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Résumé 

 

En Algérie, la prévalence des causes d’avortements des élevages bovins laitiers 

que celles-ci soient d’origine infectieuse ou non infectieuse a été peu étudiée. 

Cette étude concerne une analyse sérologique réalisée dans le laboratoire de 

biotechnologie animale liée a la reproduction (Institut des sciences vétérinaires, 

Université Blida 1), à l’aide d’un test ELISA (méthode immuno-enzymatique), de 

prélèvements sanguins issus de 368 vaches ayant avorté provenant de 124 

élevages dans la région de la Mitidja durant la période allant de 2014 à 2016 et 

complétée par un formulaire d’enquête visant à identifier, par une régression 

logistique unie puis multivariée, des facteurs associés à un risque augmenté ou 

diminué d’exposition à Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

Les séroprévalences individuelles obtenues ont été respectivement de 8,4 % 

(31/368) pour C. burnetii et de 12,2 % (45/368) pour C. abortus. Pour T. gondii, la 

séroprévalence individuelle était de 13,8 % (51/368) avec comme facteurs 

associés à un risque augmenté d’exposition individuelle, le quatrième mois de 

gestation (OR = 22,68 ; IC 95 % : 1,38 – 392,97) et le cinquième mois de gestation 

(OR = 25,51 ; IC 95 % : 1,47 – 442,11). Les autres facteurs identifiés par la 

régression logistique multivariée sont tous des facteurs associés à un risque 

diminué d’exposition. Ils concernent l’année de visite en 2015 (OR = 0,0006 ; IC 

95 % : 0,000004 – 0,12) et en 2016 (OR = 0,0005 ; IC 95 % : 0,000002 – 0,13), 

l’insémination artificielle (OR = 0,15 ; IC 95 % : 0,05 – 0,44) pour C. burnetii ; 

l’hiver (OR = 0,39 ; IC 95 % : 0,15 – 1,00), le printemps (OR = 0,45 ; IC 95 % : 

0,20 – 0,97) et l’insémination artificielle (OR = 0,27 ; IC 95 % : 0,13 – 0,56) pour 

C. abortus ; le nombre de gestations (OR = 0,38 ; IC 95 % : 0,16 – 0,92) pour T. 

gondii. La séroprévalence obtenue à l’échelle du troupeau a été respectivement 

de 16,1 % (20/124) pour C. burnetii et 29,8 % (37/124) pour C. abortus et T. 

gondii. À l’échelle des troupeaux, les facteurs associés à un risque augmenté 

d’exposition à C. abortus et T. gondii concernent respectivement la pratique du 

déparasitage (OR = 3,89 ; IC 95 % : 1,53 – 9,89) et le forage personnel comme 

source d’abreuvement (OR = 7,50 ; IC 95 % : 2,11 – 26,69). Pour C. burnetii, 

l’année de visite en 2015 (OR = 0,02 ; IC 95 % : 0,0008 – 0,65) et en 2016 (OR = 

0,01 ; IC 95 % : 0,0003 – 0,36), l’insémination artificielle (OR = 0,21 ; IC 95 % : 
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0,06 – 0,69), et l’éradication des rongeurs (OR = 0,19 ; IC 95 % : 0,06 – 0,57) sont 

des facteurs de diminution du risque d’exposition. 

 

Mots clés : Algérie – Avortement – Chlamydia abortus – Coxiella burnetii – 

Toxoplasma gondii – Facteur de risque – Facteur protecteur – Prévalence – Test 

ELISA. 
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Summary 

 

In Algeria, research into the prevalence of different causes of abortion in dairy 

cattle, whether of infectious or non-infectious origin, has been little studied. The 

present study concerns a serological analysis, using an ELISA test, of blood 

samples taken from 368 aborted cows from 124 farms in the region of Mitidja and 

supplemented by a survey form aimed at identifying, by a single and multivariate 

logistic regression, risk factors or protectors of exposure to Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus and Toxoplasma gondii. The individual séroprévalence 

obtained were respectively 8.4% (31/368) for Coxiella burnetii and 12.2% (45/368) 

for Chlamydia abortus. For Toxoplasma gondii it was 13.8% (51/368) with risk 

factors identified at the individual level, the 4th (OR = 22.68, 95% CI: 1.38-392.97) 

and the 5th month of pregnancy (OR = 25.51, 95% CI: 1.47-442.11). The other 

factors identified by multivariate logistic regression are all protective factors. They 

refer to the year of visit in 2015 (OR = 0.0006, 95% CI: 0.000004-0.12) and in 

2016 (OR = 0.0005, 95% CI: 0.000002-0.13) and artificial insemination (OR = 

0.15, 95% CI: 0.05-0.44) for Coxiella burnetii, winter (OR = 0.39, 95% CI: 0.15-

1.00) and spring (OR = 0.45, 95% CI: 0.20-0.97) and artificial insemination ( OR = 

0.27, 95% CI: 0.13-0.56) for Chlamydia abortus; and third pregnancy (OR = 0.38, 

95% CI: 0.16-0.92) for Toxoplasma gondii. Séroprévalence at the flock level was 

16.1% (20/124) for Coxiella burnetii and 29.8% (37/124) for Chlamydia abortus 

and Toxoplasma gondii, respectively. At the herd scale, the risk factors for 

exposure to Chlamydia abortus and Toxoplasma gondii are deworming (OR = 

3.67, 95% CI: 0.48-9.08) and personal drilling as a source of drinking water (OR = 

7.50, 95% CI: 2.11-26.69) respectively. For Coxiella burnetii, the year of visit in 

2015 (OR = 0.02, 95% CI: 0.0008-0.65) and in 2016 (OR = 0.01, 95% CI: 0.0003-

0, 36), artificial insemination (OR = 0.21, 95% CI: 0.06-0.69), and rodent 

eradication (OR = 0.19, 95% CI: 0.06-0, 57) exert protective effects. 

Key words: Séroprévalence, Coxiella burnetii, Chlamydia abortus, Toxoplasma 

gondii, ELISA test, bovine abortion, risk factor, protective factor, Algeria. 
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 ملخص

 

بقار معدية او غير معدية في مزارع الأ سواء كانت أسباب الإجهاضفي الجزائر تعتبر الدراسات حول انتشار و 

بقرة  863التطرق إلى دراسة معمقة تتمثل في تحليل مصلي لعينات دم مأخوذة من  أدى إلىالحلوب قليلة جدا مما 

إنزيمي(  –مزرعة باستخدام تقنية )فحص مناعي  421من قبل منتشرة على  أجهضت     

ELISA ، إلى يهدف مسح نموذج الذكر السالفة الدراسة  استكملت ولقد  يةالخارج العوامل  تأثير تحديد اجل من و 

 التعرض خطر انخفاض أو بزيادة المرتبطة العوامل ، المتغيرات والمتعدد الموحد اللوجستي الانحدار بواسطة ، تحديد

 التي الفردية السلالات كانت. Toxoplasma gondii و Coxiella burnetii ، Chlamydia abortus ل 

. C. abortus لـ( 14/863) ٪42.2 و C. Burnetii لـ( 84/863) التوالي على ٪3.1 عليها الحصول تم

 بزيادة المرتبطة التالية العوامل مع( 44/863) ٪ 48.3 الفردي المصلي الانتشار كان ، T. gondii إلى بالنسبة

 والشهر( OR = 22.68 ، 95 ٪ CI: 1 ، 38 - 392.97) الحمل من الرابع الشهر ، الفردي التعرض خطر

 الانحدار حددها التي الأخرى العوامل ومن(. OR = 25.51 ، 95٪ CI: 1.47 - 442.11) الحمل من الخامس

 = OR) 2144 عام في الزيارة سنة إلى تشير. التعرض مخاطر انخفاض مع مرتبطة كلها المتعدد اللوجستي

0.0006 ، 95٪ CI: 0.000004 - 0.12 )2146 وفي (OR = 0.0005 ، 95٪ CI: 0.000002 - 

 OR = 0.39) الشتاء. البورنيتية.  Cل( 1،11 - 1،14 من OR = 0.15، 95٪) الاصطناعي والتلقيح ،( 0.13

، 95٪ CI: 0.15 - 1.00 )، الربيع (OR = 0.45 ، 95٪ CI: 0.20 - 0.97 )الصناعي والتلقيح  (OR = 

0.27، 95٪ CI 0،13-0،56 )لC .الحمل تحالا عدد. المجهضة (OR = 0.38، 95٪ CI 0،16-0،92 )

 ٪ 3..2 و C. burnetii ل( 21/421) ٪ 46.4 القطيع مستوى على المصلي الانتشار كان. التوكسوبلازما. Tل

 بزيادة المرتبطة العوامل ترتبط ، القطيع نطاق على. التوالي على ، T. gondii و C. abortus ل( 83/421)

 OR = 3.89 ، 95٪ CI: 1.53) الديدان من بالتخلص T. gondii و C. Abortus  بـ للإصابة التعرض خطر

 .C إلى بالنسبة(. .26،6 حتي OR = 7.50، 95٪ CI: 2،11) للشرب كمصدر حفروال. التوالي على ،( 9.89 -

burnetii ، 2144 عام في الزيارة سنة (OR = 0.02 ، 95٪ CI: 0.0008 - 0.65 )2146 عام وفي (OR 

= 0.01 ، 95٪ CI: 0.0003 - 0 ، 36 )، الصناعي التلقيح (OR = 0.21 ، 95٪ CI: 0.06 - 0.69 )، 

 .التعرض خطر من تقلل التي العوامل هي( 57 ، .(OR = 0.19 ، 95٪ CI: 0.06 - 0) القوارض على والقضاء

 

 chlamydia abortus – Coxiella burnetii – Toxoplasma – الإجهاض - الجزائر: البحث كلمات

gondii - انتشار - وقائي عامل - خطر عامل - ELISA. 
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INTRODUCTION 

 

 

Les avortements bovins d’origine infectieuse sont considérés comme l’une des 

principales causes de pertes économiques dont les conséquences sont très 

importantes, se traduisant par la diminution de la production laitière, la perte de 

veau, l’augmentation de l’intervalle entre vêlages, les frais d’entretien des animaux 

non productifs, les frais obligatoires lors d’application des traitements 

(interventions vétérinaires) réalisé pendant les suivis et éventuellement la 

reconstitution des cheptels la réforme prématurée de l’animal voire la perte du 

cheptel. Lorsqu’ils sont d’origine zoonotique telle que la brucellose, ils constituent 

par ailleurs un risque pour la santé publique [1]. L’avortement d'une vache dans un 

élevage doit toujours conduire le praticien à évoquer les maladies abortives, vu le 

pourcentage non négligeable des avortements provoqués par les agents infectieux 

(bactéries, virus, parasites, champignons) [2, 3], et dont la recherche et 

l’identification deviennent de plus en plus des taches difficiles. Les avortements 

sont caractérisés par la difficulté d’un diagnostic étiologique, la multiplicité des 

facteurs responsables en fonction de l’environnement dans lequel les animaux 

vivent, la non-spécificité liée à l’espèce, la diversité des signes cliniques associés 

et l’absence relative de lésions pathognomoniques dont ils s’accompagnent. 

Le diagnostic de la cause de l’avortement passe par l’anamnèse, l’examen 

clinique et l’observation de lésions. Mais ceci ne conduit souvent qu’à des 

suspicions de maladie étant à l’origine de l’avortement : pour pouvoir déterminer 

avec certitude cette cause, il faut le plus souvent réaliser des examens 

complémentaires. Malgré toutes ces démarches mises en place pour 

diagnostiquer l’origine d’un avortement, 50 % des avortements n’ont pas d’origine 

identifiée [4].Les principales raisons de la difficulté à trouver la cause des 

avortements sont : la diversité des causes abortives, l’autolyse des lésions fœtales 

ou lésions peu visibles, facteurs génétiques et / ou toxiques non détectables et 

l’absence de signes cliniques annonciateurs d’avortement. 

En Algérie, il existe peu de données sur l’épidémiologie et la prévalence des 

maladies infectieuses abortives chez les bovins excepté la brucellose vue que 
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c’est une zoonose à déclaration obligatoire et qui fait partie d’un programme 

national. Selon l’organisation mondiale de la santé « OMS », les bactéries sont 

considérées comme la première cause infectieuse de l’avortement. Les principaux 

germes responsables d’avortement chez les bovins sont Brucella, Chlamydia 

abortus, Coxiella burnetii [5]. Le peu de données concerne la séroprévalence et 

l’étiologie des différents agents infectieux chez les bovins en Algérie telle que la 

Chlamydiose [6], la fièvre Q [7], la Toxoplasmose [6], la Rhinotrachéite infectieuse 

[8] et la brucellose [9, 10]. 

En Algérie, seule la brucellose est considérée comme maladie abortive chez les 

bovins, le reste des germes ne sont pas considérés à l’heure actuelle comme 

abortifs et ne font pas parties des maladies à déclaration obligatoire. Dans ce 

contexte, la présente étude s’est intéressé à la recherche de Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii chez les vaches avortées et leurs 

éventuelle responsabilité quant à l’induction des avortements vu qu’il a était 

démontrés par des études précédentes leurs présences chez les bovins laitiers en 

Algérie [6, 7, 8]. 

La détermination et l’interprétation des valeurs de la prévalence des différents 

germes infectieux impliqués dans les cas d’avortements bovins différents en 

fonction des techniques et tests utilisés dans le laboratoire ainsi que du contexte 

de l’étude. En effet, il existe des techniques communes à la recherche de Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii exemple la PCR (Polymérase 

Chain Réaction), le test ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay) ou le test 

d’immunofluorescence indirecte. Cependant, il existe des techniques plus 

spécifiques à la recherche de Coxiella burnetii (test de fixation du complément), 

Chlamydia abortus (test de fixation du complément, test de précipitation en gel 

d’Agar, test indirect d’hémagglutination) et Toxoplasma gondii (test d’agglutination 

direct, test d'agglutination après immunocapture, test de coloration de Sabin-

Feldman, test indirect d’hémagglutination) [11, 12, 13]. 

L’objectif de la présente étude est la recherche de la séroprévalence de Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii par l’utilisation de la technique 

d’Elisa, et leurs degrés d’implication dans le processus des avortements bovins en 

Algérie et l’identification des différents facteurs de risques associés.  

http://www.labome.fr/research/Seroprevalence-of-abortive-zoonotic-diseases-in-ruminants-in-northern-Tunisia.html#ref1


18 
 

 
 

Le présent document comporte deux parties : la première constitue; une revue 

bibliographique s’intéressant aux différentes notions générales des avortements 

bovins, les agents abortifs en générale et particulièrement Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. La seconde partie ; s’intéresse à la 

recherche de la prévalence et les facteurs de risque associés à l’exposition aux 

germes recherchés à l’échelle individuelle et du troupeau. Ces deux parties sont 

représentées en six chapitres :  

CHAPITRE 1 : Généralités sur les avortements bovins. 

CHAPITRE 2 : La Fièvre Q. 

CHAPITRE 3 : La Chlamydiose bovine. 

CHAPITRE 4 : La Toxoplasmose bovine. 

CHAPITRE 5 : Prévalence de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma 

gondii chez les vaches avortées dans la région de la Mitidja. 

CHAPITRE 6 : Etude des facteurs de risques associés à la séroprévalence de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii chez les vaches 

avortées dans la région de la Mitidja. 
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CHAPITRE 1 

GENERALITES SUR LES AVORTEMENTS BOVINS 

 

 

1.1. Définition et quantification de l’avortement 

D'un point de vue légal et d'après le Décret français du 24 décembre 1965: “Est 

considéré comme avortement, l'expulsion d’un fœtus ou d’un veau, né mort, ou 

succombant dans les 48 heures après la naissance”. D'un point de vue 

biologique, l'avortement correspond à l’interruption de la gestation entre le 42ème 

et le 260ème jour suivi ou non de son expulsion. Avant le 42ème jour de gestation, il 

s’agit de mortalité embryonnaire et entre 260 et 285 jours, la mise-bas est 

considérée comme prématurée [14, 15, 16]. 

L’avortement peut être clinique avec mise en évidence par l’éleveur ou le 

vétérinaire de l’avorton et de ses annexes [17], ou subclinique en l’absence 

d’observation de l’avorton et ses annexes mais sur base du diagnostic d’absence 

d’involution utérine complète, d’un constat de gestation négatif ou d’un retour en 

chaleurs ayant suivi un constat de gestation positif [18, 19].  

La fréquence est le nombre de fois qu'un évènement se produit dans une 

population pendant un intervalle de temps déterminé (année, mois ou période à 

risque). On distingue la fréquence absolue (nombre d'évènements) et relative 

(nombre d'évènements rapportés à l'effectif de la population concerné par la 

pathologie à savoir le nombre d’animaux gestants : elle s’exprime en %). Pour la 

facilité, cette fréquence d’avortements peut être calculée par le rapport (multiplié 

par 100) entre le nombre d’animaux qui ont avorté et le nombre d’animaux qui ont 

accouché normalement durant la période considérée (année, mois.) [19].  

La fréquence des avortements dans l’espèce bovine est éminemment variable 

selon les continents, pays, régions et les contextes d’élevage. Il est classiquement 

admis qu’elle est comprise entre 3 et 6 % [15, 19]. 
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1.2. Conduite à tenir lors d’avortement bovin 

Dans la majorité des pays, compte tenu de ses conséquences sur la santé 

animale et humaine, l’avortement est une maladie à déclaration obligatoire. 

L’éleveur doit donc en informer son vétérinaire qui devra procéder à la collecte 

des commémoratifs cliniques de l’animal concerné et de l’élevage et procéder à 

des prélèvements [20, 21]. Le vétérinaire sera également tenu d’informer les 

services sanitaires de la région.  

1.2.1. L’anamnèse 

Elle sera aussi complète que possible. Les éléments ainsi rassemblés permettront 

d’orienter le diagnostic qui ne sera confirmé que par des analyses 

complémentaires de laboratoire. Elle tiendra compte des caractéristiques 

épidémiologiques des avortements [21]. Ces caractéristiques sont : 

1.2.1.1. La contagiosité 

D’une manière générale, on peut considérer que les agents responsables 

entraînent rarement une fréquence élevée d’avortements dans un troupeau. Ces 

derniers ne se manifesteront donc habituellement que de manière sporadique. La 

brucellose et la rhinotrachéite infectieuse bovine (IBR), surtout si cette infection 

virale se manifeste dans des troupeaux non vaccinés constituent des exceptions. 

Il faut également noter que la présence d’autres espèces animales telles que les 

carnivores domestiques et les rongeurs peuvent contribuer à disséminer des 

agents responsables tels que le Leptospire, le Toxoplasma, le Neospora ou le 

Sarcocyste [19, 21]. 

On remarquera également que certains agents pathogènes sont des commensaux 

voire des parasites obligés du tractus génital (Actinomyces pyogènes, 

Campylobacter fetus, Haemophilus, Ureaplasma, Mycoplasma, Tritrichomonas) ou 

des muqueuses oculaires ou nasales (Actinomyces pyogènes) [15, 19]. 

Enfin, il n’est pas inutile que divers agents étiologiques peuvent être responsables 

d’anthropozoonose: brucellose, fièvre Q, listériose, leptospirose, toxoplasmose. 
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1.2.1.2. Les voies de contagion 

La voie oro-nasale est une voie privilégiée. Cela pose le problème de la qualité de 

conservation des aliments (Listériose, Leptospirose, Champignons, Levures) et de 

leur contamination potentielle par des animaux domestiques ou des rongeurs (les 

protozoaires) ou par les secrétions génitales après un avortement [15, 19]. 

Certains agents responsables peuvent également être transmis par la voie 

vénérienne. Ainsi en est-il du virus de la diarrhée virale bovine (BVD), du 

Campylobacter fetus, de la Chlamydia, du Leptospire, de la vulvo-vaginite 

pustuleuse infectieuse (IPV), du Trichomonas. Ces caractéristiques rendent plus 

nécessaires le degré d’hygiène de l’insémination artificielle et  la monte naturelle 

[21]. 

Dans certains cas la transmission transplacentaire est également observée (BVD, 

Toxoplasmose, Néosporose). Cette voie induit l’apparition possible de porteurs 

chroniques dans la descendance des animaux atteints [21]. 

Il faut également signaler la transmission de la fièvre Q par les tiques. 

1.2.1.3. Le moment d’apparition 

La détermination du moment de l’avortement constitue une première démarche 

importante qui permettra au praticien d’orienter le diagnostic ou la recherche 

complémentaire requise. Dans la majorité des cas, l’expulsion de l’avorton sera 

observée au cours du dernier tiers de la gestation. Cette règle souffre 

d’exceptions. Ainsi, les avortements sont-ils observés quel que soit le stade de 

gestation en cas d’infection par Haemophilus somnus. Ils le sont davantage au 

cours de la première moitié de la gestation après une infection par le BVD, le 

Tritrichomonas fœtus ou le Toxoplasma gondii. Ils le sont au cours du deuxième 

tiers en cas d’infection par Candida, Neospora ou Campylobacter fetus. Cette 

répartition ne revêt qu’une valeur indicative [4, 21]. On ne peut se prévaloir que de 

périodes pendant les quelles l’expulsion de l’avorton est habituellement observée. 

Cela ne signifie donc pas que ces périodes soient identiques à celles pendant 

lesquelles l’agent pathogène a exercé son effet délétère. Il peut en effet y avoir de 

larges variations dans les périodes d’incubation entre agents pathogènes et pour 

un même agent pathogène. Sur le plan pratique, cette observation pose par 
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exemple le problème de l’interprétation des analyses sérologiques réalisées. La 

caractérisation du stade de gestation se fera dans certains cas sur base de la 

détermination de l’âge fœtal. Il peut être estimé grâce à la mesure de la longueur 

comprise entre la base de la tête et base de la queue selon la formule de 

Richardson X = 2,5Y + 52,5 où Y est la longueur du fœtus de la base de la tête à 

la base de la queue et X le nombre de mois de gestation [22, 21]. Indirectement, 

l’âge du fœtus peut également être déterminé par l’identification de ses différentes 

structures et caractéristiques (tableau 1.1). 
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Tableau 1.1 : Critères d’estimation de l’âge du fœtus [22, 23, 24, 25, 26, 27]. 

Age 
(mois) 

Taille Longueur 
(CRL) (cm) 

Poids Caractères morphologiques 

1  1 0,6 g Bourgeons des ergots visibles 

2 Souris 6 à 8 8 à 30 
g 

Paupières couvrant les globes oculaires 
Scrotum et clitoris présents 

Apparition des ébauches des onglons et des 
cornes 

3 Rat 13 à 15 200 à 
400 g 

Poils sur les lèvres, le menton et les 
paupières Compartiments gastriques distincts 

4 Petit 
chat 

23 1 à 2 
kg 

Léger duvet sur les paupières et autour du 
mufle 

Oreilles nettement détachées 
Onglons développés 

Premières incisives perceptibles 
Apparition de la pigmentation sur la tête 

5 Gros 
chat 

37 3 à 4 
kg 

Cils sur les paupières 
Testicules dans le scrotum 

Bourgeons mammaires 
Extension de la pigmentation à tout le corps 

sauf sur les extrémités des membres 
Extension des poils sur la tête 

6 Petit 
chien 

40 à 60 5 à 10 
kg 

Poils dans le conduit auditif, sur les 
bourgeons des cornes 

le bout de la queue et le mufle 

7 Chien 
moyen 

55 à 75 8 à 18 
kg 

Extension des poils (duvet) à tout le corps y 
compris les extrémités 

Longs poils sur l’extrémité de la queue 
Extension de la pigmentation à tout le corps y 

compris les membres 

8 Gros 
chien 

60 à 85 15 à 25 
kg 

Poils courts sur tout le corps 
Fin duvet sur le ventre et la face interne des 

membres 
Incisives non sorties 

9  85 20 à 50 
kg 

Poils longs sur tout le corps 
Molaires et incisives sorties 

CRL : Longueur base de la tête-base de la queue. 

 

Les données de longueur et de poids sont indicatives, des différences pouvant 

être observées entre les races. 

 

1.2.1.4. La symptomatologie clinique 

L’avortement est loin d’être le symptôme dominant. Ce sera le cas néanmoins lors 

d’une infection par Brucella ou Leptospira. L’infection peut également se traduire 

par des atteintes inflammatoires du tractus génital (germes à transmission 

vénérienne) ou des systèmes : respiratoire (IBR, Haemophilus), digestif (BVD, 
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Salmonella, Listéria), nerveux (Néosporose) ou mammaire (Leptospire). Ces 

symptômes ne constituent pas nécessairement des prodromes d’un avortement. Il 

faut également préciser que la naissance de veaux chétifs ou présentant des 

retards de croissance peut être symptomatique de l’un ou l’autre agent étiologique 

et en particulier du BVD, et de la leptospirose [28]. 

1.2.1.5. La saison 

L’augmentation de la fréquence des avortements pendant la période hivernale, 

saison d’ouverture des silos, peut faire penser à la Listériose ou à une infestation 

par des champignons et des levures [19]. 

1.2.1.6. Les caractéristiques macroscopiques de l’avorton et du placenta 

Il est bien difficile de poser un diagnostic étiologique sur la base de l’examen 

macroscopique de l’avorton et du placenta. L’avorton sera habituellement autolysé 

[21]. Il présentera des lésions cutanées en cas d’infestation par les champignons. 

Le placenta ne présentera des lésions typiques qu’en cas d’atteinte par les 

champignons ou les toxoplasmes (zones de calcification). La rétention sera 

habituelle mais plus nette lors d’infestation par les champignons [19, 28]. 

1.2.2. Les prélèvements 

On réalise des prélèvements pour la recherche dans un premier temps de la 

brucellose, au minimum un prélèvement sanguin sur tube sec et un prélèvement 

de cotylédons fœtaux. Dans un deuxième temps et si l’accord de l’éleveur est 

obtenu il peut demander la recherche d'autres agents infectieux pouvant être à 

l'origine de l'avortement. Les prélèvements sont, dans l'idéal, le placenta et 

l'avorton entier mais, la plupart du temps, l'avorton n'est pas retrouvé. Et, dans 

l’incapacité d’envoyer le placenta, il faut envoyer trois écouvillons vaginaux [28]. 

En France, selon le protocole commun Meuse Meurthe et Moselle, la démarche 

du diagnostic différentiel des avortements des bovins prend compte a fois les 

causes infectieuses et non infectieuses, la partie sur les causes infectieuses est 

basée sur un travail réalisé au niveau national (Groupe de travail pour le 

diagnostic différentiel des avortements chez les bovins de la commission 
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nationale) réunissant les GDS (groupement de défense sanitaire), GTV 

(groupement technique vétérinaire), laboratoires, ...[21]. 

Le plan entrepris par le protocole commun Meuse Meurthe et Moselle lors 

d’apparition des avortements en séries est mis en place selon les situations. On 

distingue deux, soit des avortements rapprochés dans le temps sur une période 

courte (2 avortements sur moins de 30 jours) ; soit des avortements plus espacés 

sur une période plus longue (Pour les troupeaux de moins de 100 femelles mises 

à la reproduction : dès le troisième avortement sur une période maximale de 9 

mois, Pour les troupeaux de plus de 100 femelles mises à la reproduction : 4% ou 

3 avortements associé à un avortement par tranche supplémentaire de 30 

femelles mises à la reproduction sur une période maximale de 9 mois) [29]. 

Le plan avortements en séries comporte 4 étapes [29] :  

Une enquête épidémiologique (audit d’élevage et fiche commémorative des 

femelles avortées) et séro-virologique dite de 1 ère intention (dans un premier 

temps la recherche de la Fièvre Q ; La Néosporose ; La Diarrhée Virale Bovine), 

ces analyses seront réalisées sur la dernière vache avortée idéalement au cours 

des 48H suivant l’avortement ou au plus tard pendant les 15 jours suivants [30, 

31], et sur 6 vaches à problèmes (vaches à problème de reproduction dans les 4 

mois précédents : vaches à non délivrance, à métrite notamment récurrente, à 

retour en chaleur et en complétant, si nécessaire, pour 3 vaches maximum sur 6 

avec des animaux du même lot ne présentant pas de problème dont si possible 3 

primipares). Pour la dernière vache ayant avortée, les prélèvements seront : un 

Ecouvillon endocervical, du liquide stomacal de l’avorton, du placenta, des 

organes de l’avorton (rate, foie) et un prélèvement sanguin sur tub sec pour la 

vache avortée ainsi que pour les 6 vaches présentant des problèmes de 

reproduction [30, 31, 32, 33]. 

Des analyses effectuées de manière obligatoire sur la mère et l’avorton: Si 

d’autres avortements surviennent après la mise en place du protocole, en plus de 

la recherche de la Fièvre Q, la Néosporose, et du BVD ; on recherchera la 

salmonellose, la listériose et les origines mycosiques [28]. 

Une enquête sérologique dite de 2 éme intention: cette dernière est enclenchée, si 

les premières analyses (analyses 1ère intention) n’ont pas permis de conclure, il 
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peut être réalisé d’autres recherches ; Dans ce cas le choix des maladies à 

rechercher doit alors être ajusté à l’échelon local voire de l’élevage (contexte 

épidémiologique, historique, impact réel de l’agent abortif recherché, ...) : ceci est 

laissé à l’appréciation du vétérinaire qui suit l’évolution de la situation au sein de 

l’élevage. Dans ce cas de figure, la recherche de la chlamydiose, la leptospirose, 

l’IBR, Les maladies à tiques telles que Lyme, Erhlichiose ou Anaplasmose 

(Anaplasma Marginale) est préconisée et réalisés sur la dernière vache ayant 

avortée et sur les 6 vaches a problèmes préalablement sélectionnées. Un 

prélèvement de sang sur tube sec sera effectué [28, 31]. En l’absence de 

diagnostic posé, il faut penser à explorer les maladies réglementées ou à 

déclaration obligatoires telles que la fièvre catarrhale ovine (FCO), voire le 

Schmallenberg (maladies non réglementée mais d’actualité). Cependant, d’autres 

pathologies telles que Anaplasma Marginale, Toxoplasmose ne pourront être 

analysées qu’en dernier recours, leur implication directe dans les avortements de 

bovins étant extrêmement limité [21, 31]. 

Des analyses des causes non infectieuses : L’enquête épidémiologique doit 

permettre de dégager des facteurs de risques et/ou d’avoir des présomptions sur 

des causes possibles d’avortement d’origine non infectieuse. Ceci concernera 

principalement l’eau d’abreuvement (forage, puits), la mortinatalité élevée 

observée dans l’élevage du a une poly carences en Cuivre (Cu), en Zinc (Zn), en 

Sélénium (Se), et en Iode (I). Et les origines alimentaires (mycotoxines, l’ergot de 

seigle, phytoœstrogènes) ou les polluants (nitrates) [19]. 

1.3. Difficulté du diagnostic étiologique des avortements bovins 

Il est classiquement admis qu’un diagnostic étiologique d’avortement n’est posé 

que dans 10 à 37 % des cas [19]. Il faut y voir plusieurs raisons. 

La première est imputable à leur diversité. Les agents responsables d’avortements 

sont en effet de nature biologique tels les bactéries, les virus, les parasites ou les 

champignons et les levures ou non biologique comme les facteurs nutritionnels, 

chimiques, physiques, génétiques ou iatrogènes. Chacun d’entre eux présente 

des caractéristiques de résistance, de transmission, de pathogénie, de 

manifestations cliniques et anatomopathologiques et de moment d'apparition qui 

dans un certain nombre de cas sont encore loin d’être précisées. Par ailleurs, les 
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facteurs responsables d’avortement ne sont habituellement pas spécifiques d’une 

espèce animale. De plus, leur effet pathogène dépend de l’environnement 

géographique, nutritionnel ou de gestion des animaux qu’ils concernent. 

L’avortement ne constitue pas nécessairement le seul, voire le plus important, 

signe d’une infection ou infestation. On rappellera également que les lésions 

macroscopiques induites chez la mère ou l’avorton sont rarement 

pathognomoniques. Enfin, il convient de noter que l'identification d'un germe dans 

un fœtus ne permet pas de conclure de manière absolue à son rôle étiologique 

[28, 31]. 

1.4. Les principaux facteurs responsables d’avortement dans l’espèce bovine 

Les causes d’avortement sont multiples [19]. On distingue classiquement les 

causes biologiques (bactéries, virus, protozoaires, champignons) [34, 35] et des 

causes non biologiques (alimentation, facteurs physiques, chimiques, génétiques 

iatrogènes) [35]. Selon leur nature, ils peuvent concerner l’individu ou le troupeau. 

1.4.1. Les Agents biologiques 

1.4.1.1. Les Bactéries 

Dans la majorité des cas, les avortements causés par des bactéries se 

manifestent de manière sporadique. Ils se répartissent en deux groupes. Le 

premier concerne des germes ubiquitaires qui ne sont habituellement pas 

responsables de pathologies chez l’animal adulte : Actinomyces pyogènes, 

Escherichia coli, Bacillus, Streptococcus spp. Ils représentent 61 % des cas 

d’avortements bactériens. Ne se propageant pas d’un animal à l’autre, ils 

n’entraînent généralement pas de problèmes à l’échelle du troupeau et leur 

identification peut de ce fait être considérée comme d’importance mineure. Le 

second groupe est représenté par les bactéries qui sont pathogènes pour l’animal 

adulte : Brucella, Leptospira, Pasteurella, Salmonella, Haemophilus somnus [2]. 

Leur contagiosité les rend responsables de problèmes au niveau du troupeau [35, 

36, 37]. 

La fréquence de la Brucellose, pathologie à déclaration obligatoire due à Brucella 

abortus a considérablement diminué depuis la mise en place de plans 

d’éradication (maladie à déclaration obligatoire) et le recours à l’insémination 
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artificielle. L’avortement en est le signe clinique habituel (80 % des animaux 

exposés au germe avortent) [38]. Il est habituellement observé après le 5ème mois 

de gestation au terme d’une période d’incubation de 2 semaines à plusieurs mois. 

Il s’accompagne habituellement de rétention placentaire et de métrites et donc 

d’une élimination du germe pendant 3 semaines environ [19, 20, 37]. Cette 

pathologie peut parfois se traduire par des boiteries, des mammites, des 

lymphadénites et des orchites [38]. L’infection se transmet surtout par voie orale. 

L’identification de la bactérie (liquides stomacaux, poumons du fœtus, placenta, 

sécrétions utérines, lait) est indispensable à la confirmation du diagnostic. La 

brucellose est une anthropozoonose (fièvre ondulante) à déclaration obligatoire. 

Les cas d’avortements dus à la Salmonellose sont à caractère sporadique et 

rencontrés surtout chez les génisses pendant le dernier tiers de la gestation [36, 

39]. L’avortement est généralement précédé d'une entérite parfois aiguë ou d'une 

hépatite. La gestation quand a elle peut aussi se terminer par la naissance de 

veaux mort-nés hébergeant des salmonelles [20]. 

La Chlamydiose (Chlamydia abortus) est considérée comme pathogène dans de 

nombreuses espèces animales dont la vache mais surtout la brebis et la chèvre 

(Chlamydia psittaci). Ce germe (rickettsie) est une bactérie intracellulaire obligé 

dont la transmission se fait surtout par voie orale mais aussi vénérienne ou par 

inhalation. L’avortement fait suite à une placentite chronique. Le diagnostic est 

difficile car l’image de la bactérie n’est pas typique et sa présence se traduit 

parfois par des troubles intestinaux bénins s'accompagnant d'une sérologie 

positive [19, 20, 40]. 

La Listériose est le plus souvent due à Listeria monocytogenes. Sa présence a été 

démontrée dans le sol, les matières fécales, l’eau, les ensilages mal conservés et 

le tube digestif de divers vertébrés et invertébrés. L’avortement s’observe le plus 

souvent au cours des trois semaines suivant la mise en service d’un ensilage et 

concerne le dernier trimestre de la gestation. Il se manifeste sous forme 

sporadique. A la différence des avortements provoqués par d’autres bactéries, 

l’avortement du au genre Listeria est plus fréquemment précédé et/ou suivi de 

signes cliniques tels que la diarrhée, des troubles nerveux (encéphalite), de la 

métrite et de l’amaigrissement. Il s’accompagne également plus fréquemment de 
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rétention placentaire. On se souviendra que la Listeria peut être responsable de 

zoonose dans l’espèce humaine (avortement, septicémie, encéphalite) [20, 41]. 

Les Ureaplasmes (Ureaplasma diversum : hydrolyse de l’urée à la différence des 

mycoplasmes) et les mycoplasmes (Mycoplasma bovigenitalium, Mycoplasma 

bovis) ont été occasionnellement rendus responsables d’avortements sporadiques 

(M. bovis, Ureaplasma) au cours de la deuxième moitié de la gestation et 

d’infertilité suite à l’inflammation du tractus génital (vaginite, cervicite, métrite, 

salpingite: M. bovigenitalium, Ureaplasma) qu’ils induisent [35]. Leur implication 

est rendue difficile par le fait qu’ils peuvent être naturellement présents dans les 

voies génitales du mâle et de la femelle, que leur pouvoir pathogène varie entre 

les souches et que leur conservation dans les prélèvements est difficile [19]. 

Le genre Leptospire interrogans est responsable d’avortement en cas d’infection 

chronique [2]. Il s’observe au cours des deux derniers trimestres de la gestation 

[35]. L’infection peut également se traduire par la naissance de veaux chétifs [20]. 

Etant donné la longue période d’incubation, les animaux présentent le plus 

souvent une séroconversion avant l’avortement, aussi, le prélèvement qui sera 

couplé est de peu d’utilité. Cette pathologie est transmissible à l’homme chez qui 

elle peut entraîner de la méningite et une pathologie hépatorénale. La vaccination 

constitue la principale méthode d’éradication [42].  

La Vibriose ou Campylobactériose est due à une bactérie Gram négative, 

spécifique aux bovins, le Campylobacter fetus venerealisne provoque que très 

rarement des troubles de la gestation chez les bovins [35]. Le mâle est 

habituellement un porteur asymptomatique tandis que la femelle subit davantage 

les conséquences cliniques d’une infection qui se traduit surtout par une 

inflammation locale du tractus génital, de l’infertilité et de la mortalité 

embryonnaire et moins souvent (10% des cas) par un avortement [43, 44] entre le 

4ème et le 6ème mois de gestation selon la vitesse de multiplication des germes [45, 

46]. L’identification du germe dans les sécrétions génitales du mâle ou de la 

femelle est indispensable pour confirmer le diagnostic. Elle s’avère cependant 

difficile puisque requérant des conditions particulières de milieux de culture et de 

tension en oxygène. Des prélèvements répétés seront souvent nécessaires. Le 

fœtus ne présente aucune lésion caractéristique. Le placenta est œdémateux et à 

l’aspect du cuir [20]. L’insémination artificielle constitue la principale mesure pour 
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éradiquer le problème. Dans le cas contraire, la vaccination annuelle sera 

d’application [19].  

La Fièvre Q est due à une rickettsie Coxiella burnetii, très résistante dans le milieu 

extérieur, transmissible à l'homme. C’est donc une zoonose, observée dans le 

monde entier, cette pathologie se rencontre plus fréquemment dans les zones 

tropicales que tempérées et chez ces dernières plus fréquemment dans les zones 

méditerranéennes que les autres. Sa dispersion est assurée par les tiques mais 

aussi par les animaux sauvages. Il peut donc y avoir une distribution saisonnière 

assurée également par des accouchements groupés. L’infestation se fait le plus 

souvent par inhalation de poussières, voire au travers d’une lésion cutanée. La 

voie orale est décrite mais rare. L'homme est le seul être vivant capable de 

développer des signes cliniques (fièvre, maux de tête, signes de pneumonie …). 

L'animal, est en général un porteur asymptomatique à l’exception toutefois de 

l’avortement ou de l’accouchement prématuré, situations privilégiant la dispersion 

des Coxielles dans le milieu extérieur via les liquides amniotiques ou allantoïdiens, 

le placenta, le lait, l’urine, les matières fécales. Ce germe est très résistant dans le 

milieu extérieur et provoque chez les bovins mais surtout chez les ovins et caprins 

des accouchements prématurés ou des avortements asymptomatiques [19, 20, 

40, 47]. 

 

Diverses bactéries ont été occasionnellement identifiées dans les avortons et les 

placentas : Actinomyces pyogènes, Aeromonas hydrophila, Bacillus licheniformis ; 

Escherichia. Coli, Fusobacterium necrophorum, Haemophilus somnus, Nocardia 

asteroides, Pasteurella multocida, Pseudomonas aeruginosa, Salmonella spp, 

Serratia narcescens, Staphylococcus spp, Streptococcus spp, Yersinia 

pseudotuberculosis [2, 35]. Les avortements s’observent quel que soit le stade de 

gestation mais le plus souvent dans sa deuxième moitié. Ils ne sont pas précédés 

de signes spécifiques. Ils s’accompagnent ou non de rétention placentaire. Les 

germes impliqués vivent dans l’environnement de l’animal et peuvent être 

identifiés normalement dans des avortons. Ils ne seront rendus responsables de 

l’avortement qu’après les avoir identifiés en culture pure dans les prélèvements 

réalisés en présence de lésions inflammatoires le plus souvent au niveau des 

poumons et du placenta et en l’absence d’autres causes possibles [19]. 
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1.4.1.2. Les Virus 

Les conséquences d’une infection virale dépendent du stade de gestation auquel 

l’infection a été contractée. Le plus souvent au cours des deux premiers 

trimestres, l’infection se traduira par une mortalité embryonnaire ou fœtale, 

l’avortement proprement dit pouvant s’observer selon un délai variable [2, 48]. Il 

en résulte l’expulsion d’un fœtus qui sera le plus souvent autolysé. Une infection 

contractée au cours du dernier trimestre, s’accompagnera d’une réponse 

immunitaire suffisante pour permettre au fœtus de naître à terme ou si la réponse 

immunitaire est excessive d’induire un état de stress chez le fœtus qui dans ce 

cas sera expulsé prématurément. Dans ce second cas l’autolyse ne sera pas 

systématiquement observée. 

L’herpès virus de type 1 (BoHV-1) constitue la principale cause d’avortement en 

Amérique du Nord [49]. Il est également responsable de vulvo-vaginite, de 

balanoposthite, de pathologies respiratoires, de conjonctivite et 

d’encéphalomyélite [48, 50]. La manifestation clinique (respiratoire vs génitale) 

dépendra la plus souvent de la voie de contamination (intra nasale vs vénérienne 

y compris le matériel d’insémination). Comme d’autres virus du groupe, le BoHV1 

peut demeurer à l’état latent chez l’animal et être réactivé lors de stress 

(transports, parturition) ou de traitements aux corticoïdes. Ce virus est sensible à 

la plupart des désinfectants mais peut survivre plusieurs jours dans 

l’environnement. La maladie peut être contrôlée par la vaccination au moyen de 

vaccins marqués (vaccins vivants atténués et vaccins inactivés) qui permettent le 

diagnostic différentiel entre des animaux vaccinés et des animaux atteints par une 

souche sauvage. Quoique observé pendant toute la gestation, l’avortement 

survient le plus souvent au cours de sa deuxième moitié, quelques jours à 

plusieurs mois après une contamination ou une manifestation respiratoire voire 

l’injection d’un vaccin vivant, ce qui explique l’absence habituelle de symptômes 

chez l’animal lors de l’avortement [51, 52]. L’exposition au virus d’un troupeau 

indemne peut se traduire par l’avortement de 25 à 60 % des animaux gestants. 

Les avortements plus sporadiques se rencontreront dans les troupeaux vaccinés. 

L’infection contractée au cours des 15 premiers jours suivant une insémination 

peut également entraîner une mortalité embryonnaire précoce résultant soit d’une 

nécrose lutéale, l’embryon étant protégé jusqu’au 8ème ou 9ème jour par sa 
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pellucide ou plus tard d’une cytolyse trophoblastique [48].Le virus ne pourra être 

rendu responsable de l’avortement qu’une fois isolé ou son antigène identifié dans 

les tissus tels que le placenta (tissu de prédilection surtout si le fœtus est 

autolysé), le foie, la rate, les poumons ou les reins. Chez le fœtus, les anticorps ne 

sont que rarement détectées étant donné sa mort rapide après l’infection [19, 20, 

35]. 

L’infection par le virus de la maladie des muqueuses (pestivirus) se traduit 

cliniquement de différentes manières [20, 53]. Le plus fréquemment, l’exposition 

d’un animal immunocompétent au virus n’engendre qu’une légère fièvre et 

leucopénie (manifestation subclinique). La manifestation clinique concerne 

davantage les animaux immunocompétents, âgés de 6 mois à 2 ans. Elle est 

rarement mortelle mais entraîne un pourcentage élevé de morbidité dans le 

troupeau: léthargie, anorexie, fièvre, écoulements nasaux, diarrhée, érosions 

buccales, chute de production laitière [53]. La virémie dure une quinzaine de jours, 

période pendant laquelle le virus est excrété dans le milieu extérieur. Les animaux 

exposés présentent plusieurs semaines après l’exposition une séroconversion. 

L’infection du fœtus par une souche non-cytopathogène au cours des 4 premiers 

mois de la gestation se traduit par la naissance d’un veau vivant mais qui sera 

infecté de manière persistante. Chétifs, présentant un retard de croissance, la 

plupart d’entre eux meurent au cours des 6 voire 12 premiers mois. Certains 

néanmoins peuvent atteindre l’âge adulte et se reproduire. Leur descendance sera 

infectée également de manière persistante. La transmission de l’infection se fait 

par voie orale, respiratoire, transplacentaire ou vénérienne. 

En pratique, l’infection d’un troupeau par le BVD entraîne un risque majeur à 

savoir l’infection de l’embryon ou du fœtus. Ses conséquences sont de nature 

diverse selon le stade de gestation puisqu’en effet elles dépendent de la présence 

ou non de la capacité pour le fœtus de présenter ou non une réaction immunitaire, 

celle-ci étant acquise entre le 120ème et le 150ème jour de gestation, la période 

critique étant le 125ème jour de gestation. Le diagnostic de la maladie des 

muqueuses présupposera la collecte d’informations de troupeau (identification du 

problème de reproduction, introduction de nouveaux animaux, plan de vaccination, 

symptomatologie, groupes d’animaux atteints...). La recherche d’anticorps dans le 

sang maternel est possible mais n’offre que peu de valeur diagnostique à moins 
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d’une augmentation significative de leur concentration ou de leur absence. La 

coexistence de lésions macroscopiques et du virus doit être considérée comme 

pathognomonique. L’infection sera contrôlée par élimination après dépistage des 

infectés chroniques persistants et par le recours à la vaccination virale [19, 20, 35, 

53]. 

L’infection du fœtus par le virus de la Blue Tongue (22 sérotypes identifiés) 

demeure exceptionnelle. Elle concerne surtout les états du sud et de l’ouest des 

USA [35]. Ce virus est transmis par un arthropode: Culicoides varripennis. 

Contractée avant le 150ème jour de gestation, elle se traduit par de la momification, 

de l’avortement ou la naissance de veaux présentant des lésions du système 

nerveux central (hydrocéphalie) ou plus caractéristique, un excès de 

développement de la muqueuse sur les incisives [19]. 

Comme d’autres virus de la famille des Bunyavirus, le Virus Akabane est 

responsable de lésions congénitales, de momification ou d’avortements [2, 54]. 

Ces virus sont transmis par des tiques et des moustiques [55]. 

1.4.1.3. Les champignons 

Une vingtaine d'espèces de champignons a été rendue responsables de 2 à 20 % 

des cas d’avortements chez les bovins. Elles sont moins fréquemment 

responsables d’avortements dans les espèces ovine, caprine. Elles sont 

ubiquistes dans l’environnement. Deux familles de champignons sont 

fréquemment impliquées dans les avortements chez les bovins: les mucoracées et 

les aspergillacées [35]. Au nombre des premiers, il faut surtout mentionner les 

genres Absidia, Mortierella, Rhizomucor et Rhizopus, Penicillium, Exopholia et 

Wangiella tandis qu’au nombre des seconds il faut surtout citer l’Aspergillus 

fumigatus et dans une moindre mesure A. flavus, A.terreus et A.nidulans. 

L’A.fumigatus serait responsable de 60 à 80 % des avortements dus à des 

champignons [19, 56].  

Les avortements par les champignons présentent plusieurs caractéristiques 

épidémiologiques: ils sont le plus souvent sporadiques (un à deux animaux 

concernés) [2], se manifestent avec une fréquence élevée au cours de l’hiver voire 

du printemps surtout si l’été a été pluvieux, ils récidivent de manière importante 
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d’une année à l’autre dans des étables peu aérées et humides. Ils concernent 

rarement plus de 10 % des animaux gestants. L’avortement se manifeste le plus 

souvent au cours du dernier trimestre de la gestation. Il ne s’accompagne pas de 

signes prémonitoires. L’expulsion du fœtus s’observe le plus souvent dans les 24 

premières heures. L’examen du placenta est essentiel. La rétention du placenta 

est commune et le plus souvent très adhérente, le cotylédon maternel pouvant 

être expulsé en même temps que le placenta surtout en cas d’infection par les 

mucoracées. Le cotylédon est dense, jaunâtre, nécrosé tandis que les zones 

intercotylédonnaires sont épaissies et présentent un aspect semblable à du cuir. 

Les voies respiratoires et digestives seraient les principales voies d’entrée des 

champignons et levures [19]. 

1.4.1.4. Les Levures 

Organismes unicellulaires, les genres Candida et Torulopsis sont responsables 

d’avortements entre le 5ème et le 6ème mois de gestation. Une placentite 

nécrosante est le plus souvent observée [19]. 

1.4.1.5. Les Protozoaires 

Les avortements dus à des protozoaires impliquent les genres Tritrichomonas 

fœtus, Toxoplasma, Sarcocystis et Neospora spp, ces trois dernières espèces 

faisant partie de la famille des Sarcocystidae [2, 35]. Les membres de cette famille 

présente la particularité de se reproduire de manière sexuée dans le tube digestif 

de l’hôte définitif et de manière asexuée dans les tissus de l’hôte intermédiaire [20, 

28, 57, 58]. 

Le Tritrichomonas fœtus est l’agent responsable de la trichomoniase. Sa 

symptomatologie est comparable à celle de la vibriose. Essentiellement transmis 

par voie vénérienne, ce parasite obligé du tractus génital mâle (smegma préputial, 

prépuce, pénis, portion distale de l’urètre) ou femelle (vagin, utérus et oviductes) 

entraîne le plus souvent de l’infertilité et de la mortalité embryonnaire et plus 

rarement un pyomètre post-coïtal et de l’avortement le plus souvent au cours des 

5 premiers mois de gestation [46, 59]. Il n’existe pas de diagnostic immunologique 

sérologique. L’identification d’anticorps dans le mucus cervico-vaginal est 
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néanmoins possible mais le test n’est pas commercialisé. La maladie peut être en 

partie contrôlée par la vaccination [60] mais surtout par l’éradication des animaux 

infectés et le recours à l’insémination artificielle [19, 20, 35, 57, 58].  

Neosporum caninum est un protozoaire qui se transmet chez la vache par voie 

orale mais surtout par voie transplacentaire. Les vaches se contaminent en 

consommant des aliments souillés par les matières fécales des chiens [20]. Le 

plus souvent asymptomatique, l’infection peut néanmoins se traduire comme chez 

le chien par des signes neuromusculaires (myosites, encéphalomyélites). 

L’avortement est la principale manifestation clinique d’une infection à Neosporum 

caninum chez les bovins [61]. Il se manifeste de manière isolée ou revêtent un 

caractère épidémique (> 10 % d’avortements en 6 à 8 semaines) [57] ou 

endémique (5 % d’avortements au cours de plusieurs années consécutives) [20, 

58]. Il survient entre le 4ème et le 6ème mois de gestation sans manifestations 

prodromiques [62, 63]. L’avorton ne présente habituellement pas de signes 

cliniques majeurs. Il peut être modérément ou complètement autolysé. Les 

nouveau-nés infectés pendant la gestation présentent un déficit pondéral. On 

rappellera que la seule détection d’anticorps spécifiques chez un animal qui a 

avorté ne permet pas de poser un diagnostic de certitude. Elle doit s’accompagner 

d’un diagnostic histopathologique sur le fœtus. 

La Toxoplasmose (Toxoplasma gondii) est une anthropozoonose qui affecte de 

nombreuses espèces animales et sauvages dont surtout la chèvre et la brebis 

mais plus rarement les bovins et les chevaux. L’infection se traduit le plus souvent 

soit par des avortements ou des pertes néonatales. La plupart des ruminants se 

contaminent en consommant des matières fécales de chat (hôte définitif) ou des 

aliments contaminés par celles-ci. Habituellement, l’avortement ne s’accompagne 

d’aucune manifestation macroscopique typique [19, 20, 57, 58]. L’identification du 

toxoplasme est plutôt difficile. L’examen sérologique est possible, les anticorps 

persistent chez le fœtus 35 jours après l’infection mais plus longtemps chez la 

mère, seule une sérologie négative permettra d’exclure la toxoplasmose. La 

prévention consistera surtout à éviter que les chats ne consomment les placentas, 

avortons ou carcasses des animaux. 
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Les avortements provoqués par les Sarcocystes (Sarcocystis cruzi, S.hirsuta, 

S.hominis) sont le plus souvent sporadiques et peu fréquents [35]. L’avortement 

est dit épizootique [19, 58]. 

1.4.2. Epidémiologie 

Les caractéristiques épidémiologiques des principales maladies abortives chez les 

bovins sont présentées dans le tableau 1.2. 
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Tableau 1.2 : épidémiologie des avortements [20,41, 47, 64]. 

Pathologie 

 

Sources 

 

Mode de  

Transmission 

Taux 

D’avortement 

Brucellose 

 

Porteurs (à vie), 

fœtus, annexes, 

eaux fœtales, lochies, lait, 

locaux infectés 

Pénétration par toutes 

les muqueuses 

 

Enzootique à 

épizootique 

Salmonellose 

 

Porteurs sains (à vie), 

malades, fèces, urines, lait, 

milieu extérieur (oiseau) 

Portage digestif 

Pénétration digestive 

 

Sporadique 

parfois 

enzootique 

Chlamydiose 

 

Fœtus, annexes, 

sécrétions utérines, 

lochies, lait, locaux 

infectés, milieu 

extérieur 

Pénétration par toutes 

les muqueuses (Voie 

aérosol+++ / Voie 

sexuelle ---) 

5% 

Listériose 

 

Portage digestif 

(ensilage, lait) 

Pénétration par toutes 

les muqueuses (Voie 

digestive+++) 

Sporadique 

Leptospirose 

 

Porteurs sains, 

malades, urines, lait (3 

mois), contenu utérin 

Pénétration par toutes 

les muqueuses, piqûres, 

plaies cutanées 

Sporadique 

parfois 

enzootique 

Vibriose 

(Campylobactériose) 

 

Taureau et vache 

infecté (prépuce, 

vagin, utérus) 

Portage digestif 

Transmission coïtale, 

Pénétration digestive 

 

Sporadique 

chez les 

femelles 

Fièvre Q 

 

Fœtus, annexes, 

sécrétions utérines, 

lochies, milieu 

extérieur, tiques, 

urines, excréments 

Pénétration par toutes 

les muqueuses, 

piqures de tiques 

 

Enzootique 

Rhinotrachéite 

Bovine (IBR) 

 

Porteurs sains (à vie), 

malades, fèces, urines, lait, 

contenu utérin, semence 

Pénétration par toutes 

les muqueuses. Risque 

de transmission par 

insémination et 

transfert d’embryon 

Sporadique à 

épizootique 

Maladie des 

Muqueuses (BVD) 

 

Porteurs sains, IPI, 

Malades. Fèces, urines, 

lait, contenu utérin, 

semence 

Pénétration par toutes 

les muqueuses 

Risque de transmission 

par semence 

(insémination) 

Sporadique à 

enzootique 

Trichomonose 

 

Taureau et vache 

porteurs (Pénis, vagin et 

utérus) 

Transmission coïtale 5% 

Néosporose 

 

Aliments et eau 

souillé par ookystes 

Voie orale ou Voie 

verticale 

Enzootique 

Toxoplasmose 

 

Aliments et eau 

souillés par ookystes 

Muqueuse digestive et 

respiratoire 

Rares 



38 
 

 
 

1.4.3. Les Causes non-biologiques 

1.4.3.1. Facteurs Nutritionnels (Alimentaires) 

Diverses publications ont rapporté des avortements imputables à la consommation 

par les animaux d’une trop grande quantité de protéines hautement dégradables 

(herbe jeune, herbe pâturée trop rapidement après addition d’engrais). De même, 

l’avortement peut être observé chez des animaux débilités ou consommant des 

rations connues pour leur faible apport en bêta carotène, en sélénium ou en iode. 

La consommation de certaines espèces végétales a également été rendu 

responsable d’avortement à tous les stades de la gestation par leurs toxines tuant 

les fœtus, tel que l’Astragale (légumineuse : Astragalus lentiginosis, Astragalus 

pubentissimus) [65], l’ergot de seigle (Claviceps purpurea), la grande cigüe 

(Conium maculatum) [66], la verge d’or du Canada (Solidago canadensis), le trèfle 

semeur (Trifolium subterraneum) la lampourde glouteron (Xanthium strumarium), 

le radis sauvage (Raphanus raphanistrum), le sorgho (Sorghum almum), les 

diverses variétés de pins (Pinus ponderosa, Pinus cubensis, Pinus radiata) [67] ou  

le cyprès (Cupressus macrocarpa) dont la consommation en grandes quantités de 

ses aiguilles et feuilles entre la fin de l’automne et le début du printemps (Pinus 

ponderosa) peut provoquer un avortement au cours du dernier trimestre de la 

gestation [67, 68]. 

Les Phyto œstrogènes sont des substances dont la structure chimique ressemble 

à celle de l'œstradiol (hormone participant au déclenchement des chaleurs), elles 

sont retrouvés en quantité importante dans l'herbe jeune et sont produites 

naturellement par certaines légumineuses comme la luzerne, le trèfle, le dactyle et 

les fétuques [69]. Le trèfle renferme du coumarol transformé en dicoumarol par 

l’ensilage [20]. Il peut en résulter en cas d’intoxication des troubles de la 

coagulation et des saignements excessifs. Un fourrage riche en phytoœstrogènes 

peut conduire à des troubles de la reproduction telle que la mortalité embryonnaire 

et les avortements. 

Les mycotoxines sont des substances produites par une grande variété de 

moisissures (> 200) se développant sur différents types d'aliments bruts ou 

transformés (céréales, oléo-protéagineux, fruits) dans des situations écologiques 

très diverses. Les mycotoxines constituent un groupe de substances présentant 
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notamment des activités mutagènes cancérogènes, tératogènes immunogènes et 

oestrogèniques. Seules certaines ont été identifiées : l’aflatoxine, la zéaralénone 

produites par le Fusarium moniliforme, l’ochratoxine produite par l’Aspergillus 

ochraceus ou le Penicillium viridicatum et la staphybotryotoxine [70]. Elles 

affectent les animaux d’élevage consommant des aliments contaminés. Les 

vaches laitières hautes productrices et les animaux à l'engraissement dont la 

croissance est rapide sont plus sensibles aux effets des mycotoxines que les 

animaux peu productifs. De plus, le stress lié à la production amplifie leurs effets. 

1.4.3.2. Facteurs Chimiques 

L'intoxication par les nitrates réduits en nitrites dans le rumen est possible en cas 

d'épandages mal conduits en période de croissance rapide de plantes telles que le 

dactyle, le ray-grass, les crucifères et les trèfles, espèces connues pour 

concentrer aisément les nitrates [71, 72]. L'avortement résulte de l'anoxie fœtale, 

conséquence de la transformation de l'hémoglobine en méthémoglobine [19, 20]. 

Le rôle des pesticides est possible mais n’a pas été formellement reconnu.  

1.4.3.3. Facteurs Physiques 

La palpation manuelle de l’utérus entre le 35ème et le 60ème jour de gestation,  

l’insémination ou l’irrigation d’un utérus gestant, la présence de jumeaux [73], le 

transport, les interventions chirurgicales, la torsion de l’utérus et le déplacement 

du cordon ombilical, l’hyperthermie prolongée [20, 74], la mauvaise conformation 

des bâtiments d’élevage (sols glissants, coups de cornes, couloirs étroits…) 

constituent autant de facteurs pouvant être responsables d’avortements [19]. 

1.4.3.4. Facteurs Génétiques 

La présence de gènes létaux a été démontrée. Certains d’entre eux seraient 

responsables de la formation de môles hydatiformes. De même, l’inbreeding 

(consanguinité) a été reconnu pour augmenter les mortalités embryonnaires et les 

avortements [19].  



40 
 

 
 

1.4.3.5. Facteurs iatrogènes 

Diverses substances sont connues pour leur effet abortif : œstrogènes en début 

de gestation, les corticoïdes en fin de gestation associés ou non à une 

prostaglandine [20], les prostaglandines naturelles ou synthétiques entre le 5ème et 

le 150ème jour de gestation, les emménagogues, les purgatifs, la phénothiazine, les 

dérivés du benzimidazole (albendazole) qui peuvent engendrés des malformations 

ou des anomalies de développement du fœtus [20, 75]. 
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CHAPITRE 2 

LA FIEVRE Q 

 

 

2.1. Introduction 

Observée pour la première fois en 1937, la fièvre Q (Q pour Queensland, région 

d’Australie ou Q pour Query c’est-à-dire question puisque la cause ne fut pas à 

l’époque identifiée) connaît actuellement une distribution mondiale à l’exception de 

la Nouvelle-Zélande [76] et de la Polynésie française [77, 78]. Encore appelée 

Fièvre de l’Olympe, Fièvre des 7 jours, Grippe balkanique, Pneumonie de Crête, 

Maladie de Derrick et Burnet, ou encore Nine mile creek fever, elle concerne 

l’espèce humaine mais également bovine, ovine et caprine. La maladie est 

imputable à Coxiella burnetii, bactérie appartenant au phylum des Proteobacteria, 

classe des Gammaproteobacteria, ordre des Legionellales, famille des 

Coxiellaceae et espèce burnetii. Le genre Coxiella comprend également l’espèce 

cheraxi [79] et des organismes semblables à Coxiella burnetii retrouvés chez les 

tiques et les oiseaux [80]. 

2.2. Caractéristiques de Coxiella burnetii 

Coxiella burnetii est une petite bactérie intracellulaire obligatoire [81] de 0,2 à 0,4 

ɥm de largeur et de 0,4 à 1ɥm de longueur, aérobie stricte, pléomorphe, avec une 

paroi semblable à celle des bactéries Gram négatives [82]se multipliant 

exclusivement à l’intérieur des macrophages, à un pH acide compris entre 4 et 5 

[76], des monocytes et des trophoblastes [83]. Son existence chez les amibes 

libres a également été décrite [84] ainsi que sa persistance dans les adipocytes 

murins [85]. 

Cette vie intracellulaire et la division asymétrique des cellules infectées sont à la 

base de la persistance de Coxiella burnetii chez l’hôte. La bactérie semble apte à 

induire la mort programmée (ou apoptose) des macrophages [86]. De nouveaux 

macrophages phagocytent les débris des macrophages morts et peuvent alors 
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être infectés par Coxiella burnetii. Ce phénomène conduit à favoriser la continuité 

de l’infection [87]. 

Coxiella burnetii existe sous différentes formes morphologiques (variants de petite 

et de grande taille, pseudo spore) qui sont associées à différents stades du cycle 

de son développement (multiplication plus ou moins active et dormance) et sont à 

l’origine de sa résistance exceptionnelle dans le milieu extérieur.  

Comme les enterobactériacées, le lipopolysaccharide de surface (LPS) de 

Coxiella burnetii présente deux phases dites lisse (phase I) et rugueuse (Phase II). 

La phase I est plus virulente et présente un plus grand pouvoir immunogène que 

la phase II. A l’inverse, la phase II a un pouvoir de pénétration intracellulaire plus 

important [88]. 

Tableau 2.1 : Caractéristiques de Coxiella burnetii selon son variant 

antigénique [89]. 

 Colonie LPS Virulence Pouvoir 

immunogène 

Capacité à 

pénétrer dans 

les cellules 

Phase I Lisse Complet ++ ++ + 

Phase II Rugueuse Incomplet + + ++ 

LPS : Lipopolysaccharique de surface. 

2.1. Symptomatologie de la fièvre Q chez les bovins 

L’infection par Coxiella burnetii est généralement enzootique, majoritairement 

inapparente. L’OIE (Office International des Épizooties) classe la fièvre Q dans la 

liste B des maladies multi espèces [90]. Par rapport aux ovins et caprins, les 

bovins présentent des symptômes moins clairs. Cette différence serait imputable à 

des variations entre les souches de Coxiella, des techniques d’élevage et au 

caractère saisonnier des mises-bas chez les petits ruminants [91, 92]. 

2.1.1. Le système génital 

L’avortement dû à Coxiella burnetii survient à tout stade de gestation mais plus 

fréquemment dans sa deuxième moitié entre le 6ème et le 9ème mois de gestation 

occasionnelle [93]. Lors de la primo-infection d’un troupeau, on observe une 
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vague d’avortements sur des animaux pour la première fois en contact avec le 

germe. Puis l’enzootie évolue de façon cyclique, le nombre d’avortements diminue 

et ne concerne plus que les primipares. Les gestations suivantes ne semblent pas 

être perturbées. On peut également avoir des mortinatalités, des mises-bas 

prématurées, la naissance de veaux prématurés et chétifs, des métrites [94], de 

l’infertilité et des retours en chaleurs tardifs plus fréquents [93, 95]. 

A la suite de l’avortement, outre la charge bactérienne du placenta est souvent 

très élevée [96]. Les bactéries sont excrétées durant plusieurs mois par les 

secrétions génitales, le lait, l’urine et les matières fécales [97, 98]. Les travaux de 

Kim et al (2005) [99] réalisés aux États-Unis ont permis une surveillance des 

élevages bovins basée sur l’analyse du lait de tank. Une prévalence de Coxiella 

burnetii de plus de 90% a été rapportée pendant trois ans de suite. Dans les 

élevages dont le lait de tank était positif, le taux de femelles excrétrices était de 20 

à 30%. L’excrétion de Coxiella burnetii par le lait semble plus fréquente chez les 

bovins que chez les petits ruminants. 

Selon les travaux de Guatteo et al. 2006 [98], un épisode d’avortements dû à la 

fièvre Q dans un élevage bovin indique un nombre élevé d’animaux excréteurs. 

Une étude menée sur 242 vaches, appartenant à 31 élevages ayant subi des 

épisodes d’avortements, la même proportion de 45% excrétaient la bactérie par au 

moins une des trois voies précédemment cités, qu’elles aient avorté (n= 46) ou 

non (n= 196). Par contre, ce taux d’excrétion était de 23% selon une autre étude 

mené par Beaudeau et al (2006) [100] qui ont réalisé un suivi durant six mois sur 

280 vaches issues de cinq élevages infectés de manière chronique par Coxiella 

burnetii [100]. 

Afin de déterminé la charge bactérienne de Coxiella burnetii dans le lait, Kim et al 

(2005) [99] ont suivi le niveau d’excrétion dans le lait chez 5 vaches, tous les jours 

pendant sept jours, puis une fois par semaine pendant quatre semaines. La 

concentration obtenue était entre 101et 104 bactéries/ml ; caractérisé par une 

stabilité durant les cinq semaines pour chacune des vaches. Des études similaires 

entrepris par Beaudeau et al. 2006 [100], ont fait ressortir des concentrations 

moyenne de 104 bactéries/ml dans le lait, de103 bactéries/ml dans les sécrétions 

vaginales et assez faible dans les matières fécales [100]. Aucune comparaison n’a 

été rapportée entre les animaux appartenant à des élevages cliniquement atteints 



44 
 

 
 

et à des élevages chroniquement infectés, mais on s’attendrait à une charge 

excrétée plus massive dans les premiers, lors d’épisodes cliniques. 

Les trois voies d’excrétion peuvent être observées dans un même élevage. Dans 

les élevages infectés de manière chronique, les taux de femelles excrétrices par la 

voie vaginale, par les fèces et par le lait étaient respectivement de 9,5, 3 et 19% 

[100]. Lorsqu’une vache excrétait par deux voies de manière concomitante, la 

combinaison mucus vaginal lait était la plus fréquente. Dans les élevages atteints 

cliniquement, les taux observés étaient respectivement de 19, 21 et 24% [98], et 

lors d’excrétion par deux voies, la combinaison était le plus souvent mucus 

vaginal–fèces. Dans ces deux études, la plupart des vaches excrétaient par une 

seule des trois voies et aucune voie prédominante n’a été identifiée. 

2.1.2. Le placenta 

Chez la vache, Coxiella burnetii a un tropisme privilégié pour l’utérus et les 

glandes mammaires [96]. Il en résulte une colonisation du placenta par les 

bactéries. Le fœtus ne présente habituellement pas de lésions typiques. Pars 

contre le placenta sera épaissi, œdémateux ou gélatineux, parfois autolysé. Il 

présente des plaques blanchâtres, crayeuses surtout dans les zones 

intercotylédonnaires [96], ces dernières pouvant être oedématiées et épaissies, 

avec parfois un exsudat jaunâtre [101]. Le mucus présente une couleur violacée 

ou marron. Dans certains cas, les cotylédons sont nécrosés et les membranes 

sont épaissies et solides. Ces aspects ne sont cependant pas spécifiques d’une 

atteinte par Coxiella burnetii [102]. Au niveau microscopique, on peut observer 

une placentite, une vasculite placentaire mise en évidence par une hyperhémie, 

ou encore une thrombose [95, 101]. 

2.1.3. Le fœtus 

Les lésions fœtales ne sont pas spécifiques d’une atteinte par Coxiella burnetii 

[102]. Selon les travaux de Neikov (1987) [103], des lésions nécrotiques sur le 

foie, les reins, les glandes surrénales et certains nœuds lymphatiques ont était 

constaté chez des fœtus ovins issus d’avortements par la fièvre Q. Il a également 

mis en évidence une méningo-encéphalite lymphocytaire [103]. Par contre selon 

Rousset et al (2000) [101], L’avorton est souvent normal, mais en raison du délai 
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entre la mort du fœtus et l’avortement, il peut parfois être autolysé ou momifier. On 

peut quelque fois observer une congestion du foie. 

2.1.4. Autres symptômes 

La voie de pénétration étant le plus souvent aérienne, on a pu observer des 

bronchopneumonies, avec de la toux, souvent compliquées de pasteurellose 

[104]. Les symptômes cardiaques sont très rares en dehors de l’infection 

expérimentale. Il en va de même pour les symptômes digestifs, tels que des 

gastro-entérites. Lors d’infection expérimentale réalisée par inoculation de Coxiella 

burnetii par voie intradermique sur 12 génisses âgées de 8 à 11 mois; la maladie a 

évolué en deux phases : En phase aiguë, il y a apparition d’une hyperthermie 

marquée et d’une pneumonie dans les 24-48 heures suivant l’inoculation. En 

phase chronique apparaissent des avortements (2/11) ou de l’infécondité (3/11). 

Certaines génisses ont présenté des lésions myocardiques (myocardite) et 

pulmonaires [105]. 

2.2. Epidemiologie 

2.2.1. Données de Prévalence 

La fièvre Q est une maladie très répandue au niveau mondial [76]. Chez les 

ruminants, les méthodologies et la définition des seuils de positivité utilisés sont 

très différentes. Ces données ne sont donc qu’indicatives [106].  

En Europe (Tableau 2.2), la plupart des études de prévalence ont été réalisées 

par analyse de la présence d’ADN de Coxiella burnetii dans les laits de tanks. Les 

études récentes montrent une prévalence comprise entre 38 et 70% [107, 108, 

109, 110, 111]. Coxiella burnetii constitue avec Neospora caninum et le virus de la 

BVD, l’un des trois principaux agents abortifs des ruminants en France [29]. La 

prévalence sérologique apparente de Coxiella burnetii serait de 20% à titre 

individuel et de 37,7% à l’échelle des troupeaux [106]. 
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Tableau 2.2 : Prévalence de la fièvre Q chez les ruminants domestiques en 

Europe [112]. 

Pays Espèce Année Prévalence (%) 

Allemagne Bovin 1985 2,5 à 10,8 

Ovin 1972 26 

Caprin 1972 20 

Grande Bretagne Bovin 1999 21 

Italie Bovin 1965-1971 2,3 à 13,4 

Ovin 1983 13 à 55 

Hongrie Bovin 1979 50 cas 

Ovin 1979 13 à 32 

Suisse Bovin 1983 6,6 

Ovin 1995 38 

URSS bovin 1985 4 

En Afrique, la séroprévalence de Coxiella burnetii a fait l’objet de 51 études chez 

les humains et les animaux entre 1965 et 2012. Ces études concernent 15 pays 

principalement d’Afrique du Nord, d’Afrique occidentale et d’Afrique centrale. Ces 

études sur la séroprévalence de Coxiella burnetii ont révélé sa présence chez 

≤13% des bovins et 11 à 33% des petits ruminants, tandis que la séroprévalence 

humaine était en général inférieure à 8% [113]. Selon l’étude réalisée par Kelly et 

al (1993) [114], les taux de positivité aux anticorps anti-Coxiella burnetii recherché 

par immunofluorescence indirecte (IFI) chez les bovins au Zimbabwe était de 

39%. 

Aux Etats-Unis, la surveillance des élevages bovins laitiers vis-à-vis de la fièvre Q 

a été établie sur la base de l’analyse du lait de tank. Une prévalence de détection 

de l’ADN de Coxiella burnetii de plus de 90% a été rapportée pendant 3 années 

successives [99]. L’étude menée par Pearson et al (2014) [115] basée sur l’étude 

du génotypage et réalisée sur un faible nombre d’échantillons, a permis la 

détection de l’ADN de Coxiella burnetii dans 96% des échantillons de laits bovins 

testés aux Etats-Unis [115]. D’autres études de la séroprévalence ont révélé une 

grande variation entre les espèces avec une séroprévalence individuelle plus 

importante rencontrée chez les chèvres (41,6%), suivie par les moutons (16,5%) 
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et les bovins (3,4%) [116]. Selon Hatchette et al (2002) [117], le taux de positivité 

des bovins à Coxiella burnetii était de 24% en IFI (Boarbi et al. 2016) [78].  

Les valeurs de la prévalence de Coxiella burnetii au sein des élevages bovins 

varient en fonction du contexte des différentes études entreprises, la nature des 

échantillons prélevées et plus important la technique de laboratoire utilisé pour 

cette analyse. Ainsi différentes études ont étés réalisées temps sur le plan 

individuel que du troupeau pour permettre de valoriser le degré d’implication de 

Coxiella burnetii dans les différents troubles de reproduction rencontrés chez les 

bovins particulièrement les avortements en utilisant différentes techniques de 

laboratoire. 

Sur le plan individuel (tableau 2.3), la valeur de la prévalence moyenne de 

Coxiella burnetii par la technique ELISA sur des échantillons de sérums est de 

18,6%, contre 12,1% valeur obtenue en utilisant la technique IFAT (test anticorps 

fluorescence indirecte) également sur des échantillons de sérums. L’analyse par 

PCR sur les échantillons de placenta a fait ressortir une valeur moyenne de 9%. 

La recherche de Coxiella burnetii dans le lait individuel a fait elle aussi l’objet de 

plusieurs études et dont les valeurs obtenus différés selon la technique utilisée. 

Ainsi, par PCR la valeur moyenne est de 5,1% contre 9,1% par ELISA. 

Sur le plan troupeau (tableau 2.4), les valeurs de la prévalence moyenne de 

Coxiella burnetii réalisée sur les laits de tank différents selon la technique utilisée. 

Ainsi par ELISA la prévalence moyenne était de 61,1% contre 37,4% par PCR. 
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Tableau 2.3 : Prévalences de Coxiella burnetii à l’échelle individuelle chez 

les bovins selon la technique de laboratoire utilisée et la nature du 

prélèvement entre 2002 et 2017. 

 

Pays Période 
d’étude 

Type N Na Technique 
utilisée 

NEP P 
(%) 

référence 

Algérie 2013 V 92 S ELISA 22 23,9 [6] 

Chine / V 1140 S ELISA 381 33,4 [118] 

Equateur 2008- 
2010 

B 2668 S ELISA 336 12,6 [119] 

Bengladesh 2014- 
2015 

V 81 S ELISA 5 6,2 [120] 

Mongolie 2013-
2014 

V 1016 S ELISA 253 24,9 [121] 

Turquie / V 350 S ELISA 52 14,9 [122] 

Kenya / V 955 S ELISA 100 10,5 [123] 

Chine 2008-
2010 

V 80 S ELISA 0 0 [3] 

Iran 2014 V 120 S ELISA 1 0,8 [124] 

Soudan 2015-
2016 

V 244 S ELISA 73 29,9 [125] 

Ile de la 
réunion 

2011-
2012 

V 245 S ELISA 29 11,8 [126] 

Italie / Va 650 S ELISA 292 44,9 [127] 

Kenya 2012 V 248 S ELISA 222 89,5 [128] 

Suède 2008-
2009 

V 1537 S ELISA 126 8,2 [129] 

Turquie / V 200 S ELISA 40 20 [130] 

Danemark 2012 V 800 S ELISA 76 9,5 [131] 

Afghanistan 2012- 
2013 

V 344 S ELISA 18 5,2 [132] 

Arabie 
Saoudite 

/ V 45 S ELISA 0 0 [133] 

Cote 
d’Ivoire 

2012- 
2014 

V 633 S ELISA 88 13,9 [134] 

Italie / Vt 600 S ELISA 132 22 [127] 

Moyenne   12048 S ELISA 2246 18,6  

Turquie / V 350 L ELISA 36 10,3 [122] 

Corée 2015 V 210 L ELISA 15 7,1 [135] 

Moyenne   560 L ELISA 51 9,1  

Iran 2016 F 60 P PCR 15 25 [136] 

Portugal 2009-
2013 

V 24 P PCR 5 20,8 [137] 

Turquie 2009-
2011 

F 102 P PCR 4 3,9 [138] 
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Chine 2008-
2010 

F 80 P PCR 0 0 [3] 

Moyenne   266 P PCR 24 9,0  

Téhéran / V 150 L PCR 18 12 [139] 

Turquie / V 350 L PCR 5 1,4 [122] 

Arabie 
Saoudite 

/ V 38 L PCR 11 28,9 [133] 

Pologne / V 119 L PCR 1 0,8 [140] 

Iran 2010 V 70 L PCR 12 17,1 [141] 

Iran 2014-
2015 

V 100 L PCR 5 5 [142] 

ile de la 
Réunion 

2011-
2012 

V 245 L PCR 3 1,2 [126] 

Moyenne   1072 L PCR 55 5,1  

Bengladesh 2014-
2015 

TI 24 TI PCR tr 0 0 [120] 

ile de la 
Réunion 

2011-
2012 

V 245 MV PCR tr 2 0,8 [126] 

Turquie / V 200 S IFAT 44 22 [130] 

Corée du 
sud 

/ V 1224 S IFAT 129 10,5 [143] 

Moyenne   1424 S IFAT 173 12,1  

Canada 2000- 
2001 

V 75 S MIF 18 24 [117] 

Type  « V : vache, F ; fœtus, TI : tiques, Va : vache avortée, Vt : vache 

témoin ».N : nombre d’échantillons analysés, P (%) : prévalence, Na : nature de 

l’échantillon « S : sérum, P : placenta, L : lait, MV : mucus vaginal, TI : tiques», 

NEP : Nombre d’échantillons positifs. Techniques utilisées : « IFAT : test 

anticorps fluorescence indirecte, PCR : La Polymérase Chain Réaction, PCRtr : La 

Polymérase Chain Réaction temps réel, ELISA : Enzyme Linked Immunosorbent 

Assay, MIF : micro immunofluorescence». 
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Tableau 2.4 : Prévalences de Coxiella burnetii à l’échelle du troupeau chez 

les bovins selon la technique de laboratoire utilisée entre 2013 et 2016. 

Pays Période 
d’étude 

Type N Na Technique 
utilisée 

NEP P 
(%) 

référence 

Equateur 2008- 
2010 

T 368 L ELISA 181 46,9 [119] 

Iran 2014 T 10 L ELISA 1 10 [124] 

Corée 2015 T 7 L ELISA 4 57,1 [135] 

Portugal 2013 T 90 L ELISA 55 61,1 [144] 

Portugal 2009-
2013 

T 45 L ELISA 17 37,8 [145] 

Danemark 2008 T 100 L ELISA 59 59 [146] 

Pays bas / T 301 L ELISA 246 81,6 [147] 

Moyenne   921 L ELISA 563 61,1  

Chine / T 19 L PCR 16 84 [118] 

Iran / T 100 L  PCR 5 5 [148] 

Inde 2011 T 316 L  PCR tr 193 60,8 [149] 

Ile de la 
réunion 

2011-
2012 

T 46 L PCR 21 45,6 [126] 

Portugal 2009-
2013 

T 45 L PCR 9 20 [145] 

Italie 2011-
2013 

T 344 L PCR 138 40,1 [150] 

Pays bas / T 301 L PCR 56 18,8 [147] 

Moyenne   1171 L PCR 438 37,4  

Type : T : troupeau, N : nombre d’échantillons analysés,  Na : nature de 

l’échantillon « S : sérum, L : lait », P (%) : prévalence ; NEP: Nombre 

d’échantillons positifs. Techniques utilisées : « PCR : La Polymérase Chain 

Réaction, PCRtr : La Polymérase Chain Réaction temps réel, ELISA : Enzyme 

Linked Immunosorbent Assay ». 
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2.2.2. Facteurs de risque de Coxiella burnetii chez les bovins 

Diverses études ont permis d’identifier plusieurs facteurs de risque d’une infection 

à Coxiella burnetii à l’échelle individuelle et de troupeau (Tableaux 2.3 et 2.4). 

Ainsi, la prévalence de Coxiella burnetii est plus élevée chez les bovins adultes (≥ 

2 ans) [131, 151, 152, 153, 154, 155] que chez les jeunes (≤ 2 ans). En 

Afghanistan, la séroprévalence est plus élevée chez les bovins âgés de plus d’un 

an [132], en Equateur chez les bovins âgés de plus de 3 ans [119], en Côte 

d’Ivoire chez les bovins dont l’âge été compris entre 5 et 8 ans [134], en Corée 

chez les vaches âgées de plus de 8 ans [135]. De même, elle est plus élevée chez 

la vache au cours du 3ème trimestre de la gestation (60.8%). 

Chez les vaches avortées (44,9%) et particulièrement si l’avortement a été 

enregistré en automne (79,4%) [127]. A l’inverse, aucune association entre le 

stade de gestation et les prévalences de positivité à Coxiella burnetii n’a pu être 

démontrée par García-Ispierto et al (2011) [156]. Selon certaines études, la race 

Holstein serait davantage exposée à Coxiella burnetii que d’autres races [151, 

153].  

Cette séroprévalence augmente avec la densité des animaux dans l’élevage [129, 

147] et donc indirectement avec la taille du troupeau [151, 152, 155], la présence 

de tiques, agent vecteur de Coxiella burnetii [147, 157], lors de cohabitation de 

bovins avec des ovins [134, 147, 158], après l’introduction de nouveaux bovins 

dans l’élevage [123, 152], en l’absence de quarantaine [126, 146, 151], après 

l’augmentation de rotations de bovins entre élevages (≥2 [147]) ; (≥4 [129, 131]) 

ou lors de non-respect de règles de biosécurité [146] (partage d’équipements avec 

d’autres fermes, contact des bovins avec des personnes étrangères à la ferme, 

recours à l’insémination artificielle assurée par un non professionnel). Selon Paul 

et al (2012) [151], les vaches laitières élevées en stabulation libre ont plus de 

risque d’être séropositives (OD=1,8, IC 95% = 1 à 3) que celles en stabulation 

entravée. Elle est plus fréquente lors d’identification simultanée de Chlamydia 

abortus [137]. 

Elle dépend également des conditions climatiques. Ainsi au Kenya une 

séroprévalence individuelle de 10,5% a été associée à des précipitations de 100 

mm [123]. En Suède une séroprévalence de 8,2% été associée à des 
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précipitations >26mm [129]. Selon l’étude de Cardinale et al (2014) [126] menée 

dans l’Ile de la Réunion, la prévalence de Coxiella burnetii est plus élevée dans 

les fermes qui sont exposées aux vents dominants ainsi que les fortes rafales de 

vents et à des températures élevées, cette constatation rejoint celle de Nusinovici 

et al (2015) [129] en Suède. De même, l’augmentation du temps passé à l’intérieur 

est positivement corrélée à celle de la prévalence d’animaux séropositifs [158, 

159]. 

2.3. Excrétion 

2.3.1. Les voies d’excrétion 

Suite à la mise-bas ou l’avortement, la sécrétion de Coxiella burnetii est très 

importante dans le placenta et les annexes fœtales [105]. La bactérie a été 

retrouvée dans 50% des échantillons de mucus vaginal prélevé chez des vaches 

appartenant à des troupeaux atteints de fièvre Q [160]. La détection d’ADN par la 

méthode de PCR en temps réel de Coxiella burnetii dans 1550 échantillons de 

mucus vaginal prélevé chez 280 vaches appartenant à 5 élevages sur une période 

de 6 mois de suivi. Une vache était considérée comme excrétrice à un moment 

donné si au moins un des résultats de PCR était positif. Coxiella burnetii a été 

mise en évidence dans 9,5%, des échantillons de mucus vaginal [98]. Selon 

Saegerman et al (2010) [161], la durée de sécrétion de Coxiella burnetii reste 

indéterminée dans le mucus vaginal. Elle serait de 110 jours chez la vache [162]. 

La sécrétion de Coxiella burnetii dans le lait de bovin semble intermittente et de 

durée variable allant de 13 mois [161] jusqu’à deux ans dans un troupeau [162]. 

La mise en évidence d’une relation entre l’excrétion de Coxiella burnetii dans le 

lait et l’apparition de signe cliniques n’a pas été démontrée. Ainsi, certaines 

femelles avortent sans excréter dans le lait, tandis que d’autres, qui ont 

apparemment mis bas normalement, peuvent excréter pendant plusieurs mois 

voire pendant plusieurs lactations [40], avec une intensité de 10 à 20 bactéries /ml 

chez les bovins [163]. Enfin, il apparaît que l’excrétion de la bactérie dans le lait 

est plus fréquente et de durée plus longue chez les bovins et les caprins, que chez 

les ovins [164]. Selon les travaux de Guatteo et al (2006) [98], l’analyse de 1550 

échantillons de lait issu de troupeaux atteint de fièvre Q par PCR; Coxiella burnetii 

a était mise en évidence dans 19,2% des échantillons de lait.  
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Selon les travaux de Saegerman et al (2010) [161], la durée maximale d’excrétion 

de Coxiella burnetii dans les fèces est de 14 jours. Cette voie entraîne la 

contamination de la litière, dans laquelle Coxiella burnetii peut persister durant 

près de deux ans, et qui constitue alors une source de contamination par 

inhalation d’aérosols [47]. L’analyse par PCR de 1550 échantillons de fèces de 

bovins appartenant à des troupeaux atteint de fièvre Q, analysé a révélé la mise 

en évidence de Coxiella burnetii dans 2,7% des échantillons [98]. 

Selon l’étude de Kruszewska et Tylewska-Wierzbanowska en 1997 [165] portant 

sur la possibilité de la transmission vénérienne chez les bovins, Coxiella burnetii a 

était retrouvée dans le sperme de taureaux séropositifs adhérant à la surface des 

spermatozoïdes [165]. 

2.3.2. Facteurs de variation de l’excrétion 

Selon l’étude de Guatteo et al (2005) [166], le facteur âge joue un rôle dans le 

nombre d’animaux excréteurs. Ainsi 66% des primipares excrètent la bactérie 

dans le lait, contre 59% des animaux âgé de cinq ans, et 29% des animaux de dix 

ans [166]. Selon l’étude menée par Behymer et al (1977) [167], l’application d’un 

traitement antibiotique à base de chlortétracycline à la dose de 8mg/Kg par jour, 

au cours du tarissement et pendant trente jours, a permis de stopper l’excrétion de 

Coxiella burnetii dans le lait chez une vache infectée chronique et excrétrice [167]. 

Pour des raisons économiques, on limite généralement le traitement à une ou 

deux injections en fin de gestation, ce qui est insuffisant pour supprimer 

l’excrétion, sauf lorsqu’elle est associée à une vaccination avec un vaccin adjuvé, 

composé de bactéries en phase II [168]. Ce vaccin n’est toutefois pas efficace 

pour limiter l’excrétion lorsqu’il est utilisé seul. 

2.4. Voies de transmission 

La transmission de Coxiella burnetii se fait principalement par la voie aérienne 

grâce à l’inhalation de poussières contaminées, mais aussi par ingestion 

d’aliments souillés par les produits d’avortement, mais ça reste moins fréquent 

que la transmission par les aérosols et les piqûres de tiques [89] et enfin par voie 

vénérienne [165]. 
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Suite à l’infection, une immunité se met en place rapidement. Ainsi, les IgM 

apparaissent après 2 semaines et disparaissent en quelques mois, tandis que les 

IgG apparaissent quant à elles quelques jours plus tard et peuvent persister des 

années [81]. L’infection aigue par Coxiella burnetii est caractérisée par un taux 

très important d’IgG anti-phase II, et un taux faible d’IgG anti-phase I, on peut 

également trouver des IgM. Lorsque la valeur du titre d’IgG anti-phase II est 

supérieure à 200, on considère que l’on est confronté à une infection aiguë [81]. 

Par contre, l’infection chronique est suspectée lorsque la valeur du titre d’IgG anti-

phase I est supérieure à 800, et elle est confirmée lorsque celui-ci est supérieur à 

1600 (tableau 2.5) [81]. 

Tableau 2.5 : Détermination du type d’infection à Coxiella burnetii selon les 

valeurs des titres en IgG anti-phase I ou II, et selon la présence d’IgM [81]. 

Type d’infection à 

Coxiella burnetii 

Titre IgG 

anti-phase I 

Titre IgG 

anti-phase II 

Présence 

d’IgM 

Infection aiguë 
 

Plus faible 
 

Important 
 

Possible 
 

Infection chronique suspectée > 800 
 

/ 
 

/ 
 

confirmée >1600 
 

/ 
 

/ 
 

 

2.5. Diagnostic de la Fièvre Q 

Les symptômes cliniques n’apportent qu’une suspicion d’une exposition à Coxiella 

burnetii [169]. La confirmation de la fièvre Q ne peut être apportée que par un 

examen de laboratoire. 

2.5.1. Méthodes de diagnostic direct 

Ces méthodes de diagnostic sont basées principalement, soit sur la recherche et 

l’isolement de Coxiella burnetii, soit sur la mise en évidence des antigènes de 

Coxiella burnetii, ou de l’ADN bactérien. Pour la recherche bactériologique, trois 

méthodes très différentes sont disponibles : isolement et culture d’une souche 

bactérienne, coloration des bactéries et détection de l’ADN bactérien [90]. 
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2.5.1.1. Isolement de Coxiella burnetii 

L’isolement de Coxiella burnetii se fait de différentes façons et cela est fonction du 

degré de contamination du prélèvement. Lors d’avortement (haut degré de 

contamination), il est possible d’isoler et de cultiver Coxiella burnetii, à partir d’un 

écouvillon vaginal, d’un broyat de placenta non souillé, ou du fœtus. 

Si le prélèvement est fortement contaminé, ce qui est souvent le cas pour le 

placenta, le mucus vaginal, les matières fécales ou encore le lait, la mise en 

évidence de Coxiella burnetii nécessite l’inoculation d’un broyat de tissus à des 

animaux de laboratoire (souris ou cobayes) par voie intra péritonéale. Vingt et un 

jours après inoculation, on prélève du sérum de ces animaux, et on recherche la 

présence d’anticorps anti-Coxiella burnetii. Si la recherche s’avère positive, 

l’animal est sacrifié, et une suspension de sa rate est inoculée sur culture 

cellulaire [170]. 

L’intérêt de la technique d’isolement et recherche de Coxiella burnetii est qu’elle 

autorise une détection précoce de la maladie aiguë et permet de collecter des 

souches bactériennes et de tester leur sensibilité aux antibiotiques [82]. 

2.5.1.2. La recherche bactériologique (bactérioscopie) 

La recherche bactériologique de Coxiella burnetii est basée principalement sur la 

mise en évidence du germe après coloration. Réalisable à partir de frottis ou 

calques de cotylédons placentaires, d’organes d’avorton ou encore de 

prélèvements vaginaux. Le prélèvement doit être réalisé de manière stérile, et 

acheminé au laboratoire le plus rapidement possible afin d’éviter toute 

contamination. Il existe plusieurs techniques de coloration, mais à cause du 

caractère acido-alcoolo-résistant de la bactérie ; la plus employée est la coloration 

de Stamp, mais les colorations de Ziehl-Neelsen modifiée, Gimenez, Giemsa et 

Koster modifiée peuvent également être utilisées [171]. 

Malgré la petite taille de Coxiella burnetii (0,2-0,4μm de largeur x 0,4-1μm de 

longueur) qui peut la rendre difficile à repérer, sa présence en grand nombre 

facilite sa mise en évidence [172]. 
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Les avantages de la bactérioscopie sont la rapidité, la facilité d’exécution et le coût 

faible. Cependant, elle manque de spécificité, puisqu’il faut différencier Coxiella 

burnetii de Chlamydia abortus ou Brucella abortus [172]. De plus, la sensibilité est 

faible et liée à la qualité du prélèvement [170]. 

2.5.1.3. L’Immunohistochimie 

Le principe de la technique de l’Immunohistochimie est la mise en évidence des 

antigènes de Coxiella burnetii par immunofluorescence ou immunoperoxydase sur 

les échantillons prélevés. L’échantillon prélevé sera mis en incubation avec des 

anticorps polyclonaux (préparés sur lapin préalablement infecté par Coxiella 

burnetii) et des anti-Immunoglobulines G de lapin associé à une enzyme de type 

peroxydase, ou un fluorochrome [173]. Par la suite, on éliminera le surplus des 

réactifs. La réaction colorée est obtenue grâce à l’activité de la peroxydase ou à la 

révélation du fluorochrome ce qui va permettre de localiser les antigènes de 

Coxiella burnetii dans les tissus. Malgré la diminution de la spécificité de 

l’Immunohistochimie à cause de l’utilisation d’anticorps polyclonaux, cette 

technique reste plus spécifique et plus sensible que la bactérioscopie, elle permet 

également une évaluation des lésions histologiques dues à l’infection [174]. 

2.5.1.4. La réaction de polymérase en chaîne (Polymérase Chain Réaction,  

PCR) 

La détection spécifique de Coxiella burnetii par PCR (polymérase Chain réaction) 

est une méthode de choix pour les analyses en médecine vétérinaire. Elle permet 

de mettre en évidence la bactérie, avec une sensibilité importante, dans un grand 

nombre d’échantillons différents [96]. 

Cette méthode est très sensible et très spécifique. En effet, une seule Coxiella 

burnetii peut être mise en évidence dans 1 ml de lait de vache [175]. Pour la 

spécificité, cette dernière est liée au choix des amorces. Elle est rapide à mettre 

en œuvre, et la PCR quantitative à l’avantage de permettre une quantification de 

la charge bactérienne dans l’échantillon [176]. Cependant, elle est très sensible 

aux contaminations, et détecte aussi bien l’ADN des bactéries vivantes que des 

bactéries mortes, ce qui peut générer des échantillons faussement positifs. 
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2.5.2. Méthodes de diagnostic indirect 

Les méthodes de diagnostic indirectes ont pour principe la mise en évidence du 

passage de Coxiella burnetii dans l’organisme. On peut rechercher les anticorps 

anti-Coxiella burnetii dans le sérum ou dans le lait. Parmi ces méthodes, on citera 

la technique de fixation du complément, l’Elisa (Enzyme Linked Immunosorbent 

Assay), l’immunofluorescence indirecte (IFI) et la micro agglutination. 

2.5.2.1. Fixation du complément 

Actuellement, En médecine vétérinaire la technique de la réaction de fixation du 

complément (FC) est considérée comme une technique de référence de l’OIE 

[172]. Sur la base de l’utilisation des antigènes exogènes, le principe de la 

technique repose sur la mise en évidence du complément fixé aux anticorps qui se 

développent suite à l’infection. Cependant, cette technique manque de sensibilité 

[12]. 

2.5.2.2. Immunofluorescence indirecte 

Le sérum à tester est mis en contact avec l’antigène préparé à partir de la 

bactérie, lui-même fixé sur un support. Si des anticorps sont présents dans le 

sérum, un immun complexe se forme. Cet immun complexe est alors mis en 

contact avec un anticorps anti-Coxiella burnetii en excès, marqué par une 

substance fluorescente, puis la lecture se fait, après incubation et lavage, avec un 

microscope à fluorescence de Zeiss, mesurant l’incidence des rayons ultra-violet 

[177]. La définition du titre est basée sur la dernière dilution qui donne une 

fluorescence spécifique de 50% [178]. En médecine vétérinaire, cette technique 

n’est utilisée que dans le cadre de la recherche. 

2.5.2.3. Micro agglutination 

Le sérum à tester est mis en contact avec un antigène de phase II de Coxiella 

burnetii. Après incubation et ajout d’un chromogène, on observe la formation 

d’agglutinats au microscope afin d’établir le diagnostic. Cette technique est 

toutefois peu utilisée en raison de ses conditions d’utilisation très strictes, de son 
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manque de fiabilité, et du fait qu’il faut des antigènes en très grande quantité 

[179]. 

2.5.2.4. Enzyme Linked Immunosorbent Assay (ELISA) 

Le principe de la technique Elisa est la recherche des anticorps totaux, dirigés 

contre les phases I et II de Coxiella burnetii. 

L’antigène de Coxiella burnetii est fixé à un support, et mis en contact avec 

l’échantillon à tester. On ajoute ensuite un conjugué anti-immunoglobuline qui est 

marqué à la peroxydase, puis un chromogène. Celui-ci se colore au contact de la 

peroxydase. En cas de présence d’anticorps dans le sérum à tester, il se forme un 

immun complexe, reconnu par le conjugué, qui colore le chromogène par le biais 

de la peroxydase. Après incubation et lavage, on mesure la densité optique de la 

réaction colorée induite, par lecture au spectrophotomètre, à la longueur d’onde 

de 492 nm. L’ELISA est plus sensible que la réaction de fixation du complément, 

mais aussi plus spécifique. C’est une technique d’emploi et de lecture simples, qui 

est en outre automatisable. Le seuil de positivité de l’ELISA sera fonction du kit 

utilisé. Il faut se conformer aux recommandations du fabricant [180]. 

2.5.3. Choix du protocole ou la démarche diagnostic à entreprendre 

2.5.3.1. Avortement isolé 

Lors d’avortement isolé, l’analyse PCR (Polymérase Chain Réaction) individuelle 

sur mucus vaginal, placenta ou contenu stomacal du fœtus semble être la plus 

appropriée. Du fait que l’excrétion concomitante de Coxiella burnetii dans le 

mucus vaginal et dans le lait n’est pas systématique d’une part et d’autre part, la 

vache qui excrète la bactérie dans le lait ne prouve en aucun cas l’implication de 

Coxiella burnetii dans l’avortement; dans ce cas, le prélèvement de lait n’apporte 

rien de plus. Les animaux excréteurs n’étant pas toujours séropositifs, la sérologie 

individuelle présente également un intérêt limité [181]. 
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2.5.3.2. Avortements en série 

Lorsque les avortements se répètent dans un troupeau, il convient de réaliser des 

analyses de PCR individuelles du placenta, du mucus vaginal et/ou du contenu 

stomacal du fœtus chez toutes les femelles ayant avorté au cours des huit jours 

précédents [180]. A ces analyses PCR, on associera des sérologies individuelles 

sur tous les animaux qui ont présenté des troubles de la reproduction au cours 

des quatre derniers mois, tels que des avortements, des métrites ainsi que des 

retours en chaleur tardifs ou décalés [181]. 

Selon l’association pour la certification de la santé animale en élevage 

«ACERSA», la suspicion clinique de fièvre Q doit venir dès que l’on est face à une 

série d’avortements [180]. On parle d'avortements en série dans deux cas :  

 Lorsque le troupeau compte moins de 100 vaches : on considère que les 

avortements sont répétés lorsqu’il y a au moins deux avortements en un mois 

ou au moins trois avortements durant la période de mise-bas.  

 Lorsque le troupeau compte plus de 100 vaches : on considère que les 

avortements sont répétés quand au moins 4% des vaches ont avorté dans 

l’année [182]. 

Interprétation des résultats 

 Seuil de positivité de la PCR quantitative : si le nombre de bactéries Coxiella 

burnetii≥ 104/ g de placenta ou d’écouvillon. 

 Si la PCR est positive sur les organes du fœtus ou sur son contenu stomacal, 

on considère que la seule présence de Coxiella burnetii dans l’avorton montre 

son implication dans l’avortement, et ce quelle que soit la quantité de bactéries 

mises en évidence [180].  

Selon les résultats des 2 PCR, il faudra ou non prendre en compte des résultats 

de la sérologie. Les analyses sérologiques se feront sur au moins 6 animaux, dont 

au moins 3 primipares. Les vaches prélevées devront avoir présenté des 

problèmes reproducteurs (métrite, retours en chaleur tardifs ou décalés) depuis 

moins de 4 mois ou un avortement depuis plus de 15 jours [180]. Le seuil de 

positivité de l’ELISA sera fonction du kit utilisé. Il faut se conformer aux 
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recommandations du fabricant [180]. Suite à l’interprétation des résultats 

d’analyse, on pourra attribuer à l’élevage le statut A, B ou C (figure 2.1).  

 Le statut A : cheptel considéré comme cliniquement atteint de fièvre Q.  

 Le statut B: cheptel pour lequel l’implication de la fièvre Q dans les 

avortements est incertaine. Il s’agit d’un cas isolé de fièvre Q mais on ne peut 

pas exclure la fièvre Q à l’échelle du troupeau.  

 Le statut C: cheptel indemne de la fièvre Q, cette dernière n’est pas à l’origine 

de la série d’avortements survenus dans l’élevage. 

Figure 2.1 : Démarche diagnostique préconisée par l’ACERSA lors de 

suspicion de fièvre Q et lorsque la réalisation de 2 PCR quantitatives est 

possible [180]. 
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2.5.3.3. Dépistage de la circulation de Coxiella burnetii au sein d’un troupeau 

La réalisation d’une PCR sur lait de tank associé à des sérologies individuelles sur 

un échantillon composé pour moitié de primipares, et moitié de multipares. Par 

exemple pour un troupeau composé d’une quarantaine de vaches laitières, on 

réalisera la sérologie sur cinq primipares et cinq multipares [181]. La démarche 

diagnostic est représentée dans la figure 2.2. 

 

Figure 2.2 : Grille d’interprétation des résultats de PCR sur lait de tank et 

séroprévalence dans le cadre de la mise en évidence d’une circulation de 

fièvre Q au sein d’un troupeau bovin [181]. 
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2.5.3.4. Le diagnostic de la fièvre Q chez les ruminants 

Le test de fixation du complément (FC) comme test de détection de la fièvre Q 

chez les ruminants est encore utilisé par certain laboratoires, mais les tests les 

plus courants sont le test ELISA et la technique PCR en temps réel «real-time 

PCR». Selon les études de Rousset et al (2007) [96] ; Horigan et al (2011) [183], 

la technique de fixation du complément contrairement à l’ELISA manque de 

sensibilité dans la recherche et la détection des anticorps anti-Coxiella burnetii[96, 

183].Par contre chez les bovins et selon l’étude de Natale et al (2012) [184], la 

technique de fixation du complément présentait une meilleure corrélation avec le 

statut excréteur de l’animal que les résultats du test ELISA [184]. 

Il existe différentes types d’antigènes utilisés dans les kits commerciaux d’ELISA 

dont la spécificité et la sensibilité de ces différents tests ELISA est fonction de la 

souche de Coxiella burnetii utilisée pour détecter les anticorps, ces antigènes sont 

issus soit [78]: 

 de la souche ≪ Nine Mile ≫, isolée d’une tique (IDEXX-Q Fever Antibody Test 

kit R). 

 d’une souche isolée de bovin (ID Vet-ID Screen Q fever indirect multispecies 

ELISAR), utilisé dans le cas de la présente étude. 

 d’une souche isolée d’un ovin européen (Progenus/LSI-LSIVET Ruminant Milk/ 

Sérum Q Fever R). 

Selon une étude comparative chez les ruminants, le test ELISA utilisant un 

antigène ovin présentait une performance comparable à celle utilisant l’antigène 

Nine Mile et meilleure que celle utilisant un antigène bovin [183]. Ces résultats 

sont contradictoires avec ceux réalisés aux Etats-Unis qui ne montrent pas une 

meilleure sensibilité du test ELISA utilisant la souche ovine européenne [185]. 

Du fait que le test ELISA est automatisable et présente une sensibilité meilleure 

que la technique de fixation du complément, le test ELISA est une méthode de 

choix pour beaucoup de laboratoires [78].  

Les tests ELISA spécifiques de phase sont réalisés en utilisant des plaques 

contenant des antigènes spécifiques de la phase I ou II de la souche Nine Mile. 

Cette sérologie spécifique de phase permet une estimation de l’excrétion 

potentielle de Coxiella burnetii avant même la mise-bas, ainsi que l’obtention de 
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résultats valables pour la détermination de la phase de l’infection [186, 187]. 

L’utilisation de ce test ELISA spécifique n’est pas très répandue ce qui est 

probablement dû à un manque de validation de cette méthode. 

Bien que les tests sérologiques mettent en évidence la présence d’anticorps, ils ne 

permettent pas de distinguer si l’animal est malade (infection active ou ancienne) 

ou vacciné. Pour réaliser le diagnostic de troupeau, le test ELISA et la technique 

PCRtr sont utilisés sur le lait de grand mélange [188]. 

2.6. Conclusion 

La fièvre Q est une zoonose causée par Coxiella burnetii, bactérie Gram– dotée 

d’une grande résistance dans le milieu extérieur. Coxiella burnetii présente un 

tropisme génital. Cliniquement elle se traduit par de l’avortement et des infections 

utérines. Les prévalences moyennes individuelles de Coxiella burnetii dans des 

sérums de bovins sont comprises entre 12,1% et 18,6% valeurs obtenues 

respectivement avec l’IFAT et l’ELISA. Par contre sur le lait individuel, la 

prévalence de Coxiella burnetii variée entre 5,1% et 9,1% respectivement par les 

techniques PCR et ELISA. Par contre, à l’échelle du troupeau, la prévalence 

moyenne de Coxiella burnetii dans le lait du troupeau est comprise entre 37,4% et 

61,1% valeur obtenue respectivement par PCR et ELISA. 
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CHAPITRE 3 

LA CHLAMYDIOSE BOVINE 

 

 

3.1. Introduction 

La Chlamydiose est une maladie infectieuse due à des bactéries du genre 

Chlamydia. Elle peut affecter les ovins, les caprin, les bovins et certains oiseaux 

(on parle alors de psittacose). Chez les bovins, elle entraîne l’apparition de 

nombreuses pathologies telles que l'avortement [189], la polyarthrite [190], 

l'encéphalomyélite, la kératoconjonctivite [191], la pneumonie, l'entérite, l'hépatite, 

la vaginite, l'endométrite, l'infertilité [192, 193] et la mammite chronique [194]. 

L’avortement est le symptôme le plus fréquemment observé. Il entraîne de lourdes 

conséquences économiques [189, 195]. Les avortements peuvent résulter d'une 

infection à Chlamydia pecorum, à Chlamydia psittaci mais, essentiellement à 

Chlamydia abortus (correspondant au sérovar 1 de Chlamydia psittaci). Ils 

apparaissent le plus souvent en fin de gestation. On notera que Chlamydia 

pecorum peut se retrouver normalement dans les intestins. 

3.2. Caractéristiques de Chlamydia abortus 

Chlamydia abortus est la principale variété responsable d’avortements [192, 196]. 

Elle présente un tropisme pour le placenta des ruminants (bovins, caprins et 

ovins). Elle entraîne un avortement dans le dernier tiers de la gestation [20, 189] 

et des mortalités néonatales. C’est une bactérie intracellulaire obligatoire, gram 

négatif de petite taille (20-1500nm) appartenant au Phylum: Chlamydiae, Ordre: 

Chlamydiales, Famille: Chlamydiaceae, Genre: Chlamydia, Espèce: Chlamydia 

abortus [195, 197, 198]. Elle se multiplie uniquement dans le cytoplasme de 

cellules eucaryotes et possède la capacité de synthétiser de l’ATP par elle-même 

et se réplique uniquement dans des cellules vivantes [196]. Chlamydia abortus 

possède deux formes morphologiques: la forme infectieuse extracellulaire appelé 

corps élémentaire de petite de taille (200 à 300 nm) et la forme reproductive 

intracellulaire appelé corps réticulé résultant de la transformation du corps 
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élémentaire lors de sa pénétration à l’intérieur de la cellule cible. Ce corps réticulé 

est métaboliquement actif et peut se répliquer. En règle générale, la réplication se 

poursuit jusqu’à 72 heures après l’infection [196]. 

Vu que la voie orale constitue la principale voie de contamination de Chlamydia 

abortus, la bactérie se multiplie au niveau des cellules épithéliales de la muqueuse 

gastro-intestinale, provoquant l’apparition de troubles digestifs. L’invasion de la 

lamina propria de l’intestin grêle, va entrainer le passage de la bactérie dans la 

circulation sanguine et lymphatique, provoquant une bactériémie primaire donnant 

accès à une colonisation de différents organes, dont principalement l’utérus, 

entrainant l’apparition d’avortements chez la femelle gravide principalement les 

primipares et les femelles nouvellement introduite dans le cheptel [189, 199]. Cet 

effet abortif résulte soit de l’atteinte directe du fœtus ou de l’inflammation de 

l’utérus le rendant non viable à la survie du fœtus [192]. 

3.3. Symptomatologie de la Chlamydiose chez les bovins 

3.3.1. Le système génital 

Chez la vache, les avortements dus à Chlamydia abortus surviennent sous forme 

sporadique durant le dernier trimestre de la gestation 45 à 120 jours après 

l’infection [20, 189, 195, 200], sans signe clinique précurseur. Des mises-bas 

prématurées ou la naissance de veaux chétifs ont également été observées. Les 

génisses ou les animaux récemment introduits dans le troupeau seraient 

davantage concernés par ces avortements [20, 189].  

D’autres symptômes ont également été rapportés. Ils sont la conséquence directe 

ou indirecte de l’avortement. Ils consistent en mortinatalités, naissance de veaux 

faibles, rétentions placentaires, métrites, endométrites, vaginites, infertilité [192, 

193, 201, 202, 203]. Des contaminations par le sperme ont été observées, chez le 

mâle, ont été décrits des orchi-épididymites aigues ou chroniques [20]. 

Les lésions placentaires lors d’infection par Chlamydia abortus consistent en 

placentite (69% des cas) nécrosante et/ou purulente et en vasculite (11% des cas) 

[189]. Les lésions observées sur le fœtus sont non spécifiques.  
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3.3.2. Autres organes 

Selon les cas, les animaux atteints peuvent présenter de la kératoconjonctivite, 

une hépatite, une entérite, de la pneumonie, une encéphalomyélite, de la 

polyarthrite, une mammite chronique, de l'infertilité, des veaux faibles et une 

augmentation de la mortinatalité [190, 191, 192, 193, 194, 201]. 

3.4. Epidemiologie 

La prévalence de Chlamydia abortus a fait l’objet de nombreuses recherches, elle 

serait responsable de 6,5 à 20% des avortements dans l’espèce bovine [4]. Elle a 

été associée à diverses pathologies de la reproduction bovine Amérique du Nord, 

Europe de l’Ouest et de l’Est, en Afrique du Sud et en Asie. 

3.4.1. Données de prévalence 

En Europe, la présence du genre Chlamydia (psitacci, abortus et pecorum) a été 

confirmée dans le sperme, les lavages prépuciaux et les fèces [204] et au niveau 

de la muqueuse vaginale [197]. Ce tropisme vaginal n’a pas été confirmé par 

d’autres études menées en Suisse, en Suède et en Autriche [189, 200, 201, 202]. 

En Hongrie, la séroprévalence serait de 12.6% [205]. Lors d’avortements, une 

étude portugaise a confirmé la prévalence plus élevée du genre abortus (87,3%), 

que psitacci (7,6%) ou pecorum (5,1%) tant chez les grands que les petits 

ruminants [206]. Chlamydia psittaci serait présente de manière physiologique dans 

le tube digestif et Chlamydia Pecorum serait d’avantage présent chez les petits 

ruminants [206]. En Suède, la prévalence de Chlamydia abortus dans les 

troupeaux bovins laitiers serait très faible (0,4%) [201].  

En Afrique, les données sur la prévalence de Chlamydia est plus fréquente chez 

les ovins et les caprins par rapport aux bovins. La recherche de la séroprévalence 

de Chlamydia abortus chez les bovins au nord de l’Afrique a été recherchée ces 

dernières années en Tunisie par (Barkallah et al (2014) [207] et Elandalousi et al 

(2015) [208] ou la séroprévalence était comprise entre 4,6 et 37,1%). En Algérie, 

la séroprévalence était comprise entre 0 et 9,6% [6, 209] dans le cadre d’enquête 

séroépidémiologique sur les causes infectieuses d’avortements bovins. 



67 
 

 
 

En Algérie, la séroprévalence de Chlamydia abortus varie selon les études de 0% 

à 9,6% [6, 209]. La technique utilisée influence fortement le résultat de la sérologie 

(sensibilité et spécificité). L’étude menée par Dechicha et al (2010) [209] dans 64 

sérums de vaches analysés par le test de fixation du complément à fait ressortir 

une séroprévalence de 9,6% [209]. 

En Asie plus précisément en Chine, une étude récente menée par Sun 

(2015)[210] visant la recherche de la séroprévalence de Chlamydia abortus sur 

4487 sérums de bovins appartenant à 134 troupeaux laitiers par le test de 

l’hémagglutination indirecte a fait ressortir une séroprévalence individuelle de 

l’ordre de 11,92% (535 / 4487) et une prévalence troupeau de 37,31% (50 / 134) 

touchant principalement les troupeaux dont la taille est comprise entre 100-150 

bovins. La positivité a était observée chez les bovins dont l’âge est ≥ 6ans, les 

femelles par rapport aux males, et les vaches avec antécédents de mortalité 

embryonnaire et d’avortements [210].  

Aux Etats-Unis, la recherche de la séroprévalence de Chlamydia abortus a été 

effectué chez 40 sérums et échantillons de veaux ainsi que chez les 40 mères de 

ces derniers par la technique PCR et ELISA; il en ressort que chez les veaux la 

prévalence de Chlamydia abortus été de l’ordre de 61% et de 20% chez les mères 

[211]. La présence de Chlamydia pecorum et de Chlamydia abortus serait plus 

élevée que celle de Chlamydia psittaci [211].Par contre, au Mexique la prévalence 

de Chlamydia abortus obtenue auprès de 271 sérums de vaches par la technique 

ELISA serait de 0,73% [212], résultat se rapprochant de celui retrouvé au Costa 

Rica par Salazar (2015) [213] auprès de 608 sérums de vaches par la même 

technique à savoir l’ELISA et qui a obtenu une séroprévalence de Chlamydia 

abortus de l’ordre de 0,5% [213]. 

Il existe différents techniques utilisées pour la recherche de Chlamydia abortus. 

Sur le plan individuel (tableau 3.1), la valeur moyenne de la prévalence de 

Chlamydia abortus sur des échantillons de sérums varie selon la technique 

utilisée. Ainsi elle est de 11% et 11,5% respectivement par PCR et ELISA ; 12,5% 

par IHA (hémagglutination indirect) et 23,2% par FC (test de fixation du 

complément).la recherche de Chlamydia abortus par PCR sur des fragments de 



68 
 

 
 

placenta et dans des écouvillons vaginaux a permis de faire ressortir 

respectivement les valeurs suivantes: 22% et 21,8%. 

Sur le plan troupeau (tableau 3.2), la valeur moyenne de la prévalence de 

Chlamydia abortus réalisée sur les laits de tank par la technique ELISA est de 

59,2%. 

Tableau 3.1 : Prévalences de Chlamydia abortus à l’échelle individuelle chez 

les bovins selon la technique utilisée et la nature du prélèvement (2001 à 

2015). 

Pays Période 

d’étude 

type Na N Technique 

utilisée 

NEP P(%) référence 

Belgique 2009-

2010 

V S 1849 ELISA 78 4,2 [214] 

Irlande / B S 2000 ELISA 95 4,75 [215] 

Albanie 2010-

2011 

V S 185 ELISA 75 40,5 [216] 

France / Va S 100 ELISA  4 10 [217] 

Tunisie 2012 V S 148 ELISA 55 37,1 [208] 

Algérie  2013 V S 92 ELISA 0 0 [6] 

Jordanie 2007 V S 671 ELISA 127 18,9 [218] 

Taiwan / V S 672 ELISA 345 71,4 [219] 

Turquie / V S 225 ELISA 0 0 [220] 

USA / V S  40 ELISA 8 20 [211] 

Costa Rica 2012 V S 608 ELISA 3 0,5 [213] 

Mexique / V S 271 ELISA 2 0,73 [212] 

Moyenne       6861 ELISA  792 11,5   

Suisse 2003-

2004 

V P 235 PCR 55 22,1 [189] 

Hongrie  / Va P 111 PCR 14 12,6 [205] 

Taiwan / V P 31 PCR 14 45,2 [219] 

Moyenne    377 PCR 83 22  

Tunisie 2010-

2012 

V E 150 PCR tr 27 18 [207] 

Portugal 2005-

2009 

V E 43 PCR 15 34,8 [206] 

Moyenne    193 PCR 42 21,8  

France / Va S 100 PCR 0 0 [217] 

Tunisie 2010-

2012 

V S 150 PCR tr 7 4,66 [207] 

USA / Vx S  40 PCR 25 61 [211] 
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Moyenne    290 PCR 32 11  

Tunisie 2010-

2012 

V L 150 PCR tr 0 0 [207] 

Pologne / V S 1333 FC / ELISA 257 19,3 [221] 

Pologne 2014-

2015 

V S 900 FC / ELISA 271 30,1 [222] 

Algérie / V S 64 FC 6 9,6 [209] 

Moyenne      2297 FC 534 23,2   

Chine 2009-

2010 

V S 400 IHA 29 7,25 [223] 

Chine  2013-

2014 

V S 4487 IHA 535 11,9 [210] 

Chine  2009-

2010 

V S 875 IHA 156 17,8 [224] 

Moyenne      5762 IHA 720 12,5   

Inde 2002-

2011 

V S 430 AGPT  20 4,65 [225] 

Suisse 2003-

2004 

V P 235 Histochimie   149 63,4 [189] 

 

Type «V : vache, B : bovins, Vx : veaux, T: troupeau, Va : vache avortée». P (%) : 

prévalence, N : nombre d’échantillons analysés, Na : nature de l’échantillon «S: 

sérum, L : lait, E : écouvillons vaginaux, P : échantillon de placenta» ; NEP : 

nombre d’échantillons positifs, P: prévalence. 

Techniques utilisées «PCR: La Polymérase Chain Réaction, PCRtr : La 

Polymérase Chain Réaction en temps réel, ELISA : Enzyme Linked 

Immunosorbent Assay, TFC : test de fixation du complément, AGPT: test de 

précipitation par le gel Agar, IHA : hémagglutination indirect test». 
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Tableau 3.2 : Prévalences de Chlamydia abortus à l’échelle du troupeau chez 

les bovins selon la technique utilisée et la nature du prélèvement (2012 à 

2015). 

Pays Période 

d’étude 

type Na N Technique 

utilisée 

NEP P(%) référence 

Irlande / T L 100 ELISA 57 57 [215] 

Jordanie 2007 T L 62 ELISA 39 66,3 [218] 

Moyenne      162  ELISA 96 59,2   

Pologne 2014-

2015 

T L 317 TFC / 

ELISA 

84 26,5 [222] 

Chine  2013-

2014 

T L 134 IHA 50 37,3 [210] 

 

Type : T: troupeau, N : nombre d’échantillons analysés, Na : nature de 

l’échantillon «L : lait»; NEP : nombre d’échantillons positifs, P : prévalence ; 

Techniques utilisées «ELISA : Enzyme Linked Immunosorbent Assay, TFC : test 

de fixation du complément, IHA : hémagglutination indirect test». 

3.4.2. Facteurs de risque de Chlamydia abortus chez les bovins. 

Une analyse plus spécifique des articles relatifs à la prévalence de Chlamydia 

abortus a permis d’identifier plusieurs facteurs de risque. Ainsi, elle serait plus 

élevée chez les bovins âgés de plus de 5 voire 8 ans [210, 218, 223, 224] et 

davantage les vaches en 5ème lactation que celles en 1ère ou 2ème lactation [223, 

224]. Elle concerne davantage les femelles que les mâles [210]. 

La séroprévalence dépend de la taille du troupeau. En Belgique une prévalence 

de 4,2% a été rencontrée au sein des troupeaux dont l’effectif était supérieur à 

120 bovins [214]. En Chine, une prévalence de 11,9% est rencontrée dans les 

troupeaux avec un effectif compris entre 100 et 15 bovins [210]. A l’inverse, en 

Jordanie, une prévalence de l’ordre de 18,9% a été associée à des troupeaux dont 

l’effectif était inférieur à 50 bovins [218]. 

Une prévalence de 11,9% a été observée chez des vaches ayant manifesté une 

mortalité embryonnaire ou un avortement [210]. 
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3.5. Excrétion 

3.5.1. Voies d’excrétion 

La présence de Chlamydia abortus a été démontrée dans les sécrétions nasales, 

oculaires ou vaginales, les secrétions utérines, le sperme, le lait, les urines, les 

matières fécales et la salive [189, 197, 204, 226, 227]. Mais surtout lors 

d’avortement, dans l‘avorton et le placenta [228]. Elle y persiste durant plusieurs 

jours voire plusieurs mois dans le milieu extérieur. 

3.5.2. Facteurs de variations de l’excrétion 

L’infection par Chlamydia abortus se transmet par voie orale suite à l’ingestion de 

matières virulentes [228] ou par voie respiratoire suite à leur inhalation (les 

aérosols). La transmission vénérienne par la saillie est également possible 

[210][203]. La voie extra génitale est envisageable. La transmission par piqûres 

d’insectes ou par injections a également été décrite mais sans pour autant être 

prouvé [40]. 

La cohabitation entre bovins et ovins peut représenter un risque de transmission 

de Chlamydia abortus. En effet il existe un risque de transmission de l’infection 

des ovins aux bovins par épandage de fumier de troupeaux ovins atteints sur des 

pâturages sur le quels peuvent pâturés les bovins. 

La transmission congénitale est suspectée cependant l’étude de Jee et al (2004) 

[211] tend a supposé que les veaux s’infectent après la naissance aux cours des 

premiers de semaines de vie. 

Une réponse immunitaire s’installe rapidement chez les jeunes animaux 

contaminés. On ignore cependant s’ils demeurent des porteurs chroniques [203]. 

Chez la vache qui a avorté, un taux élevé d’anticorps peut se maintenir longtemps 

sans signes cliniques à l’exception toutefois d’une possible infertilité si l’animal est 

soumis à une seconde infection [192]. 
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3.6. Diagnostic de Chlamydia abortus 

3.6.1. Le diagnostic direct 

L’examen microscopique après coloration (Giemsa, Stamp ou Ziehel-Neelsen) est 

une méthode peu sensible et peu spécifique, la confusion avec Brucella et 

Coxiella étant possible. L’isolement de la bactérie implique des conditions de 

conservation et de transport optimales.  

L'utilisation de techniques de détection des antigènes peut améliorer la spécificité 

et la sensibilité du diagnostic comme lorsqu’on utilise des anticorps monoclonaux 

spécifiques couplés à l’isothiocyanate de fluorescéine [Immunofluorescence (IF), 

Fluorescente Antibody Test (FAT)] ou à la phosphatase alcaline [Enzyme Linked 

Immunosorbent Assay (ELISA)]. Cette technique présente l’avantage de détecter 

dans les échantillons, les Chlamydiae vivantes ou mortes. L’utilisation d’anticorps 

polyclonaux, souvent dirigés contre le lipopolysaccharide LPS, ne permet pas 

d’identifier l’espèce de Chlamydiae mais peut fausser le diagnostic car le 

lipopolysaccharide LPS porte des antigènes communs avec d’autres bactéries 

Gram négatives. Il faut prendre en compte aussi les tissus qui pourraient être 

utilisés pour préparer les échantillons. Par exemple, lors d’avortement chez les 

ruminants, les échantillons les plus utilisés sont préparés à partir de membranes 

placentaires, de cotylédons ou à partir d’écouvillons vaginaux prélevés au moment 

de l'avortement ou du liquide gastrique ou du poumon des fœtus avortés [226].  

L’identification rapide et spécifique des Chlamydiae a été améliorée par la mise au 

point de la Polymérase Chain Réaction (PCR). Cette méthode a permis de 

détecter 6 fois plus d'animaux excréteurs par voie vaginale que l’isolement sur la 

culture cellulaire [229]. La plupart des méthodes de PCR classiques, pour le 

diagnostic des Chlamydiae, utilise des amorces dans l'opéron ribosomal d'ARN 

(16S/23S), ou dans le gène ompA [230]. D’autres gènes sont proposés également 

pour la PCR classique comme omp2 ou pmp [230]. Tandis que, la PCR classique 

peut seulement confirmer la présence ou l'absence d'une bactérie pathogène, la 

PCR en temps réel (quantitative) permet en plus, de quantifier l’agent dans les 

échantillons en utilisant la fluorescence. La mesure de la fluorescence à chaque 

cycle de PCR peut se faire par des marquages fluorescents spécifiques de l'ADN 

double brin (SYBER GREEN) ou par deux sondes spécifiques du produit 
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d'amplification portant chacune un marqueur fluorescent (Light Cycler). La 

quantification permet aussi l'élimination des bruits de fond (bandes non 

spécifiques) qui sont produites par un nombre de cycles élevés en PCR 69 

classique (35-50 cycles) [232]. Différentes amorces ont été proposées pour la 

PCR quantitative pour le diagnostic des Chlamydiae dans le gène ribosomal 23S 

[230, 233], le gène ompA [234, 235] et le gène incA [236]. En plus de la sensibilité 

et la rapidité, l’utilisation des amorces spécifiques de plusieurs gènes par PCR 

classique ou quantitative (PCR multiplex) a permis de rechercher plusieurs agents 

pathogènes simultanément. Néanmoins, la présence de faux positifs ou de faux 

négatifs constitue un des inconvénients potentiels de la PCR pour la détection des 

microorganismes. Les faux positifs, sont dus notamment à la contamination des 

prélèvements par les produits des réactions de PCR précédentes, ce qui implique 

l’utilisation d'équipements spéciaux ou de locaux spécifiques pour éviter ces 

contaminations par des aérosols. Les faux négatifs sont essentiellement dus à la 

présence d’inhibiteurs (ex. les échantillons de fèces). L’addition de contrôle interne 

dans la réaction de PCR permet de les détecter. Dans certains cas, la seule 

identification de l'espèce bactérienne n’est pas suffisante, des informations 

complémentaires sur la sous-espèce, le sérotype ou le génotype et certains 

facteurs de virulence peuvent être nécessaires. Récemment, la technologie des 

microarrays a ouvert de nouvelles possibilités particulièrement utiles pour le 

diagnostic des maladies infectieuses [232]. Les microarrays permettent de tester 

sur les échantillons d'ADN, un grand nombre de sondes qui peuvent être dérivées 

des fragments polymorphes de gènes et/ou de différentes régions génomiques. 

Sachse et ses collègues ont développé deux microarrays : une pour la détection et 

la différentiation des espèces de Chlamydiae et des espèces de Chlamydia en 

utilisant des sondes dérivées de l’espace intergénique 16s/23s, et l’autre pour 

différencier les différentes génotypes de Chlamydia psittaci en utilisant des sondes 

d’hybridation dérivées des domaines variables (2 et 4) du gène ompA [232, 237]. 

3.6.2. Le diagnostic indirect 

La détection des anticorps chez les animaux infectés par les Chlamydiae a deux 

buts; la confirmation de la présence ou l'absence de l'infection et la détermination 

du statut immunitaire de l’animal après la vaccination. Il y a plusieurs méthodes de 
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diagnostic indirect de Chlamydiae, mais le choix dépend de la situation 

épidémiologique chez l’espèce animale infectée. Les animaux d’une même 

espèce peuvent être infectées par différentes espèces de Chlamydiae et présenter 

les mêmes signes cliniques par exemple, Chlamydia abortus et Chlamydia 

pecorum chez les ruminant et Chlamydia pecorum et Chlamydia pneumoniae chez 

les koalas [232]. 

La technique de fixation du complément (FC) a été largement utilisée dans les 

laboratoires vétérinaires. Pendant plus de 50 ans, le test FC a été utilisé pour le 

diagnostic sérologique de la chlamydiose abortive. Il a été recommandé par le 

bureau international des épizooties pendant très longtemps [238]. Une version 

automatisée (Seramat) de FC a été récemment développée. Les résultats 

corrélaient bien avec ceux des essais réalisés manuellement [239]. Cependant, le 

test de FC manque de spécificité car son antigène se compose principalement de 

LPS, qui est commun à toutes les espèces de la famille Chlamydiaceae.  

La technique de Micro-Immuno-Fluorescence (MIF) était beaucoup plus utilisée 

pour le typage des souches que pour le dépistage des Chlamydiae. Elle est 

généralement sensible et spécifique mais elle exige un examen au microscope, ce 

qui rallonge considérablement le temps de lecture et augmente le coût du 

diagnostic vétérinaire et n’est pas compatible avec l’analyse d’un grand nombre de 

sérums.  

Le test ELISA est plus spécifique et plus sensible que le CFT surtout quand il 

utilise un antigène spécifique. Plusieurs test ELISA ont été proposés pour le 

diagnostic de la chlamydiose abortive en utilisant un extrait protéique total des 

corps élémentaires CE ou du LPS purifié [240]. Pour augmenter la spécificité du 

sérodiagnostic, un test ELISAr (recombinant ELISA) a été développé en utilisant 

des antigènes recombinants comme le LPS [241], la MOMP [242]. Les MOMP 

recombinantes entières de Chlamydia abortus et Chlamydia pecorum ont été 

également proposées pour un test ELISA spécifique d’espèce. Un test ELISAc 

(compétition) a été développé en utilisant des anticorps monoclonaux 

spécifiquement dirigés contre la MOMP dont la fixation est empêchée par la 

présence des anticorps de sérum positifs. Cependant, l'inhibition dépend de la 

quantité et de la qualité des anticorps du test de compétition, qui pourraient 

identifier des épitopes linéaires ou conformationels de la MOMP [243]. Une étude 
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a comparé plusieurs tests ELISA utilisés pour le diagnostic de Chlamydia abortus 

chez les moutons et en particulier, pour examiner les faux positifs qui peuvent être 

dus à la présence des souches de Chlamydia pecorum chez les animaux sains. 

Le test ELISA utilisant la protéine Omp90-4 recombinante, une protéine de la 

famille des Pmps, a été le plus spécifique et le plus sensible [244]. En comparant 

tous les kits commerciaux utilisés, le kit le plus spécifique et le plus sensible est le 

kit Pourquier qui a été développé par l’INRA-Nouzilly et l’Institut Pourquier 

(Montpellier, France) et qui utilise un fragment spécifique de Pmps (80-90 kDa) de 

Chlamydia abortus [243]. Pendant ces dernières années, plusieurs kits ELISA ont 

été développés pour le diagnostic sérologique spécifique de Chlamydia abortus 

mais il est toujours nécessaire : I) de trouver une méthode pour différencier 

sérologiquement les animaux vaccinés avec le vaccin vivant des animaux infectés 

par Chlamydia abortus et II) de développer un antigène spécifique de Chlamydia 

pecorum pour distinguer les animaux infectés par Chlamydia pecorum des 

animaux infectés par d’autres espèces de Chlamydia [232]. 

3.7. Conclusion 

La Chlamydiose est une maladie infectieuse due à des bactéries du genre 

Chlamydia. Elle peut affecter les ovins, les caprins, les bovins et certains oiseaux. 

C’est une bactérie intracellulaire obligatoire, gram négatif de petite taille. 

Chlamydia abortus présentant un tropisme pour le placenta des ruminants, 

l’avortement en constitue la principale manifestation clinique. Il apparait sous 

forme sporadique au cours du dernier trimestre de gestation généralement 45 à 

120 jours après l’infection, sans signe clinique précurseur. La principale voie 

d’infection est la voie orale ou respiratoire. En cas d’avortement, un taux élevé 

d’anticorps peut se maintenir longtemps sans signes cliniques. Les valeurs 

moyennes de la prévalence de Chlamydia abortus chez les bovins varient en 

fonction du statut individuel ou du troupeau, de la nature des échantillons (sérums, 

fragments de placenta, écouvillons vaginaux et lait) et des différentes techniques 

utilisées (ELISA, PCR, FC, IHA). La prévalence individuelle varie de 11% à 23,2%, 

alors que celle du troupeau est de l’ordre de 59,2%. 
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CHAPITRE 4 

LA TOXOPLASMOSE BOVINE 

 

  

4.1. Introduction 

Toxoplasma gondii a été isolé pour la première fois sur un petit mammifère du 

désert tunisien (Ctenodactylus gundi). L’implication du chat dans son cycle de 

développement a été mise en évidence en 1970 [245].La toxoplasmose est une 

anthropozoonose qui touche différentes espèces animales domestiques (brebis et 

chèvre plus que vache et jument) et sauvages (couguar, puma, jaguar mais aussi 

les canards et la chouette, les petits rongeurs et les mammifères marins tels les 

belugas, les éléphants de mer, les dauphins et les loutres de mer [246]. Elle se 

traduit le plus souvent par des avortements et/ou des mortinatalités. Elle se 

transmet par voie horizontale (consommation d’aliments souillés par le chat et ses 

excréments) et verticale (voie transplacentaire) [247]. Le cycle de reproduction de 

Toxoplasma gondii implique un hôte définitif (chat) et d’hôtes intermédiaires 

(hommes, ruminants, la volaille) [248]. 

4.2. Caractéristiques et cycle de multiplication de Toxoplasma gondii 

Toxoplasma gondii est un protozoaire appartenant au phylum Apicomplexa, classe 

Sporozoasida, sous-classe Coccidiasina, Ordre Eucoccidiorida, Sous-ordre 

Eimeriorina, Famille Sarcocystidae, Sous-famille Toxoplastinae, Genre et espèce 

Toxoplasma gondii. Le Toxoplasma gondii est un parasite intracellulaire 

obligatoire qui comporte trois stades infectieux: le Tachyzoïte, le Bradyzoïte et le 

Sporozoïte [249]. 

Le Tachyzoïte mesure 6 à 8μm de long sur 3 à 4μm de large. Il peut se multiplier 

toutes les 5 à 10 heures selon les souches dans tous les types cellulaires d’un 

hôte intermédiaire et dans les cellules épithéliales non-intestinales d’un hôte 

définitif [249]. 

Le Bradyzoïte correspond au stade de multiplication lente (état de quiescence). Il 

se multiplie sous la forme de kystes tissulaires. Les kystes sont intracellulaires de 
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forme sphérique mesurant de 5μm à 100μm et comportant deux à plusieurs 

centaines voire milliers de bradyzoïtes au métabolisme adapté à une vie 

quiescente [250]. La variation de forme et de taille des kystes dépend du tissu 

hôte. Ainsi, chez les ruminants, on trouve plus de kystes dans les tissus 

musculaires que dans le cerveau [251]. A la mort de la cellule et donc du kyste, 

les bradyzoïtes se libèrent dans le milieu extracellulaire avec des conséquences 

variables selon l’état immunitaire de l’hôte. Si le système immunitaire est efficace, 

certains toxoplasmes seraient détruits par le système immunitaire avant de 

pouvoir pénétrer dans de nouvelles cellules, d’autres pourraient se réfugier dans 

des cellules voisines et donner de nouveaux kystes. La persistance de ces kystes 

entretient une immunité cellulaire qui prévient en principe toute réinfection.  

Le Sporozoïte présent dans les oocystes sporulés est l’élément infectant résultant 

de la reproduction sexuée dans les cellules épithéliales du chat et d’autres félidés. 

Les oocystes non sporulés (10 à 12μm de diamètre) émis dans les fèces de chat 

contiennent une masse unique, le sporoblaste. Après sporogonie, 2 sporocystes 

contenant chacun 4 sporozoïtes sont présents dans les oocystes sporulés. Les 

sporozoïtes sont peu différents en microscopie optique et électronique des autres 

stades infectants. Ils sont capables également de pénétrer activement dans les 

cellules des hôtes intermédiaires, par un processus légèrement différent de celui 

des tachyzoïtes [252]. 

Le cycle de Toxoplasma gondii nécessite la présence d’hôtes intermédiaires 

(mammifères, oiseaux, hommes) et définitifs (chats et d’autres félidés). Ce dernier 

passe par deux phases, l’une asexuée qui se déroule chez l’hôte intermédiaire et 

caractérisé par la pénétration des toxoplasmes à l’intérieur des cellules de 

l’intestin grêle via l’ingestion d’aliments souillés ; ce qui aura pour conséquence le 

développement de nombreuses générations de toxoplasmes par multiplication 

asexuée. La phase sexuée se déroule chez l’hôte définitif et plus précisément 

dans l’épithélium digestif du chat et de quelques autres félidés [249, 253]. Les 

hôtes intermédiaires du Toxoplasma gondii abritent, probablement pendant toute 

la durée de leur vie, les kystes intra tissulaires contenant des centaines de 

bradyzoïtes. Lorsque les hôtes intermédiaires servent de proies à des félidés, 

chats ou félidés sauvages, se produit, dans leurs cellules épithéliales intestinales, 

après une phase de multiplication asexuée par schizogonie, une transformation 
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des formes asexuées du toxoplasme en gamétocytes mâles et femelles 

(gamétogonie) suivie d'une fécondation. Cette dernière conduit à la formation 

d'oocystes non sporulés (non infectieux) excrétés dans les fèces des félidés 3 à 5 

jours après l’infection (en cas d’ingestion de kystes) et pendant 7 à 15 jours. Dans 

le milieu extérieur, ces oocystes deviennent infectieux en 1 à 5 jours après un 

processus appelé sporogonie qui permet la formation des sporozoïtes. Les 

oocystes sporulés peuvent, à leur tour, rester quiescents pendant plus d'une 

année dans le sol avant d'infecter un nouvel hôte intermédiaire ou un félidé.  

Chez l'hôte intermédiaire, après ingestion des oocystes, leur paroi se rompt dans 

l'intestin, les sporozoïtes libérés pénètrent dans les cellules épithéliales 

intestinales, se transforment en tachyzoïtes qui se disséminent rapidement dans 

tous les organes par l’intermédiaire des monocytes/macrophages sanguins et 

lymphatiques. Après une parasitémie brève, les parasites s'enkystent dans les 

tissus, en particulier les muscles striés et le cerveau, sources de contamination de 

l’hôte définitif. Ces kystes présents dans les tissus des hôtes intermédiaires sont 

également source de contamination pour un nouvel hôte intermédiaire 

(mammifères carnivores ou omnivores, ou oiseaux carnassiers). Après une phase 

de multiplication active du parasite sous forme de tachyzoïtes, ces hôtes 

hébergeront à leur tour des kystes toxoplasmiques quiescents. 

4.3. Symptomatologie de la toxoplasmose chez les bovins 

La toxoplasmose se traduit le plus souvent par un avortement chez les petits 

ruminants (brebis et chèvres) et de l’'uvéite chez le chat. Chez les bovins, la 

toxoplasmose est cliniquement inapparente ou peu symptomatique [254].Il existe 

un risque de transmission fœtale mais celui-ci semble beaucoup plus faible que 

chez le mouton ou la chèvre [255]. Suite à une infestation naturelle, les bovins ne 

présentent le plus souvent aucun symptôme. En cas d’avortement, le placenta est 

épaissi et présente des taches blanches focales de nécrose milliaire de petite 

dimension mais bien visible (2-3mm) avec une tendance à la calcification des 

villosités cotylédonaires [256]. Le fœtus présente des épanchements séro-

sanguinolents dans les cavités splanchniques et des lésions inflammatoires dans 

divers tissus et organes: foie, poumon, rein, myocarde, encéphale. A ces lésions 

inflammatoires s’ajoutent des lésions nécrotiques plus ou moins calcifiées [256]. 
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L’induction expérimentale de la toxoplasmose chez les bovins est difficile. 

L’avortement n’est pas systématique. Elle provoque l’apparition d’un syndrome 

fébrile avec une hyporexie marquée après une période de trois à sept jours et 

chez le veau, l’apparition de la diarrhée et de la détresse respiratoire. Lors 

d’inoculation expérimentale de veaux, Toxoplasma gondii a été retrouvé dans le 

cerveau, les poumons, le foie, les reins, la rate, la glande salivaire, les testicules, 

le thymus, l’intestin grêle, le diaphragme et de nombreux ganglions lymphatiques. 

Au bout de 18 à 38 jours, ils ne persistent plus que dans les nœuds lymphatiques 

[257]. 

4.4. Epidemiologie 

L’isolement de Toxoplasma gondii est particulièrement difficile [258] et notamment 

dans les parties comestibles des animaux [259]. Son excrétion par le lait est peu 

probable, son élimination se faisant essentiellement par les arrière-faix et les 

écoulements utérins faisant suite à un avortement. Sa transmission est tout à la 

fois verticale (transplacentaire) et horizontale (consommation d’animaux infectés 

ou d’aliments souillés par des oocystes) [247, 251]. 

Suite à une infestation par Toxoplasma gondii et après la fin de la phase aigüe, 

l’organisme développe une immunité dite acquise, elle est de nature à la fois 

cellulaire et humorale (IgM, IgG). L’identification des IgG (dye test, 

l’immunofluorescence indirecte, hémagglutination indirecte, agglutination sur latex 

et agglutination directe modifiée) s’observe 6 à 14 jours après l’inoculation [258]. Il 

semble que le titre en anticorps soit plus faible chez les veaux que les vaches. La 

souche inoculée et la voie d’inoculation n’ont pas d’influence sur la cinétique des 

anticorps [258]. 

4.4.1. Données de prévalence 

La sensibilité et la spécificité différente des tests sérologiques utilisés pour la 

recherche de la séroprévalence de Toxoplasma gondii chez les bovins rendent 

difficile l’interprétation des résultats de la littérature. Ainsi, le dye test considéré 

comme la méthode de référence dans l’espèce humaine, apparaît très peu 

spécifique chez les bovins [258]. De son côté, l’hémagglutination indirecte a 

également une sensibilité et une spécificité assez faible. Le test d’agglutination 
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directe modifiée est le test sérologique le plus sensible et le plus spécifique chez 

les bovins. 

De nombreuses études relatives à la recherche de la prévalence de Toxoplasma 

gondii ont été menées sur les différents continents. 

En Europe, la séroprévalence de Toxoplasma gondii en Pologne a variée de 3,1% 

[260] à 15,9% [140] ; au sud de l’Espagne 83,3% [261] ; en République Tchèque 

9,7% [262] et en Estonie 18,6% [263]. 

En France, la séroprévalence de Toxoplasma gondii chez les bovins varie de 

7,6% à 69% (54% [264], 69% [265], 7,6% [254], 27% [266]). Une recherche plus 

récente de la séroprévalence de Toxoplasma gondii menée dans la région 

champagne Ardennes auprès de 1329 sérums de bovins laitiers et allaitants 

appartenant à 24 troupeaux choisies de manière aléatoire parmi 900 troupeaux 

adhérents au groupement de défense sanitaire, a fait ressortir une séroprévalence 

individuelle de 7,6% (101/1329) et une séroprévalence de troupeau de l’ordre de 

87,5% (21/24) en utilisant la technique d’agglutination modifiée avec un titre seuil 

de 24. La présente étude a fait ressortir que la prévalence la plus élevée a été 

constaté chez les vaches âgées et dans les troupeaux de petite taille avec 

présence de chats [267]. Ce résultat rejoint celui retrouvé au Portugal 7,5% 

(prévalence individuelle) [268] et en Serbie 76,3% (prévalence du troupeau) et 

ayant utilisé la même technique à savoir le test d’agglutination modifié [269]. 

En Afrique, peu de données sur la prévalence de Toxoplasma gondii chez les 

bovins. En Algérie la valeur de la prévalence de Toxoplasma gondii a variée au 

cours de la même année de 3,92% par le test anticorps fluorescence indirecte 

[270] à 15,21% par ELISA [6] contre 12% en Tunisie chez bovins âgés de plus de 

3 ans [271] et en Egypte des valeurs de 28,2% par ELISA, 29,2% par le test 

d’agglutination par le latex modifié et 23,6% par l’application des deux technique 

en même temps [272]. Au Sénégal une prévalence de 12,6% par le test 

d’agglutination directe haute sensibilité [273] ; au Nigéria, une prévalence de 

13,81% par ELISA [274] ; au Soudan une séroprévalence individuelle de 13,3% 

par ELISA [275] contre 40,9% par le test d’agglutination du latex [276] et une 

prévalence troupeau de l’ordre de 44,8% [275]. 
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En Asie et en fonction des différentes méthodes utilisées, la séroprévalence 

individuelle de Toxoplasma gondii chez les bovins a varié de 0% à 43,5% [210, 

277, 278, 279, 280, 281, 282, 283, 284, 285]. 

En Amérique La valeur de la séroprévalence de Toxoplasma gondii chez les 

bovins a varié selon les différentes méthodes utilisées ; en Argentine de 8% [286] 

à 91% [287] ; au Brésil elle a varié de 17,5% [288] ; à 83,4% [289] ; à 5,3% [290]. 

Les valeurs moyennes de la prévalence de Toxoplasma gondii au sein des 

élevages bovins varient en fonction du contexte des différentes études 

entreprises, la nature des échantillons prélevées et plus important la technique de 

laboratoire utilisé pour cette analyse. Ainsi différentes études ont étés réalisées 

temps sur le plan individuel que du troupeau pour permettre de valoriser le degré 

d’implication de Toxoplasma gondii dans les différents troubles de reproduction 

rencontrés chez les bovins particulièrement les avortements en utilisant différentes 

techniques de laboratoire. 

Sur le plan individuel (tableau 4.1), la valeur de la prévalence moyenne de 

Toxoplasma gondii sur des échantillons de sérums de bovins varie de 7,2% par la 

technique d’IHAT «test d’hémagglutination indirect» à 29% par LAT «test 

d’agglutination du latex modifié». La recherche de la prévalence de Toxoplasma 

gondii par PCR sur les échantillons de placenta a fait ressortir une valeur 

moyenne de 3,5% contre 5,3% dans des échantillons de lait individuel toujours par 

PCR. 

Sur le plan troupeau (tableau 4.2), La prévalence moyenne de Toxoplasma gondii 

recherché dans les laits de tank par la méthode ELISA est de 84,1%. 
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Tableau 4.1 : Prévalences de Toxoplasma gondii à l’échelle individuelle chez 

les bovins selon la technique utilisée et la nature du prélèvement (1984 à 

2017). 

pays Période 

d’étude 

type N Na Technique 

utilisée 

NEP P (%) Référence 

Brésil 2013 V 1789 S ELISA 1492 83,4 [289] 

Antilles / V 148 S ELISA 4 2,7 [291] 

Pologne / V 4033 S ELISA 127 3,1 [260] 

République 

tchèque 

2009 V 546 S ELISA 53 9,7 [262] 

Espagne / V 504 S ELISA 420 83,3 [261] 

Soudan / B 181 S ELISA 24 13,3 [275] 

Algérie 2013 V 92 S ELISA 14 15,2 [276] 

Egypte / V 301 S ELISA 85 28,2 [272] 

Nigéria 2012 BB 210 S ELISA 29 13,8 [274] 

Iran 2010-

2012 

Va 85 S ELISA 5 5,9 [284] 

Chine 2011 V 1040 S ELISA 133 12,8 [283] 

Pakistan 2012 V 400 S ELISA 79 19,75 [282] 

Moyenne   9329 S ELISA 2465 26,4  

Iran 2011-

2012 

V 200 L ELISA 6 3 [280] 

Pologne / V 119 L PCR 10 15,9 [140] 

Iran 2011-

2012 

V 200 L PCR 7 3,5 [280] 

Moyenne   319 L PCR 17 5,3  

Chine 2011 V 66 T PCR  9 13,6 [283] 

Argentine 1999-

2007 

V 666 T PCR 0 0 [286] 

Suisse / BB 406 T PCR tr 19 4,7 [292] 

Suisse / Vx 47 T PCR tr 14 29,8 [292] 

Moyenne   1185 T PCR 42 3,5  

Serbie 2002-

2003 

V 611 S TAM 466 76,3 [269] 

France / V 1329 S TAM 101 7,6 [267] 

Portugal 2008-

2010 

BB 161 S TAM 12 7,50 [268] 

Inde / V 60 S TAM 16 26,66 [285] 

Tunisie 2010-

2012 

BB 25 S TAM 3 12 [271] 

Argentine 2004 BB 90 S TAM 13 14,4 [287] 
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Moyenne   2276 S TAM 611 26,8  

Tanzanie 2003-

2004 

V 655 S LAT 24 3,6 [293] 

Soudan 2012-

2014 

V 1216 S LAT 497 40,9 [276] 

Egypte / V 301 S LAT 88 29,2 [272] 

Pakistan / V 200 S LAT 87 43,5 [281] 

Inde / V 60 S LAT 10 16,66 [285] 

Moyenne   2432 S LAT 706 29  

Iran / V 2000 S IHAT 0 0 [277] 

Chine 2013-

2014 

V 4487 S IHAT 470 10,47 [210] 

Moyenne   6487 S IHAT 470 7,2  

Iran 2004-

2005 

V 290 S IFAT 0 0 [279] 

Argentine 2004 BB 90 S IFAT 82 91 [287] 

Brésil 2011 BB 121 S IFAT 21 17,4 [288] 

Brésil 2015 BB 1000 S IFAT 53 5,3 [290] 

Moyenne   1501 S IFAT 156 10,4  

Turquie / Va 234 S SFDT 37 15,81 [61] 

Turquie  VG 323 S SFDT 101 31,36 [61] 

Canada / V 1759 S SFDT 309 17 [294] 

Moyenne   2316 S SFDT 447 19,3  

Estonie 2012-

2013 

V 4020 S TAD 748 18,6 [263] 

Vietnam 1995 V 200 S TAD 21 10,5 [278] 

Moyenne   4220 S TAD 769 18,2  

France / V 198 S ADHS 54 27 [266] 

Type «V : vache, B: bovin, BB : bovins de boucherie, Vx : veaux, Va: vache 

avortée, VG : vache gestante», N: nombre d’échantillons, Na: nature de 

l’échantillon «S: sérum, T: tissu, L: lait». NEP: nombre d’échantillons positifs, P: 

prévalence. Technique utilisée «TAD: Test d’agglutination direct, ADHS: 

agglutination directe haute sensibilité, IFAT: test anticorps fluorescence indirecte, 

PCR: La Polymérase Chain Réaction, TAM: Test d’agglutination modifié, LAT: test 

d’agglutination du latex modifié, ELISA: Enzyme Linked Immunosorbent Assay, 

SFDT: test de coloration Sabin-Feldman, IHAT: test d’hémagglutination indirect ». 



84 
 

 
 

Tableau 4.2: Prévalences de Toxoplasma gondii à l’échelle du troupeau chez 

les bovins selon la technique utilisée et la nature du prélèvement (2009 à 

2015). 

Type «T: troupeau», N: nombre d’échantillons, Na: nature de l’échantillon «L: 

lait».NEP: nombre d’échantillons positifs, P: prévalence. Technique utilisée : 

«TAD: Test d’agglutination direct, IFAT: test anticorps fluorescence indirecte, 

TAM: Test d’agglutination modifié, ELISA : Enzyme Linked Immunosorbent Assay 

indirect, LAT: test d’agglutination du latex modifié. 

4.4.2. Facteurs de risques de Toxoplasma gondii 

L’âge de l’animal serait [61, 267, 268, 271, 275, 281, 282, 290] ou non [210] selon 

les études considéré comme un facteur de risque. Au Soudan, la séroprévalence 

individuelle de Toxoplasma gondii de (13,3% par ELISA) serait plus élevée chez 

les jeunes bovins [275]. Pour d’autres auteurs elle serait plus importante chez les 

bovins plus âgés (>3 ans [271], >5 ans [274], > 4ans [210, 282, 288]). Alors que 

l’’influence du sexe semble peu démontrée [275, 282]. 

Une séroprévalence plus élevée a été observée chez des femelles gestantes 

(31,3%) que chez les femelles ayant avorté (15,81%) [61]. L’inverse a été constaté 

lors d’une étude menée dans un abattoir brésilien [290]. 

Taille du troupeau: la séroprévalence de Toxoplasma gondii est plus élevée dans 

les troupeaux de petite taille avec un effectif total <10 [260, 261, 267, 269]. Par 

contre les études de Schoonman et al (2010) [293] et Sun et al (2015) [210] 

Pays Période 

d’étude 

type N Na Technique 

utilisée 

NEP P  

(%) 

Référence 

Sud de 

l’Espagne 

/ T 72 L ELISA 72 100 [261] 

Soudan / T 29 L ELISA 13 44,8 [275] 

Moyenne     101  L ELISA  85 84,1   

Estonie 2012-

2013 

T 227 L TAD 159 70,4 [263] 

Tanzanie 2003-

2004 

T 130 L LAT 17 13 [293] 

France  / T 24 L TAM  21 87,5 [267] 

Algérie / T 41 L IFAT 5 12,19 [270] 
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montrent que la séroprévalence de Toxoplasma gondii est plus importante dans 

les troupeaux à grand effectif. La prévalence obtenue par Sun et al (2015) était de 

10,47% principalement dans les élevages > 100 vaches [210]. 

La contamination de l’eau d’abreuvement par des matières fécales ou des urines 

de chat et donc d’une manière plus générale la mauvaise hygiène du troupeau 

[282], voire la présence de chats dans l’exploitation [210, 267, 282, 290] 

permettent la transmission de Toxoplasma gondii aux bovins [210]. 

4.5. Diagnostic de Toxoplasma gondii 

4.5.1. Diagnostic sérologique 

Le diagnostic immunologique de la toxoplasmose chez l’animal est basé sur la 

détection d’anticorps (IgG principalement). La recherche d’autres isotypes 

d’anticorps (IgM) ou d’antigène circulant a été proposée chez le chat mais elle est 

peu appliquée à d’autres espèces animales [295]. Les techniques sérologiques 

utilisées chez l’animal sont identiques à celles décrites chez l’homme, mais 

plusieurs d’entre-elles présentent d’importantes limites [254]. 

3.4.1.1. Détection des IgG 

Le dye-test est la technique historique et de référence en médecine humaine. Les 

avantages de cette technique sont sa grande spécificité et sa bonne sensibilité. 

Néanmoins, elle nécessite la manipulation de matériels infestant et une grande 

technicité. Cette méthode n’est donc plus utilisée en routine, mais seulement dans 

le cadre de certaines recherches et comme technique de référence avec un seuil 

de sensibilité de 4 UI/ml. En outre, elle n’est pas applicable chez les bovins en 

raison de son manque de fiabilité. On observe des faux positifs, dus à des 

anticorps naturels de type IgM, et des faux négatifs, dus à la disparition rapide des 

anticorps lytiques [296]. Ce test reste valable pour les autres espèces animales. 

Son utilisation est cependant peu fréquente en pratique courante [254]. 

L’hémagglutination indirecte: Dans la pratique vétérinaire, ce test est très peu 

utilisé, car sa sensibilité (titre très faible) et sa spécificité (réaction croisée entre 

coccidies) sont faibles [254]. 

Le test d’agglutination sur latex: le principe du test est simple, il s’agit de billes de 

latex qui sont placés avec des antigènes solubles. Au contact du sérum à tester 
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on observe une agglutination. Le test est simple à réaliser, mais la sensibilité chez 

les ruminants est relativement faible. De nombreux kits commerciaux reposent sur 

ce test (FUMOUZE « Toxolatex », BIORAD « Pastorex Toxo », …). Ce test souffre 

des mêmes défauts que l’hémagglutination indirecte [254]. 

Le test de fixation du Complément : ce test est rarement utilisé, car il est très 

complexe, non standardisé et surtout il n’est ni sensible, ni spécifique [254, 258]. 

L’agglutination directe modifiée (MAT) : appelé aussi Agglutination Directe à Haute 

Sensibilité (ADHS), elle a été initialement proposée pour le sérodiagnostic de la 

toxoplasmose chez l’homme, puis utilisée chez l’animal [254]. L’antigène est une 

suspension de tachyzoïtes trypsinés puis formolés ; la réaction est réalisée sur 

des dilutions de sérums. Ce test présente plusieurs intérêts : simplicité de 

réalisation, bonne sensibilité et spécificité, et possibilité d’être réalisé pour de 

nombreuses espèces animales [296]. Ce test est largement employé dans des 

études de dépistage et de prévalence sur de très nombreuses espèces de la 

faune domestique ou sauvage [246, 297]. A l’heure actuelle, cette technique paraît 

la meilleure en terme de sensibilité [298], bien que des toxoplasmes aient été 

retrouvés par bio-essai chez le chat chez des animaux (notamment des oiseaux) 

dont la sérologie était négative en agglutination directe [246]. 

L’immunofluorescence indirecte: La technique est bien standardisée, cependant 

elle est moins sensible que le dye test (seuil de sensibilité de 8 UI/ml). Elle est 

toutefois utilisée fréquemment chez l’homme, avec des kits commerciaux 

(BIOMERIEUX « Toxo-spot IF », BIOMERIEUX « Antigène Toxolyophilisé ») 

[254].Chez les animaux, elle est également utilisable mais des différences de 

sensibilité peuvent être observées selon les seuils utilisés et les espèces. Cette 

technique est limitée par la nécessité d’utiliser un conjugué spécifique d’espèce ; 

elle est peu adaptée aux enquêtes de séroprévalence [299]. 

Les techniques ELISA ont été proposées pour la recherche d’anticorps anti-

Toxoplasma gondii chez les bovins, les moutons et les chevaux [300]. 

Récemment, il a été rapporté l’intérêt de la détermination de l’avidité des IgG par 

test ELISA (utilisant la protéine SAG1 comme antigène) dans le diagnostic 

d’infection toxoplasmique chez le mouton [300] ; cependant cette technique reste 

limitée en raison de son coût (par rapport au prix d’une brebis par exemple). 
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Comme pour l’immunofluorescence, les techniques ELISA nécessitent l’emploi 

d’un conjugué spécifique pour chaque espèce animale et ne sont donc pas 

applicables à toutes les espèces. Toutefois, il existe des ELISA utilisant un 

conjugué anti-ruminant permettant ainsi son application pour le diagnostic chez les 

moutons [254]. 

3.4.1.2. Détection des IgM 

Comme les IgM apparaissent et disparaissent plus précocement que les IgG, leur 

dosage est intéressant pour diagnostiquer une infestation récente évolutive. 

L’existence d’IgM non spécifiques provoquant une réaction croisée et l’existence 

d’un phénomène de compétition avec les IgG qui cachent les sites des IgM 

expliquent que les premières techniques mises au point n’étaient pas valables. Il 

existe aujourd’hui des techniques (Immuno Sorbent Agglutination Assay, ELISA 

double sandwich, …) très sensibles et spécifiques [254, 258]. 

4.5.2. Diagnostic parasitologique 

Examen direct 

L’étude histologique peut être réalisée sur les prélèvements de tissus animaux 

pour la mise en évidence de tachyzoïtes ou de kystes. Des colorations par 

immunohistochimie peuvent être alors utilisées. La difficulté réside dans le 

diagnostic différentiel entre Toxoplasma gondii et d’autres protozoaires très 

proches, à savoir Neospora caninum et Sarcocystis neurona, responsables de 

pathologies similaires chez de nombreux animaux. Toutefois, une amélioration de 

la qualité d’anticorps permet de limiter voire d’exclure toute réaction croisée (au 

moins vis-à-vis de Neospora caninum) [254, 258]. 

Bio essai 

La souris et le chat peuvent être employés pour des bio-essais. La technique 

utilisant la souris est la même que celle employée pour le diagnostic chez 

l’homme. Sa sensibilité est bonne, avec un seuil de détection de 1 kyste de 

Toxoplasma gondii pour 100 grammes de tissus prélevés chez des ruminants  

naturellement infectés [258]. Le bio essai sur le chat est rarement utilisé en 

pratique courante. L’inoculation d’un chat indemne de toxoplasmose (vérification 
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par la sérologie) est faite par ingestion. L’infection du chat, témoin de la présence 

de toxoplasmes dans le produit inoculé, est attestée par la présence d’oocystes 

éliminés dans les fèces dès le 3ème jour post-inoculation [258]. Il semblerait que 

le bio-essai sur le chat soit plus sensible que sur la souris, car la quantité de 

matériel administrée au chat peut être plus importante et le chat élimine des 

oocystes même lorsque l’inoculum parasitaire est faible [296, 298]. 

Culture cellulaire 

Cette technique n’est pas utilisée pour le diagnostic chez l’animal car la sensibilité 

du bio essai chez la souris est supérieure à celle de la culture cellulaire ; une 

étude fait cependant état de cette technique pour l’isolement de Toxoplasma 

gondii chez des loutres de mer [299]. 

Biologie moléculaire 

Les techniques de biologie moléculaire (PCR) ont été récemment employées pour 

la détection d’ADN dans les tissus animaux et sur différents types de produits 

pathologiques (organes ou liquides biologiques). La PCR a été évaluée dans des 

infections expérimentales chez le mouton et proposée dans le cadre du diagnostic 

étiologique des avortements chez les ovins et chez les bovins, permettant 

notamment la distinction avec Neospora caninum [254]. Un intérêt futur pour les 

techniques de PCR multiplexe voire de bio-puces est à considérer. 

Les tissus les plus utiles pour la recherche de toxoplasmes par ces diverses 

méthodes sont le cœur et le cerveau dans un contexte de dépistage systématique 

ou le placenta et les produits d’avortements dans le contexte de la recherche 

étiologique d’un avortement [254, 258]. 

4.5.3. Etude étiologique des avortements 

En cas d’avortements survenant dans un troupeau, la recherche de Toxoplasma 

gondii est rarement effectuée. L’étude histologique est parfois réalisée et présente 

l’avantage de donner un résultat rapide. La détection de tachyzoïtes ou de kystes 

peut être difficile et le diagnostic différentiel avec Neospora caninum en cas 

d’avortement chez les bovins est impossible. Le bio-essai à partir des avortons ou 

du placenta, jamais réalisé en pratique courante, serait le seul moyen d’établir le 

diagnostic spécifique de toxoplasmose. La PCR est encore récente dans cette 
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application ; elle présente l’avantage d’être sensible et spécifique [254]. En fait, 

lors d’avortements survenant dans un troupeau de brebis, la toxoplasmose 

représente un diagnostic d’exclusion (après élimination de la brucellose, de la 

chlamydiose et de la fièvre Q). La sérologie avec recherche des IgM peut s’avérer 

intéressante dans le cadre du dépistage de la toxoplasmose abortive des petits 

ruminants car elle permet d’identifier une éventuelle infection récente. Lors 

d’avortements dans un troupeau de bovins, la recherche étiologique n’est 

pratiquement jamais réalisée [258]. 

4.6. Conclusion 

La toxoplasmose est une anthropozoonose qui concerne davantage les petits que 

les grands ruminants. L’agent responsable, Toxoplasma gondii, est un protozoaire 

intracellulaire, appartenant à l’ordre des Coccidies. Il présente 3 formes 

infestantes : tachyzoïtes (forme de multiplication rapide dans les phases aiguës de 

l’infection); bradyzoïtes (au sein de kystes latents dans les tissus) et sporozoïtes 

(au sein des oocystes).Le cycle de reproduction de Toxoplasma gondii implique 

un hôte définitif (chat) et des hôtes intermédiaires (hommes, ruminants, la volaille). 

La toxoplasmose se traduit le plus souvent par un avortement chez les petits 

ruminants (brebis et chèvres) et de l’'uvéite chez le chat. Chez les bovins, la 

toxoplasmose est cliniquement inapparente ou peu symptomatique. Elle peut être 

responsable d’avortements et/ou des mortinatalités. Il existe un risque de 

transmission fœtale mais celui-ci semble beaucoup plus faible que chez le mouton 

ou la chèvre. Elle se transmet par voie horizontale (consommation d’aliments 

souillés par les excréments du chat) et verticale (voie transplacentaire). Les bovins 

présentent des taux de séroprévalence relativement faibles. Sur le plan individuel, 

la valeur de la prévalence moyenne de Toxoplasma gondii sur des échantillons de 

sérums de bovins varie de 7,2% par la technique d’IHAT «test d’hémagglutination 

indirect» à 29% par LAT «test d’agglutination du latex modifié». La recherche de la 

prévalence de Toxoplasma gondii par PCR sur les échantillons de placenta a fait 

ressortir une valeur moyenne de 3,5% contre 5,3% dans des échantillons de lait 

individuel toujours par PCR. Sur le plan troupeau, la prévalence moyenne de 

Toxoplasma gondii recherchée dans les laits de tank par la méthode ELISA est de 

84,1%. L’agglutination directe modifiée est actuellement la meilleure technique de 

diagnostic sérologique.  
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CHAPITRE 5 

PREVALENCE DECOXIELLA BURNETII, CHLAMYDIA ABORTUS ET 

TOXOPLASMA GONDII CHEZ LES VACHES AVORTEES DANS LA 

REGION DE LA MITIDJA 

 

 

5.1. Introduction 

En Algérie, seule la brucellose est considérée comme maladie abortive chez les 

bovins [301], le reste des germes ne sont pas considérés à l’heure actuelle 

comme abortifs. Dans ce contexte, la présente étude s’est intéressé à la 

recherche de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii chez les 

vaches avortées et leurs éventuelle responsabilité quant à l’induction des 

avortements. 

De nombreuses études ont caractérisé, la plupart du temps au moyen d’un test 

ELISA, la séroprévalence individuelle et de troupeaux associés à une exposition à 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et/ou Toxoplasma gondii. De ces études, il 

ressort que la séroprévalence individuelle varie de 0,8 à 89,5 % pour Coxiella 

burnetii [124, 128], de 0,73 à 51,3 % pour Chlamydia abortus [212, 219] et de 2,7 

à 83,4 % pour Toxoplasma gondii [261, 291]. La séroprévalence de troupeaux 

varie, quant à elle, de 10 à 81,6 % pour Coxiella burnetii [124, 147], de 57 à 

66,3 % pour Chlamydia abortus [215, 218] et de 44,8 à 100 % pour Toxoplasma 

gondii [261, 275]. 

Les données citées ci-dessus illustrent l’importance de ces pathologies chez les 

bovins. Néanmoins, l’implication de ces germes zoonotiques dans les avortements 

a été très peu étudiée dans le contexte algérien. Aussi, il nous a paru intéressant 

d’évaluer la prévalence d’exposition à ces trois germes zoonotiques dans des cas 

d’avortements bovins à l’échelle individuelle et de troupeau à l’aide de tests 

ELISA. L’utilisation du test ELISA a été privilégiée vu qu’il est sensible, spécifique, 

fiable et applicable au dépistage à grande échelle. Il permet de suspecter un 

contact entre l’animal et l’agent infectieux (exposition), sans pour autant incriminer 

forcément cet agent comme responsable de l’avortement. Seule la mise en 
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évidence de l’agent infectieux dans l’avorton et les produits annexes, par exemple 

par le biais de la méthode PCR, permettra d’imputer la responsabilité de l’agent 

dans l’avortement. 

5.2. Matériel et méthodes 

5.2.1. Données générales 

L’étude a été réalisée entre les mois d’octobre 2014 et juin 2016. Elle concerne 

368 cas d’avortements cliniques chez 52 génisses et 316 vaches provenant de 

124 élevages dont le dépistage de la brucellose et de la tuberculose est réalisé de 

manière systématique et situés dans le nord de l’Algérie (plaine de la Mitidja) 

[302]. Cet échantillon représente environ 1 % des génisses et vaches présentes 

dans la région. Le nombre de femelles en âge de reproduction détenues par 

élevage et le nombre d’avortements enregistrés durant la période d’étude était 

respectivement compris entre 4 et 180 et entre 1 et 21, en fonction du troupeau 

considéré (Annexe 1). 

La région de la Mitidja est située dans le nord de l’Algérie et composée des 

wilayas de Blida, Alger, Tipaza et Boumerdès (Figure 5.1). C’est une grande 

plaine agricole connue pour la production d’agrumes et de vignes. D’une 

superficie de 1 400 km2, elle s’étend sur une longueur de 100 km et une largeur 

de 5 à 20 km avec une altitude moyenne de 50 m. Le climat est méditerranéen 

avec une influence continentale (le sirocco en été), des hivers pluvieux et doux et 

des étés chauds et secs. La population animale est composée approximativement 

de 67 000 bovins (dont 34 000 vaches), 155 000 ovins (dont 61 500 brebis), 

26 000 caprins (dont 12 000 chèvres) et 700 équins (dont 120 juments) [303]. 

 

Figure 5.1 : la zone d’étude « région de la Mitidja» [302]. 
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La détection d’un avortement clinique étant seulement possible par l’éleveur à 

partir du troisième mois de gestation, seule la déclaration des avortements 

observés au-delà de cette période a été considérée dans cette étude. 

Ces 368 femelles bovines laitières appartiennent à 124 élevages bovins laitiers 

sélectionnés sur base de leur vocation bovine laitière uniquement, leur pratique du 

dépistage de la brucellose et la tuberculose (statut infectieux de l’élevage connu), 

la présence d’au moins d’un cas d’avortement bovin de plus de trois mois observé 

au cours des deux derniers mois et la volonté de l’éleveur de coopérer. 

5.2.2. Analyses sérologiques 

Chaque vache ayant avorté a fait l’objet d’un prélèvement de 5 ml de sang, réalisé 

par un vétérinaire, au niveau de la veine caudale au moyen d’un tube sec de type 

Vacutainer. Les prélèvements ont été réalisés dans un délai maximum de deux 

mois après la déclaration de chaque avortement ; ce qui réduit les chances de 

trouver des anticorps à un taux très faible. Les prélèvements ont ensuite été 

acheminés au laboratoire de biotechnologie animale de l’université Blida 1 dans 

une glacière à une température de + 4°C puis centrifugés pendant 5 min à 3 000 

tours par minute. Les sérums ont été recueilli grâce à une micropipette et mis 

dans des eppendorff d’une capacité de 1.5 ml puis conservés à une température 

de – 20°C jusqu’au moment de la réalisation des tests sérologiques. A noté que 

toutes les étapes du laboratoire en commençant par la préparation des sérums 

jusqu’à l’analyse sérologique par ELISA ont étés réalisés par la doctorante elle-

même. 

La présence d’anticorps anti-Coxiella burnetii, anti-Chlamydia abortus et anti-

Toxoplasma gondii a été détectée au moyen de kits ELISA (IDVET, Montpellier, 

France). Le kit utilisé pour la recherche des anticorps anti-Coxiella burnetii est le 

kit ID Screen® Q Fever Indirect Multi-species utilisant une souche Coxiella burnetii 

phases I et II, isolée en France à partir du placenta d’un avortement bovin. Les 

spécificité et sensibilité diagnostiques annoncées de ce test par le producteur sont 

respectivement de 100 % (IC 95 % : 98,49 – 100) et 100 % (IC 95 % : 88,65 – 

100). Celui utilisé pour la recherche des anticorps anti-Chlamydia abortus est le kit 

ID Screen® Chlamydia abortus Indirect Multi-species utilisant un antigène 

synthétisé issu de la Momp (Major outer membrane protein) présentant une 
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spécificité pour Chlamydia abortus. Les spécificité et sensibilité diagnostiques 

annoncées de ce test par le producteur sont respectivement de 100 % (IC 95 % : 

93,38 – 100) et 70 % (IC 95 % : 53,5 – 83,4). La recherche des anticorps anti-

Toxoplasma gondii dans le sérum bovin a été réalisée au moyen du kit ID 

Screen® Toxoplasmosis Indirect Multi-species utilisant l’antigène P30 spécifique 

de Toxoplasma gondii. Les spécificité et sensibilité diagnostiques annoncées de 

ce test par le producteur sont respectivement de 99,42 % (IC 95 % : 98,5– 99,7) et 

98,36 % (IC 95 % : 95,29 – 99,44). 

Concernant la composition des kits ELISA utilisés pour la présente étude ainsi que 

le mode opératoire, ils sont mentionnés en annexe (Annexe 3). 

 Validation du test et interprétation des résultats 

Le test est validé si :   

 La valeur moyenne de la densité optique des contrôles positifs (DOcp) est 

supérieure à 0.350 pour Toxoplasma gondii, Coxiella burnetii et Chlamydia 

abortus.                               DOcp ˃ 0.350 

 Le rapport entre la moyenne des contrôles positifs (DOcp) et la moyenne des 

contrôles négatifs (DOcn) est : 

 Supérieur à 3 pour Coxiella burnetii et Chlamydia abortus 

DOcp/DOcn ˃ 3. 

 Supérieur à 3.5 pour Toxoplasma gondii DOcp/DOcn ˃ 3,5. 

Ces deux conditions étant réunies, une mesure des densités optiques des 

échantillons testés à une longueur d’onde de 450 nm a été réalisée. Les 

pourcentages S/P (sample [pour échantillon] / positive [pour sérum de contrôle 

positif]) ont été calculés en appliquant l’équation 1 et interprétés selon la notice du 

fabriquant des tests ELISA (Tableau 5.1). 

 

   (Équation 1) 

Un élevage a été considéré comme séropositif si au moins une vache appartenant 

à cet élevage était séropositive. La séroprévalence a été calculée en divisant le 

nombre de sérums sérologiquement positifs et douteux sur le nombre total des 

sérums analysés. 
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Tableau 5.1: Seuils d’interprétation du kit Elisa pour Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus, Toxoplasma gondii. 

Interprétation Coxiella  

burnetii 

Chlamydia  

abortus 

Toxoplasma  

gondii 

Infection aigue / / S/P ≥ 200% 

Fortement positif S/P > 80% / / 

Positif 50% < S/P ≤ 80% S/P ≥ 60% 50% ≤ S/P < 200% 

Douteux 40% < S/P ≤ 50% 50% < S/P < 60% 40% < S/P < 50% 

Négatif S/P ≤ 40% S/P ≤ 50% S/P ≤ 40% 

S/P : Sample (échantillon testé) / Positive (échantillon témoin positif) 

5.2.3. Analyses statistiques 

La séroprévalence apparente (PA) est le nombre de vaches ou de troupeaux 

positifs et douteux par rapport au nombre total (positif+douteux+négatif) de vaches 

ou de troupeaux. 

PA= (P+D) / (P+D+N) 

Pour les valeurs de prévalence apparente, spécificité et sensibilité des différents 

tests ELISA, une variable uniforme tenant compte des valeurs extrêmes de 

l’intervalle de confiance 95% a été utilisée et un modèle de simulation 

stochastique (1000 simulations Monte Carlo) a été mis en œuvre sous @Risk 

7.5.2 [304] afin d’estimer la prévalence réelle assortie d’un intervalle de confiance 

(IC) à 95% en utilisant l’équation 1. 

 

Le taux de prévalence réelle (PR) individuelle et de troupeau de Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii a été estimée au départ du taux de 

prévalence apparente (PA) calculé dans cette étude (c’est-à-dire la 

séroprévalence) et des valeurs de spécificité (Sp) et sensibilité (Se) diagnostiques 

individuelles annoncées par le producteur des kits, en utilisant la formule de 

Rogan et Gladen [305] :  

 

 PR =  PA + Sp – 1                                                 (Equation 2) 

          Se + Sp – 1 
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5.3. Résultats et Discussion 

Dans la région d’étude et pour une population de 3245 vaches laitières, le taux 

d’avortement bovin rapporté à l’échelle individuelle a était estimé à 11,3%, 

prévalence élevée comparée a celle rapporté par Givens et Marley (2008) [15] qui 

varié de 3 à 6 %. 

5.3.1. Résultats de la prévalence individuelle apparente et réelle de Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

5.3.1.1. Prévalence individuelle apparente 

Le Tableau 5.2 presente les résultats obtenus du statut des 368 sérums sanguins 

de vaches avortées par technique ELISA et cela a l’encontre des trois germes 

recherchés a savoir: Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

Tableau 5.2 : Résultats de l’Analyse individuelle des 368 sérums bovins 

avortés par technique Elisa pour Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et 

Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

N % N % N % 

Négatif 337 91,6 323 87,8 317 86,1 

Douteux 6 1,6 11 3 13 3,5 

Positif 12 3,3 34 9,2 38 10,3 

Fortement positif 13 3,5 / / / / 

Total 368 100% 368 100% 368 100% 

N : nombre ; %: pourcentage. 

Il en ressort que :  

 Nombre de sérums Douteux 

En se référant aux seuils d’interprétation fixés par le fabriquant des kits ELISA 

utilisés par la présente étude (Tableau 5.1), les sérums testés étaient considérer 

douteux pour Coxiella burnetii et Toxoplasma gondii si 40% < S/P ≤ 50%, tandis 

que pour Chlamydia abortus si 50% < S/P < 60%. 
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Ainsi, sur les 368 sérums testés, 6 étaient considérer douteux pour Coxiella 

burnetii soit 1,6%, 11 pour Chlamydia abortus soit 3% et 13 pour Toxoplasma 

gondii soit 3,5% (Tableau 5.2) (Figure 5.2). 

 

Figure 5.2 : Histogramme du Nombre de sérums douteux pour les trois 

pathogènes recherchés par Elisa. 

 Nombre de sérums Positifs, Fortement positif et infection aigue 

En se référant aux seuils d’interprétation fixés par le fabriquant des kits ELISA 

utilisés par la présente étude (Tableau 5.1), les sérums testés étaient considérer 

positifs pour Coxiella burnetii si 50% < S/P ≤ 80%, pour Chlamydia abortus si S/P 

≥ 60%; et pour Toxoplasma gondii si 50% ≤ S/P <200%. 

Le statut «Fortement positif» a était mentionné uniquement pour Coxiella burnetii 

si S/P ˃80%. Quant au statut «infection aigue» il a était rattaché uniquement a 

Toxoplasma gondii si S/P ≥200%. 

Ainsi, sur les 368 sérums testés, 12 étaient considérer positifs pour Coxiella 

burnetii soit 3,3%, 34 pour Chlamydia abortus soit 9,2% et 38 pour Toxoplasma 

gondii soit 10,3% (Tableau 5.2) (Figure 5.3). 

Pour ce qui est du statut «Fortement positif» de Coxiella burnetii, il en ressort 13 

sérums fortement positifs soit 3,5%. Par contre, pour Toxoplasma gondii aucun 

sérum n’a présenté un statut d’infection aigue avec une S/P ≥ 200% soit 0% 

(Tableau 5.2) (Figure 5.3).  
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Figure 5.3 : Histogramme du Nombre de sérums positifs et Fortement 

positifs pour les trois pathogènes recherchés par Elisa. 

 Calcul de la Séroprévalence individuelle Apparente 

La séroprévalence individuelle apparente (PA) est le nombre de vaches positives 

et douteuses par rapport au nombre total (positive+douteuse+négative) de 

vaches. 

La séroprévalence individuelle apparente (résultats positifs et douteux) de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii a été respectivement 

de 8,4% (31/368) (IC 95% : 5,8 à 11,7), 12,2% (45/368) (IC 95% : 9,0 à 16,0) et 

13,8%(51/368) (IC 95% : 10,5 à 17,8) (tableau 5.3) (Figure 5.4) (Annexe 2). 

Aucune vache n’a présenté simultanément des anticorps anti-Coxiella burnetii 

et/ou anti-Chlamydia abortus et/ou anti-Toxoplasma gondii.  
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Tableau 5.3 : Séroprévalences individuelles apparentes des anticorps contre 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

N % N % N % 

Douteux 6 1,6 11 3,0 13 3,5 

Positif 12 3,3 34 9,2 38 10,3 

Fortement positif 13 3,5 / / / / 

Total 368 100% 368 100% 368 100% 

Taux de prévalence 

individuelle apparente 

(intervalle de confiance 95%) 

= (P+D) / (P+D+N) 

8,4% 

(5,8-11,7) 

12,2% 

(9,0-16,0) 

13,8% 

(10,5-17,8) 

P : positif ; D : douteux ; N : négatif ; N : nombre ; % : pourcentage. 

 

 

Figure 5.4 : Histogramme de la Séroprévalence individuelle apparente de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

5.3.1.2. Prévalence individuelle réelle 

Le taux de prévalence réelle (PR) individuelle de Coxiella burnetii, Chlamydia 

abortus et Toxoplasma gondii a été estimé à partir du taux de prévalence 

apparente (PA) calculé dans cette étude (c’est-à-dire la séroprévalence) et des 

valeurs de spécificité (Sp) et sensibilité (Se) diagnostiques individuelles 

annoncées par le producteur des kits, en utilisant la formule de Rogan et Gladen 
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[304] (Équation 2). 

Les taux de prévalence réelle individuelle de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus 

et Toxoplasma gondii ont été estimés respectivement à 8,5% (IC 95 % : 5,33 – 

11,78), 17,7 % (IC 95 % : 11,17– 25,97) et 13,7 % (IC 95 % : 10,04 – 17,45) 

(Tableau 5.4 ; Figure 5.5). 

                                           PR =  PA + Sp – 1    (Equation 2) 

                                                    Se + Sp – 1 

Tableau 5.4 : Séroprévalences individuelles réelles des anticorps contre 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

N % N % N % 

Douteux 6 1,6 11 3,0 13 3,5 

Positif 12 3,3 34 9,2 38 10,3 

Fortement positif 13 3,5 / / / / 

Taux de prévalence 

individuelle réelle 

(intervalle de 

confiance 95%, 

équation 2) 

8,5% 

(5,33 – 11,78) 

17,7 %  

(11,17– 25,97) 

13,7 % 

(10,04– 7,45). 

 

N : nombre ; % : pourcentage. 

 

Figure 5.5 : Histogramme de la Séroprévalence individuelle réelle de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 
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5.3.2. Résultats de prévalences apparente et réelle du troupeau de Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

5.3.2.1. Prévalence apparente du troupeau 

Le Tableau 5.5 présente les résultats obtenus du statut des 124 troupeaux par la 

technique ELISA et cela a l’encontre des trois germes recherchés a savoir: 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

Un élevage a été considéré comme séropositif si au moins une vache appartenant 

à cet élevage était séropositive. 

Tableau 5.5 : Résultats de l’Analyse des 124 troupeaux par la technique Elisa 

pour Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

N % N % N % 

Négatif 104 83,9 87 70,2 87 70,2 

Douteux 3 2,4 6 4,8 9 7,3 

Positif 8 6,5 31 25 28 22,5 

Fortement positif 9 7,3 / / / / 

Total 124 100% 124 100% 124 100% 

N : nombre ; %: pourcentage. 

Il en ressort que :  

 Nombre de troupeaux Douteux 

Un élevage a été considéré comme Douteux  si au moins une vache appartenant 

à cet élevage était Douteuse avec absence de statut positif au sein du même 

élevage pour le pathogène recherché. 

Ainsi, sur les 124 troupeaux étudiés, 3 étaient considérer douteux pour Coxiella 

burnetii soit 2,4%, 6 pour Chlamydia abortus soit 4,8% et 9 pour Toxoplasma 

gondii soit 7,3% (Tableau 5.5) (Figure 5.6). 
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Figure 5.6 : Histogramme du nombre de troupeaux douteux pour les trois 

pathogènes recherchés. 

 Nombre de troupeaux Positifs, Fortement positif et infection aigue 

Un élevage a été considéré comme positif, fortement positif ou présentant une 

infection aigue si au moins une vache appartenant à cet élevage était 

respectivement positive, fortement positive ou présentant une S/P ≥ 200% lors 

d’infection aigue pour le pathogène recherché. 

Ainsi, sur les 124 troupeaux étudiés, 8 étaient considérer positifs pour Coxiella 

burnetii soit 6,5%, 31 pour Chlamydia abortus soit 25% et 28 pour Toxoplasma 

gondii soit 22,5% (Tableau 5.5) (Figure 5.7). 

Pour ce qui est du statut «Fortement positif» de Coxiella burnetii, il en ressort 

9troupeaux fortement positifs soit 7,3%. Par contre, pour Toxoplasma gondii 

aucun troupeau n’a présenté un statut d’infection aigue soit 0% (Tableau 5.5) 

(Figure 5.7).  
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Figure 5.7 : Histogramme du nombre de troupeaux positifs et Fortement 

positifs pour les trois pathogènes recherchés. 

 Calcul de la Séroprévalence Apparente des 124 troupeaux étudiés  

La séroprévalence apparente (PA) est le nombre de troupeaux positifs et douteux 

par rapport au nombre total (positif + douteux + négatif) de troupeaux. 

Un troupeau a été considéré comme séropositif (résultat positif et douteux) si au 

moins une vache appartenant à cet élevage était séropositive. 

Les taux de séroprévalence apparente des troupeaux obtenues ont été pour 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii respectivement de 

16,1% (20/124) (IC 95% : 10,1 à 23,8), 29,8% (37/124) (IC 95% : 21,9 à 38,7) et 

29,8% (37/124) (IC 95% : 21,9 à 38,7) (Tableau 5.6) (Figure 5.8). 
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Tableau 5.6 : Séroprévalences apparentes de troupeaux de Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

N % N % N % 

Douteux 3 2,4 6 4,8 9 7,3 

Positif 8 6,5 31 25,0 28 22,5 

Fortement positif 9 7,3 / / / / 

Taux de prévalence 

troupeau apparente 

(intervalle de confiance 

95%) = (P+D) / (P+D+N) 

16,1 

 (10,1-23,8) 

29,8 

(21,9-38,7) 

29,8 

(21,9-38,7) 

P : positif ; D : douteux ; N : négatif ; N : nombre ; % : pourcentage. 

16,1%
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Figure 5.8 : Histogramme de la séroprévalence apparente des 124 troupeaux 

pour Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

L’analyse de la répartition des réponses sérologiques vis-à-vis des trois germes 

recherchés a montré la présence simultanée d’anticorps anti-Toxoplasma gondii, 

anti-Chlamydia abortus et anti-Coxiella burnetii dans 0,8 % des élevages ; 

d’anticorps anti-Toxoplasma gondii et anti-Chlamydia abortus dans 2,4 % des 

élevages et d’anticorps anti-Toxoplasma gondii et anti-Coxiella burnetii dans 0,8 % 
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des élevages. On notera l’absence d’élevage comprenant simultanément des 

anticorps anti-Coxiella burnetii et anti-Chlamydia abortus (Figure 5.9). 

0,8%

2,4%

0,8%

Prévalence troupeau 

Coxiella burnetii + Chlamydia abortus+Toxoplasma gondii

Chlamydia abortus +Toxoplasma gondii

Coxiella burnetii  + Toxoplasma gondii

 

Figure 5.9 : Histogramme de la répartition simultanée de Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii dans les 124 élevages étudiés.  

5.3.2.2. Prévalence réelle du troupeau 

Les séroprévalences réelles de troupeaux des anticorps anti-Coxiella burnetii, 

anti-Chlamydia abortus et anti-Toxoplasma gondii ont été respectivement de 6,5 

% (8/124) ; 25 % (31/124) et 22,5 % (28/124). Les résultats ont été par ailleurs 

fortement positif pour les anticorps anti-Coxiella burnetii dans 7,3 % (9/124) des 

troupeaux (Tableau 5.7) (Figure 5.10). 

Tableau 5.7 : Séroprévalences réelles des 124 troupeaux étudiés pour 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

statut Coxiella 

burnetii 

Chlamydia 

abortus 

Toxoplasma 

gondii 

Douteux 3 2,4 6 4,8 9 7,3 

Positif 8 6,5 31 25,0 28 22,5 

Fortement positif 9 7,3 / / / / 

Prévalence troupeau réelle  13,8% 25% 22,5% 

N : nombre ; % : pourcentage. 
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Figure 5.10 : Histogramme de la séroprévalence réelle des 124 troupeaux 

étudiés à l’encontre de Toxoplasma gondii, Coxiella burnetii et Chlamydia 

abortus. 
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5.3.3. Discussion 

 Coxiella burnetii 

La séroprévalence individuelle apparente de Coxiella burnetii a été estimée à 

8,4%. Elle est supérieure à celle mise en évidence par Trans-PCR en Turquie ou 

la recherche d’ADN de Coxiella burnetii a été réalisée au niveau du contenu 

abomasal au sein de la caillette de fœtus avortés provenant de 102 bovins (3,9%: 

[138]). Cependant, elle reste inférieure à celle obtenue en Iran par PCR ou la 

recherche d’ADN de Coxiella burnetii a été effectuée sur des échantillons de 

tissus provenant de 60 fœtus avortés (25 % : [136]). Cette différence peut être 

expliquée par la divergence des techniques utilisées ainsi que le matériel 

biologique (contenu abomasal et fragments de tissus de fœtus avorté).  

La prévalence obtenue (8,4%) est inférieure aux valeurs observées par Elisa 

dans diverses études réalisées :  

 dans la région de Tiaret en Algérie ou une prévalence de 23,9 % a été obtenue 

lors d’une étude réalisée sur 92 vaches appartenant à 40 fermes et ayant subi 

un avortement [6],  

 en Tunisie ou une prévalence de 16,2 % a été rapportée dans le cadre d’une 

enquête séroépidémiologique chez 148 vaches avortées appartenant à 9 

troupeaux dont les prélèvements sérologiques ont été réalisés entre le mois de 

mars et mai 2012 [208],  

 en Italie, une prévalence de 44,9 % a été signalée chez 650 bovins avortés et 

cela dans le cadre de la recherche de la circulation de Coxiella burnetii au sein 

des élevages bovins et son implication dans les épisodes d’avortement ; avec 

des prévalences significativement plus élevés en fin de gestation (p <0,002) et 

en automne (p <0,001) [127],  

 en Chine ou une prévalence de 11,6 % a été retenue parmi 564 sérums de 

bovins avec des antécédents d’avortements et appartenant à 29 fermes a 

vocation laitière [306].  

Malgré l’utilisation de la même technique d’analyse « ELISA », le même support a 

savoir des sérums de vaches avortées, des différences de séroprévalence ont 

étés notés pouvant être expliquée dans certains cas par le faible nombre de 
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vaches avortées, de troupeaux visés, les conditions et la saison de réalisation des 

prélèvements, le délai entre la survenue de l’avortement et la réalisation des 

prélèvements sérologique comparé à la présente étude. 

La séroprévalence de troupeaux de Coxiella burnetii est de 16,1%, valeur 

inférieure à celle de 22% retrouvée par Agag et al (2016) dans la région de Bejaia 

en Algérie au sein de 11 élevages parmi 50 élevages ayant servi à l’étude et 

visant la mise en évidence de la circulation de Coxiella burnetii par Elisa au sein 

des troupeaux bovins et son implication dans l’apparition des différents troubles de 

la reproduction principalement les avortements, les métrites, les retentions 

placentaires [7]. Par contre, elle se rapproche de celle de 13,4% retrouvée en 

Lettonie obtenue par PCR sur 252 laits de troupeaux [307] et de 15,6% au 

Bangladesh par Elisa sur 111 laits de troupeaux [308], différence due au contexte 

des études cités, a l’utilisation de la PCR qui est une technique plus précise que 

l’ELISA et la recherche de la prévalence sur des laits de troupeaux. 

Par rapport à la cinétique des anticorps de Coxiella burnetii et pour une meilleure 

interprétation des résultats de la sérologie, on aurait souhaité réalisé un second 

prélèvement à 15 jours d’intervalles (séroconversion), mais malheureusement le 

refus catégorique des éleveurs nous a empêchés.  

 Chlamydia abortus  

La séroprévalence individuelle apparente obtenue de Chlamydia abortus a été 

estimée à 12,2%, valeur égale à celle rapportée en Hongrie (12,6%) dont le but 

était de rechercher l’importance de Chlamydia abortus dans les avortements des 

ruminants domestiques. Utilisant la méthode PCR, la recherche de l’ADN de 

Chlamydia abortus a été réalisée sur 85 échantillons de cotylédons provenant de 

cas d’avortements [205]. Notre résultat se rapproche de celui rapporté en Suisse 

(11,9%) dont l’identification de l’ADN de Chlamydia abortus a été confirmée dans 

41 échantillons sur 343 placentas de bovins avortés par PCR [309]. Bien que le 

recours par les études citées à la technique de la PCR, notre résultat est 

pratiquement similaire. 

Par contre, La séroprévalence individuelle de Chlamydia abortus (12,2%) obtenue 

par Elisa est nettement inférieure à celle obtenue :  

 En Tunisie (37,1%) par Elisa sur 148 sérums bovins avortés (55/148) [208],  
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 A Taiwan sur des sérums de vaches avortées par Elisa (71,4%) (45/63), et 

dans des écouvillons vaginaux par PCR (45,2%) (14/31) [219],  

 Au Portugal ou des examens réalisés par PCR sur 43 échantillons composés 

des écouvillons vaginaux, de placenta et d’organes de fœtus avortés ont 

identifié une prévalence de 34,9 % (15/43) [206], 

 En Chine ou une prévalence de Chlamydia abortus de 18,2% a été observée 

chez les vaches laitières avortées contre 16,7% chez les vaches laitières non 

avortés par le test indirect d’hémagglutination (TIH) réalisé sur un totale de 875 

échantillons de sérums, en notant que les bovins laitiers de sept ans avaient la 

plus forte séroprévalence (35,4%) [224].  

Cette différence entre notre résultats et ceux des études citées peut être expliqué 

par la technique utilisée (PCR, ELISA, TIH), le matériel biologique utilisé (sérums, 

écouvillons vaginaux, fragments de placenta et organes de fœtus), le nombre 

d’échantillons et de sérums analysés (erreurs lors de manipulation), l’âge des 

animaux avortés et le contexte comparatif [vaches avortées VS vaches témoins ( 

vaches non avortées avec aucun problèmes de reproduction apparent)] réalisé par 

certaines études citées si dessus. 

La séroprévalence de troupeau de Chlamydia abortus obtenue a été de 29,8%, 

valeur nettement inférieure à celle de 66,7% retenus par analyse de sérums par 

test Elisa et appartenant à 6 troupeaux de bovins parmi 9 troupeaux (6/9) objet de 

l’étude menée en Tunisie [208], rapportant ainsi l’influence du nombre des 

animaux et troupeaux ainsi que la cohabitation entre bovins et ovins sur la valeur 

de la séroprévalence obtenue comparée à notre étude ou le nombre de troupeaux 

était nettement supérieur (124) avec absence totale d’ovins et caprins dans ces 

derniers. 

 Toxoplasma gondii 

La séroprévalence individuelle apparente de Toxoplasma gondii a été estimée à 

13,8%. Dans le même contexte à savoir la recherche et l’implication de 

Toxoplasma gondii comme agent abortif chez les bovins. Nos résultats sont 

similaires à ceux obtenus au Soudan qui ont analysé par Elisa 181 sérums de 

vaches ayant présentées des troubles de la reproduction (13,3%) (24/181) [275]. 
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A l’ouest de l’Algérie, Abdelhadi et al [6] ont rapporté une séroprévalence de 

Toxoplasma gondii comme agent abortif de 15,2% (14/92). 

Cependant, nos résultats (13,8%) obtenues sont supérieurs à ceux rapportés en 

Iran (5,9%) (5/85) lors d’une étude visant l’évaluation de la séroprévalence par 

ELISA des infections à Neospora caninum et à Toxoplasma gondii dans des 

sérums de bovins avortés. Une différence significative a été trouvée entre 

l'infection par Toxoplasma gondii et le type de bovins ruraux (p = 0,05) par rapport 

aux bovins laitiers industriels [284].  

Par contre, elle est inférieure à celle constaté lors d’une étude réalisée en 

Argentine ou une prévalence de 24.2% a été retenue par PCR après examens 

d’avortons ou l’ADN des fœtus était extrait principalement des tissus du SNC. Le 

cœur, le foie, les muscles et / ou le placenta ont été traités lorsque le tissu 

nerveux n'était pas disponible [286].  

Ces différences dans les valeurs des prévalences individuelles de Toxoplasma 

gondii sont liées aux techniques utilisées [PCR (recherche d’ADN de Toxoplasma 

gondii), ELISA (recherche des anticorps en réponse a Toxoplasma gondii)] ;  au 

support sur lequel les tests ont étés réalisés [sérums, organes d’avortons 

(cerveau, foie, rate, cœur)] ; le choix des animaux (animaux avortés, animaux 

présentant des troubles de la reproduction). 

La séroprévalence apparente de troupeau de Toxoplasma gondii a été estimée à 

29,8% ; valeur nettement inférieure à celle rapportée au Soudan lors d’une étude 

similaire recherchant l’éventuelle implication de Toxoplasma gondii dans les cas 

d’avortements bovins rencontrés dans 29 troupeaux de bovins laitiers repartis en 

deux régions (44,8%) (13/29) [275]. 
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CHAPITRE 6 

ETUDE DES FACTEURS ASSOCIES A UN RISQUE AUGMENTE OU DIMINUE 

D’EXPOSITION A COXIELLA BURNETII, CHLAMYDIA ABORTUS ET 

TOXOPLASMA GONDII CHEZ LES VACHES AVORTEESDANS LA REGION 

DE LA MITIDJA 

 

 

6.1. Introduction 

A l’échelle individuelle, les séroprévalences apparentes de Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii ont été respectivement de 8,4%, 12,2% 

et 13,8%. Aucune vache n’a présenté simultanément des anticorps anti-Coxiella 

burnetii et/ou anti-Chlamydia abortus et/ou anti-Toxoplasma gondii. Cependant, à 

l’échelle du troupeau, les taux de séroprévalence apparente obtenues ont été pour 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii respectivement de 

16,1%, 29,8% et 29,8%. 

Les facteurs associés à un risque augmenté d’exposition à Coxiella burnetii et 

rapportés dans la littérature sont l’augmentation de l’âge des animaux [274], 

l’automne [147], la race Holstein [274], l’augmentation du nombre d’animaux dans 

l’élevage, la présence de tiques [215], la cohabitation de bovins avec des ovins 

[215], l’introduction de nouveaux bovins dans l’élevage [124], l’absence de 

quarantaine [275], l’augmentation des rotations de bovins entre élevages [125, 

261] et le non-respect des règles de biosécurité en matière d’équipement ou 

d’insémination artificielle [151]. L’augmentation de l’âge des animaux [127], de la 

taille des troupeaux [126] ou les cas d’avortements antérieurs [127] ont été 

reconnus comme facteurs associés à un risque augmenté d’exposition à 

Chlamydia abortus. Enfin, selon différentes études, l’âge des animaux, la 

contamination de l’eau d’abreuvement et la présence de chats dans l’exploitation 

constituent des facteurs associés à un risque augmenté d’exposition à 

Toxoplasma gondii [127]. 
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Les données citées ci-dessus illustrent l’importance de ces pathologies chez les 

bovins. Aussi, il nous a paru intéressant de chercher différents facteurs associés à 

un risque augmenté ou diminué d’exposition aux trois pathogènes considérés. 

6.2. Matériel et méthodes 

L’étude a été réalisée entre les mois d’octobre 2014 et juin 2016. Elle concerne 

368 cas d’avortements provenant de 124 élevages déclarés indemnes de 

brucellose et de tuberculose et situés dans le Nord de l’Algérie (plaine de la 

Mitidja) et dont les caractéristiques générales de la zone d’étude ont été citées 

dans le chapitre précédant (Chapitre 5). Cet échantillon représente environ 1% 

des génisses et vaches présentes dans la région. 

La collecte des données nécessaires à l’étude des facteurs de risque a été 

réalisée au moyen de deux questionnaires par entretien direct (entretien de type 

directif). Le premier concerne les données générales de l’élevage (Annexe 4) et le 

second les caractéristiques plus spécifiques à chaque bovin avorté à plus de trois 

mois de gestation, au cours des deux mois précédant la visite (Annexe 5). 

Lors de la déclaration par l’éleveur d’un cas d’avortement observé à plus de trois 

mois de gestation, une visite de l’élevage a été réalisée dans 124 troupeaux 

laitiers qui étaient sur base d’un dépistage régulier, indemnes de brucellose et de 

tuberculose. Elle a permis de collecter les données nécessaires à l’évaluation des 

facteurs de risque ou de protection en regard de l’exposition à trois causes 

d’avortements étudiées. Ces données concernent l’année de la visite de l’élevage 

(2014, 2015 ou 2016), le nombre de bovins, le nombre de femelles, le type de 

stabulation (libre, entravée ou semi-entravée1), la pratique du pâturage (oui, non), 

le mode de reproduction (insémination artificielle ou saillie naturelle), la saison de 

l’avortement (printemps, été, automne, hiver), les conditions de conservation des 

aliments (bonne, mauvaise, moyenne), la source d’abreuvement (conduite 

communale, citerne, forage2, puits, ruisseau), le déparasitage ou non des 

animaux, l’application ou non d’un plan de contrôle des rongeurs et autres 

nuisibles, la fréquence estimée des avortements, l’achat ou non de nouveaux 

                                            
1 Animal qui est confiné à l'intérieur du bâtiment d'élevage lors de la traite par exemple et pendant 

la nuit, et à l’extérieur pour le pâturage ou en air de repos. 
2La différence entre un forage et un puit est lié à la profondeur ; le forage est profond, alors que le 

puit est superficiel. 
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animaux au cours des 12 derniers mois et les vaches qui ont avorté sur base de 

l’identification de l’avorton (avortement clinique) ou du retour en chaleurs de 

l’animal après une confirmation de la gestation (avortement subclinique).  

Les données individuelles concernent l’âge de l’animal (année), la race (Holstein, 

Montbéliarde, Fleckveik, Brune de l’atlas), la saison de l’avortement (été, 

automne, hiver, printemps), le stade de gestation au moment de l’avortement 

(mois), le numéro de gestation, la gémellité (le nombre de fœtus) (oui, non), le 

mode de reproduction utilisé (insémination artificielle vs naturelle), la manifestation 

d’un avortement ou non avant l’avortement en cause. 

6.2.1. Méthodes statistiques 

L’identification statistique des facteurs associés à un risque augmenté ou diminué 

d’exposition aux trois pathogènes d’intérêt a été effectuée en utilisant STATA / SE 

Acad. 14.2 [310] (Stata Corp., Collège Station, Texas, États-Unis d’Amérique). 

Dans une première étape, un modèle à effets mixtes à plusieurs niveaux a été 

utilisé pour prendre en compte l’éventuel niveau « troupeaux » comme effet 

aléatoire. Comme l’effet aléatoire n’a pas été observé, une régression logistique a 

été utilisée pour modéliser les probabilités qu’un animal soit séropositif ou douteux 

en fonction des facteurs associés à un risque augmenté ou diminué d’exposition 

aux pathogènes étudiés. L’identification initiale des facteurs potentiels associés à 

un risque augmenté ou diminué d’exposition pour les trois maladies étudiées a été 

effectuée dans un premier temps au moyen d’une régression univariée. Dans un 

second temps, une régression logistique multivariée incluant toutes les variables 

ayant une valeur de P< 0,20 à l’analyse univariée a été utilisée. Enfin, dans le 

modèle multivariée initial, les variables non significatives (P> 0,05) ont été 

supprimées dans une approche pas à pas (à partir de la variable la moins 

significative, c’est-à-dire la variable avec la valeur de P la plus élevée). À chaque 

étape, un test de rapport de vraisemblance a permis de comparer les modèles 

complexe et simplifié. Lorsqu’il n’y avait pas de différence significative entre ceux-

ci, le modèle simplifié a été retenu. Les corrélations entre variables ayant passé 

l’analyse univariée n’ont pas été testées car elles n’avaient pas de pertinence 

biologique. 
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6.3. Résultats 

6.3.1. Résultats de l’approche individuelle 

6.3.1.1. Caractéristiques générales des vaches avortées 

Les caractéristiques générales des 368 vaches avortées sont représentées dans 

le tableau 6.1. 

La majorité des vaches avortées de notre étude sont âgées de 6 à 8 ans (51,6 %) 

et dont l’avortement concernait majoritairement des vaches en 2ème ou 3ème 

lactation (72,8%), ce qui suggère un retard dans la mise a la reproduction des 

vaches laitières en Algérie. La plus part des vaches avortées étés de race Holstein 

(53,2 %). Une minorité d’entre elles (9,5 %) ont avorté en été. La majorité des 

avortements (28 %) ont été observés au cours du 6 éme mois de gestation et 

gestantes d’un seul fœtus (92,1 %) après une insémination artificielle (83,7 %) et 

ayant vêlées normalement avant sans antécédents d’avortements (80,7 %). 
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Tableau 6.1 : Résultats descriptifs des caractéristiques des 368 vaches 

ayant avortées. 

paramètres variables Nombre de vaches / % 

Année de visite 2014 21 (5,7%) 

2015 184 (50%) 

2016 163 (44,3%) 

Age animal ≤ 3 ans 43 (11,7%) 

4 - 5 ans 135 (36,7%) 

6 - 8 ans 190 (51,6%) 

Race Holstein 196 (53,3 %) 

MB 120 (32,6%) 

FLV 32 (8,7%) 

BA 20 (5,4%) 

Saison d’avortement Eté 35 (9,5%) 

Automne 120 (32,6%) 

Hivers 86 (23,4%) 

Printemps 127 (34,5%) 

mois de gestation 3 mois 29 (7,9%) 

4 mois 60 (16,3%) 

5 mois 52 (14,1%) 

6 mois 103 (28,0%) 

7 mois 84 (22,8%) 

8 mois 40 (10,9%) 

numéro de gestation 1 ère 52 (14,13%) 

2 éme 121 (32,9%) 

3 éme 147 (39,9%) 

4 éme 44 (11,95%) 

5 éme 4 (1,08%) 

Gémellité oui 29 (7,88%) 

non 339 (92,11%) 

Mode de reproduction IA 308 (83,69%) 

SN 60 (16,30%) 

Antécédents d’avortements oui 71 (19,29%) 

non 297 (80,7%) 

total  368 (100%) 
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6.3.1.2. Résultats de l’analyse Univariée (P<0,20) à l’échelle individuelle 

Les résultats de l’analyse univariée des différents facteurs de risques recherchés 

à l’échelle individuelle sont présentés dans le tableau 6.2. 

Pour Coxiella burnetii, les variables significatives au seuil de P<0,20 retenues 

sont :  

 Les saisons : estivales [été (p= 0,14)] et hivernales [hiver (p=0,053)],  

 L’année de la visite du troupeau : (2015, 2016) [2015 (p<0,001), 2016 

(p<0,001)],  

 Mois de gestation : les 7ème (p= 0,1) et8éme (p=0,16) mois de gestation,  

 Numéro de gestation : les 3éme (p=0,09) et 5éme (p=0,06) gestation,  

 La reproduction par insémination artificielle IA (p<0,001),  

 La manifestation d’un avortement antérieurement (p=0,15). 

Pour Chlamydia abortus, les variables significatives au seuil de P<0,20 sont :  

 Les saisons estivales [été (p= 0,18)], hivernales [hiver (p=0,04)], et 

printanière [printemps (p=0,07)],  

 Mois de gestation : les 6 éme  (p= 0,12), 7éme (p= 0,11) et 8 éme  (p= 0,045) 

mois de gestation,  

 La reproduction par insémination artificielle IA (p < 0,001). 

Pour Toxoplasma gondii, les variables significatives au seuil de P<0,20 sont :  

 La race Holstein pie rouge HPR (p= 0,19),  

 Mois de gestation : Le 4éme (p= 0,04), 5éme (p= 0,03) et 7éme (p= 0,19) mois 

de gestation,  

 Numéro de gestation : les 2éme (p= 0,04), 3éme (p= 0,01) et 7éme (p= 0,19) 

gestation,  

 La reproduction par insémination artificielle IA (p = 0,04). 
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Tableau 6.2 : Résultats de l’analyse univariée (P<0,20) à l’échelle individuelle 

de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

Germe Variable Catégorie Odds ratio   

(95% CI) 

P-

value 

Coxiella 

burnetii 

saison Automne Référence - 

Eté 2,28 (0,76-6,78) 0,14 

Hiver 0,13 (0,016-1,03) 0,053 

Printemps 1,36 (0,58-3,19) 0,477 

Année de la 

visite 

2014 Référence - 

2015 0,11 (0,04-0,33) <0,001 

2016 0,12 (0,04-0,34) <0,001 

Mois de 

gestation 

3 mois Référence - 

4 mois 0,53 (0,032-8,80) 0,657 

5 mois 0,92 (0,08-10,53) 0,943 

6 mois 1,72 (0,20-14,94) 0,621 

7 mois 5,70 (0,72-45,30) 0,1 

8 mois 4,63 (0,53-40,77) 0,167 

Numéro de la 

gestation 

1 Référence - 

2 5,10 (0,64-40,57) 0,214 

3 5,80 (0,75-45,01) 0,093 

4 3,73 (0,37-37,23) 0,262 

5 17 (0,84-343,66) 0,065 

Mode de 

reproduction 

SN Référence - 

IA 0,22 (0,10-0,49) <0,001 

Antécédents 

d'avortement 

Non Référence - 

Oui 1,81 (0,80-4,13) 0,156 

Chlamydia 

abortus 

Saison Automne Référence - 

Eté 0,42 (0,12-1,49) 0,18 

Hiver 0,39 (0,16-0,97) 0,04 

Printemps 0,51 (0,24-1,06) 0,07 

Mois de 

gestation 

3 mois Référence - 

4 mois 2,82 (0,13-60,84) 0,51 

5 mois 6,68 (0,36-122,75) 0,2 
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6 mois 9,55 (0,55-165,32) 0,12 

7 mois 10,47 (0,60-182,01) 0,11 

8 mois 19,00 (1,06-339.13) 0,045 

Mode de 

reproduction 

SN Référence - 

IA 0,25 (0,13-0,50) <0,001 

Toxoplasma 

gondii 

Race de 

l'animal 

BA Référence - 

FLV 1,12 (0,28-4,45) 0,88 

HPN 0,59 (0,18-1,95) 0,39 

HPR 0,36 (0,08-1,63) 0,19 

MB 0,66 (0,20-2,21) 0,5 

Mois de 

gestation 

3 mois Référence - 

4 mois 21,47 (1,23-375,04) 0,04 

5 mois 22,42 (1,30-387,59) 0,03 

6 mois 5,92 (0,33-104,87) 0,23 

7 mois 6,99 (0,39-123,98) 0,19 

8 mois 3,61 (0,17-78,05) 0,41 

Numéro de la 

gestation 

1 Référence - 

2 0,43 (0,19-0,96) 0,04 

3 0,34 (0,15-0,77) 0,01 

4 0,68 (0,26-1,80) 0,44 

5 0,33 (0,02-6,44) 0,46 

Mode de 

reproduction 

SN Référence - 

IA 3,51 (1,06-11,66) 0,04 
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6.3.1.3. Résultats de l’analyse multivariée à l’échelle individuelle (P≤0,05) 

Les résultats de l’analyse multivariée(P≤0,05) des différents facteurs de risques 

recherchés à l’échelle individuelle sont présentés dans le tableau 6.3. 

Pour Coxiella burnetii:  

 aucun des facteurs étudiés par le modèle de régression logistique 

multivariée ne s’est révélé être un facteur associé à un risque augmenté 

d’exposition à Coxiella burnetii.  

 Cependant, l’année de visite en 2015 (OR = 0,0006 ; IC 95% : 0,000004 - 

0,12 ; P = 0,006) et en 2016 (OR = 0,0005 ; IC 95% : 0,000002 - 0,13 ; P = 

0,007), et la pratique de l’insémination artificielle (OR = 0,15 ; IC 95% : 

0,05 - 0,44 ; P = 0,001) étaient des facteurs associés à un risque diminué 

d’exposition à Coxiella burnetii. 

Pour Chlamydia abortus :  

 L’hiver (OR = 0,39; IC 95% : 0,15 - 1,00 ; P = 0,05), le printemps (OR = 

0,45; IC 95% : 0,20 - 0,97 ; P = 0,04) et la pratique de l’insémination 

artificielle (OR = 0,27; IC 95% : 0,13 - 0,56 ; P< 0, 001) se sont révélés 

être des facteurs associés à un risque diminué d’exposition à Chlamydia 

abortus. 

Pour Toxoplasma gondii :  

 Le 4ème (OR = 22,68 ; IC 95% :1,38 - 392,97; P = 0,03) et le 5ème mois de 

gestation (OR = 25,5 ; IC 95% : 1,47 - 442,11 ; P = 0,03) se sont révélés 

être des facteurs associés à un risque augmenté d’exposition.  

 Par contre, la troisième lactation est un facteur associé à un risque 

diminué d’exposition à Toxoplasma gondii (OR = 0,38 ; IC 95 % : 0,16 – 

0,92 ; P = 0,03). 
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Tableau 6.3 : Résultats de l’analyse multivariée par régression logistique à 

l’échelle individuelle des facteurs de risque associés à Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii (p≤0,05). 

Germe variable catégorie OR (95% CI) P- value 

Coxiella  

burnetii 

Année 2014 référence - 

2015 0,0006 (0,000004-0,12) 0,006 

2016 0,0005 (0,000002-0,13) 0,007 

Mode de 

reproduction 

SN référence - 

IA 0,15 (0,05-0.44) 0,001 

Chlamydia 

abortus 

saison automne référence - 

hiver 0,39 (0,15-1,01) 0.05 

printemps 0,45 (0,20-0,97) 0,04 

Mode de 

reproduction 

SN référence - 

IA 0,27 (0,13-0,56) <0,001 

Toxoplasma 

gondii 

Mois de 

gestation 

3 mois référence - 

4 mois 22,68 (1,38-392,97) 0,03 

5 mois 25,51 (1,47-442,11) 0,03 

Numéro de 

gestation 

1 référence - 

3 0,38 (0,16-0,92) 0,03 
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6.3.2. Résultats de l’approche troupeau 

6.3.2.1. Caractéristiques des troupeaux 

L’analyse descriptive des différentes caractéristiques et de gestion des 124 

élevages étudiés (Tableau 6.4) révèle que: 100% (124/124) des élevages 

pratiquent le dépistage régulier de la brucellose et de la tuberculose ; que 59,7% 

(74 /124) réalisent un déparasitage régulier des animaux (1 fois / 6 mois) et que 

72,6% (90/124) appliquent un plan de lutte dirigé contre les rongeurs et les autres 

nuisibles (une fois / an). 

La présence des chats et chiens a été constaté dans 100% des élevages visités. 

Ces animaux ont accès aux aliments destinés aux bovins dans 77,4% (96/124) 

des élevages. Les conditions de conservation des aliments ont été qualifiées de 

moyenne dans 52,4% (65/124) des élevages, la présence visible de moisissures 

ayant été observée chez 12,1% d’entre eux (15/124). 

La majorité des élevages (83,1% : 103/124) ont opté pour une stabulation semi-

entravée, les animaux ont accès à un pâturage dans 63,1% (79/124) des cas, et 

49,2% (61/124) utilisés l’eau acheminé par les citernes (eau de la rivière, ruisseau, 

eau des sources naturelles) comme source d’abreuvement des bovins. La 

reproduction des vaches était assurée dans respectivement 54,8% (68/124) ; 

12,9% (16/124) et 32,3% (40/124) des cas par insémination artificielle contre, 

saillie naturelle et un modèle mixte. 

La totalité des élevages ont été confrontés à au moins un cas d’avortement au 

cours des 12 mois précédant la visite, ces cas concernant à la fois les vaches 

nées dans les fermes que les vaches achetées au marché ou dans d’autres 

fermes soit un taux de 55,6% (69/124). La majorité des élevages (68,5% : 85/124) 

ont introduit de nouveaux bovins au cours des 12 derniers mois; sans application 

de la mise en quarantaine recommandé dans un tel cas (0%, 0/124). 

En cas d’avortement, respectivement 50,8% (63/124), 11,3% (14/124) et 37,9% 

(47/124) des éleveurs pratiquent l’incinération et l’enfouissement de l’avorton, le 

donnent aux chiens ou le jettent aux ordures. Dans 51,6% (64/124) des cas, le 

chien et chat avait accès aux arrières faix et à l’avorton. La majorité des éleveurs 

(86,3% : 107/124) font appel au vétérinaire en cas d’avortement. 
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Tableau 6.4: Caractéristiques des 124 élevages audités. 

Paramètres Variables Nombre / % 

Année de visite 2014 1 (0,8%) 

2015 60 (48,4%) 

2016 63 (50,8%) 

Type de stabulation libre 7 (5,6 %) 

entravée 14 (11,4 %) 

semi-entravée 103 (83 %) 

Accès au pâturage Oui 79 (63,7 %) 

Non 45 (36,3 %) 

Mode de reproduction IA 68 (54,8 %) 

SN 16 (12,9 %) 

IA+SN 40 (32,3 %) 

Conservation des aliments Bonne 55 (44,4 %) 

Mauvaise 4 (3,2 %) 

Moyenne 65 (52,4 %) 

Moisissures sur les fourrages Oui 15 (12,1 %) 

Non 109 (87,9 %) 

Accès aux aliments par des 

carnivores domestiques 

Oui 96 (77,4 %) 

non 28 (22,6 %) 

Source d’abreuvement Puits 35 (28,2 %) 

Citerne 61 (49,2 %) 

Conduite communale 9 (7,3 %) 

Forage personnel 19 (15,3 %) 

Déparasitage des animaux Oui 74 (59,7 %) 

Non 50 (40,3 %) 

Lutte contre les rongeurs Oui 90 (72,6 %) 

Non 34 (27,4 %) 

Devenir de l’avorton 

 

Incinération et refouillement 63 (50,8 %) 

Donner au chien 14 (11,3 %) 

jeter aux ordures 47 (37,9 %) 

Origine des avortées Nées à la ferme 33 (26,6 %) 

Achetées (étranges) 22 (17,7 %) 

Nées et achetés 69 (55,6 %) 

Achat de bovins depuis <12 

mois 

Oui 85 (68,5 %) 

Non 39 (31,5 %) 

Accès au placenta et à l’avorton 

par des chiens et/ou des chats. 

Oui 64 (51,6 %) 

Non 60 (48,4 %) 

Appel du vétérinaire en cas 

d’avortement 

Oui 107 (86,3 %) 

Non 17 (13,7 %) 
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6.3.2.2. Résultats de l’analyse univariée à l’échelle des troupeaux (p < 0,20) 

Les résultats de l’analyse univariée (p < 0,20) des différentes variables recherchés 

pour Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii sont présentés 

dans le tableau 6.5. 

Pour Coxiella burnetii, les variables retenues par le modèle logistique de la 

régression univariée sont :  

 L’année de visite du troupeau (2015, 2016) [2015(p=0,09), 2016 (p=0,1)],  

 La reproduction par insémination artificielle IA (p=0,01),  

 La mauvaise conservation des aliments (p= 0,09), 

 L’application d’un plan de contrôle des rongeurs (p=0,004). 

Pour Chlamydia abortus, les variables retenues par le modèle logistique de la 

régression univariée sont :  

 L’année de visite du troupeau 2016 (p= 0,15),  

 le forage personnel comme source d’abreuvement (p= 0,14),  

 Le déparasitage des animaux (p= 0,002),  

 Le contrôle des rongeurs et autres nuisibles (p = 0,07). 

Pour Toxoplasma gondii, les variables retenues par le modèle logistique de la 

régression univariée sont :  

 La stabulation semi-entravée (p= 0,18),  

 Le forage personnel (p= 0,002) et la citerne (p= 0,1) comme source 

d’abreuvement. 
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Tableau 6.5 : Résultats de l’analyse univariée à l’échelle du troupeau de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii (p<0,20). 

Germe Variable Catégorie Odds ratio  

(95% CI) 

P-

value 

Coxiella 
burnetii 

Année de la 
visite 

2014 Référence - 

2015 0,06 (0,002-1,62) 0,095 

2016 0,065 (0,002-1,72) 0,1 

Mode de 
reproduction 

IA + SN Référence - 

IA 0,26 (0,09-0,76) 0,01 

SN 0,61 (0,15-2,55) 0,5 

Conservation de 
l'aliment  

Moyenne Référence - 

Bonne 1,22 (0,45-3,32) 0,7 

Mauvaise 6,22 (0,78-49,93) 0,09 

Contrôle des 
rongeurs et 
autres nuisibles 

Non Référence - 

Oui 0,23 (0,09-0,63) 0,004 

Chlamydia 
abortus 

Année de visite 2014 Référence - 

2015 0,21 (0,008-5,34) 0,34 

2016 0,09 (0,003-2,31) 0,15 

Source 
d'abreuvement 

Puits Référence - 

Citerne 1,53 (0,59-3,98) 0,39 

Conduite 
communale 

0,96 (0,17-5,60) 0,97 

Forage personnel 2,45 (0,74-8,19) 0,14 

Plan de 
déparasitage 

Non Référence - 

Oui 4,19 (1,66-10.55) 0,002 

Contrôle des 
rongeurs et 
autres nuisibles 

Non Référence - 

Oui 2,45 (0,92-6,55) 0,07 

Toxoplasma 
gondii 

Type de 
stabulation 

Libre Référence - 

Entravée 6,43 (0,30-138,25) 0,24 

Semi-entravée 7,13 (0,40-128,52) 0,18 

Source 
d'abreuvement 

Puits Référence - 

Citerne 2,51 (0,84-7,51) 0,1 

Conduite 
communale 

2,57 (0,56-16,07) 0,2 

Forage personnel 8,25 (2,22-30,69) 0,002 
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6.3.2.3. Résultats de l’Analyse multivariée à l’échelle des troupeaux 

Les résultats de l’analyse multivariée (p≤ 0,05) par régression logistique des 

différents facteurs associés à un risque augmenté ou diminué à l’encontre de 

Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii recherchés à l’échelle 

du troupeau sont présentés dans le tableau 6.6. 

 

 À l’échelle du troupeau, le déparasitage des animaux et l’utilisation d’un 

forage personnel comme source d’abreuvement se sont révélés être des 

facteurs associés respectivement à un risque augmenté d’exposition à 

Chlamydia abortus (OR = 3,89 ; IC 95% : 1,53 - 9,08; P = 0,005) et 

Toxoplasma gondii (OR = 7,50 ; IC 95% : 2,11 - 26,69; P< 0,001).  

 

 En ce qui concerne Coxiella burnetii, aucun facteur associé à un risque 

augmenté d’exposition n’a été identifié par l’analyse de la régression logistique 

multivariée. Par contre, les facteurs analysés suivants étaient associés à un 

risque diminué d’exposition à ce pathogène : l’année de visite en 2015 (OR = 

0,02 ; IC 95% : 0,0008 - 0,65; P = 0,027) et en 2016 (OR = 0,01 ; IC 95% : 

0,0003 - 0,36; P = 0,011), l’insémination artificielle pratiquée par un 

vétérinaire ou un technicien-inséminateur formé (OR = 0, 21; IC 95% : 0,06 - 

0,69; P = 0,01) et l’application d’un plan de contrôle des rongeurs et 

autres nuisibles (OR = 0,19 ; IC 95% : 0,06 - 0,57; P = 0,003). 
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Tableau 6.6 : Résultats de la régression logistique multivariée à l’échelle du 

troupeau pour les facteurs de risque recherches associés à Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii (p≤0,05). 

Germe Variable Catégorie Odds ratio  

(95% CI) 

P-value 

Coxiella 

burnetii 

Année de la visite 2014 Référence - 

2015 0,02 (0,0008-0,65) 0,027 

2016 0,01 (0,0003-0,36) 0,011 

Mode de 

reproduction  

SN Référence - 

IA 0,21 (0,06-0,69) 0,01 

Contrôle des 

rongeurs 

Non Référence - 

Oui 0,19 (0,06-0.57) 0,003 

Chlamydia 

abortus 

Plan de 

déparasitage 

Non Référence - 

Oui 3,89 (1,53 - 9,89) 0,005 

Toxoplasma 

gondii 

Source 

d'abreuvement 

puits Référence - 

Forage 

personnel 

7,50 (2,11-26,69) <0,001 
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6.4. Discussion 

 Coxiella burnetii 

Aucun facteur étudié au niveau individuel ou de troupeau ne s’est révélé être 

associé à risque augmenté d’exposition à Coxiella burnetii lors d’avortement. La 

prévalence à l’échelle individuelle et du troupeau de cet agent étiologique a été 

respectivement moindre durant les années 2015 (OD = 0,0006 / OD = 0,02) et 

2016 (OD = 0,0005 / OD = 0,01) qu’en 2014. Il n’est pas impossible de penser que 

l’augmentation des précipitations moyennes en 2015/2016 (422 mm) par rapport à 

2014 (285 mm) ainsi que les conditions venteuses (sirocco) de notre zone d’étude 

en soient responsables [311]. Ce risque diminué d’exposition à Coxiella burnetii lié 

à l’augmentation des précipitations s’oppose aux observations d’une étude menée 

au Kenya qui constate une séroprévalence individuelle de 10.5% associée à des 

précipitations de 100 mm [123], et à celle menée en Suède qui rapporte une 

séroprévalence de 8.2% et qui été associée à des précipitations supérieures à 

26mm [129]. A l’île de la Réunion la prévalence de Coxiella burnetii est plus 

élevée dans les fermes qui sont exposées aux vents dominants et à des 

températures élevées [126]. A noté également le rôle important de vecteur joué 

par les tiques dans la transmission de Coxiella burnetii et l’éventuelle relation de 

ces dernières avec les conditions climatiques. 

La pratique de l’insémination artificielle par un vétérinaire ou un technicien formé 

constitue un facteur associé à un risque diminué d’exposition à Coxiella burnetii et 

ce, à la fois au niveau individuel (OD =0,15 / P = 0.001) et de troupeau (OD=0,21/ 

P = 0.01). Une observation inverse a été rapportée au Danemark, ou la 

prévalence de Coxiella burnetii s’est avérée plus élevée dans les troupeaux (lait 

de grand mélange) et dont l’insémination artificielle était pratiquée par une autre 

personne qu’un technicien de l’insémination artificielle à savoir l’éleveur (92 %: 

OD=7.7, IC95 % = 2.1 à 17.0) que dans ceux recourant à la saillie naturelle (54%) 

[146]. Une autre étude menée au Danemark n’a fait ressortir aucune association 

significative entre le renforcement de mesures hygiéniques lors de l’insémination 

artificielle et la séropositivité du lait de réservoir dans des troupeaux de vaches 

laitières [151]. 

À l’échelle du troupeau, la mise en place de mesures visant à éradiquer les 
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rongeurs et autres nuisibles a été mise en relation avec une plus faible exposition 

à Coxiella burnetii et donc à réduire le risque d’avortements (OD=0,19 / p= 0.003). 

L’acide désoxyribonucléique de Coxiella burnetii a déjà été trouvé chez des rats 

bruns (Rattus norvegicus) et des rats noirs (Rattus rattus) se trouvant dans des 

élevages de bovins aux Pays-Bas [312]. Le rat est considéré comme un hôte 

potentiel de Coxiella burnetii et dès lors, l’excrétion de la bactérie est susceptible 

de souiller des aliments destinés aux bovins. Cette association a été également 

observée aux Pays-Bas où, dans des élevages de chèvres laitières une 

association significative a été retenue entre le statut positif à Coxiella burnetii et 

les signes de présence de rongeurs (souris, rats) dans l’ensilage ou la litière au 

cours des 12 derniers mois (OD=4,3) [313]. 

 Chlamydia abortus 

À l’échelle individuelle, l’hiver (OD = 0,39 / p = 0,05) et le printemps (OD=0,45 / 

p=0,04) ont été identifiés comme des facteurs associés à un risque diminué 

d’exposition à Chlamydia abortus. Ce résultat s’oppose à celui rapporté au 

Mexique où le risque d’avortement en général est apparu plus élevé durant les 

périodes pluvieuses et venteuses de l’hiver que durant la saison sèche dans des 

élevages de vaches croisées à viande [314]. Toutefois, l’augmentation de la 

prévalence des avortements en période hivernale a également été rapportée en 

Irlande [315]. 

Le recours à l’insémination artificielle a été identifié comme un facteur associé à 

un risque diminué d’exposition à Chlamydia abortus (OR= 0.27 / p= < 0.001). 

Cette observation rejoint celle constatée lors d’une étude menée en Allemagne 

[197] où le recours à la saillie naturelle constituait un facteur de risque imputable à 

la présence fréquente de Chlamydia abortus chez les taureaux atteints de 

vésiculite [316] ou même cliniquement sains [204]. Ces derniers peuvent s’infecter 

et constituer des vecteurs de la chlamydiose, le risque d’avortement étant 6,6 fois 

supérieur chez les vaches séropositives [193]. 

À l’échelle du troupeau, la pratique du déparasitage des animaux a été identifié 

comme un facteur associé à un risque augmenté (OD = 3,89 / p = 0.005) 

d’exposition à Chlamydia abortus en contribuant à augmenter le risque 

d’avortements. Il est possible que cet effet à première vue paradoxal soit 
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imputable au fait que l’activité antimitotique des benzimidazoles puisse être 

responsable de malformations ou d’anomalies de développement du fœtus 

conduisant à leur expulsion [75].  

 Toxoplasma gondii 

À l’échelle individuelle, les 4éme (OR=22,68 / p=0.03), et 5éme mois de gestation 

(OR= 25,51 / p=0.03) ont été identifiés comme des facteurs associés à un risque 

augmenté d’exposition à Toxoplasma gondii. Ceci est à mettre en relation avec le 

fait que l’avortement à Toxoplasma gondii s’observe entre le 1er et le 6ème mois de 

gestation, soit un mois environ après une contamination initiale [317]. Toutefois, 

ce n’est qu’à partir du troisième mois de gestation que l’éleveur est susceptible de 

rapporter des avortements cliniques. 

Une réduction du risque d’exposition à Toxoplasma gondii lors de la troisième 

gestation a été constaté (OD=0,38 / p=0,03), ce qui suggère le développement 

d’une immunité acquise. Selon les auteurs, la séroprévalence de Toxoplasma 

gondii est plus élevée chez les bovins de moins d’un an [275] que chez les bovins 

plus âgés : > 4 ans [210], > 5 ans [274]. Ce développement possible d’une 

immunité contribuerait à réduire le risque d’avortement. Notons toutefois que notre 

étude ne concerne pas les jeunes animaux. 

A l’échelle du troupeau, le forage personnel comme source d’abreuvement était un 

facteur associé à un risque augmenté d’exposition à Toxoplasma gondii (OD=7,5 / 

p< 0,001). En effet, l’eau peut être contaminée par des oocystes de Toxoplasma 

gondii provenant des matières fécales ou des urines de chats infectés [210, 318]. 

En Algérie, les chats sont fréquemment rencontrés dans les élevages pour lutter 

contre l’infestation des rongeurs ce qui augmente le risque d’avoir leurs déchets 

contaminer l’alimentation, l’ensilage et les sources d’eau. Par ailleurs, les chats 

ont pour habitude d’enterrer leurs excréments ce qui rend le sol contaminé pour 

longtemps car les oocystes de Toxoplasma gondii peuvent survivre deux ans dans 

le sol. Cette contamination par l’eau d’abreuvement a également été rapportée en 

en République populaire de Chine (P<0,005) [210], et au Brésil par deux études 

différentes l’une à Rio de Janeiro, (OD=2,15 / p=0,02) [318] et l’autre à l'île 

Fernando de Noronha (OD= 8,36/ P<0,001) [319]. 
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DISCUSSION GENERALE 

 

Cette étude avait pour principaux objectifs d’établir les prévalences de Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii par la technique Elisa et 

d’identifier les facteurs associés à un risque augmenté ou diminué d’exposition 

aux trois germes recherchés chez les vaches laitières avortées dans la région de 

la Mitidja en Algérie.  

Les germes identifiés comme responsables d’avortements chez les bovins à 

l’échelle individuelle ou du troupeau ont été déjà été mis en évidence en Algérie 

par différentes techniques (Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii [6], Coxiella 

burnetii [7], le virus de la Rhinotrachéite infectieuse bovine [8], la Brucellose [9, 10, 

320]). La technique ELISA utilisée dans le cadre de notre étude offre l’avantage de 

donner des résultats plus spécifiques et plus sensibles à un moindre coût. Par 

ailleurs, elle nous a permis d’étudier les facteurs de risque et de protection 

associés à la positivité, au niveau du troupeau et des individus, dans cette région 

d’étude, en Algérie. Les données collectées et analysées dans le cadre de ce 

mémoire ont permis d’apporter quelques réponses et de soulever de nouvelles 

hypothèses épidémiologiques pour les avortements dus à Coxiella burnetii, 

Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. 

Cette étude a été basée sur la participation volontaire d’éleveurs de bovins laitiers 

dans la région de la Mitidja. Elle ne peut donc être considérée comme exhaustive. 

De nombreux éleveurs n’ont pas souhaité collaborer à cette étude. La raison doit 

vraisemblablement en être trouvée dans la peur de résultats éventuellement 

positifs et des conséquences que ceux-ci risquaient d’entraîner en termes de 

réforme du cheptel ou de la mise en application de mesures sanitaires trop 

contraignantes.  

L’échantillon de 52 génisses et 316 vaches provenant de 124 élevages déclarés 

indemnes de brucellose et de tuberculose représente environ 1% des génisses et 

vaches présentes dans la région, échantillons très petit mais cependant suffisant 

pour en réaliser une étude statistique. 
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Bilan des résultats sérologiques 

Les prévalences de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii 

obtenues dans la présente étude sont comparables à celles d’autres études 

nationales ou étrangères. Considérant les nombreuses similitudes de gestion 

d’élevage entre les diverses régions du pays ainsi que les mouvements très 

probables et fréquents de bovins entre ces élevages, ces résultats peuvent 

probablement être généralisés à l’ensemble de l’Algérie, fournissant ainsi une 

base de données intéressantes à employer à cette échelle pour des études 

futures. 

Le diagnostic d’avortement implique la collecter des données épidémiologiques, 

cliniques mais finalement seul le laboratoire peut apporter la confirmation de 

l’agent responsable, les autres informations offrant un moyen d’orienter 

adéquatement le diagnostic probable.  

D’une manière générale, le diagnostic de laboratoire est réalisé à partir soit de 

l’avorton, soit du placenta, soit du sang de la mère. La qualité du résultat dépend 

néanmoins de celle des prélèvements, de leur conservation et du moment de leur 

réalisation par rapport à l’effet pathogène du germe éventuellement impliqué. 

Dans notre étude, les analyses sérologiques ont été pratiquées sur un seul 

prélèvement réalisé après l’apparition de l’avortement. L’analyse sérologique d’un 

seul prélèvement présente un intérêt limité. L’idéal eut été de réaliser des 

analyses sérologiques sur 2 voire 3 prélèvements de sérums réalisés avant et 

après la survenue de l’avortement afin de mieux apprécier l’évolution de la 

réponse en anticorps et la séroconversion. Ce suivi sérologique apporte plus 

d’éléments sur le rôle éventuel de l’agent pathogène. Il n’est cependant réalisable 

que si l’on dispose des moyens temporels et matériels nécessaires. 

L’interprétation des analyses sérologiques aurait pu être améliorée par la mesure 

des titres en anticorps sur une dizaine de vaches par élevage, au même stade de 

gestation et n’ayant pas subi d’avortement, faute d’acceptation de l’éleveur, cette 

mesure n’a pas été réalisé. 

L’interprétation des résultats, implique de prendre en compte les caractéristiques 

des tests sérologiques utilisés, leur sensibilité, leur spécificité. Ainsi, pour la Fièvre 

Q, la Chlamydiose et la Toxoplasmose, nous avons réalisés les tests sérologiques 
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sur des kits Elisa ® d’ID.VET; utilisant respectivement une souche Coxiella 

burnetii phase I et II isolé d’un placenta d’un avortement bovin, un antigène 

synthétisé issu de la Momp (Majeur outer menbrane protein) présentant une 

spécificité pour Chlamydia abortus et un antigène P30 spécifique de Toxoplasma 

gondii. 

Les résultats des analyses sérologiques ont révélés la présence de la fièvre Q, La 

Chlamydiose et la Toxoplasmose dans les élevages bovins laitiers algériens, et 

leurs éventuelles implications dans les avortements bovins. À l’échelle individuelle, 

la séroprévalence de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii 

était respectivement de 8,4%, 12,2 % et 13,8%. 

À l’échelle du troupeau, la séroprévalence de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus 

et Toxoplasma gondii était respectivement 16,1%, 29,8 % et 29,8%, prévalences 

assez élevées. L’analyse de la répartition des réponses sérologiques à l’encontre 

des trois germes recherchés a montré la présence simultanée d’anticorps anti-

Toxoplasma gondii, anti-Chlamydia abortus et anti-Coxiella burnetii dans 0,8% des 

élevages ; d’anticorps anti-Toxoplasma gondii et anti-Chlamydia abortus dans 

2,4% des élevages et d’anticorps anti-Toxoplasma gondii et anti-Coxiella burnetii 

dans 0,8% des élevages. En effet, dans un troupeau, les infections abortives sont 

souvent associées ; elles peuvent avoir un effet pathogène de manière 

indépendante ou en synergie. Ainsi, des titres d’anticorps élevés contre l’agent de 

la Fièvre Q peuvent être associés à des traces sérologiques d’une ou plusieurs 

autres maladies abortives, la Chlamydiose en particulier [321]. 

En définitive, notre étude a montré que la Fièvre Q, la Chlamydiose et la 

Toxoplasmose peuvent être considérées comme des maladies abortives 

importantes dans les élevages bovins laitiers dans la région de la Mitidja vus les 

prévalences importantes et non négligeables obtenus par la présente étude. 

Notre étude est la première à avoir en Algérie analyser les facteurs de risque et de 

protection associés à la positivité de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et 

Toxoplasma gondii chez les vaches laitières avortées.  

Des analyses par régression logistique uni et multivariée tant à l’échelle 

individuelle et du troupeau nous ont permis d’identifier plusieurs facteurs associés 
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à un risque augmenté ou diminué d’exposition à Coxiella burnetii, Chlamydia 

abortus et Toxoplasma gondii. 

L’année de visite (2015/2016), l’utilisation de l’insémination artificielle, l’application 

d’un plan d’éradication des rongeurs, la 3éme gestation, l’hiver et le printemps se 

sont révélés être des facteurs associés à un risque diminué à l’exposition des 

vaches à de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii. A 

l’inverse, l’application d’un plan de déparasitage des bovins pour Chlamydia 

abortus, le forage personnel comme source d’abreuvement des animaux et le 4éme 

et 5éme mois de gestation sont apparus être des facteurs associés à un risque 

augmenté d’exposition à Toxoplasma gondii lors d’avortement. 

L’étude des facteurs associés à des risques augmentés ou diminués identifiés 

mériterait d’être poursuivie à plus grande échelle. 

La caractérisation du statut sérologique a été réalisée par la méthode ELISA, 

méthode reconnue pour sa qualité diagnostique [322], sa rapidité de réalisation et 

ses sensibilités et spécificité élevées [82]. Il aurait été intéressant d’évaluer 

également le statut excrétoire par la méthode PCR sur les laits de mélange voire 

d’effectuer une recherche d’ADN sur les avortons [323]. Cela n’a pas été possible 

pour des raisons pratiques de terrain (surtout l’indisponibilité des avortons). 

Les tests ELISA employés dans cette étude ont permis d’identifier quatre statuts 

sérologiques «négatif», «douteux», «positif» et «fortement positif» pour Coxiella 

burnetii, trois statuts pour Chlamydia abortus «négatif», «douteux», «positif» et 

quatre statuts «négatif», «douteux», «positif» et «infection aigue» pour 

Toxoplasma gondii. Plutôt que d’effectuer des analyses ordinales basées sur ces 

différentes interprétations du fabricant, nous avons opté pour la création de deux 

catégories à savoir «positif» et «négatif». Cette décision a été essentiellement 

basée sur les objectifs de l’étude destinée à établir les prévalences des trois 

germes et des facteurs associés à des risques augmentés ou diminués à la 

positivité des troupeaux et des individus lors d’avortements. Ainsi, nous devions 

donc déterminer comment classer les résultats «douteux», «fortement positif» et 

«infection aigue» dans les deux classes positives et négatives. 

Concernant les résultats «fortement positifs» et «infection aigue», il était évident 

que ceux-ci étaient catégorisés «positifs». L’analyse des résultats «douteux», 
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pouvait se faire selon trois options. La première consistait à les exclure des 

analyses, la seconde à les considérer comme négatifs et la troisième à les 

considérer comme positifs. Concernant la première option, en excluant ces 

troupeaux / individus au statut « douteux », d’une part la représentativité de 

l’échantillon par rapport à la population générale aurait possiblement été affectée, 

d’autre part, la taille d’échantillons disponibles pour les analyses sérologiques 

aurait été diminuée, affectant ainsi la puissance statistique associée aux analyses 

des facteurs associés à des risques augmentés ou diminués. Cette option n’a 

donc pas été retenue. Quant au choix entre la seconde et la troisième proposition, 

d’un côté, nous avons observé qu’au sein de certains troupeaux bovins 

démontrant au minimum un résultat ELISA «douteux» pour un germe accompagné 

par un résultat «positif» ou «douteux» pour un autre germe. Et d’un autre côté, il 

faut également prendre en considération que suivant l’infection par Coxiella 

burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii, les vaches avortées du 

troupeau ne sont pas toutes au même stade de séroconversion ; certaines étant 

au début et d’autres vers la fin présentant sans doute des taux d’anticorps 

inférieurs. Considérant tous ces éléments, il nous semblait pertinent et adéquat 

d’interpréter les résultats ELISA au statut «douteux» comme «positifs».  

L’identification statistique des facteurs associés à des risques augmentés ou 

diminués a été effectuée en utilisant STATA / SE Acad. 14.2 [310]. Dans une 

première étape, un modèle à effets mixtes à plusieurs niveaux a été utilisé pour 

prendre en compte l'éventuel niveau "troupeaux" comme effet aléatoire. Comme 

l'effet aléatoire n'a pas été observé, une régression logistique a été utilisée pour 

modéliser les probabilités qu'un animal soit séropositif ou douteux en fonction des 

facteurs potentiels associés à des risques augmentés ou diminués d'exposition 

étudiés. L’identification initiale des facteurs potentiels associés à des risques 

augmentés ou diminués pour les 3 maladies étudiées a été effectuée dans un 

premier temps au moyen d’une régression univariée. Dans un second temps, une 

régression logistique multivariée incluant toutes les variables ayant une valeur de 

P< 0,20 à l'analyse univariée a été utilisée. Enfin, dans le modèle multivariée 

initial, les variables non significatives (P> 0,05) ont été supprimées dans une 

approche pas à pas (à partir de la variable là moins significative, c'est-à-dire la 

variable avec la valeur de P la plus élevée). À chaque étape, un test de rapport de 
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vraisemblance a permis de comparer les modèles complexe et simplifié. Lorsqu’il 

n’y avait pas de différence significative entre ceux-ci, le modèle simplifié a été 

retenu. 

La contamination humaine par Coxiella burnetii se fait par contact direct avec des 

animaux infectés mais le plus souvent par inhalation d’aérosols ou de poussières 

contaminées présentes notamment dans les produits de mise bas et les déjections 

des animaux infectés, et dans une moindre mesure. La présence de la bactérie 

dans les élevages étudiés et donc vraisemblablement dans le lait de réservoir 

soulève ainsi la question à l’égard du risque posé par la consommation de lait cru 

et de ses dérivés chez les humains. Comme il a toutefois été soulevé que la voie 

digestive ne jouait probablement pas un rôle très important dans la transmission 

de la bactérie [163], le risque potentiel de transmission entre bovins et hommes 

par cette voie semble mineur. Néanmoins, le risque d’une transmission par voie 

aérosol suite à un contact avec les bovins infectés demeure. Puisqu’ici on fait face 

à une maladie zoonotique, cela soulève évidemment la question de l’attribution de 

la responsabilité du risque et de la prévention de l’infection chez les humains. 

Notre étude ne propose évidemment aucune réponse concrète à cette question, 

mais soulève pertinemment cette question. Puisque les réservoirs principaux de la 

bactérie pour l’homme sont les ruminants domestiques, les intervenants au niveau 

de la santé animale, tels que les éleveurs, les vétérinaires et le personnel 

d’abattoir devraient agir pour planifier et mettre en œuvre des interventions pour 

prévenir la transmission entre les animaux et les hommes. 

Chlamydia abortus représente un danger pour les femmes enceintes chez 

lesquelles elle peut être à l'origine d'une fièvre accompagnée de céphalées et de 

nausées et, surtout, de la naissance de prématurés, d'avortements et de 

mortinatalités. Les femmes enceintes doivent donc éviter tout contact avec les 

bovins confirmés contaminés par Chlamydia abortus. 

La Toxoplasmose se traduit par une infection le plus souvent bénigne chez les 

sujets immunocompétents. Les formes graves sont avant tout observées en cas 

de contamination congénitale et chez les patients immunodéprimés. En cas de 

contamination en cours de grossesse, il existe un risque de transmission materno-

foetale (29%) et de toxoplasmose congénitale. Ce risque augmente avec l’âge de 

la grossesse au moment de la contamination maternelle, atteignant 80% à la fin 
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du dernier trimestre. Les manifestations cliniques de la toxoplasmose congénitale 

sont très diverses (neurologiques, oculaires, principalement) et de gravité variable 

en fonction du moment de la contamination ; les lésions oculaires ont un potentiel 

évolutif imprévisible [254]. Chez les malades immunodéprimés (principalement : 

SIDA, greffe de moelle) les localisations cérébrales et oculaires sont les plus 

fréquentes et le plus souvent mortelles sans traitement. 

Il ne faut pas perdre de vue que la Toxoplasmose est une zoonose grave pour la 

femme enceinte. Sa principale voie d’infestation pour la femme est l’ingestion de 

viande peu ou pas cuite. La viande bovine est particulièrement sujette à une telle 

préparation. Il est donc important de pouvoir limiter l’infestation des bovins. A ce 

titre, des mesures globales de prévention doivent être prises, afin d’améliorer la 

maîtrise sanitaire des exploitations pour une meilleure prévention de cette 

zoonose. 

 Difficultés rencontrées 

Tout au long de notre étude nous avons été confrontés à diverses difficultés à 

savoir  

 l’accès difficile à certains élevages parfois très isolés. 

 le refus de nombreux éleveurs de participer à l’étude par crainte des 

conséquences possibles pour leurs élevages. 

 le manque qualitatif ou quantitatif de données rétrospectives sur l’animal 

avorté.  
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CONCLUSION 

 

Les avortements bovins sont à l’origine de nombreuses pertes économiques pour 

les éleveurs mais présentent aussi des risques zoonotiques, c’est pourquoi il 

semble important d’en trouver l’étiologie exacte. En traitant la cause précise de 

l’avortement on pourra diminuer leur incidence. 

Cette étude a permis de confirmer la présence de Coxiella burnetii, Chlamydia 

abortus et Toxoplasma gondii chez les vaches laitières avortées dans le nord de 

l’Algérie, d’en estimer les prévalences à l’échelle individuelle et du troupeau et 

d’identifier les principaux facteurs potentiels associés à des risques augmentés ou 

diminués à l’égard de cette positivité. Les principales conclusions qui en ressortent 

sont les suivantes : 

 L’infection par Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et Toxoplasma gondii est 

très commune chez les bovins laitiers en Algérie ; 

 A l’échelle du troupeau, le choix du forage comme source d’abreuvement, et 

l’application du plan de déparasitage des animaux d’élevage semblent 

représenter des facteurs associés à des risques augmentés de la positivité 

respectives pour Toxoplasma gondii et Chlamydia abortus ; 

 A l’échelle individuelle, le 4éme et 5éme mois de gestation représente également 

des facteurs associés à des risques augmentés associés à la positivité de 

Toxoplasma gondii ; 

 L’insémination artificielle, la saison d’hiver et de printemps, la 3éme gestation et 

l’application d’un plan de contrôle des rongeurs et autres nuisibles ont joués un 

rôle protecteur (facteur associé à un risques diminué) à l’échelle individuelle et 

du troupeau vis-à-vis de la positivité à Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et 

Toxoplasma gondii. 

 

La caractérisation de la prévalence de Coxiella burnetii, Chlamydia abortus et 

Toxoplasma gondii ainsi que l’identification de facteurs de risque ou de protection 

associés à cette exposition constituent une première étape intéressante pour la 

mise de place de recommandations visant à réduire la fréquence des 

avortements.  
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RECOMMANDATIONS 

 

 La poursuite de la présente étude par la réalisation d’enquêtes 

épidémiologiques à plus large échelle associées à l’identification plus 

spécifiques des germes impliqués par PCR.  

 La mise en place et l’utilisation des micropuces contenant des brins d’ADN 

spécifiques aux germes abortifs. 

 La maîtrise des avortements bovins en Algérie implique le respect par l’éleveur 

et le vétérinaire des recommandations habituellement formulées en cette 

matière à savoir : l’isolement de l’animal avorté du reste du troupeau, 

l’application de la mise en quarantaine lors d’introduction de nouveaux bovins,  

l’élimination du fumier, le nettoyage et la désinfection de l’étable et du matériel 

contaminé, l’application d’un plan de lutte contre les rongeurs et autres 

nuisibles, la surveillance quant à l’accès des chats et chiens dans les 

troupeaux, l’examen clinique de l’animal, la notation des signes observés, la 

réalisation de prélèvements sur la vache, l’avorton et le placenta et la 

déclaration du cas aux autorités compétentes. 

 Il serait souhaitable de pouvoir mettre en place une approche fédérée avec les 

groupements vétérinaires et les laboratoires vétérinaires et humains. Un 

inventaire de leurs capacités diagnostiques serait souhaitable pour pouvoir 

optimiser le diagnostic étiologique des avortements. Le cas échéant, le 

financement de ces laboratoires devrait être renforcé.  

 La vulgarisation des causes d’avortements et de leurs facteurs de risque et de 

protection auprès des éleveurs et des vétérinaires constitue également une 

démarche essentielle pour de limiter l’importance des avortements. L’édition de 

plaquettes de vulgarisation pourrait être envisagée.  

 L’augmentation des ressources destinées au fonds agricole pour dédommager 

les éleveurs en cas de décision de réforme des animaux pour raisons 

sanitaires devrait être un incitant majeur les invitant à déclarer les avortements. 

Ce fonds permettrait également de mettre en place des plans de vaccination 

contre la fièvre Q notamment ou encore de financer des plans d’éradication 

des rongeurs et de contrôle des carnivores domestiques.  
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APPENDICE A. 

LISTE DES SYMBOLES 

 

 ACERSA : Association pour la certification de la santé animale en élevage 

 ADHS: Agglutination directe haute sensibilité 

 ADN : Acide désoxyribonucléique 

 AGPT : Test de précipitation par le gel Agar 

 ATP : Adénosine triphosphate 

 BHV1 : Herpes virus bovin 1 

 BVD : Diarrhée virale bovine 

 CE : Corps élémentaire 

 Cu : Cuivre 

 Elisa : enzyme-linked immunosorbent assay (méthode immun enzymatique) 

 FAT : Fluorescence Antibody test 

 FC : Fixation du complement 

 FCO : Fièvre catarrhale ovine 

 GDS : Groupement de défense sanitaire 

 GTV : Groupement technique vétérinaire 

 I : Iode 

 IBR : Rhinotrachéite infectieuse bovine 

 IC : Intervalle de confiance 

 IFAT : Test anticorps fluorescence indirecte 

 IFI : Immunofluorescence indirecte 

 IGG : Immunoglobuline G 

 IGM : Immunoglobuline M 

 IHA : Hémagglutination indirecte test 

 IPV : Vulvovaginite pustuleuse infectieuse 

 LAT: Test d’agglutination du latex modifié 

 LPS : Lipopolysaccharide de surface 

 MIF : Micro immunofluorescence  

 Momp : Major outer menbrane protein 

 nm : Nanomètre 

 OIE : Office internationale des épizooties 



139 
 

 

 Omp2 : Outer menbrane protein 2 

 OmpA : Outer menbrane protein A 

 OMS : Organisation mondiale de la santé 

 OR : Odds Ratio 

 PCR : Réaction en chaine par polymérase 

 PCRtr : Réaction en chaine par polymérase en temps réel 

 Pmp : Polymorphic menbrane protein 

 Pmps : Polymorphic menbrane protein 

 S/P : Sample (échantillon testé) / Positive (échantillon témoin positif) 

 SAG1 : Surface antigène 1 

 Se : Sélénium 

 SFDT: Test de coloration Sabin-Feldman 

 TAD: Test d’agglutination direct 

 TAM: Test d’agglutination modifié 

 UI/ml : Unité internationale / millilitre 

 Zn : Zinc 
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APPENDICE B  

Annexe 1 

Histogrammes de fréquence du nombre de femelles en âge de reproduction [A] et 

du nombre d’avortements cliniques observés [B] durant la période d’étude 
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Annexe 2 

Résultats détaillés par élevage des nombres de femelles en âge de reproduction et d’avortements cliniques observés durant la 

période de l’étude ainsi que les nombres de résultats positifs, douteux et négatifs par pathogène recherché 

 

Élevage   1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 31 

Nb. femelles en âge de 
production 

 
180 10 13 5 9 8 37 45 39 44 50 56 65 48 63 8 15 5 13 13 4 7 4 8 11 6 5 4 13 35 31 

Nb. avortements  
 

21 1 1 1 1 1 7 7 6 8 9 5 6 5 7 1 3 1 2 2 2 1 1 2 2 1 1 2 2 4 3 
% avortements   12 10 8 20 11 13 19 16 15 18 18 9 9 10 11 13 20 20 15 15 50 14 25 25 18 17 20 50 15 11 10 
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      Élevage   32 33 34 35 36 37 38 39 40 41 42 43 44 45 46 47 48 49 50 51 52 53 54 55 56 57 58 59 60 61 62 

Nb. femelles en âge de 
production   45 60 25 82 32 49 22 42 23 28 32 20 17 22 13 9 29 8 24 16 30 48 19 22 26 20 18 20 15 5 32 
Nb. avortements    3 4 2 5 4 4 3 3 2 2 2 2 2 3 2 1 3 2 3 4 4 7 4 3 5 2 3 3 1 1 3 
% avortements   7 7 8 6 13 8 14 7 9 7 6 10 12 14 15 11 10 25 13 25 13 15 21 14 19 10 17 15 7 20 9 
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                                 Élevage   63 64 65 66 67 68 69 70 71 72 73 74 75 76 77 78 79 80 81 82 83 84 85 86 87 88 89 90 91 92 93 

Nb. femelles en âge de 
production   18 15 23 15 10 11 13 39 14 23 42 12 18 52 17 9 27 15 32 8 10 33 60 6 70 7 12 18 35 24 28 
Nb. avortements    2 3 2 2 2 1 2 4 2 3 6 1 2 5 1 1 3 2 4 1 1 3 6 1 5 1 4 2 3 3 3 
% avortements   11 20 9 13 20 9 15 10 14 13 14 8 11 10 6 11 11 13 13 13 10 9 10 17 7 14 33 11 9 13 11 
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  N 2 3 2 1 2 1 2 3 1 3 5 1 2 5 1   3 1 3 1   3 5 1 2 1 4 2 3 3 2 

                                 Élevage   94 95 96 97 98 99 100 101 102 103 104 105 106 107 108 109 110 111 112 113 114 115 116 117 118 119 120 121 122 123 124 

Nb. femelles en âge de 
production   17 42 19 25 21 12 66 7 17 32 29 6 56 25 8 15 13 29 12 7 21 43 28 16 11 61 26 86 38 6 28 
Nb. avortements    2 4 2 3 3 1 8 1 2 4 3 1 4 3 1 2 1 3 1 1 2 3 2 2 1 4 3 5 3 1 3 
% avortements   12 10 11 12 14 8 12 14 12 13 10 17 7 12 13 13 8 10 8 14 10 7 7 13 9 7 12 6 8 17 11 
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Nb. : nombre 

P : nombre de femelle(s) avortée(s) positive(s) 

D : nombre de femelle(s) avortée(s) douteuse(s) 

N : nombre de femelle(s) avortée(s) négative(s) 
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Annexe 3 

Composition des kits ELISA et mode opératoire 

 La composition des kits est la suivante :  

- Microplaques sensibilisées avec un antigène (Coxiella burnetii, Chlamydia 

abortus et Toxoplasma gondii) contenant chacune 96 puits répartis en 12 

colonnes (1-12) et 8 lignes (A-H). 

- Conjugué concentré (10X) (stocké à 5°C (± 3° C). 

- Contrôle positif (stocké à 5°C ± 3° C). 

- Contrôle négatif (stocké à 5°C ± 3° C). 

- Tampon de dilution 1 (stocké entre +2°C et +26°C) 

- Tampon de dilution 2 (stocké entre +2°C et +26°C) 

- Solution de lavage concentrée (20X). 

- Solution de révélation (stockés à 5°C ± 3° C). 

- Solution d’arrêt (H2SO4 0,5 M). 

 Mode opératoire 

1. Ramener tous les réactifs à température ambiante (21°C ± 5°C) avant 

l’emploi et les homogénéiser par retournement ou au vortex.  

2. Distribuer 90 µl de tampon de dilution 1 dans chaque puits. 

3. Distribuer :  

- 10 µl de contrôle négatif dans les cupules A1 et B1. 

- 10 µl de contrôle positif dans les cupules C1 et D1. 

- 10 µl de chaque échantillon à tester dans les cupules restantes. 

4. Incuber 45 min ± 4 min à 21°C (±5°C). 

5. Vider les puits. En utilisant le laveur automatique, laver 3 fois chaque 

cupule avec environs 300 µl de solution de lavage. Eviter le dessèchement 

des cupules entre les lavages.    

6. Préparer le conjugué 1X en diluant le conjugué 10x au 1/10éme en tampon 

de dilution 2. 

7. Distribuer 100 µl de conjugué 1X dans chaque cupule. 

8. Incuber 30 min ± 3 min à 21°C (±5°C).  

9. Vider les puits. En utilisant le laveur automatique, laver 3 fois chaque 

cupule avec environs 300 µl de solution de lavage.  
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10. Distribuer 100 µl de solution de révélation dans chaque cupule. 

11. Incuber 15 min ± 2 min à 21°C (±5°C) à l’obscurité. 

12. Distribuer 100 µl de solution d’arrêt dans chaque cupule pour arrêter la 

réaction. 

13. Mesurer et enregistrer les densités optiques à 450 nm grâce au lecteur 

ELISA. 

Pour les trois kits ELISA utilisés pour la recherche des anticorps anti-Coxiella 

burnetii, anti- Toxoplasma gondii et anti-Chlamydia abortus le principe était le 

même :  

- Les cupules sont sensibilisées avec de l’extrait antigénique spécifique du 

germe recherché. 

- Les échantillons à tester et les contrôles sont distribués dans les cupules. Les 

anticorps spécifiques des germes recherchés, s’ils sont présents, forment un 

complexe antigènes- anticorps. 

- Après lavage, un conjugué anti-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 apparait une coloration bleue qui 

devient jaune après blocage. 

 En l’absence d’anticorps dans l’échantillon, il n’apparait pas de coloration. 
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Annexe 4 

Questionnaire relatif aux données générales des Troupeaux étudiés 

 

 Elevage No: ........    Propriétaire : Mr ……………       date de visite :……….  

 Effectif totale :……..   Vaches  …..   Génisses ……  Taureaux   ………. 

 Animaux en : Lactation        Tarissement          Lactation/ Tarissement 

 Race :        HPN     HPR    BA    MB    FLV 

 Type de stabulation :            Libre       Entravée       Semi Entravée 

 Animaux au pâturage : Oui        Non 

 Les vêlages sont répartis selon : Saison         Toute l’année 

 L’insémination des génisses se fait selon :   Age     Poids          Saison 

 L’insémination des vaches est réaliser par :       IA  SN  IA+SN 

o Si la saillie est naturelle par :      Propre Taureau    Taureau Etranger 

 Nature de l’alimentation distribuée:……………………………… 

 Qualité de conservation de l’alimentation : Bonne      Mauvaise 

 Présence de moisissures visible sur les fourrages : Oui             Non 

 Présence de chiens dans l’élevage : Oui        Non 

o Si oui, accès de chiens aux aliments distribués :         Oui       Non 

 Source d’abreuvement :       Puits      Citernes       CC      Ruisseau        Etang 

 Statut sanitaire des animaux est connu : Oui       Non 

Si oui, précisez la pathologie identifiée :…………………… 

 Application d’un plan de lutte contre les nuisibles et les rongeurs : 

Oui         Non  

 Présence d’avortement au sein de votre élevage :      Oui             Non 

 Conduite à tenir vis-à-vis de l’avorton : …………………………     
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 Catégorie  d’animaux concernés par l’avortement :    

 Animaux propres à l’exploitation : Génisses       Primipares     Vaches 

 Animaux étranges à l’exploitation :      Animaux achetés   

 Introduction ou achats de nouveaux animaux au cours des 12 derniers 

mois:                                                                                      Oui       Non 

 Accès de chiens aux arrières faix et/ou aux avortons :      Oui        Non 

 Prévenir le vétérinaire en cas d’avortement :   Oui        Non 
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Annexe 5 

 

Questionnaire relatif aux données propres à la vache avortée 

 

 Date présumé de l’avortement :…/………/…. 

 Date de la dernière insémination artificielle ou saillie naturelle :…. /…. 

/…. 

 Age de la vache :    1 - 2 – 3 – 4 – 5 – 6 – 7 – 8 – 9 - 10+  ans. 

 Race : Holstein, Montbéliarde, Fleckveik, Brune de l’atlas. 

 Saison de l’avortement : été, automne, hiver, printemps. 

 Numéro de gestation :   1 - 2 – 3 – 4 – 5 – 6 – 7 – 8 – 9 - 10+. 

 Stade de gestation présumé :    1 – 2 – 3 – 4 – 5 – 6 – 7 – 8 - 9  mois. 

 Nature de la gestation :      gémellaire           non gémellaire 

 Gestation obtenue après :      SNIA        SN+IA 

 La vache concernée a-t-elle avorté au cours des gestations 

précédentes :      Oui          non  
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