniques liés à la localisation des lésions peuvent 

être observés dont les plus connues sont : 

 

 Tuberculose Pulmonaire  

 

    C’est la plus fréquente (80 % des cas) avec de la toux, un jetage (jaunâtre et 

fétide), une respiration anormale (courte, rapide et saccadée) [125], [126]. 

 

 Tuberculose Mammaire  

   Elle se traduisant à un stade avancé, par une hypertrophie de l'organe qui 

devient dur et indolore (grosse mamelle de bois) [127], [128].   

 Tuberculose Intestinale  

      C’est une forme généralement asymptomatique ou s'accompagne d'une 

entérite chronique [114], ou alternance de constipation et de diarrhée [125]. 

 Tuberculose Génitale  
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      Elle se caractérise chez le male par une tuberculose des organes génitaux 

(orchivaginalite) pour les mâles ou métrite chronique pour les femelles [114], 

[128].     

3.3. Lésions  

   L’absence des signes cliniques pathognomoniques et des tests suffisants pour 

les animaux vivants, le diagnostic ne peut être fait que par examen post-mortem 

[31], [129]. 

   La tuberculose cameline est une maladie chronique caractérisée par une 

pathologie macroscopique appelée «tubercules» se trouve principalement dans 

les poumons et les ganglions lymphatiques. Cependant, parfois d'autres tissus 

sont affectés [130]. 

    Les lésions évocatrices de la tuberculose sont recherchés généralement lors 

des inspections aux abattoirs, la plupart des cas de tuberculose chez les 

camélidés se caractérisent par des granulomes tuberculeux [39], son aspects 

varie sur : 

1. Le plan macroscopique et selon leur stade évolutif, les tubercules sont gris, 

miliaires, caséeux (occupé par un centre blanc jaunâtre), caséo-calcaires 

ou fibreux. 

2. Il peut y avoir des infiltrations (territoire ou un organe) et épanchements 

tuberculeux étendus liés à un exsudat inflammatoire (les cavités séreuses, 

parfois les articulations ou les méninges) [36], et la grande majorité des 

lésions (70 à 90 %) se trouve dans la cavité thoracique ou au niveau de la 

tête et concerne les nœuds lymphatiques bronchiques, 

trachéobronchiques, rétropharyngiens et médiastinaux et les poumons : 

cette localisation est reliée au mode de transmission respiratoire et à la 

pathogénie de M. bovis. Les lobes caudaux sont les plus atteints [119]. 

3. Certains animaux portant des lésions ne présentent pas de symptômes 

avant d’être abattus, puisqu’il faut une atteinte lésionnelle importante et 

étendue pour mener à l’expression clinique de la maladie [131]. 
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4. Sur le plan microscopique, la lésion est considérée comme spécifique 

s’appelle «follicule tuberculeux» [132]. Le tubercule est formé d'un centre 

nécrotique homogène appelé caséum, entouré de cellules neutrophiles et 

épithélioïdes, de quelques cellules géantes et de petits lymphocytes [36]. 

     Chez le dromadaire, les organes les plus affectés par les lésions tuberculeuses 

sont les poumons associés aux ganglions lymphatiques thoraciques (Cf. Figure 

3.1) [4], ainsi que le parenchyme pulmonaire, la plèvre diaphragmatique et le 

péricarde [9] et d’autres organes sont aussi affectés par la tuberculose chez cet 

animal, ces lésions tuberculeuses se différents par leurs aspects, tailles et 

consistances (Cf.figure 3.3), (Cf.figure 3.4), (Cf.figure 3.5), (Cf.figure 3.6). 

 

 

 

 

 

Figure 3.3 : Pleurésie granulomatoses chez un dromadaire atteint de tuberculose 

pulmonaire [4]. 
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 Figure.3.4 :(a-h) lésions tuberculeuses dans différents organes de dromadaire [9]. 

 

 

 

 

Figure 3.5: Différentes lésions tuberculeuses chez le dromadaire :(a)plèvre 

(b) péricarde(c)poumon(d) rate [30]. 
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Figure 3.6: Lésions hépatiques de tuberculose cameline [74]. 
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CHAPITRE  4 

DEPISTAGE ET DAIGNOSTIC  

 

4.1. Dépistage  

4.1.1. Dépistage ante-mortem  

4.1.1.1. Dépistage clinique   

 

    La tuberculose est une maladie débilitante chronique, les animaux sont parfois 

trouvés morts sans signes cliniques antérieurs [41]. Les limites de diagnostic 

clinique et de la détection directe obligent à mettre au point de nouveaux 

instruments de diagnostic qui soient utilisables pour une bonne confirmation de la 

maladie [133]. 

 

4.1.1.2. Dépistage allergique  

 

      L’intradermo-tuberculination est le test standard pour détecter la tuberculose 

chez les animaux vivants et l’outil de dépistage de base actuellement disponible 

pour le bétail [49]. L’intradermo-réaction à la tuberculine (IDR) permet de mettre 

en évidence une réaction d’hypersensibilité retardée se traduisant par l’apparition 

24 à 72 heures après une injection intradermique d’antigènes mycobactériens, elle 

se traduit par une accumulation des lymphocytes sensibilisés au niveau du point 

d’injection [134]. 

     Il convient d’indiquer, par ailleurs que des réactions extrêmement variables 

selon les espèces animales réaction tel que : les méthodes, les sites d’injection, le 

volume de tuberculine, qualité et quantité d’antigène, de même que la grande 

variabilité histologique et physiologique du tégument des espèces sauvages 

empêche parfois la réalisation de l’IDR [133].  

     Chez le dromadaire, un test tuberculinique s’appelle le tuberculin skin test 

(TST) qui est un test intradermique comparatif utilisé et le site d'inoculation est 

l'aisselle [45]. Le TST est un test de diagnostic classique, produit souvent des 

réactions non spécifiques chez les camélidés [31], [129]. 
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Pour la réalisation de ce test réglementaire chez le dromadaire, il est préconisé 

que : 

 Les dérivés de protéines purifiées de bovins (M.bovis), et tuberculine 

aviaire ou (M. avium) chacun 0,1 ml, sont injectés chez cet animal dans une 

zone de l'aisselle rasée [49]. 

 L’épaisseur de la peau est mesurée immédiatement avant et 72 heures 

après les injections (Figure 4.1) [135]. Il s’agit du même protocole pour les 

bovins, le gonflement est en plus grande intensité 48 h à 72 h après 

l'injection [45]. 

 un résultat positif du TST est indiqué par une augmentation de l’épaisseur 

de la peau sur le site bovin qui est supérieure à celui du site aviaire [136].  

 Ce test appliqué aux animaux naturellement infectés avec M. bovis a 

démontré à plusieurs reprises une faible sensibilité [40], [42], [137],  car un 

manque de  fiabilité dans l'interprétation des résultats de l'IDR dans le  

dépistage de la tuberculose chez les camélidés, pour cela ce test a été 

interrompu dans certains pays de l'Union européenne [138].  

 

 

       

 

             

         Figure 4.1: Test intradermique au niveau de l'épaule d'un dromadaire [4]. 
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La figure ci-dessous montre la réalisation du test comparatif de la tuberculine  

chez le dromadaire au niveau de l’abattoir d’AKAKI en Ethiopie.  

 

 

 

 

 

      Figure 4.2 : Test comparatif de la tuberculine à l'abattoir d'Akaki  [139]. 

 

4.1.1.3. Dépistage sérologique 

 

    Les tests sérologiques sont peu utilisés chez les animaux car la production 

d’anticorps est tardive, limitant ainsi la détection d’animaux récemment infectés, et 

leur concentration sérique est irrégulière. Les résultats variant selon le stade de 

l’infection [140]. Parmi les tests les plus récents utilisés chez le dromadaire 

comprennent : 

 

 Multi-antigène immunologique MAPIA (Multi Antigen PrintImmuno Assay) 

[141] :  
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    C’est une technique permettant d'imprimer sur un support linéaire, 

(nitrocellulose) une série importante d'antigènes mycobactériens purifiés et de 

tester la présence de différents anticorps en une seule fois [129]. 

 

 Le vét tuberculose Stat-Pak ou rapide test  

 

      C’est un appareil portable à flux latéral, qui fait des analyses 

chromatographiques, il détecte les camélidés infectés par le complexe 

Mucobactérium Tuberculosis, mais une validation supplémentaire est encore 

nécessaire avant qu'ils puissent être utilisés de manière fiable pour le diagnostic 

[38]. 

 Dosage de l’interféron gamma  

 

  Ce  test a été développé dans les années 1980 en Australie, Il se base sur deux 

étapes :  

 

 Une prise de sang sur tube héparine doit être réalisée ; 

 Pour que ce test soit réalisable, l’échantillon de sang doit posséder des 

lymphocytes T viables, d’où un acheminement rapide au laboratoire doit 

être dans les 8 heures suivant le prélèvement ; 

 Incubation du  prélèvement en présence d’antigènes durant une vingtaine 

d’heures à 37°C ; 

 La production d’interféron gamma par les lymphocytes T est ensuite dosée 

et comparée avec un échantillon « témoin », non mis en incubation avec 

des antigènes.  

 La sensibilité et la spécificité du test varient selon les antigènes utilisés. Sa 

sensibilité est estimée entre 73 % et 100 %, avec une médiane de 87,6 %, 

et sa spécificité est comprise entre 85 % et 99,6 %, avec une médiane de 

96,6 % [45]. 

 

Cependant, Martijn et coll. ont indiqués quelques tests sérologique et cellulaire 

utilisable chez les camélidés cités dans le tableau ci- dessous [71]. 
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Tableau 4.1 : différents tests sérologiques chez les camélidés (modifié) [71]  

 

Le nom du test Travaille par Sensibilité (SN) 
Spécificité(SP) 

remarques 

Test unique 
comparative 

tuberculine cervical 

Cellule évoquée a 
médiation une 

réaction 
d’hypersensibilité 
de type retardé 

Varient 
considérablement 

d’un auteur a 
l’autres mais 
généralement 

présumés faibles 

Protéine purifié ou le 
complexe mixé 

utilisé pour ce test 

Interféron gamme 
Rhodes et al, 2012 

Réponse a 
médiation cellulaire 

Incertain dans le 
passé SP a 

probablement été 
compromise par des 
souches de microti 
chez les camélidés 

 

IDEXX ELISA 
Rhodes and 

Vordemeier,2012 

Réponse 
sérologique 

SN 69.2% 
SP 97.4% 

Antigen 
MPB83/MPB70(mix) 

DPPVetTB 
Lateral flow 
Rhodes and 

Vordemeier,2012 

Réponse 
sérologique 

SN 57,7% 
SP 96,7% 

Antigen MPB83 
CFP10/ESAT 6(mix) 

IDEXX+DPPVetTB 
Rhodes and 

Vordemeier,2012 

Réponse 
sérologique 

SN 81,3% 
SP  95,8% 
SN 55,8% 
SP  99,7% 

Parallel 
Breakdown testing 

Rhodes and 
Vordemeier,2012 

Réponse 
sérologique 

(deux 
SN 66,7% 
SP  96,9% 

(quatre 
SN  55,1% 
SP  99,8% 

Antigen 
MPB70 
MPB83 
MPB70 
ESAT6 
ESAT10 
Alfa-crystaline-2 
Rv-36180 

 

 

 

4.1.2. Dépistage post-mortem  

 

      La détection des lésions macroscopiques sur les carcasses des animaux 

abattus à l’abattoir est utilisée comme une méthode de dépistage des élevages 

infectés dans la plupart des pays [105]. Il a été constaté que l'inspection de routine 

de la viande post-mortem ne détecte qu'environ 47% des lésions présumées 

[142]. Malgré le manque de sensibilité, l’inspection post-mortem reste une 

méthode cruciale pour le contrôle de tuberculose animal [143].   
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     Chez le dromadaire, les organes les plus affectés par les lésions tuberculeuses 

sont les poumons associés aux ganglions lymphatiques thoraciques [4].  

      Les lésions pulmonaires pouvant être très étendues même en absence de 

signes cliniques [144], ces  lésions peuvent être petites, localisées aux nœuds 

lymphatiques, et parfois peuvent être passé facilement inaperçues pour cela la 

sensibilité de l’examen nécropsique est donc également faible [145]. 

      La figure ci-dessous représente des nodules tuberculeux pulmonaires solides 

de différentes formes et taille chez le dromadaire. 

 

 

 

 

     

  Figure 4.3: nodule pulmonaire chez un dromadaire [146]. 

 

 

4.2. Diagnostic Expérimental : 

 

       Le diagnostic de la tuberculose chez le dromadaire vivant pose de 

nombreuses difficultés car  aucun test disponible ne permet de diagnostiquer avec 

certitude la tuberculose chez cette espèce [129], [31]. Car il y a un manque de 

données sur la performance du diagnostic de cette maladie ainsi que les tests 

utilisés sur les camélidés naturellement infectés et non infectés [40]. Pour 

confirmer toute suspicion de tuberculose (épidémiologique, clinique, nécropsique 
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ou lors de test de routine), il est indispensable de pouvoir mettre en évidence la 

présence de bacilles tuberculeux [147].    

 4.2.1. Examen  Histologique   

 

     Cet examen consiste en analyse microscopique des claques directs à partir 

des échantillons cliniques ou sur des tissus préparés. Les lames  histologiques 

sont colorées à l’aide de la coloration hémalun-éosine (HE), complétée par la 

coloration de Ziehl-Neelsen. Le diagnostic histologique permet de mettre en 

évidence les lésions caractéristiques de la tuberculose [148], mais ce dernier n’est 

pas spécifique de M.bovis car toutes les mycobactéries étant des bacilles acido-

alcoolo-résistants identifiables par la coloration de Ziehl Nielsen [149], donc les 

résultats histopathologiques sont similaires pour toutes les lésions à CMT  [148].    

La figure ci-dessous représente des coupes histologiques du poumon chez le 

dromadaire. 

   

 

 

 

Figure 4.4 : Coupe histologique du poumon avec une nécrose [30]. 

(a) une nécrose et minéralisation au centre entourée de macrophages épithélioïdes, lymphocytes et tissus fibreux, 

(b) Poumon forme pulmonaire montrant une agrégation de macrophages épithélioïdes, (c) : Poumon sous forme disséminée 

montrant une cellule géante (flèche), (d) : Poumon sous forme disséminée montrant une cellule géante (flèche). 

a  b  c d  
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       La lésion microscopique considérée comme spécifique de la tuberculose est 

le follicule tuberculeux, bien qu’il ne soit pas pathognomonique. Il est composé 

d’un centre nécrotique homogène (ou caséum) où les neutrophiles sont 

abondants, d’une première couronne de cellules (histiocytes et macrophages 

épithélioïdes) et d’une seconde couronne entièrement lymphocytaire [112], [16]. 

      Chez le dromadaire, l'histopathologie des poumons est caractérisée par de 

grands granulomes nécrotiques (centraux calcifiés ainsi que la présence des 

cellules géantes [150]. La figure ci-dessous représente un granulome central 

pulmonaire qui est caractéristique  chez le dromadaire. 

 

 

 

 

Figure 4.5: Granulome central dans un poumon d’un dromadaire [4].  

 

4.2.2. Examen Immunohistochimique 

   L’immunohistochimie est une méthode de localisation de certaines protéines au 

sein d’une coupe de tissu au moyen d’anticorps, le principe de cette technique est 

basé sur : 

 L’utilisation des anticorps polyclonaux dirigés contre ses antigènes et 

conjugués à une peroxydase;  dans le cas de la recherche de M. bovis. 

Granulome     

central 
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 Les mycobactéries sont ensuite visualisées grâce à la réaction 

enzymatique colorée permise par la peroxydase fixée aux anticorps.  

 La longueur de fixation des prélèvements dans le formol ne doit pas 

excéder 48 heures car elle entraverait la capacité des anticorps de se fixer 

sur les antigènes [132]. 

      L’immunohistochimie est plus sensible que la coloration de Ziehl Neelsen car 

elle détecte les antigènes mycobactériens dans des coupes de tissus en 

reconnaissant les bactéries entières et les fragments partiels, pour cela cette 

technique étant plus onéreuse peut donc être utilisée sur des échantillons 

provenant de lésions évocatrices de tuberculose négatifs à la coloration de Ziehl-

Neelsen ou à l’auramine. ; est donc particulièrement pertinente dans les cas où 

seuls des fragments de mycobactéries sont présents. La figure ci-dessous montre 

des mycobactéries observées par la technique d’immunohistochimie [132]. 

 

 

 

Figure 4.6: Mycobactéries mises en évidence par immunohistochimie  

[132]. 
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4.2.3. Diagnostic bactériologique  

     L’examen bactériologique reste toujours un diagnostic de certitude mais celui-ci 

trouve ses limites en cas de tuberculoses extra-pulmonaires [93].   

     Il est basé sur deux examens, à savoir : 

 

a. Examen Microscopique  

 

      Depuis plus de 125 ans, l’examen microscopique direct demeure 

un outil très simple et rapide renseignant sur la présence de BAAR dans les 

échantillons biologiques [151].  

     Cet examen est souvent le seul pratiqué dans les pays en développement en 

raison de sa facilité d’accès, son efficacité et son faible coût [152], il permet la 

mise en évidence de bacilles tuberculeux après coloration [153].  

 

 Coloration de Ziehl Neelsen 

 

    La sensibilité de cette méthode est de 70%, mais sa spécificité est très faible 

[154]. Elle comporte plusieurs étapes, tout d’abord, les frottis sont colorés par la 

fuchsine phéniquée à chaud, puis, après une décoloration combinée par l’acide et 

l’alcool, une contre coloration par le bleu de méthylène. 

    À l’examen microscopique avec un objectif à immersion (Χ 100), les BAAR 

apparaissent comme des bâtonnets rouges sur un fond bleu (Cf. figure 10) [91], et 

le seuil de détection microscopique est de l’ordre de 104 BAAR/ml d’échantillon,  

chez le dromadaire ces bacilles acido-alcoolo-résistants des lésions peuvent ne 

pas être observés, à l’examen microscopique [155], [156]. 
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Figure 4.7: B.A.A.R colorés par la méthode de Ziehl-Nelseen chez le dromadaire 

[74] 

 

      Selon MAMO et coll. dans une étude réalisée à l’abattoir de Nwakchott, ont 

indiqués que la coloration de Ziehl-Nelsen n’a permis d’observer aucun bacille 

acido-alcoolo-résistant dans les différentes lésions tuberculeuses chez le 

dromadaire [39].  

     Toutefois l’examen direct positif n’est pas un bon marqueur d’efficacité 

thérapeutique [157].  

 

 Coloration fluorescente à l’auramine 

 

      C’est une technique microscopique d’immunofluorescence, dans cette 

dernière, la fuchsine est remplacée par l’auramine [91]. Les bacilles fixent le 

colorant fluorescent et le conservent après effet de l’acide et de l’alcool [158]. 

      La lecture après cette coloration requiert un microscope à fluorescence 

utilisant des lampes à mercure supplémentée récemment par l’utilisation de light 

emitting diode (LED) [159]. Les BAAR apparaissent sous forme des bacilles verts 

fluorescents sur un fond sombre (Cf. figure 4.8 ) [91].  
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        Figure 4.8: Coloration des B.A.A.R par la méthode à l’auramine [153]. 

 

    Cette méthode est moins couteuse, plus robuste et de performance identique 

[159]. Selon les données de l’OMS, la microscopie à l’auramine a montré une 

sensibilité et une spécificité de 84%  et 97% respectivement. La lecture 

s’effectuant à l’objectif (Χ25) est beaucoup plus rapide que celle de Ziehl Neelsen 

[160].    

 

b. Examen de culture : 

 

       La culture est le gold standard pour le diagnostic de la tuberculose [161]. Elle  

est considérée comme un test de référence lors de l’évaluation de nouvelles 

méthodes diagnostiques [149]. La recherche des mycobactéries par des 

méthodes basées sur la culture est très standardisée en diagnostic humain et 

vétérinaire [162]. Cette  méthode reste la plus sensible, dont le seuil de détection 

est de 10 à 102 bacilles/ml  d’échantillon  biologique  [163].  

       Pour cela sa spécificité est de 100 % et l’interprétation des résultats se fait  

avec prudence en raison des défauts de sensibilité de cette méthode [164].                                                                                                                                                                                                                     

La culture peut se réaliser à partir des prélèvements de diverses natures mais 
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nécessite le plus souvent une phase de décontamination avant l'ensemencement 

[165]. Cette décontamination est liée au fait que d'autres germes poussent sur les 

mêmes milieux [6].   

    Le bacille tuberculeux  nécessite l’utilisation de milieux enrichis tel que le milieu 

Löwenstein-Jensen, la croissance des mycobactéries est lente (en moyenne 

quatre à six semaines pour M.bovis) (C.F.figure 4.9). 

    Des différents traitements préalables à la mise en culture des échantillons sont 

préconisés, dans le domaine vétérinaire, les tissus animaux (broyats de ganglions, 

ou de tissus) sont décontaminés selon les préconisations de l’ANSES et suivent la 

norme AFNOR NF U47-104 basée sur l’utilisation de l’acide sulfurique et de la 

soude à 4%. Et Malgré la résistance des mycobactéries aux agents chimiques, la 

décontamination réduit fortement la population initiale présente dans l’échantillon 

et abaisse la sensibilité de la culture [166].  

      Parmi ces méthodes nous citons la méthode de Petroff ,c’est une technique 

efficace contre les germes de souillure mais est également corrosive pour les 

mycobactéries car pouvant tuer environ 70% des bacilles [167]. Elle implique 

l'utilisation de NaOH à des concentrations comprises entre 2% et 4% [168].       

Quelques modifications ont été effectué sur cette méthode avec toujours 

l’utilisation de la soude en première intention et neutralisation par d’autres 

méthodes adaptées hormis la neutralisation par la solution de tampon telle que 

décrite par Petroff [169]. La sensibilité de l’examen de culture est comprise entre 

72,9 % et 82,8 % avec une médiane à 78,1 %. La spécificité est quant à elle 

relativement élevée, estimée entre 97,1 % et 100 % avec une médiane à 99,1 % 

[170]. La culture permet aussi d’apprécier la morphologie des colonies, comme 

leurs textures ou la présence d’une pigmentation, aidant ainsi à l’identification de 

la bactérie [171].         

 

c. Identification : 

 

  L’identification des isolats est habituellement effectuée par détermination des 

propriétés culturales et biochimiques. 

 

 Propriétés culturales:  
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    Sur un milieu solide à base de pyruvate approprié, les colonies de M. bovis sont 

lisses et de couleur blanc cassé (chamois). Les organismes poussent lentement à 

37°C, mais ne poussent pas à 22°C ou 45°C [125]. Une culture positive sur le 

milieu de Lowenstein-Jensen permet la détection des petites colonies [172].  

 

 

 

 

 

Figure 4.9 : Culture sur Löwenstein-Jensen chez le dromadaire [4]. 

 

 

 Propriétés biochimiques  

 

       Les tests biochimiques permettent de faire la distinction entre bacilles du 

complexe tuberculosis et mycobactéries non tuberculeuses [173], [174].  

Ces tests nécessitent des cultures riches et ne sont donc pas réalisables avant la 

croissance avancée de la bactérie [54].  

     Selon Freney et coll. cette identification regroupe principalement quatre tests 

biochimiques à savoir [89] : 

 

 Niacine ; 

 Nitrate réductase ; 

  

  Colonie  de       

Mycobactérie 
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 La recherche de l'activité catalasique après chauffage pendant 20 minutes 

à 68°C ;  

 Sensibilité à l'hydrazide de l'acide thiophène-2-carboxylique(TCH) ;  

 La sensibilité et la spécificité de la croissance en présence de PNB pour 

l'identification du complexe Mycobacterium tuberculosis étaient 97.8% et 

100% respectivement ; 

  La sensibilité de  la croissance en présence de TCH était 100% ; 

 Les résultats des observations phénotypiques et biochimiques permettant 

de différencier les principales espèces du MTBC [89]. 

 

4.3. Diagnostic moléculaire de la tuberculose  

  

      Ces méthodes ont pour but de comparer rapidement des souches sur la base 

de leur génome, les bactéries du MTBC ont une similarité génétique de plus de 

99% au niveau de leur génome, on dispose de plusieurs outils moléculaires  

permettant de fournir un diagnostic plus rapide et plus fiable [175]. 

     De nouvelles techniques moléculaires ont été établies pendant ces 20 

dernières années, ces techniques sont utilisées  dans les études de génotypage 

des populations, qui permettent de caractériser les isolats de tuberculose  avec 

précision et de déduire les différentes lignées phylogénétiques qui y sont 

associées [176].  

 

4.3.1.  Polymérase Chain Réaction (PCR)   

 

   Cette technique  a été décrite comme un outil important pour le diagnostic de la 

tuberculose, c’est une méthode précise, sensible et efficace et peut être utilisés 

dans la caractérisation épidémiologique des animaux infectés par la tuberculose 

animale [177].  En plus, la PCR présente plusieurs avantages tel que : 

 Elle évite les problèmes liés à la tentative de culture de ce groupe de 

bactéries à croissance lente en culture. Par conséquent, elle  est considéré 

un outil important pour la lutte contre la tuberculose zoonotique  [178].  

 Elle permet de réduire le délai d’obtention des résultats par rapport à la 

culture, et présente une bonne spécificité, ainsi qu’une sensibilité 
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équivalente ou supérieure à celle de la culture, La sensibilité d’une PCR est 

comprise entre 82,5 % et 92,3 % avec une médiane à 87,7 %. Quant à sa 

spécificité, elle est bien meilleure, se situant entre 94,3 % et 99 % avec une 

médiane à 97 % [170].  

     La détection par amplification génétique des espèces du complexe  

mycobacterium tuberculosis peut être réalisée après la culture ou bien directement 

effectuée à partir d'échantillons cliniques [179].  

 

 Détection des mycobactéries dans les échantillons cliniques : 

 

   Cette méthodes sont basées sur l'amplification de fragments cibles d'ADN ou 

d'ARN mycobactériens uniques par PCR. L'élément d'insertion IS6110 et l'ADNr 

16S sont les cibles les plus couramment utilisées [180]. Elle nécessite des 

charges bactériennes élevées dans les échantillons et les résultats sont variables, 

et souvent insatisfaisants sur les échantillons contenant peu de bacilles [179]. 

 

 Identification moléculaire des mycobactéries à partir des cultures : 

 

Plusieurs méthodes sont utilisées :  

a. Séquençage basé sur la PCR  

     C’est une technique  de référence pour l'identification des mycobactéries [180]. 

Elle est considéré comme l’examen de choix parmi les méthodes d’identification 

par le génie génétique, le séquençage est donc souvent effectué si d’autres 

méthodes moins coûteuses et plus rapides telles que l’hybridation directe avec 

une sonde n’ont pas permis d’obtenir un résultat définitif [171].  

     Cette méthode est basée sur l’amplification par PCR, suivie d'un séquençage 

des amplicons dans un séquenceur automatique [181].  

Le principe de séquençage est de déterminer: 

o Des séquences complètes du génome pour plus de quarante espèces dont 

M. bovis et M. tuberculosis [53].  

o Il est plus pratique pour l’identification de routine de séquencer certaines 

séquences cibles comme celles codant pour l’ARN 16S ou 23S ; 
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o L’ADN est d’abord amplifié par PCR avec l’aide d’amorces conçues pour se 

lier à des séquences conservées retrouvées chez toutes les espèces de 

mycobactéries ou pour encadrer des régions variables utiles pour les 

différencier [171] ; 

o  L'identification d'une souche inconnue est complétée par comparaison de 

la séquence nucléotidique avec une banque de séquences connues [180] ; 

o Les résultats de séquençage peuvent être obtenus assez rapidement (en 

huit à vingt-quatre heures) après la croissance d’un organisme en culture 

[171]. 

    Les principales limites du séquençage est le coût des équipements et des 

réactifs ainsi que l’obligation pour le laboratoire d’avoir des techniciens hautement 

qualifiés [171]. 

b. Génotype Mycobacterium 

      La procédure comprend une PCR multiplex, suivie d'une hybridation inverse et 

d'une technologie de sonde en ligne [182].  

c. Polymorphisme de restriction du gène hsp65 

      C’est une méthode basée sur l'amplification du gène codant pour la protéine 

de choc thermique de 65 kDa, suivie d'un polymorphisme de longueur de fragment 

de restriction, des isolats de cultures solides et liquides peuvent être utilisés. Les 

fragments de la digestion par l'enzyme de restriction (BstEII et HaeIII) sont 

analysés par électrophorèse sur gel d'agarose et comparés. La détermination de 

la taille des fragments permet d'identifier une cinquantaine d'espèces de 

mycobactéries [183].  

 

d. Hybridation directe avec une sonde spécifique  

    Le système d’hybridation direct avec une sonde le plus utilisé actuellement pour 

l’identification de plusieurs espèces de mycobactéries est le système Gen-Probe.  

Elle permet l’identification d’une série de mycobactéries cliniquement importantes 

pour cela plusieurs sondes sont disponibles permettant la détection du  complexe 

M. tuberculosis, le complexe M. avium, M. avium, et certaines mycobactéries 

saprophytes comme M. kansasii ou M. gordonae [180], [171].  
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    Plusieurs étapes sont suivez tel que : 

 Les acides nucléiques provenant des bactéries mises en culture sont 

extraits par un traitement thermique et l’exposition à des ultrasons.  

 Ils sont ensuite mis en présence d’une sonde d’ADN marquée par un ester 

d’acridinium, spécifique de l’espèce de mycobactérie recherchée [180].  

 Si la séquence de la sonde est complémentaire de l’ARNr16S des bactéries 

présentes dans la culture, une hybridation se produit et l’hybride ADN-ARN 

pourra être détecté et quantifié par chimioluminescence. 

     Cette méthode ne fait pas intervenir de PCR ou d’étape d’amplification 

génique. L’emploi de cette technique n’est donc pas adapté à la détection directe 

de mycobactéries à partir de prélèvements car la charge bactérienne y est 

généralement trop faible [171].  

4.3.2. Typage moléculaire    

 

   Le typage moléculaire  vise à déterminer l’identité d’une bactérie sur la base de 

variations génétiques de certains gènes [184].  Les méthodes de typage des 

mycobactéries reposent sur la diversité des structures génétiques de ces micro-

organismes [185]. Pour  la tuberculose il est devenu un outil précieux dans l’étude 

épidémiologique de M.bovis, ainsi pour déterminer les relations phylogénétiques 

entre les souches [184].  

   Plusieurs techniques reposent sur la détection de séquences connues 

répétitives du génome mycobactérien comme :  

 

4.3.2.1. Spoligotypage (Spoligotyping: Spacer oligonucleotide typing) 

    C’est une méthode de typage des souches du complexe Mycobacterium 

Tuberculosis, elle est décrite pour la première fois chez M.bovis BCG [186], [187].                      

Le spoligotypage contribue à clarifier l’identification des différents bacilles de la 

tuberculose et l’on reconnait des profils caractéristiques de différentes (sous-) 

espèces [188] et il permet aussi l’identification des génotypes d’importance 

clinique et épidémiologique [189].  
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    Le spoligotypage constitue aujourd’hui comme une des techniques les plus 

utilisées dans le monde, car elle est moins chère, moins lourde que les autres 

méthodes de typage et qui a surtout l’avantage d’être standardisée et 

reproductible dans tous les laboratoires de biologie moléculaire travaillant sur la 

tuberculose [190]. 

      Des recommandations de contrôle de qualité ont été également proposées 

récemment pour les laboratoires travaillant encore sur membrane (Cf. Figure 4.10) 

[191]. Dans cette  version de spoligotypage avec la conception de la membrane et 

l’exécution du test proprement dit, cette technique est laborieuse, elle requière 2 

jours pour le typage de 43 échantillons. Elle repose sur le polymorphisme d’une 

région génomique particulière appelé locus DR « Direct Repeat » [192], [186]. 

L’ensemble du locus DR est amplifié par PCR, en utilisant deux amorces 

inversées marquées à la biotine et complémentaires de la séquence DR. Les 

produits de PCR sont hybridés perpendiculairement aux oligonucléotides sur une 

membrane activée. Après l’hybridation, la membrane est incubée dans un 

conjugué streptavidine-peroxydase ou streptavidine alcaline qui se lie au 

marqueur biotine des produits de PCR. La détection de l’hybridation est effectuée 

par un système de détection par chimiluminescence amélioré [180].  
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 Figure 4.10: Technique d'hybridation inverse sur membrane de spoligotypage 

[193]. Le spoligotypage A, L’amplification de la région DR ; B, Montage du système d’hybridation 

inverse ; C, Exemples de spoligotypes. 

       

     Cependant, Sola et ces collaborateurs  ont mis au point une méthode d’analyse 

multiplexée mettant à profil la technologie Mag Pix Lumineux (Cf. figure 4.11) 

[194]. Il s’agit d’une amélioration et une automatisation supplémentaires de 

spoligotypage ont conduit à l'application de système de détection à base de 

microbilles [195]. En prenant en compte de l’étape d’amplification, cette méthode 

permet d’analyser en un seul essai 96 échantillons en moins de 5 heures contre 

45 isolats avec le protocole de spoligotypage standard [194], [196].    



67 
 

*Le principe de cette  technique [197]  

     Les produits PCR obtenus avec les primers Dra-biotinylé et Drb sont mis à 

hybrider avec les 43 microsphères paramagnétiques fluorescentes grâce à son 

double système optique, ces microsphères sont préalablement introduites dans 

les puits d’une plaque de 96 puits ; chaque microsphère est couplée à un 

oligonucléotide, donc cet outil « Mag Pix Lumineux » est fondé sur le principe de 

la cytométrie en flux.  

 Une  solution de streptavidine-phycoérythrine (SA-PE) (B) est ajouté, cette 

dernière se fixe à une ou plusieurs molécules de biotine présentes sur le 

brin d’ADN biotinylé de l’amplicon ; 

 Les microbilles contenues dans l’échantillon à analyser sont aspirées et 

injectées dans une veine par le liquide de gaine et passent devant le trajet 

optique permettant un alignement et un passage individuel des microbilles 

devant les deux lasers ; 

 Chaque microbille hybridée est donc individuellement excitée à son 

passage par les deux lasers pour son identification et la détection de la 

fluorescence à sa surface le laser 1 (L1, rouge) reconnaitre la microbille et 

donc le spacer couplé et la quantifie (B et C), alors que  le laser 2 (L2, vert) 

quantifie la luminosité issue de la réaction enzymatique )  

 À la fin du test, le logiciel génère des valeurs numériques brutes dans un 

fichier Excel (Cf. figure 4.12) qui seront ensuite traitées statistiquement 

pour déterminer les positifs et les négatifs et peuvent être facilement 

interprétés, numérisés et comparés entre différents laboratoires [198]. 
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Figure.4.11 : Principe de la méthode de spoligotypage multiplexée appliquée au 

système Mag Pix Luminex [194]. 

                  

 

 

Figure.4.12: résultats de spoligotypage (spoligotypes) suite à l’analyse des 

données générées par le logiciel (XPONNENT) du Mag Pix [194]. 
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    D’autres méthodes de spoligotypage à savoir le spoligotypage conventionnel  

ce dernier est un test basé sur une extension d'amorce multiplexée utilisant une 

spectrométrie de masse automatisée par MALDI-TOF MS [196]. Cette technique 

offre une plus grande reproductibilité, une facilité d'utilisation et une meilleure 

analyse des données, mais elle nécessite un équipement coûteux [199]. Les 

grandes bases de données de spoligotypage disponibles en ligne sont SpolDB4 ; 

SITVITWEB ; MIRU-VNTRplus ; Mbovis.org [200]. 

 Les régions de différence (RD)  

      La région DR est une région chromosomique particulière, unique et figée, 

caractérisée par des séquences répétées de 36 pb, appelée locus Direct Repeat 

qui appartient à la famille des ADN répétitifs CRISPR (Clustered Regularly 

Interspersed Short Palindromic Repeats). Le typage par région de délétion (RD)  

est utilisé pour la différenciation entre les espèces CMT [201]. Les Régions de 

Différences (RD1 à RD14) identifiées correspondent à des délétions et des 

réarrangements génétiques irréversibles et discriminants. Ils  sont spécifiques 

d’une espèce ou communes à plusieurs espèces [202]. 

     Ces DR sont séparés par des espaceurs de 35 à 41 pb dont les séquences 

sont uniques et polymorphes, par exemple : 

 les espaceurs 3, 9, 16 et 39 à 43 sont absents chez M. bovis, M. caprae, 

M. microti et M. pinnipedii [203] ; 

 La RD9 est utilisé pour différencier M. tuberculosis des autres membres du 

CMT ; 

 La RD4 a été utilisée dans différentes études pour la détection de M.bovis 

dans les échantillons environnementaux et son absence (RD4) est 

spécifique à M. bovis et M. bovis BCG [201], [204] ; 

 Dans le génome de M.bovis BCG un plus grand nombre de RD est 

observé car sont en nombre de 14 RD par comparaison à M.tuberculosis 

H37Rv [102] ; 

  D’autres RD supplémentaires ont été découverts, à savoir RD2seal, RD1mic, 

RD1das, RD1mun RD12oryx et RD1 BCG, pour distinguer M. pinnipedii, M. 

microti, M. dassiebacillus, M. mungi, M. orygis et M. bovis BCG, 

respectivement par rapport à d'autres espèces [201]. 

https://www.google.com/url?sa=t&rct=j&q=&esrc=s&source=web&cd=&ved=2ahUKEwjulpe_ss7vAhVAUxUIHVVgBo4QFjAAegQIAxAD&url=https%3A%2F%2Fwww.linternaute.fr%2Fdictionnaire%2Ffr%2Fdefinition%2Fpar-rapport-a%2F&usg=AOvVaw2SmtfW9FtROraB55ri1pqp
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     Dans une étude récente, Santos et al. ont associé la détection du MTBC par 

l’IS6110 à une identification de l’espèce par amplification de deux régions de la 

région RD12 [164].  

4.3.2.2. MIRU-VNTR (Mycobacterial Interspersed Repetitive Units-Variable 

Number Tandem Repeats) 

    C'est une technique qui utilise la totalité du génome, elle consiste à amplifier par 

PCR des locus génomiques qui contiennent des séquences répétées en tandem 

en nombre variable (VNTR) suivant les souches [132], [205], le typage MIRU-

VNTR peut être effectué à l'aide d'une électrophorèse capillaire et d'amorces PCR 

marquées par fluorescence [206]. 

Le MIRU-VNTR offre un grand nombre d’avantages techniques : 

 capacité discriminante, rapide, facile à réaliser, sensible, hautement 

reproductible ; 

  peut être réalisée dans le cadre d'enquêtes épidémiologiques, génétiques 

ou évolutives à grande échelle et la combinaison de cette technique  et 

spoligotypage optimise la discrimination des souches pour la phylogénie et 

aussi les suivis épidémiologiques [207], [208] ;  

  bonne adéquation entre les parentés génétiques des souches de M.bovis 

[208]. 

     Ces éléments contribueront à une meilleure compréhension de la dynamique 

d’infection de la tuberculose [132]. 

4.3.2.3. RFLP ou Restriction Fragment Lenght Polymorphysm 

     Cette méthode  été considérée comme «le gold standard» parmi les moyens 

de typage applicables au CMT [209].  C’est une méthode d’empreinte d’ADN est 

basée sur le polymorphisme généré par la variabilité du nombre de copies et des 

positions sur le chromosome de la séquence d’insertion IS6110. 

     En effet, la capacité de discrimination de celle-ci est liée au nombre de 

séquences IS6110. Cependant, elle a un faible pouvoir discriminant pour les 

souches contenant moins de 6 copies IS6110 tels que les souches M. tuberculosis 

d’origine d’Asie et les souches M.bovis (1-5 copies). De plus, cette méthode 
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nécessite une grande quantité (environ 2 à 10 µg) d'ADN et demande beaucoup 

de main-ouvre [210].  

      Malgré son niveau de discrimination très élevé, cette technique présente des 

inconvénients tels que : 

 utilisation d’une grande quantité d’ADN nécessitant donc de passer par la 

culture des mycobactéries jusqu’à plusieurs semaines ; 

  la complexité de la technique ; 

 une très difficile standardisation inter-laboratoire a aussi été observée 

[211]. 

 

 La détection directe  de M.bovis  

 

       Différentes cibles génétiques spécifiques permettant la détection directe  de 

M.bovis ou MTBC dans des échantillons de tissu animaux ont été développés 

pour améliorer le diagnostic de la tuberculose [212].  

Parmi ces cibles génétiques nous avons : 

 

 Un fragment de 12.4 kb absent au niveau du génome M.bovis et présent 

M.tuberculosis ce fragment permet de différencier entre les deux génomes 

[213].  

 Un test PCR classique multiplex basé sur trois cibles : l’ADNr 16S 

spécifique du genre Mycobacterium, l’ADNr 23S spécifique  des espèces  

MTBC et le gène oxy R de M.bovis, ces trois cibles  permettant de détecter 

simultanément Mycobactérium, le MTBC et de différencier M.bovis  des 

autres espèces du MTBC [214].   

La figure ci-dessous montre un Arbre phylogénétique proposé pour l’évolution des 

bacilles tuberculeux, illustrant les pertes successives d’ADN dans certains 

lignages. 
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Figure 4.13: Phylogénie des souches du MTBC [215]. 

 

 Le Mpb70  

    C’est l'un des antigènes mycobactériens les plus étudiés, c’est une protéine 

extrêmement homologue au sein du complexe M. tuberculosis; c'est aussi un 

antigène majeur largement exprimé par M. bovis, moins fréquemment exprimée 

par M. tuberculosis [216]. Selon Elnaker et ces coll. indiquent que  la PCR a été 

utilisé pour identifié les mycobactéries chez le dromadaire en Egypte et les 

résultats ont révélé que les échantillons étaient positifs pour le gène mpb70 et le 

produit de PCR purifié pour deux isolats a ensuite été séquencé et analysé [27]. 
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  La figure ci-dessous représente une PCR positive chez le dromadaire. 

 

 

 

        Figure 4.14: Electrophorèse sur gel de PCR positive chez le dromadaire [27]. 

 

 Remarque :  

 Aucune analyse de laboratoire n’a une sensibilité ou une spécificité de 

100%. 

 Certains échantillons permettent l’isolement de mycobactérie mais leur 

analyse par PCR donne des résultats négatifs (prélèvements 

paucibacillaires, présence d’inhibiteurs de la polymérase ou absence dans 

le génome de la séquence recherchée,…). 

 D’autres échantillons donnent des résultats positifs en PCR sans isolement 

de mycobactéries (hétérogénéité de la distribution des mycobactéries dans 

le prélèvement, décontamination trop efficace, détection de génomes 

bactériens dans les prélèvements précoces au cours de réactivation de 

tuberculose ancienne avant la détection des bactéries par culture,…). 

 Parfois la bacilloscopie et l’histologie seront fortement évocatrices de 

tuberculose, mais la culture révélera une MOTT). 
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  L’interprétation doit donc se faire avec prudence en recoupant les données 

de différentes méthodes d’analyse et en prenant en compte les données 

épidémiologiques [66]. 

Le tableau ci-dessous indique différents méthodes de diagnostic de laboratoire de 

la tuberculose animale. 

 

Tableau.4.4: Tableau synoptique des divers moyens de mise en évidence de 

mycobactéries dans un prélèvement [16]. 

      PCR : polymerase chain reaction  

 

      

 

 

Examen Sensibilité Résultats 

 

Examen bactériologique direct      

(Ziehl) 

 

+/- 

 

3 à 24h 

 

Histopathologie 

 

++ 

 

5 à 7j 

 

Homogénéisation +concentration Ziehl 

 

++ 

 

24 à 48h 

 

Mise en culture sur milieux spéciaux 

(Après décontamination si nécessaire) 

 

++++++++ 

 

10 à 180j 

 

PCR sur broyats 

 

++++ 

 

 

7j 

 

PCR. sur culture en vue d’isolement 

 

++++ 

 

14j 
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CHAPITRE 5 

 

  EPIDEMIOLOGIE  DE LA TUBERCULOSE   CAMELINE 

 

5.1. Epidémiologie descriptive  

a. Dans le monde  

       À l’heure actuelle, de nombreux pays en Europe et en Amérique du Nord ainsi 

que l’Australie sont indemnes de la tuberculose ou proche de son éradication chez 

le bétail [149]. Chez le dromadaire peu de données publiées sur l'épidémiologie de 

la tuberculose chez cet espèce, Après la première description de la maladie par 

Littlewood en 1888 [19]. Ce sont seuls les rapports sporadiques qui ont été 

documentées, en l’occurrence, ceux établis par MASON en 1912, qui publiait ses 

observations pathologiques sur une série de 20 cas détectés lors de l’inspection 

dans un abattoir du Caire [150].  

 

 

 

Figure 5.1: Répartition géographique de la tuberculose bovine chez les animaux 

domestiques et sauvages dans le monde [43]. 
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    Ces dernières années de nombreux cas ont été signalés, certains sont associés 

a une morbidité élevée [41], [40], [217], une des raisons de cette augmentation est 

que dans le nouveau monde, les camélidés sont de plus en plus élevés  dans des 

zones où la tuberculose est endémique [40], [218], [219]. 

b.  En Afrique  

      L’Afrique est un des continents où la tuberculose à M. bovis est la plus 

répandue, elle  demeure un problème majeur de santé publique et vétérinaire  

surtout au sud du Sahara Africaine, constituant l’une des premières causes des 

saisies dans les abattoirs, en grande partie alimentés par des bovins issus des 

élevages transhumants [220]. 

    Cette zoonose a été décrite dans plusieurs pays africains à savoir la Mauritanie, 

l’Egypte, le Soudan et l’Ethiopie avec des prévalences variables.  

 

c. En Algérie   

 

     L’Algérie est un pays reconnu infecter par la tuberculose bovine [13]. Alors que 

la tuberculose cameline n’a jamais été décrite ou documentée dans notre pays  

car le dromadaire était considéré comme un animal réputé résistant à cette 

pathologie [211], et l’existence des abattages clandestins complique les études 

épidémiologiques ainsi que la tâche des pouvoirs publics [221], sans oublier le  

manque de moyens des services vétérinaires dans les zones rurales accentues  à 

savoir le transport pour le déplacement vers les élevages camelins [222]. 

 

5.2. Epidémiologie Analytique   

 

5.2.1. Les sources de contagion  

 

    Les sources se résument en divers réservoirs d’animaux sauvages qui ont fait 

l'objet de nombreuses recherches afin de déterminer leur rôle possible dans  

l’épidémiologie de cette affection [223]. Il a été démontré que les mycobactéries 

sont capables de survivre pendant de longues périodes, ce qui rend l’infection 

indirecte dans les champs plausibles, ainsi qu’une possible raison de 

recrudescence dans les troupeaux [111].  
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Parmi les sources d’infection on peut citer : 

a. Animaux infectés   

 

      Bien que la plupart des mammifères domestiqués résistent très bien à 

l'infection tuberculeuse [224], les animaux infectés (malade ou non) sont les 

principales sources de contagion de la tuberculose. Le rejet de M.bovis est 

précoce, durable, important (surtout dans la forme ouverte) et irrégulier (l'excrétion 

varie en intensité dans le temps) [102], les camélidés semblent être très 

susceptibles au Royaume-Uni [225]. L'infection tuberculeuse peut également être 

activement introduite en ajoutant un camélidé porteur dans le troupeau [226], pour 

cela la part de risque de la transmission entre élevages géographiquement 

proches est plus importante que celle associée à la transmission par le commerce 

[227]; [228].  

     Plusieurs études montrent que les camélidés ayant contracté l’infection après 

avoir été exposés à des bovins ou à des animaux sauvages infectés [4], et 

l'infection chez  cet espèce est souvent causée par les mêmes spoligotypes 

abondants dans les réservoirs locaux de bovins et d'animaux sauvages, 

impliquant une source d'acquisition locale [229].  

 

b.  Matières virulentes  

Elles sont représentées par : 

b.1.Les tissus divers :  

    Les organes et ganglions, le sang, les muscles ou la virulence est conditionnée 

par deux facteurs ; le premier est la proximité du foyer tuberculeux et le second 

est la virulence du sang [230]. 

b.2.Les excrétions  

     Leur rôle est variable selon la localisation du processus tuberculeux parmi ces 

excrétions sont : 

 Le jetage, la salive et les expectorations provoquent la dispersion dans 

l'atmosphère de gouttelettes contenant quelques bacilles tuberculeux 

responsables d'une transmission aérienne [231]. 
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 Les fèces et les urines sont des sources de contagion dans 

le cas de tuberculose digestive et rénale [232]. 

 Le lait et les produits laitiers sont aussi dangereux lors de mammite 

tuberculeuse. Elle joue un rôle significatif dans la transmission de l'infection 

aux veaux et à l'homme [231]. 

 Les lésions cutanées peuvent parfois constituer des sites riches en bacilles 

[126]. 

 Le sperme n'est virulent qu'en cas de lésion du testicule ou de l'épididyme, 

ce cas de figure reste très rare, mais n'est pas impossible  [47]. 

 Les sécrétions utérines sont importantes lors de métrites contagieuses 

[231]. 

 Les sources secondaires de contamination sont présentes dans le milieu 

extérieur, Cependant, le rôle de ce dernier dans la contagion dépend de la 

durée de survie des mycobactéries [232]. 

5.2.2. Modalités de contagion  

5.2.2.1. Modes de transmission  

a. Transmission Horizontale  

a.1.Transmission Directe  

      La tuberculose cameline a été signalée par la cohabitation du dromadaire avec 

des bovins tuberculeux (système d’élevage mixte égyptien). Ce facteur peut être 

généralisé aujourd’hui à la plupart des systèmes transhumants où la mixité des 

espèces semble redevenir la règle en particulier lors des séjours communs en 

saison sèche, ainsi qu’aux nouveaux systèmes périurbains plus intensifs 

(logement) [4]. 

a.2.Transmission Indirecte 

      Ce mode  est fréquent chez le dromadaire lors des pratiques communes 

d’abreuvement. Aussi par l’intermédiaire des locaux, pâturages, véhicules de 

transport, aliments (pierre à lécher, front d’ensilage en libre-service), mobilier 

d’élevage (abreuvoirs, palette d’abreuvoir automatique), eaux  contaminées ou 

des produits d’origine animale virulents [16]. 
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b.Transmission Verticale  

      Cependant la tuberculose survient par l’ingestion du lait tuberculeux chez  le  

chamelon [233]. Un cas de tuberculose généralisée,  chez un veau nouveau-né 

âgé de 15 jours soupçonné d'origine congénitale (infection par inspiration du 

liquide amniotique dans l'utérus) [234]. Ce résultat été rapporté par les 

scientifiques turcs, mais la transmission verticale n'a jamais été réellement 

prouvée [36], et d’après Chamoiseau et coll. la transmission in utero est absente 

[36]. 

5.2.2.2. Les voies de pénétration  

 Voie respiratoire : est alors décrite comme la voie principale de pénétration 

chez le dromadaire [60]. L'introduction du bacille se fait par inhalation de 

microparticules qui se déposent dans les alvéoles où les défenses 

immunitaires sont les plus faibles et par conséquent où les bacilles vont se 

multiplier [235], [236]. 

 Voie digestive : Elle est considérée comme secondaire, avec des formes de 

lésions mésentériques retrouvées en nombre faible. La contamination 

s'effectue par ingestion d'aliments, comme le lait, l'herbe contaminée par 

des doses bacillaires massives [237]. 

 Autres voies: d’autres voies ont été rapportées, à savoir : la voie vénérienne, 

cutanée, et conjonctivale [16] 

5.2.3. Réservoirs animaux  

       La maladie a été signalée chez beaucoup d’animaux domestiques et 

sauvages [238], les bovins constituent le réservoir principal de Mycobacterium 

bovis [239], [240], [241]. 

       Des isolements de M.bovis ont été faits à partir du dromadaire d’après 

plusieurs travaux réalisées a travers le monde  [9] et serait la mycobactérie la plus 

fréquemment en cause [36]. Des flambées d'infection à M. bovis ont été de plus en 

plus signalées au cours des dernières décennies, en particulier dans les zones où 

une prévalence élevée de tuberculose chez les bovins est observée [242], [217], 

[144]. 

D’autre mycobactéries ont été isolées chez le dromadaire tel que : 
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 M. tuberculosis, M. bovis, M. pinnipedi, M. caprae et M.Microti [242], [243], 

[244], [245]. 

  Des mycobactéries atypiques ont également été isolées à partir de 

camélidés; ainsi, M. kansasii a été associé à des signes cliniques et des 

lésions pathologiques similaires à celles de la tuberculose classique [246].  

 

5.3. Epidémiologie synthétique  

 

5.3.1. Modalités de contamination d’un élevage  

    

    Au sein d’un troupeau, plusieurs mécanismes peuvent expliquer l’origine d’une 

infection par la tuberculose ; ils sont résumés sur la figure 5.2 et on peut citer trois  

mécanismes primordiaux de la circulation de M.bovis (Figure 5.2). 

 

 Introduction  

    L’introduction d’un animal infecté représente un important facteur de risque 

d’apparition de la tuberculose dans un cheptel indemne. Cette introduction peut 

être due à l’achat d’un animal infecté en provenance d’un marché de bétail ou 

d’une autre ferme d’élevage infecté ou bien au prêt d’un animal tuberculeux [16], 

[247]. 

 Voisinage   

   Le voisinage proche (<3 mètres) de pâtures avec des troupeaux ayant été 

récemment infectés a été identifié comme un facteur de risque [248]. 

 Proximité  

     La proximité des élevages facilite les contacts entre bovins, qu'ils soient directs 

(mélanges, divagation et prêts d'animaux), ou indirects (prêts de matériel, partage 

de points d'eau, épandage sur les pâtures du fumier d'un autre élevage) [249]. 

 Résurgence  

   La résurgence d’une infection ancienne, c'est-à-dire la réapparition de la 

tuberculose dans un élevage atteint puis assaini sans nouvelle introduction de M. 

bovis [250]. 

      L’importance respective de chacun de ces  mécanismes dépend des 

conditions épidémiologiques locales [16]. 
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     Le délai d’incubation de la maladie, sa variabilité et du mécanisme de 

propagation dans la population, par la transmission entre les individus; celle-ci est 

d’autant facilitée que les animaux excréteurs ne sont le plus souvent pas détectés 

cliniquement et que la transmission aérienne et digestive est d’une redoutable 

efficacité, conjuguée à la répétition des contaminations résultants de la 

cohabitation [16]. 

      Les élevages mixtes et les systèmes des puits collectifs utilisés comme source 

d’abreuvement chez le dromadaire favorisant l’apparition de la maladie [164] et 

l’évolution de cette dernière peut être explosive, à la suite de la contamination d’un 

grand nombre d’animaux à une source commune particulièrement contagieuse 

[16]. 

 

   

 

 

 

Figure 5.2: Représentation schématique de la circulation de M. bovis dans 

l’environnement agricole [251]. 
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5.3.2. Mode de transmission 

 

   L’agent responsable de la maladie est dans la majorité des cas M. bovis, sa 

pénétration dans l’organisme animal peut se faire par contact direct entre l’animal 

malade et ceux étant en bonne santé. Les animaux infectés exhalent les bactéries 

en respirant, en toussant ou en éternuant [5]. 

      Les dromadaires d’élevage et à proximité des bovins, qui sont principalement 

touchés par Mycobacterium bovis [16], [38]. 

      La transmission de ce dernier entre animaux se produit principalement par 

aérosols, contact direct, partage du même aliment, eau et allaitement [91], les 

dromadaires librement dans la zone de pâturage où les gazelles du désert et le 

nilgai ou le taureau bleu (Boselaphustrago Camelus) sont en abondance, ils 

peuvent être infecté par  les excréments de gazelles du désert malades agissant 

comme une source d'infection car le dromadaire est de nature coprophage [22]. 

D’autres modalités de transmission peuvent exister [252] : 

 L'introduction d'animaux porteurs (IDR négatif) de temps à autre dans un 

troupeau soumis à des programmes d'amélioration peut être une autre 

source d’infection [22] ; 

 contact direct entre des tissus infectés et une peau lésée ;  

  voie digestive, notamment par consommation de lait cru, de viande ou 

d'abats contaminés (voie orale) [253] ; 

 cette maladie est transmise à l'homme par inhalation d'aérosols contaminés 

(voie respiratoire) ou par ingestion de lait cru ou produits laitiers non 

pasteurisés [46]. 

 

 

 

 

 

 
 
 
 



83 
 

CHAPITRE 6 

 

TRAITEMENT ET PROPHYLAXIE 

 

      

      Dans la plupart des pays d'Afrique, la tuberculose cameline reste répandue et 

les mesures préventives tel que les activités de surveillance à savoir l’abattage 

des animaux infectés et la pasteurisation du lait ne sont pas largement pratiqués 

[254]. Pour cela la mise en œuvre des mesures appropriées est une condition 

essentielle pour prévenir et maîtriser cette zoonose à sa source animale et 

empêcher sa transmission à l’homme ou entre animaux [255].  

 

6.1. Traitement  

 

      En médecine vétérinaire, on ne traite pas la tuberculose ; les animaux 

malades ou infectés doivent être isolés et abattus. En effet, la guérison 

bactériologique en matière de tuberculose n’est jamais sure et le traitement ne 

donne aucune garantie vis-à-vis de la transmission à l’Homme ; bien qu'il y ait des 

rapports de médicaments anti-tuberculose qui peuvent être utilisés chez les 

animaux sauvages en captivité [256].  

     Une étude réalisée sur 17 chameaux ou le traitement prophylactique de ces 

derniers était basé sur l'isoniazide incorporé dans des aliments en granulés à une 

dose de 2,4 mg / kg, administré à volonté, le résultat de cette étude est que 

plusieurs chameaux sont morts probablement en raison de la toxicité de 

l'isoniazide [138].  

    Par ailleurs, c’est très loin de réaliser le traitement de la tuberculose à cause de 

sa longueur, de son coût, de son caractère astreignant s'ajoutent les risques de 

rechutes (donc de contagion), donc aucun traitement de la tuberculose ne doit être 

entrepris car outre la difficulté, voir l’impossibilité de stabiliser l’organisme ce qui 

assure la conservation des porteurs de germes en source de contamination pour 

l’homme et les animaux [257], [258]. 
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6.2. Prophylaxie  

 

      Chez l’animal la prophylaxie de la tuberculose doit se préoccuper de toutes les 

espèces pouvant servir de relais à la contagion, donc elle est fondée sur 

l'application de mesures exclusivement sanitaires [16].  

        Il est devenu évident que tout programme de contrôle de la tuberculose  

cameline basé uniquement sur le TST fait face à de sévères limitations [136].  

      Cependant, il est difficile de suivre les dromadaires car le test intradermique à 

la tuberculine et le test d'interféron gamma ne sont pas fiables chez cette espèce  

[4]. 

       La prévention et la lutte contre la tuberculose chez les animaux d'élevage et 

les espèces sauvages dépendent de la détection et de l'élimination par l'abattage 

des animaux infectés [4]. 

      L'emploi de la vaccination (BCG) est strictement  interdit. Elle a été utilisée 

dans le passé, en particulier chez les bovins, avec des résultats pas trop 

encourageants car : 

 Elle sensibilise les animaux qui fournissent une réponse positive à la 

tuberculination ; 

 Elle réduit le risque d'infection sans le supprimer; 

 Les propriétaires sachant leurs animaux vaccinés négligent les 

prescriptions sanitaires favorisant ainsi leur contamination [259].  

     L’immunité n’étant que partielle et relative, il apparaît extrêmement dangereux, 

pour des raisons épidémiologiques et hygiéniques, de prescrire chez l’animal une 

vaccination contre la tuberculose [16].  

   A partir des différents principes épidémiologiques se sont émergées les mesures 

suivantes: 

 mise en quarantaine et contrôle des animaux introduits (examen clinique et 

tuberculination); 

  éviter le contact avec des lots de bovins reconnus infectés ou d'état 

sanitaire inconnu ou à risque ; 

 un cheptel assaini est toujours exposé à un certain risque de résurgence  

[260]. 

  pour cette raison, tout élevage reconnu infecter de tuberculose doit faire 

l'objet d'une surveillance rapprochée [126].  
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D’autres mesures à établir tel que : 

 

 Déterminer l’origine de la contamination ; 

 L’importance d’effectuer des examens bactériologiques ; 

 Etablir des enquêtes épidémiologiques (origine des animaux infectés, 

nourriture, déchets d’abattoirs) [16]. 
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CHAPITRE 7 

 

  GENERALITES SUR LE DROMADAIRE 

 

 

       En valorisant au mieux les espaces pastoraux en territoire saharien, le 

dromadaire est par excellence l’unique espèce à s’adapter à la rudesse 

écologique locale et demeure le seul animal convertisseur d’une végétation 

maigre en produits vitaux [261].  

        Pour cela sa présence dans les zones sahariennes a un rôle très important, 

vu sa grande capacité de transformation des ressources alimentaires médiocres 

(plantes halophytes et épineuses) en produits comestibles (lait et viande) qui sont 

souvent inexploitables par les autres espèces animales domestiques [262]. 

      Cet animal a un intérêt particulier, pouvant vivre, se reproduire et produire 

malgré  les conditions de sécheresse, au même titre que d’autres ruminants. Ses 

productions, sa contribution aux ressources, son lait, sa viande et son travail sont 

très appréciés par son éleveur [263].  

      Officiellement, la grande majorité de la population cameline (84%) sont des 

dromadaires (Camelus dromedarius), le reste (6%) est des chameaux (Camelus 

bactrianus) occupant les régions froides de l’Asie [264]. Ces deux espèces sont 

différentes morphologiquement (une ou deux bosses) mais  on considère que 

Camelus dromedarius et Camelus bactarianus sont deux sous-espèces d’une 

espèce unique [265].   

      En Algérie, les dromadaires sont d’origine nord-américaine, puis rentré en 

Afrique, où ils ont survécu pour donner naissance aux espèces modernes [266].    

     Le nom dromadaire est dérivé du dromos (route ou chemin en grec) pour ce 

qui concerne son utilisation dans le transport [267]. Sa hauteur peut atteindre 

jusqu'à 2,25cm, son poids entre 450 et 900kg [268]. Alors que l’espérance de vie 

du chameau est estimée à 100 ans, celle du dromadaire n’est que de 35 à 40 ans 

et rarement 50 ans [269].  

      D’après des études cytologiques, les espèces camelines sont très proches 

génétiquement  les unes des autres avec 37 paires de chromosomes (2n = 74).      
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Mais les formes de ce chromosome différent d’une espèce à l’autre, avec trois 

groupes de forme [270], [271].  

     L’hybridation entre Bactriane et dromadaire est fréquente dans le sud du 

Kazakhstan où la cohabitation entre Bactriane, dromadaire et hybrides peut 

exister au sein d’une même exploitation.  

      Selon le type d’hybridation, on distingue au Kazakhstan, une grande variété 

d’hybrides possédant différents signes phénotypiques, parmi ces types d’hybrides, 

il y a la race kazakhe, cette derniére est distinguée depuis le 19ème siècle par la 

sélection traditionnelle locale visant à choisir les animaux les plus « enveloppés » 

pour la reproduction [272].  

7.1. Taxonomie  

 

     Les camélidés sont des mammifères vertébrés ongulés, ils appartiennent à 

l’embranchement des vertébrés, classe des mammifères ongulés et sous classe 

des placentaires [273], [274], [275], appartenant à l’ordre des artiodactyles sous-

ordre des tylopodes [276]. Cette dernière ne comporte que trois genres (Camelus, 

Lama et Vicugna) [277]. 

 

7.1.1. Genre Camelus  

 

    Ce genre Camelus occupe les régions désertiques de l’Ancien Monde (Afrique, 

Asie et Europe), il comporte deux espèces: 

 Camelus dromedarius (dromadaire à une seule bosse), C’est un tylopode, 

digitigrade, herbivore et ruminant [263]. 

 Camelus bactrianus (chameau de Bactriane à deux bosses) vivants en 

Afrique et en Asie.  

 

Le tableau ci-dessous  représente la taxonomie du dromadaire. 
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Tableau 7.1 : Classification zoologique du dromadaire [276]. 

 

 

 

7.1.2. Genre Lama  

 

      Il est spécifique au nouveau monde, plus spécifiquement dans les Cordillères 

des Andes (Amérique du sud), ce genre comporte trois espèces (Cf.figure 7.1):  

 Lama glama (lama) ; 

 Lama guanicoe (guanaco) ; 

 Lama pacos (alpaga ou alpaca). 

 

7.1.3. Genre Vicugna :  

 

   Il comporte une espèce nommée Vicugna vicuna (vigogne) vivant en Amérique 

du sud [277]. 
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Figure 7.1 : Systématique des Camélidés [263]. 

 

 

Les différentes espèces des camélidés sont représentées dans la figure 7.2.  
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Figure.7.2 : Différents espèces des camélidés [272].   

 

 

7.2. Répartition géographique du dromadaire  

 

 l’échèle mondiale  

     La population cameline occupe une place très importante en Afrique, au 

Moyen-Orient et dans le subcontinent indien [278], avec de nombreuses tentatives 

d’introduction du dromadaire dans d’autres régions du monde ont été réalisées au 

cours des siècles, à savoir, l’Afrique du sud, l’Amérique du sud, l’Australie, le Sud-
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Ouest des Etats Unis, les caraïbes et même l’Europe [263], mais les seuls 

véritables réussites se résument aux Iles canaries et l’Australie.  

    Selon Faye et coll. la croissance des effectifs camelins n’est pas uniforme dans 

tous les pays [279] et cinq (5) types de tendances sont distingués:  

 Pays à forte croissance récente (Algérie, Tchad, Mali, Mauritanie, Oman, 

Qatar, Syrie, Émirats arabes unis, Yémen, Ethiopie et Erythrée) ;  

 Pays à croissance régulière (Bahreïn, Burkina Faso, Djibouti, Egypte, Iran, 

Kenya, Niger, Nigéria, Pakistan, Arabie saoudite, Somalie, Soudan, Tunisie 

et Sahara occidental) ;  

 Pays ayant un nombre stable (Liban, Libye et Sénégal) ;  

  Pays avec une diminution du nombre de dromadaires (Afghanistan, Chine, 

Inde, Jordanie, Mongolie et ex-URSS) ;  

  pays, à haut déclin du nombre de dromadaires (Irak, Maroc et Turquie) 

[279]. 

 

 

 

 

Figure 7.3 : Aire de dispersion du genre Camelus dans le monde, (la couleur 

foncée indique une grande population cameline) [280]. 
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 En Algérie  

 

     Le dromadaire est présent dans 17 Wilayas (8 sahariennes et 9 steppiques). 

Le cheptel camelin est réparti sur trois principales zones d’élevage : le sud est, le 

sud-ouest et l’extrême sud avec respectivement 52 %, 18 % et 30 % de l’effectif 

total  [281], [264] et d’âpres Senoussi et coll. 83% sont cantonnés dans 8 wilayas 

sahariennes en Ouargla, Ghardaïa, El-Oued, Tamanrasset, Illizi, Adrar, Tindouf et 

Béchar et 17 % dans 9 wilayas steppiques, à savoir Biskra, Tebessa, Khenchela, 

Batna, Djelfa, El-Bayad, Naâma, Laghouat et M'sila [11]. 

 

7.3. Effectifs des camelins  

 

 Dans le monde  

  

    Il est difficile de déterminer exactement le nombre de dromadaire  dans le 

monde tout d'abord, parce qu'il s’agit principalement d’un animal de populations 

nomades qui se déplacent fréquemment, de plus ces animaux ne sont 

généralement pas soumis à la vaccination obligatoire. Un total de 25,89 millions 

de chameaux a été estimé dans le monde par la FAO où 89 % de cette population 

sont représentés par les dromadaires alors que le reste est représenté par les 

chameaux [282], [283]. Près de 80 % de la population de dromadaires se situe en 

Afrique où l'essentiel des effectifs est concentré dans les pays de la Corne 

(Somalie, Ethiopie, Djibouti, Kenya, et Soudan) qui abritent environ 60 % du 

cheptel camelin mondial  [284]. 

    La Somalie, à elle seule, avec ses 6 millions de dromadaires, possède près de 

50 % du cheptel africain, ce qui lui vaut vraisemblablement l’appellation de "pays 

du chameau" [284], suivie du Soudan avec 20% et du Kenya avec 12%.  

Le tableau ci-dessous représente l’efféctifs des camélidés dans le monde. 
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Tableau 7.2 : Effectifs des camélidés dans le monde [285]. 

 

 

 

 En Algérie  

 

    L’Algérie est classée parmi les pays dont l’effectif camelin connait une 

croissance élevée récente [286].  

    L’effectif camelin algérien a été estimé par la FAO à 345000 têtes jusqu’à 

l’année 2013, ce chiffre situe tout de même l’Algérie au 14ème rang mondial et au 

6ème rang du monde arabe, alors que durant ces dernières années, les effectifs 

camelins ont connu une évolution très nette avec une augmentation allant 

jusqu’aux 379094 têtes en 2016 [286]. 

    Ceci s’explique probablement par la démarche adoptée par l’état pour le soutien 

et le développement de l’espèce depuis la fin des années 1990. Cette démarche 

consiste en une prime à la naissance, ce qui a obligé les chameliers à déclarer 
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avec exactitude leurs effectifs [287]. La figure ci-dessous représente l’évolution 

des effectifs camelins en Algérie pendant la période 1961-2016. 

 

 

 

 

 

    Figure 7.4: Evolution des effectifs camelins en Algérie [11]. 

 

7.4. Populations de dromadaire en Algérie  

 

     Les populations camelines algériennes sont mal décrites et les seules 

indications étaient fondées sur des études réalisées pendant la période coloniale 

[288], [289]. Contrairement aux autres espèces domestiques, notamment dans les 

régions tempérées, les races de dromadaires sont vraisemblablement plus 

proches des populations naturelles que de produits issus des sélections 

raisonnées. 

   De nouveaux travaux parlent aussi de population cameline et non pas de race, 

car cette dernière ne se base pas sur des critères scientifiques génétiques, et le 

nom des populations attribué à des groupes d’animaux varie en fonction des pays 

et des ethnies qui vivent dans ces zones [290], [291].  
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   Parmi ces populations [265] :  

 Dromadaires des steppes  

 

     C’est un dromadaire commun, petit bréviligne. Il est utilisé pour le nomadisme 

rapproché [292]. Cette population cameline se caractérise par la quantité et la 

qualité de poils produits par rapport aux autres populations algériennes. Son aire 

de répartition s’étend entre le Sahara septentrional et la steppe. 

 

 Ouled Sid cheikh  

       C’est un animal assez grand  de taille moyenne variant entre 1.80 m et 1.83 

m. Ces animaux sont robustes et plus adaptés aux sols caillouteux qu’aux sols 

sablonneux [265]. C’est un animal de selle ou de bât [292]. Les poils sont de 

couleur foncée. Son aire de répartition se trouve au niveau de la zone des Hauts 

plateaux dans le Nord du Grand Erg Occidental. 

 Chaambi  

      Les individus de cette population sont de très bons animaux de selle et de 

transport, ils sont  robustes, possèdent une grande musculature et un fort 

squelette osseux. Sa hauteur à l'épaule peut atteindre 1.65 m. Ces animaux 

présentent généralement des poils courts et de couleur foncée. Leurs aire de 

répartition est très vaste. Il est localisé entre les deux Grands Erg (Occidental et 

Oriental) [265].  

 Sahraoui  

       C’est le résultat du croisement de la race Chaambi avec celle d’Ouled sidi 

cheikh. Dromadaire d'une hauteur et d’une largeur moyenne, robuste et résistant. 

Sa taille est de 1,85 m environ. Les poils ont une longueur moyenne parfois courte 

et ondulée avec une couleur foncée. On trouve ces animaux entre le Sahara 

Centrale et le Grande Erg Occidental. 

 Ait khebache  

     Animaux robustes généralement forts, présentant des muscles bien 

développés avec des poils courts et ondulés et une couleur foncée. On le trouve 

dans le Sud-ouest du pays.  
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 Reghibi  

       Animaux de selle et de course, de taille moyenne, et les femelles sont des 

bonnes laitières par rapport aux autres populations camelines de l'Algérie. Ils se 

localisent au Sahara Nord Occidental. 

 Barbari  

      Très proche du Chaambi et d’Ouled Sidi Cheikh, c’est un dromadaire de forme 

fine, avec une arrière main bien musclée, rencontré surtout dans les zones 

sahariennes et telliennes [292]. 

 Targui (race des touaregs du Nord) 

         Ce sont des animaux habitués aussi bien au rude climat du tassili et du 

massif central du Hoggar, qu’au sable et aux Tanezrouft qui entourent leurs 

montagnes, C’est un animal longiligne, de deux mètres de haut, énergique, noble 

et élégant. C'est un excellent Méhari, animal de selle par excellence souvent 

recherché au Sahara comme reproducteur. Il est réparti dans le Hoggar et le 

Sahara Central, on le retrouve aussi dans d'autres pays tels que le Niger et le Mali  

qui apprécient pour ses qualités [292]. 

 Ajjer  

    Dromadaire bréviligne de petite taille adapté à la montée. Bon marcheur est 

utilisé pour le transport et le tourisme. Il est présent dans le Tassili d'Ajjer [292]. 

 Afouth  

    Il est utilisé comme un dromadaire de trait et de bât. On le trouve dans la région 

de Tindouf et Bechar. Le terme Aftouth est un terme générique qui regroupe 

plusieurs types de dromadaires de la région du Sahara occidental et se 

caractérise par une grande variété de la couleur de robe allant de jaune clair à 

presque noir [292], [293]. 

   La plus grande concentration du dromadaire en Algérie  se trouve dans les 

wilayas frontalières du Sahara central (figure 7.5). 
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  Figure 7.5 : Localisation des principales populations camelines en Algérie [294].   

 

7.5. Système d’élevage des dromadaires en Algérie 

       En grand terme, il existe deux modes d’élevage: l’élevage en extensif 

(communément suivi, pratiqué dans des parcours et des vastes superficies et qui 

se base sur la végétation naturelle) et l’élevage en intensif (en limitation et qui se 

base sur l’utilisation des complémentations alimentaires). A la limite de ces deux 

modes s’ajoute un autre système d’élevage, c’est le mode semi-intensif [295].    

 Nomadisme  

      Les pasteurs nomades n'ont pas d'habitats fixes permanant et toute la famille 

suit les déplacements du troupeau, parfois sur de longues distances (des 

centaines de kilomètre). Ils se déplacent à la tête de troupeau, considérables pour 

certains, dont ils ne sont pas toujours propriétaires mais gardiens. Ces systèmes 

d’élevage compte plusieurs problèmes tels que les accidents de la circulation 

routière ; la commercialisation de cette richesse sans contrôle vers les payes 

voisins ; l’abattage non contrôlé ; l’absence de suivi sanitaire ; l’intoxication par les 

déchets des entreprises pétrolières ; l’exposition aux chiens errants ; les conflits 
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avec les nouvelles exploitations agricoles qui sont installées dans le cadre de la 

mise en valeurs des terres agricoles [296].    

 Transhumance  

      La transhumance fait référence à une pratique de déplacement des troupeaux, 

saisonnier, pendulaire, selon des parcours bien précis, répétés chaque année.    

Elle existe sous diverses modalités et au sein de différents types de systèmes 

d’élevage pastoral en fonction des objectifs donnés par les éleveurs. Parfois, les 

routes de transhumance sont modifiées chaque année, en fonction de la 

disponibilité en pâturage et des conditions d’accès aux ressources. 

      Le système transhumant est extensif basé sur l’utilisation presque exclusive 

des ressources des parcours et le troupeau sont souvent confiés à des bergers. 

Le savoir-faire du berger est basé sur la tradition, ce qui est un atout en termes de 

connaissance d’utilisation du milieu naturel, mais qui est insuffisant en termes de 

zootechnie. Les problèmes sont donc liés à l’insuffisance ou à la baisse de qualité 

saisonnière des disponibilités fourragères, ou au défaut de suivi du troupeau, sur 

le plan de l’alimentation, de la reproduction et de la santé [271]; [295].   

 Sédentaires  

      L’élevage sédentaire indique que les troupeaux se déplacent, souvent sur de 

longues distances, mais qu'ils reviennent chaque soir au village. Ce système 

semble se développer ces dernières années, suite à l'augmentation des prix des 

viandes rouges et a été signalé particulièrement chez les éleveurs du chott El 

Hodna [296]. Compte tenu des zones écologiques dans lesquelles il vit, les deux 

derniers systèmes sont de loin les plus fréquents avec toute fois prédominant. 

7.6. Importance et rôle des dromadaires  

 

     Le dromadaire joue un rôle socio-économique particulièrement important au 

sein de la population steppique et désertique [297]. Et l’élevage du dromadaire 

dans le monde est orienté vers son utilisation pour le transport, la production de 

viande, de peau et surtout de lait [298]. En Algérie, l'élevage du dromadaire est 

surtout orienté vers la production laitière. Le lait produit est généralement 

consommé à l’état cru ou fermenté, ou sert pour sevrer les jeunes chamelons 
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[299]. Ce dernier possède des  qualités diététiques, nutritionnelles, voire « 

thérapeutiques » [300], [301]. De même que la viande de dromadaire, réputée 

pauvre en cholestérol [302], et riche en méthionine [303]. Le tableau ci-dessous 

représente l’intérêt socioéconomique du dromadaire.  

 

Tableau 7.3 : Intérêt socioéconomique du dromadaire [304]. 

 

Produits Intérêt 

 

 

 

Viande 

Le dromadaire possède un potentiel pour la production d’une viande 

de qualité qui pourrait satisfaire les besoin alimentaires des 

populations des régions du sud, sachant que la croissance 

pondérale des chamelons est de l’ordre de 190 à 310 g par jour au 

cours de la première année. 

 

 

Lait 

Les chamelles laitières sont caractérisées généralement, par une 

production laitière supérieure à 2500 litres/lactation. La production 

journalière moyenne s’élève à 2 à 6 litres en élevage extensif, et à 

12 à 20 litres en élevage intensif. 

Dromadaire 

à vocation 

mixte 

Ces animaux peuvent produire une quantité importante de lait 

(1000-1500 kg/lactation). Ils ont aussi une croissance relativement 

élevée 

 

 

Laine et cuir 

Le poil du jeune dromadaire est le plus recherché, sa qualité étant 

supérieure à celle de l’adulte. Le cuir du dromadaire est de faible 

valeur commerciale, cependant c’est un produit utile dans la sellerie 

et la fabrication de lanières. Il peut produire 3 kg de toison. 

 

Travail 

Les performances du dromadaire comme animal de bât sont bien 

connues, ce dernier se déplace lentement, à une vitesse comprise 

entre 4 et 5 km/h, voire moins en fonction, Il est capable de marcher 

40 à 50 km par jour. 

Source de 

sport et de 

loisirs 

Le dromadaire figure toujours en bonne place dans tous les aspects 

de la vie sociale des nomades (fêtes, jeux, mariages. des courses 

sont organisées au cours desquelles le dromadaire fait preuve de 

performances importantes). 
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7.7. Contraintes de santé liée à l’élevage camelin 

 Plusieurs contraintes de santé ont été signalées en Algérie tel que : 

 Les années de sécheresse prolongée a eu des conséquences néfastes sur 

les animaux (amaigrissement, non-résistance aux agents pathogènes). 

 Le nombre de vétérinaires affectés qui reste au dessous des normes 

nationales (à titre d’exemple, le calcul  ratio donne un vétérinaire pour 3750 

dromadaires dans la région de Tindouf) et en l’absence de vétérinaires 

spécialisés en pathologie cameline. 

 Le peu d’encadrement existant est concentré dans les chefs-lieux de 

Wilaya (inspections vétérinaires), avec des moyens souvent très limités 

(absence de moyens de transport appropriés) [287]. 

   Tous ces facteurs rendent difficile la mission des inspections vétérinaires qui se 

voient ainsi réduite à des campagnes de vaccination sporadiques aux quelles 

n’adhèrent que très peu d’éleveurs, mais cette contrainte ne semble pas trop 

inquiéter les chameliers qui comptent sur leur savoir-faire, ayant recours aux 

traitements empiriques [305]. 

 

7.8. Les maladies les plus rencontrés chez le dromadaire  

 

      Les références relatives à la pathologie cameline  représentent 25 % et celles 

concernant l'élevage et la zootechnie à peine 20 %. Cette situation peut 

s'expliquer par des considérations économiques et certaines contraintes 

matérielles [306]. 

      Le dromadaire est adapté aux climats arides, dispose de particularités 

physiologique, biologique et métabolique qui lui confèrent une légendaire 

réputation à survivre dans les conditions extrêmes des milieux désertiques 

considérées restrictives pour les autres ruminants [307]. L’incroyable résistance 

de cet animal à l’environnement rude du désert a fait l’objet d’une étude qui s’est 

penché sur ce sujet, qui par la suite a réussi à identifier des gènes clés impliqués 

dans l'adaptation du dromadaire à l'environnement du désert. Cette découverte 

peut avoir des applications dans les programmes de sélection et peut fournir des 

perspectives pour la recherche à la résistance aux maladies [308].      
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     La connaissance des pathologies de cette espèce repose essentiellement sur 

des observations ponctuelles relevées dans les abattoirs, dans les cabinets 

vétérinaires et/ou dans les parcoures (lieu d’élevage). Chez le dromadaire, à 

l’instar d’autres animaux domestiques, les maladies respiratoires sont 

fréquemment décrites et leur étiologie est également variée (virus, bactéries, 

parasites, champignons) [307].   

         Les maladies parasitaires sont les pathologies les plus fréquentes chez le 

dromadaire, la trypanosomose est la première maladie du dromadaire. Ils sont 

également sensibles à d’autres maladies infectieuses telles que la fièvre 

charbonneuse, la brucellose, la septicémie hémorragique, la peste à Yersinia 

pestis, la salmonellose, la tuberculose, la paratuberculose, la leptospirose, les 

infections à Staphylocoques, la fièvre Q et la rage [309]. 

       Il résulte que les maladies camelines sont essentiellement traitées par des 

méthodes traditionnelles, à cause du déplacement permanent des cheptels 

camelins et l’éloignement des services vétérinaires. 
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CHAPITRE 8 

ETUDE EXPERIMENTALE 

 

        La tendance à la sédentarité de nos élevages camelins associée à leur 

cohabitation avec d’autres espèces animales telles que les ovins, caprins et surtout  

bovins, pourrait favoriser l’apparition et l’extension de la tuberculose chez le 

dromadaire. Nous avons mené cette étude pour confirmer ou infirmer la présence de 

cette affection dans le cheptel camelin Algérien au niveau de trois grands abattoirs de la 

région sud ayant  en  recours à des examens de laboratoire nécessaires pour obtenir 

un diagnostic de certitude, pour cela nous nous sommes assainiés les objectifs cités ci-

dessous.  

 

8.1. Objectifs  

 

     Notre étude vise à une étude prospective transversale de type descriptive, sur la 

tuberculose chez le dromadaire et devant le besoin d’élargir nos connaissances sur 

cette maladie, nous avons fixé les objectifs suivants : 

 Déterminer la prévalence de la tuberculose cameline dans la zone d’étude ; 

 Mettre en évidence des facteurs de risque de cette pathologie ; 

 Isoler les agents responsables de cette affection ; 

 Identifier des souches isolées  par les outils moléculaires.  

 

8.2. Cadre d’étude  

 

   Dans le cadre de la réalisation des différents travaux de notre thèse, plusieurs 

établissements ont été sollicités : 

 Les abattoirs des trois wilayas (Ghardaïa ; Ain Salah; El Oued) de la région sud 

de l’Algérie, pour la recherches des lésions suspectes de tuberculose cameline. 

  Laboratoire de mycobactériologie de l’Institut Pasteur d’Alger situé au niveau de 

la rue 01 du Dr Laveran - El Hamma - Alger où nous avons effectué le diagnostic 

bactériologique sur les échantillons suspects de tuberculose cameline.  



104 
 

 Laboratoire de microbiologie et biotechnologie médicale  de l’université: 

« Acibadem Mehmet Ali Aydinlar University » situé en Icerenkoy Mah. Kayisdagi 

Cad. 32 Atasehir, Istanbul, Turkey où nous avons réalisé  le diagnostic 

moléculaire des souches isolées. 

  Laboratoire de l’institut de médecine expérimentale de l’université d’Istanbul : 

Situé a Vakif Gureba Caddesi 34280, Sehremini Istanbul où nous avons effectué 

l’identification des souches isolées  par les deux techniques moléculaire 

“spoligotypage et séquençage“. 

 

8.2.1. Population cible  

 

    La population de cette étude est basée sur tous les dromadaires de tout âge, 

race et sexe confondus rentrants aux abattoirs pour abattage sanitaire ou autres 

(C.figure 8.2) pendant la période de ce travail. Au total, 3342 sujets ont été 

examinés au cours de la période d'étude. 

 

 

 

 

 

                   Figure 8.1 : Air de repos abattoir Ain salah (photo personnelle) 
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8.2.1. Zone d’étude  (C.figure.8.2) 

 

    Cette étude s’est déroulée  au niveau de trois abattoirs de différentes régions 

sahariennes de l’Algérie, le choix de ces établissements était en fonction de leurs 

accessibilités et aussi vu de l’importance d’effectifs  des animaux abattus.  

Ces abattoirs sont : 

 Abattoirs de Metlilli : Situé au niveau de la commune de metlili 45 Km de la 

wilaya de Ghardaïa. 

 Abattoirs d’El Oued : C’est un nouvel abattoir appelé « l’abattoir royal » 

situé au niveau de la commune d’El oued. 

 Abattoir d’Ain Salah : Situé au niveau de la région El BARKA à 5 Km d’Ain 

Salah wilaya de Tamanrasset.  

Chaque abattoir est doté d’un inspecteur vétérinaire, un docteur vétérinaire, un 

égorgeur et un personnel chargé par le nettoyage et le transport.  

 

                     

 

            Figure.8.2: Zone d’étude. 
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8.2.3. Période d’étude  

      Le présent  travail s’est étalé sur une période de deux ans  allant du mois de 

janvier 2016 jusqu’au mois de décembre 2018. 

 

8.3. Matériel et Méthodes  

 

8.3.1. Matériel  

 

 Matériel biologique (prélevements)  

     Nous avons fait nos prélèvements à partir des lésions suspectes de 

tuberculose cameline. Ces lésions siégeaient sur les différents organes 

principalement au niveau du poumon, principaux ganglions (trachéo-bronchiques 

et médiastinaux) et le foie. Les échantillons récoltés ont été identifiés par SING et 

ses collaborateurs en 2011, car ils ont recommandé que le prélèvement doit être 

effectué  à partir de toute formation d’aspect nodulaire, de consistance caséeuse 

ou calcifiée de couleur blanche, grise ou jaune était considérée comme lésion 

suspecte de tuberculose détectée lors de l’inspection post mortem de l’animal 

abattu [310]. 

 

 Matériel non biologique  

Nous avons utilisé plusieurs types de matériel tel que : 

 Registres des abattoirs ;  

 Matériels pour la réalisation des prélèvements au niveau de l’abattoir tel 

que : Bistouris, pots stériles, gants, habillement, glacière ; 

 Matériel nécessaire pour le diagnostic de la tuberculose  (cf.appendice C) ; 

 Les équipements utilisés pour le diagnostic moléculaire (cf.appendice F).  
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8.3.2. Méthodes  

      D’après MAMO et coll. la plupart des enquêtes visent à étudier la mise en 

évidence des agents de la Tuberculose et ses caractéristiques, utilisant l'examen 

post- mortem, la mise en culture, l’histopathologie et la réaction PCR [8].  

Pour la présente étude, nous avons exploré plusieurs méthodes où nous allons les 

exposer par ordre.  

 

8.3.2.1. Au niveau des abattoirs  

 

Plusieurs méthodes ont été réalisées au niveau des structures d’abattage. 

 Recueil des données  

      Le recueil des données de chaque animal s’est fait par l’exploration minutieuse 

des registres des trois abattoirs et cela afin de déterminer toutes les informations 

nécessaires des camelins abattus durant notre étude.  

 

 Examen ante-mortem  

 

     Il s’est réalisé dans la salle d’attente de l’abattoir après le repos (long trajet) 

des dromadaires (cf.appendice A) où nous avons procédé à l’examen ante-

mortem des sujets.  

    Les renseignements recueillis ont été retirés, en prenant en considération les 

éléments suivants : 

 

a)  l’âge : par dentition, nous avons classé les animaux en trois tranches 

d’âge ; jeunes moins de 5 ans (< 5ans), adultes entre cinq et dix  ans (5 -

10 ans) et âgés pour les sujets de plus de dix ans (>10ans) [16]. 

b) Sexe : mâle ou femelle. 

c) Provenance des animaux. 

d) Examen clinique de chaque animal dans le but de détecter des animaux 

malades.  

e) Exploration rectale a été pratiquée systématiquement chez toutes les 

chamelles  pour éviter l’abattage des femelles gestantes. 
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 Examen post-mortem  

      Nous avons effectué l'inspection proprement dite des carcasses et du 5ème 

quartier en vue de rechercher les lésions suspectes de tuberculose. D’abords les 

dromadaires sont dirigés vers la salle d’abattage (figure 8.3).  Ensuite les sujets 

sont mis en décubitus sternal, la tête  tournée vers l’arrière (figure 8.4). 

 

         

 

        Figure 8.3 : Salle d’abattage (photo personnelle). 

 

 

           

 

          Figure 8.4: Tête tournée vers l’arrière (photo personnelle). 
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  L’examen post mortem commence de la saignée jusqu’à l’inspection des 

carcasses qui nous intéresse le plus dans notre étude, les différents étapes 

d’abattage sont cité dans la partie ci-dessous. 

 

 La saignée  

 

      L'animal orienté vers la Mecque selon le rituel islamique. L'encolure est repliée 

le long du corps sur le flanc gauche. C’est la mise à mort de l’animal en position 

stérno-abdominale, pour cela; une contention suffisante est nécessaire. Le geste 

doit être rapide et précis pour couper  les veines jugulaires et les artères carotides 

les plus profondes. Ceci permet une saignée complète et brève, provoquant une 

hypoxie quasi-instantanée du cerveau induisant une perte de conscience en 

quelques secondes. 

 

 

 

              

               Figure 8.5: La saignée abattoir de Ain Salah (photo personnelle). 

 

 Dépouillement  
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      Contrairement à toutes les autres espèces classiquement abattues, le 

dromadaire, du fait de la présence de la bosse, est dépecé en commençant par 

le dos. De fait, le premier élément anatomique retiré dans le cadre de la 

découpe traditionnelle ou même industrielle, est la bosse (ainsi d'ailleurs que 

l'ensemble tête-cou avant même le dépeçage).  

     Celle-ci se présente par un paquet de tissu adipeux (la bosse contient 98% 

de matières grasses) rattaché à la partie dorsale de la colonne vertébrale du 

dromadaire, la peau est détachée progressivement sur les flancs afin de 

dégager la carcasse et d'utiliser le revêtement cutané comme un support 

hygiénique permettant de poursuivre la découpe sans souiller la carcasse par 

des déjections et impuretés présentes sur le sol (figure 8.6). 

 

 

                

   

          

              Figure 8.6: Dépouillement (photo personnelle). 

 

           

            Après les différentes étapes d’abattage, nous procédons à l’inspection 

proprement dite afin de rechercher les lésions suspectes de tuberculose cameline, 

pour cela, une inspection approfondie de tous les organes et  les nœuds lymphatiques 
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avec une incision de 2cm d'épaisseur pour faciliter la détection des lésions 

tuberculeuses avec lames chirurgicales stériles [310].  

            La carcasse de dromadaire doit être coupée en différent partie pour faciliter 

l’inspection post mortem (figure 8.7). 

 

 

       

 

 

     Figure 8.7 : Parties de carcasse pour l’examen post mortem (photo personnelle). 

 

         Cette inspection englobe; l’examen visuel, la palpation et l’incision d’organes elle 

est effectuée en suivant les étapes de la chaîne d'abattage : 

o D’abord la tête,  la trachée, les poumons,  l'œsophage, le cœur et les ganglions 

qui les drainent ; 

o Ensuite estomacs et intestins, par examen visuel et palpation ; 

o  les ganglions gastriques et mésentériques sont systématiquement incisés ; 

 

o  La carcasse et les reins en plus de l'examen visuel, les principaux ganglions de 

la carcasse sont recherchés et incisés, les prés scapulaires, les sus sternaux, les 

rénaux, les inguinaux, les prés cruraux, les iliaques et les poplités. 
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Les  figures ci-dessous  montrent une inspéction post mortem de l’appareil 

réspiratoire (a), poumon (b), coeur (c) et foie(d). 

 

 

(a) 

                                    

                                                              (b) 
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                      (c)                                                                     (d)     

 

Figure 8.8 : (a), (b), (c), (d) Inspection post- mortem par palpation (abattoir de Ain 

salah et Metlili) (photos personnelles). 

 

 Recherche, collecte et expédition des prélèvements  

 

       Nous avons ciblé les lésions suspectes de tuberculose sur les carcasses de 

dromadaire pour réaliser des prélèvements, 102/3342 échantillons ont été 

collectés de manière aseptique dans des flacons universels stériles à usage 

unique, pré étiquetés pour l'isolement des agents responsables de cette affection. 

Les échantillons ont été acheminés sous glace au laboratoire à +4°C et parfois 

consevés à -20°C. 

   La culture mycobactériologique a été réalisée dans le service de mycobactérie 

de l’IPA. Ces flacons étaient fermés hermétiquement, pour éviter tout risque de 

contamination lors du transport, chaque flacon  est accompagné d’une fiche de 

renseignements (cf.appendice B) de l’animal, chaque fiche portait un numéro qui 

est reporté sur les prélèvements indiquant la date du prélèvement, nom de 

l’abattoir, âge estimé, sexe et organe prélevé.  
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8.3.2.2. Au niveau du laboratoire  

8.3.2.2.1. Laboratoire des mycobactéries  

     La première étape du diagnostic a été effectuée au service des mycobactéries 

institut pasteur d’Alger où nous avons procédé à l’examen bactériologique, toutes 

les étapes de ce diagnostic ont été réalisées sous une hotte de biosécurité. Les  

prélèvements ont été traités en suivant plusieurs  étapes, nous avons commencé 

par  le traitement des échantillons; la bacilloscopie et ensuite la culture 

bactérienne. 

a.  Traitement des échantillons  

        Environ 5 g de chaque échantillon ont été coupés dans une boîte de Pétri 

stérile à l'aide d'une lame et une pince stériles pour obtenir des pièces fines (figure 

8.9). Tous les échantillons ont été homogénéisés avec un mortier et un pilon 

stérile on rajoute une petite quantité du sable stérile. Cette dernière est utilisée  

pour assurer le bon écrasement du tissu prélevé. Cette portion a servi pour les 

deux examens bacilloscopie et culture bactérienne. 

 

 

              

     (a)                                                              (b) 

Figure 8.9: Préparation  du prélèvement. (a) dissection, (b) broyage 

(Photos personnelles). 

Lésion 

tuberculeuse 

dans le poumon 
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b. Bacilloscopie  

   L’examen direct des bacilles (La bacilloscopie) sur un produit pathologique est la 

première étape du diagnostic bactériologique de la tuberculose, cet examen est 

réalisé après coloration des frottis par la méthode de Ziehl-Neelsen. Cette 

technique est basée sur le caractère fondamental des mycobactéries qui est 

l’acido-alcoolo-résistance, permettant ainsi la mise en évidence des B.A.A.R par 

microscopie, elle consiste: 

 

 Préparation des frottis 

       On prélève une parcelle purulente de l’échantillon, A l’aide d’une anse de 

platine rigide, préalablement flambée et refroidie, le contenu de l’anse est étalé 

d’une façon homogène en couche mince au centre de la lame, cette derniére qest 

préalablement identifié sur au moins 2/3.  

        

      Les frottis ont été séchés à l'air pendant 15 minutes, puis fixés à chaud par 3 

ou 4 passages rapides au-dessus de la flamme du bec de bunsen (figure 8.10).  

 

 

 

 

     Figure 8.10: préparation du frottis (photo personnelles). 
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 Coloration de Ziehl-Neelsen  

   Cette technique est basée sur l’utilisation des reactifs de la coloration des Ziehl 

(cf.appendice). Elle   comporte trois temps de coloration à savoir : 

 

1er temps : coloration par la fuchsine à chaud. 

 

 D’abord placer la lame sur un support ; 

 Ensuite  la recouvrir en totalité de fuchsine phéniquée de Ziehl filtré sur un 

papier ; 

 Chauffer trois fois toutes les 3 minutes pendant 10 minutes jusqu’à 

émission de vapeur tout en évitant l’ébullition et le dessèchement du 

colorant (rajouter du colorant s’il s’évapore trop) (Cf. figure .8.11) ; 

 Rejeter le colorant et rincer la lame à l’eau ordinaire. 

 

 

 

     Figure 8.11: coloration par la fuchsine (photo personnelle).  

  

2ème temps : Décoloration  

 Recouvrir la lame d’acide sulfurique à 25% (3 minutes) ; 

 Rincer à l’eau ordinaire ; 

 Recouvrir la lame d’alcool éthylique à 95 °C (5 minutes) ;  

 Rincer à l’eau ; 
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 Le frottis est alors incolore ou légèrement teinté en rose. 

 
3ème temps : contre coloration (Cf. figure .8.12)  

 

 Recolorés par le bleu de méthylène 0.1% pendant 30 secondes à 1 minute. 

Enfin, les frottis rincés et séchés ont été observés et examinés au 

microscope optique avec l’objectif x100. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8.12: contre coloration par le bleu de méthylène (photo personnelle). 

 

 Lecture des frottis  

      

   Avant chaque examen d’une lame on procède à essuyer les objectifs du 

microscope ainsi que en évitant de toucher la lame pour ne pas contaminer les 

préparations suivantes, une fois la mise au point est réalisé, on commence à lire 

systématiquement champ par champ et en observant chaque champ de la 

périphérie vers le centre à la recherche des bacilles, fins, droits ou incurvés, 

réguliers ou granuleux, isolés ou en amas colorés en rouge sur un fond bleu. 

 

c. Culture bactérienne  

   La culture mycobactérienne représente le test de référence «Gold Standard », 

elle nécessite une étape préalable de décontamination des échantillons, pour cela,   
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nous avons utilisé l’une des méthodes celle de Petroff à la soude modifiée [311]. 

Cette dernière consiste a : 

 Rajouter de la soude à 4%, en doublant son volume par rapport à 

l’homogénéisât (le broyat tissulaire) ; 

 La suspension ainsi obtenue est agitée sur agitateur ; 

 Une 1ere   centrifugation est réalisée à 3000 tours pendant 15mn  puis le 

surnageant  est rejeté ; 

  Le culot résultant a été neutralisé avec 20 ml de l’eau distillée stérile ; 

 Une 2eme  centrifugation de la suspension à une vitesse 3000 tours/minute 

pendant 15 minutes et le culot ainsi obtenu est servi pour l’ensemencement 

(C.Figure 8.13) ; 

 Le culot final est ensemencé sur quatre tubes de Lowenstein-Jensen en 

raison de 0,2 à 0,3 ml par tube (Cf. figure.8.14) .Ces derniers ont été 

ensuite placés au niveau de  l’étuve à 37°C pendant 12 semaines sans les 

fermer hermétiquement qu’après évaporation du liquide pendant 2 à 3 

jours. 

 

                          
  

    Figure 8.13: Décontamination                            Figure 8.14: Ensemencement 

 

 Ces tubes ont été placés sur des portoirs spéciaux en position inclinée et 

ne sont fermés hermétiquement qu’après évaporation du liquide pendant 2 

ou 3 jours. Une observation hebdomadaire de la croissance des colonies a 
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été faite pour être en mesure de préciser la date exacte de l’apparition des 

colonies. 

 

 Lecture phénotypique  

 

     Une première lecture est effectué à la fin de la première semaine, afin 

d’examiner l’état des tubes ensemencés, et cela pour : 

 

 Contrôler la qualité de la décontamination et d’apprécier le changement de 

couleur du milieu ; 

 Constater la poussée des mycobactéries à croissance rapide ; 

 S’il y a des contaminations éventuelles, ces dernières entraineront une 

modification de teinte vers un jaunissement, un verdissement ou un marron. 

Par la suite, ces milieux de culture sont écartés et refaits à partir du 

prélèvement initial ; 

 Si des colonies apparaissent, nous préparerons des frottis à partir des 

cultures cultivées  et nous réaliserons le contrôle de Ziehl, s’il y a présence 

de BAAR, la culture sera déclarée positive ; 

 Les tubes négatifs sont remis à l’étuve et les lectures sont faites 

ultérieurement une fois par semaine ; 

 S’il y a absence d’apparition des colonies après 12 semaines d’incubation, 

la culture sera déclarée négative. 

 Une extraction d’ADN à partir des souches isolées est réalisée. 

 

d. Extraction d’ADN  

      Cette  méthode consiste a récolté des colonies a partir des cultures positives. 

Ces colonies sont mises en suspension dans une solution de Tris-EDTA à 10%, 

dans un micro-tube de 1500 ul. Ces derniers sont placés 20 minutes sur un bloc 

chauffant à 80°C afin de détruire les bactéries par la chaleur. La suspension est 

ensuite centrifugée pendant 5 minutes à 10000 tours par minute [63]. Une fois la 

centrifugation est terminée on obtiendra un culot et un surnagent ce dernier est 

l’ADN bactérien  qui doit être conservée à (-20°C) pour plusieurs manipulations 

(Figure 8.15). 
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      8.15: la récolte des extraits d’ADN (photo personnelle). 

8.3.2.2.2. Laboratoire de microbiologie  médicale  

     Plusieurs techniques ont été réalisées au niveau de cet établissement, afin  

d’identifier les extraits d’ADN isolées dans cette étude, pour cela, nous avons 

utilisé certaines techniques permettant l’identification des souches isolées. 

 

 restriction enzymatique  par PCR (PRA)  

 

    Cette technique a été réalisée au sein du laboratoire de microbiologie et 

biotechnologie médicale de l’université d’Acibadem en Turquie. Nous avons suivi  

le même  protocole indiqué par  Tellenti et coll. [312], pour cela les échantillons 

des extraits d’ADN ont été soumis à la restriction enzymatique du gène hsp65 par 

PCR standard. Nous commençaons d’abord par : 

 Amplification par PCR basé sur IS6110  

Pour ce faire, chaque réaction nécessite : 

 deux amorces oligonucléotidiques de mycobactéries (2µl) TB11 (5'-

ACCAACGATGGTGTGTCCAT-3') - TB12 (5'-CTTGTCGAACCGCATACCCT-

3') ; 
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  deux amorces IS6110 (1µl) (INS1 : 5’-CGTGAGGGCATCGAGGTGGC-3’ et 

INS2 : 5’-GCGTAGGCGTCGGTGACAAA-3’); 

 un témoin est toujours rajouté  dans lequel l'ADN est remplacé par de l'eau 

(témoin négatif) afin de déceler une éventuelle contamination (la contamination 

par de l'ADN précédemment amplifié représente le principal risque) ; 

  Un témoin positif permettra de valider la bonne conservation des réactifs (M 

Tuberculosis H37Rv) ;  

 Le mélange PCR pour l’amplification était composé d’un seul volume du mixte: 

(Figure 8.16) ; (Figure 8.17). 

 2 μl de chaque amorce, 

  2,5 mM de désoxyribonucléotides-tri-phosphates, 

  2 μl de Taq polymérase,  

 15 µl d’H2O, 

  3 μl d’ADN mycobactérien par tube après avoir agité le tube d’ADN sur  

vortex (figure 8.18) et enfin l'ADN à amplifier. 

 

 

                   

 Figure 8.16 : préparation du PCR (photo personnelle). 

Contrôle positif et 

négatif 

Master Mix 

 
 

H2O 
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Figure 8.17 : partager le Mix (photos personnelle). 

 

 

 

 

 

Figure 8.18: mélange de l’ADN par vortex (photo personnelle). 

 

    Cette technique de PCR a été effectuée à l’aide de deux thermocycleurs T100 

de Applied Bio-RAD (deux amorces différentes ont été utilisées), nécessitant des 

températures différentes (56 °C et 50 °C). (Figure 8.19). Cette opération a duré 



123 
 

3 h pour 45 cycles  dans les conditions suivantes: 

 Thermocycleur 1 :95 °C pendant 45 sec, 56 °C pendant 45 sec, 72 °C 

pendant 1 min. 

 Thermocycleur 2 :94 °Cpendant1 min, 50 °C pendant1 min, 72 °C pendant 

2 min. 

 

                   

(a)                                                                 (b)      

 

Figure 8.19 :(a-b) Amplification par PCR sur thermocycleur (photo personnelle). 

 

 Une amplification du gène hsp65 : 

Cette méthode a été  réalisée  avec les deux amorces  (2,5 µl)  Tb11 (5'-

ACCAACGATGGTGTGTCCAT)  et Tb12 (5'-CTTGTCGAACCGCATACCCT), le 

mélange de la réaction est composé de20mM de Tris, Ph (8,4), 50 Mm de KCL ; 

1,5 Mm MgCl2, 10% de glycérol, 200 Mm désoxyribonucléotides-tri-phosphates et 

1µl de Taq polymérase. La réaction a été soumise à une dénaturation à 95 °C 

pendant 10min, suivi de 45 cycles d’amplification  (94°C pendant 1min, 60 °C 

pendant 1min et 72°C pendant 1min) ; et une étape d’extension finale à 72°C 

pendant 7min [312]. 
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 La digestion des fragments d’ADN amplifiés  

    Cette digestion a été assurée par deux enzymes de restriction (BstE II et Hae 

III) [312]; cette manipulation est comme suit : 

 Solution 1 : 1ul pour chaque enzyme additionné à 2ul de buffer et Mix. 3ul 

de mix est additionné à 17 ul de chaque produit PCR [312]. Ensuite une 

incubation du mélange  à 37 °C pendant une nuit a été réalisée ; 

 Solution 2 : 8,4 µl akrilamid, 0,5 µl TAE ,15.3 µl H2O, 40 µl de TEMED et  

800μl de persulfate d’ammonium ; 

 Suite à la digestion, environ 1 μg d’ADN digéré est séparé par 

électrophorèse sur le gel (Solution 2 correspond à une partie des 

composants du gel de polyacrylamide) ; 

 Le mélange est chauffé pendant 10 min dans un  four à micro-ondes  

(Figure 8.20).  

 

                               

   

       Figure 8.20: Chauffage par  micro-onde. 

 

 Agiter de temps à autre pour homogénéiser le mélange ; 

 Laisser refroidir la suspension jusqu'à ce qu’il devienne possible de saisir le 

flacon à main nue ; 
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 Couler lentement le gel sur 3 à 5 mm d'épaisseur et éviter la présence des 

bulles d’air sur le gel ; 

 Trempage des fragments d’ADN dans une solution de bromure d'éthidium 

(BET). Cette molécule s'intercale entre les bases de l'ADN et à la propriété 

d'être fluorescente sous lumière ultraviolette ; 

 L’ADN est déposé  dans les puits (Figure 8.21) ; 

 Soumission de la cassette du gel  à un champ électrique où les molécules 

d'ADN migrent sur le gel d’agarose, ce dernier est exprimé par un voltage 

constant de 100 volts pendant 1 h. (Figure 8.22) ; 

 Cette électrophorèse permet de séparer les différents fragments d’ADN 

obtenus après digestion. 

 

 

          Figure 8.21: Dépôt d’ADN sur  gel. 

 

 

  

Figure 8.22: Champ électrique. 
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 Les profils de restriction ont été analysés à l'aide du programme d’analyse 

moléculaire (BioRad), (Figure 8.23). 

 

            

                        (a)                                                                 (b)        

                               Figure 8.23: (a), (b) Enregistrement du film. 

     

   Les  résultats de la digestion enzymatique ont été comparés avec la table de 

référence intitulée PCR Restriction Enzyme Analysis Chart for Hsp65 of 

Mycobacteria, au niveau de la ligne 152/127/69/42/22/17/12 M.bovis (U 17925) et 

M. tuberculosis (U 17957) (Annexe 4) [312]. 

 

8.3.2.2.3. L’Institut de médecine expérimentale de l’Université d’Istanbul 

 

a. Spolygotypage : 

     La méthode du spoligotypage de type Luminex a été faite au niveau de l’Institut 

de médecine expérimentale de l’Université d’Istanbul suivant le protocole décrit 

par Zhang et coll. Cette technique reste la plus pertinente surtout dans les pays où 

les flambées de tuberculose sont largement liées à M. africanum (en Afrique et 
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dans le sous-continent indien et en Asie). De même que cette technique améliore 

la standardisation du spoligotypage [196]. 

      Les extraits d’ADN de la totalité des isolats obtenus (six) ont été identifiés par 

spoligotypage. Pour ce faire: 

1. Une amplification génique a été réalisée ou nous avons utilisé le mélange 

PCR composé d’un volume de 9x la mixture suivante : 

 

 2,25μL de chaque amorce DRa et DRb ; 

 2,5 mM de dNTP ; 

 5 U/μL de Taq polymérase ; 

  9.5μL  de H2O  pour une réaction ; 

  1,2μL d’ADN mycobactérien. 

 Trois contrôles positifs (témoins) à savoir : « Pekin control », « St46 

control » et  « Bovis BCG control » ; 

  Une solution de streptavidine-phycoérythrine (SA-PE) (B) a été 

rajoutée.  

 

2. Une dénaturation des produits de PCR a été faite à 95 °C pendant 10 min. 

3. Une hybridation à 52 °C pendant 30 min, et des microbilles avec une 

solution de sodium hypochlorite ont été rajoutées aux produits PCR pour 

assurer la bonne dégradation de l’ADN. Cette étape a été effectuée dans 

un incubateur de type Analyseur Luminex ® 200 ™ (Luminex Corp., Austin, 

Texas, États-Unis d’Amérique) pendant 10 min à 52 °C (Figure .8.24). 

    Selon Zhang et ces collaborateurs, cette méthode reste un paramètre important 

pour le transfert de technologie, de même que le débit de caractérisation des 

mycobactéries (4 à 8 fois plus élevé) en utilisant cette approche basée sur les 

microbilles plutôt que sur les membranes [196]. 
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          Figure 8.24: dépôts des microbilles au niveau des puits (photo personelles). 

 

b. Séquençage de la région 16s ADN d’un isolat mycobactérien  

     Le séquençage d’ADN est devenu un outil essentiel en biologie moléculaire 

[313]. Cette méthode  a été réalisée au niveau de laboratoire de l’Institut de 

médecine expérimentale (Université d’Istanbul). Nous avons procédé au 

séquençage d’un isolat d’ADN qui n’appartenait pas au complexe Mycobacterium 

tuberculosis car les autres méthodes  n’ont pas permis d’obtenir un résultat 

définitif. Pour cela nous avons utilisé deux méthodes: 

 Une PCR et un séquençage du gène partiel de l’ARNr16S :  

  Cette méthode consiste à une amplification d’un fragment de 591 pb du gène 

d'ARNr 16S qui couvrait les deux régions hypervariables A et B du gène, en 

utilisant  deux amorces 285 et 259 [314]. Lorsque les amorces directe et inverse 

ont été exclues, la longueur du produit amplifié à séquencer est devenue 550 pb. 

 Une PCR et un séquençage partiel du gène hsp65 :  

   Cette technique vise à amplifier un fragment de 441 pb du gène hsp65 en 

suivant le protocole  décrit par Telenti et al. [312]. 
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c. Analyse des séquences  

 

   Les produits amplifiés ont été purifiés par des billes Agencourt Ampure XP et 

Agencourt Cleanseq (Beckman-Coulter, Californie, USA) après amplification et 

séquençage de cycle, respectivement. Le séquençage a été effectué dans le 

système d'analyse de séquence CEQ8000, Beckman-Coulter, Californie, USA).      

Les séquences obtenues ont été analysées en utilisant la base de données NCBI 

de collection de nucléotides pour la recherche BLAST (BLAST; NCBI, Bethesda, 

MD).  De même que ces séquences ont été comparées à toutes les séquences 

disponibles en utilisant les versions RipSeq et NCBI BLAST (bases de données 

établies). 

 

 

 

 

                          Figure 8.25: Séquenceur Beckman-Coulter. 

 

d. Analyses statistiques  

 

    Le calcul de la prévalence des lésions avec son intervalle de confiance à 95% 

été calculé à l’aide d’une distribution binomiale exacte. Le coefficient de 

concordance Kappa a été utilisé pour comparer l’accord entre la bacilloscopie et la 

culture bactérienne [215]. 
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   L’étude des viables exploratoires en lien avec les lésions suspectes de 

tuberculose détectées à l’abattoir et confirmées par culture bactérienne a été 

réalisée en utilisant une régression logistique univariée (variable par variable) puis 

multivariée (prise en compte de toutes les variables ensemble).  

   Pour l’analyse multivariée, un premier modèle comprenait toutes les variables 

exploratoires ayant une valeur P ≤ 0,2 dans le modèle univarié. Les variables 

exploratoires non significatives (p> 0,05) ont été supprimées par une approche 

pas à pas (à partir de la moins significative, c’est-à-dire avec la valeur de P la plus 

élevée).  

    À chaque étape, un test du rapport de vraisemblance a permis de comparer le 

modèle simplifié au modèle plus complexe. Le modèle final a été sélectionné 

lorsque le test du rapport de vraisemblance indiquait une différence significative 

entre le modèle le plus complexe et le modèle simplifié (p <0,05). Les calculs ont 

été réalisés en utilisant le logiciel Stata 14.2 SE (StatCorp, Collège Station, Texas, 

USA). 
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CHAPITRE 9 : RESULTATS 

 

     Nous traiterons les différents résultats de ce travail  qui sont présentés par 

partie : 

9.1. Résultats de l’enquête à l’abattoir  

9.1.1. Proportion des cas suspects de tuberculose cameline  

    Durant la période d’étude et dans les trois abattoirs de la zone d’étude, un total 

de 3342 carcasses de dromadaire a été inspecté dont 102 étaient suspectes de 

tuberculose soit une proportion de 3.05% (102/3342), avec un intervalle de 

confiance [IC] à (95%: 2,50 - 3,69).La proportion des cas suspects de tuberculose 

cameline de chaque abattoir est présentée dans le tableau 8.1, illustrée par la 

figure 8.28. 

 

Tableau 9.1. Proportions des cas suspects de tuberculose chez le dromadaire 

 

 
Abattoirs 

 
Nbr 

d’effectifs 
abattus 

 
Nbr de lésions susp  

de tuberculose 

 
Proportion 

% 

 
Ghardaïa 

 
974 

 
20 

 
2,05 

 
El Oued 

 
448 

 
53 

 
11.83 

 
Ain Salah 

 
1920 

 
29 

 
1.51 

 
Total  

 
3342 

 
102 

 
3.05  

      Nbr : Nombre, susp : suspectes 
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Un fort pourcentage des lésions suspectes de tuberculose a été enregistré dans 

l’abattoir d’El Oued (11,83%).Le test statistique indique qu’il n’y a aucune 

différence significative  entre les trois abattoirs. Les résultats des cas suspects de 

tuberculose chez le dromadaire dans les trois abattoirs sont illustrés dans la figure 

9.1. 

 

                 

     

 Figure 9.1 : Cas suspects de tuberculose chez le dromadaire. 

 

9.1.2. Proportion des cas suspects en fonction des facteurs de variation  

 

    Durant  notre enquête nous avons retenus trois facteurs de variation dans les 

trois abattoirs à savoir : 

 

 le sexe ; 

  l’âge ; 

 Localisation des lésions. 
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 Sexe :  

   Les résultats relatifs à la proportion des lésions suspectes de tuberculose 

cameline  en fonction du sexe au niveau des trois abattoirs sont rapportés dans le 

tableau 9.2. 

Tableau 9.2 : Cas suspects de la tuberculose cameline en fonction du sexe.  

 

Sexe 
 
 

Abat 

         Mâles 
           car 
insp             susp         % 

         Femelles 
             car 
insp             susp           % 

 
Ghardaïa 

    
   750            13            1,73 

  
   224            07             3,12 

 
 El oued 

    
   148            04            2,70 

     
    300            49           16,33 

 
Ain Salah 

   
  1825           27            1,48 

      
     95              02            2,10 

 
   Totale 

          
2723          44              1,61          

   
  619              58           9,37 

      Car:carcasse ; insp: inspecté, susp : suspecte 

        

     La proportion des dromadaires femelles présentant des lésions suspectes de 

tuberculose cameline était supérieure (9,37%) à la proportion  des mâles (1,61%). 

Et l’analyse statistique indique qu’il n’ya aucune différence significative entre les 

deux sexes. Les résultats des cas suspects de  tuberculose cameline en fonction 

du sexe sont illustrés dans la figure (9.2). 
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    Figure 9.2: Cas suspects de  tuberculose cameline en fonction du sexe. 

 

 Age  

     Les résultats relatifs à la proportion des lésions suspectes de tuberculose 

cameline  en fonction de l’âge  sont rapportés dans le tableau 9.3. 

Tableau 9.3 : Cas suspects de la tuberculose cameline en fonction de l’âge.  

 

    Age 
 
Abt 
 

       <5 
      car 
insp    susp     %        

       5-10 
       car 
insp    susp        %       

          >10 
         car 
  insp    susp         % 

 
Ghardaïa 

 
438       09       2,05 

 
381       00        00 

 
  155        11       7,10 

 
Ain Salah 

 
460       02       0,43 

 
690       17       2,46 

 
  770        10       1,30 

 
El oued  

 
 30         00        00 

 
100       04        04 

 
  318        49      15,41 

 
Total             

 
928        11      1.18 

 
1171        21       1,79 

 
1243      70       5,63 

Abt : abattoir ; car : carcasse ; insp : inspecté ; susp : suspecte. 
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    La proportion des animaux âgés plus de 10 ans présentant des lésions 

suspectes de tuberculose (5,63%) était supérieur aux autres tranches d’âge. 

L’analyse statistique indique qu’il n’y a aucune différence significative  entre les 

différentes classes d’âge.  Les résultats des cas suspects de la tuberculose 

cameline en fonction de l’âge dans les trois abattoirs sont  illustrés par la figure 

9.3. 

 

 

 

 

 

   Figure 9.3 : Cas suspects de la tuberculose cameline en fonction de l’âge. 

 

 Localisation des lésions  

 

     La répartition des lésions de tuberculose chez le dromadaire au niveau des 

trois abattoirs en fonction de leur localisation est rapportée dans le tableau (9.4). 
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Tableau 9.4 : Cas suspects de la tuberculose cameline en fonction de localisation 

des lésions. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

   

     Les résultats de la localisation des lésions suspectes  montrent que les lésions 

tuberculeuses étaient plus fréquemment observées au niveau des poumons 

(64/102), puis le foie (37/102) et  ganglion bronchique (1/102).L’analyse statistique 

a montré qu’il ya une différence hautement significative entre les trois  

localisations (p=0,03). Les résultats de la répartition des lésions de tuberculoses 

en fonction de leur localisation sont illustrés dans la figure ci-dessous. 

 

 

 

 

 

Figure 9.4 : Cas suspects en fonction de localisation des lésions. 

62,75

36,27

0,98

% Lésion tuberculeuse par organe 
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Organe   Lésions suspectes   % 

 
Poumon 

 

 
64 

 
62,74 

 
Foie 

 
37 

 
36,27 

Ganglion bronchique                 01 0,98 

Total                102  100 
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     L’analyse univariée a montré  en comparaison avec le poumon comme 

prélèvement de référence, la prise de ganglions présentant des lésions était plus 

indicative d’une tuberculose confirmée par examen bactériologique (valeur de P = 

0,03). Les figures ci-dessous  montrent la présence de multiples lésions suspectes 

de tuberculose chez le dromadaire rencontrées au niveau des trois abattoirs. 

 

 

                                                                                             

 

 

                                                                

 

 

 

Figure 9.5: (a), (b), (c) lésions suspectes de tuberculose chez le dromadaire 

(photos personnelles). 
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 9.1.3. L’analyse multivariée  

 

     L’analyse statistique multivariée des variables exploratoires des lésions 

tuberculeuses chez le dromadaire au niveau des trois abattoirs ce résume dans le 

tableau ci-dessous. 

 

Tableau.9.5 : L’analyse statistique multivariée des variables exploratoires 

 

 

Variable 

 

Modalités 

 

OR 

 

(IC 95%) 

 

Valeur de P 

 

Abattoir 

 

Ain Salah 

 

Référence 

 

- 

 

- 

  

El Oued 

 

10,99 

 

(0,06 - 2187) 

 

0,89 

  

Ghardaïa 

 

6,47 

 

(0,07 -619) 

 

0,8 

 

Localisation 

 

Poumon 

 

Référence 

 

- 

 

- 

  

    Foie 

 

0,39 

 

(0,02 - 9,17) 

 

0,56 

  

Ganglion 

 

0,41 

 

(0,005-35,76) 

 

0,69 

 

Bacilloscopie 

 

Négative 

 

Référence 

 

- 

 

- 

  

Positive 

 

184,19 

 

(3,37 -10078) 

 

0,01* 
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9.2.  Au niveau des laboratoires  

 

9.2.1. Laboratoire de mycobactérie de l’institut pasteur d’Alger  

 

 Examen bactériologique  

 

 Les résultats de l’examen bactériologique à savoir l’examen microscopique et la 

culture bactérienne  sont représentés dans le tableau ci-dessous. 

 

Tableau 9.6: Comparaison entre les résultats de l’examen bactériologique 

 

  Culture   

  Positive Négative Total  

 

Bacilloscopie 

Positive 4 1 5  

Négative 2 95 97  

  6 96 102  

 

La bacilloscopie a révélé : 

   La présence de bacilles acido-alcolo résistants (05/102) dans les échantillons 

suspects de tuberculose soit une proportion de (4,90%) avec un (IC 95% : 1,08 - 

9,73). Et l’analyse par régression logistique multivariée a pu montrer que  l’examen 

bacilloscopique reste significativement associé à une culture positive (valeur de P 

= 0,01). La figure 9.6. Indique la présence des B.A.A.R après coloration de Ziehl-

Neelsen. 
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Figure 9.6 : B.A.A.R colorés par la méthode de Ziehl-Neelsen. 

 

    Les mêmes échantillons qui ont servi à la culture bactérienne (Mis en culture 

sur le milieu de Lowenstein-Jensen) (06/102) ont été trouvés positifs pour la 

présence de Mycobacterium soit une proportion de (5,88%) avec (IC 95% : 2,19 - 

12,36). La figure ci-dessous représente une culture positive.  

 

          

                                a                                                                b  

 

Figure 9.7 : Culture positive (a : MCT ; b : MNT). 
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     Concernant la sensibilité et la spécificité de l’examen bactériologique  l’analyse 

statistique a montré les résultats suivants :  

 Sensibilité relative de la bacilloscopie par rapport a la culture (prise comme 

référence) :%=66,66 (IC 95% : 22,28 - 95,67). 

 Spécificité relative de la bacilloscopie par rapport à la culture (prise comme 

référence): % = 98,96 (IC 95% : 94,33 - 99,97). 

 

9.2.2. Laboratoire de microbiologie et de médecine université d’Acibadem 

 

 Restriction enzymatique par PCR  

 

    Les résultats de l’examen de la PCR basé sur IS6110  à partir des cultures 

positives a permis de confirmer que sur un ensemble de six (6) souches isolées, 

cinq (5) isolats présentant  des signaux positifs correspondant au compléxe  

Mycobactérium tuberculosis (C.Figure 9.8).  

    Concernant l’absence d’un signal indique que un ADN n’appartient pas à  ce 

complexe donc il s’agit d’une mycobactérie non tuberculosis (MNT), ce dernier a 

fait l’objet d’un séquençage pour pouvoir identifier l’espèce en cause. 

    Les résultats de la restriction enzymatique appliquée sur les mêmes extraits 

d’ADN a permis de mettre en évidence la présence de bandes de poids variant 

entre 200 paires de bases (bp) et 250 bp, entre 50bp et 100bp et entre 12bp et 

17bp (C.Figure 9.9). 

   Ce résultat a été comparé avec la table de référence intitulée PCR Restriction 

Enzyme AnalysisChart for Hsp65 of Mycobacteria, et été compatible avec la ligne 

152/127/69/42/22/17/12 correspondant à M. bovis (U 17925) et M. Tuberculosis (U 

17957) (cf.appendice G) 
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       Figure 9.8 : Un profil électrophorétique sur gel de PCR. 

 

       

 

Figure 9.9 : Restriction Enzymatique des souches analysées (photo personnelle). 
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9.2.3. Laboratoire  de médecine expérimentale de l’Université d’Istanbul 

 

 Spoligotypage  

 

   Sur les six isolats bactériens prélevés à partir des lésions suspectes de 

tuberculose chez les dromadaires abattus nous avons pu isoler :  

 quatre souches étaient de M.bovis possédant le même spoligotype 

SB0941, ces dernières ont été isolées sur les carcasses cameline de 

l’abattoir de Ghardaïa (Tableau 9.7). 

 une nouvelle souche phylogénétiquement proche des souches précédentes 

mais portant un spoligotype différents, cette souche porte le spoligotype 

SB2562, cette dernière a été isolée au niveau de l’abattoir d’El oued 

(Tableau 9.7).  

 une souche n’a pas été identifié car c’est une souche atypique (n’appartient 

pas au complexe mycobacterium tuberculosis) elle a présenté un signal 

négatif.  

Les résultats de l’analyse des ADN bactériens par la technique de spoligotypage 

sont rapportés dans le tableau ci-dessous. 

 

Tableau 9.7: Type et origine des souches identifier par spoligtypage 

 

 

Espèces 

 

Profil obtenu 

 

Origine des souches 

 

 

Mycobacterium. 

bovis 

 

-SB0941 

 

- SB0941 

 

- SB0941 

 

- SB0941 

 

Ghardaïa 

 

Ghardaïa 

 

Ghardaïa 

 

Ghardaïa 

 

-SB2562 

 

 El oued  
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     Les spoligotypes des souches de tuberculose identifiée chez les dromadaires 

provenant des deux abattoirs « Ghardaia et Eloued »  sont représentés dans le 

tableau ci-dessous. 

 

Tableau  9.8: Les spoligotypes identifiés 

 

  

Code PIN 

 

Code OCT 

 

Code HEX 

 

SB 0941 

 

1101111101111110111100011111111111111100000   

 

676773617777600 

 

6F-5F-5E-1F-FF-60 

 

SB 2562 

 

1001111101111000111100011111111111111100000 

 

476743617777600 

 

4F-5E-1E-1F-FF-60 

HEX: Hexadecimal; OCT: Octal; BIN: Binary   

 

 

Les profiles des spoligotypes isolés sont identifiés dans la figure 9.10. 

 

 

 

Figure 9.10 : resultats des profils par  spoligotypage 
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 Séquençage  

 

      En parallèle, l’extrait d’ADN qui n’a pas présenté un signal positif au cours de 

l’examen par  la technique de PCR, cette dernière a indiqué un signal négatif 

signifie que cette souche n’appartenant pas au complexe mycobactérium 

tuberculosis. 

      En outre, les résultats des deux techniques utilisées ont été comparés à la 

base de données NCBI de collecte de nucléotides pour cela : 

 La séquence d'ARNr 16S de 550 pb, différait de 1 pb de M. virginiense 

DSM100883T (99,82% de similitude). 

   De même que, la séquence du gène hsp65 de la même souche ne 

présentait que des mésappariements de 2 pb de AY550212 (99,5% de 

similitude). 

  Il nous résulte qu’une souche de mycobactérie atypique identifiée comme 

Mycobacterium virginiensis MO-233, cette dernière appartient  au complexe 

Mycobacterium Terrae. 

     Cette souche a été isolée  chez une chamelle âgée de plus de 10 ans au 

niveau de l’abattoir d’El oued en Algérie.  

     La séquence nucléotidique de Mycobacterium Virginiensis MO-233 obtenu par 

le la technique de séquençage est illustrée dans la figure 9.11. 
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Figure 9.11 : séquence nucléotidique de Mycobacterium Virginiensis MO-233. 
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DISCUSSION 

 

 

     Les travaux visant la détermination de la prévalence de l’infection tuberculeuse 

chez le dromadaire et la détermination des agents responsables de cette maladie 

sont rares. Il s’agit de la première description de cette affection chez cet animal  

en Algérie. Dans cette partie, nous analyserons et discuterons les résultats 

obtenus au cours de l’étude dans l’objectif est de déterminer : 

 la prévalence de la tuberculose chez cette espèce au niveau de trois 

abattoirs de la région sud d’Algérie ; 

 mise en évidence des facteurs de risque de la tuberculose cameline ; 

 isoler les agents responsables de cette affection ; 

  identifier les souches isolées par les outils moléculaires. 

Les résultats de la présente étude seront discutés par partie: 

 

1) Abattoirs  

 

Au niveau des trois abattoirs et durant la période d’études, plusieurs obstacles ont 

été noté tel que : 

 Certains abattoirs  ne suivaient aucune mesure règlementaire des 

conditions de travail; 

 l’abattage du dromadaire au niveau de ces trois établissements  commence 

à 2 heures du matin, ce qui explique la difficulté  de l’inspection ante-

mortem par le vétérinaire inspecteur; 

 le non enregistrement précis de certains renseignements d’ordre 

épidémiologique comme la provenance des animaux est toujours inconnue, 

rendant la réalisation de l’étude spatiale sur la distribution de la maladie 

très difficile; 

 Certains organes ont étaient éliminés avant leurs inspections ou même 

inspectés par le propriétaire lui-même avant l’arrivée du vétérinaire 

inspecteur comme par exemple : la tête, les poumons.   
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 Il est à signaler que le poumon est jeté avant son inspection au niveau de 

certains abattoirs, car il n’est pas  consommé par les citoyens sahariens 

d’après les vétérinaires des abattoirs. 

  Toutes ces contraintes gênaient le bon déroulement de l’inspection des 

carcasses camelines de même que  le déroulement de notre travail de terrain.  

 

1. a. Prévalence des lésions suspectes de tuberculose cameline  

 

   L’examen post mortem est considéré comme le diagnostic actuel de détection et 

de contrôle de la tuberculose chez le dromadaire [306], [316].   

  Pour cela notre étude a été basée sur la recherche des lésions évocatrices de la 

tuberculose cameline par examen post mortem des carcasses, nous avons 

prélevé 102 échantillons sur un ensemble de 3342 animaux, soit une prévalence 

de lésions tuberculeuses de 3,05% au niveau de trois abattoirs de la région sud de 

l’Algérie (Ghardaia, El Oued, Ain Salah). 

Durant notre étude, nos résultats : 

 sont proches de ceux de Kasaye et coll.  qui ont rapporté une prévalence 

4,52% dans une étude menée à l’abattoir d’Akaki en Ethiopie [317].   

 Ils sont aussi proches à ceux signalés par Zubir et coll. [29], qui ont 

rapportés une prévalence  de 2% de nodules tuberculeux au niveau de 

deux abattoirs de Lahore et Faisalabad au Pakistan. 

 Sont supérieurs à ceux rapportés par Yasser et coll. [27] dans une étude 

menée en Egypte où ils  ont indiqué  une prévalence de 1.69% de lésions 

tuberculeuses chez le dromadaire, supérieur aussi de ceux rapportés par  

Manal et Gobran [318], qui ont conclu que la prévalence de la tuberculose 

chez les dromadaires était très faible (0,7%). 

 Sont inférieurs à ceux rapportés par : 

 Beyi et coll. [319], qui ont enregistré une prévalence des lésions 

tuberculeuse égale à 8,3% (33/398) à l'abattoir municipal de Dire Dawa en 

Ethiopie. 

 Mamo et al. en 2011 [39], qui ont signalé une prévalence de 10,04% 

(91/906) dans une étude menée au niveau de deux abattoirs (Akaki et 

Metahara) en Ethiopie. . 
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 Narnaware et coll. ont rapporté une prévalence de 19,56%de lésion 

tuberculeuse chez le dromadaire dans une étude réalisée dans une ferme 

en inde pendant une période de 5 ans [30]. 

 Ahmad et coll. ont rapporté une prévalence des lésions tuberculeuse égale 

à 33,5% (71/212) dans une étude menée au niveau d’un abattoir 

municipale de Nigéria [74]. 

    Cette différence de taux de prévalence de la tuberculose chez le dromadaire au 

niveau de plusieurs abattoirs à travers le monde  peut être attribuée au nombre 

d'échantillons recueillis pour chaque étude [27], mais aussi ces variations peuvent 

être dues à des variations de la population d'étude, le site d'étude, les espèces 

animales, le système de production, les facteurs de gestion, les facteurs 

environnementaux, la conception de l'étude et la méthodologie de travail [139]. 

   Pour notre étude, la présence des lésions tuberculeuses chez le dromadaire 

dans les trois abattoirs investigués (Metlili, El-Oued et Ain Salah) est peut-être 

favorisée par la tendance à la sédentarité des élevages camelins algériens surtout 

dans la région  de Metlili où nous avons constaté plusieurs élevages sédentaires  

d’une part, d’autre part la cohabitation du dromadaire avec d’autres ruminants, en 

particulier avec les bovins et l’identification de spoligotype d’une souche de 

M.bovis chez le dromadaire a bien confirmé cette cohabitation entre les deux 

espèces (dromadaires et bovins). 

Ce problème de cohabitation était aussi soulevé par plusieurs auteurs chez 

d’autres espèces qui ont indiqué que la présence des lésions dans les voies 

respiratoires et le contact avec des bovins infectés par les mêmes spoligotypes, 

suggèrent que les chèvres ont le potentiel de servir de réservoir domestique pour 

la tuberculose [202], [320], [321], [322], surtout lorsque les animaux partagent les 

mêmes  pâturages [323]. 

 

1. b. Facteurs de risque  

 

     Par ailleurs, l’absence de mesures adéquates de contrôle et la présence de 

nombreux facteurs de risque favorisant  la transmission de la tuberculose  chez le 

dromadaire contribuent fortement à la dissémination de la tuberculose à M.bovis 

dans le cheptel camelin, notre étude a permis de révéler les différents facteurs de 

risque de cette pathologie. 
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 Sexe  

La proportion des dromadaires femelles présentant des lésions suspectes de 

tuberculose (9,37%) était supérieure à celui des mâles (1,61%).  

Ceci peut être expliqué par : 

 la plus longue vie reproductrice des femelles qui ont une plus grande 

chance de rencontrer un animal infecté de tuberculose à M.bovis durant 

leur cycle de vie [316]. 

 de même que la sensibilité des femelles qui devaient supporter une 

gestation, une parturition puis une lactation. [324], [325]. 

 

Il convient de mentionner que nos résultats : 

 Sont comparables à ceux rapportés à l’abattoir d’Akaki en Ethiopie par 

Kasaye et coll. qui ont signalé une prédominance des lésions tuberculeuses 

chez les femelles (5,91%) par rapport aux mâles (2,41%) [317]. 

 Sont Identiques à ceux confirmé par MAMO G et al. qui ont signalé une 

prédominance des lésions tuberculeuses chez les femelles (12.4%)  par 

rapport aux mâles (8.4%) au niveau de l’abattoir en Ethiopie [8]. 

 Sont similaires aussi à ceux déclarés par Jibril et coll. qui ont rapportés que 

la prévalence des lésions tuberculeuse soit 10,37% et 5,0% ont été 

enregistrés respectivement chez les dromadaires femelles et mâles dans 

une étude menée  au niveau de l’abattoir d’Akaki en Ethiopie [139]. 

 

 Age  

    Nos résultats montrent que les cas suspects de tuberculose sont plus fréquents   

chez les sujets âgés de plus de 10 ans avec une prévalence de 5,63% par rapport 

aux autres  tranches d’âge. 

La tuberculose animale est une maladie d’évolution chronique [29], c’est la raison 

pour laquelle la maladie se manifeste fréquemment chez les animaux âgés, ce qui 

pourrait être dû au fait que les animaux plus âgés ont un système immunitaire plus 

faible  [39]. 

 Nos résultats concordent avec ceux rapportés par GEZAHEGNE M et al. 

[39] qui ont indiqué une prévalence de lésions tuberculeuses (9.6%) 

supérieures chez les animaux âgés. 
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 Même constat a été fait par Beyi et coll. En effet, ceux-ci ont estimé un 

pourcentage de 11,7% (22/180) dans une étude menée à l’abattoir de Dire 

Dawa en Ethiopie [319]. 

 D'autres études chez l’espèce bovine ont également signalé que les bovins  

plus âgés sont  les plus touchés par la tuberculose [326], [327].  

 Par contre, les travaux de Mamo et al. en 2009 signalent que les animaux 

adultes (5 à 10 ans) sont les plus touchés par rapport aux autres classes 

d’âge avec une prévalence de 6.13% [8]. 

 

 Localisation des lésions  

    

    A l’inspection des carcasses, il en ressort que les lésions suspectes de 

tuberculose cameline  sont essentiellement localisées au niveau du parenchyme 

pulmonaire avec une prévalence de 62,75% (64/102), les autres lésions se 

localisent au niveau du foie 36,27% (37/102) et un faible pourcentage a été 

constaté au niveau des ganglions bronchiques 0,98% (1/202). 

    La prédominance de lésions respiratoires est explicable par le mode de 

transmission préférentielle de la tuberculose à M.bovis par cette voie [8], cette 

voie de transmission est considérée comme la voie principale chez le dromadaire  

[9]. 

 Ces résultats sont assez comparables avec ceux de Mamo et coll. [39], 

obtenus dans l’abattoir de Dire Dawa en Ethiopie avec un taux élevé de 

lésions pulmonaires (54,2 %). 

  Même constat a été observé par Zubair et coll. indiquant une proportion 

de (48,90%) des lésions pulmonaires dans une étude menée dans les 

abattoirs de Lahore et Faisalabad au Pakistan [40].  

 D’autres études menées chez le dromadaire par KINNE, J  et al. [328] et 

WINDSOR, R.S en 1999 [329] rapportent que les lésions de tuberculose 

siègent  dans les poumons chez le dromadaire [330]. 

2) Au niveau de laboratoire  
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  Dans le but de confirmer ou d’infirmer la présence de la tuberculose chez  le 

dromadaire dans les trois abattoirs étudiés, nous avons traité les lésions 

suspectes de tuberculose par plusieurs méthodes de diagnostic : 

 

2.1. Diagnostic  bactériologique  

 

Il comporte les examens suivants : 

 

a. Examen microscopique (Bacilloscopie)  

     

      L’examen direct constitue toutefois une étape du diagnostic de la tuberculose 

adoptée par les programmes nationaux de lutte contre la tuberculose dans les 

pays à ressources limitées [153], [331]. 

Notre étude a montré seuls 4,90% avec un IC 95% (1,08 - 9,73) des lames étaient 

positives (présence des BAAR) à l’examen microscopique. 

    Cette faible positivité pourrait être due à l’absence [332] ou le faible nombre 

[242] de mycobactéries viables dans les lésions tuberculeuses calcifiées .De 

même que, la microscopie est très peu sensible car il faut un minimum de 

104 bacilles/ml de suspension pour obtenir un frottis positif en BAAR [153].  

Nos résultats sont : 

 Différents à ceux signalés par Mamo et coll.  dans une étude réalisée à 

l’abattoir de Dire Dawa en Ethiopie qui indique  un taux de positivité  de 

l’examen directe égale à  28.6% [8]. 

 

b. Culture Bactérienne  

 

L’examen de culture est considéré comme le diagnostic standard de la 

tuberculose pulmonaire [101].  

Le taux de positivité à la culture bactérienne sur milieux solides Löewenstein-

Jensen était supérieur (5,88 %), avec (IC 95% : 2,19 - 12,36) par rapport à la 

bacilloscopie pour cela l’examen de culture bactérienne reste un test de référence 

pour un meilleur contrôle de la tuberculose [332]. 
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Non résultats sont : 

 supérieurs à celui obtenu (1,4%) par Mamo et coll. [8].  

 

Les résultats de notre étude concernant le coefficient kappa (K) ont montré que  la 

concordance entre la bacilloscopie et la culture bactérienne s’est avérée bonne 

avec un coefficient kappa de 0,71.  

 Il s’agit d’un résultat supérieur à ceux rapportés auparavant par Beyi et coll. 

[319], et par Mamo et coll. [8] qui ont signalé respectivement une 

concordance faible (coefficient kappa = 0,37) à moyenne (coefficient kappa 

= 0,51) entre ces deux tests. 

 

2.2. Diagnostic moléculaire  

 

a. restriction enzymatique par PCR  (PRA)  

 

 Polymérase chaine réaction 

 

   La PCR a été décrite comme un outil important pour le diagnostic de la 

tuberculose animale, c'est une méthode rapide, précise, sensible et efficace et 

peut être utilisée dans la caractérisation épidémiologique des animaux infectés par 

la tuberculose [177], bien que la sensibilité de la réaction en chaîne par 

polymérase (PCR) peut atteindre 95% [333].  

    Dans notre étude, la technique de PCR a présenté un signal positif pour les 

échantillons appartenant au complexe Mycobacterium tuberculosis soit une 

proportion de 83,33% (5/6). 

Nos résultats sont : 

 Comparables à ceux rapportés par Gezahegne Mamo et al en 2011, qui ont 

indiqué que 68% (21/31) des colonies ont montré un signal positif pour le 

genre Mycobacterium dans une étude menée au niveau de l’abattoir 

d’Akaki et Metehara en Ethiopie [39]. 

 Similaires à ceux déclarés par Yasser F. Elnaker et ses collaborateurs en 

2019 dans une étude menée au niveau de l’abattoir en Egypte [27]. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Mamo%20G%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=21283668
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 Même constat était signalé par Philippe et coll. qui indique que les 

chercheurs de l’institut Pasteur avaient démontré en comparant les cartes 

de restriction l’existence de différences entre M.tuberculosis et M.bovis par 

restriction enzymatique [334]. 

 

b. Spoligotypage  

 

     La caractérisation moléculaire de la tuberculose chez le dromadaire en Algérie 

est considérée comme le premier travail réalisé à ce jour, cette étude a pu 

confirmer la présence de M.bovis avec avec la technique de spoligotypage qui a 

identifié quatre spoligotypes qui ont été déjà signalés dans la base des données 

internationales M. bovis (http://www.Mbovis.org)  (SB0941) et un nouveau profil 

qui a été introduit dans la base des données sous le numéro de code 

OCT476743617777600 (http://www.Mbovis.org) et désigné comme SB2562, ce 

spoligotype n’a jamais été isolé auparavant chez le dromadaire. 

     Le SB0941 a été identifié pour 4 souches bactériennes, ce profil a été isolé  

précédemment chez les bovins dans deux abattoirs algériens [13]. Ce constat 

suggère le passage possible de ce spoligotype au sein des deux espèces par 

cohabitation. Des résultats similaires ont été rapportés par Elnaker et coll. dans un 

abattoir à Gouvernorat d'El-Behera en Egypte qui ont déclaré que les dromadaires 

infectés élevés avec des bovins ou à côté d'élevages bovins, la souche isolée est 

principalement M. bovis [27]. 

    Nos résultats sont comparables aussi à ceux rapportés en Ethiopie par Mamo 

et coll. en 2011 [39] qui ont montré que M.bovis est l’agent causal de la 

tuberculose chez le dromadaire (SB0133 et SB1953). De même que la présence 

d’un nouveau spoligotype en Ethiopie qui n'avait pas été signalée auparavant, 

cette nouvelle souche a était signalée à la base de données mondiales 

(http://www.Mbovis.org) et désignée SB1953 [39]. Par contre nos réultats sont 

différentes à ceux déclarés par Brudey K et al.en 2006 dans une etude menée  en 

Ethiopie qui ont mis en evidence  l’isolement  de la souche  M.tuberculosis (E-A, 

SITE 149) à partir des lésions tuberculeuse disséminées chez le dromadaire. Il 

s’agit du premier signalement connu de M.tuberculosis sur le dromadaire en 

Ethiopie, indiquant une transmission probable de l’homme à cet animal [335]. 

http://www.mbovis.org/
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c. Séquençage  

 

      De plus, pendant cette étude nous avons pu isoler une souche atypique et 

l’identifier par la technique de séquençage de la région 16s DNA. Cette souche a 

été identifiée comme une Mycobacterium Virginiensis MO-233.  

Ce type de mycobactérie a été isolé dans les lésions pulmonaires chez une 

chamelle âgée plus de 10 ans pour la première fois au niveau de l’abattoir d’El 

Oued en Algérie. 

    Cette souche (Mycobacterium Virginiensis MO-233) est une espèce 

appartenant au Complexe Mycobacterium Terrae [334].  

 Un même constat a été signalé par Johnson et coll. qui ont également 

isolés des mycobactéries atypiques telles que M.kansasii chez les camelins 

[246]. 

 La séquence nucléotidique de la souche atypique Mycobacterium 

Virginiensis MO-233 obtenu par séquençage de la région 16sDNA  est la 

même séquence déposée dans la base de données GenBank sous le 

numéro d'accès KR025879 (annexe 5) par Vasireddy.R, et ses 

collaborateurs en  2016 dans une étude menée aux Etats Unis  [336].  

 Nos résultats sont similaires aussi à ceux rapportés par [328], [337], [39], 

[338], [339], qui ont déclaré que les mycobactéries non tuberculeuses telles 

que M. kansasii, M. aquae, M. fortuitum et M. smegmatis ont tous été isolés 

chez le dromadaire dans plusieurs études antérieures. 

 Même constat a été rapporté par Balako Gumi et coll.qui ont déterminé la 

présence d’une souche appartenant au Mycobacterium terrae complex 

isolé chez la chèvre dans une étude menée en Ethiopie [340]. De même  ce 

complexe (M.terrae) a été signalé chez la faune dans le sud-ouest de 

l’Ethiopie [341].    

 

    Peu d’études concernant la tuberculose chez les camélidés ont été publiées au 

cours de la dernière décennie, mais l’augmentation des signalements d’épidémies 

de la tuberculose chez cet animal, ces dernières années suggère une forte 

sensibilité à l’infection tuberculeuse  [342] et M.bovis a été identifié dans la plupart 

des publications  [342]. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Gumi%20B%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=22526748
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CONCLUSION 

 

 

        La tuberculose chez le dromadaire est une zoonose majeure responsable de 

sérieux problèmes de santé publique. il s'agit de la première étude portant à la fois 

sur les diagnostics bactériologique et moléculaire de la tuberculose chez le 

dromadaire dans le sud Algérien.  Il faudrait mentionner que peu de données sont 

disponibles sur la présence de cette pathologie chez cette espèce cameline, sa 

distribution géographique et la diversité moléculaire des infections au  complexe 

Mycobacterium tuberculosis. Cette étude a pour but d’évaluer la prévalence de la 

tuberculose cameline  dans la zone d’étude, d’isoler et d’identifier les agents 

responsables de cette maladie. 

 

       A la lumière de nos résultats, nous concluons par citer les points suivants : 

 

 Notre étude a pu confirmer l’existence de la tuberculose chez le dromadaire 

dans trois abattoirs distincts de la région sud de l’Algérie pendant la période 

de notre travail avec  une prévalence de 3,05% des dromadaires 

présentant des lésions macroscopiques suspectes de tuberculose. 

 Notre travail a souligné que les dromadaires âgés sont les plus sensibles à 

l’infection tuberculeuse.  

 Notre étude nous a permis de constater que cette affection est plus 

répondue chez les femelles par rapport aux mâles. Aussi, il est à signaler 

que le poumon est l’organe  le plus atteint par l’affection tuberculeuse par 

rapport aux autres organes inspectés. 

 Concernant l’identification des souches isolées par le diagnostic 

moléculaire, nos résultats ont  permis de mettre en évidence les agents 

responsables de la tuberculose chez les dromadaires présentant des 

lésions suspectes de tuberculose. Cinq (05) souches de M. bovis ont été 

identifiées dont 4 souches avec un spoligotype déjà connu et identifié 

auparavant chez le bovin en Algérie (SB0941). En revanche, la cinquième 

souche présente un nouveau spoligotype (SB2562) isolé chez le 
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dromadaire, ce dernier a été introduit  dans la base de données 

(http://www.Mbovis.org). 

  Aussi, une souche atypique supplémentaire a été isolée et identifiée pour 

la première fois en Algérie chez une chamelle âgée de plus de 10 ans au 

niveau de l’abattoir d’El Oued en Algérie. Il s’agit de Mycobacterium 

Virginiensis MO-233. 

 

         Enfin, quelques recommandations sont nécessaires pour la continuité de 

notre axe de recherche : 

   Tenant compte du caractère zoonotique de Mycobacterium bovis, il est 

nécessaire de mettre en œuvre des mesures visant à contrôler la tuberculose à M. 

bovis dans le cheptel des dromadaires algériens au niveau de différentes régions  

en vue de réduire la transmission entre l’animal et l’homme et entre animal-animal 

d’espèces différentes vivant en cohabitation. Enfin des études complémentaires 

restent nécessaires pour l’étude de la tuberculose chez cet animal. Il faudrait 

souligner l’intérêt de la caractérisation moléculaire des agents responsables de 

cette affection afin de mieux comprendre la situation épidémiologique du cheptel 

camelin en Algérie.  
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RECOMMANDATIONS ET PERSPECTIVES 

 

 

     La tuberculose cameline existe dans nos abattoirs, il ne faut pas la sous-

estimer, vue l’aspect zoonotique de cette maladie et sa transmission entre les 

espèces, nous recommandons à la communauté scientifique algérienne de 

réaliser des études semblables pour connaître les différents spolygotypes 

résponsables de cette affection en élargissant la zone d’étude avec un échantillon 

de dromadaire important sur une période plus étendue. 

        En matière de la prophylaxie et de la lutte, à la quelle il faut donner beaucoup 

d’importance car les habitudes sociologiques et alimentaires qui augmentent le 

risque de transmission de cette maladies à l’Homme comme la consommation du 

lait cru non pasteurisé, le contact avec des animaux malades sans port 

d’équipement de protection individuelle doivent être évitées pour diminuer le 

risque zoonotique de la tuberculose pour cela, nous incitons à : 

 

 La sensibilisation des citoyens sahariens sur cette zoonose, et le danger 

sanitaire sur les produits d’origine animale ; 

 L’identification de tout le cheptel camelin  au niveau national pour mieux 

contrôler son déplacement ; 

 La sensibilisation des vétérinaires inspecteurs des abattoirs sur la 

tuberculose cameline et une inspection approfondie des carcasses qui peut 

révéler l’existence des lésions tuberculeuses doit être appliquée ; 

 Renforcer la surveillance, la traçabilité du cheptel camelin, et  localiser 

l’origine des porteurs de lésions afin d’identifier les zones et les élevages 

infectés ; 

 La mise en place des moyens efficaces de dépistage de la tuberculose de 

dromadaire sur le terrain ; 

 Une analyse bayésienne rétrospective sur la tuberculose chez le 

dromadaire. 

 Eviter la cohabitation des différentes espèces animales surtout le bovin. 
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APPENDICE A 

LISTE DES ABREVIATIONS 

 

 

M   Mycobacterium 

TB Tuberculose 

MTBC Complexe  Mycobactérium Tuberculosis   

ADN Acide désoxyribonucléique 

BAAR Bacille acido alcolo résistant 

MNT Mycobactéries Non Tuberculeuses 

MAC Complexe Mycobacterium Avium intra Cellulaire 

µm Micrometer 

PG Peptidoglycane 

AG Arabinogalactan 

L-J Löwenstein-Jensen  

MGIT Mycobacteria Growth Indicator Tube 

Mbp Méga paires de bases  

G Guanine 

C Cytosine 

PCR Polymérase chaine de réaction 

BCG Bacille de Calmette et Guérin 

RIMC Réponse immunitaire à médiation cellulaire 

mm Millimètre  

TST tuberculin skin test 

IDR Intradermo-reaction  

NaOH soude caustique 

ARNr ARNr ribosomique 16s 

BstEII  Bacillus Stearothermophilus 

HaeIII Haemophilus aegypticus  

DR Direct Repeat 

CRISPR Clustered Regularly Interspersed Short Palindromic 

Repeats 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/B0122270703001100
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MIRU Multiple Intersped Repetitive Units 

VNTR Variable Number Tandem Repeat 
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APPENDICE B 

   Salle d’attente  
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APPENDICE C 

FICHE DE RENSEIGNEMENTS  

 

 

 

Numéro du pot :                                                       

 

 

 

 Date :                                                                                   

  

 

Abattoir :  

   

Espèce :      

 

Sexe : 

  

 

 Age :    

 

 

Partie touchée : 

 

 

Type de tuberculose (généralisée ou localisée) : 
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APPENDICE D 

MATERIEL ET REACTIFS DE L’EXAMEN BACTERIOLOGIQUE 

 

 Matériel 

 

 

 

Mortier et pilon  

 

 

 

Pipette pasteur  
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Microscope photonique 

 

 

 

 

Hotte de biosécurité 
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       Agitateur de KAN                                             Centrifugeuse 

 

 

 

 

                       Etuve                                                     Milieu de Lowenstein-Jensen 
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 Réactifs de la coloration de Ziehl Neelsen 

 

Fuchsine phéniquée de Ziehl 

Fuchie basique                  1g 

Phénol aqueux                   5.5g 

Alcool éthylique a 95%     10mL 

Eau distillée                      100mL 

Acide sulfurique a 25% 

Acide sulfurique                25mL 

Eau distillée                      75Ml 

Ethanol a 95% 

Bleu de méthyléne phéniqué 

Bleu de méthyléne            2g 

Alcool éthylique a 95%     10mL 

Phénol aqueux                  2.2g 

Eau distillée                      100Ml 
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APPENDICE E 

MATERIEL D’EXTRACTION D’ADN 

 

 

                                                  

      Tube Eppendorf  5ml                                          Centrifugeuse    

                                                 

 

                                                                                                                            

      Plaque chauffante                                                   Tris-EDTA 
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APPENDICE F 

MATERIEL DE L’EXAMEN MOLECULAIRE  

 

 

 

 

Préparation de la PCR 

 

                                

     Agarose poudre                                                             Balance  
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                  Cassette                                                         Dépôt d’ADN sur gel 

 

 

 

 

 

Thermocycleur 
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Appareil d’enregistrement Bio-RAD Système  

 

 

 

 

 

Automate de spoligotypage « luminex 200 » . 
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Appendice  G 

TABLE DE REFERENCE « -PCR RESTRICTION ENZYME ANALYSIS- »  
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RESTRICTION DE DIFFERENTS GENES  MYCOBACTERIENS 

« Techniques de séquençage » 
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Résumé 

À ce jour, la tuberculose a été peu étudiée chez les camélidés en Algérie. 
L’objectif de cette étude est de déterminer la prévalence de la 
tuberculose cameline dans trois abattoirs algériens à partir de 
prélèvements de lésions suspectes de cette maladie qui ont été détectées 
sur des carcasses lors de l’examen à l’inspection visuelle post mortem. 
L’étude vise aussi à isoler et à identifier les agents responsables de cette 
infection par un diagnostic de laboratoire. Durant la période de 2016 à 
2018, 102 carcasses (3,05 % ; avec un intervalle de confiance [IC] à 
95 % de 2,05 à 3,69) ont été déclarées suspectes de tuberculose sur un 
total de 3 342 carcasses de dromadaires inspectées. Concernant la 
localisation des lésions, 64 des 102 carcasses présentaient des lésions 
aux poumons, 37 des 102 carcasses présentaient des lésions au niveau 
du foie et 1 carcasse présentait une lésion dans un ganglion bronchique. 
Respectivement cinq et six échantillons de lésions suspectes de 
tuberculose cameline ont été trouvés positifs à la bacilloscopie 
(4,90 % ; avec un IC à 95 % de 1,61 à 11,10) et en culture (5,88 % ; 
avec un IC à 95 % de 2,19 à 12,36). La concordance entre la 
bacilloscopie et la culture était bonne (coefficient kappa de 0,71) et la 
probabilité de trouver une culture positive était 184 fois plus élevée 
lorsque la bacilloscopie était positive (valeur de p = 0,01). 
La caractérisation moléculaire par réaction de polymérisation en chaîne 
(PCR) des extraits d’acide désoxyribonucléique (ADN) a montré un 
signal positif, signifiant que les souches isolées appartenaient au genre 
mycobactérien. Une restriction enzymatique réalisée sur des extraits 
d’ADN a indiqué la présence d’ADN d’une mycobactérie appartenant 
au complexe Mycobacterium tuberculosis. Une technique de 
spoligotypage réalisée sur les mêmes extraits d’ADN a permis de 
confirmer la présence de quatre souches de Mycobacterium bovis avec 
un même spoligotype SB0941 et d’une autre souche avec un 
spoligotype SB2562, un profil nouvellement décrit dans cette étude et 
qui est phylogénétiquement proche du profil précédent. Au départ de 
lésions suspectes de tuberculose chez le dromadaire, une souche de 
mycobactérie non tuberculeuse a été identifiée comme étant un 
Mycobacterium virginiense MO-233 (séquence ID : Nr149186) par la 
technique de séquençage de la région 16SrDNA. La présence de la 
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tuberculose à M. bovis ayant été démontrée dans la population cameline 
algérienne, il est dès lors nécessaire de mettre en œuvre des mesures 
visant à la contrôler en vue de réduire la transmission entre l’animal et 
l’homme. 

Mots-clés 

Abattoir – Algérie – Dromadaire – Mycobacterium bovis – 
Mycobacterium virginiense – Spoligotypage – Tuberculose. 

Introduction 

Le commerce du dromadaire (Camelus dromedarius) est en 
augmentation constante en Afrique du Nord et au Moyen-Orient, où ces 
animaux sont utilisés pour la viande et la production de lait, et 
occasionnellement pour des activités de transport et sportives (1). C’est 
ainsi qu’en Algérie, le dromadaire occupe une place essentielle dans la 
vie économique et sociale des communautés sahariennes et steppiques. 
Il revêt une importance particulière du fait de sa capacité à évoluer dans 
des milieux arides où l’existence d’autres animaux d’élevage serait 
rendue aléatoire et onéreuse (2). Selon l’Organisation des Nations unies 
pour l’alimentation et l’agriculture (FAO) (2018), l’Algérie comptait en 
2017, une population de 381 882 têtes, soit 6,5 % de l’effectif des pays 
de l’Afrique du Nord, 17 % des pays maghrébins et presque 2 % de la 
population mondiale cameline. Cela positionne le pays au 14e rang 
mondial (3). L’importance du cheptel de dromadaires en Algérie est liée 
aux efforts exercés par les éleveurs de camélidés et de l’attention 
accordée par l’État à ceux-ci depuis deux décennies (ex. prime à la 
naissance des dromadaires). En Algérie, il y a trois modes d’élevage des 
dromadaires. Les éleveurs sont des nomades, des transhumants ou des 
sédentaires. Les pasteurs nomades n’ont pas d’habitats fixes. Ils se 
déplacent en permanence avec leur bétail en quête d’un point d’eau et 
en utilisant les marigots, les rivières, les fleuves et les puits. Du fait de 
cette mobilité, les nomades pratiquent peu ou pas d’activité agricole (4). 
Les éleveurs transhumants déplacent leurs troupeaux de manière 
saisonnière, pendulaire, et selon des parcours bien précis, répétés 
chaque année. Deux types de transhumance sont pratiqués : la 
transhumance saisonnière (l’objectif réside dans la recherche de 
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pâturages et d’eau) et la transhumance laitière (elle répond à des 
objectifs commerciaux, c’est-à-dire la recherche de marchés pour 
l’écoulement du lait). Les éleveurs sédentaires déplacent leurs 
troupeaux, souvent sur de longues distances, mais ils reviennent chaque 
soir au village. Les éleveurs sédentaires sont d’anciens chameliers 
sédentarisés pour des causes diverses (scolarisation des enfants, 
sécheresse, pluriactivité) (5). En Algérie, les deux derniers systèmes 
sont de loin les plus fréquents avec toutefois une prédominance du 
mode d’élevage transhumant (6). 

Le dromadaire est susceptible à la plupart des maladies infectieuses des 
ruminants (7). Cependant, peu d’études décrivent des lésions 
tuberculeuses chez cet animal (8). La tuberculose est une maladie 
endémique et zoonotique, causée par les membres du complexe 
Mycobacterium tuberculosis (MTBC). Elle est considérée comme un 
problème de santé important chez l’homme et les animaux (9). Parmi 
les espèces de mycobactéries, Mycobacterium bovis a une large gamme 
d’hôtes et est l’agent causal le plus souvent rapporté de la tuberculose 
des camélidés (10, 11). Plusieurs cas de tuberculose des camélidés ont 
été déclarés depuis le XIXe siècle dans plusieurs pays africains (ex. 
Mauritanie, Nigeria, Niger, Égypte et Éthiopie), en Australie et dans 
d’autres pays d’Asie (ex. Émirats arabes unis, Pakistan et Inde) (10, 11, 
12). 

En Algérie, la tuberculose des ruminants domestiques a été 
diagnostiquée et les agents responsables de cette affection ont été 
identifiés par Sahraoui et coll. (13, 14). Ainsi, la prévalence des lésions 
tuberculeuses à l’abattoir a été estimée à 4,14 % chez les caprins et les 
ovins (13), alors que la prévalence chez les bovins a été estimée à 
3,58 % (14). Cependant, pour le dromadaire, aucune étude visant la 
tuberculose n’a été rapportée. Plusieurs facteurs peuvent interférer avec 
la réalisation de telles études, par exemple les difficultés à l’accès aux 
animaux à cause de la transhumance, les mouvements nombreux et non 
tracés des animaux, le mode d’élevage souvent extensif, l’insuffisance 
de moyens pour le déplacement des vétérinaires, et enfin l’inexistence 
des moyens spécifiques de dépistage et de diagnostic. Dans ce contexte, 
la présente étude a été conçue afin de déterminer la prévalence des 
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lésions suspectes de tuberculose chez le dromadaire lors de l’examen 
post-mortem des carcasses à l’abattoir dans le sud de l’Algérie, de 
mettre en évidence l’agent responsable de cette affection et de le 
caractériser. 

Matériels et méthodes 

Abattoirs investigués 

Cette étude a été menée dans trois abattoirs de la région sud de 
l’Algérie. Il s’agit des abattoirs de Metlili (wilaya de Ghardaïa), d’Ain 
Salah et d’El-Oued (Fig. 1). Dans ces abattoirs, les animaux des espèces 
suivantes sont abattus : bovins, petits ruminants et dromadaires. Chaque 
abattoir est doté d’un personnel permanent (un gérant de l’abattoir, un 
inspecteur vétérinaire, un docteur en médecine vétérinaire, un égorgeur 
et un agent chargé du nettoyage et du transport). Le choix de ces 
établissements a été réalisé sur la base de l’effectif des dromadaires 
abattus et de l’accessibilité des abattoirs. 

 
Fig. 1 
Situation géographique des trois abattoirs visités en Algérie 
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L’étude a été réalisée de 2016 à 2018. Au total, 3 342 dromadaires 
abattus de tout âge, race et sexe ont été inspectés pour la recherche de 
lésions suspectes de tuberculose. L’examen visuel post-mortem a porté 
sur toutes les carcasses et tous les organes d’élection (poumons, foie, 
intestin grêle, reins, ganglions lymphatiques mandibulaires, rétro-
pharyngés, bronchiques, médiastinaux, mésentériques et hépatiques). 
Cet examen a été réalisé en conformité avec le rectificatif au règlement 
(CE) no 854/2004 du Parlement européen et du Conseil du 29 avril 
2004 (15). Le type de lésions a été décrit en suivant les indications de 
Sieng (16). Des échantillons lésionnels ont été prélevés et déposés dans 
des pots stériles préalablement identifiés. Ces prélèvements ont ensuite 
été acheminés en respectant la chaîne du froid au laboratoire des 
mycobactéries de l’Institut Pasteur d’Algérie (IPA). Chaque échantillon 
était accompagné d’une fiche d’identification. 

Diagnostic classique de laboratoire 

Au niveau du laboratoire des mycobactéries de l’IPA, plusieurs 
examens de laboratoire ont été réalisés. Il s’agit de la bacilloscopie et 
de la culture bactérienne. En outre, une extraction d’acide 
désoxyribonucléique (ADN) a également été réalisée sur certains 
prélèvements. Cette extraction est présentée dans la partie du diagnostic 
moléculaire. 

Bacilloscopie 

Sur chaque échantillon, un frottis a été confectionné et coloré par la 
technique de Ziehl-Neelsen à chaud. Les lames ont été lues au 
microscope optique au grossissement × 100 et les bacilles acido-
résistants apparaissent alors comme des bacilles rouges sur un fond 
bleu (17). 

Culture bactérienne 

Chaque échantillon est homogénéisé à l’aide d’un mortier et un pilon 
stériles. Le produit de broyage ainsi obtenu est ensuite décontaminé en 
appliquant la méthode de Petroff, dont le but est d’éliminer les éléments 
bactériens qui ne sont pas des mycobactéries (18). Cette méthode 
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consiste à rajouter de la soude à 4 %, en doublant le volume par rapport 
à l’homogénéisat. La suspension ainsi obtenue est agitée à l’aide d’un 
agitateur de Khan pendant 10 min. Après rinçage à l’eau distillée stérile 
(20 ml), la suspension est centrifugée à 3 000 tours par minute pendant 
15 min et enfin le surnageant est rejeté. Une deuxième centrifugation 
est effectuée, puis le surnageant est à nouveau éliminé. Par la suite, un 
ensemencement est réalisé avec 0,1 ml de suspension de chaque 
échantillon. La suspension est étalée sur un milieu de Löwenstein-
Jensen. Le temps maximal d’incubation est de huit semaines (19). 

Diagnostic moléculaire sur les isolats 

Le diagnostic moléculaire consiste en l’extraction d’ADN suivie d’un 
spoligotypage. 

Extraction d’acide désoxyribonucléique 

La méthode d’extraction d’ADN par la chaleur a été utilisée. Pour cela, 
les colonies cultivées sur le milieu de Löwenstein-Jensen ont été 
prélevées. Ces colonies ont été mises en suspension dans une solution 
de Tris-EDTA à 10 %, dans un micro-tube de 1 500 µl. Ces derniers ont 
été placés 20 min sur un bloc chauffant à 80 °C afin de détruire les 
bactéries par la chaleur. La suspension a été ensuite centrifugée pendant 
5 min à 10 000 tours par minute. L’ADN a été retiré du surnagent et 
conservé à –20 °C avant utilisation. 

Restriction enzymatique par réaction de polymérisation en 
chaîne 

Cette technique a été réalisée au sein du laboratoire de microbiologie et 
biotechnologie médicale de l’Université d’Acibadem en Turquie. Le 
protocole suivi est celui décrit par Telenti et coll. (20). Pour ce faire, les 
échantillons des extraits d’ADN ont été soumis à la restriction 
enzymatique du gène hsp65 par réaction de polymérisation en chaîne 
(PCR) classique. 

Premièrement, une amplification par PCR, basée sur IS6110 a été 
réalisée. Cette amplification nécessite l’usage d’amorces, à savoir, deux 
amorces oligonucléotidiques de mycobactéries (2 µl) : TB11 (5’-
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ACCAACGATGGTGTGTCCAT-3’) et TB12 (5’-
CTTGTCGAACCGCATACCCT-3’) (20) et deux amorces IS6110 
(1 µl) : INS1 (5’-CGTGAGGGCATCGAGGTGGC-3’) et INS2 (5’-
GCGTAGGCGTCGGTGACAAA-3’) (21). Un témoin négatif dans 
lequel l’ADN est remplacé par de l’eau est utilisé afin de déceler une 
éventuelle contamination (la contamination partant de l’ADN 
précédemment amplifié représente le principal risque). Un témoin 
positif (M. tuberculosis H37Rv) permet de valider la bonne 
conservation des réactifs. Le mélange PCR pour cette amplification 
était composé d’un seul volume de la mixture : 2 μl de chaque amorce, 
2,5 mM de désoxyribonucléotides-tri-phosphates, 2 μl de Taq 
polymérase, 15 µl d’H2O et 3 μl d’ADN mycobactérien et enfin l’ADN 
à amplifier. Cette technique de PCR a été effectuée à l’aide d’un 
thermocycleur T100 de Applied Bio-RAD. Cette opération a duré 
trois heures et a nécessité 45 cycles selon deux programmes : une 
dénaturation à 95 °C pendant 45 secondes, une amplification à 56 °C 
pendant 45 s et une élongation à 72 °C pendant 1 min. 

Ensuite une amplification du gène hsp65 a été réalisée avec les deux 
amorces (2,5 µl) Tb11 (5’-ACCAACGATGGTGTGTCCAT) et Tb12 
(5’-CTTGTCGAACCGCATACCCT). Le mélange de la réaction est 
composé de 20 mM de Tris, Ph (8,4), 50 mM KCL ; 1,5 mM MgCl2, 
10 % de glycérol, 200 mM désoxyribonucléotides-tri-phosphates et 
1 µl de Taq polymérase. La réaction a été soumise à une dénaturation à 
95 °C pendant 10 min, suivie de 45 cycles d’amplification (94 °C 
pendant 1 min, 60 °C pendant 1 min et 72 °C pendant 1 min), puis 
d’une étape d’élongation finale à 72 °C pendant 7 min (20). 

La digestion des fragments d’ADN amplifiés (amplicon hsp65) a été 
assurée par l’usage de deux enzymes de restriction (BstE II et Hae III) 
(20) et des deux solutions suivantes : 

– Solution 1 : 1 μl pour chaque enzyme additionné à 2 μl de buffer 
et de la mixture ; 3 μl de la mixture sont additionnés à 17 μl de 
chaque produit PCR (20). Ensuite une incubation du mélange à 
37 °C pendant une nuit a été réalisée. 
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– Solution 2 : 8,4 µl d’acrylamide, 0,5 µl de TAE (Tris-acétate-
EDTA), 15,3 µl H2O, 40 µl de TEMED (N,N,N’,N’-
tétraméthyléthylènediamine) et 800 μl de persulfate 
d’ammonium (SDS). Cette deuxième solution correspond à une 
partie des composants du gel de polyacrylamide. 

À la suite de la digestion, environ 1 μg d’ADN digéré est séparé par 
électrophorèse sur gel d’agarose à 0,8 % (poids/volume), préparé dans 
du TBE (Tris-borate-EDTA), à 40 V pendant une nuit. Cette 
électrophorèse permet de séparer les différents fragments d’ADN 
obtenus après digestion. 

Les profils de restriction ont été analysés à l’aide d’un programme 
d’analyse moléculaire (BioRad, Hercules, Californie, États-Unis 
d’Amérique). Les résultats ont été comparés à l’aide d’une table de 
référence intitulée « PCR Restriction Enzyme Analysis Chart for Hsp65 
of Mycobacteria », au niveau de la ligne 152/127/69/42/22/17/12 se 
rapportant à M. bovis (U 17925) et à M. tuberculosis (U 17957) (20). 

Spoligotypage 

La méthode du spoligotypage de type Luminex a été réalisée à l’Institut 
de médecine expérimentale de l’Université d’Istanbul en suivant le 
protocole décrit par Zhang et coll. (22). Cette technique reste la plus 
pertinente surtout dans les pays où les flambées de tuberculose sont 
largement liées à M. africanum (en Afrique, dans le sous-continent 
indien et en Asie) (22). 

Les extraits d’ADN de la totalité des isolats obtenus (six) ont été 
identifiés par spoligotypage. Pour ce faire : 

1. Une amplification génique a été réalisée avec les amorces DRa 
et DRb avec trois contrôles positifs (témoins). 

2. Une dénaturation des produits de PCR a été faite à 95 °C 
pendant 10 min. 

3. Une hybridation à 52 °C pendant 30 min. Des microbilles 
(BioRAD France) avec une solution d’hypochlorite de sodium 
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ont été rajoutées aux produits PCR pour assurer la bonne 
dégradation de l’ADN. Cette étape a été effectuée dans un 
incubateur de type Analyseur Luminex ® 200 ™ (Luminex 
Corp., Austin, Texas, États-Unis d’Amérique) pendant 10 min 
à 52 °C. 

Selon Zhang et coll., l’approche basée sur les microbilles en 
comparaison de celle utilisant des membranes permet un débit de 
caractérisation des mycobactéries de 4 à 8 fois plus élevée (22). 

Identification d’un isolat mycobactérien par séquençage de 
la région 16SrDNA 

Cette méthode a été réalisée au laboratoire de l’Institut de médecine 
expérimentale, Université d’Istanbul. Nous avons procédé au 
séquençage d’un isolat d’ADN qui n’appartenait pas au complexe 
M. tuberculosis. Pour cela nous avons utilisé deux techniques : 

1. Une PCR et un séquençage partiel du gène d’ARNr16S : cette 
méthode consiste à une amplification d’un fragment de 591 pb 
du gène d’ARNr16S avec deux amorces 285 et 259 (23). 

2. Une PCR et un séquençage partiel du gène hsp65 : cette 
technique vise à amplifier un fragment de 441 pb du gène hsp65 
en suivant le protocole décrit par Telenti et coll. (20). 

Les produits amplifiés ont été purifiés par des billes Agencourt Ampure 
XP et Agencourt Cleanseq (Beckman Coulter, Brea, Californie, États-
Unis d’Amérique). Le séquençage a été effectué dans le système 
d’analyse de séquence CEQ8000 (Beckman Coulter, Brea, Californie, 
États-Unis d’Amérique). Les séquences obtenues ont été analysées en 
utilisant l’outil de recherche d’alignement local de base, désigné 
comme le BLAST (en anglais : Basic Local Alignment Search Tool) et 
qui est disponible dans la base de données en ligne du Centre américain 
pour les informations biotechnologiques (NCBI, National Center for 
Biotechnology Information) (BLAST, NCBI, Bethesda, Maryland, 
États-Unis d’Amérique). 
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Analyses statistiques 

La prévalence des lésions avec son intervalle de confiance (IC) à 95 % 
a été calculée à l’aide d’une distribution binomiale exacte. Le 
coefficient de concordance Kappa a été utilisé pour comparer l’accord 
entre la bacilloscopie et la culture bactérienne (24). L’étude des 
variables exploratoires en lien avec les lésions suspectes de tuberculose 
détectées à l’abattoir et confirmées par culture bactérienne a été réalisée 
en utilisant une régression logistique univariée (variable par variable) 
puis multivariée (prise en compte de toutes les variables ensemble). 
Pour l’analyse multivariée, un premier modèle comprenait toutes les 
variables exploratoires ayant une valeur p ≤ 0,2 dans le modèle 
univarié. Les variables exploratoires non significatives (p > 0,05) ont 
été supprimées par une approche pas à pas (à partir de la moins 
significative, c’est-à-dire avec la valeur de p la plus élevée). À chaque 
étape, un test du rapport de vraisemblance a permis de comparer le 
modèle simplifié au modèle plus complexe. Le modèle final a été 
sélectionné lorsque le test du rapport de vraisemblance indiquait une 
différence significative entre le modèle le plus complexe et le modèle 
simplifié (p < 0,05). Les calculs ont été réalisés en utilisant le logiciel 
Stata 14.2 SE (StatCorp, College Station, Texas, États-Unis 
d’Amérique). 

Résultats 

Lésions suspectes de tuberculose 

Sur un total de 3 342 carcasses de dromadaires inspectées visuellement, 
102 carcasses présentaient des lésions suspectes de tuberculose, soit une 
proportion apparente globale de lésions suspectes de tuberculose dans 
la zone d’étude de 3,05 % (IC à 95 % de 2,50 à 3,69). La proportion de 
dromadaires femelles présentant des lésions suspectes de tuberculose 
(9,37 %) était supérieure à celle des mâles (1,61 %). 

Les lésions suspectes de tuberculose étaient plus fréquemment 
observées au niveau des poumons par rapport aux autres localisations, 
les femelles étaient plus touchées par ces types de lésions par rapport 
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aux mâles, et les animaux âgés > 10 ans étaient les plus concernés 
(Tableau I). 

Tableau I 

Résultats des 102 dromadaires présentant des lésions suspectes de 
tuberculose à l’inspection visuelle des carcasses. Caractéristiques 
démographiques des animaux et localisation des lésions 

 Variable Modalité Nombre (% du total) 

Ca
ra

ct
ér

ist
iq

ue
s 

dé
m

og
ra

ph
iq

ue
s 

Sexe Mâle 44 (43,14 %) 

 Femelle 58 (56,86 %) 

Âge < 5 ans 11 (10,8 %) 

 5–10 ans 21 (20,6 %) 

 > 10 ans 70 (68,6 %) 

Lo
ca

lis
at

io
n 

de
s 

lés
io

ns
 Organe Poumon 64 (62,7 %) 

 Foie 37 (36,3 %) 

 Ganglion bronchique 1 (0,98 %) 

Comparaison entre la bacilloscopie et la culture 
bactérienne 

Cinq des 102 échantillons (4,90 %) testés par bacilloscopie ont révélé 
la présence de bacilles acido-alcoolo-résistants. Six des 102 mêmes 
échantillons (5,88 %) mis en culture sur le milieu de Löwenstein-Jensen 
ont été trouvés positifs pour la présence de Mycobacterium (Tableau II). 
La comparaison entre les résultats de la bacilloscopie et de la culture 
bactérienne peut être qualifiée de « bonne » en regard du coefficient de 
concordance Kappa qui est de 0,71 (IC à 95 % de 0,52 à 0,91). En 
considérant la culture comme la technique de référence, la sensibilité et 
la spécificité de la bacilloscopie ont été respectivement estimées à 
66,66 % (IC à 95 % de 22,28 à 95,67) et à 98,96 % (IC à 95 % de 94,33 
à 99,97). 
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Tableau II 

Comparaison entre les résultats de la bacilloscopie et de la culture 
bactérienne concernant 102 échantillons présentant des lésions 
suspectes de tuberculose chez les dromadaires en Algérie 

  Culture  

  Positive Négative Total 

Bacilloscopie 
Positive 4 1 5 

Négative 2 95 97 

 Total 6 96 102 

Variables exploratoires en lien avec la détection de 
mycobactéries par culture 

Les résultats de l’analyse univariée et de l’analyse multivariée sont 
présentés dans les Tableaux III et IV. L’analyse univariée a montré 
qu’en comparaison avec le poumon comme prélèvement de référence, 
la prise de ganglions présentant des lésions était plus indicative d’une 
tuberculose confirmée par examen bactériologique (valeur de p = 0,03). 
De même, la présence d’un examen bacilloscopique était très indicatif 
d’une culture positive (valeur de p < 0,001) (Tableau III). Cependant, à 
la suite de l’analyse par régression logistique multivariée, seul l’examen 
bacilloscopique reste significativement associé à une culture positive 
(valeur de p = 0,01) (Tableau IV). 
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Tableau III 

Analyse univariée des variables exploratoires de lésions 
tuberculeuses chez le dromadaire en Algérie 

Variable Modalité OR (IC à 95 %) Valeur de p 

Abattoir Ain Salah Référence – –  

El-Oued 2,86 (0,13–61,69) 0,50  

Ghardaïa 16,09 (0,81–317,82) 0,07 

Âge Animal < 5 ans Référence – –  

Animal 5–10 ans 0,16 (0,0061–4,35) 0,28  

Animal > 10 ans 0,59 (0,086–4,01) 0,59 

Sexe Femelle Référence – –  

Mâle 0,71 (0,14–3,52) 0,68 

Population Arbi Référence – –  

Chaambi 3,48 (0,36–33,56) 0,28  

Mheri 2,09 (0,17–24,99) 0,56  

Sahraoui 0,31 (0,03–3,24) 0,33  

Tergui 0,30 (0,03–3,15) 0,32 

Localisation Poumon Référence – –  

Foie 0,55 (0,08–3,67) 0,53  

Ganglion 40,33 (1,43–1139) 0,03* 

Bacilloscopie Négative Référence – –  

Positive 114,60 (12,27–1070) < 0,001* 
* :  statistiquement significatif 
IC :  intervalle de confiance 
OR :  rapport des cotes (odds ratio) 
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Tableau IV 

Analyse multivariée des variables exploratoires des lésions 
tuberculeuses chez le dromadaire en Algérie 

Variable Modalité OR (IC à 95 %) Valeur de p 

Abattoir Ain Salah Référence – –  

El-Oued 10,99 (0,06–2187) 0,89  

Ghardaïa 6,47 (0,07–619) 0,80 

Localisation Poumon Référence – –  

Foie 0,39 (0,02–9,17) 0,56  

Ganglion 0,41 (0,005–35,76) 0,69 

Bacilloscopie Négative Référence – –  

Positive 184,19 (3,37–10078) 0,01* 
* :  statistiquement significatif 
IC :  intervalle de confiance 
OR :  rapport des cotes (odds ratio) 

Analyse par restriction enzymatique 

Les résultats de la PCR basé sur IS6110 montrent que sur un ensemble 
de six souches isolées, cinq isolats présentent des signaux positifs qui 
correspondent au complexe Mycobacterium tuberculosis. Le sixième 
isolat ne présente pas de signal ce qui indique que son ADN 
n’appartient pas à ce complexe. Il s’agit d’une mycobactérie non 
tuberculeuse (MNT). 

L’examen par PCR des souches isolées à partir des cultures positives a 
permis de confirmer la présence des mycobactéries. Une restriction 
enzymatique appliquée sur les mêmes extraits d’ADN a permis de 
mettre en évidence la présence de bandes variant entre 200 paires de 
bases (pb) et 250 pb, entre 50 pb et 100 pb et entre 12 pb et 17 pb. Ces 
résultats sont compatibles avec la ligne 152/127/69/42/22/17/12 de 
l’algorithme repris dans la Table de référence (20), c’est-à-dire 
compatibles avec M. bovis (U 17925) et M. tuberculosis (U 17957), ce 
qui indique la présence de l’une et/ou l’autre de ces deux espèces. 
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Identification par méthode moléculaire d’un isolat 
mycobactérien 

Les résultats des séquences d’un isolat mycobactérien obtenues par 
deux techniques différentes de séquençage et comparées à la base de 
données NCBI de collecte de nucléotides ont mis en évidence une 
souche de M. virginiense DSM100883T (99,82 % de similitude avec 
M. virginiense) par la méthode du gène ARNr16S et 99,5 % de 
similitude avec M. virginiense AY550212 pour le gène hsp65. À la suite 
de ces deux observations, la souche de mycobactérie atypique mise en 
évidence dans cette étude a été identifiée comme étant Mycobacterium 
virginiense MO-233. C’est la première fois que cette souche a été isolée 
en Algérie chez une chamelle âgée de plus de 10 ans. 

Spoligotypage 

La technique de spoligotypage a été réalisée au laboratoire de l’Institut 
de médecine expérimentale de l’Université d’Istanbul sur les extraits 
d’ADN obtenus au départ des six isolats bactériens identifiés dans des 
lésions suspectes de tuberculose chez le dromadaire. Quatre souches de 
M. bovis possédant le même spoligotype SB0941 et une souche 
phylogénétiquement proche des souches précédentes mais portant le 
spoligotype SB2562 ont été identifiées (Tableau V). Le premier 
spoligotype a déjà été décrit chez le bovin dans une étude menée en 
Algérie par Sahraoui et coll. (14), tandis que le deuxième est décrit ici 
pour la première fois. 

Tableau V 

Spoligotypes identifiés chez les dromadaires en Algérie 

Spoligotype Code BIN Code OCT Code HEX 

SB0941 1101111101111110111100011111111111111100000 676773617777600 6F-5F-5E-1F-FF-60 

SB2562 1001111101111000111100011111111111111100000 476743617777600 4F-5E-1E-1F-FF-60 
BIN :  binaire 
HEX :  hexadécimal. Le système hexadécimal est un système de numération positionnel en base 16. 
Dans ce système, 16 symboles sont utilisés, en général des chiffres arabes pour les dix premiers 
chiffres et les lettres A à F pour les six suivants. 
OCT :  octal. Le système de numération octal est un système de numération de base 8 qui utilise les 
chiffres de 0 à 7. 
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Discussion 

Historiquement, plusieurs dromadaires apparemment en bonne santé, 
abattus dans des abattoirs en Algérie, présentaient des lésions 
pulmonaires à l’examen post-mortem (1). Selon Kane et coll. dans une 
étude menée en Mauritanie, les genres bactériens associés aux lésions 
pulmonaires majeures chez le dromadaire étaient des streptocoques, des 
staphylocoques, des klebsielles et des corynébactéries (25). 

La présente étude a révélé une prévalence de lésions suspectes de 
tuberculose de 3,05 % (102/3 342 carcasses) chez le dromadaire à la 
suite d’une inspection visuelle post-mortem réalisée dans trois abattoirs 
en Algérie. Ces résultats sont proches de ceux de Kasaye et coll. (26) 
qui ont rapporté une prévalence de 4,52 % à l’abattoir d’Akaki en 
Éthiopie. Ils sont toutefois supérieurs à ceux signalés par Zubair et 
coll. (27) qui ont rapporté une proportion de nodules tuberculeux de 
2 % dans deux abattoirs de Lahore et Faisalabad au Pakistan, et 
inférieurs à ceux rapportés par Beyi et coll. (28) qui ont mentionné une 
prévalence des lésions tuberculeuses égale à 8,3 % (33/398) à l’abattoir 
municipal de Dire Dawa en Éthiopie. La présence des lésions 
tuberculeuses chez le dromadaire dans les trois abattoirs investigués 
dans notre étude est peut-être favorisée par la tendance à la sédentarité 
de certains élevages camelins algériens. En effet, ce type d’élevage 
induit une plus grande cohabitation avec d’autres ruminants, en 
particulier les bovins, qui sont plus souvent atteints de tuberculose à 
M. bovis. Ce même constat a été signalé par Mamo et coll. qui 
indiquaient que la tuberculose se produisait plus fréquemment chez les 
dromadaires qui sont gardés en contact avec des bovins et des petits 
ruminants (29). Cette cohabitation explique également le fait de 
retrouver le même spoligotype de souches de M. bovis dans les deux 
espèces (les dromadaires et les bovins). En effet, les travaux de 
Sahraoui et coll. ont mis en évidence le même spoligotype (SB0941) 
chez l’espèce bovine dans une étude menée dans deux abattoirs de la 
région Nord en Algérie (14). Depuis lors, un dépistage des bovins 
provenant de la région du Nord de l’Algérie a été rendu obligatoire 
avant le déplacement de ceux-ci vers le Sud de l’Algérie. 
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La proportion de dromadaires femelles présentant des lésions suspectes 
de tuberculose (9,37 %) était supérieure à celle des mâles (1,61 %). 
Ceci peut être expliqué par la plus longue vie reproductrice des femelles 
dromadaires qui ont une plus grande chance de rencontrer un animal 
infecté de tuberculose à M. bovis durant leur cycle de vie (30). Nos 
résultats sont comparables à ceux rapportés à l’abattoir d’Akaki en 
Éthiopie par Kasaye et coll. (26) qui ont signalé une prédominance des 
lésions tuberculeuses chez les femelles (5,91 %) par rapport aux mâles 
(2,41 %). En revanche, dans une étude menée au Nigeria Ahmed et coll. 
ont indiqué que les mâles sont les plus concernés par les lésions 
tuberculeuses (35,4 %) (27). Toutefois, dans cette étude, un nombre 
important d’échantillons provenaient de dromadaires mâles 
abattus (31). De plus, la tuberculose étant une maladie d’évolution 
chronique (32), la maladie se manifeste fréquemment chez les animaux 
âgés (5,63 %). Le même constat a été fait par Beyi et coll. (28). En effet, 
ceux-ci ont estimé ce pourcentage à 11,7 % (22/180) dans une étude 
menée à l’abattoir de Dire Dawa en Éthiopie. D’autres travaux ont 
confirmé que la prévalence des lésions tuberculeuses était plus élevée 
dans les carcasses de dromadaires âgés (31). Les lésions évocatrices de 
la tuberculose cameline sont plus fréquentes dans les poumons (64/102) 
et le foie (37/102) et un faible pourcentage a été constaté dans les 
ganglions bronchiques (1/102). Ces résultats sont comparables avec 
ceux de Mamo et coll. (29) obtenus dans l’abattoir de Dire Dawa en 
Éthiopie avec un taux élevé de lésions pulmonaires (54,2 %). Le même 
constat a été observé par Zubair et coll. (27) indiquant une proportion 
de 48,90 % de lésions pulmonaires dans une étude menée dans les 
abattoirs de Lahore et Faisalabad au Pakistan. La prédominance des 
lésions respiratoires est explicable par le mode de transmission 
préférentielle de la tuberculose à M. bovis par cette voie (33). 

Seuls 4,90 % des examens par bacilloscopie étaient positifs. Nos 
résultats ne sont pas étonnants car la bacilloscopie n’est pas très sensible 
et elle n’est positive que si le prélèvement contient plus de 10 000 
bacilles / ml (32). Le même constat a été signalé par Mamo et coll. (29) 
dans une étude réalisée à l’abattoir de Dire Dawa en Éthiopie. Cette 
faible positivité pourrait être due à l’absence (34) ou au faible nombre 
(35) de mycobactéries viables dans les lésions tuberculeuses calcifiées. 
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La bacilloscopie constitue toutefois une étape du diagnostic de la 
tuberculose adoptée par les programmes nationaux de lutte contre la 
tuberculose dans les pays à ressources limitées (36, 37). Selon Wernery 
et coll., les résultats de la coloration de Ziehl-Neelsen chez le 
dromadaire sont variables (12). Cela peut être dû à un phénomène 
particulier chez les camélidés par rapport aux autres espèces. Chez les 
bovins, Sahraoui et coll. ont calculé un taux de positivité à la 
bacilloscopie de 28,80 % (38). 

Le taux de positivité à la culture bactérienne, sur milieux solides 
Löwenstein-Jensen était légèrement supérieur (5,88 %) à celui obtenu 
par la bacilloscopie. Ce taux est supérieur à celui obtenu (1,4 %) par 
Mamo et coll. (28). La culture bactérienne reste un test de référence 
pour un meilleur contrôle de la tuberculose (39). 

Dans la présente étude, la concordance entre la bacilloscopie et la 
culture bactérienne s’est révélée être bonne (coefficient kappa de 0,71). 
Il s’agit d’un résultat supérieur à ceux rapportés auparavant par Beyi et 
coll. (28) et par Mamo et coll. (29), qui ont signalé respectivement une 
concordance faible (coefficient kappa de 0,37) à moyenne (coefficient 
kappa de 0,51) entre ces deux tests. 

Selon les auteurs, il s’agit de la première étude portant à la fois sur le 
diagnostic bactériologique et moléculaire de la tuberculose chez le 
dromadaire en Algérie. Cette étude a pu confirmer la présence de 
M. bovis avec deux spoligotypes différents (SB094 et SB2562) dans les 
lésions tuberculeuses chez le dromadaire en Algérie. Dans la présente 
étude, le spoligotype isolé (SB0941) de quatre souches bactériennes est 
semblable à celui isolé chez un bovin dans deux abattoirs algériens lors 
d’une étude antérieure (14, 35). Ce constat suggère le passage possible 
de ce spoligotype au sein des deux espèces par cohabitation. En 
revanche, le spoligotype SB2562 isolé d’une autre souche est nouveau. 
Il n’a jamais été isolé auparavant en Algérie chez le dromadaire ou toute 
autre espèce d’animal de rente. Ce nouveau motif de spoligotype a été 
soumis dans la base de données des spoligotypes de M. bovis sous le 
numéro de code OCT476743617777600 (www.Mbovis.org) (40). 
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De plus, une souche de mycobactérie non tuberculeuse a été isolée et 
identifiée par la technique de séquençage de la région 16s DNA. Elle a 
été identifiée comme M. virginiense MO-233. Ce type de mycobactérie 
a été isolé chez une chamelle âgée de plus de 10 ans pour la première 
fois en Algérie. Cette souche atypique est une espèce appartenant au 
complexe Mycobacterium terrae (41). Un même constat a été signalé 
par Johnson et coll. (42), qui ont également isolé des mycobactéries 
atypiques telles que M. kansasii chez les camelins. 

Conclusion 

Cette étude a permis de mettre en évidence la présence de lésions 
compatibles avec la tuberculose chez 3,05 % de dromadaires abattus en 
Algérie. Cinq souches de M. bovis ont été isolées, correspondant, pour 
quatre d’entre elles à un spoligotype déjà connu auparavant chez le 
bovin en Algérie (SB0941) et pour la cinquième souche à un 
spoligotype (SB2562) inconnu à ce jour chez le dromadaire ou toute 
autre espèce animale. 

De plus, une souche non-tuberculeuse supplémentaire a été identifiée. 
Il s’agit de M. virginiense MO-233. Compte tenu du caractère 
zoonotique de M. bovis, il est nécessaire de mettre en œuvre des 
mesures visant à contrôler la tuberculose à M. bovis dans le cheptel des 
dromadaires algériens en vue de réduire la transmission entre l’animal 
et l’homme. Enfin, des études complémentaires restent nécessaires pour 
mieux comprendre la situation épidémiologique du cheptel camelin en 
Algérie. 
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