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RESUME

La fièvre Q est une zoonose provoquée par Coxiella burnetii, une bactérie

intracellulaire stricte, à répartition mondiale.

Les ruminants domestiques constituent un réservoir important de cette

bactérie, et la maladie est souvent liée aux troubles de la reproduction.

La maladie est peu étudiée en Algérie, et un manque de données sur la

distribution et la fréquence de la maladie est observé.

Ce travail a comme objectif l’étude sérologique de la fièvre Q chez les

bovins, de plus il vise à étudier le lien entre les résultats de la sérologie et

quelques paramètres cliniques et zootechniques, enfin, l’étude de certaines

pratiques à risque qui peuvent être à l’origine de la transmission de la maladie aux

animaux ou à l’homme.

Afin de réaliser notre travail, 180 prélèvements sanguins répartis sur 50

élevages de bovins laitiers ont été réalisés dans 05 communes de la wilaya de

Bejaia et analysés par la technique ELISA, différents renseignements concernant

les élevages et les antécédents pathologiques des vaches ont été recueillis par

fiches de commémoratifs

Les résultats obtenus montrent que 10,55% des vaches ont des anticorps

anti-Coxiella, ces vaches sont réparties sur 11 élevages, aucune association

statistiquement significative n’est observée entre les conditions d’élevage et les

résultats de la sérologie, cependant une association significative a été observée

entre les antécédents de métrites et de repeat breeding chez les vaches et les

résultats sérologiques. De plus, des pratiques à risque telles que l’absence de box

de vêlage,  absence de désinfection et d’isolement des femelles lors de la

survenue d’un avortement ont été constatées dans tous les élevages.

Mots clés : Fièvre Q, séroprévalence , ELISA, bovins, zoonose, Bejaia



ABSTRACT

Q fever is a zoonosis caused by Coxiella burnetii, obligatory intracellular

bacterium, whith a worldwide distribution.

The domestic ruminants constitute an important resrvoir of this bacterium,

and the disease is often related with reproductive disorders.

The disease is little studied in Algeria, and lack of data about the frequency

and distribution of the disease is observed

The objective of this work is the serologic study of Q fever in cattle,

moreover it aims at studying the relationship between the results of serology and

some clinical and zootechnical parameters, Finally, the study of some risk

practises which can be at the origin of the transmission of the disease to  animals

or  man.

In order to realize our work, 180 blood samples distributed on 50 dairy cattle

herds were carried out in 05 localities of Bejaia Town, and analyzed used ELISA

technique; various information concerning the herds and pathological antecedents

of the cows were collected by cards of commemorative.

The obtained results show that 10,55% of  cows have anti-Coxiella

antibodies, these cows are distributed on 11 herds, no significant association is

observed between the conditions of breeding and serologic results, however a

significant association was observed between the antecedents of métritis and

repeat breeding in the cows with the serologic results, moreover, risk practices

were noted in all the herds .

 Key words : Q fever, serorpevalence, ELISA, cattle, zoonosis, Bejaia.
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INTRODUCTION

La fièvre Q est une maladie de répartition mondiale, due à Coxiella burnetii,

une bactérie strictement intracellulaire qui peut infecter de nombreuses espèces

animales (ruminants, chats, chiens, oiseaux), les arthropodes mais aussi l’Homme

[1], c’est une zoonose,  les ruminants domestiques étant considérés comme le

principal réservoir pour l’infection humaine [2].

La maîtrise de la fièvre Q présente un triple enjeu. En termes de santé

publique, cette affection, asymptomatique dans plus de 60% des cas, peut

néanmoins se traduire par des signes cliniques graves chez l’Homme :

pneumopathies et hépatites, troubles cardio-vasculaires et génitaux [1]. La récente

épidémie aux Pays-Bas, avec plus de 3 500 cas humains notifiés de 2007 à 2010

l’atteste [3]. En santé animale,  l’infection est associée à la survenue de troubles

de la reproduction (infertilité, avortements, naissance de veaux chétifs) [4]. Un

enjeu socio-économique existe aussi pour l’image des filières laitières, même si le

risque de contamination de l’Homme suite à l’ingestion de produits laitiers à base

de lait cru est actuellement considéré comme négligeable par les experts de

l’Anses [5].

Sur le plan épidémiologique, le taux d’infection des animaux ou des

cheptels est très variable [6]. En Algérie, la fièvre Q est peu étudiée, quelques

données existent sur sa prévalence chez l’homme et chez les animaux [7], [8], [9],

néanmoins la situation de cette maladie se caractérise par un manque énorme

d’informations épidémiologiques, tant en santé animale qu’en santé humaine.

Notre travail s’intéresse à la recherche sérologique des anticorps  anti-

Coxiella burnetii  chez les vaches laitières dans la région de Bejaia, l’étude du lien

entre les résultats de la sérologie et les conditions d’élevage, les antécédents

pathologiques des animaux, et quelques facteurs de risque.

Le présent travail, est axé sur deux parties, la partie bibliographique

consacrée à l’étude de la fièvre Q. et la partie expérimentale, consacrée à l’étude

de la séroprévalence de la maladie chez les bovins dans la région de Bejaia.
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CHAPITRE 1 :
NATURE DE L’AGENT CAUSAL ET CYCLE DE DEVELOPPEMENT

1.1 Historique :

En 1935, Edward Holbrook Derrick, directeur du Laboratoire de

microbiologie et pathologie du Département de Santé de Brisbane, en Australie,

est amené à investiguer un foyer d’épisodes fébriles survenant chez les

travailleurs de l’abattoir de Brisbane. Il ne parvient pas à isoler l’agent en cause

mais suppose qu’il s’agit d’un virus, et décrit pour la première fois la maladie, qu’il

prénomme fièvre Q pour « Query fever », soit la fièvre point  d’interrogation [10].

Des échantillons sont envoyés à Melbourne (Australie) à Macfarlane Burnet

et son associé Mavis Freeman, qui parviennent en 1937 à reproduire la maladie

sur différents animaux (cochons d’Inde, souris, singes,…) et à isoler l’agent

responsable. Ils observent dans des coupes de rate de souris des organismes à

apparence de rickettsies  [11] que Derrick nomme en 1939 Rickettsia burnetii.

Derrick et ses collaborateurs étudient alors l’épidémiologie de la maladie, et

concluent que les animaux sauvages constituent le réservoir naturel de la fièvre Q,

que les animaux domestiques représentent un réservoir secondaire et que la

maladie peut être transmise par les tiques ou d’autres arthropodes [12].

Parallèlement à cela, en 1935 Gordon Davis travaille sur la fièvre pourprée

des montagnes Rocheuses au Rocky Mountain Laboratory, dans le Montana, aux

Etats-Unis. Des tiques collectées près de Nine Mile Creek induisent après

morsure une maladie fébrile chez certains cochons d’Inde. Les symptômes

cliniques et le comportement de l’agent en cause ne semblent pas correspondre à

de la fièvre pourprée. En 1936 Herald Rea Cox rejoint l’équipe de Davis, et ils

démontrent ensemble que l’agent étiologique possède à la fois des propriétés de

virus et de rickettsies. Ils le nomment Rickettsia idaporica en raison de son

caractère filtrable [13][14] .
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En 1942, Derrick et ses collaborateurs mettent en évidence l’existence de

l’infection chez le bétail et provoquent expérimentalement la maladie chez le veau

[15]

Pendant la seconde guerre mondiale, en 1941-1944, la maladie est décrite

sous forme d’endémies pseudo-grippales chez des soldats allemands stationnés

dans les Balkans, en Italie du Sud, Corse, Ukraine, Crimée, et chez des troupes

alliées anglaises et américaines en Italie centrale. Ceci explique en partie le

nombre important de synonymes que cette  maladie a connu : fièvre de l’abattoir,

fièvre rickettsiale du Queensland, fièvre de l’Olympe, fièvre de Crimée, fièvre des

7 jours, grippe balkanique, pneumonie de Crète, fièvre d’Eubée, du désert

égyptien, d’Italie, maladie de Derrick et Burnet et Nine Mile Creek fever. [16] [17]

En 1948 Cornelius Becker Philip crée un nouveau genre du fait de l’intervention

facultative des arthropodes dans la transmission de la fièvre Q, et renomme

l’agent Coxiella burnetii en hommage à Burnet et Cox [18]

En Algérie, à partir de 1951, plusieurs études ont démontré l’endémie de la

maladie. Ainsi, au sein du personnel des abattoirs de Constantine et d’Annaba

17% des sujets présentaient des intradermo-réactions positives à l’antigène en

question. Un travail identique de Lacroix et al., à Alger a montré que 14,6% du

personnel de l’abattoir, 20,7% des ovins et 50% des bovins présentaient des

intradermo-réactions positives à cet antigène  [19].

Les principaux épisodes épidémiques ont été décrits dans les collectivités

militaires françaises à Batna et dans l’Oranie. L’épidémie de Batna, fut décrite par

Pierrou et Moumoune en avril 1955, ces auteurs ont signalés 175 cas sur 500

hommes ayant effectué un voyage dans des wagons qui ont servi au transfert de

moutons. Deux années plus tard 18 cas observés au sein d’une collectivité

militaire seront rapportés dans la même ville, la contamination semble être due à

l’infiltration des déjections animales dans le sol. En 1962, Bernard et Bereni ont

rapporté une épidémie dans la ville de Maghnia, cette épidémie concerne 24 cas

localisés dans une unité de 60 hommes ayant manipulé des moutons dans le

cadre de leurs fonctions [10].

Apres l’indépendance, peu de cas ont été diagnostiqués, néanmoins des

études sérologiques ont révélé, que la maladie était bien maintenue en circulation
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parmi la population humaine. Une étude séro-épidémiologique effectuée par le

centre hospitalier de la wilaya de Sétif dans la période s’étalant d’Octobre 1995

jusqu’à octobre 1996 sur 729 sérums testés: par l’unité des Rickettsies du

professeur Raoult à Marseille a révélé une séroprévalence de l’ordre de 18,5% +/-

0,12 avec risque multiplié par trois pour la résidence rurale. Par ailleurs, une

enquête menée sur 310 sujets (malades, donneurs de sang et enfants), dans la

région des Aurès et ce durant la période allant du mois de mai 1998 au mois de

mars 2002, a révélé une séroprévalence de 14,19 % [7].
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1.2.Taxonomie :

Dans l’ancienne classification, Coxiella burnetii est placée dans l’Ordre des

Rickettsiales, la famille des Rickettsiaceae, la tribu des Rickettsiae et le genre

Coxiella qui ne contient que l’espèce Coxiella burnetii [20]

Mais des études phylogénétiques datant des années 1990, portant sur

l’analyse de la fraction 16S de l’ARN ribosomal ont amené à une comparaison des

séquences du gêne codant cette fraction et ont ainsi permis d’exclure Coxiella

burnetii de l’Ordre des Rickettsiales. On a alors rattaché la bactérie au groupe des

Protobactéries, donnant la classification suivante : Phylum des Proteobacteria,

Classe des Gammaproteobacteria, Ordre des Legionellales, Famille des

Coxiellaceae (comprenant les genres Coxiella et Rickettsia), et Genre

Coxiella.  [21]

C. burnetii se différencie des rickettsies par ses caractéristiques génétique

fondées tout particulièrement sur l’étude de l’acide ribonucléique (ARN) 16S et du

gène rpoB (codant pour la sous-unité  de l’ARN polymérase) [22]

Plusieurs variations ont été observées quand la bactérie est colorée par la

coloration de Gram, cependant la microscopie électronique a prouvé que la

membrane externe de la bactérie a des caractéristiques typiques des bactéries

Gram négatives.  [2]

Figure 1.1: arbre phylogénétique montrant la relation entre Coxiella burnetii et les

autres espèces bactériennes appartenant aux Proteobacteria [12]
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1.3.Morphologie :

Coxiella burnetii est une bactérie Gram négatif intracellulaire obligatoire.

Cette bactérie est pléomorphe : on la retrouve aussi bien sous la forme de petits

bacilles allongés que de coccobacilles  [23] [24]

C’est une bactérie de petite taille (0,2 à 0,4 mm de largeur x 0,4 à 1mm de

longueur), intracellulaire obligatoire , qui se multiplie dans le phagolysosome des

cellules, à un pH compris entre 4 et 5.  [25] [26]

Bien que la paroi de ces bactéries montre une structure caractéristique des

bactéries à coloration de Gram négative, elles sont mal ou non colorées par cette

technique. Les colorations les plus utilisées sont donc celles de Gimenez

(coloration de choix), Ziehl-Neelsen modifié ou Stamp, Giemsa, Macchiavello et

Koster modifié. [27]

La bactérie existe dans la cellule sous 3 formes morphologiquement et

métaboliquement distinctes :

La forme small cell variant (SCV): de petite taille (0.2-0.5 m),

métaboliquement inactive représente la forme extracellulaire de la bactérie.

La forme large cell variant (LCV): de taille supérieure à 1 m,

métaboliquement très active. Cette forme, contient peu de lipopolysaccharide de

surface (LPS), elle est très fragile en dehors du milieu intracellulaire. Il s’agit de la

forme végétative de la bactérie, présente dans les cellules infectées, capable de

se différencier en une forme dite spore-like particle (SLP), qui serait le précurseur

de la forme extracellulaire

La forme small dense cell (SDC): sous forme d’une endospore à l’extrémité

du LCV, un septum partage le cytoplasme de C. burnetii en deux compartiments

de taille inégale, dont chacun renferme un matériel nucléaire complet. [28]

1.4.Variation antigénique :

Une autre caractéristique, majeure et abondamment étudiée, est la

variation de phase du lipopolysaccharide (LPS), nommé phase  I et phase II de C.
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burnetii, similaire à la variation smooth-rough, bien connue chez les

entérobactéries. [28]

On observe la phase I, qui correspond à la phase « smooth », en infection

naturelle, chez l’homme et l’animal infecté (arthropodes compris). Le LPS est

complet et possède une structure empêchant l’action du complément par

impossibilité de fixation de la fraction C3b.

Cette conformation permet en outre de bloquer stériquement la fixation des

anticorps (Ac) sur les protéines de surface, ce qui explique la virulence de la

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

(alors que le patient reste séropositif toute sa vie).

Les antigènes phase I sont peu immunogènes et leur titre diminue

rapidement chez les patients en convalescence de fièvre Q aiguë. Lors d’une

fièvre Q chronique, les titres restent élevés du fait d’une stimulation antigénique

continue [29] [30].

La phase II, qui correspond à la phase « rough », est moins virulente et

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

immunocompétents (cultures cellulaires ou oeufs embryonnés). Elle se multiplie

rapidement in vitro alors qu’in vivo elle est sensible à l’action du complément et est

rapidement éliminée. Le LPS est incomplet, certaines protéines de la membrane

externe sont absentes et on observe une délétion chromosomique expliquant

l’impossibilité de réversion vers la phase I. Les antigènes de phase II sont plus

immunogènes que les antigènes de phase I [30] [28].

Le LPS de phase II est très immunogène, entrainant chez l’animal une

réponse plus élevée et plus précoce en anticorps, comparée aux LPS de phase 1.

Cependant, ces anticorps n’ont aucune faculté protectrice compares a ceux

produits contre les LPS de phase I [31].

Les bactéries de phase I sont isolées à partir d’individus infectés,

possèdent un LPS complet et se multiplient à pH acide. Les bactéries de phase II

sont obtenues, après plusieurs cultures successives et possèdent un matériel

génétique délité, un LPS incomplet, ont perdu certaines protéines de membrane et
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sont détruites par phagocytose. Seules les bactéries de phase I sont infectieuses.

[32]

1.5.Variations génétiques :

Il existe de nombreuses souches de Coxiella burnetii présentant des

variations génétiques portant à la fois sur l'ADN chromosomique et sur l'ADN

plasmidique (de nombreuses souches renferment des plasmides présents en 1 à

4 exemplaires). Le chromosome est certainement linéaire et, selon les souches,

sa taille est comprise entre 1,5 et 2,4 X 106  paires de bases. L'analyse des profils

de restriction de l'ADN permet de reconnaître 6 groupes génomiques (groupes I à

VI).

Les souches des groupes génomiques I, II et III renferment un plasmide de

36 Kb (plasmide QpH1), les souches du groupe génomique IV possèdent un

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

plasmide de 42 Kb (plasmide QpDG). Un plasmide de 33 Kb, baptisé QpDV, a

également été identifié dans une souche d'origine française. Les souches du

groupe génomique V sont dépourvues de plasmide libre mais leur chromosome

intègre des séquences analogues au plasmide QpRS  [33].

Certaines études avaient établi une corrélation entre la diversité génétique

des souches et leur pouvoir pathogène [34] [35]

Les souches des groupes I, II et III semblaient responsables d'infections

aiguës chez l'Homme, les souches des groupes IV et V d'infections chroniques

(endocardites) et les souches du groupe VI d'un pouvoir pathogène non

documenté [36]

1.6.Cycle cellulaire :

C. burnetii est intracellulaire stricte. Son cycle de multiplication dans la

cellule eucaryote commence par l’attachement puis la pénétration passive des

SCV dans la cellule cible par phagocytose. Les récepteurs cellulaires impliqués

varient selon la phase antigénique, ce qui explique que seules les bactéries en

phase I soient infectieuses, alors que celles en phase II sont vite détruites. Chez
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l’homme et l’animal, les seules cellules cibles connues sont celles du système

monocyte-macrophage dit système des phagocytes mononuclées. Lorsque la voie

d’infection est respiratoire, les macrophages alvéolaires des poumons sont

vraisemblablement les premières cellules à être infectées. [12]

Après pénétration, les SCV produiraient des facteurs capables de retarder

la fusion du phagosome avec les lysosomes. Les phagosomes s’acidifient

(pH=5.5), ce qui active les SCV qui se transforment en LCV. Le phagosome

fusionne alors avec des lysosomes pour former un phagolysosome, puis les

différents phagolysosomes fusionnent en une vacuole unique grâce à la synthèse

de protéines de C. burnetii encore inconnues [37] [38].

Les SCV activés et LCV se multiplient par division binaire, et à la fin du

cycle, les LCV se condensent en SCV ou initient une sporogénèse aboutissant à

la formation de SDC [39]

 Les nouveaux organismes sont relâchés par lyse cellulaire, ou par

exocytose. Le temps de multiplication est long (environ 20 heures) et similaire à

celui des cellules eucaryotes, ce qui pourrait expliquer l’existence d’infections

chroniques, les bactéries n’endommageant pas les cellules infectées.[12].

La figure suivante récapitule les principales étapes du cycle cellulaire de C.

burnetii.

Figure 1.2 : Modèle de cycle de multiplication de Coxiella burnetii dans la cellule

eucaryote [2]



21

1.7.Résistance :

C. burnetii est hautement résistante aux stress environnementaux [40], en

effet, la bactérie résiste à des conditions drastiques de température ( 2 ans à -

20°C, 1 heure à 60°C dans le lait, 15 secondes à 70°C) [41] [2], de changement

de pH, de dessiccation, de pressions osmotiques, de rayonnements ultraviolets et

de plusieurs désinfectants classiques tels que le formol à 0,5%, le phénol à 1 %

ou l’eau de javel à 0,5%.[42]

Le germe a été retrouvé dans l'air jusqu' à 2 semaines après la parturition;

dans le sol, jusqu’à 150 jours, 4 à 6 mois dans le sang séché, 50 jours dans l’urine

desséchée, 30 jours dans le lait desséché, contre 40 mois dans du lait conservé à

température ambiante et enfin 7 à 9 mois dans de la laine conservée à 20°C.

[41],[43]

C. burnetii, est cependant détruite, quand celle-ci est soumise, à une

exposition à plus de 5% de formol et durant au moins 24h, par l’acide

chlorhydrique à 0.5%, la chaux chlorée à 2% (pendant 1 à 5 minutes), l’éther, l’eau

oxygénée à 5%, l’hypochlorite de sodium entre 1 et 2% et les traitements de

pasteurisation (62.8°C pendant 30 minutes ou 71.7°C pendant 15 secondes) [44]

[45]
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CHAPITRE 2

EPIDEMIOLOGIE DE LA FIEVRE Q

2.1.Epidémiologie descriptive :

 2.1.1.Formes épidémiologiques :

La fièvre Q, est endémique dans tous les pays du monde, et la Nouvelle-
Zélande est le seul pays indemne [46] [47] [48].

Chez l’animal, la maladie sévit avec un caractère enzootique, dans tous les

pays où la maladie a été étudiée [49] [41].

Chez l’homme, la maladie sévit sous la forme de cas sporadiques, avec des

zones d’endémie [50] Des épidémies peuvent également survenir, qui se

présentent la plupart du temps sous forme d’anadémies [51][52], comme s’était le

cas aux Pays bas entre 2007 et 2009 .  Les Pays Bas qui rapportaient

annuellement, en moyenne, 17 cas humains (sur un total de 16,5 millions

d’habitants) ont en effet observé entre 2007 et 2009 une explosion du nombre de

cas cliniques humains de fièvre Q dans la province du Nord Brabant (182 cas en

2007, 1000 cas en 2008 et  2361 cas en 2009), la maladie a été confirmée dans

74 troupeaux caprins laitiers et 2 troupeaux ovins.

L’origine hautement probable de cette explosion de cas humains est à

mettre en relation avec un système intensif de production de chèvres laitières

sans doute naïves vis-à-vis de C. burnetii, couplé à des vagues d’avortements

constatés dans les troupeaux infectés et exploités dans des zones d’habitation

qualifiées d’urbaines ou suburbaines en raison de leur densité de population. [53]

2.1.2.Caractère saisonnier :

Dans les troupeaux, la contamination est souvent soumise à un rythme

saisonnier car elle a lieu spécialement en période de mises bas (automne et

printemps) où un grand nombre de bactéries sont excrétées dans l’environnement

par les femelles infectées  [54] [28]
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On constate un caractère cyclique de la maladie, en particulier chez les

chèvres, estimé à 4-5 ans, ce qui pourrait représenter l’espace de temps

nécessaire pour la restauration de la sensibilité du troupeau à l’infection [55].

Lors de l’introduction de la bactérie dans un troupeau, 10 à 25% des

femelles gestantes avortent, qu’elles soient primipares ou non. Puis, les

avortements diminuent (ils deviennent inférieurs à 5% des femelles gravides)

mais, les nouveau-nés sont chétifs même s’ils naissent à terme. La nouvelle

vague d’avortements qui survient ensuite n’atteint que les primipares [56.]

Chez l’Homme, la plupart des cas de fièvre Q aiguë surviennent en mars,

avril, mai et juin, coïncidant avec la saison d’agnelage : la contamination de

l’environnement est alors maximale dans les zones d’enzooties [57] [58],  le vent,

fort à cette époque de l’année, propage les aérosols infectieux des zones

d’élevage vers les populations urbaines [28]

2.1.3.Espèces affectées :

La plupart des espèces animales semblent être réceptives à la bactérie et

capables d’excréter, mais non sensibles. Cependant, peu de chercheurs se sont

intéressés à l’expression clinique de la maladie chez les espèces autres que les

ruminants domestiques [59]

Des enquêtes sérologiques ont révélé que Coxiella burnetii peut infecter

plusieurs espèces d’animaux sauvages,  de nombreux herbivores tels que le cerf

élaphe (Cervus elaphus), Le chevreuil (Capreolus capreolus), Le daim européen

(Dama dama),   [60],  L'Oryx  d'Arabie  (Oryx leucoryx), L'impala (Aepyceros

melampus) [61], les marsupiax  [62], les oiseaux tels que Le Vautour fauve (Gyps

fulvus), Le Milan noir (Milvus migrans)  [63] et les mammifères marins (L'otarie à

fourrure du Nord (Callorhinus ursinus) Le lion de mer de Steller ou otarie de Steller

(Eumetopias jubatus)) [64].

Chez les animaux domestiques, les ovins, caprins et bovins représentent

les sources d’infection les plus importantes pour l’Homme [1], les chats et les

chiens peuvent aussi jouer le rôle de réservoir [65] [66].
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Coxiella burnetii a pu être isolée des arthropodes, essentiellement les

tiques du genre Amblyomma , Rhipicephalus , Dermacentor  [67] et Ixodes [68].
L’homme est, quant à lui, particulièrement réceptif et sensible, même si l’infection

inapparente est fréquente[59].

2.1.4.Fréquence de la maladie :

Chez l’animal :

Chez l’animal, La prévalence de l’infection est généralement approchée par

la séroprévalence de C.burnetii. Comme chez l’homme, la séroprévalence des

animaux à C. burnetii est très variable, selon le pays, la région et l’année.

Rajoutons à cela des variations liées à l’espèce, à l’unité epidémiologique utilisée

dans l’enquête (unité troupeau ou individuelle) et aux tests employés (de la

fixation du complément de qualité médiocre à l’ELISA ou IFI de sensibilité et

spécificité supérieures) ainsi il est difficile de déterminer le statut d’un troupeau,

d’une région, d’un pays, ou d’effectuer de quelconques comparaisons.

Le seul pays pour lequel, l’incidence de la fièvre Q est bien connue est l’île

de Chypre, qui a développé un système d’épidemiosurveillance de la maladie [69],
où on estime que 37% des avortements chez les ruminants sont causés par C.

burnetii. En effet C. burnetii est responsable de: 35% des avortements chez

l’espèce bovine, 33% des avortements chez les ovins et 50% des avortements

chez les caprins [70]

Au maroc, Benkirane et al 1990 [71] ont estimé que 33% d’avortements

survenant chez les ovins sont dus à C.burnetii, En tunisie Ouertani et al 2010 [72]

estiment que 70% des troupeaux présentant des avortements sont infectés par la

fièvre Q. En Egypte une prévalence de 33% chez les ovins et de 13 % chez les

bovins a été rapporté par Nahed et al 2012 [73], Au Tchad selon Schelling et al

2003 [74], la prévalence de la fièvre Q chez les animaux de rente est de 4% chez

les bovins, 11 % chez les ovins et 13 % chez les caprins, Au Ghana, une

prévalence de 18% chez l’espèce bovine a été rapportée par

Adu-Addai et al 2012 [75].
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En Iraq, la prévalence de la fièvre Q selon J.Abed et al 2010[76] est de

l’ordre de 9,3% chez les bovins, et de 5,8% chez les ovins, en Turquie GAZYAGCI

et al 2011 ont estimé la prévalence de la fièvre Q chez les bovins à 12,4% [77].

En Inde, l’étude menée par Vaidya et al 2010 [78] sur des animaux

présentant des troubles de reproduction a déterminé que la prévalence de la fièvre

Q est de l’ordre de 5,7%.

En Europe, les enquêtes menées situent  la séroprévalence de la maladie à

à 10,4% contre 6,5% chez les caprins en Grèce par Pape et al(2009)[79], à 6,7%

chez les bovins et à 11,8% chez les ovins en Espagne par Ruiz-Fons et al (2010)

[80] Cette prévalence passe à 31,7% dans les Iles Canaris [81]

Chez l’homme :

Il est difficile d’établir la fréquence de la fièvre Q chez l’homme, en raison

de nombreuses formes peu, voire non symptomatiques qui ne sont pas toujours

diagnostiquées [82].

Aux USA, la séroprévalence serait de 3% pour la population générale et de

10 à 20% pour la population à risque, avec une moyenne de 0,6 cas par million

d’habitants [83],  au Japon la séroprévalence de la fièvre Q serait de 13,5% parmi

les vétérinaires et de 5% parmi le personnel médical [84]

La séroprévalence est variable selon le type d’environnement : 5% à

Marseille (sud de la France),[85] alors qu’en zone rurale montagnarde, celle-ci

peut monter à plus de 20%, tout particulièrement dans les zones d’élevages ovins

et caprins[86].

Elle est estimée à 52,7% chez la population chypriote, 26% en Tunisie,

37% au Zimbabwe, 44% au Nigeria, de 10 à 37% au du nord-est africain, et 14.6 à

36.6% au Canada, On remarque cependant que les chiffres de prévalence varient

considérablement d’un pays à l’autre, et d’une région à l’autre, voire d’une

population à une autre dans un même pays. [26]
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En Algérie :

En Algérie, la situation de cette maladie se caractérise par un manque

énorme d’informations épidémiologiques, tant en santé animale qu’en santé

humaine.

Dans la région de la Mitidja, une enquête réalisée sur 64 vaches dans deux

élevages ayant connu des avortements a conclu que la séroprévalence de la

fièvre Q est de 29% [8], Dans la région de l’est, sur 183 vaches avortantes, la

séroprévalence de la fièvre Q parmi les autres germes est estimée à 20,8 % [9]

Dans la région de l’ouest, une enquête sur les avortements chez les bovins a

déterminé la séroprévalence de la fièvre Q à 23,91% [87], selon une autre étude

menée par Bernard et al, la séroprévalence de la maladie chez les bovins serait

de 50%. [19]

Pour ce qui est de l’espèce ovine, une étude menée dans la région de

Ksar-Boukhari a révélé une prévalence de 18% [87], une autre enquête menée

dans la même région a conclu que la séroprévalence de la fièvre Q est estimé à

26%  [88]. Une étude sérologique menée dans la région centre d’Algérie a révélé

que la séroprévalence est de 12% [89], la séroprévalence de la maladie à Sidi Bel

Abbas serait de 27,7% selon une enquête réalisée dans cette région. [90]

Concernant la fièvre Q humaine, une étude sérologique réalisée sur 61

patients atteints d’endocardite a révélé une prévalence de 3% [91], une autre

étude menée d’octobre 1995 à octobre 1996 a touché 729 personnes de la wilaya

de Sétif a démontré que la prévalence de la fièvre Q est de 18,5 % , ce taux est

plus élevé chez les personnes en contact avec les bovins et les ovins (20%) [7]

Des anticorps anti Coxiella burnetii ont été mis en évidence parmi les ovins,

les caprins, les dromadaires ainsi que les habitants du Hoggar dans le sud

Algérien, le taux des prévalences n’ont pas pu être vérifié, juste le résumé de

l’étude disponible sur internet a été consulté. [92]
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2.2.Epidemiologie analytique :

     2.2.1.Sources de matières virulentes :

Placenta et produits de parturition :

Ce sont les matières dans lesquelles la bactérie est retrouvée en plus

grande quantité, les plus fortes charges bactériennes excrétées sont retrouvées

par la voie vaginale [93][94] Cette excrétion peut persister ou être intermittente

pendant plusieurs mois [95] et même continuer au-delà de la mise bas suivante

chez la chèvre [96]. Un placenta de brebis infectée  peut contenir plus de 109

bactéries par gramme y compris lors d'une mise bas normale [97]

Le lait :

Le lait est également une source de bactéries chez la vache [93] [98], la

brebis [99] et la chèvre [98]. L’implication d’une absorption par voie orale à la suite

de la consommation conséquente de lait et produits au lait cru contaminés a été

suggérée[100]. Cette hypothèse a été jugée possible mais il semblerait que

l’ingestion de lait cru contaminé soit une voie de contamination mineure [101]. Par

ailleurs, la voie d’excrétion lactée parait être la seule persistante et la plus

fréquente chez les bovins d’où son intérêt dans les études de prévalence [102]

Les fèces :

Une étude expérimentale sur des chèvres  a démontré que l’excrétion

fécale avant la mise bas était possible chez certaines chèvres. L’excrétion se

produit 25 jours après l’infection et dure en moyenne 20 jours [100]. Dans l’espèce

bovine, l’excrétion fécale de Coxiella burnetii concernerait moins de 20 % des

vaches avec principalement un profil sporadique [103].

Le sperme :

Une étude a mis en évidence la présence de bactéries viables à partir de

spermes de taureaux séropositifs [104].
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L’urine :

Dans une moindre mesure, Coxiella burnetii aurait été mis en évidence par

PCR, dans l’urine de bovins ayant des troubles de la reproduction. Aucune des

urines a priori positive n’a cependant permis l’isolement du germe [78].

Les animaux réservoirs :

Animaux de compagnie :

Les carnivores domestiques peuvent également être des réservoirs de

Coxiella burnetii. Contaminés par ingestion de placentas, voie aérienne ou

morsure de tiques contaminées, ils deviennent à leurs tours susceptibles de

transmettre la bactérie à l’homme [105].

Les tiques et autres arthropodes :

Les tiques peuvent également constituer un réservoir comme le montre les

toutes premières isolations de la bactérie (Cox, 1938) [13]. Depuis, Coxiella

burnetii a été mise en évidence dans plus d’une quarantaine d’espèces de tiques,

La bactérie a également été retrouvée dans les ovaires de la tique, ce qui suggère

une transmission verticale et la persistance de l’infection au sein de la population

de tiques [12].

La salive et les fèces de tiques sont hautement virulentes, la concentration

en bactéries pouvant atteindre 1000 milliards par gramme de fèces. L’excrétion

peut persister deux ans [106].

Les aoûtats, les poux, les mouches peuvent également constituer des réservoirs.

[107],[108],[18].

Les oiseaux :

Coxiella burnetii a été isolée à partir de pigeons, de poulets, de canards,

d’oies et de dindes [107]. La contamination humaine peut se faire par inhalation de

particules infectées issues de fientes desséchées. Ceci explique la micro-

épidémie familiale rapportée après nettoyage d’un ancien pigeonnier désaffecté

[109].
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Réservoir environnemental :

Il est considéré comme une source d’infection en raison des aérosols issus

des sécrétions des animaux infectés. Les pseudo-spores sont très résistantes

dans le milieu extérieur et peuvent être véhiculées par le vent, le foin, la litière, etc.

[110]

Les pseudo-spores ont pu être retrouvées dans l’air, et ce jusqu’à deux

semaines après la parturition, et pendant une période de cent cinquante jours

dans le sol, ainsi que dans le fumier, les déchets d’abattage. Par ailleurs, ces

pseudo-spores, ont été observées dans la laine, les déchets et cuirs dans les

tanneries, les routes de transhumance, les véhicules de transport en relation avec

les activités d’élevage, notamment dans le lisier, la paille, le foin. Les différents

déchets animaux, provenant des abattoirs ou des tanneries et les moyens de

transport sont autant de réservoirs et/ou véhicules, jouant un rôle à la fois dans le

maintien de la bactérie dans une zone donnée, dans son apparition dans des

zones indemnes, et dans sa transmission, par le biais de poussières virulentes

[111] [44]

2.2.2.Voies de contamination :

Différentes voies de contamination peuvent être impliquées :

La voie respiratoire :

L’inhalation d’aérosols contenant des particules infectantes est la principale

voie de transmission de la fièvre Q entre animaux. La transmission peut être

directe par inhalation de poussières infectantes, contaminées par des bactéries

excrétées au moment du part dans les enveloppes fœtales. Elle peut aussi être

indirecte : la bactérie est très résistante dans le milieu extérieur et peut être

transportée par le vent [110].

L’inhalation est également le principal mode de transmission de la fièvre Q

de l’animal à l’Homme, non seulement les particules infectieuses peuvent

directement être issues des animaux excrétant (source primaire) mais elles

peuvent également provenir d’autres extrants de l’élevage (litière, laine, poussière,

déjection de tiques, matériel contaminé en tant que source secondaire) [96]
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La voie transcutanée :

Cette voie fait intervenir différentes espèces de tiques qui se contaminent

en mordant des animaux en phase de bactériémie [12], la dissémination de leurs

déjections, contenant des concentrations élevées en bactérie sous forme

d’aérosols, semble aussi jouer un rôle important dans la diffusion inter-animale de

la Fièvre Q. Le rôle des tiques semble important dans la transmission de Coxiella

burnetii des animaux sauvages aux ruminants domestiques [28].

La voie digestive :

Cette voie est surtout importante chez l’animal. Il s’agirait d’un mode de

contamination fréquent, notamment par ingestion des produits de mise bas

contaminés pour les chiens ou oiseaux [28], ingestion de litière ou d’aliments

souillés pour le bétail [55], ingestion de rongeurs infectés pour les chats [112].

Dans un rapport effectué en 2004 sur l’évaluation des risques pour la santé

publique et les outils de gestion des risques en élevage de ruminants pour la

fièvre Q, l’AFSSA avait estimé qu’il s’agissait d’un mode de contamination mineur,

et que le risque engendré par la consommation d’aliments contaminés était nul à

négligeable. [27]

La voie verticale :

Coxiella burnetii a été retrouvée dans les cornes utérines et les oviductes

de chèvres non gestantes, séronégatives ou séropositives, provenant de

troupeaux infectés. Un risque de transmission de l'infection est ainsi suspecté lors

de la gestation pour le fœtus et/ou l'embryon et lors de transfert d'embryon [113]

Cette voie de transmission, est surtout importante chez la tique, car elle assure la

pérennité de l’infection. Chez la tique, la transmission est à la fois trans-ovarienne

et trans-stadiale [114] [115]

La voie sexuelle :

Elle a été mise en évidence expérimentalement chez la souris et demeure

suspectée chez les ruminants [116] On sait toutefois que la bactérie a pu être

isolée à partir de la semence de taureau [104]. La voie vénérienne semblerait
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également jouer un rôle dans la transmission de l’homme à la femme, via le

sperme [117].

2.2.3.Modalités de l'excrétion de Coxiella burnetii chez les ruminants :

Les caractéristiques de l’excrétion (fréquence, durée, cinétique) sont

différentes selon les espèces.

2.2.3.1.Chez les bovins :

Dans le lait :

Le lait est la voie d'excrétion la plus fréquente dans le mois suivant un

avortement chez les bovins [118]. En milieu infecté, le lait est une voie d’excrétion

fréquente (jusqu’à 40% de vaches excrétrices). L’excrétion peut être continue,

sporadique [99] ou intermittente [119]. Elle peut persister plusieurs mois. Dans

l’étude de Rodolakis et al. (2007)[119], des vaches ont excrété la bactérie durant

les 4 mois d’étude.

Dans le mucus vaginal :

L’excrétion vaginale semble fréquente chez les bovins. Dans l’étude de

Guatteo et al. 2007 [102], presque 50% des vaches ont excrété la bactérie dans le

mucus vaginal au moins une fois en un mois, en milieu infecté. L’excrétion est

sporadique ou intermittente [102].

De plus, elle est brève. Dans l’étude de Guatteo et al. (2012), 14 jours

après avoir avorté, seulement 8 vaches sur 24 excrétaient encore la bactérie.[118]

Dans les matières fécales :

L’excrétion dans les matières fécales est rare et sporadique chez les bovins

[102].

2.2.3.2.Chez les caprins :

Lors d’avortements, la prévalence des animaux excréteurs semble plus

importante dans l’espèce caprine que dans les autres espèces [120]
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Dans le lait :

Le lait est la voie d'excrétion la plus fréquente chez les caprins [119], sauf

dans un contexte d’avortements où il n’y a pas de prédominance de l’une des trois

voies [121].  L’excrétion peut persister plusieurs mois. Dans l’étude de Rodolakis

et al. (2007)[119], des chèvres ont excrété la bactérie durant les 4 mois d’étude.

La chèvre peut excréter la bactérie sur deux lactations consécutives, au moins

durant les premières semaines suivant la mise-bas [96]. L’excrétion semble

intermittente [121].

Dans le mucus vaginal :

L’excrétion dans le mucus vaginal est plus fréquente lorsqu’il y a des

avortements chez les caprins [119]. Dans des troupeaux de chèvres, suite à la

survenue d’avortements, 44% des chèvres ayant avorté et 27% des chèvres ayant

mis-bas normalement excrétaient la bactérie dans le mucus vaginal [121].

L’excrétion peut persister au moins 4 mois après la parturition. Comme pour

le lait, la chèvre peut excréter la bactérie sur deux lactations consécutives, au

moins durant les premières semaines suivant la mise-bas [96]. L’excrétion semble

intermittente [121].

Dans les matières fécales :

L’excrétion dans les matières fécales est plus fréquente lorsqu’il y a des

avortements chez les caprins [119]. Dans des troupeaux de chèvres, suite à la

survenue d’avortements, 20% des chèvres ayant avorté ou non excrétaient la

bactérie dans les fèces [121]. L’excrétion semble intermittente [100] [121].

2.2.3.4.Chez les ovins :

Dans le lait :

L’excrétion dans le lait semble moins répandue dans l’espèce ovine que

dans les espèces caprine et bovine [119]. L’excrétion dans le lait est intermittente

[122].
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Dans le mucus vaginal :

L’excrétion dans les sécrétions vaginales est fréquente chez les ovins. [119]

L’excrétion semble brève, puisque le nombre de brebis excrétrices diminue

rapidement après la parturition. Cependant, certaines brebis peuvent excréter la

bactérie pendant au moins 2 mois après la mise-bas [122].

Dans les matières fécales :

L’excrétion dans les matières fécales est fréquente chez les ovins [119].

Dans l’étude de Rodolakis et al. (2007), toutes les brebis prélevées dans un

troupeau excrétaient la bactérie par cette voie et la moitié excrétait toujours 8

semaines plus tard [119].

2.2.4.Excrétion au moment de la parturition :

Les changements hormonaux lors de la gestation seraient à l'origine d'une

immunomodulation qui favoriserait la réactivation et la multiplication de la bactérie

dans le placenta. Ainsi l'excrétion vaginale le jour de la mise-bas pourrait être

fréquente (Porter et al., 2011 ; Rodolakis, 2003) [1][123].

Dans l’étude de Berri et al. (2001)[122], aucune brebis n’excrétait la bactérie 4

jours avant la parturition, alors que la bactérie était retrouvée dans les sécrétions

vaginales de la moitié des brebis le jour de la parturition. Cependant, la plupart

des études menées sur l’excrétion se focalisent sur les semaines suivant la mise-

bas. Dans l’étude de Rodolakis et al. (2007) [119], des animaux à différents stades

de lactation ont été prélevés. L’excrétion par l’une des trois voies (matières

fécales, lait, mucus vaginal) ne semblait alors pas plus fréquente au moment de la

parturition [119].

La bactérie persisterait dans l'utérus, la mamelle et les noeuds

lymphatiques. Les animaux pourraient ainsi excréter la bactérie durant plusieurs

mises-bas. Cependant, le nombre d’animaux excréteurs semble diminuer à

chaque mise-bas. Dans un troupeau de brebis, suite à un épisode d’avortements,

la moitié des brebis excrétait la bactérie le jour de la mise-bas, une seule brebis

excrétait toujours la bactérie à la troisième saison de mises-bas [99].
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2.2.5.Excrétion en fonction des manifestations cliniques :

Les animaux excréteurs ne sont souvent pas atteints cliniquement [122]

[119].  Les animaux excréteurs sont aussi bien des animaux ayant avorté que des

animaux ayant mis-bas normalement. En Grande-Bretagne, dans un troupeau de

chèvres, la bactérie était retrouvée sur 92% des placentas de chèvres ayant

avorté ou non [120].

Dans l’étude de Rousset et al. (2009), le pourcentage d’animaux excréteurs

parmi les chèvres ayant avorté et celles ayant mis-bas normalement n’était pas

statistiquement différent. [121]

De la même manière, les vaches laitières peuvent excréter la bactérie par

l’une des trois voies (lait, mucus vaginal, matières fécales) sans avoir avorté [94]
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2.3.Epidemiologie synthétique :

Pour résumer l’épidémiologie naturelle de la fièvre Q, on peut distinguer

deux grands cycles infectieux qui se maintiennent de façon autonome : un cycle

pour les animaux sauvages et un pour les animaux domestiques. La circulation de

la bactérie parmi les nombreuses espèces sauvages apparaît comme responsable

de sa pérennité dans la nature, alors que les animaux domestiques sont impliqués

dans un cycle prioritairement à l’origine de la contamination humaine, cible ultime

du cycle infectieux. Les tiques seraient des vecteurs à l’intérieur de chacun des

deux cycles. [28]

Figure 2.1 : diversité des réservoirs et voies de transmission de l’agent de la fièvre

Q (d’après Rousset et al. 2001) [28]

A : Alimentaire ; I : Inhalation ; T : Tiques
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CHAPITRE 3

 ETUDE CLINIQUE DE LA FIEVRE Q

3.1.Pathogénie :

Coxiella burnetii est caractérisée par un pouvoir pathogène très important

[124] dans la mesure où un seul germe peut suffire à produire la maladie chez

l’homme [125], l’aspect polymorphe de l’expression clinique de la fièvre Q, rend

celle-ci, une maladie difficile à diagnostiquer [126] [127].

Chez l'homme l'infection est habituellement acquise par inhalation, mais

l’infection par l'ingestion des produits laitiers contaminés est également possible,

chez les animaux aussi, la porte d’entrée principale est l’oropharynx [24]

Les cellules cibles de l’infection sont les cellules de la lignée macrophages-

monocytes directement rencontrées en fonction de la voie d’infection. Il s’agit des

macrophages alvéolaires si la contamination est aérienne ou des cellules de

kupffer si la contamination est digestive [128]

La période d’incubation est longue, allant de 1 à 3 semaines [129] [130] ,

avec une moyenne de 14 à 21 jours [52]

Quelle que soit la voie d’infection, le pathogène va se disséminer par voie

sanguine et impliquer différents organes dont le foie, la rate, les poumons, la

moelle osseuse et le tractus génital femelle. Des complications peuvent alors

intervenir, telles que des méningoencéphalites, myocardites, péricardites,

avortements [12]

Une particularité est rencontrée chez les mammifères femelles, où C.

burnetii se localise préférentiellement au niveau de l'utérus et des glandes

mammaires[28]

L’infection aigue est contrôlée par la réponse immunitaire des lymphocytes

T [131], en effet, une étude sur des souris athymiques a montré que ces dernières

développent toujours une infection chronique, ce qui n’est pas le cas pour les

souris euthymiques.[132]
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L’infection aiguë conduit à la formation de granulomes témoins d’une

réponse immunitaire locale efficace, c’est pourquoi C. burnetii est indétectable par

PCR ou immunohistochimie dans ces lésions [12].

Dans la fièvre Q chronique, la réponse immunitaire étant inefficace, voire

délétère, C. burnetii se multiplie dans les macrophages et est à l’origine d’une

bactériémie prolongée malgré la forte concentration des trois classes d’anticorps

(IgG, M et A de phase I et de phase II). Le taux de lymphocytes ainsi que le ratio

CD4/CD8 sont diminués [133]

3.2.Signes cliniques chez les ruminants :

Chez les bovins :

L’infection par Coxiella burnetii est majoritairement asymptomatique,[134]

[12], et peut rester à l’état latent pendant plusieurs années [54] [28]

La maladie peut occasionnellement entraîner des pneumonies mais les

avortements dominent le tableau clinique [56].

Les avortements ont lieu, chez la Vache, à tous les stades de gestation

mais particulièrement durant le dernier tiers. Ils surviennent sans prodromes et

généralement les vaches n’avortent pas lors de la gestation suivante [123][32].

D’autres troubles peuvent également être observés, tels que des mortinatalités,

des mises-bas prématurées ou des naissances d’animaux chétifs. [54]

Les complications sont très rares, toutefois, les troubles de la reproduction et les

métrites sont fréquents [135]

Coxiella burnetii pourrait même entraîner des mammites subcliniques [136]

et cliniques  [137], chez la vache laitière

Chez les petits ruminants :

Chez les petits ruminants et particulièrement chez la chèvre, on observe

davantage d’avortements [32][96], associés aux problèmes de non-délivrance,

mort-nés ou chevreaux faibles [98] [138]
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3.3.Signes cliniques lors d’infection expérimentale :

Une étude a été réalisée à l’INRA de Tours (France) en 1973. Elle portait

sur l’inoculation de Coxiella burnetii par voie intradermique à douze génisses de

huit à onze mois.

Les animaux ont ensuite été suivis pendant dix-huit mois, au cours

desquels deux phases successives ont pu être mises en évidence.

Une première phase, aiguë, se caractérise par une hyperthermie marquée

et une pneumonie chez toutes les génisses, dans les vingt quatre à quarante huit

heures suivant l’inoculation, puis une guérison clinique apparente dans les sept

jours.

Pendant les six jours suivant l’inoculation, on note également une anorexie,

qui ne perturbe cependant pas la croissance des animaux.

La seconde phase, chronique, se caractérise quant à elle par des troubles

de la reproduction. On observe notamment deux avortements, et trois génisses

restent stériles [139].

Dans l’étude de Martinov et al.(1989), certaines brebis infectées

expérimentalement présentaient de la fièvre ou des troubles respiratoires. Ces

signes cliniques étaient observés durant la phase aiguë de la maladie et étaient

suivis par des troubles de la reproduction (mortinatalité, naissance d’agneaux non

viables) [140]

Une autre étude, plus récente, réalisée par Arricau-Bouvery et al., en 2001

[141] portait quant à elle sur trois groupes homogènes de chèvres gestantes

indemnes de fièvre Q (sérologies négatives), inoculées à 90 jours de gestation,

par des doses variables de Coxiella burnetii.

Dans cette étude, la plupart des chèvres ont avorté (20/25), quelle que soit

la dose inoculée. On observe deux vagues d’avortements, l’une vingt neuf jours,

l’autre quarante trois jours après inoculation.
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Une analyse bactériologique portant sur les placentas, montre que tous,

sauf un, sont contaminés par la bactérie. Chez le fœtus, le principal organe

contaminé est le poumon [141].

3.4.Lésions :

Les principaux organes cibles de Coxiella burnetii sont les organes de la

sphère génitale. Les lésions seront donc retrouvées principalement sur ces

organes, ainsi que sur les fœtus [111]

Sur le plan lésionnel,  on peut mettre en évidence, macroscopiquement, un

placenta oedématié, parfois autolysé [142] [143]. Les cotylédons apparaissent

souvent normaux. En revanche, les zones intercotylédonaires peuvent être

oedématiées et épaissies, avec parfois un exsudat jaunâtre  [57]. Le chorion quant

à lui, peut être épaissi et plissé.[142]

Du point de vue histologique, les lésions observées lors d'avortements dus

à Coxiella burnetii ne sont pas spécifiques  [32], ce sont des placentites avec de la

nécrose.[144] [145], PLOMMET  et  al ont rapporté au cours de leur étude

expérimentale l’existence de lésions myocardiques (myocardite), et pulmonaires

(pneumonie) sur certaines vaches abattues et autopsiées [139]

Chez la vache, en absence d'avortement, lors d’infection placentaire à

Coxiella burnetii, une inflammation est rarement observée [146], et lors

d’avortement, les lésions placentaires sont modérées[147] [148]

L’avorton est souvent normal, il peut parfois être autolysé ou momifié [156],

Cependant des bronchopneumonies, des hépatites et des néphrites ont parfois

été observées sur des foetus de chèvres [149] [150]. Des lésions de

bronchopneumonie ont également été observées sur des fœtus de bovins [144].
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3.5.Signes cliniques chez l’homme :

Chez l’Homme, la fièvre Q est asymptomatique dans 60% des cas.

Cependant, dans 40% des cas, elle peut se manifester cliniquement par deux

formes, aigue ou chronique [151].

La forme aigue :

Les manifestations cliniques les plus fréquentes lors de la forme aigue sont

un syndrome pseudo grippal, une pneumopathie aiguë et une atteinte hépatique

[152].

Lors du syndrome pseudo grippal, une fièvre élevée à 40 °C peut durer plus

de 15 jours, et s’accompagner de myalgies et de céphalées [153].La pneumonie

aigue associe fièvre, toux sèche et des anomalies auscultatoires minimes. Des

épanchements pleuraux ainsi que des détresses respiratoires sont également

possibles [154].

L’atteinte hépatique, associe fièvre, hépatomégalie douloureuse, rarement

un ictère, une élévation des transaminases et un aspect caractéristique à

l’anatomopathologie [155].

D’autres manifestations plus rares ont été décrites lors de la fièvre Q aiguë,

neurologiques (encéphalite, méningo-encéphalite, encéphalomyélite), cardiaques

(endocardite aiguë, péricardite, myocardite) et cutanées (éruptions maculo-

papuleuses, des érythèmes noueux) [155].

La forme chronique :

La Fièvre Q chronique est définie par une infection évoluant depuis plus de

six mois [129], c’est la cause la plus fréquente d’endocardite [156], celle-ci

survient chez les patients à valvulopathie préexistante ou porteurs d’une prothèse

valvulaire [157].

D’autres infections persistantes plus rares mais classiques ont été

rapportées comme des infections ostéo-articulaires [158][159], des
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pseudotumeurs pulmonaires [160], des lymphadénites [161] ou des hépatites

chroniques pouvant évoluer jusqu’à la cirrhose [155].

L’infection chez la femme enceinte :

L’infection de la femme enceinte est le plus souvent asymptomatique. Elle

est responsable de complications obstétricales comme l’avortement spontané, le

retard de croissance in-utero, la mort fœtale in-utero et l’accouchement prématuré

[162]. L’allaitement est déconseillé du fait du risque de transmission (les bactéries

étant présentes dans le lait) [12], La transmission maternofœtale existe. Elle est

responsable de malformation ou de mort fœtale in-utero [152].

3.6. Réponse immunitaire :

L’infection par Coxiella burnetii provoque chez l’hôte à la fois une réponse

immunitaire à médiation humorale et cellulaire [163].

3.6.1.Immunité humorale :

La phase I de la bactérie provoque chez l’hôte la formation d’anticorps anti

phase I et anti phase II. En revanche la phase II n’entraîne la formation que

d’anticorps anti phase II [26] [127], le rôle de l’immunité humorale est encore mal

connu. Il semblerait qu’elle accélère l’élimination de la bactérie en activant

l’immunité cellulaire dont les macrophages [151]

L’immunité humorale se met en place via la production d’immunoglobulines

(Ig) M dans un premier temps, suivi par les IgG et IgA dans les jours qui suivent.

Ces anticorps sont dirigés contre des antigènes de la bactérie en phase II au

début de l’infection, ce qui les associe à une phase aiguë de l’infection. Ils sont

cependant peu protecteurs. A l’inverse, les anticorps anti phase I, qui ont un

pouvoir protecteur supérieur, vont apparaitre plus tardivement ce qui les rend

caractéristiques des infections chroniques [26]

Dans une étude récente, Roset et al 2013, ont rapporté que les anticorps

anti phase II (IgM et IgG) apparaissent 2 semaines après l’inoculation de

C.Burnetii aux chèvres, et persistent avec des taux élevés durant 13 semaines,
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cependant, les anticorps dirigés contre la phase I apparaissent à des taux élevés

mais après 4 semaines comparés aux anticorps anti phase II [165].

La durée de la réponse humorale n’a pas été déterminée, mais d’après des

études de terrain, elle peut durer plusieurs mois, voire des années [165].

3.6.2.Immunité cellulaire :

L’immunité cellulaire paraît majeure dans le contrôle de l’infection. En effet,

des souris athymiques mettent plus longtemps que des souris saines à éliminer

l’infection (60 jours contre 14 jours), malgré la production d’anticorps  [132]. Chez

les patients, les cellules T sensibilisées sécrètent des lymphokines : interleukines

(IL), tumor necrosis factor (TNF), interféron  (IFN ),… Celles-ci vont activer les

monocytes, qui inhibent alors la réplication de la bactérie [151].

L’IFN , aidé par le TNF, déclenchent également dans le monocyte un

processus fatal à la bactérie par un mécanisme d’apoptose [166].

Cependant, la bactérie diminue la réponse des macrophages aux cytokines

(notamment à l’IFN gamma) et résiste à l’action bactéricide.

La survie intracellulaire de C. burnetii et la mise en place d’une infection

persistante pourraient donc résulter de l’inhibition de la fonction bactéricide des

macrophages et de la régulation de la réponse immunitaire des cellules T [31].
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CHAPITRE 4

DIAGNOSTIC DE LA FIEVRE Q

4.1.Diagnostic direct

4.1.1.Culture et isolement

La culture et l’isolement de Coxiella burnetii ne sont pas utilisés en routine

pour le diagnostic de la fièvre Q dans la mesure où la bactérie est très infectieuse.

Les manipulations sont dangereuses pour le personnel de laboratoire et doivent

être réalisées dans un laboratoire confiné de type 3[122].

Il existe trois modes de culture pour les bactéries intracellulaires : sur

animal (cobaye, souris), sur oeufs embryonnés ou sur culture cellulaire[168]

Avec des échantillons fortement contaminés, tels que les placentas,

écoulements vaginaux, fèces ou lait, l’inoculation d’animaux de laboratoire peut

être nécessaire, Les souris et les cobayes sont les animaux de laboratoire les plus

appropriés pour cet objectif [168], Le prélèvement est alors inoculé à l’animal par

voie intrapéritonéale, sa rate est prélevée au bout d’une dizaine de jours et sert

d’inoculum pour une culture de cellules [12]

L’isolement sur œufs embryonnés  se fait pour les prélèvements peu

contaminés, l’inoculation est réalisée au niveau du sac vitellin d’œuf embryonnés

de 5 jours, les œufs  proviennent de préférence de poules indemnes de

pathogènes (SPF). Les embryons qui meurent pendant les 5 premiers jours qui

suivent l’inoculation sont jetés. Les sacs vitellins sont récoltés après 10 à 15 jours

d’incubation. Des frottis colorés de sac vitellin sont examinés pour s’assurer de

l’absence de la contamination bactérienne et pour déterminer la présence de C.

burnetii. L’analyse par PCR peut être employée pour confirmer la présence de C.

burnetii. D’autres passages peuvent être requis pour l’obtention d’un isolat pur

[169].

Pour la culture cellulaire, de nombreuses lignées peuvent être utilisées, les

plus utilisées sont les fibroblastes embryonnaires humains (cellules HEL), très

sensibles à l’infection et faciles à cultiver [12], sur lesquelles le germe peut être

isolé après 5 à 7 jours de culture, en mettant en évidence des inclusions
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cytoplasmiques par coloration ou immunofluorescence. Cette technique est

utilisée pour les prélèvements peu contaminés [167].

Ces techniques sont longues et fastidieuses  mais permettent de détecter la

maladie aiguë avant la détection de la séroconversion.

La culture de Coxiella burnetii reste peu utilisée en pratique, du fait des

risques importants pour le manipulateur. Elle demeure toutefois intéressante dans

le cadre de la collection de souches, ainsi que pour tester la résistance de la

bactérie aux antibiotiques [170].

4.1.2.Bactérioscopie :

La technique la plus employée est la coloration sur frottis ou calques à

partir de cotylédons placentaires, d’organes d’avorton ou de prélèvements

vaginaux [27]. Différentes méthodes de coloration peuvent être utilisées, en raison

du caractère acido-alcoolo résistant de la bactérie [171]. Les plus employées sont

la coloration de Stamp, Gimenez, Macchiavello, Giemsa et Koster modifiée,

Coxiella burnetii est caractérisée par un très grand nombre de fines bactéries

coccobacillaires colorées en rose sur un fond bleu ou vert. Elles peuvent parfois

être difficiles à détecter en raison de leur petite taille, mais ceci est généralement

compensé par leur grand nombre [169]

Les avantages de la bactérioscopie sont sa rapidité, sa facilité d’exécution

et son coût faible [172], cependant, elle manque de spécificité, puisqu’il faut

différencier Coxiella burnetii de Chlamydophila abortus ou Brucella abortus [169].

De plus, la sensibilité est faible et liée à la qualité du prélèvement [27].

4.1.3.L’immuno-détection

La détection de C. burnetii dans les échantillons peut être également

réalisée par immuno-détection spécifique. L’immunohistochimie peut être

employée sur des tissus inclus dans la paraffine ou sur des frottis fixés à l’acétone

[173].
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Le principe de la technique repose sur la mise en évidence des antigènes

de la bactérie par immunofluorescence ou immunoperoxydase sur les

prélèvements [174].

Il s’agit d’une analyse immunofluorescente ou immunoenzymatique directe

utilisant soit des anticorps polyclonaux dirigés contre C. burnetii, soit un antisérum

bien caractérisé d'origine humaine ou un antisérum spécifique produit chez des

lapins ou cobayes. Des lames témoins positives d’antigènes de C. burnetii doivent

être utilisées pour la comparaison [169].

4.1.4.Polymerase Chain Reaction (P.C.R) :

Les réactions d’amplification en chaîne par polymérase (PCR) ont été

employées avec succès pour détecter l’ADN de C. burnetii dans des cultures de

cellules et des échantillons biologiques [169], La PCR met en évidence les

bactéries dans des échantillons de nature variée : lait  [175] [102] [176], mucus

vaginal[102] [177], fèces [178] [102], le placenta [179],sang  [180]. Par cette

technique, on essaie de mettre en évidence des gènes de Coxiella burnetii, au

moyen d’amorces ADN spécifiques, qui s’hybrident avec les séquences

génomiques du germe contenu dans l’échantillon. Elle permet d’obtenir un grand

nombre de copies d’ADN par des cycles de synthèse successifs. [111]

Plusieurs amorces sont disponibles pour le diagnostic [181]. Ils

correspondent le plus souvent aux gènes: 16S rRNA [182], le gène de la

superoxyde dismutase (sodB); le gène com1 codant une protéine externe de

membrane de 27kDa; et l’opéron de choc thermique codant 2 protéines de choc

thermique (htpA et htpB)[169]. L’IS1111 est la séquence la plus utilisée pour le

diagnostic par PCR [183],  plus de 19 copies de ce gène sont présentes dans le

génome de C. burnetii, la séquence permet donc une haute sensibilité du test

[184], c’est une méthode très sensible et très spécifique [185].

En effet, une seule Coxiella burnetii peut être mise en évidence dans 1 mL

de lait de brebis  [111] ou de vache [186].

Le recours à la PCR classique reste limitée par l’impossibilité de

quantification de germe cependant, l’automatisation de la PCR en temps réel (RTq



46

PCR) a permis de rendre la technique un outil indispensable de quantification

utilisable à grande échelle, [181].

Ces méthodes présentent néanmoins certaines limites : ADN des bactéries

mortes amplifié dans les mêmes mesures que celui des bactéries vivantes,

possibilité de contamination des prélèvements par l’environnement (pour les

échantillons de lait notamment), coût élevé  [27].

4.2.Diagnostic indirect :

Les méthodes indirectes recherchent les anticorps, témoins de l’infection,

dans le sérum ou dans le lait. Cependant, la mise en évidence d’anticorps ne

prouve pas une infection récente, les anticorps pouvant persister jusqu’à 2 ans

[98], et à l’inverse une sérologie négative n’exclut pas une infection dans les 2 à 3

semaines précédentes (temps nécessaire à l’organisme pour produire les

anticorps)[12] voire plus ancienne dans le cas des animaux excréteurs

séronégatifs [187]

Trois méthodes sont principalement utilisées dans le diagnostic indirect :

4.2.1.Réaction de fixation du complément (RFC) :

Le test détecte les anticorps fixant le complément dans le sérum. La

méthode de fixation du complément (FC) est spécifique mais moins sensible que

l’ELISA ou l’IFI. La séroconversion est détectée plus tardivement par rapport à l’IFI

ou l’ELISA, mais les anticorps FC peuvent persister pendant de longues périodes

après maladie. Cette méthode emploie souvent l’antigène de phase II préparé à

partir d’un mélange de deux souches (Nine Mile et Henzerling) ou un mélange des

phases I et II préparés à partir de la souche Nine Mile [169].

4.2.2.L’immunofluorescence indirecte (IFI)

En médecine humaine, l’immunofluorescence indirecte est la technique de

référence dans le diagnostic de la fièvre Q, Elle consiste à mettre en évidence les

anticorps préalablement marqués par fluorescence, en les complexant avec les

antigènes spécifique de Coxiella burnetii  [12], et elle permet également de
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distinguer une infection aiguë, avec prédominance des anticorps anti-phase II,

d’une infection chronique, avec prédominance des anticorps anti-phase I [169].

En médecine vétérinaire, cette technique n’est utilisée que dans le cadre de la

recherche [111].

4.2.3.Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA)

Cette technique, a une sensibilité élevée et une bonne spécificité et tend à

remplacer l’épreuve d’IFI et le test de FC, car elle permet de détecter des

anticorps contre C. burnetii de phase II ou de phase I et II et convient pour le

criblage à grande échelle, en particulier pour le diagnostic vétérinaire [169] [49].
C’est une technique d’emploi et de lecture simples, qui est en outre automatisable

[188], cette technique se réalise sur le sérum  [12], mais la recherche d’anticorps

peut également être réalisée sur le lait, en particulier dans le lait de tank [189]

Tableau 4.1: Méthodes de diagnostique disponibles pour la fièvre Q et leurs
objectifs (OIE 2015) [190]

+++ = Méthode recommandée,

++ = Méthode convenable;

+ = Peut être utilisé dans certains cas, mais son application est formtement limitée

par les frais,la fiabilité, ou autres facteurs

- =  Non convenable pour cet objectif

n/a = Non applicable

Méthode

Objectifs
Population
saine de
la maladie

Animal sain
avant les
mouvements

Contribuer
aux
politiques
d’éradication

Confirmation
des cas
cliniques

Prévalence
de
l’infection –
surveillance

Statut
immunitaire
indivduel de
l’animal ou
de
populations
après la
vaccination

Identification de l’agent
PCR +++ n/a +++ +++ ++ +
Culture + n/a + - + -
Coloration + n/a + + + +
Genotypage n/a n/a n/a n/a n/a n/a

Détection de la réponse immunitaire
ELISA +++ n/a +++ ++ +++ +++
IFA ++ n/a ++ ++ ++ ++
FC - n/a - ++ + +
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CHAPITRE 5
PROPHYLAXIE

La prophylaxie de la fièvre Q animale comporte deux objectifs majeurs :

lutter contre la maladie animale proprement dite en limitant ses conséquences au

point de vue clinique et économique mais surtout lutter contre la fièvre Q zoonose

en limitant l’excrétion et la dissémination de l’agent pathogène  [125].

5.1.Prophylaxie sanitaire

L’excrétion de Coxiella burnetii est maximale au moment de la mise-bas ou

de l’avortement. Il convient donc de redoubler les précautions au cours de cette

période critique afin de limiter l’exposition des congénères et de contenir l’infection

[27]. L'existence d'un box, uniquement dédié aux vêlages, permet de réduire

l'exposition des animaux à la bactérie, le retrait et la destruction du placenta et des

autres produits de parturition ou d’avortement  afin d’empêcher leur ingestion par

les carnivores domestiques et sauvages[27][32].

Le fumier étant une source de contamination, des actions ciblées sur cette

source peuvent être envisagées. Le traitement chimique ou thermique du fumier

pourrait être utilisé pour diminuer la charge bactérienne. L’ajout de cyanamide

calcique ou de chaux au fumier contaminé pourrait être préconisé dans les

troupeaux infectés [191][1].

L’épandage devrait dans l’idéal être réalisé en l’absence du vent pour éviter

la propagation lointaine des microorganismes [192], à distance des habitations et

sur des surfaces qui ne sont pas destinées à accueillir des animaux d’élevage

dans les mois qui suivent [27].

La réforme ciblée de certains animaux identifiés comme excréteurs a été

suggérée [191] [94],  mais vue le coût du renouvellement, de la réforme elle-même

et d’analyses pour l’identification de ces animaux, cette mesure ne peut pas être

considérée comme appropriée en élevage [27].

A cause de son mode de transmission principalement aérienne, une

attention particulière doit être accordée à l’introduction de nouveaux animaux dans

un élevage sain, en effet un contact direct entre animaux n’est pas exigé pour
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transmettre la maladie entre animaux malades et sains [188], le regroupement de

plusieurs animaux à l’occasion de concours, d’estives… pose la même

problématique que l’introduction, en multipliant le nombre et en diversifiant les

origines des animaux concernés [27].

Dans l’étude de Taurel et al. (2011)[193], la séroprévalence de l'infection

dans un troupeau semblait plus forte lorsque les animaux pouvaient avoir des

contacts avec des animaux de troupeaux voisins du fait de la mitoyenneté des

pâtures ou lors de pâturage en commun. Cela suggère que la proximité entre les

élevages favorisait la transmission de l’infection [193].

La transmission de la fièvre Q par la voie orale par le lait n'est pas à

négliger pour la santé publique même si elle est moins efficace que par la voie

aérienne [141]. L’ingestion de produits laitiers non pasteurisés représente un

mode de contamination mineur [194], cependant, la réduction de l’exposition aux

produits laitiers frais pour la population à risque (femmes enceintes, patients

souffrant de cardiopathies ou immunodéprimés) contribuerait à réduire la

séroprévalence de la fièvre Q [192].

Tableau 5.1: Liste des mesures sanitaires à mettre en oeuvre dans les cheptels

cliniquement atteints dans le cadre d’un plan de lutte contre la fièvre Q [195]
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5.2.Prophylaxie médicale

5.2.1.Antibiothérapie

La situation intracellulaire et plus précisément intraphagocytaire de

C.burnetii confère à cette bactérie une résistance naturelle à un grand nombre

d’antibiotiques. Le pH acide intraphagocytaire va également contribuer aux

difficultés d’action de ces antibiotiques [82].

Ainsi, les familles d’antibiotiques actives contre Coxiella burnetti sont

représentées par les tétracyclines, les macrolides et les fluoroquinolones.

En médecine vétérinaire seul l’oxytetracycline est utilisée [27], le traitement

vise à réduire l’incidence clinique de la fièvre Q dans les élevages, et à limiter

l’excrétion dans les sécrétions vaginales ou dans le lait [111].

L’effet des antibiotiques pour le traitement de la fièvre Q  chez  les animaux

est peu étudié [196], et les résultats sont contradictoires, quelques études

suggèrent une réduction du taux d'avortement et d’excrétion bactérienne  [197]

[99][198], [199] tandis que d’autres ont conclu que l’oxytétracycline ne prévient ni

la survenue des avortements ni l’excrétion bactérienne  [95] [200].

Selon Saegerman et al  (2013) [53], les quelques résultats de recherches

disponibles concernant l’utilité et l’efficacité des traitements antibiotiques chez les

ruminants aboutissent tous au même constat : les objectifs de prévention de

l’avortement et de diminution de l’excrétion ne sont en aucun cas atteints [53].

La possible émergence d’une antibiorésistance à la doxycycline, liée à la pression

antibiotique chez  le bétail, a été évoquée [201]

L’EFSA estime que le recours à l’antibiothérapie n’est pas recommandé,

cette mesure étant jugée comme globalement inefficace [191].

5.2.2.Vaccination

Plusieurs vaccins ont été développés contre la fièvre Q animale (OIE 2008)

[169], les plus utilisés chez l’homme et les animaux sont  les vaccins dits entiers,

contenant la bactérie entière inactivée au fromol, d’autres contiennent des sous-
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unités de la bactérie  obtenues par extraction avec du chloroforme et du méthanol

« CMR : Chloroform Méthanol Residu) [39].

Ces vaccins varient selon leurs procédés de préparation, leurs composition,

incluant la souche et une possible combinaison de souches, et la phase de

C.burnetii utilisée, ce dernier élément est le plus important [202].

C. burnetii existe sous 2 phases : la phase I correspondant aux Coxiella

isolées de l'animal est la phase virulente, la phase II moins virulente, s'obtient

après plusieurs passages sur culture de cellules ou sur œuf embryonné. En effet

les Coxiella en phase II pénètrent plus facilement dans les cellules que celles qui

sont en phase I mais contrairement à elles, elles ne peuvent se multiplier dans les

monocytes et les macrophages et ne résistent pas aux défenses de l’animal  [203]

La formation d’anticorps est faible et irrégulière et leur persistance est

limitée [204]. De plus, les anticorps contre le LPS en phase II protègent mal contre

la phase I [205].

Au cours de leur  étude comparative entre un vaccin en phase I et un

vaccin en phase II sur des chèvres, Arricau- Bouvery et al ont démontré que Le

vaccin en phase I protège très efficacement les chèvres contrairement au vaccin

en phase II, puisque seulement  1/17 chèvre du lot vacciné par le vaccin en

phase I avorte et aucune n’excrète dans le lait. L’excrétion vaginale et fécale est

très réduite aussi bien pour le nombre de chèvres qui excrètent que pour la

quantité de Coxiella excrétées et la durée de l’excrétion. En revanche, le vaccin en

phase II ne diminue ni les avortements (9/15 dans le lot vacciné avec le vaccin en

phase II et 7/12 dans le lot témoin) ni l’excrétion quelle que soit la voie considérée

[206].

L’utilisation de vaccin en phase I réduit considérablement l’excrétion

bactérienne [207][199][208][209], cependant elle ne prévient pas l’infection, des

animaux sensibles (séronégatifs non excréteurs )peuvent devenir des excréteurs

[210][211]. La vaccination n’a pas d’effet sur les animaux infectés, c’est-à-dire

séropositifs et/ou excréteurs avant la vaccination [212], pour les animaux gestants,

la vaccination n’est pas associée à une réduction de l’excrétion bactérienne [210]

[213], enfin certains auteurs s’accordent sur le fait que la vaccination est un
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moyen de lutte qui doit se maintenir sur un long terme pour donner des résultats

[191][208][209].
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CHAPITRE 6

ETUDE SEROLOGIQUE DE LA FIERVE Q CHEZ LES BOVINS DANS LA
REGION DE BEJAIA

6.1. Matériel et méthodes :

Région d’étude :

D’une superficie de 322 348 hectares pour  990 000 habitants environ, la

wilaya de Bejaia est insérée entre les grands massifs du Djurdjura , les Bibanes

les Babores, située sur le nord est de la région centre du pays, elle est limitée

par :

-  La wilaya de Jijel à l’est

- Les wilaya de Bouira et Tizi Ouzou à l’ouest

- Les wilaya de  Setif et Bordj Bou Arreridj au sud

- La mer méditerranée au nord, avec une façade maritime de plus de 120 km.

Issue du découpage de 1974, la wilaya est organisée en 19 daïra et 52

communes.

Les reliefs de la wilaya se composent de trois zones bien distinctes :

- La plaine côtière, d’une étendue de 30 km de l’embouchure de l’Oued Soummam

à l’ouest à l’embouchure de  l’Oued Agrioun à l’est.

- La vallée de la Soummam, 80 km de long sur 2 à 4 km de large entre les deux

ensembles de montagnes ( Bibanes-Babores à l’est, et Akefadou-Gouraya à

l’ouest)

- La zone montagneuse occupe les ¾ de la superficie avec des pentes

supérieures à 25 %
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En 2014, selon le service statistique de la direction des services agricoles,

la wilaya de Bejaia comptait 115 910 têtes ovines, 43795 têtes caprines et 43043

têtes bovines dont 17297 vaches laitières, la production laitière a dépassé

42 900 000 litres. [ D.S.A 2015 ]

L’enquête sérologique a concerné cinq communes  de la vallée de la

Soummam, à savoir : Sidi Aïch, Tinebdar, Tifra, Sidi Ayad et Timezrit.

L’ensemble des communes se situent sur les rives de la Soummam et

présentent un climat méditerranéen doux avec une moyenne pluviométrique

annuelle allant de 600 à 1100 mm. La vallée de la Soummam subit l’influence des

vents dominants nord ouest (marins).

Figure 6.1 : Représentation géographique de la wilaya de Bejaia

Population étudiée :

Notre étude a touché au total 180 vaches laitières, de différents rangs de

lactation, réparties sur 50 élevages, avec une taille moyenne de 6 têtes par

élevage.
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L’accès aux élevages est facilité par les vétérinaires praticiens privés de la

région, ainsi que par l’intermédiaire des vétérinaires étatiques (subdivisions de

l’agriculture et bureaux d’hygiène communaux )

Méthodes :

Echantillonnage :

La méthode d’échantillonnage utilisée est l’échantillonnage aléatoire à deux

degrés :

Premier degré : Choix des élevages

Un tirage au sort est réalisé à partir de listes fournies par les services vétérinaires

de la subdivision de l’agriculture, ces listes sont issues de la campagne de

vaccination de l’année 2014.

Deuxième degré : Choix des animaux dans les élevages

 1ère étape :

Estimer la taille d’échantillon à étudier à partir d’un échantillon aléatoire simple

 À partir de la formule n = Z2.  (1-P)/ D2. P

Z : Intervalle de confiance

D : précision relative

P : prévalence attendue

n = 130

 2ème étape : Calculer la taille on prend en considération le type d’échantillon

N = m.n’ = n. CI

CI : coefficient d inflation

CI= 1+ pm

P : coefficient d’hétérogénéité estimé à partir de degré de contagiosité de la

maladie ( P= 0,1  prévalence de la maladie intra-élevage)
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Alors CI= 1+ pm= 1+0,1X 4  (4 le nombre de vaches à tirer par élevage).

N= n. CI= 130. 1. 4= 182

Et n’= 182/4= 46

Sélection des animaux :

Le choix de la région est justifié par la forte concentration des élevages

bovins, en effet, les communes touchées par notre étude sont situées à la

périphérie  de la vallée de la Soummam et qui comptent de vastes surfaces à

vocation agricole facilitant l’élevage bovin.

Le choix des élevages laitiers est déterminé par le fait que les bovins

d’engraissement ne séjournent  pas longtemps dans les étables, et que la maladie

touche beaucoup plus les femelles mises à la reproduction par rapport aux

femelles non encore pubères.

De notre étude sont écartés donc les génisses et les mâles, et ne sont

retenues que les vaches laitières.

La période de notre étude s’est étalée de Février à Mai 2015.

Prélèvements :

Des renseignements concernant des informations générales sur l’élevage,

les pratiques d’élevages,  des informations sur chaque vache ayant fait l’objet d’un

prélèvement, sont recueillis à l’aide de fiches de commémoratifs préalablement

préparées et remplies après chaque visite.

Les prélèvements sont réalisés par nous même, ou par le vétérinaire

soignant, en notre présence, et ce, après l’accord du propriétaire.

Des tubes secs sous vides (type Vacutainer) préalablement marqués ont

servi à prélever 5 ml de sang veineux au niveau de la veine jugulaire, les tubes

sont acheminés sous couverture du froid jusqu’au cabinet, laissés décanter 24h

ensuite centrifugés à raison de 3500 tours/ minute durant 10 minutes, les sérums

séparés sont ensuite mis dans des eppendorf et stockés à - 20°C jusqu’au

moment de l’analyse.
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Analyse sérologique :

L’analyse sérologique a été réalisée en Juin 2015 au niveau du laboratoire

de recherche des biotechnologies liées à la reproduction animale de l’institut des

sciences vétérinaires de l’université de Blida, et ce, selon les instructions du

fabricant.

Un kit pour la détection d’anticorps spécifiques de Coxiella burnetii par la

technique ELISA indirecte a été utilisé (ID Screen ® Q fever Indirect Multi-species)

Description et principe du kit :

Les cupules sont sensibilisées avec une souche Coxiella burnetii phases I
et II, isolée en France à partir du placenta d’un avortement bovin.

Les échantillons à tester et les contrôles sont distribués dans les cupules.

Les anticorps spécifiques de Coxiella burnetii, s’ils sont présents, forment un

complexe antigène-anticorps.

Après lavage, un conjugué anti-multi-espèce marqué à la peroxydase

(HRP) est distribué dans les cupules. Il se fixe aux anticorps, formant un complexe

antigène-anticorps-conjugué-HRP.

Après élimination du conjugué en excès par lavage, la réaction est révélée

par une solution de révélation (TMB).

La coloration qui en résulte est liée à la quantité d’anticorps spécifiques

présents dans l’échantillon à tester :

- En présence d’anticorps dans l’échantillon, il apparaît une coloration bleue qui

devient jaune après blocage.

- En l’absence d’anticorps dans l’échantillon, il n’apparaît pas de coloration.

La lecture est réalisée à 450nm.

Mode opératoire :

- Ramener tous les réactifs à température ambiante (21 °C ± 5°C) avant l’emploi et

les homogénéiser par retournement ou au Vortex.

- Distribuer :
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 90 l de Tampon de dilution 2 dans chaque puits

 10 l de Contrôle Négatif dans les cupules A1 et B1.

 10 l de Contrôle Positif dans les cupules C1 et D1.

 10 l de chaque échantillon à tester dans les cupules restantes.

- Incuber 45 min ± 4 min à 21°C (± 5°C).

- Vider les puits. Laver 3 fois chaque cupule avec environ 300 l de Solution de

lavage.

- Éviter le dessèchement des cupules entre les lavages.

- Préparer le Conjugué 1X en diluant le Conjugué 10x au 1/10ème en tampon de

dilution 3.

- Distribuer 100 l de Conjugué 1X dans chaque cupule.

- Incuber 30 min ± 3 min à 21°C (± 5°C).

- Vider les puits. Laver 3 fois chaque cupule avec environ 300 l de Solution de

lavage.

- Distribuer 100 l de Solution de révélation dans chaque cupule.

- Incuber 15 min ± 2 min à 21 °C (± 5°C) à l’obscurité.

- Distribuer 100 l de Solution d’arrêt dans chaque cupule pour arrêter la réaction.

- Mesurer et enregistrer les densités optiques à 450 nm.

Réalisation du test :

Préparation des échantillons :

Les réactifs et les prélèvements ont été portés à température ambiante

avant la réalisation du test

Figure 6.2 : Echantillons et réactifs à température ambiante avant la réalisation du test
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- Distribution de 90 l de Tampon de dilution 2 dans chaque puits.

- Puis distribution de 10 l de Contrôle Positif dans les cupules A1 et B1

- Ensuite distribution de 10 l de Contrôle Négatif dans les cupules C1 et D1

- Enfin distribution de 10 l de chaque échantillon à tester dans les cupules

restantes

- L’Homogénéisation s’est faite par agitation douce manuelle

Incubation :

Les plaques sont incubées à 21°C durant 45 minutes.

Figure 6.3 : Incubation des plaques à 21°C

Lavage :

Préparation de la solution de lavage :

Préparer la Solution de lavage (1X) par dilution au 1/20ème de la Solution de

lavage (20X) dans de l’eau distillée puis réalisation de 03 lavages

automatiquement avec un volume de 300 L par cupule.

Préparation du conjugué :

Dilution du conjugué concentré au 1/10ème  dans le diluant du conjugué (10

ml est nécessaire par plaque, soit 1 ml de conjugué concentré dilué dans 9 ml de

diluant du conjugué). Après préparation du conjugué on distribue 100 l de

solution dans chaque cupule avant de faire incubation de 30 minutes à 21°C,

suivie d’un lavage  de la plaque.
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Figure 6.4 : Aspect d’une plaque après l’ajout du conjugué

Révélation :

Ajout du substrat:

Distribution de 100 l de la Solution de révélation dans chaque cupule,

homogénéiser en tapotant légèrement la plaque à la main et refaire une dernière

incubation pendant 15 minutes  à 21 °C.

Ajout de la solution d’arrêt :

Distribuer 100 l de la solution d’arrêt dans chaque cupule et homogénéiser en

tapotant légèrement la plaque à la main.

Figure 6.5 : Aspect d’une plaque après l’ajout du substrat de révélation
Lecture :
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Les densités optiques (DO) des échantillons sont mesurées à 450nm à l’aide

d’un lecteur, puis les résultats sont automatiquement imprimés à l’aide d’une

imprimante reliée au lecteur.

Résultats et interprétation :

Pour chaque échantillon on doit calculer le pourcentage S/P c'est à dire
S/P% = DO échantillon / DO control positif x 100

Tableau 6.1 : Interprétation des résultats selon le pourcentage S/P

Résultat Statut

S/P%  40% Négatif

40% < S/P %  50% Douteux

50% < S/P %  80% Positif

S/P % > 80 % Fortement positif

 Le pourcentage S/P %  a été calculé pour chaque échantillon testé puis

l’interprétation de chaque résultat est faite selon le tableau ci-dessus. (cf annexe)

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel STATISTICA V.6 ®. Un

teste de Khi2 de Pearson a été utilisé pour rechercher des liens entre les

différents paramètres étudiés d’un côté et le résultat positif à la sérologie de

l’autre.
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6.2.Résultats :

6.2.1. Séroprévalence de la fièvre Q (individuelle et troupeau) :

Au total, 180 sérums de vaches laitières ont été analysés par la technique

ELISA. Le tableau 6.2 résume les résultats de la séroprévalence individuelle et la

séroprévalence troupeau.

Tableau 6.2 : Résumé des résultats de l’étude

Sur les 180 sérums analysés, 19 sérums se sont révélés positifs et 161

négatifs, les sérums testés positifs proviennent de 11 élevages, et les sérums

testés négatifs proviennent de 39 élevages. Le taux de la prévalence individuelle

de la fièvre Q est donc estimé à 10,55%, avec l’intervalle de confiance à 95 % elle

est de 6,06% à 15,03%. Le taux de prévalence troupeau est estimé à 22%, avec

un intervalle de confiance à 95% elle est de 10,53% à 33,46 %.

Figure 6.6: Représentation graphique des séroprévalences( individuelle et
troupeau)

89,45%
78,00%

10,55%
22,00%

vaches Troupeaux

séronégatif séropositif

Séropositifs Total
Nombre d’animaux 19 180
Prévalence individuelle 10,55% [6,06%-15,03%]
Nombre de troupeaux 11 50
Prévalence troupeaux 22% [10,53%-33,46%]
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6.2.2. Séroprévalence troupeau selon la taille de l’élevage :

Le Tableau 6.3 résume la répartition des troupeaux séropositifs selon la
taille de l’élevage.

Tableau 6.3 : Répartition des cas positifs selon la taille du troupeau

Nombre
d’élevages

Nombre
d’élevages positifs

Prévalence
troupeau (%)

    5 27 3 11,11%
6-9 13 3 15,38 %
10 10 5 50 %

Total 50 11 22 %

Notre enquête a révélé que la séropositivité vis-à-vis Coxiella burnetii dans

les élevages avec un effectif de cinq têtes ou moins (   5) est de 11,11% , pour les

élevages possédant entre 6 et 9 têtes elle est de l’ordre de 15 ,38 %, et pour ceux

qui comptent 10 têtes ou plus, elle de est 50 %

Figure 6.7: Représentation graphique de la répartition des cas positifs selon la

taille de l’élevage

L’analyse statistique ne montre pas de lien significatif entre la taille de

l’élevage et le résultat positif à la sérologie. (Tableau I, Appendice D)
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6.2.3. Séroprévalence individuelle selon la taille de l’élevage :

Le tableau 6.4 résume la répartition des cas séropositifs  selon la taille de la

taille de l’élevage.

Tableau 6.4 : répartition des cas positifs (individuels) selon la taille du troupeau

Taille du troupeau Nombre d’animaux
positifs

Nombre d’animaux Prévalence

  5 4 65 6,15%
6-9 3 59 5,08 %
10 12 56 21,42 %

Total 19 180 10,55 %

Notre étude a révélé que 6,15% des vaches issues d’élevages comptant

cinq têtes ou moins (taille  5) sont séropositives; pour les élevages dont la taille

se situe entre 6 et 9 têtes 5,08% sont séropositives, et pour ce qui est des

élevages dont la taille est égale ou dépasse 10 têtes (taille  10), la

séroprévalence est de 21,42%.

Les analyses statistiques montrent l’absence de lien entre le résultat positif à

la sérologie et la taille de l’élevage (Tableau II, Appendice D).

6.2.4. Séroprévalence individuelle selon les troubles de la reproduction :

Le tableau 6.5 résume la séroprévalence de la fièvre Q selon l’existence

d’antécédents de troubles de la reproduction (avortement, métrites, repeat

breeding, rétention placentaire).

Tableau 6.5 : Séroprévalences individuelles selon les antécédents de troubles de
la reproduction

Nombre de vaches Nombre de vaches
séropositives

Prévalence %

Historique
d’avortement

21 2 9,52%

Historique de métrites 74 16 21,61%
Historique de repeat
breeding

120 17 14,16%

Historique de
rétention placentaire

26 6 23,07%
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Notre étude a révélé que 9,52% des vaches ayant avorté, 21,51% des

vaches ayant un historique de métrite, 14,16% de celles ayant un historique de

repeat breeding, et 23,07 % de celles ayant un historique de rétention placentaire

ont un résultat positif à l’ELISA.

Figure 6.8 : Représentation graphique de la répartition des cas séropositifs selon

les antécédents de troubles de la reproduction.

Les analyses statistiques montrent l’existence d’un lien significatif entre le

résultat positif à la sérologie et la présence d’historique de métrite et de repeat

breeding (Tableaux III et IV, Appendice D), cependant, aucun lien significatif

n’existe entre le résultat positif à la sérologie, l’existence d’historique d’avortement

et de rétention placentaire (Tableaux V et VI, Appendice D).

6.2.5. Séroprévalence troupeaux selon d’autres facteurs de risque :

Le tableau 6.6 résume la séroprévalence de la fièvre Q selon quelques

facteurs de risque (introduction de nouveaux animaux, cohabitation des bovins

avec les petits ruminants et promiscuité avec les carnivores domestiques).

Tableau  6.6 : Répartition des cas positifs selon certains facteurs de risque

Nombre d’élevages Nombre d’élevages
séropositifs

Prévalence

Introduction de
nouveaux animaux

28 7 25 %

Cohabitation avec des
petits ruminants

24 5 20,83 %

Promiscuité avec des
carnivores
domestiques

40 9 22,5 %
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La proportion d’élevages séropositifs vis-à-vis de la fièvre Q est de 25%

pour les élevages observant l’introduction de nouveaux animaux, elle est de

20,83% pour les élevages bovins cohabitant avec des élevages de petits

ruminants; pour les élevages ayant une promiscuité avec les carnivores

domestiques, le taux de séropositivité est de 22,5%

Figure 6.9 : Représentation graphique de la répartition des cas séropositifs dans

les élevages selon  certains facteurs de risque

Les analyses statistiques ne montrent pas de liens significatifs entre le

résultat positif à la sérologie d’une part, et l’introduction de nouveaux animaux, la

cohabitation avec les petits ruminants, et la promiscuité avec les carnivores

domestiques d’autre part. (Tableaux VII, VIII, IX, Appendice D).

Il est aussi important de noter que :

- Aucun élevage ne dispose de box de vêlage,

- Aucune mesure spécifique (de nettoyage ou de désinfection, ou

d’isolement) n’est prise lors de la survenue d’un avortement

- Les produits de parturition ou d’avortements ne sont en aucun cas détruits,

ils sont jetés dans la nature ou évacué avec le fumier.

- Le lait de tous les élevages est destinés aux laiteries, néanmoins, les

éleveurs et leurs familles consomment du lait cru et en distribuent à leurs

proches et voisins.
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6.3. Discussion :

Une grande variation concernant les résultats des études de la

séroprévalence de la fièvre Q chez les bovins, tant sur le plan individuel que sur le

plan troupeau, est rapportée par la littérature.

Le contexte de ces études observe aussi des variations, en effet, la fièvre Q

est recherchée pour différents objectifs :

- En tant que zoonose parmi d’autres pouvant être transmise à l’homme,

-  En tant qu’agent responsable d’avortements ou de troubles de la reproduction

chez les ruminants,

- Elle est aussi recherchée pour déterminer le statut épidémiologique des

élevages bovins vis-à-vis de l’infection par C.burnetii, et l’étude des modalités

et des voies de l’excrétion bactérienne,

- Enfin, pour étudier l’efficacité des mesures de prévention et de contrôle de

cette maladie.

6.3.1. Séroprévalence individuelle :

Au terme de notre étude, nous avons enregistré une séroprévalence

individuelle de l’ordre de 10,55% [6,06- 15,03], sur 180 sérums analysés, 19 se

sont révélés positifs.

Nos résultats sont proches de ceux obtenus par KHALILI et al (2009) [214]

qui ont rapporté une séroprévalence individuelle de 10,75% dans leur étude

menée en Iran, et de ceux obtenus chez les vaches laitières par MCCAUGHEY et

al,(2009) [215] qui ont enregistré une séroprévalence de l’ordre de 10,4 % au nord

de l’Irlande.  HONG-BO NI et al (2011) [216] dans leur étude menée en Chine ont

enregistré une séroprévalence de 10,1%. Le test utilisé dans ces études est

l’ELISA.

La séroprévalence obtenue dans notre étude parait inférieure à celle

rapportée par Rodriguez et al (2010) [217], qui ont rapporté une séroprévalence

de 12,2% aux îles Canaris, cette différence pourrait être expliquée par le caractère

endémique de la maladie aux Îles Canaris, en effet, la séroprévalence chez les
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ovins et les caprins rapportée par cette même étude sont de l’ordre de 60,4% et

31,7% respectivement, tandis que la séroprévalence enregistré chez l’homme est

de 21,5% [218].

De même, Dean et al (2013)[219] dans leur étude menée au nord du Togo

ont rapporté une séroprévalence de 14,8% qui est supérieure à celle que nous

avons enregistré, cette différence pourrait être expliquée par les pratiques

d’élevages, en effet les auteurs ont mené leur étude dans 25 villages où les

animaux étaient concentrés, de plus la transhumance pratiquée par les

populations locales et les contacts rapprochés entre animaux peuvent contribuer à

la propagation de la maladie.

El Andaloussi et al (2015) [220] ont rapporté une séroprévalence de

16,21% dans leur étude menée en Tunisie qui est nettement supérieure à la nôtre,

cette différence pourrait être attribuée au nombre d’élevages bovins concernés par

cette étude, en effet, l’étude d’El Andaloussi et al a touché 9 élevages bovins, la

présence des anticorps anti-Coxiella a été mise en évidence dans 8 élevages.

L’inclusion de plus d’élevages dans l’étude pourrait fournir un aperçu plus précis

quant à la distribution de la maladie et sa fréquence.

 Il faut cependant noter que la fréquence de la maladie varie d’une région à

l’autre (et d’une période à l’autre au sein du même pays), en effet, SENAY et al

(2006) [221] ont enregistré une séroprévalence de 9,56% chez les bovins dans

l’est de la Turquie, par contre GAZAYAGCI et al (2010) [77] ont rapporté une

séroprévalence de 12,4% au centre du pays, de plus, la séroprévalence dans la

même région peut varier d’une période à l’autre, c’est le cas par exemple au nord-

est de la Chine où Hong-Bo Ni et al [216] ont rapporté une séroprévalence de

10,1% en 2011, par contre Cong et al [222] ont rapporté une séroprévalence de

24,9% en 2015.

6.3.2. Séroprévalence troupeau :

A l’issue de notre étude, nous avons enregistré une séroprévalence

troupeau de 22%, en effet, des anticorps anti-Coxiella sont détéctés dans 11

élevages parmi les 50 concernés par la présente étude.
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Un élevage est considéré comme séropositif si, au minimum, une vache

appartenant à cet élevage fournit un résultat positif à l’ELISA.

Nos résultats sur l’échelle troupeau sont proches de ceux obtenus par

Paiba et al (1999) [223] au Royaume Uni qui ont enregistré une séroprévalence

troupeau de 21,2 %, les auteurs ont recherché les anticorps spécifiques dans le

lait de mélange par la technique ELISA.

Nos résultats sont cependant supérieurs à ceux qui sont obtenus par Khalili

et al (2009) [214] en Iran, ces auteurs ont enregistré une séroprévalence troupeau

de l’ordre de 16,6%, cette différence pourrait être justifiée par le nombre

d’élevages inclus dans l’étude de Khalili et al, en effet, 12 élevages seulement

étaient concernés par cette enquête.

Nos résultats sont inférieurs à ceux enregistrés par McCAUGHEY et al

(2010)[215] , en effet, la séroprévalence troupeau dans les élevages bovins laitiers

rapportés par ces auteurs est de 64,5 %.

Saegerman et al (2013) [224] ont rapporté une séroprévalence de 57,8%

dans leur étude menée en Belgique, les auteurs ont procédé à l’analyse de lait de

mélange par la technique ELISA.

Des taux de séroprévalence troupeaux variables sont rapportés par la

littérature, ces fluctuations pourrait être dues aux techniques utilisées, en effet, se

baser sur les résultats de la sérologie pour déterminer la séroprévalence troupeau

pourrait induire en erreur, surtout dans le cas de grands élevages,  ainsi un statut

faussement négatif pourrait être attribué à l’élevage, il en est de même pour la

méthode PCR, des animaux séropositifs mais non excréteurs pourraient donner

un faux statut de l’élevage. L’idéale serait d’associer deux méthodes, la recherche

d’anticorps dans le lait de mélange pour économiser le temps et les moyens, et la

recherche de l’ADN bactérien dans le lait de mélange pour déterminer les

élevages excréteurs. Cette méthode ( association de l’ELISA sur lait de mélange

et de la PCR) est de plus en plus utilisée pour les études épidémiologiques de la

fièvre Q.



70

6.3.3. Séroprévalence en fonction de la taille de l’élevage :

A l’échelle troupeau, notre enquête a révélé que la séropositivité vis-à-vis

de Coxiella burnetii dans les élevages avec un effectif de cinq têtes ou moins (

5) est de 11,11%, pour les élevages possédant entre 6 et 9 têtes elle est  de

l’ordre de 15 ,38 %, et pour ceux qui comptent 10 têtes ou plus, elle est de 50 %.

Notre étude a révélé que 6,15% des vaches issues d’élevages comptant

cinq têtes ou moins (taille  5) sont séropositives ; pour les élevages dont la taille

se situe entre 6 et 9 têtes 5,08% sont séropositives, et pour ce qui est des

élevages dont la taille est égale ou dépasse 10 têtes (taille  10), la

séroprévalence est de 21,42%.

Les analyses statistiques n’ont pas montré d’association significative entre

la taille de l’élevage et les résultats de la sérologie.

Certaines enquêtes ont étudié le lien entre la taille de l’élevage et les

résultats de la sérologie, et les résultats de ces enquêtes sont variables.

McCaughey et al (2010) [215] dans leur étude menée en Irlande ont

rapporté une séroprévalence troupeau plus élevée dans les grands élevages

(taille de l’élevage supérieure à 100 têtes) par rapport aux élevages moyens (taille

de l’élevage comprise entre 50 et 100 têtes) et aux petits élevages (taille ne

dépassant 50 têtes), les prévalences sont de l’ordre de 78,1%, 60 % et de 31,8%

pour les grands, les moyens et les petits élevages respectivement. Les mêmes

observations concernant la séroprévalence individuelle ont été enregistrées, les

séroprévalences individuelles sont de l’ordre de 12,5%, 10,2% et de 3,4% pour les

grands, les moyens, et les petits élevages respectivement.

Ces résultats convergent avec ceux rapportés par RYAN et al (2010) [225]

et Agger et al (2010) [226], Paul et al (2012) [227], ces derniers ont conclu que la

séroprévalence est plus élevée dans les grands élevages par rapport aux petits,

dans ces trois études une association significative a été observée entre la taille de

l’élevage et la présence d’anticorps anti-Coxiella dans le lait de mélange détectés

par la technique ELISA.
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Cependant Taurel et al (2011) [193] dans leur étude réalisée en France sur

100 élevages laitiers (connus d’être naturellement et cliniquement atteints de la

fièvre Q), ont rapporté que la séroprévalence de la fièvre Q dans les  troupeaux

dont la taille est inférieure à 46 têtes était plus élevée par rapport aux troupeaux

dont la taille dépasse 46 têtes ( 50% vs 41 %), aucune association significative

n’est observée entre la taille du troupeau et les résultats de la sérologie, Taurel et

al (2011) estiment que la probabilité que les animaux soient infectés est plus

grande lorsque la taille de l’élevage est petite.

6.3.4. Séroprévalence de la fièvre Q chez les vaches ayant un historique

d’avortement :

Chez les bovins, l’expression clinique suite à l’infection par Coxiella burnetii

est rare, et elle a été souvent associée aux avortements sporadiques et à la

mortinatalité et la naissance de veaux chétifs, suivis de rétablissement sans

complications [228].

En Algérie peu de données sont disponibles concernant l’épidémiologie des

avortements infectieux, selon Dechicha et al (2010), le manque de données et

d’informations relatives à la fréquence et aux causes des avortements dans nos

élevages est dû au fait que la déclaration n’est pas obligatoire et que le diagnostic

de laboratoire est difficile à cause du manque de fonds et d’équipements

appropriés [8].

Khaled et al (2013) dans leur enquête menée auprès des éleveurs rapportent

que les avortements sont plus fréquemment observés chez l’espèce ovine (56%)

suivie par l’espèce caprine (34%), et en dernière place vient l’espèce bovine

(10%) [229].

Dans notre étude, 21 vaches avaient un historique d’avortement (21/180),

parmi lesquelles 2 vaches se sont révélées séropositives vis-à-vis C.burnetii, ce

qui nous amène à déduire que la séroprévalence de la fièvre Q en fonction de la

présence des antécédents d’avortement est de 9,52%. Les analyses statistiques

n’ont pas montré de lien significatif entre le résultat positif à la sérologie et

l’existence d’historique d’avortement (p = 0,86)
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La recherche de C.burnetii comme agent d’avortement a fait l’objet de

quelques études en Algérie, Dechicha et al (2010) [8] dans leur étude menée dans

la région de la Mitidja ont rapporté une séroprévalence de 29 %, dans une autre

étude menée à l’ouest dans la région de Tiaret, Abdelhadi et al (2015) [230] ont

enregistré une séroprévalence de 23,89% ; dans l’est Algérien, Bouaziz et

Tainturier (2009) [9] ont estimé la séroprévalence de la fièvre Q à 20,8% parmi

183 femelles ayant avorté.

Nos résultats paraissent inférieurs à ceux rapportés par les trois études

précédemment citées, ceci peut être expliqué par le fait que ces études avaient

comme objectif la détermination de la séroprévalence des agents infectieux

responsables d’avortement, et qu’elles étaient réalisées uniquement sur des

animaux ayant avorté ou dans des élevages ayant connu des avortements, ce qui

n’est pas le cas dans notre étude, l’avortement n’a pas fait l’objet d’un critère

d’inclusion dans l’étude.

Hang Bo Ni et al (2010) [216] dans leur étude menée en Chine ont enregistré

une séroprévalence de la fièvre Q de l’ordre de  10,1% parmi les vaches ayant un

historique d’avortement, Senay et al (2006) [221] ont rapporté une séroprévalence

de 22,6% chez des vaches avec antécédents d’avortement en Turquie, Dean et al

(2013) [219] ont conclu à l’issue de leur étude menée au Togo que la

séroprévalence de la fièvre Q chez les vaches ayant un historique d’avortement

est de 16%.

Dans une étude menée en Italie par Cabassi et al (2006)[231], un groupe de

650 vaches avec un historique d’avortement, et un autre groupe témoin de 600

vaches sans historique d’avortement ont été soumis à des analyses sérologique

(ELISA) pour la recherche d’anticorps anti C.burnetii, les résultats ont révélé un

taux de séropositivité de 44,9% chez les vaches avec historique d’avortement

contre 22% au sein du groupe témoin. Une différence statistiquement significative

a été observée entre les deux groupes [231]. Vidic et al (1990) [232] ont enregistré

une séroprévalence significativement plus élevée (p<0,05) de la fièvre Q parmi les

vaches ayant avorté par rapport aux vaches témoins (19,4 % vs 9,5 %), ce qui

n’est pas le cas de Hassig et Lubsen (1998) [233] qui n’ont pas observé de
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différence significative entre la séroprévalence des vaches ayant avorté et la

séroprévalence de vaches témoins (16,7 vs 16,8).

La survenue de plusieurs avortements dans le troupeau peut laisser

suspecter une atteinte du troupeau par une maladie abortive contagieuse, et

l’examen des annexes ou de l’avorton peut orienter le diagnostic vers une fièvre

Q, mais à cause de l’absence de lésions pathognomoniques [45] et de la

persistance des anticorps plusieurs mois, voire des années après l’infection [165] ,

l’attribution d’un avortement à C.burnetii est donc difficile.

Dans son étude menée sur des vaches ayant avorté, Guatteo et al (2012)

[118], ont associé deux méthodes, l’ELISA  pour la détection des anticorps dirigés

contre C.burnetii et la PCR pour la détection de la bactérie, dans les 24 heures

suivant l’avortement, toutes les vaches (n=24) ont fourni un résultat positif aux

analyses PCR réalisées sur le mucus vaginal, et uniquement 9 vaches /24 se sont

révélées séropositives, les auteurs ont confirmé   l’existence de vaches ayant

avortanté excrétrices de C.burnetii mais séronégatives, et ont déduis le manque

de sensibilité de l’ELISA dans ce cas [118].

D’autres informations relatives aux troubles de la reproduction dans les

élevages visités ont été collectées ; ces informations concernent l’existence

d’antécédents de métrites, de rétention placentaire et de repeat breeding.

6.3.5. Séroprévalence de la fièvre Q chez les vaches ayant un historique de

métrite :

Dans notre étude 74 vaches / 180 avaient des antécédents de métrites, parmi

les vaches ayant des antécédents de métrites, 16 se sont révélées séropositives

vis-à-vis C.burnetii (16/74), le taux de vaches séropositives avec historique de

métrites est de 21,61%.

La séroprévalence de la fièvre Q est significativement plus élevée chez les

vaches ayant des antécédents de métrites par rapport aux vaches sans

antécédents de métrites (p=0,00000)

Au cours de notre enquête, nous avons constaté que les éleveurs portaient

une attention particulière à cette pathologie, en effet, la majorité d’entre eux
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constatent par eux-mêmes la présence de flocons de pus dans la glaire cervicale

au cours des chaleurs, d’autres l’apprennent au moment de l’insémination

artificielle par l’intermédiaire des vétérinaires ou des techniciens inséminateurs, le

préjudice économique que peut engendrer une métrite pousse les éleveurs à

apprendre sa détection et les incite à entreprendre un traitement précoce.

Certains auteurs ont rapporté une séroprévalence élevée de C.burnetii

parmi les vaches ayant un antécédent de métrites, en effet,  Tainturier (1987)

[234] a identifié des vaches séropositives vis-à-vis C.burnetii dans 58,6% (41/70)

des élevages bovins présentant des problèmes de métrites récurrentes ; To el al

(1998) [137] ont rapporté une prévalence de 60% par immunofluorescence

indirecte, alors que celle obtenue des années auparavant sur des animaux a priori

sains était de 36%, Martinov (2008) [235] dans son étude a rapporté un taux de

22,36% en Bulgarie ; cependant certains auteurs estiment que C.burnetii  ne serait

pas une cause majeure de métrites chez les bovins, en effet, dans leur étude

menée dans des troupeaux laitiers néerlandais où l'infection à Coxiella burnetii

était ou avait été présente, sur les 45 contenus utérins prélevés sur des vaches

ayant une métrite, Muskens et al. (2011) [135] ont enregistré un seul résultat

positif par RT-PCR et la bactérie n'était pas retrouvée après mise en culture des

contenus utérins.

6.3.6. Séroprévalence de la fièvre Q chez les vaches ayant un historique de

repeat breeding :

Dans notre étude, une séroprévalence de la fièvre Q de l’ordre de 14,16%

(17/120) a été enregistrée parmi les vaches repeat breeders, cette séroprévalence

est significativement plus élevée par rapport à celle des vaches ne présentant pas

de repeat breeding (p=0,02).

Il faut cependant signaler que le problème des repeat breeding est très

fréquent dans nos élevages, 120 vaches parmi les 180 (66,66%) ayant fait l’objet

de prélèvements sanguins dans notre enquête avaient déjà manifesté des échecs

à l’insémination artificielle, c’est un problème qui doit être étudié pour déterminer

les raisons de cette fréquence élevée, et pour pallier aux pertes économiques

engendrées.
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Saegerman et al (2013) [224] ont constaté que le syndrome des repeat

breeding est plus fréquent dans les élevages séropositifs vis-à-vis la fièvre Q que

dans les élevages séronégatifs  (29,3% vis 16,66%), To et al (1998) [137] ont

rapporté un taux de séropositivité de 58% vis-à-vis C. burnetii parmi les vaches

infertiles,  Vaidya et al (2010) [78] ont enregistré un taux de seropositivité de

11,36% parmi les vaches présentant des troubles de la reproduction, entre autres

avortement, repeat breeding, retention placentaire et métrites, cependant , Selon

Literak et Kroupa (1998) [236], l’infection à Coxiella burnetii n’altère pas les

performances de reproduction. En effet, dans des troupeaux de vaches laitières,

en République Tchèque, la séroprévalence de l'infection à Coxiella burnetii n'était

pas corrélée aux performances de reproduction. Le taux de réussite à la première

insémination artificielle, le taux de conception final, l'intervalle vêlage-première

insémination artificielle, l'intervalle vêlage-vêlage et le nombre moyen

d'inséminations artificielles ne variaient pas significativement en fonction de la

prévalence intra-troupeau [236].

6.3.7. Séroprévalence de la fièvre Q chez les vaches ayant un historique de

rétention placentaire :

Au terme de notre étude, nous avons enregistré une séroprévalence de la

fièvre Q de l’ordre de 23,07% parmi les vaches avec historique de rétention

placentaire, les analyses statistiques ne montrent pas de lien significatif entre le

résultat positif à la sérologie et l’existence d’antécédents de rétention placentaire.

Dans leur étude menée sur 03 troupeaux de vaches laitières hautes

productrices, López-Gatius et al (2012) [237] ont enregistré une séroprévalence

de 12 ,5% parmi les vaches avec antécédents de rétention placentaire, cette

prévalence est significativement élevée par rapport à celle enregistré parmi les

vaches sans antécédents de rétention placentaire qui était de l’ordre de 6,4%

(p=0,04), Khalili et al ( 2012)[240] ont rapporté une séroprévalence de 51,35%

dans les élevages atteints de troubles de la reproduction comprenant outre des

rétentions placentaire, des avortements et des mammites, contre 10,3% dans les

élevages ne manifestant pas les troubles précédemment cités.
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Vidic et al (1990) ont rapporté une séroprévalence de 10,9% parmi les

vaches ayant présenté une rétention placentaire, contre 9,5% parmi les vaches

témoins, et selon ces auteurs Coxiella burnetii ne serait pas impliquée dans

l’apparition de rétentions placentaires [232].

De nombreuses études ont évalué l'association entre l'infection avec

Coxiella burnetii et différents troubles de reproduction autres que l'avortement,

particulièrement chez les bovins. Cependant, il n'y a aucune évidence solide pour

soutenir l’hypothèse que C.burnetii provoque des désordres tels que l’infertilité, les

métrites / endométrites, ou les rétentions placentaires [239].

.L’attribution des troubles de la reproduction à Coxiella burnetii n’est pas

claire. En effet, certaines études sont uniquement descriptives (absence de

groupe témoin), d’autres ne portent que sur de faibles échantillons. De plus, les

troubles de la reproduction (métrites et rétentions placentaires notamment) ne

sont souvent pas étudiés indépendamment les uns des autres. Les techniques

d’analyse et les prélèvements sont également variables entre les études [240].

6.3.8. Séroprévalence troupeau en fonction de l’introduction de nouveaux

animaux :

Au terme de notre étude, nous avons enregistré un taux de séropositivité

vis-à-vis Coxiella burnetii de 25% dans les élevages introduisant de nouveaux

animaux, les analyses statistiques n’ont pas montré de lien entre les résultats de

la sérologie et l’introduction de nouveaux animaux dans l’élevage.

Cette pratique a connu un recul suite à l’épizootie de la fièvre aphteuse qui

a touché l’Algérie en 2014, en effet, les autorités ont pris certaines mesures pour

limiter la propagation de la fièvre aphteuse, entre autres, la fermeture des

marchés à bestiaux, cependant, les éleveurs échangeaient des animaux entre

eux, en particulier les mâles, utilisés pour la saillie durant cette période où

l’insémination artificielle a été suspendue temporairement.

En général, l’acquisition de nouveaux animaux est connue comme un

facteur de risque d’introduction de maladies infectieuses dans l’élevage [241]

[242] , pour la fièvre Q, l’une des causes de la propagation de C.burnetii dans les
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élevages de ruminants est l’introduction d’animaux infectés dans les élevages

sains [243].

L’introduction de nouveaux animaux a été citée dans de nombreuses

études comme étant un facteur de risque d’introduction de la fièvre Q parmi

d’autres, Cardinale et al (2014) [244] ont démontré que le risque d’infection par

C.burnetii  diminue considérablement pour les élevages où la mise en quarantaine

de nouveaux ruminants avant leur introduction dans l’exploitation est

systématiquement observée, Engelen et al ( 2014) [245] ont  rapporté que la

présence de l’ADN de C.burnetii dans le lait de tank est significativement plus

élevée (36,1%)  dans les élevages ayant acquis des animaux d’au moins  deux

élevages différents ( 2) par rapport à ceux qui ont acquis des animaux provenant

de deux provenance ou moins (15.4%), Taurel et al (2011) [193] ont rapporté des

observations similaires, en effet , 51% des troupeaux qui n’observaient pas une

mise en quarantaine de nouveaux animaux étaient séropositifs, contre  44% des

élevages observant une mise en quarantaine.

L’introduction de nouveaux animaux dans les élevages représente un

facteur de risque d’introduction de maladies infectieuses, il est impératif de

sensibiliser les éleveurs sur l’importance de la mise en quarantaine

particulièrement lorsqu’il s’agit d’animaux provenant d’élevages dont le statut

sanitaire est inconnu, la mise en place d’une telle mesure pourrait limiter la

propagation d’agents infectieux, entre autres C.burnetii, d’élevage en élevage, et

limiter ainsi les pertes qui peuvent être liées à son introduction dans des élevages

sains.

6.3.9. Séroprévalence troupeau en fonction de la cohabitation avec les petits

ruminants :

Dans notre étude, nous avons enregistré un taux de séropositivité de 20,83

% dans les élevages où les bovins cohabitaient avec les petits ruminants (caprins

et ovins), aucun lien statistique n’existe entre le résultat positif à sérologie et la

présence de petits ruminants dans l’exploitation.

Nous supposons que la cohabitation entre espèces de ruminants constitue un

facteur de risque de la propagation de la maladie, et cela est dû au fait que la

majorité des agents abortifs sont communs aux ruminants [246].
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Dans une étude menée en Tunisie par Khamassi-khabou et al (2009) [247]

visant à déterminer la séroprévalence des maladies infectieuses majeures causant

l’avortement chez les petits ruminants, les auteurs ont conclu que le risque

d’avortement provoqué par C.burnetii chez les petits ruminants est 4 fois plus

élevé en présence de bovins par rapport à leur absence.

Anastacio et al (2014) [248] ont étudié la séroprévalence troupeau de la

fièvre Q en utilisant le lait de tank, et ont conclu que la séroprévalence est plus

élevée dans les élevages mixtes (58,3%) que dans les élevages ovins (51,3%),

caprins (46,2%) et bovins (37,8%).

Engelen et al (2014) [245] ont étudié la prévalence de Coxiella burnetii et les

facteurs de risque associés dans les élevages bovins laitiers allemands, et ce, en

utilisant le lait de tank pour les analyses sérologiques et la PCR, leurs résultats

montrent que la présence de caprins ou d’ovins dans l’exploitation est

significativement associée à la présence de l’ADN de Coxiella burnetii dans le lait

de tank.

6.3.10. Séroprévalence troupeau en fonction de la promiscuité avec les carnivores

domestiques :

Les carnivores domestiques, étaient présents dans 80% des élevages (40/50)

inclus dans notre étude, il s’agit de chiens de garde utilisés à des fins sécuritaires,

la présence de chats a été aussi observée et confirmée par les propriétaires, La

séroprévalence troupeau en fonction de la promiscuité avec les carnivores

domestiques est de l’ordre de 22,5% (9 élevages / 40), les analyses statistiques

n’ont pas montré de lien entre la séropositivité de l’élevage et la promiscuité avec

les carnivores domestiques.

La pérennité de l’agent infectieux dans un élevage pourrait être assurée par

la présence de carnivores, en effet, il a été démontré qu'un placenta infecté

contient un très grand nombre de Coxiella, estimé à 109 Coxiella par gramme

[107] et il est classiquement admis que leur consommation peut contaminer les

chats et les chiens [12], la présence de C.burnetii dans l’urine des chiens et des

chats infectés [249] renforce le risque d’infection et pourrait être à l’origine de la
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contamination de l’homme ou des animaux par l’intermédiaire d’aérosols

infectieux.

La présence de carnivores dans les élevages pourrait accentuer le risque

d’infection de ces derniers, qui peuvent à leur tour transmettre l’infection aux

éleveurs, et autres animaux par l’intermédiaire de tiques ou d’aérosols infectés

lors de mise-bas.

Schimmer et al (2011) [250] ont constaté que la séroprévalence de la fièvre

Q  dans les troupeaux caprins était significativement plus élevée dans les

exploitations avec au moins un chien, par rapport aux exploitations où les chiens

étaient absents (47,6% contre 16,7%, p= 0,03)

Cantas et al (2011) [251] ont suggéré que la présence de carnivores

domestiques (chats et chiens) représenterait un facteur de risque associé aux

avortements dus à la fièvre Q chez les bovins (OR = 3; p = 0.01)

Même pour ces carnivores eux-mêmes, l’infection par C.burnetii pourrait

avoir comme origine leur contact rapproché avec les ruminants, ainsi, dans l’étude

menée par Boni et al (1998) [252], une séroprévalence significativement élevée a

été observée parmi les chiens ayant un contact avec des ruminants (32,4%) par

rapport aux autres chiens qui n’ont pas de contact avec les ruminants (4%).

La possibilité d’une transmission de l’infection à l’homme par contact avec

des carnivores domestiques eux-mêmes infectés, incite à recommander

l’exclusion des chiens et des chats des locaux d’élevage. Si cette mesure est sans

doute envisageable pour les chiens (hors cas particulier des chiens de troupeaux),

elle est sans doute d’application délicate en ce qui concerne les chats (difficulté de

contrôle des déplacements ; accessibilité des ouvertures des bâtiments) [27].

6.3.11. Pratiques à risques constatées dans les élevages :

Au cours de notre étude, les entretiens avec les éleveurs nous ont permis

de constater que certaines pratiques d’élevage sont susceptibles d’être à l’origine

de la propagation intra et inter-élevages de la fièvre Q, de plus, ces pratiques

peuvent représenter un danger de contamination du personnel vue le caractère

zoonotique de Coxiella burnetii.
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En effet, aucun élevage ne dispose de box de vêlage, ou simplement d’un

compartiment de l’étable réservé aux mises-bas, les mises-bas se déroulent au

sein même de l’étable.

Lors d’avortement (ou de mise-bas), les éleveurs ne prennent aucune

mesure de nettoyage ou de désinfection spécifique, les mesures hygiéniques dans

les élevages lors d’avortement ou de mise-bas ne sont pas différentes de celles

des autres jours, à savoir évacuation des déjections des animaux et nettoyage du

sol par simples jets d’eau, quant aux produits d’avortements et de mises bas, ils

sont soit jetés dans la nature loin des exploitations, soit éliminés avec le fumiers

tout près des élevages.

Coxiella burnetii est excrétée chez les ruminants dans  les fèces, le sperme,

l’urine, le mucus vaginal et le lait, mais aussi dans les produits de la parturition

[253], l'excrétion  maximale de la bactérie a lieu dans les produits de parturition

car le placenta peut être très riche en bactérie [28], la multitude des voies

d’excrétion et la charge bactérienne importante dans les produits d’avortement ou

de mises bas peuvent être à l’origine de la propagation de la fièvre Q dans les

élevages, la mise en place d’un box de vêlage réservé uniquement pour les mises

bas pourrait diminuer le risque de contamination des autres animaux, des

observations concernant l’utilisation des boxes de vêlage et leurs nettoyage ont

été rapportées par Taurel et al (2011) [193],  en effet la séroprévalence de la

fièvre Q dans les élevages ne disposant pas de boxes de vêlage est de 43%, par

contre la séroprévalence dans les élevages disposant d’un boxe de vêlage

systématiquement nettoyé après chaque parturition est de 27%.

La présence de Coxiella burnetii dans l’environnement proche des bovins a

été étudiée par Bielawska-Drozd et al (2014) [254],  leur étude a été réalisée sur 8

fermes déclarées précédemment  atteintes de fièvre Q, des prélèvements de

natures diverses (fumier, urines et liquide amniotique, écouvillonnages des murs,

des mangeoires et du plancher des étables) ont été analysés par PCR,  6

fermes/8 ont fourni un résultat positif, et  26/409 prélèvements contenaient l’ADN

de Coxiella burnetii , ajoutons à cela la résistance de la bactérie  à des conditions

drastiques de température (plus de 2 ans à -20°C, 2 ans à 20°C, 30 minutes à

63°C), de pH, de pression osmotique ou de rayonnements ultra-violets, la bactérie
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peut facilement survivre longtemps dans le milieu extérieur [251], l’utilisation de

désinfectants actifs sur  la bactérie  dans les élevages atteints, en particulier lors

de mises bas ou d’avortements pourrait limiter la dissémination de la bactérie

dans ces élevages, l’efficacité de la cyanamide calcique 0,6% a été prouvée pour

le traitement des fumiers et lisiers contaminés [141].

L’élimination des produits de parturition ou d’avortements près des

élevages ou dans la nature pourrait contribuer à la propagation de la maladie vers

d’autres élevages, selon le rapport de l’AFSSA datant de 2004 , un placenta

infecté abandonné dans un pré, du fumier ou du lisier contaminés épandus dans

un champ peuvent infecter des troupeaux à plusieurs kilomètres de distance, dans

ce même rapport, l’AFSSA préconise la destruction des placentas et des avortons,

par incinération ou utilisation de l’équarrissage. Cette destruction doit intervenir

rapidement pour limiter l’ingestion et la dispersion par des animaux sauvages ou

domestiques [27]. La transmission à l’homme se fait principalement par inhalation

d’aérosol provenant de sécrétions d’animaux contaminés, et essentiellement les

produits de parturition [152], le risque zoonotique serait donc important dans ces

élevages.

Le lait produit par les élevages que nous avons visité est destiné aux

laiteries, cependant, une petite portion de ce lait est gardée quotidiennement pour

la consommation familiale. Concernant la consommation du lait et des produits

laitiers crus, la totalité des éleveurs ont répondu positivement.

 Coxiella burnetii est excrétée dans le lait de vache, et l’excrétion  peut

persister plusieurs mois [119]. La consommation du lait cru a été rapporté comme

étant à l’origine de quelques épidémies observées chez l’homme [255][256], en

Algérie, la séroprévalence  de la fièvre Q parmi les consommateurs de produits

laitiers crus est de (17%) et parmi les non consommateurs de ces produits de

(10%), cette différence n’est pas significative [7].

La voie de transmission orale pour l’homme est jugée comme mineure par

les experts de l’AFSSA, le risque engendré par la consommation d’aliments

contaminés est nul à négligeable [27].
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CONCLUSION

Ce travail nous a permis d’avoir un aperçu sur la séroprévalence de la

fièvre Q dans la région de Bejaia. Les résultats obtenus sont de l’ordre de 10,55%

pour la séroprévalence individuelle, et de 22% pour la séroprévalence troupeau.

Les différents renseignements  collectés au cours de notre enquête nous

ont permis d’étudier leur relation avec le résultat de la sérologie, il en ressort que

les conditions d’élevage (Taille du troupeau, introduction de nouveaux animaux,

cohabitation avec les petits ruminants et promiscuité avec les carnivores

domestiques) n’ont pas de lien statistiquement significatif avec les résultats de la

sérologie.

Les autres renseignements relatifs aux antécédents pathologiques des

vaches étudiées nous ont permis de déceler un lien statistiquement significatif

avec les résultats de la sérologie, effectivement, nos résultats montrent une

association significative entre le résultat positif à la sérologie et l’existence

d’antécédents de métrites, une autre association significative est enregistré entre

l’existence d’historique de repeat breeding et le résultat positif à la sérologie,

cependant, aucune association significative entre l’existence d’antécédents

d’avortement, l’existence d’antécédents de rétention placentaire et le résultat

positif à la sérologie n’a été démontrée.

Nous avons aussi constaté la présence de quelques pratiques à risque

dans les élevages inclus dans cette étude, en effet, l’absence de boxe de vêlage,

l’absence de mesures spécifiques  de nettoyage et de désinfection, l’élimination

des produits de parturition ou d’avortement à proximité de l’élevage ou dans la

nature sont des pratiques susceptibles de favoriser la dispersion de l’agent

pathogène dans l’élevage, vers les autres élevages et dans la nature, ajoutons à

cela le risque zoonotique engendré par ces pratiques.

En dépit des différentes contraintes et des conditions défavorables de

travail, nous estimons que nous avons pu donner un aperçu sur la séroprévalence

de la fièvre Q chez l’espèce bovine et les facteurs de risque qui y sont associés.
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RECOMMANDATIONS ET PERSPECTIVES

Au terme de notre travail nous recommandons de :

Sensibiliser les éleveurs sur l’importance des règles d’hygiène lors de mise

bas ou d’avortement ;

Inciter les éleveurs à corriger les pratiques à risque telles que la

coexistence de différentes espèces de ruminants dans le même élevage,

l’introduction d’animaux sans mise en quarantaine

Sensibiliser les éleveurs sur  les risques zoonotiques des avortements

infectieux ;

Mettre en place de structures équipées pour faciliter le diagnostic

étiologique, particulièrement dans le cas d’avortements ;

Entreprendre des études chez les différentes espèces animales

(domestiques et sauvages) permettrait d’avoir des taux de prévalence fiables, et

définir le réservoir en Algérie ;

Rechercher la maladie chez l’homme afin d’avoir une idée sur sa

prévalence et définir les sujets à risque ;

Rechercher l’agent pathogène chez le vecteur (tiques), et étude de son rôle

dans la transmission de la maladie entre les animaux domestiques et sauvages ;

Employer les techniques de biologie moléculaire pour la détection de

C. burnetii  afin d’identifier les élevages excréteurs qui représentent un risque pour

la santé publique et animale ;
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APPENDICE A

LISTE DES ABREVIATIONS
ADN : Acide désoxyribonucléique

AFSSA : Agence Française de Sécurité Sanitaire des Aliments

ARN : Acide ribonucléique

C. burnetii : Coxiella burnetii

DO : Densité optique

EFSA : European Food Safety Authority

ELISA : Enzyme Linked Immunosorbent Assay

HEL : Human Embryonic Lung Cells

HRP : Horseradish Peroxidase

IFI : Immunofluorescence indirecte

Ig : Immunoglobulines

IL : Interleukine

kb : Kilobase

L3 : Laboratoires de niveau de sécurité 3

LCV : Large-cell variant

LPS : Lipopolysaccharide

OIE : Office International des Epizooties

PCR : Polymerase Chain Reaction

ph. perso. : Photo personnelle

RFC : Réaction de fixation du complément

SCV : Small-cell variant

SDC : Small dense cell

SPF : Specific Pathogen Free

TNF : Tumor Necrosis Factor
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APPENDICE B

FICHE DE COMMEMORATIFS

Enquête sur la séroprévalence de la fièvre Q

Elevage N° : ……………..

Adresse……………………………………………………………………………………

……………………………………………………………………………………………

Nombre de têtes : …………..

Statut de l’élevage vis-à-vis de :

La vaccination :  Oui                Non

Le dépistage :   Oui                   Non

Cohabitation avec des petits ruminants :    Oui                  Non

Présence d’ectoparasites : Oui                      Non

Promiscuité avec des carnivores domestiques : Oui               Non

Pratiques lors de mise bas :

Disponibilité d’un box de vêlage : Oui                 Non

Devenir des produits de parturition (ou d’avortement) :

- Incinérés

- Enfouis

- Jetés dans la nature

Mesures d’hygiène et de désinfection après mise bas :

- Simple nettoyage

- Simple désinfection

- Désinfection rigoureuse ( Précision du produit)

Déclaration d’avortement : Oui                 Non
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Autres :

………………………………………………………………………………………………

………………………………………………………………………………………………

………………………………………………………………………………………………

………………………………………………………………………………………………

………………………………………………………………………………………………

Informations sur les vaches prélevées :

N° du
prélèvement

Rang de
lactation

Historique
d’avortement

Historique
de métrites

Historique
de rétention
placentaire

Historique
de repeat
breeders



87

APPENDICE C

DENSITE OPTIQUE ET INTERPRETATION

prélèvement DO S/P (%) Interprétation
1 0,088 37,37%  Négatif
2 0,274 116,35% Positif +++
3 0,492 208,92% Positif +++
4 0,337 143,10% Positif +++
5 0,111 47,13% Douteux
6 0,388 164,76% Positif +++
7 0,075 31,85%  Négatif
8 0,087 36,94%  Négatif
9 0,105 44,59% Douteux

10 0,546 231,85% Positif +++
11 1,883 799,58% Positif +++
12 0,152 64,54%  Positif +
13 0,121 51,38%  Positif+
14 0,068 28,87%  Négatif
15 0,201 85,35% Positif +++
16 0,487 206,79% Positif +++
17 0,149 63,27%  Positif+
18 0,326 138,43% Positif +++
19 0,105 44,59% Douteux
20 0,12 50,96% Positif +
21 0,13 9,88%  Négatif
22 0,277 21,06%  Négatif
23 0,157 11,93%  Négatif
24 0,099 7,53%  Négatif
25 0,11 8,36%  Négatif
26 0,1 7,60%  Négatif
27 0,63 47,89% Douteux
28 0,115 8,74%  Négatif
29 0,101 7,68%  Négatif
30 0,086 6,54%  Négatif
31 0,661 50,25% Positif +
32 0,152 11,55%  Négatif
33 0,08 6,08%  Négatif
34 0,102 7,75%  Négatif
35 0,063 4,79%  Négatif
36 0,087 6,61%  Négatif
37 0,087 6,61%  Négatif
38 0,083 6,31%  Négatif
39 0,302 22,96%  Négatif
40 0,092 6,99%  Négatif
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41 0,093 7,07%  Négatif
42 0,082 6,23%  Négatif
43 0,096 7,30%  Négatif
44 0,083 6,31%  Négatif
45 0,096 7,30%  Négatif
46 0,061 4,64%  Négatif
47 0,071 5,40%  Négatif
48 0,116 8,82%  Négatif
49 0,064 4,87%  Négatif
50 0,164 12,47%  Négatif
51 0,076 5,78%  Négatif
52 0,062 4,71%  Négatif
53 0,099 7,53%  Négatif
54 0,26 19,76%  Négatif
55 0,952 72,37% Positif +
56 0,56 42,57% Douteux
57 0,753 57,24% Positif +
58 0,087 6,61%  Négatif
59 0,258 19,61%  Négatif
60 0,158 12,01%  Négatif
61 0,79 60,05% Positif +
62 0,383 29,11%  Négatif
63 0,246 18,70%  Négatif
64 0,122 9,27%  Négatif
65 0,417 31,70%  Négatif
66 0,266 20,22%  Négatif
67 0,11 8,36%  Négatif
68 0,072 5,47%  Négatif
69 0,083 6,31%  Négatif
70 0,09 6,84%  Négatif
71 0,095 7,22%  Négatif
72 0,146 11,10%  Négatif
73 0,092 6,99%  Négatif
74 0,079 6,01%  Négatif
75 0,083 6,31%  Négatif
76 0,052 3,95%  Négatif
77 0,106 8,06%  Négatif
78 1,231 93,58% Positif +++
79 0,085 6,46%  Négatif
80 0,084 6,39%  Négatif
81 0,088 6,69%  Négatif
82 0,102 7,75%  Négatif
83 0,1 7,60%  Négatif
84 0,104 7,91%  Négatif
85 0,146 11,10%  Négatif
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86 0,088 6,69%  Négatif
87 0,105 7,98%  Négatif
88 0,115 8,74%  Négatif

Plaque N° 2 :

Prélevement DO S/P Interprétation
89 0,092 6,31%   Négatif
90 0,097 6,65%   Négatif
91 0,111 7,61%   Négatif
93 0,169 11,58%   Négatif
94 0,163 11,17%   Négatif
95 0,07 4,80%   Négatif
96 0,071 4,87%   Négatif
97 0,069 4,73%   Négatif
98 0,064 4,39%   Négatif
99 0,076 5,21%   Négatif

100 0,076 5,21%   Négatif
101 0,076 5,21%   Négatif
102 0,69 47,29% Douteux
103 0,073 5,00%   Négatif
104 0,06 4,11%   Négatif
105 0,104 7,13%   Négatif
106 0,064 4,39%   Négatif
107 0,072 4,93%   Négatif
108 0,076 5,21%   Négatif
109 0,061 4,18%   Négatif
110 0,069 4,73%   Négatif
111 0,257 17,61%   Négatif
112 0,245 16,79%   Négatif
113 0,081 5,55%   Négatif
114 0,0125 0,86%   Négatif
115 0,0666 4,56%   Négatif
116 0,052 3,56%   Négatif
117 0,072 4,93%   Négatif
118 0,224 15,35%   Négatif
119 0,12 8,22%   Négatif
120 0,344 23,58%   Négatif
121 0,326 22,34%   Négatif
122 0,092 6,31%   Négatif
123 0,089 6,10%   Négatif
124 0,083 5,69%   Négatif
125 0,112 7,68%   Négatif
126 0,429 29,40%   Négatif
127 0,136 9,32%   Négatif
128 0,372 25,50%   Négatif
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129 0,206 14,12%   Négatif
130 0,081 5,55%  Négatif
131 0,136 9,32%   Négatif
132 0,151 10,35%   Négatif
133 0,104 7,13%   Négatif
134 0,076 5,21%   Négatif
135 0,078 5,35%   Négatif
136 0,077 5,28%   Négatif
137 0,081 5,55%  Négatif
138 0,196 13,43%   Négatif
139 0,078 5,35%   Négatif
140 0,095 6,51%  Négatif
141 0,099 6,79%   Négatif
142 0,073 5,00%   Négatif
143 0,082 5,62%   Négatif
144 0,109 7,47%   Négatif
145 0,088 6,03%  Négatif
146 0,276 18,92%   Négatif
147 0,097 6,65%   Négatif
148 0,079 5,41%  Négatif
149 0,075 5,14%   Négatif
150 0,078 5,35%   Négatif
151 0,077 5,28%   Négatif
152 0,135 9,25%   Négatif
153 0,091 6,24%  Négatif
154 0,107 7,33%   Négatif
155 0,076 5,21%   Négatif
156 0,229 15,70%   Négatif
157 0,077 5,28%   Négatif
158 0,104 7,13%   Négatif
159 0,143 9,80%  Négatif
160 0,071 4,87%   Négatif
161 0,076 5,21%   Négatif
162 0,106 7,27%   Négatif
163 0,078 5,35%   Négatif
164 0,08 5,48%   Négatif
165 0,075 5,14%   Négatif
166 0,76 52,09% Positif +
167 0,079 5,41%   Négatif
168 0,07 4,80%   Négatif
169 0,081 5,55%   Négatif
170 0,088 6,03%  Négatif
171 0,08 5,48%   Négatif
172 0,078 5,35%   Négatif
173 0,113 7,75%   Négatif
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174 0,085 5,83%   Négatif
175 0,075 5,14%   Négatif
176 0,112 7,68%   Négatif
177 0,093 6,37%   Négatif
178 0,076 5,21%   Négatif
179 0,091 6,24%   Négatif
180 0,145 9,94%   Négatif



92

APPENDICE D

TABLEAUX DE COMPARAISON STATISTIQUE

Tableau I : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie
(séroprévalences troupeau) et la taille de l’élevage

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données1)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 6,44313, dl=2, p=,039897

ELISA taille
d'élevage

inf ou égale 5
têtes

taille
d'élevage

entre 6 et 9
têtes

taille d'élevage
sup ou égale  à

10 têtes

Totaux
Ligne

Positive 5,94000 2,86000 2,20000 11,00000
Negative 21,06000 10,14000 7,80000 39,00000
Ts Grpes 27,00000 13,00000 10,00000 50,00000

Tableau II : Comparaison statistique entre les résultats de la sérologie (individuel)

et la taille de l’élevage

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données3)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 10,2164, dl=2, p=,006048

ELISA Taille
d'élevage

Elevage inf ou
égal 5 têtes

Taille
d'élevage

Elvage de 6 à
9 têtes

Taille
d'élevage

Elevage sup
ou égal 10

têtes

Totaux
Ligne

Negative 58,13889 52,77222 50,08889 161,0000
Positive 6,86111 6,22778 5,91111 19,0000
Ts Grpes 65,00000 59,00000 56,00000 180,0000

Tableau III : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et l’historique

de métrite

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données2)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 16,2986, dl=1, p=,000054

ELISA
Vaches avec
historique de

métrite

Vaches sans
historique de

métrite

Totaux
Ligne

Positive 7,81111 11,1889 19,0000
Negative 66,18889 94,8111 161,0000
Ts Grpes 74,00000 106,0000 180,0000
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Tableau VI : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et l’historique

de repeat breeding

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données2)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 4,97221, dl=1, p=,025760

ELISA Vaches avec
historique

repeat
breeding

Vaches sans
historique de

repeat
breeding

Totaux
Ligne

Positive 12,6667 6,33333 19,0000
Négative 107,3333 53,66667 161,0000
Ts Grpes 120,0000 60,00000 180,0000

Tableau V : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et l’historique

d’avortement

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données2)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : ,026804, dl=1, p=,869952

ELISA Vaches avec
historique

d'avortement

vaches sans
historique

d'avortement

Totaux
Ligne

Positive 2,21667 16,7833 19,0000
Négative 18,78333 142,2167 161,0000
Ts Grpes 21,00000 159,0000 180,0000

Tableau VI : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et l’historique

de rétention placentaire

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données2)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 5,04655, dl=1, p=,024677

ELISA Vaches avec
historique de

rétention
placentaire

Vaches sans
historique de

rétention
placentaire

Totaux
Ligne

Positive 2,74444 16,2556 19,0000
Négative 23,25556 137,7444 161,0000
Ts Grpes 26,00000 154,0000 180,0000
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Tableau VII : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et

l’introduction de nouveaux animaux

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données2)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : ,333757, dl=1, p=,563456

ELISA Introduction de nouveaux
animaux

Avec observation d'une
mise en quarantaine

Introduction de nouveaux
animaux

Sans observation d'une mise en
quarantaine

Totaux
Ligne

Positive 4,84000 6,16000 11,00000
Négative 17,16000 21,84000 39,00000
Ts Grpes 22,00000 28,00000 50,00000

Tableau VIII : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et la

cohabitation avec les petits ruminants

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données12)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : ,036609, dl=1, p=,848264

ELISA Cohabitation
des bovins

avec les petits
ruminants

Absence de
cohabitation des

bovins avec les petits
ruminants

Totaux
Ligne

Positive 5,28000 5,72000 11,00000
Négative 18,72000 20,28000 39,00000
Ts Grpes 24,00000 26,00000 50,00000

Tableau IX : Comparaison statistique entre le résultat de la sérologie et la

promiscuité avec les carnivores domestiques

Synthèse : Effectifs Théoriques (Feuille de données12)
Effectifs en surbrillance > 10
Chi² de Pearson : 2,79720, dl=1, p=,094432

ELISA Elevages avec
promiscuité avec

les carnivores
domestiques

Elevages sans
promiscuité avec

les carnivores
domestiques

Totaux
Ligne

Positive 6,60000 4,40000 11,00000
Négative 23,40000 15,60000 39,00000
Ts Grpes 30,00000 20,00000 50,00000
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