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RESUMÉ 
 

 

Pasteurella fait partie des bactéries à gram-négatif considérées comme 

spécifiques des morsures animales, car elle a pour origine quasi exclusive la salive 

des chiens et des chats. Son portage dans la cavité buccale de ces deux dernières 

espèces animales est très variable mais reste important ce qui explique  la 

fréquence des infections humaines à Pasteurella dans les blessures après  morsure 

ou griffure par des carnivores. 

L’objectif  principal de cette étude est d’estimer la prévalence de portage 

asymptomatique de Pasteurella dans la cavité buccale des chiens et des chats, afin 

d’évaluer le risque que pourraient représenter ces animaux de compagnie sur la 

santé publique. Par la suite une recherche bactériologique sur des plaies humaines 

provoquées par morsures ou griffures animales a été menée  afin de mettre en 

exergue l’intérêt de la surveillance bactériologique des plaies après blessure 

animale. 

Des écouvillonnages du palais, de l’espace glosso-gingival et ganatho-

gingival sont effectués sur 120 échantillons (60 chats et 60 chiens) en utilisant un 

écouvillon sec et stérile, et 54 prélèvements ont été effectués sur des humains suite 

à une blessure d’origine animale (chien ou chat). 

Les écouvillonnages sont directement ensemencés sur gélose columbia 

additionnée de 5% de sang de mouton défibriné. Après culture de 24h à 48h à 37°c 

en atmosphère enrichi de CO2, les colonies retenues à l’examen direct sont isolées. 

L’identification biochimique a été faite en utilisant des galeries miniaturisées  

API20E et API20NE complétées dans certains cas par des galeries classiques. 

Sur l’ensemble de 120 prélèvements buccaux, 23 souches de Pasteurella ont 

été isolées. L’analyse statistique a montré une différence significative (p=0.0095) 

dans le portage de Pasteurella entre le chien et le chat. Le nombre de Pasteurella 

isolés chez le chien (n = 17) était trois fois plus que celui isolé chez le chat (n = 6).  
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P. multocida  et P. pneumotropica  représentent respectivement 8% (5/60) et 

13% (8/60) des isolements d’origine canine, 7% (4/60) et 2%  (1/60) de ceux 

d’origine féline, alors que P. dagmatis n’a été isolée que chez le chien avec un taux 

de portage de 3% (2/60). Deux souches d’origine canine et une autre  souche 

d’origine féline n’ont pu être classée. 

Les prélèvements effectués sur des  blessures humaines, 03  souches de  P. 

multocida (n=47) ont été identifiées, une souche  après morsure canine et deux 

souches après morsure féline. 

L’étude de la sensibilité aux antibiotiques a montré que la majorité des 

souches sont sensibles à la plus part des antibiotiques testés. 

Mots clé : Pasteurella,portage, cavité buccale, chien, chat,homme  
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SUMMARY 

 

Pasteurella is part of gram-negative bacteria considered specific animal bites 

because it has the almost exclusive original saliva of dogs and cats. Its port in the 

mouth of the latter two species is variable but remains high which explains the 

frequency of Pasteurella infections in wounds after bite or scratch by carnivores. 

The main objective of this study is to estimate the prevalence of 

asymptomatic carriage of Pasteurella in the oral cavity of dogs and cats in order to 

assess the risk could represent these pets on public health. Subsequently, 

bacteriological study on wounds by bites and/or animal’s scratches was conducted 

to highlight the interest of bacteriological monitoring animal healing after injury. 

Swabs of the palace, the glosso-gingival and ganatho- gingival space’s are 

performed on 120 samples (60 cats and 60 dogs) using a sterile dry swab, 54 

consecutives harms to animal injury were also taken. The swabs are directly 

seeded on agar Columbia supplemented with 5% sheep blood défibriné. Après 

culture 24 to 48 hours at 37 ° C in atmosphere enriched with CO2, the colonies 

selected on direct examination are isolated. Biochemical Identification was done 

using biochemical galleries API20E API20NE and supplemented in some cases by 

conventional galleries. Of the total of 120 mouth swabs, 23 Pasteurella strains were 

isolated. Statistical analysis showed a significant difference (p = 0.0095) in the port 

of Pasteurella between the dog and the cat. The number of isolated Pasteurella in 

dogs (n =7) was three times more than that isolated in cats (n =6). 

P. multocida and P.pneumotropica represent 8% (5/60) and 13% (8/60) of 

the isolates of canine, 7% (4/60) and 2% (1/60) of those of those of feline origin. 

P. dagmatis has been isolated in the dog with a carrier rate of 3% (2/60). Two 

strains of canine and feline origin another could not be classified for human 

samples, we identified three strains of P. multocida (n = 47), strain after dog bite 

and two strains after feline bite. The study of antibiotic susceptibility showed that the 

majority of the strains were sensitive to most of the antibiotics tested. 

Keywords: Pasteurella, frequency, oral cavity, dog, cat, men 
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 ملخص

 
 
 
 

Pasteurella  مصدرھا الرئیسي  بعضات الحیوانات لأن البكتیریا سالبة الجرام التي تعتبر خاصة تنتمي إلى
وھو ما   جد متغیرة لكن تبقى مرتفعة تعتبرفم ھذین الحیوانین   نسبة تواجدھا في تجویف. ھو لعاب الكلاب والقطط

 .اللحوم بعد عضة أو خدش من قبل الحیوانات آكلة الإنسان عند الجروح في الباستورلیة  یفسر انتشار الإلتھابات

 فم القطط والكلاب في تجویف Pasteurella الھدف الرئیسي من ھذه الدراسة ھو تقدیر مدى نسبة تواجدان 
بعد ذلك أجریت دراسة جرثومیة . العامةمن أجل تقییم المخاطر التي یمكن أن تمثلھا ھذه الحیوانات الألیفة على الصحة 

المراقبة الجرثومیة  على أھمیةالحیوانات من أجل تسلیط الضوء  خدوش أو/ من الجروح التي تسببت فیھا عضات و 
  .للجروح الناتجة عن الإصابات الحیوانیة

الأسنان واللثة باستخدام   ،اللسان واللثة منطقتي ما بین ،من الحنك )كلب 60 قط و 60( عینة 120أخذ تم
  .الإنسان لدى )كلاب قطط( الحیوانات طرف من إصابات عن ناتجة جروح من أخذھا تم عینة54 . مسحة جافة ومعقمة

ساعة عند  48إلى  24 بعد .من دم الأغنام  %5 مضاف لھ Columbia العینات صنفت مباشرة على وسط 
 وقد تم تحدید. المستعمرات المختارة على الفحص المباشر یتم عزلھا CO2 ,درجة مئویة في جو غني ب 37

وتستكمل في بعض الحالات بالطرق  API20NE و   API20Eباستخدام الطرق البیوكیمیائیة البیوكیمیائیة الخصائص
 .التقلیدیة

 = p(وأظھر التحلیل الإحصائي فرق معنوي    Pasteurella سلالة  23تم عزل ،عینة120من مجموع  
) 17=ن(المعزولة عند الكلاب  Pasteurella عدد  .بین الكلب و القط Pasteurella  في نسبة تواجد) 0.0095

 ).6= ن ( القطط  المعزولة عند  Pasteurella ثلاث مرات عدد  یعادل

P.multicida و P.pneumotropica  من عزلات ) 8/60(٪ 13و ) 5/60(٪ 8تمثل على الترتیب
٪ 3فقط عند الكلب بمعدل   P.dagmatis  وقد تم عزل .من عزلات القطط) 1/60(٪ 2و ) 4/60(٪ 7 ,الكلاب

 تم عزل  ,بالنسبة للعینات المأخوذة من الإنسان  .سلالتان لدى الكلب وواحدة لدى القط لم نتمكن من تصنیفھا ).2/60(
  .؛ سلالة بعد عضة الكلب وسلالتین بعد عضة القط)47=  ن(P.multocida لات من سلا3

أظھرت دراسة الحساسیة للمضادات الحیویة أن غالبیة السلالات كانت حساسة لمعظم المضادات الحیویة التي 
   .تم اختبارھا

   الانسان ,الكلب، القط ،تجویف الفمالتردد،  ،Pasteurella :كلمات البحث
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INTRODUCTION 

 

La flore salivaire animale est particulièrement variée. L’infection après 

morsure animale est fréquente et varie en fonction de l’animal. On estime le risque 

d’infection à environ 15% après morsure de chien et 50% après morsure de chat 

[1]. 

La nature des germes isolés au niveau du site de la blessure diffère selon 

la cavité buccale de l’agresseur [2] et lorsque les prélèvements bactériologiques 

sont possibles la flore isolée reflète cette écologie buccale animale [3], [4]. 

Au cours d’une enquête prospective réalisée par TALAN et al [5] chez 107 

personnes présentant une infection de  plaie après morsure animale, Pasteurella a 

été isolée dans 50% des plaies après morsure de chien (le plus souvent P.canis) 

et 75% après morsure de chat (le plus souvent P.multocida). 

De nombreuses autres espèces anaérobies et aérobies ont été isolées, 

dont Staphylococcus et Streptococcus [5]. Ces infections sont très souvent 

multibactériennes et jusqu’à 16 espèces différentes ont pu être isolées au sein 

d’une même plaie [6], [7]. 

Dans le monde,la pasteurellose d’inoculation représente la complication 

infectieuse la plus fréquente des morsures et des blessures animales, avec une 

incidence annuelle de 0.1 à 0.5 pour 1000 habitants. Elle est due principalement à 

P.multocida [8], [9]. 

En effet, la plupart des auteurs s’accordent à dire que les Pasteurelles 

représentent les bactéries aérobies prépondérantes de la flore buccale normale du 

chien et du chat [10]. La fréquence de portage varie entre 22 à 81% [11]. 

Cependant, elle peut arriver jusqu’au 90% chez les chats [12]. 

Ce taux de portage trop élevé explique la fréquence d’infection à 

Pasteurella dans les blessures après morsures ou griffures [13]. 

Il faut rappeler que, les  pasteurelloses font parties des zoonoses , qui se 

manifestent par des atteintes cutanées particulièrement aigues ainsi que par des 
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formes systémiques exceptionnelles et graves car elles surviennent sur un terrain 

débilité ou chez les personnes âgées atteintes de maladie chronique [14]. 

Ainsi, les carnivores domestiques  jouent un rôle important comme vecteur 

et réservoir des Pasteurella pour l’homme. Ceci résulte de la fréquence du portage 

latent dans ces espèces, de leurs conditions de vie comme animaux de 

compagnie qui les prédisposent à servir d’agents de transmission [15]. 

L’objectif principale de cette présente étude est d’estimer la prévalence de 

portage asymptomatique de Pasteurella dans la cavité buccale des chiens et des 

chats afin d’évaluer le risque que pourraient représenter ces animaux de 

compagnie sur la santé publique. Par la suite, une recherche  bactériologique des 

plaies provoquées par morsures et /ou griffures de l’animale chez l’homme a été 

menée afin d’apprécier l’intérêt de la surveillance bactériologique des plaies après 

blessure animale. 
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CHAPITRE 1 
GÉNÉRALITÉS SUR LES MORSURES ET LES GRIFFURES 

 

 

1.1. Introduction 

Les morsures et les griffures sont un motif fréquent de consultation en 

service d’urgence [16] et représentent actuellement un véritable phénomène de 

société, par leur nombre et leur gravité potentielle liée à une infection secondaire 

[17]. La grande majorité d'entre eux  est infligée par les chiens (85% à 90%) et les 

chats (5% à 10%) [18], [5]. Les autres espèces animales domestiques ou 

sauvages comptent pour moins de 1% [5]. 

Les blessures causées par les morsures d'animaux reflètent l'anatomie des 

dents et la force des mâchoires de l'animal mordeur [19], divers types de plaies 

peuvent être réalisés : délabrements importants avec perte de substance et 

ischémie pouvant se compliquer de gangrène ou d’infections à anaérobies [20], 

[21]. Plaies punctiformes de profondeur insoupçonnée souvent à l’origine de 

phlegmons à pasteurelles [20], [22], [23], [24], [25].   

1.2. Les morsures des chiens et/ou des chats  

Les chiens mordent habituellement aux extrémités [26], leurs morsures 

prennent fréquemment la forme de lacérations, d’écrasements ou d’avulsions [1], 

[5] et entrainent le plus souvent la formation d’un hématome, une nécrose 

tissulaire et des plaies aux contours irréguliers (plaies contusionnées) [27]. 

Les morsures de chiens entrainent généralement d’importants 

délabrements à fort risque esthétique, fonctionnel ou même vital d’autant plus 

qu’elles concernent souvent la face ou la main notamment chez l’enfant [28]. Elles 

peuvent  être très profondes et atteindre les gaines tendineuses et articulaires, 

ainsi que les os [27], [29]. 

Les morsures de chats représentent 10 à 20% des morsures animales. 

Elles siègent au niveau des membres supérieurs, de la tête, du cou et des 

membres inférieurs, et la plupart sont chez les femmes. Les dents du chat sont 
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petites mais extrêmement pointues, elles pénètrent facilement dans les os et les 

articulations, ainsi il s’agit plus souvent de blessures punctiformes profondes que 

de lacération ou écrasement des tissus. Au niveau des extrémités, une atteinte 

des articulations et tendons est possible. Ainsi une grande proportion des 

morsures de chats va donner une arthrite septique ou ostéomyélite [30], [31] 

(Figure 1.1).  

Ce qui est notable pour les morsures de chats est la grande fréquence des 

surinfections par rapport aux chiens [32]. En effet, la morsure de chat est plus 

petite que celle du chien, et anfractueuse, éventuellement profonde. Ce type de 

plaie constitue un excellent environnement pour les bactéries ; 28% à 80% de ces 

morsures peuvent s’infecter. Le risque infectieux découle surtout des bactéries 

commensales habituellement présentes sur les muqueuses. 

P.multocida est retrouvée dans 75% des cas [33], [31]. 

Des infections de plaies lors de griffures sont également fréquentes, surtout 

par des chats. Ces plaies peuvent être longues et superficielles ou courtes et 

profondes [27], [29]. 

     

 

 

 

   

Figure 1.1 : Différents types de morsure   

(A) punctiforme chat ; (B) lacération-avulsion (chien) [34]. 
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1.3. Les risques liés aux morsures et/ou aux griffures  

Les morsures exposent à un double risque : l’infection  et la destruction 

mécanique de la peau, des muscles, des tendons, des vaisseaux sanguins et des 

os [26]. 

1.3.1. Le risque traumatique  

Il est lié au siège, à la profondeur et à l’étendue de la morsure, déterminant 

les pertes de substance et les éventuelles séquelles fonctionnelles et esthétiques 

[35]. La morsure peut se présenter comme une simple lacération, ou être associée 

à une lésion par écrasement, à une plaie performante, ou à des déchirures de 

plusieurs couches tissulaires [26]. 

La majorité des morsures d’animaux domestiques sont bénignes mais 

certaines d’entre elles sont très graves du fait de lésions musculo-tendineuses ou 

vasculaires ou de séquelles esthétiques au visage [36].  

La gravité de la lésion dépend de la taille de l’animal, de celle de la victime 

et de la localisation anatomique de la morsure [26]. De plus, la morsure peut être 

profonde, pénétrante et provoquer des décollements sous-cutanés avec des 

atteintes de différents tissus nobles (vasculaire, nerveux, tendineux….) [37]. 

Les plaies simples linéaires ou à bord  anfractueux sont la lésion la plus 

fréquente ; une perte de substance est possible (avulsion cutanée ou musculaire). 

La morsure est généralement superficielle, mais peut être profonde, 

pénétrante ou transfixiante (joue) s’il s’agit de gros animaux et des décollements 

sous-cutanés peuvent être masqués en l’absence d’examen soigneux [36].  

Ainsi une plaie profonde de la main, avec atteinte des gaines des 

fléchisseurs, une atteinte tendineuse, vasculaire ou nerveuse doit être prise en 

charge au bloc opératoire [38], [39]. 

L’évolution du degré de gravité est en rapport avec les lésions liées à la 

plaie ainsi que les signes cliniques associés [32]. Le risque vital n’est pas nul, par  
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hémorragie massive, en particulier lors d’atteintes de la face et du cou [35]. 

Figure 1.2 : Les différents degrés de gravité d’une morsure 

a : plaies punctiformes superficielles (chat) ; b : plaie infra centimétrique profonde 

(chien). 

c : plaie grave avec perte de substance (chien) [34] 

 Les morsures simples  

On peut classer les plaies selon le niveau d’atteinte des différentes couches 

de la peau ou selon leur mécanisme de survenue. 

En effet, selon la profondeur des lésions et leurs mécanismes, le pronostic 

cicatriciel en sera fondamentalement différent. 

Les différents types de plaies des morsures simples : 

 La dermabrasion : traumatique se définit comme une plaie de ripage par 

mécanisme tangentiel de friction à la surface de l’épiderme et du derme. 

Comme les brulures, ce sont des lésions douloureuses car elles mettent à nu 

les extrémités nerveuses cutanées. Celles-ci représentent le modèle le plus 

simple de cicatrisation. 

 La plaie simple : c’est une coupure ou éraflure de taille réduite (moins de la 

moitié de la paume de la victime) sans corps étranger et ne se trouvant pas à 

proximité d’un orifice naturel. 

Les deux types de plaies précédemment citées sont les plus courantes, cependant 

lors de morsures ou griffures, certains éléments sont susceptibles de perturber le 

déroulement de cicatrisation en fonction du terrain. 
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La plaie contuse : associe les caractéristiques de l’érosion cutanée et de 

l’ecchymose avec celles d’une plaie. Sa forme est plus ou moins étoilée avec des 

bords qui sont irréguliers avec souvent une érosion épidermique marginale.  

La plaie punctiforme : il s’agit de la plus trompeuse car, d’aspect anodin, 

elle peut être la porte d’entrée d’une vaste zone de décollement, profonde, 

infectée par le croc. De plus, le risque majeur de ce type de plaie est l’inoculation 

profonde de germes anaérobies. 

La plaie délabrant: peut être source de graves séquelles morphologiques et 

esthétiques. Elles peuvent également associer des lésions sous-jacentes comme 

une atteinte tendineuses, vasculaire, musculaire, nerveuse [40] 

 Les morsures graves  

On peut définir comme grave une morsure pouvant mettre en jeu le 

pronostic vital du patient à court ou à plus long terme. Il est important de souligner 

l’importance de la prise en charge pré-hospitalière.En effet, la médicalisation 

précoce sera un facteur favorisant dans l’évolution et le pronostic. 

L’évaluation du degré de gravité est en rapport avec les lésions liées à la 

plaie ainsi que les signes cliniques associés [34] 

1.3.2. Le risque infectieux  

La spécificité d’une plaie par morsure d’animal est le fort risque septique 

associé [41] considéré comme un élément de gravité [42]. 

Ce risque de développer une infection ainsi que sa sévérité sont corrélés à 

l’animal mordeur, à la localisation de la blessure, à l’atteinte de vaisseaux, 

d’organes, à la proximité d’une articulation ou d’un os, enfin à la nature du ou des 

germes inoculés [43]. Et bien que parfois la blessure soit considérée comme 

anodine, elle s’infecte volontiers avec la flore orale du mordeur [41] dont la 

diversité est importante induisant une fréquente inoculation polymicrobienne [44], 

[5]. 

 Source de contamination  
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Le risque infectieux du aux morsures animales est essentiellement 

dépendant de la constitution de la flore buccale de l’animal mordeur [45], [46], 

[47]. La flore temporaire d’origine alimentaire ou hydro-tellurique est rarement en 

cause ; contrairement aux germes résidents. La flore cutanée du mordu peut 

parfois être à l’origine de l’infection [9]. 

 Nature des germes  

La cavité buccale, la gorge, la salive, les narines des animaux contiennent 

de nombreuses bactéries aérobies ou anaérobies, y compris éventuellement des 

germes telluriques [3]. Certains sont dits banals (staphylocoques, streptocoques, 

entérobactéries) pour les aérobies, (Clostridium, Fusobacterium) pour les 

anaérobies. D’autres sont plus spécifiques de ce type de lésion : P. multocida 

vient largement en tète [47], [48], [49], [50]. Sa présence est observée chez plus 

de 50% de la flore canine, entre 50 et 90% dans celle des chats, 10 à 70% de 

celle des muridés. Viennent ensuite des apparentés aux pasteurelles 

Capnocytophaga canimorsus anciennement DF2 [51] (Dysgonic fermenter  type 2) 

bacille à gram négatif poussant lentement et difficilement puis EF4,M5,IIJ ou 

Weeksella zoohelcom également  retrouvées dans des proportions élevées dans 

la salive des animaux domestiques ou sauvages particulièrement chez les chiens 

et les chats [48]. La possibilité d’infection à germes multiples est également 

possible [52]. 

Certains germes sont très rarement isolés chez des animaux malades ou 

dont la cavité buccale est temporairement contaminée : Clostridium tetani 

(tétanos), Bacillus anthracis (charbon), Streptobacillus moniloformis (après 

morsure de rat), Francisella tularensis (tularémie) [41]. 

La maladie des griffes du chat, la yersiniose à Yersinia pseudotuberculosis, le 

rouget,  peuvent être des infections d’inoculation animale directe, mais ces 

observations sont exceptionnelles [20], [53], [54]. Mais parmi ces divers risques 

infectieux, c’est la rage et le tétanos qui représentent le danger majeur, même s’il 

est rare [55], Le tableau 1.1 donne une liste des pathogènes le plus fréquemment 

transmis par morsure animale : 
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Tableau 1.1 : Liste des germes pathogènes les plus fréquemment transmis par 

morsure animale [35] 

Agents Infectieux Principaux 
Animaux Vecteurs Affection 

P. multocida 
p.dagmatis, p.canis, p.stomatis Chien, Chat pasteurellose 

-Staphylococcus aureus 
-S.intermedius, S.epidermidis 
-streptocoques α et ß hémolytiques 
-enterocoques 
-Haemophilus felis, H. aphrophilus 
-Corynebacterium spp 
-Micrococcus luteus 
-Neisseria canis,N.weaveri (M5) 
-Acinetobacter spp 
-Actinobacillus     
-Eikenella corrodens 
-Weeksella zoohelcum (IIJ) 
-Capnocytophaga canimorsus (DF2) 
-EF4 
-Peptostreptococci 
-Fusobacterium  nucleatum,F.russii 
-Prevotella melannogenica, 
Precotella intermedia 
-Porphorimonas salivosa,  
-Pprphorimonas asacharolytica 
-Veillonella parvula 
-Bacteroides haparinolyticus 
-Leptotrichia buccalis 

Chien ,Chat 

Cellulites 
Phlegmons 

Abcés 
Gangrenes 

Lymphangites 
Adénites 
Arthrites 

Ostéomyélites 
Ténosynovites 
Septicémies 
Endocardites 
Méningites 

Abcés 
cérébraux 

Bartonella hanselae Chat Maladie des 
griffes du chat 

Clostridium tétani Tous tétanos 

Virus rabique Renards, Chien, 
Chat Rage 

Haverillia moniliformis Rat Septicémie à 
H.moniliformis 

Spirillum minus Rat sodoku 
Leptospira Rat, Chien leptospirose 
Francisella tularensis Lièvre tularémie 

 

 Fréquence des germes  

Seuls 15 à 20% des morsures de chien s’infectent. Les prélèvements 

précoces montrent une majorité de germes aérobies (streptocoques 



27 
 

alphahémolytiques, staphylocoques dorés et P. multocida essentiellement).Des 

germes anaérobies sont retrouvés dans 30 à 40% des cas. 

Les morsures de chats comportent, en revanche, un risque élevé d’infection 

(environ 50%), de par  l’inoculation profonde et punctiforme de germes, 

difficilement accessible au lavage. La diversité de la flore bactérienne inoculée par 

les morsures ou griffures est importante, induisant une fréquente inoculation 

polymicrobienne [44], [5] avec une moyenne de 2 à 3 espèces bactériennes 

isolées par culture de  plaie, y compris une moyenne d'1 espèce anaérobie par 

blessure [56], [18]. Staphylococcus sp, Streptococcus sp, et Corynebacterium sp 

sont les bactéries aérobies les plus fréquemment isolées. Elles sont présentes 

dans 38% à 76% des blessures [57], [18]. Les anaérobies les plus fréquemment 

isolés comprennent Bacteroides fragilis, Prevotella, Porphyromonas, 

Peptostreptococcus et Fusobacterium sp [48], [4], [46], [58]. 

Le genre Pasteurella, le principal agent pathogène isolé de morsures de 

chat, est également associé à des morsures de chiens et de nombreux autres 

animaux [59]. Il fait partie de la flore buccale normale des carnivores avec un taux 

de portage pouvant atteindre 87% chez les chats et 50% chez les chiens [45], 

[46], [47].  

P. multocida a été trouvée dans 50% à 80% des infections après morsure 

de chat [48], [60], [61] et dans 25% des morsures de  chiens  chez l’homme 

[62],[46] 

Le Capnocytophaga canimorsus est present dans la cavité buccale de 16 à 

40% des chiens. 

 La Bartonella henselae peut être transmise dans moins de 10% des cas 

par morsure de chat et plus rarement de chien. 

Le taux de portage par les chats est d’environ 50% (transmission 

interaniamle par puces) ; le risque qu’ils transmettent cette infection bactérienne 

est donc élevé. La transmission se fait essentiellement directement par morsure, 

griffure ou léchage, ou indirectement, par piqûre d’arthropode [45], [46], [47] 
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 Aspect clinique  

Les caractéristiques cliniques de l'infection dépendent de la nature et de 

l'étendue de la blessure, la localisation anatomique de la blessure, et les 

organismes responsables de l'infection [50]. Les manifestations cliniques les plus 

habituelles de l’infection après morsure sont celle d’une cellulite. L’œdème et 

l’érythème sont les deux signes les plus fréquents. L’existence d’une fièvre 

associée, d’une lymphangite ou d’une adénopathie est moins habituelle ne 

dépassant guère 20% des cas. 

Il importe surtout d’insister sur certains éléments sémiologiques permettant 

d’orienter vers un diagnostic de germe [47]. 

La rapidité extrême des signes locaux : douleur, œdème, en quelques 3 à 6 

heures, évoque très fortement une infection à Pasteurella. Les atteintes pyogènes 

se manifestent plus tardivement en 24 à 48 heures.Une crépitation fait craindre la 

présence d’anaérobies [63],[64]. Quand l’abcès évolue plus doucement, l’infection 

à staphylocoque est plus probable [65], [66]. 

L’infection peut rester locale (pus, abcès, dermo-hypodermite) ou régionale 

(ténosynovite, osteoarthrite) et exceptionnellement devenir systémique en fonction 

du germe et du terrain (septicémie, méningite, endocardite) [9]. 

1.4. Facteurs de risques et conséquences des morsures  

Le risque d’infection dépend du type de morsure et est plus imporatant si :  

-La blessure est profonde ou de grande taille. 

-La plaie est punctiforme (qui a la forme, la taille d’un point), comme après une 

morsure de chat. 

-La plaie s’accompagne d’un écrasement ou d’un délabrement des tissus. 

-La morsure est située à la main ou au visage. 

-La morsure est proche d’un os, d’un tendon ou d’une articulation. 
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Le risque d’infection et la sévérité  dépendent aussi de facteurs propres à la 

personne mordue, comme une baisse de l’efficacité des défenses immunitaires,un 

mauvais drainage lymphatique ou veineux du membre mordu [67]. 

Les conséquences de cette infection peuvent allez de l’œdème douloureux 

à des complications fonctionnelles et générales graves sous la forme d’une 

septicémie [68]. Les séquelles fonctionnelles sont dominées par la raideur 

articulaire dont les causes sont multiples et associées dans les lésions 

délabrantes. Soit par atteinte directe multi-tissulaire, soit par algodystrophie, ce qui 

n’est pas étonnant devant l’agressivité mécanique, bactériologique et 

psychologique de la morsure. 

Des complications locales peuvent exceptionnellement nécessiter 

l’amputation d’un membre.Des complications systémiques d’une importante 

morbidité peuvent entrainer le décés, comme en cas d’infection par 

Capnocytophaga canimorsus chez un patient asplénique [41]. 
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CHAPITRE 2 

PASTEURELLA SPP AGENT DE PASTEURELLOSE 
 
 

2.1 Bactériologie  

2.1.1. Nomenclature  

Dans le passé, beaucoup de noms ont été donné à la bactérie,on fonction 

de l’éspèce animale affectée, y compris Micrococcus gallicidus 1883; Micrococcus 

cholera gallinarum, 1855; Octopsis choléra gallinarum 1885; Bactérie choléra 

gallinarum 1886; Bacillus choléra gallinarum 1886; Pasteurella cholerae-

gallinarum 1887; Avicidus cocobacillus 1888; Pasteurella avicida 1889; Bactérie 

multicidium 1899; Pasteurella avium 1903; Bacillus avisepticum 1903; Bactérie 

avisepticus 1912; et Pasteurella aviseptica, 1920 [69], [70]. 
Pendant un certain temps, chaque souche de Pasteurella multocida a été 

nommée en fonction de l'animal dont il a été isolé, comme Pasteurella avicida ou 

Pasteurella aviseptica, Pasteurella muricida ou Pasteurella muriseptica. 

Le tableau 2.1 représente l’historique de la nomenclature de P. multocida 

Pasteurella multocida, proposé par ROSENBUSCH ET MARCHAND, est 

maintenant accepté comme nom officiel dans le Bergey’s Manual et il est utilisé 

exclusivement dans le monde entier [71]. 
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Tableau 2.1: Historique de nomenclature de P.multocida [72]. 

Nom de l’auteur Année Nomenclature 

PASTEUR 1877 Cholera aviaire 

BURRIL 1883 Micrococcus gallicidus 

ZOPF 1885 Micrococcus cholerae-gallinarum 

KITT 1885 Bacterium bipolare multocidium 

TREVISAN 1887 Pasteurella cholerae-gallinarum 

LEHMANN ET 

NEUMANN 
1889 Bacterium multocidium 

STERNBERG 1893 
Bacterium septicaemiae 

haemorrhagicae. 

LIGNIÈRES 1900 

Zoological classification : 

Pasteurella aviseptica 

Pasteurella boviseptica 

Pasteurella oviseptica 

Etc 

TOPLEY ET 

WILSON 
1931 Pasteurella septica 

ROSENBUSCH ET 

MARCHAND 
1939 Pasteurella multocida 

Bergey’s Manual 1948 Pasteurella multocida 

 

2.1.2. Taxonomie  

 Selon la taxonomie décrite dans la littérature, le genre « Pasteurella » 

appartient à la famille des pasteurellaceae [73]. La famille des pasteurellaceae est 

la famille de bactéries qui a connu le plus d’évolution et remaniement en ce qui 

concerne la taxonomie [74].  

La famille de pasteurellaceae a été établie comme une famille taxonomique 

distincte en 1981 et comprend un groupe diversifié de coccobacilles gram négatif 

qui sont principalement isolés à partir d'animaux, avec P.multocida comme espèce 

de type [72]. 
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D'abord, les différents genres classés dans la famille ont été délimités par 

des caractéristiques phénotypiques et métaboliques, et plusieurs espèces 

supplémentaires ont ensuite été affectées à la famille fondée sur des études 

d'hybridation d’ADN [13]. 

Avec l'application de méthodes taxonomiques moléculaires, la structure 

phylogénétique de la famille a subi une révision importante, depuis le début des 

années 1990. À cette époque, la famille de pasteurellaceae était composée de 

trois genres, Haemophilus, Pasteurella et Actinobacillus, incluant à la fois les 

souches humaines et animales. 

Cependant, les études de séquençage d’ARNr 16S de ces trois genres ont 

démontré que les organismes dans la famille de pasteurellaceae étaient 

phylogénétiquement diversifiés et mélangés [75], [76]. 

Entre 1995 et 2005, les genres ; Mannheimia, Lopinella, Gallibacterium, 

Avibacterium, Nicoletella, Histophilus, Volucribacter, Phocoenobacter… viennent 

s’ajouter aux trois genres déjà existants [74].  

La structure taxonomique de genre Pasteurella est aussi compliquée, et les 

taxonomistes tentent maintenant de comprendre les liens entre les espèces 

classiques  pour définir et déterminer l'affectation taxonomique correcte de 

plusieurs nouvelles espèces à Pasteurella ou à d'autres genres nouveaux ou 

existants [77]. 

La classification des organismes du genre Pasteurella est révisée 

régulièrement. L’hybridation de l'ADN sépare les espèces Pasteurella en-deux 

groupes: Pasteurella au sens strict, et d'autres espèces  liées à Pasteurella. 

Le genre Pasteurella au sens strict contient P. multocida, P.canis, 

P.stomatis, P.dagmatis, et P.éspèce B. 

P.caballi et P. pneumotropica sont les deux espèces de taxonomie incertaine, 

tandis que P.avium, P.galinarum, P.volantium et P.éspèce A ont tous été 

reclassés dans le genre Avibacterium [78].  

Haemophilus a été reclassé comme Avibacterium paragallinarum et  P.trehalosi a 

été reclassée dans le genre Bibersteinia [79]. 
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C’est de même pour le complexe, Pasteurella haemolytica anciennement 

membre du genre Pasteurella, qui est scindé en 1999 en deux espèces distinctes : 

P. trehalosi et Mannheimia haemolytica (reclassé dans ce genre nouvellement 

créé) [80]. 

Toutefois, l'identification permanente des nouvelles espèces et le 

reclassement des souches précédemment décrites signifient que l'interprétation 

des données publiées est difficile [81]. 

CHRISTENSEN et al (2007) [77] ont proposé des lignes directrices pour la 

description des genres, espèces et sous-espèces des pasteurellaceae basées à la 

fois sur les  méthodes génotypiques et phynotypiques. 

2.1.3. Morphologie  

2.1.3.1. Caractères généraux  

P.multocida est Isolée en 1877 et décrite en détail pour la première fois par 

LOUIS PASTEUR, c’est un petit bacille court et polymorphe de 0.8x1 µm, 

immobile et non sporulant. Il est gram négatif et la coloration est plus accentuée 

aux extrémités limitant un espace clair central ovoïde.Cette coloration est dite 

bipolaire [82], [83]. 

Elle ne se retrouve de façon  nette que dans les frottis d’organes d’animaux 

inoculés ou dans les produits pathologiques;dans les cultures elle est toujours 

difficile à mettre en evidence.De plus, cette coloration bipolaire n’apparait qu’aprés 

utilisation de colorants spéciaux tells que le bleu de méthylène, le bleu de toluidine 

ou la thionine phéniquée;elle ne se voit jamais au gram [84]. 

Dans les cultures jeunes, les formes coccoides sont principalement isolées. 

Les chainettes sont exceptionnelles [82]. Une capsule est présente, dont la taille 

est variable en fonction des éspèces [85]. 
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2.1.3.2. Structure et composition 

 La capsule 

P. multocida peut être classée par des méthodes sérologiques en cinq 

types capsulaires désignés A, B, D, E et F. 
La composition et la structure des constituants capsulaires  trouvés dans  

les sérotypes A, D et F de P. multocida sont très similaires à des 

glycosaminoglycanes des mammifères et sont constitués principalement de l'acide 

hyaluronique, la chondroïtine et héparosane non sulfatée, respectivement [86], 

[87], [88], [89]. 

La présence de ces molécules dans l'hôte eucaryote signifie que la 

reconnaissance de l'hôte  par des bactéries encapsulées par ces polysaccharides 

est  trop limitée ou absente. Ce mimétisme moléculaire est essentiel pour que les 

bactéries évitent des réponses immunitaires de l'hôte [90], [91]. 

Le rôle important de la capsule dans la pathogenèse de P. multocida a été 

clairement démontré, des mutants construits à partir de souches capsulaires de 

sérogroupe A et B sont fortement atténués chez les souris [91], [92]. 

La capsule joue plusieurs rôles, dont les plus importants sont les 

interférences avec la phagocytose (antiphagocytaire) et la protection de la 

membrane externe à partir du dépôt de complexes d'attaque de la membrane 

générés par l'activation du système du complément. 

In vivo, où la quantité de fer disponible est lente, le montant de la capsule formée 

est moins [93]. 

 Le Lipopolysaccharide 

Le  lipopolysaccharide (LPS) de P. multocida est composé de lipide A, qui 

est responsable de l'activité endotoxinique, un noyau d'oligosaccharide, et l'unité 

antigénique  O [93]. Il joue un rôle important  dans la  pathogénie  de la maladie et 

est considéré comme un antigene protecteur qui  stimule l’immunité humorale [94]. 

 Fimbriae et adhésines 

Les pilis de P.multocida étaient seulement exprimés à des temperatures de 

croissance plus élevées et sont probablement impliqués dans l’adhésion aux 

muqueuses des cellules hôtes [95]. 
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Il est probable que les fimbriae jouent un rôle dans l'adhérence aux 

surfaces, comme des fimbriae ont été observés chez certaines souches de P. 

multocida sérotype A qui ont pu adhérer à l'épithélium muqueux, mais pas sur la 

surface de ces souches qui ne peuvent pas adhérer [95], [96], [97] 

Des fimbriae de type IV (pili) ont été isolées et caractérisées à partir des 

serotypes A, B, D de P. multocida [98] et sont souvent associés à la virulence 

chez d'autres bactéries en raison de leur rôle dans l'attachement aux surfaces 

cellulaires de l’hôte [99]. 

 Les toxines 
En général, la plupart des souches de P. multocida qui causent le choléra 

aviaire, la septicémie hémorragique ou la pneumonie ne sont pas connues pour 

exprimer une toxine. 

La  toxine dermonécrotique, PMT, exprimée principalement par des 

souches du sérogroupe D, est la seule toxine identifiée à ce jour et est 

responsable des  signes cliniques et pathologiques de la rhinite atrophique chez le 

porc [100], [101], [102] en entrainant la lyse du cartilage puis une véritable ostéite 

des cornets nasaux [85]. 

 Hyaluronidase et neuraminidase 

Certaines souches de P. multocida produisent l’ hyaluronidase et la 

neuraminidase. Le rôle joué par ces enzymes dans la pathogenèse de la maladie 

est inconnu.L’hyaluronidase est présente dans la plupart des souches de P. 

multocida serotype B qui provoquent la septicémie hémorragique bovine. Elle  est 

peut être responsable de la diffusion du micro-organisme dans les tissus [103]. La 

neuraminidase est supposée jouer un rôle dans la colonisation des surfaces 

épithéliales par élimination des résidus terminaux d'acide sialique de la mucine, en 

modifiant ainsi l'immunité innée chez l’hôte normal [104]. 

 Sialidase 

Les Sialidases sont produites par certaines espèces bactériennes et 

agissent pour éliminer l'acide sialique et de lipides pour une utilisation comme une 

source de carbone. 
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Ces enzymes peuvent aussi améliorer la virulence bactérienne en 

démasquant les récepteurs clés de l'hôte et / ou de réduire l'efficacité des 

défenses de l'hôte telles que la mucine [104] [105]. 

Deux gènes,  pm0188 et  pm0508, l'encodage transferases d'acide sialique 

ont été identifiés dans le génome de P. multocida [106] 

2.1.4. Habitat et spectre d’hôte  

Ubiquitaire, cette bactérie fait partie de la flore physiologique du 

nasopharynx et du tube digestif de plusieurs animaux sauvages ou domestiques 

qui en constituent le réservoir.Les taux de colonisation oropharyngée les plus 

élevés sont retrouvés chez le chat (50-90%), puis le chien (50-66%), le porc (51%) 

et le rat (14%). D’autres animaux sont également porteurs (tigres, lions, 

panthères, couguars, lapins, loups, ect) [83]. À l’exception de certaines souches 

de P.multocida, les bactéries du genre Pasteurella sont généralement considérées 

comme des agents pathogènes opportunistes qui font partie de la flore endogène 

des voies respiratoires supérieures et des voies génitales inférieures [107] et qui 

ne peuvent provoquer une maladie que sous certaines conditions [108]. 

Le taux de portage pour différentes éspèces de Pasteurella varie 

considérablement [108]. P.multocida est l’agent infectieux le plus fréquemment 

retrouvé dans les infections cutanées par morsure d’animal domestique [109]. 

P.multocida fait parti de de la flore buccale normale et du pharynx des 

chiens et chats. Les chats ont le taux de portage oropharyngé le plus élevé de 

P.multocida (50-90%), suivi par les chiens (50-66%), les porcs (51%), et les rats 

(14%) [110]. 

2.1.5. Caractères culturaux  

Les éspèces du genre Pasteurella sont anaerobies facultatives, 

fermentatives [78]. Elles se développent sur les milieux de culture usuels mais 

poussent mieux sur des milieux supplémentés par du sérum ou du sang ou sur 

gélose  chocolat [78] mais pas sur la gélose  MacConkey [111]. La température 

optimale de croissance est 35-37°c. 

Les Colonies apparaissent  après 24 heures d’incubation à 37°c dans une 

atmosphère normale [112]. 
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  Une atmosphère enrichie avec 5 à 10% de CO2 améliore généralement la 

croissance .Sur gélose au sang, les colonies  sont lisses, butyreuses, convexes, et 

entre  1 à 2 mm de diametere, avec une odeur caractéristique. 

Les souches fortement encapsulées produisent des colonies mucoides ou 

larmoyantes. La gélose au sang n’est pas altérée à l’exception de la présence  

d’un léger trouble verdâtre. 

La croissance en infusion (bouillon)  avec du sérum ajoutée est manifesté par un 

léger trouble  et un sédiment visqueux [113]. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figure 2.1: a, b: Les colonies de Pasteurella multocida sur gélose au sang frais 

Source :a : http://atlas.sund.ku.dk/microatlas/veterinary/bacteria/pasteurella 

multocida b: http://virtullab.apa.uoit.ca/index.php ?id=L7 31 

2.1.6. Caractères biochimiques  

La plus part des éspèces du genre Pasteurella sont generallement  oxidase 

positive (sauf certains P.dagmatis), catalase positive [114] ,[78]. La réaction 

d’oxydase peut être lente et faible et elle est plus susceptible d’être positive 

lorsque le réactif de tetramethyl est utilisé (par opposition au réactif de diméthyle) 

[115].Les nitrates sont réduits en nitrites [114] 

Le caractère le plus important est la production, très abondante d’indole, qui 

est sans proportion avec le développement très pauvre du germe en eau 

peptonée [84]. 

http://atlas.sund.ku.dk/microatlas/veterinary/bacteria/pasteurella
http://virtullab.apa.uoit.ca/index.php
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Dans certains cas, les souches de P.multocida ne produisent pas d’indole, 

sauf si elles sont cultuvées dans un bouillion d’infusion de cœur [116]. 
Le D-glucose et autres carbohydrates sont catabolisées avec production 

d’acide, mais habituellement sans gaz [114]. Ces glucides qui sont fermentés 

sont : le glucose, le mannose, le galactose, le fructose, et le saccharose. Ceux qui 

ne sont pas fermentés sont : le rhamnose, le cellobiose, le raffinose, l’inuline, 

l’érythritol, l’adonitol, le m-inositol et la salicine. Le mannitol est habituellement 

fermenté. L’arabinose, le maltose, le lactose, et la dextrine ne sont pas fermentés 

habituellement.Des reactions variables sont observées avec la xylose, le 

tréhalose, le glycérol et le sorbitol [117].  
Parfois, les souches de P.multocida ne fermentent pas les hydrates de 

carbone à l’exception du glucose qui est toujours fermenté [116]. Il n’y a pas de 

production d’urease, pas d’utilisation du citrate, production discrète d’H2s qui n’est 

toutefois pas décelable sur les milieux ordinaires (Kligler) [84] négative en réaction 

pour le rouge de méthyle, production d’acetoine (voges-poskauer), lysine 

decarboxylase, arginine dihydrolase,et gelatinase [114]. 

Les Tests utilisés pour  differencier entre les éspèces sont l’ornithine 

decarboxylase et la fermentation des glucides  [115]. 

Les caractéristiques différentielles des différentes éspèces de Pasteurella 

sont données dans le tableau 2.2 tandis que les caractères utilisés pour la 

séparation des sous-espèces de P.multocida sont représentés dans le tableau 2.3 

  



39 
 

Tableau 2.2: Les caractéristiques différentielles des espèces du genre Pasteurella 

[107] 

 
Caractère 

P 
Multocida 

P 
canis 

P 
dagmatis 

P 
stomatis 

Catalase + + + + 

Urease - - + - 
Ornithine 

decarboxylase + + - - 

Xylitol - - - - 

L(+)Arabinose - - - - 

D(+)xylose D - - - 

D(-)mannitol + - - - 

Maltose - - + - 

Dextrin - - +/+ - 

PNPG D D + + 

Symboles: 

+: 90% ou plus des souches  sont positives 

-: moins de  10% des souches sont positives 

D: 11-89% des souches sont  positive  

 

Tableau 2.3: Les caractéristiques différentielles entre les sous espèces de 

P.multocida [107] 

Caractéristique 
P. multocida 

Subsp 
multocida 

Subsp 
gallicida 

Subsp 
septica 

Dulcitol - + - 

D(-)sorbitol + + - 

L(-)furcose d - d 

Trehalose d - + 

Alpha-Gglucosidase (PNPG) d - + 

Symboles: 

+: 90% ou plus des souches sont  positives, 

-: 90% ou plus des souches sont  negatives, 

D: 11-89% des souches positives.   
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2.1.7. Sensibilité aux antibiotiques  

Le germe est habituellement sensible aux betalactamines (sauf certaines 

céphalosporines de 1ère génération), aux cyclines, aux quinolones, aux 

cotrimoxazole, au chloramphénicol, de sensibilité intermediaire aux macrolides ; 

resistant de bas niveau aux aminosides, résistants aux lincosamines. 

Quelques souches s’avérant résistantes, en particulier aux betalactamines par 

production d’une betalactamase [35]. 

2.2 Pouvoir antigène et immunogène  

Les pasteurelles possèdent plusieurs types d’antigènes répartis en 

antigènes capsulaires et antigènes somatiques. Parmi eux, il y’a des protéines, 

des polysaccharides, des lipopolysaccharides et même un mucopolysaccharide ou 

mucoprotéide [118]. 

DHANDA (1959) [119] confirme le rôle des protéines en rapportant que les 

facteurs protéiques possèdent d’excellents caractères immunogènes pour la 

souris, le lapin, le cobaye et les bovins. Pourtant, aucune protéine homogène 

pouvant expliquée la protection conférée par l’immunisation active n’a encore été 

isolée, remarque BAIN [118]. 

2.2.1 Les antigènes capsulaires  

Pour PERREAU [120], l’antigène capsulaire est l’antigène protecteur pour 

les souches B et E. Cet antigène conditionne la virulence du microbe d’après 

Boileau [147]. Il est de nature polysaccharidique [121], [122], [123]. C’est une 

haptène, agissant en antigène précipitant et fixateur du complément [118]. 

2.2.2 Les antigènes somatiques  

Pour PERREAU [120], l’antigène somatique commun aux sérotypes B et E 

ne semble pas intervenir dans l’immunisation. 

Cependant, selon les résultats des expériences d’immunité réalisées à 

Maison-Alfort en 1975 l’antigène protecteur pour la souche A est l’antigène 

somatique [125]. 
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Réalisant une expérience sur des chiens, GHONIEM et al [126] ont retrouvé 

des anticorps contre les antigènes somatiques des types A, B, C, D et E. 

L’antigène somatique est de nature glucido-lipidopolypeptidique [121]   

Ce lipopolysaccharaide a permis de distinguer divers groupes 

sérologiques.C’est un antigène spécififique de type.Il est immunologiquement actif 

lorsqu’il est associé à des fractions protéiques. 

La capsule des sérotypes A et D contient de l’acide hyaluronique associé 

au lipopolysaccharide de surface qu’il masque.c’est un mucopolyoside 

sérologiquement et immunologiquement inactif [127]. 

  



42 
 

2.3 Pathogénie  

2.3.1 Chez l’animal  

Le potentiel pathogène de P. multocida chez les animaux vertébrés a été 

reconnu il ya plus d'un siècle et les infections sont généralement appelée les 

pasteurelloses. 

P. multocida infecte  un large spectre d'hôtes animaux causant des 

infections spécifiques qui se manifestent différemment [128], [129] mais pas de 

facteurs de l'hôte spécifiques ont été identifiés à ce jour [130]. Elle se produit 

comme des infections de plaies chez les chiens et les chats et la sous éspèce 

septica a été associée à des infections du système nerveux central (SNC) chez 

les chats [131]. 

         P. multocida provoque fréquemment chez les moutons la pneumonie et la 

septicémie hémorragique, moins souvent les mammites et les avortements, alors 

qu’elle provoque la  méningite ou méningo-encéphalite chez les bovins, et la 

rhinite atrophique chez le porc [131]. 

La variété de maladies et d’hôtes peut être due à un ou plusieurs des 

éléments suivants : 

L’adaptation des souches à des hôtes, des possessions variations et/ou 

l’expression de facteurs de virulence spécifiques, des facteurs de l’hôte telles que 

l’écologie, les caractéristiques anatomiques, et l’immunité innée . 

Il y’a une certaine cohérence de l’association des serotypes de P.multocida 

avec les hôtes spécifiques et les syndromes de la maladie. 

            Le cholera aviaire est généralement causé par les types capsulaires A et 

F, la rhinite atrophique du porc par les souches D et la septicémie hémorragique 

par les souches  de type B et E [132]. 

            Pour certaines souches de P.multocida  la spécificité d’hôte est très forte, 

par exemple des souches de type B semblent réservées pour les mammifères 

[132].Elle est bien connue en pathologie vétérinaire comme germe de sortie [133]. 
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La maladie peut résulter de l’invasion d’organismes commensaux pendant 

les périodes de stress ou après des infections par les virus, les mycoplasmes, ou 

rickettsies [131]. 

Elle est de plus en plus considérée comme pathogène occasionnelle ou 

opportuniste, sa pathogénie étant accrue par des facteurs favorisants tel que 

l’entassement ou une nutrition déséquilibrée [133]. 

2.3.2 Chez l’homme 

Chez l’homme, la situation semble comparable avec un niveau de 

pathogénie peut être encore plus bas et le caractère opportuniste plus marqué 

[133]. Pasteurella spp, ne sont pas commensaux de l’homme, bien que certaines 

souches peuvent être présentes autant que partie transitoire de la flore normale. 

P.multocida est l’infection zoonotique la plus fréquemment signalée de ce 

groupe, résultant généralement des morsures de chiens et chats infectés [131]. 

Sur le plan de la pathogénie humaine, P.multocida peut être considérée 

comme un opportuniste. Le pouvoir pathogène de cette espèce pour l’homme ne 

semble pas important et son implantation semble liée à des facteurs favorisants 

dus à l’hôte ou à des conditions particulières d’inoculation (morsure).Parfois, 

même le pouvoir pathogène semble très douteux et l’homme se comporte en 

porteur sain [133]. Dans l’abcès après morsure, dans la septicémie, dans la 

pleurésie, le germe se comporte bien en opportuniste, son implantation coïncide 

avec des facteurs favorisants (morsure profonde, éthylisme…) [133]. 

 

P.multocida sous espèce multocida semble prédominer dans les 

pasteurelloses systémiques, alors que P.multocida sous espèce septica est 

habituellement isolée dans des infections de tissus mous [131]. 

P.canis et p. stomatis sont généralement d’origine canine, tandis que  P. 

multocida subsp septica est généralement  féline et P. multocida subsp multocida 

peut provenir des chiens ou des chats [131]. 
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CHAPITRE 3 
LA PASTEURELLOSE ZOONOSE, ASPECT CLINIQUE ET DIAGNOSTIC 

 
 

 
 

3.1 Définition  

Les pasteurelloses sont des zoonoses très répandues dans le monde entier 

[134] causées par des bactéries du genre Pasteurella [101] 

Chez l’animal, Pasteurella est résponsable de tableaux cliniques variés 

mais qui peuvent être particulièrement sévères qui se présentent quelquefois sous 

forme septicémique (choléra des poules), le plus souvent, sous forme respiratoire 

(broncho et pleuropneumonies) [134]. La bactérie est communément présente 

dans la cavité buccale  et du tube digestif de nombreux mammifères [101]. 

La pasteurellose humaine est une pathologie décrite comme  d’inoculation, 

survenant majoritairement dans les suites d’une morsure, griffure ou léchage de 

plaie par un vertebré porteur d’un germe de type Pasteurella [75]. Dans la 

littérature, c’est l’éspèce P.multocida qui est le plus fréquement incriminée en 

pathologie humaine [135], [136]. 

3.2 Historique  

P. multocida a été observée pour la première fois comme bacille du choléra 

aviaire (tableau hémorragique qui entrainait une surmortalité épidémique 

importante dans les élevages) par PATRONCITO en 1878 [137], [134]. 
En 1879, TOUSSAINT  réussa à réaliser la culture de la bactérie et prouva 

qu'elle était la seule cause de la maladie [138]. 

À partir des bactéries atténuées issues de ces cultures ; LOUIS PASTEUR 

prépara le premier vaccin par inoculation d’agent pathogène atténué  [134]. 

En 1886, HUELLE a  remarqué que ces organismes ont produit une 

maladie particulière chez de nombreux animaux différents, dont la septicemie 

hémorragique. 
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En 1887, TREVISAN qui voulait commémorer les travaux de PASTEUR sur 

l'élucidation Carlier de l'espèce type a suggéré le nom de genre Pasteurella  pour 

ces organismes. 

En 1913, BRUGNATELLI a mis en évidence le premier cas humain 

d’infection à Pasteurella, dans le cadre d’une fièvre puerpérale chez l’épouse d’un 

agriculteur, mais ce n’est qu’en 1930 que KAPEL fit la relation entre morsure de 

chat et infection humaine [134] 

En 1941, LENORMANT introduit en France la notion de pasteurellose, 

maladie d’inoculation, à l’occasion d’une étude détaillée et d’une revue générale 

des différents cas publiés [139]. 

3.3 Aspect clinique  

3.3.1 Chez les carnivores domestiques 

Les carnivores sont très peu sensibles à l’infection pasteurellique [140]. 

Seuls des cas sporadiques et exceptionnels de manifestation clinique ont été 

signalés, qui se caractérise par la formation d’abcés locaux. En revanche, les 

carnivores sont souvent responsables de la contamination humaine par griffade et 

morsure [140], [141] car 70-80% des chats et 30% des chiens sont porteurs de 

germes. 

À Dakar, une étude faite par DOUTRE et al [142], sur le portage buccal de P. 

multocida chez les chats, a révélé l’existence de 30% de porteurs. 

3.3.1.1 Les pathologies associées aux infections pasteurelliques  

Le chat et le chien sont fréquemment porteurs sains, mais dans diverses 

circonstances débilitantes, les pasteurelles peuvent jouer un rôle pathogène, 

notamment dans les affections buccales et respiratoires. 

À de nombreux égards, la pathologie animale due à P.multocida possède 

des caractères communs avec la pathologie humaine correspondante [143]. 

Trois grandes catégories d’infection peuvent être distinguées : 
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 Les pasteurelloses d’inoculation 

Elles semblent plus fréquentes chez le chat que chez le chien.Selon love et 

al [143], 13.1% des souches isolées d’abcés dans l’éspèce féline sont des 

souches de P.multocida (48% si l’on ne tient compte que des seuls aérobies). 

 Les pasteurelloses de surinfections  

Il s’agit assurément de la pathologie la plus courante tant chez le chien que 

chez le chat. Elle fait suite le plus souvent à des causes prédisposantes locales 

(présence de tartre dentaire et gingivite ou glossite calcineuse associées [144] ou 

à l’existence d’infections pré-existantes (essentiellement virales), les pasteurelles 

jouant le rôle majeur dans ces espèces comme germes de sortie ou de 

surinfection à la suite des viroses respiratoires tant chez le chien (adénovirose, 

parainfluenza, virus de la maladie de carré). Les manifestations cliniques les plus 

fréquentes sont : rhinite purulente, sinusite, trachéobronchite. L’infection 

pulmonaire est plus rare [145]. 

 Les pasteurelloses systémiques 

Beaucoup plus rarement, P. multocida peut être responsable chez des 

individus profondément débilités d’infections pyogènes profondes, diverses, 

notamment de polyarthrite et d’endocardites, d’infections du tractus urinaire, de 

pyothorax ou encore d’affections nerveuses, comme des leptoméningites [146], 

[147], [148]. 

3.3.1.2 Le portage asymptomatique 

 Portage buccal et rhino-pharyngé  

La plupart des auteurs s’accordent à estimer que les pasteurelles 

représentent les bactéries aérobies prépondérantes de la flore buccale normale du 

chien et du chat. Bien que les chiffres publiés dans la littérature soient en fait 

assez variables selon les enquêtes (de 10 à 80%), on peut admettre que 40 à 

50% des chiens et des chats sont porteurs asymptomatiques de P.multocida. 

La présence de P.multocida est surtout notée dans la cavité buccale, la 

salive, sur les amygdales, alors que c’est un hôte beaucoup plus épisodique chez 
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l’animal sain au niveau de l’appareil respiratoire supérieur (narines) tant chez le 

chien [145] que chez le chat [149]. 

 Portage par d’autres muqueuses  

P.multocida fait partie de la flore endogène normale du vagin de la chienne et 

du prépuce  du chien [150], [151], [152]. Le pourcentage de porteurs sains varie 

en fonction de la portion vaginale écouvillonnée selon OLSON et MATHER [151] 

de 10% pour la partie antérieure à 32% pour la partie la plus postérieure. 

L’influence du cycle sexuel a été étudiée par Farstad [152] qui note une nette 

augmentation du portage au cours de l’œstrus (36%) par rapport au métaoeustrus 

et à l’anoestrus (10%). 

3.3.2 Chez l’homme 

Les infections humaines à P. spp sont habituellement représentées par des 

infections  cutanées localisées succédant à des blessures animales : morsures ou 

griffures de chien (85% des cas), de chat (48%) ou plus exceptionnellement à un 

léchage (1%) [153], [154], [155], [156], [157]. 

Cependant, des formes systémiques d’évolution souvent fatale (14%) 
peuvent survenir surtout chez des sujets débilités; le terrain joue alors un rôle 

prépondérant à la fois dans la survenue et l’évolution de l’infection [154], [156] 
[158], [35]. 

Les infections cliniques chez les humains se divisent en trois catégories 

principales: les infections pulmonaires chroniques, les infections systémiques et 

des infections locorégionales aigue (ou encore subaigüe) [159]. 

Les formes locales  sont classiques ; tendis que, les formes générales ou 

profondes sont beaucoup plus rares [133]. Les germes pathogènes pour l’homme 

sont : P. multocida (50 à 60% des cas), et également : P. canis, P. stomatis, 

P.dagmatis [160].  

3.3. 2.1 La Pasteurellose d’inoculation  

Dans les formes dites locorégionales aigues, l’inoculation est obligatoire ; 

elle est cutanée et directe (l’inoculation indirecte est rarissime du fait de la 

microaérophilie de la bactérie) par morsure, griffure ou léchage d’une plaie. Les 
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vecteurs les plus fréquemment rencontrés sont le chat et le chien. Dans cette 

forme, la durée d’incubation est inférieure à 24 heures après inoculation [73]. 

La brièveté de cette incubation est très caractéristique d’une infection à 

Pasteurella, elle est de l’ordre de 3 à 6 heures [161], [162]. La région  mordue 

prend l’aspect d’une inflammation aigue phlegmoneuse ; des trainées de 

lymphangite apparaissent [163], [164], [165],  ou encore d’adénopathies satellites 

de la zone cutanée drainée ou se situe la plaie [73]. 

La douleur est très vive, la fièvre est inconstante et rapidement 

l’inflammation gagne les articulations de voisinage et on peut dans certains cas 

redouter l’atteinte des gaines tendineuses [163], [164], [165]. 

 

 

 

 

 

Figure 3.1 : infection des tissus mous dus à P. multocida (4 à 6 heures après une 

morsure punctiforme de chat)  

Source : http://titan.medhyg.ch/mh/formation/art/33492.html 

Figure 3.2 : Dermohypodermite aigue due à P.multocida  

a : au niveau de la main ; b : au niveau de la jambe 

Source : http://titan.medhyg.ch/mh/formation/art/33492.html 

http://titan.medhyg.ch/mh/formation/art/33492.html
http://titan.medhyg.ch/mh/formation/art/33492.html
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L’évolution de cette forme se fait vers la guérison sans séquelle en 

particulier si celle-ci est traitée  par une antibiothérapie adaptée. Certaines 

complications peuvent cependant survenir : phlegmons, arthrite septique, ostéite, 

septicémie [73]. 

Ces arthrites septiques à P.multocida surviennent généralement chez des 

patients présentant des facteurs de risques d’infections  articulaires (polyarthrite 

rhumatoïde, chondrocalcinose, immunodéficience) ou porteurs d’une prothèse 

articulaire [166]. 

Il existe également des formes subaigües avec des manifestations 

inflammatoires sans suppuration, rhumatologiques, neurologiques ou encore 

dermatologiques pouvant évoluer vers une forme chronique [73]. 

La symptomatologie se limite à une suppuration locale, parfois compliquée 

d’un abcès, voir d’un syndrome algoneurodystrophique localisé au membre 

mordu, avec douleur et troubles vaso-moteurs  [136]. 

3.3. 2.2 La pasteurellose systémique 

Les formes systémiques de pasteurelloses sont rares (2 à 10% des cas, 

moins de 150 observations publiées) comparées aux infections locorégionales 

d’inoculation (60 à 80% des cas) [167], [59]. 
Dans ces formes systémiques, il est plus fréquemment retrouvé une 

inoculation directe avec une forme locorégionale primaire, puis une bactériémie 

responsable d’une forme systémique aboutissant à une atteinte viscérale 

secondaire le plus fréquemment pulmonaire et plus rarement neuroméningée 

(méningite et abcès cérébraux), cardiovasculaire (endocardite), digestive, 

gynécologique, urinaire ou ostéoarticulaire. 

Cepandant, des formes primitives, sans notion de porte d’entrée, ont 

exceptionnellement été rapportées. Ces formes systémiques surviennent 

principalement sur un terrain favorisant immunodéprimé : cirrhose commune, 

insuffisance hépatique, diabète, leucémie, cancer, iatrogénie (chimiothérapie) et 

appartiennent le plus souvent aux deux âges extrêmes de la vie, à savoir les 
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nourrissons, par contamination maternofoetale et les personnes âgées [158], 
[168]. Dans ces formes, le vecteur principal retrouvé est le chat [158]. 

 La Septicémie  

Les formes septicémiques sont rares mais sévères, en particulier s’il existe 

une altération des défenses immunitaires [169], [170], [171]. 
Quand une souche est isolée sur une hémoculture, P.multocida est le 

germe le plus souvent retrouvé. Mais il existe des formes septicémiques 

secondaires, à P.pneumotropica ou P.dagmatis [59], [157]. 

La porte d’entrée de ces septicémies est une plaie d’origine animale dans  
1 /3 des cas [172]. Souvent, il s’agit d’une suppuration patente associée ou non à 

une lymphangite ou une phlébite [173], parfois il s’agit d’une plaie d’aspect minime 

sans caractère inflammatoire [59] un simple léchage sur une plaie préexistante 

peut suffire. La mortalité des septicémies à P. multocida est élevée : prés de 40% 

des patients [174]. 

La gravité de ces septicémies est liée à la virulence de P.multocida, bacille 

gram négatif capsulé dont le lipopolysaccharide de surface a une activité 

endotoxinique [176] mais l’évolution est en grande partie liée au terrain [156] 
BRISOU [21] a souligné la gravité du pronostic chez  les patients atteints d’une 

affection hépatique. 

 Les infections respiratoires  

L’atteinte de l’appareil  respiratoire par P.multocida est la localisation la plus 

fréquente après la pasteurellose d’inoculation (19%). (Bronchectasies, broncho-

pneumopathie chronique obstructive, emphysème) ou chez des sujets 

immunodéprimés [175], [59] et fait  suite à l’inhalation des micro-organismes ou à 

des contacts rapprochés avec des animaux [157], [176] une porte d’entrée 

cutanée est retrouvée dans 40% des cas [158]  
La pasteurellose pleuropulmonaire s’observe le plus souvent chez des 

individus avec une pathologie respiratoire chronique [175] et  peut survenir sur un 

néoplasie pulmonaire [222] une cicatrice de pneumonectomie; elle peut être à 

l’origine de complications aigues: hémoptysie [177], insuffisance respiratoire aigue 

[178]. 
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La forme clinique la plus fréquente est la bronchite aigue (64%), les autres 

présentations sont plus rares ; pneumonie (13%), pleurésies purulentes (20%), 
abcès pulmonaire (3%) [179], [175]. L’aspect radiologique le plus fréquemment 

retrouvé est celui d’un syndrome alvéolaire prédominant aux bases [158], [59]. 

Cependant, le tableau clinique et radiologique de pneumopathie à 

P.multocida n’a aucun caractère spécifique, ce qui rend le diagnostic difficile et 

renforce l’importance de l’interrogatoire qui doit rechercher la présence d’un 

animal de compagnie. Le diagnostic repose principalement sur l’isolement du 

microorganisme, parfois complété par la sérologie [175]. 

Plusieurs études ont montré la fréquence d’un portage de pasteurelles dans 

le nez, la gorge ou le pharynx chez des personnes vivant au contact d’animaux 

[59], [157], [176]. 

De même, les pasteurella ont été isolées à plusieurs reprises dans des 

otites chroniques [25]. 

 Localisations neuroméningées  

. P.multocida est un agent inhabituel et rare de méningites et tend à affecter 

les personnes aux âges extrêmes de la vie (nouveaux nées, nourrissons et 

personnes âgées) [180]. Chez l’adulte ; elles sont occasionnellement observées, 

sur un terrain ou les défenses immunitaires sont amoindries [176]. 

Chez le nourrisson, la plus part des méningites à Pasteurella surviennent 

en l’absence de traumatisme animal ; la physiopathologie repose 

vraisemblablement sur une infection manu portée par un des membres de la 

famille léché par l’animal domestique: il se développe alors une colonisation 

pharyngée chez le nourrisson, suivi d’une infection par voie hématogène des 

méninges [181]. 

Six mécanismes sont impliqués dans la méningite à P.multocida : 

inoculation directe après morsures animales, diffusion à partir d’une plaie infectée 

après un traumatisme ou de la chirurgie craniofaciale [59], transmission à partir de 

la salive d’un animal sans qu’aucune morsure n’ait été observée [181] [182], 

extension à partir d’un site infecté par diffusion lymphatique ou veineuse [59]. 
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Les méningites à Pasteurella ont un tableau clinique très classique souvent 

associées à des troubles de la conscience ou à des convulsions [183]. Elles sont  

fréquentes sous forme d’abcès, d’empyème et de paralysie des nerfs crâniens 

[184], [185], [182]. 

Le pronostic de ces formes est relativement bon surtout dans les 

pasteurelloses neuro-méningées consécutives à une brèche ou à une infection 

ORL (mortalité inférieure à 15%), mais plus grave pour les localisations 

neurologiques au cours des septicémies [156] engendrant le pronostic vital avec 

un fort taux de mortalité et pouvant laisser des séquelles invalidantes [186]. 

 Localisations  gynécologiques et obstétricales  

La possibilité d’un portage vaginal de Pasteurella a été évoquée dans deux 

circonstances : l’infection génitale et l’infection maternofoetale, la bactérie se 

comporte alors comme un pathogène opportuniste [187]. 

Des pasteurelloses ont également été mises en évidence dans le vagin 

pouvant être à l’origine d’infections génitales ou néo-natales. Ces modalités 

d’infections se rapprochent de celles observées dans le règne animal, [176], [188] 

 Localisations cardio-vasculaires  

Les endocardites à pasteurelles semblent relativement rares [189], [190] 
leur incidence est estimée entre 0.1 et 0.2% [189], [190]. Elle pourrait croitre 

compte tenu de la quantité croissante d’animaux de compagnie, de la 

généralisation de la chirurgie valvulaire, de la recrudescence des états 

immunodépression (facteurs de risque des formes systémiques) et des progrès de 

la bactériologie d’autant que l’incidence des pasteurelloses est en progression 

[190], [59]. 

 Localisations digestives 

Un portage digestif de P. multocida peut être à l’origine d’infections 

organiques, notamment appendiculaires, intestinales, gastriques ou hépatiques 

[176], [188]. 
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 Localisations urinaires  

P. multocida a été isolé à plusieurs reprises d’infections urinaires hautes et 

basses le plus souvent sur lésions préexistantes, uropathie chronique, cancer, 

post-opéré [191]. 

Dans certains cas, la notion d’un contact animal n’est pas retrouvée. La 

possibilité d’une contamination par des germes persistant longtemps dans 

l’environnement parait vraisemblable [192]. 

  



54 
 

CHAPITRE 4 
EPIDEMIOLOGIE 

 
 
4.1 Épidémiologie descriptive 

Les enquêtes pratiquées à partir des centres antirabiques sous-estiment 

certainement l’incidence des blessures mais donnent vraisemblablement une 

incidence assez précise de la proportion des infections et des pasteurelloses. Le 

taux d’infection est compris entre 5 et 25% et le risque de pasteurellose entre 0.1 

et 0.5 par an et pour 1000 habitants [193], [24], [139], [49]. 

La fréquence des morsures animales est élevée par tout dans le monde. La 

population animale domestique, important dans les pays développés, rend compte 

d’une incidence élevée : 250/100000 aux USA, 65 à 100/100000 en France. 

Aux Etats-Unis on estime que 4,5 millions de morsures d'animaux se 

produisent chaque année, dont 19% consultent un médecin [194], [195]. Les 

morsures touchent davantage les hommes que les femmes, les sujets jeunes, les 

enfants de moins de 5 ans plus spécialement. 

Au  Danemark, dans les années 1970 il y avait environ 10,000 chiens 

mordeur par an .En Angleterre et au Pays de Galles dans les années 1980 il y 

avait environ 209.000 morsures de chien  qui ont abouti à la présentation de 

victime à l'hôpital chaque année [196]  

L’incidence des pasteurelloses d’inoculation après blessure animale est 

diversement appréciée, selon les auteurs et selon les espèces animales 

considérées. LEE et BUHR, en 1960, sur 69 cas de morsures de chiens, avec 

prélèvements bactériologiques systématiques, isolent 10 cas de P.multocida. 

TINDALL et HARRISSON, en 1971, observent 10 infections à P.multocida sur 131 

blessures par chat ou chien (6 sur 117 morsures de chien, 3 sur 11 morsures de 

chat et 1 sur 3 griffades de chat). 

Dans l’étude de BEYTOUT, au centre antirabique de Clermont-Ferrand 

[20], le nombre annuel de morsures est de 0.65 pour 1000 habitants, le 
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pourcentage des pasteurelloses, après morsure de chien, de 0.8% environ et de 

2.5% après blessure par chat.  

Cependant, au centre antirabique de Nancy en collaboration avec le service 

de Microbiologie, en 1984-1985, à partir de 138 prélèvements de morsures ou 

griffades, 117 germes sont isolés, dont 33 sont des pasteurelloses, soit 24% des 

prélèvements [139]. 

4.2 Epidémiologie analytique  

P. multocida étant peu pathogène pour l’homme, l’épidémiologie de 

l’affection chez lui est conditionnée par : l’importance du réservoir animal, la 

nature des contacts de l’homme avec ce réservoir, l’état du terrain réceptif [21]. 

4.2.1. Les modes de transmission  

Les infections à Pasteurella résultent de la transmission de la bactérie, de 

l’animal à l’homme [172]. On peut classiquement distinguer deux modes de 

contamination pour l’homme : inoculation directe à la suite d’une morsure (plus 

rarement d’une griffure) animale, ou colonisation préalable, notamment 

respiratoire et infection secondaire  

           La morsure est la porte d’entrée la plus fréquente ; car l’infection nécessite 

dans la règle une effraction cutanée. Mais toute plaie (piqure, écorchure, griffade) 

souillée par ce germe peut servir également de porte d’entrée [165], aussi par un 

simple léchage des plaies et dans 3% des cas, il n’était pas montré de liens 

évidents avec un animal [136]. 

           Les infections faisant suite à un contact animal en l’absence de plaie 

cutanée sont probablement dues au contact avec des déjections animales. Il a été 

aussi décrit des cas de transmission du germe par contact avec la salive des 

animaux sans aucune morsure [197], [198]. 

Le deuxième mode de contamination est la voie aérienne [183] ce dernier 

mode de transmission peut également entrainer l’apparition d’un portage 

asymptomatique au niveau pharyngé [172], ou vaginal [199] un portage 

asymptomatique de pasteurelles est possible chez des personnes vivant au 

contact d’animaux dans le cadre de leur profession ou à leur domicile. Ces agents 
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peuvent déterminer des infections respiratoires et contaminer les méninges lors de 

brèches ostéoméningées [183]. 

4.2.2. Le réservoir de germe  

La bactérie n’est pas retrouvée dans le milieu extérieur, sauf lorsque celui-

ci est contaminé par un animal excréteur. Sa résistance dans le milieu extérieur 

est faible (à 20°c, 24 heures dans la paille et 3 jours dans l’eau).Elle est 

augmentée par le froid ou l’humidité (à 4°c, 48 heures dans la paille et 7 jours 

dans l’eau). 

             Faisant une moyenne des chiffres donnés par divers auteurs, JAUD [200] 

donne les taux de portage buccale suivants chez les animaux asymptomatiques : 

64,5% des chats, 34% des chiens, 1.5% pour le reste, c’est-à dire rat, lion 

panthère, lapin, hamster, volailles, oiseaux. Le réservoir le plus dangereux reste 

donc le chat chez lequel des chiffres de 90% de portage ont même été avancés 

[54]. 

           Cependant ces taux peuvent varier considérablement selon les conditions 

d’élevage. Mme BERGOGNE-BEREZIN, lors de son enquête dans une animalerie 

a constaté que l’ensemble des 14 chiens présents étaient porteurs de la bactérie à 

un moment ou à un autre ; elle a insisté sur les phases muettes qui nécessitent 

des contrôles répétés pour saisir la réalité [201]. 

4.2.3. Les facteurs de risque 

4.2.3.1. Pour l’animal  

4.2.3.1.1. Les facteurs intrinsèques  

 L’âge et le sexe  

Ni l’âge, ni le sexe ne semblent avoir une influence sur la réceptivité des 

animaux. Les sujets des deux sexes sont sensibles, mais les adultes apparaissent 

beaucoup moins sensibles que les jeunes [202].  
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  L’individu 

La résistance individuelle joue un rôle important car la diminution de cette 

résistance révèle le processus morbide, les saprophytes profitant de cet état de 

faiblesse pour se multiplier [202]. 
L’immunodépression est un facteur de risque non négligeable d’infection à 

pasteurelles [203], [204], [205]. 

4.2.3.1.2. Les facteurs extrinsèques 

 Les facteurs climatiques 

Dans les pays tempérés, la pasteurellose apparait surtout en saison froide 

alors que dans les pays tropicaux, c’est la saison des pluies qui est la plus 

favorable. En effet, on a pu déclencher une pasteurellose foudroyante chez des 

porteurs de germes soumis à des douches de pluie en Inde [206]. 

 Les facteurs géographiques  

L’incidence de la pasteurellose est plus accrue dans les régions basses et 

humides. Une forte humidité est donc favorable à la conservation du germe, et 

partant à l’infection [206]. 

 Les facteurs de réduction de la résistance de l’organisme  

Le portage de P. multocida est fréquent en zone nasopharyngée et 

trachéale. Cette bactérie présente un profil d’agent à faible pouvoir pathogène, 

voir opportuniste [207]. 
            La rupture d’équilibre entre les bactéries commensales et l’hôte trouve son 

origine dans : le refroidissement, le changement brutal de l’alimentation, la 

suralimentation (excès de matières azotées), la mauvaise hygiène, les carences 

(avitaminoses A et C, carences en Ca et p), les maladies intercurrentes 

(parasitisme, virose), les stress (fatigue de transport, surmenage musculaire par 

suite de travail excessif), les contrastes de température, même les vaccinations 

peuvent se compliquer de la sortie de pasteurellose-infection [208]. 

4.2.3.2. Pour l’homme 

L’un des tous premiers facteurs est le retard et le caractère insuffisant des 

premiers soins [193], [24]. Le déficit immunitaire apparait parfois comme un 

facteur de risque, notamment dans les formes sévères. Les facteurs de risque 
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habituels des états septiques graves sont retrouvés, notamment diabète et 

alcoolisme [59]. 

Ainsi, les  formes systémiques graves surviennent préférentiellement aux 

âges extrêmes ou en cas d’immunodépression [175] la cirrhose éthylique 

constitue l’état d’immunodépression retrouvé avec la plus grande fréquence. Chez 

ces patients, la mortalité peut atteindre 60% [59]. 

Les cancers, surtout lorsqu’ils sont traités par corticoïdes ou 

immunosuppresseurs permettant le développement des infections systémiques 

[209]. La grossesse et le post-partum sont également décrits comme des facteurs 

de risque de septicémie [175]. Ces données amènent à proposer un renforcement 

des mesures préventives et thérapeutiques chez les patients immunodéprimés. 

Devant une blessure animale, une antibioprévention systémique est conseillée  

[209]. 
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CHAPITRE 5 
ÉTUDE EXPÉRIMENTALE 

 
 
 

5.1. Objectif 

 Objectif général  

Estimer la prévalence de portage asymptomatique de Pasteurella  dans la 

cavité buccale des chiens et des chats afin d’évaluer le risque que pourraient 

représenter ces animaux de compagnie sur la santé publique. 

 Objectifs spécifiques  

 Isolement et identification des Pasteurella, à partir des prélèvements buccaux 

effectués sur chiens et chats. 

 Isolement et identification des Pasteurella à partir des prélèvements de plaies 

humaines après morsure ou griffure. 

 Étude de la sensibilité aux antibiotiques des Pasteurella isolées.  

5.2. Présentation des établissements  

5.3.1. Présentation de la fourrière canine d’Alger  

La fourrière canine de Boumati (El-Harrach) dépend actuellement de Hurbal 

(Hygiène Urbaine d’Alger) depuis sa création en 1996 et la dissolution du CVC 

d’Alger. Elle intervient sur la voie publique dans les 57 communes qui compte la 

Wilaya d’Alger, en étroite collaboration avec le BCH. Elle couvre les trois wilayas 

limitrophes (Boumerdes, Tipaza, Blida). Le rôle de la fourrière est la lutte contre 

les zoonoses telles que la rage. 

La fourrière s’occupe également de l’abattage et de l’enfouissement des 

animaux errants. Les cellules qui abritent les animaux sont faites de ciment et de 

fer plein. Ce confort spartiate se justifie que par le fait que ces animaux seront 

euthanasiés par électrocution à haute tension. 
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Figure 5.1 : (a), (b), (c) : Les cages de la fourrière canine d’Alger (photos 

personnelles) 

5.3.2. Présentation du centre antirabique de Meftah  

Le centre antirabique est situé au niveau de la polyclinique de Meftah, et 

appartient à l’établissement public de santé de proximité (EPSP) de l’Arabâa. 

Il assure une garde 24 heures  sur 24 heures et 7 jours sur 7 jours, doté et 

placé sous le contrôle technique du service d’épidémiologie et de médecine 

préventive (SEMEP). 

5.3. Matériel & méthodes  

5.3.1. Matériel  

5.3.1.1. Population d’étude  

 Période d’étude  

Notre étude s’est déroulée durant la période allant du mois d’octobre 2014  

jusqu’au mois d’avril 2015. 
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 Echantillonnage  

 Echantillonnage animal  

L’étude a porté sur des chiens et des chats errants apparemment sains, 

« tous venants » capturés par la fourrière canine d’Alger dans la période d’étude. 

Quelques prélèvements proviennent de la clinique vétérinaire où les étudiants de 

l’institut vétérinaire de Blida reçoivent un enseignement clinique pratique. D’autres 

ont été rendus réalisables par des propriétaires qui ont mis à notre disposition 

leurs animaux en particulier des chats. 

Tous ces animaux ont été choisis aléatoirement sans aucune distinction de 

race, d’âge ou de sexe. La répartition des prélèvements en fonction de l’espèce 

animale et de l’origine est rapportée dans le tableau 5.1. 

Tableau 5.1 : Répartition des prélèvements buccaux en fonction de l’espèce 

animale et de l’origine 

Origine Chien Chat Total 
Fourrière canine 53 39 92 
Clinique vétérinaire 7 5 12 
Propriétaire 0 16 16 

Total 60 60 120 

 Echantillonnage humain  

Il s’agit d’une étude prospective dont les prélèvements ont été effectués sur 

47 patients se présentant  au centre antirabique de Meftah dans le cadre d’une 

consultation après blessure par un animal (morsure, griffure). Ont été exclus les 

malades déjà traités par antibiothérapie. Chaque malade a bénéficié d’un seul 

prélèvement local. 

5.3.1.2. Matériel de laboratoire  

Tout le matériel utilisé pour les prélèvements et pour l’analyse est 

mentionné en appendice (B). 

5.3.2. Méthodes  

5.3.2.1. Prélèvement  

5.3.2.1.1. Réalisation de prélèvement  
 Prélèvement buccal  

Des écouvillonnages du palais, de l’espace glosso-gingival et ganatho-

gingival sont effectués sur des chats et des chiens en utilisant un écouvillon sec et 
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stérile. Les échantillons sont accompagnés par une fiche d’identification détaillant 

l’origine de l’animal, son âge, sexe et race (Appendice F). 

 Prélèvement humain  

Au cours de notre étude, nous avons pratiqué des prélèvements 

systématiques par écouvillonnage (2 écouvillons pour chaque prélèvement) sur 

les lésions consécutives à une blessure d’origine animale (Figure 5.2). 

Chaque prélèvement est associé à une fiche des renseignements cliniques 

(appendice G), cette fiche collecte les informations suivantes : Nom, âge et sexe 

du malade, l’origine de la blessure (griffure, morsure) ainsi que l’animal 

responsable (chien, chat), la nature et la localisation de la plaie, les signes 

cliniques observés et l’antibiothérapie prescrite. 

Figure 5.2: (a) : Réalisation d’un prélèvement après griffure d’un chat 

(b) : Réalisation d’un prélèvement après morsure d’un chien (photos Personnelles) 

5.3.2.1.2. Transport de prélèvement  

Les différents types d’échantillons animales  ont été placés dans une 

glacière à +4°c  pour être acheminés au laboratoire d’analyse dans les plus brefs 

délais, afin d’éviter la dessiccation, de telle façon que le délai entre le prélèvement 

et l’arrivée au laboratoire n’excède pas les deux heures, le traitement des 

échantillons est réalisé le jour même. Les échantillons humains ont été gardés à + 

4°c  entre 4 heures et 24 heures pour être acheminés au laboratoire sous froid. 

5.3.2.2. Analyse bactériologique  

5.3.2.2.1. Laboratoire  

L’isolement et l’identification bactériologique, ainsi que l’étude de la 

sensibilité aux antibiotiques se sont déroulés au niveau de l’unité de Microbiologie 
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du laboratoire d’analyse de biologie médicale Professeur Tarzaali (Biogroupe, 

Bougara-Blida). 

 
Figure 5.3: Laboratoire d’analyse médicale de professeur Tarzaali (Biogroupe) 

(Photo personnelle) 

 
Figure 5.4 : (a), (b) : Unité de microbiologie de laboratoire d’analyse médicale de 

professeur Tarzaali (photos personnelles) 

5.3.2.2.2. Les milieux de culture  

Les différents milieux de culture utilisés pour l’isolement bactérien ont été 

préparés à partir des milieux de base déshydratés, et du sang de mouton. La 

composition ainsi que les techniques de préparation sont détaillées en appendice 

(C). Les principaux milieux de cultures utilisés au cours de notre étude sont 

énumérés ci-après : 

- La gélose Columbia au sang frais. 
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- La gélose MacConckey. 

- La gélose Muller Hinton (additionnée du sang de mouton).  

- La gélose TSI. 

5.3.2.2.3. Protocol d’analyse des échantillons  

5.3.2.2.3.1. Ensemencement et réalisation des primo cultures  

Chaque prélèvement a été mis en culture sur une boite de pétri (90 mm, un 

seul compartiment) contenant de la gélose columbia additionnée de 5% de sang 

de mouton défibriné. Les cultures sont ensuite incubées à 37°c en atmosphère 

enrichi de CO2 (Au préalable, la stérilité des milieux est testée en incubant un 

échantillon à l’étuve à 37°c pendant 24 heures). 

Deux lectures sont réalisées respectivement à 24 heures et à 48 heures, 

certaines colonies ne devenant visibles qu’après 36 à 48 heures d’incubation. On 

note les caractéristiques morphologiques et la taille des colonies, la présence ou 

non d’hémolyse, le type de cette dernière ainsi que la production de pigments et 

d’odeur.  

 

 
 
 
 

 
Figure 5.5 : Réalisation d’une primo-culture 

(a) : décharge d’écouvillon. (b) : ensemencement. (c) : jarre pour incubation en 

atmosphère enrichi de CO2 (photos Personnelles) 
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5.3.2.2.3.2. Isolement et purification  

Lors de la première lecture à 24 heure, une colonie représentative de 

chaque groupe bactérien de même apparence morphologique est repiquée sur 

une boite de pétri (90mm, deux compartiments) contenant de la gélose columbia 

au sang frais de façon à obtenir des colonies bien isolés après incubation à 37°c 

pendant 24 à 48 heures (atmosphère enrichi en C02). 

Lors de la deuxième lecture à 48 heures, si on observe de nouveaux types 

de colonies, ils sont isolés comme précédemment. 

5.3.2.2.3.3.  Méthodes d’orientation  

Après purification, l’identification du genre est effectuée par l’aspect des 

colonies sur gélose (forme, opacité, taille, couleur, hémolyse…….), la réalisation 

d’une coloration de gram, ainsi que la recherche des enzymes respiratoires 

(catalase pour les bactéries gram positifs, oxydase pour les bactéries gram 

négatif). 

Le choix de la galerie d’identification a été établi à partir des résultats de 

ces tests d’orientation. L’identification des bacilles à gram négatif et à oxydase 

positive a été réalisée à l’aide de plaques API20NE et celle des bacilles à gram 

négatif et dépourvues d’oxydase sur plaques API20E, parfois complétée par une 

galerie biochimique en tube. 

 Tests d’orientation  

Les différents tests d’orientation utilisés sont : 

 La coloration de gram  

 La Recherche de la Catalase  

 La Recherche de l’Oxydase  

 La Recherche du métabolisme respiratoire  

 La Recherche de la coagulase libre  

 La Recherche de la coagulase liée  

Le principe de chaque test ainsi que le mode opératoire sont fournis en appendice 

(D). 
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 Tests biochimiques  

Les caractères biochimiques des bactéries sont recherchés soit par des 

galeries en tube, soit à l’aide de galeries standardisées (système API) 

(Appareillage et Procédé d’Identification) selon les instructions du fabricant. 

 Test de l’indole. 

 Test Mannitol-mobilité. 

 Test de l’uréase  

 Galeries biochimiques 

 API20E  

API20E est un système standardisé pour l’identification des entérobactéries 

et autres bacilles à gram négatif non fastidieux, comprenant 21 tests biochimiques 

miniaturisés, ainsi qu’une base de données. 

 Principe  

La galerie API20E comporte 20 microtubes contenant des substrats 

déshydratés.Les microtubes sont inoculés avec une suspension bactérienne qui 

reconstitue les tests.Les réactions produites pendant la période d’incubation se 

traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par l’addition de réactifs. 

La lecture de ces réactions se fait à l’aide du tableau de lecture et 

l’identification est obtenue à l’aide  d’un logiciel d’identification. 

 Mode opératoire  

Avant d’ensemencer une galerie, il faudrait tout d’abord s’assurer de la purification 

de la souche  à l’aide d’une subculture réalisée sur gélose au sang à partir d’une 

colonie bien isolée. 

Réunir ensuite fond et couvercle d’une boite d’incubation et répartir environ 5 ml 

d’eau distillée stérile dans les alvéoles du fond pour créer une atmosphère 

humide. Inscrire la référence de la souche à étudier sur la languette latérale de la 

boite. 

Sortir la galerie de son emballage et la placer dans la boite d’incubation. 
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A l’aide d’une pipette pasteur, prélever quelques colonies bien isolées  (de 

préférence des cultures jeunes de 18-24 heures) et réaliser une suspension 

bactérienne d’une opacité égale à 0.5 Mac Farland en homogénéisant 

soigneusement les bactéries dans un tube contenant 5 ml d’eau distillé stérile. 

Cette suspension doit être utilisée extemporanément.  

Répartir la suspension bactérienne précédente dans les cupules ou micro tubes 

en évitant d’introduire des bulles d’air, pour cela incliner la boite d’incubation vers 

l’avant et placer la pipette sur le coté de la cupule formant un angle d’environ 45°. 

Pour les tests   CIT       VP  et    GEL , remplir tube et cupule  

Pour les autres tests, remplir uniquement les tubes (et non les cupules). 

Pour les tests : ADH,  LDC,  ODC, H2S, URE créer une anaérobiose en 

remplissant leur cupule d’huile de vaseline stérile. 

Refermer la boite d’incubation et incuber à 37°c pendant 18-24 heures. 

 Lecture  

Après incubation, la lecture de la galerie doit se faire en se référant au tableau de 

lecture. 

Test TDA : ajouter 1 goutte de réactif TDA ; une couleur marron-rougeâtre indique 

une réaction positive. 

Test IND : ajouter 1 goutte de réactif kovacs ; une couleur rose diffusant dans 

toute la cupule indique une réaction positive. 

Test VP : ajouter une goutte des réactifs VP1 et VP2 ; attendre au minimum 10 

minutes ; une couleur rose ou rouge indique une réaction positive. 

L’identification est obtenue à partir du profil numérique sur la fiche de résultats, les 

tests sont séparés par groupes de trois et une valeur 1,2 ou 4 est indiquée pour 

chacun. La galerie API20E comportant 20 tests, en additionnant à l’intérieur de 

chaque groupe les valeurs correspondant à des réactions positives, on obtient 7 

chiffres ; la réaction de l’oxydase qui constitue le 21 Emme  test est affectée de la 

valeur 4 lorsqu’elle est positive. 
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L’identification est réalisée à partir de la base de données à l’aide du logiciel 

d’identification apiweb TM
, en faisant entrer manuellement au clavier le profile 

numérique à 7 chiffres.  

Figure 5.6 : galerie API20E avant ensemencement (Photo Personnelle) 

 API20NE  

API20NE est un système standardisé pour l’identification des bacilles à 

gram négatif non entérobactéries et non fastidieux (ex.Pseudomonas, 

Acinetobacter,…) combinant 8 tests conventionnels, 12 tests d’assimilation, et une 

base de données. 

 Principe  

La galerie API20NE comporte 20 microtubes contenant des substrats sous 

forme déshydratée, les tests conventionnels sont inoculés avec une suspension 

bactérienne  qui reconstitue les  milieux.Les réactions produites pendant la 

période d’incubation se traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés 

par l’addition de réactifs. 

Les tests d’assimilation sont inoculés avec un milieu minium et les bactéries 

cultivent seulement si elles sont capables d’utiliser le substrat correspondant. 

La lecture de ces réactions est réalisée à l’aide du tableau de lecture et 

l’identification est obtenue à l’aide d’un logiciel d’identification. 

 Mode opératoire  

Avant d’ensemencer une galerie, il faudrait tout d’abord s’assurer de la purification 

de la souche  à l’aide d’une subculture réalisée sur gélose au sang à partir d’une 

colonie bien isolée. 



69 
 

Réunir ensuite fond et couvercle d’une boite d’incubation et répartir environ 5 ml 

d’eau distillée stérile dans les alvéoles  pour créer une atmosphère humide. 

Inscrire la référence de la souche à étudier sur la languette latérale de la boite. 

Sortir la galerie de son emballage et la placer dans la boite d’incubation. 

Ouvrir une ampoule d’API NaCl 0.85% Medium (2ml). 

A l’aide d’une pipette pasteur, prélever 1 à 4 colonies de morphologie identique, 

par aspirations ou par touches successives.  Utiliser préférentiellement des  

cultures jeunes (de 18-24 heures) et réaliser une suspension bactérienne d’une 

opacité égale à 0.5Mac Farland .Cette suspension doit etre utilisée 

extemporanément.  

Remplir les tubes (et non les cupules) des tests NO3 à PNPG avec la suspension 

précédente en utilisant la pipette ayant servi au prélèvement. Pour éviter la 

formation de bulles au fond des tubes, poser la pointe de la pipette sur le coté de 

la cupule, en inclinant légèrement la boite d’incubation vers l’avant. 

Ouvrir une ampoule d’API aux Médium et transférer environ 200 microlitres de la 

suspension précédente. Homogénéiser avec la pipette en évitant la formation des 

bulles. 

Remplir tubes et cupules des tests   GLU   à   PAC  en veillant à créer un niveau 

horizontal ou légèrement convexe, mais jamais concave. 

Remplir d’huile de vaseline les cupules des trois tests soulignés GLU,   ADH, URE 

pour former un mécanisme convexe. 

Refermer la boite d’incubation et incuber à 29°c ± 2°c pendant  24 heures. (± 2 

heures). 

 Lecture  

Après incubation, la lecture de la galerie doit se faire en se référant au tableau de 

lecture. 

Test NO3 : ajouter 1 goutte de réactifs NIT 1 et NIT 2 dans la cupule NO3, après 5 

minutes, une couleur rouge indique une réaction positive. 
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Une réaction négative peut être due à la production d’azote (éventuellement 

signalée par la présence de microbulles) ; ajouter 2-3 mg de réactif Zn dans la 

cupule NO3, après 5 minutes, une  cupule restée incolore indique une réaction 

positive, alors que si la cupule devient rose-rouge, la réaction est négative car les 

nitrates encore présents dans le tube ont alors été réduits par le zinc. 

Test TRP: ajouter 1 goutte de réactif kovacs ; une couleur rose diffusant dans 

toute la cupule indique une réaction positive. 

Tests d’assimilation :  

Observer la pousse bactérienne ; une cupule trouble indique une réaction positive. 

Une réincubation est nécessaire : 

- Si le profil n’est pas trouvé dans le catalogue analytique API20NE 

- Si la note suivante est indiquée pour le profil obtenu : 

Identification non valide avant 48 heures d’incubation 

L’identification est réalisée à partir de la base de données à l’aide du logiciel 

d’identification apiweb TM
, en faisant entrer manuellement au clavier le profile 

numérique à 7 chiffres. 

Figure 5.7 : galerie API20NE avant ensemencement (photo Personnelle) 

5.3.2.2.3.4. Identification bactériennes  

 Le genre Pasteurella  

Les pasteurelles sont des petits cocobacilles à gram négatif qui 

apparaissent isolés, souvent associées par paires ou encore en courtes 

chainettes. Elles sont aéro-anaérobies, microaérophile préférentiel, sur gélose au 

sang donnent des colonies non hémolytiques, lisses, parfois muqueuses.Pas de 

culture sur gélose Macconckey. 
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Figure 5.8 : (a) : les colonies de P.dagmatis sur GSF 

(b) : Les colonies de P.multocida sur GSF (phot.personnelle) 

 

À partir des caractères biochimiques (catalase positive, oxydase positive, 

nitrate réductase positive, glucose positive, ADH, citrate, gélatinase, esculine 

négatives) le genre Pasteurella est identifié. 

Actuellement, un des principales difficultés du diagnostic est lié à l’absence 

de certaines espèces dans les bases de données des systèmes d’identification 

commercialisés. Les trois caractères biochimiques ODC, indole et uréase 

permettent de redresser le diagnostic (Tableau 5.2). 

Tableau 5.2 : Caractères différentiels de certaines espèces de Pasteurella 

Espèce ODC Indole Urée Manitol 
P.multocida + + - + 

P.canis + +/- - - 

P.dagmatis - + + - 

P.stomatis - + - - 

P.pneumotropica + + + - 
 

 Les apparentés à Pasteurella  

Nous n’envisagerons ici que les seules bactéries pouvant évoquer les 

pasteurella, en raison de leurs caractères morphologiques identiques (petits 

bacilles gram négatif, immobiles). Et de l’aspect des colonies sur les milieux 

d’isolement à savoir de petites colonies de 1 mm de diamètre. 
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Ces genres ne figurent pas encore  dans la classification bactérienne, mais 

ont été répertoriés par le CDC d’Atlanta en groupes sous une désignation 

alphanumérique : 

 Groupe EF4 (Eugonic Fermenter)  

Ils donnent sur gélose au sang de petites colonies rondes, 0.5 à 1 mm de 

diamètre, opaques, d’aspect gras, devenant en générale jaune-chamois après 48 

heures.Ils ont une odeur de pop corn. Leur croissance sur MacConckey est 

variable. 

Aérobies préférentiels, catalase positive, oxydase positive, indole négatif, 

urée négative, gélatinase positive, ADH positive, NR positive. Ils n’ont aucune 

action sur les sucres, sauf le glucose qui est fermenté. 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 

Figure 5.9 : Les colonies de Pasteurella souche EF4 sur GSF  

(photo Personnelle). 

 Groupe IIj (Bregyella zoohelcum)  

En 24 heures, leur croissance sur gélose au sang est modérée. Selon 

l’abondance de matériel capsulaire, les colonies sont soit petites (0.5 mm de 

diamètre), adhérentes et butyreuses ; soit visqueuses. 

Elles ne sont généralement pas colorées, mais un pigment soluble ambre 

brun peut être produit.Elles ne poussent pas sur MacConckey, catalase positive, 
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oxydase positive.L’urée est rapidement hydrolysée (en 5 minutes) si l’inoculum est 

massif, Indole positif, gélatinase positive, NR négative, sans action sur les sucres. 

Tableau 5.3 : Caractères différentiels entre P. multocida et les autres groupes. 

Caractère P.multocida EF4 IIJ 

Oxydase + + + 

Catalase + + + 

Mac Conkey - V - 

O/F F F I 

Urée - - + 

Indole + - + 

Gélatinase - V + 

LDC - - - 

ADH - + - 

ODC V - - 

NR + + - 

Pigment - + - 

Glucose + + - 

Mannitol + - - 

Lactose V - - 

Saccharose + - - 

La figure 5.10 schématise le mode opératoire qui a été entrepris au sein de 

laboratoire. 
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Figure 5.10 : représentation schématique de la méthode d’isolement et 

d’identification 

Prélèvement 
(écouvillon) 

Isolement de chaque type de colonies 

Mise en culture sur gélose au sang 
de mouton (24h à 48h d’incubation) 
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5.3.2.2.3.5. Etude de la sensibilité des souches isolées aux antibiotiques 

(Antibiogramme)  

L’étude de la sensibilité aux antibiotiques a été réalisée par la méthode de 

diffusion sur milieu gélosé Muller-Hinton selon les normes et les recommandations 

du comité de l’antibiogramme de la société française de la microbiologie (CASFM, 

2010). 

 Technique  

Un inoculum est préparé à partir d’une culture pure de 18 heures sur milieu 

d’isolement (gélose Columbia au sang frais).Quelques colonies bien isolées et 

parfaitement identiques sont raclées à l’aide d’une anse de platine, déchargée 

dans 5 ml d’eau physiologique stérile à 0.9%. 

La suspension bactérienne est bien homogénéisée et ajustée jusqu’à 

atteindre une opacité équivalente à 0.5 McF. Elle est ajustée en ajoutant, soit de la 

culture à la suspension bactérienne, soit de l’eau physiologique stérile.  

Le milieu Muller-Hinton (MH) additionné ou non du sang de mouton, coulé 

en boites de pétri de 90 mm de diamètre sur une épaisseur de 4 mm est utilisé, 

l’ensemencement doit se faire dans les 15 mn qui suivent la préparation de 

l’inoculum. 

Un écouvillon stérile  est trempé dans la suspension bactérienne ,essoré en 

le pressant fermement sur la paroi interne du tube afin de le  décharger au 

maximum, puis frotté sur la totalité de la surface gélosée sèche, de haut en bas, 

en stries serrées. 

L’opération est répétée deux fois en tournant la boite de 60° à chaque fois, 

sans oublier de faire pivoter l’écouvillon sur lui-même. L’ensemencement est fini 

en passant l’écouvillon sur la périphérie de la gélose. L’écouvillon  est rechargé à 

chaque fois qu’une  boite de pétri est ensemencée 

Après le séchage, les disques sont déposés sur la gélose à l’aide d’une 

pince flambée, en appuyant doucement sur chaque disque pour assurer un 

contact uniforme avec le milieu. Les boites sont ensuite laissées à la température 
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ambiante pendant 30 minutes sur la paillasse pour permettre la diffusion de 

l’antibiotique dans la gélose. Une fois appliqué le disque ne doit pas être déplacé. 

Les boites sont  ensuite incubées immédiatement pendant 18 heures à 

37°c. Au total 5 antibiotiques ont été testés : l’association Amoxicilline -Acide 

clavulanique (AMC), Pénicilline (P), Ampicilline (AM), Erythromycine (E), 

Tétracycline (TE) 

 Lecture et interprétation  

Les résultats sont exprimés en mm après lecture des diamètres des zones 

d’inhibition et sont comparés aux valeurs critiques figurant dans le tableau de 

lecture, puis la bactérie est classée dans l’une des catégories : sensible (S), 

intermédiaire (I) ou résistante (R) (tableau appendiceJ). 

5.3.2.2.3.6. Conservation des isolats des Pasteurella et apparentés  

La conservation donne la possibilité de repiquer les souches isolées pour 

réaliser des éventuelles études ultérieures, pour cela les cultures pures de 

Pasteurella ainsi que ses apparentés sont conservées  pendant plusieurs années 

à – 80°c en cryotubes de 1.8 ml dans un bouillon glycérolé peptoné.La 

composition du bouillon glycérolé peptoné est mentionnée dans l’appendice (c). 

5.3.2.3. Méthodes d’analyse statistique 

Les tests statistiques employés ont été réalisés à l’aide des logiciels suivants : 

Excel 2007 (Microsoft) 

STATISTICA version 6.0 (Statsoft) 

Pour la comparaison des taux de portage entre le chien et le chat, nous avons 

utilisé les tests Chi-2 d’homogénéité et exact de Fischer.La différence est 

considérée significative si la probabilité (p) est inférieure au risque α (p˂0.05). 
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54
( 51%)

51
( 49%)

Chien

Gram positif
Gram  négatif

73
(65%)

40
(35%)

Chat

Gram positif
Gram  négatif

5.4. Résultats  

5.4.1. Résultats des prélèvements buccaux  

5.4.1.1. Flore buccale totale  

Sur les 120 échantillons, 7 éspèces bactériennes (6 grams positifs et 5 grams 

négatifs) ont été isolées 

La figure 5.11 représente les différentes colonies bactériennes de la flore buccale 

des chiens et des chats. 

 
Figure 5.11 : Flore buccale sur gélose au sang frais 

(a) Chat ;(b) : Chien (photos Personnelles) 

La prédominance des grams positif est d’emblée évidente chez les deux 

espèces animales (51% chez le chien et 65% chez le chat) contre 49% et 35% 

des grams négatif chez le chien et le chat respectivement (Figure 5.12). 

Figure 5.12 : Répartition des bactéries selon l’affinité tinctoriale (gram). 
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Le tableau 5.4 Présente les fréquences d’isolement  des différentes 

espèces bactériennes. 

Tableau 5.4: fréquence d’isolement des différentes éspèces bactériennes à partir 

des prélèvements buccaux des chiens et des chats. 

Germes isolés 
Nombre (%) 

Chien chat 
Gram négatif 

P. multocida 5 (8%) 4 (7%) 
P.dagmatis 2 (3%) 0 (0%) 
P.pneumotropica 8 (13%) 1 (2%) 
P. spp 2 (3%) 1 (2%) 
Pasteurella souche EF4 2 (3%) 0 (0%) 
IIJ (Bregyella zoohelcum) 7 (12%) 4 (7%) 
Moraxella 2 (3%) 4 (7%) 
BGNNF 13 (22%) 24 (40%) 
Proteus 10 (17%) 2 (3%) 

Total Gram négatif 51(49%) 40 (35%) 
Gram positif 

S. coagulase + 6 (10%) 8 (13%) 
S. coagulase - 9 (15%) 14 (23%) 
Micrococcus 6 (10%) 10 (17%) 

Streptococcus 
α hémolytique 3 ( 5% ) 9 (15% ) 
ß hémolytique 0 ( 0% ) 2 ( 3% ) 
γ hémolytique 4 ( 7% ) 7 ( 12% ) 

Sarcina 0 (0%) 1 (2%) 
Corynebacterium 13 (22%) 12 (20%) 
Bacillus 7 (12%) 3 (5%) 
Autre bacilles gram + 6 (10%) 7 (12%) 

Total Gram positif 54 (51%) 73 (65%) 
 Les grams négatifs  

Les bactéries gram négatif représentent 49% des isolements chez le chien 

et 35% chez le chat. Les bactéries du genre Pasteurella et leurs apparentés (IIJ et 

EF4) représentent prés de  43%  chez le chien et 17% chez le chat, avec une 

prédominance du genre Pasteurella chez les deux espèces animales (28% chez le 

chien et 10% chez le chat). 

Les bacilles gram négatif non fermenter représentent 22% des bactéries 

isolées chez le chien et 40% chez le chat. Le genre Proteus avec son caractère 
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envahissant est isolé avec une fréquence de 17% chez le chien, alors qu’il ne 

représente que 3% des bactéries isolées  chez le chat. 

 Les grams positifs 

L’analyse de la répartition des principaux types bactériens rencontrés 

permet de souligner la fréquence élevée des Micrococcaceas (35% chez le chien 

et 53% chez le chat), dont le chef fil est le genre Staphylococcus, avec un taux 

d’isolement de 10% chez le chien et 13% chez le chat. 

Les Staphylococcus coagulase négative sont isolés 2 fois plus (14) que les 

coagulases positives (8) chez le chat. Chez le chien, les Staphylococcus 

coagulase négative  sont légèrement majoritaires (9) contre les Staphylococcus 

coagulase positive(6). 

Chez le chat, les streptocoques α hémolytiques représentent l’écrasante 

majorité des streptocoques isolés (9 contre 2 β hémolytiques et 7 γ hémolytiques). 

Par contre chez le chien, les streptocoques γ hémolytiques ont été les plus isolés. 

(4 contre 3 α hémolytiques et aucune β hémolytique). 

Les bacilles gram positif sont dominés par le genre Corynebacterium, dont 

la fréquence d’isolement est de 22% chez le chien et 20% chez le chat. Les 

différentes bactéries isolées à partir de la cavité buccale des chiens et des chats 

sont représentées sous forme d’un histogramme dans la figure 5.13. 

 

6

9

6 7

0

13

7
5

2

8

2 2

7

2

13

10
8

14

10

18

1

12

3
4

0 1 1 0

4 4

24

2

Chien
Chat



80 
 

Figure 5.13: Les principales bactéries isolées à partir des prélèvements buccaux 

des chiens et des chats (nombre de bactéries isolées) 

5.4.1.2. Prévalence des bactéries du genre Pasteurella  

5.4.1.2.1. Prévalence globale des Pasteurella dans l’ensemble des prélèvements 

buccaux  

Sur l’ensemble de 120 prélèvements buccaux des carnivores domestiques, 

nous avons isolés 23 souches bactériennes du genre Pasteurella, soit un taux 

d’isolement de 19%. Le nombre de Pasteurella isolés chez le chien (17) est trois 

fois plus que celui isolé chez le chat (6) (tableau 5.5). 

Tableau 5.5 : Distribution des animaux en fonction du portage buccale des 

Pasteurella 

Animal 
Nombre de 

prélèvements 
Nombre de 

porteurs positifs 
Prévalence 

Intervalle de 
confiance 

Chien 60 17 28% 0,28±0,11 
Chat 60 6 10% 0,1±0,08 

TOTAL 120 23 19% 0,19±0,07 

L’histogramme de la figure 5.14 montre le taux de Pastaurella isolé chez les 

chiens et les chats. 

 

Figure 5.14: Taux de portage buccal  des Pasteurella chez les chiens et les chats 
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Les différentes espèces  de Pasteurella isolées sont réparties dans le 

tableau 5.6  

Tableau 5.6 : fréquence d’isolement des espèces de Pasteurella à partir des 

prélèvements buccaux chez les chiens et les chats 

Espèces de 
Pasteurella 

Nombre (pourcentage %) 
Total 

Chien Chat 
P.multocida 5 (8%) 4 (7%) 9 

P.pneumotropica 8 (13%) 1 (2%) 9 

P.dagmatis 2 (3%) 0  (0%) 2 

P.spp 2 (3%) 1  (2%) 3 

Total 17 (100%) 6  (100%) 23 

Dans le tableau 5.6 nous constatons des différences dans la répartition des 

éspèces de Pasteurella entre les chiens et les chats. P.multocida est l’éspèce 

prédominante chez le chat (4/6 des Pasteurella isolées), alors qu’elle représente 

seulement 5/17 des Pasteurella isolées  chez le chien. 

Le taux d’isolement de P.pneumotropica est 6 fois plus élevé chez le chien 

(13%) par rapport les chats (2%). 

P .dagmatis n’a été isolée que chez le chien : 2 sur 60, soit un taux de 

portage de 3%.  

3 espèces de Pasteurella n’ont pas pu être classées (P.spp) dont 2 chez le 

chien et 1 chez le chat. 

Ces résultats sont représentés sous forme d’un histogramme (figure 5.15). 

L’analyse statistique (test exacte de Fischer) n’a montré aucune  différence 

significative dans le portage des espèces de Pasteurella entre le chien et le chat. 
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Figure 5.15 : Taux d’isolement des espèces de Pasteurella à partir des 

prélèvements buccaux des carnivores domestiques 

5.4.1.2.2. Prévalence de Pasteurella multocida  dans la cavité buccale des 

carnivores domestiques 

À partir des écouvillonnages effectués dans la cavité buccale du chien et du 

chat, 5 et 4 souches de P.multocida ont été isolées respectivement (tableau 5.7). 

Le tableau 5.7 représente les prévalences de portage asymptomatique de P. 

multocida dans la cavité buccale des chiens et des chats. 

Tableau 5.7 : Distribution des animaux en fonction du portage buccale de  

P.multocida 

Espèce 
animale 

Nombre de 
prélèvements 

Nombre de 
porteurs 
positifs 

 
prévalence 

 
Intervalle de 

confiance 
Chien 60 5 8% 0,08±0,07 
Chat 60 4 7% 0,07±0,06 

Nous constatons dans le tableau n° 5.7 un portage de 8% chez le chien et 

de 7% chez le chat de P.multocida. Ces résultats sont aussi représentés sous 

forme d’un histogramme (figure 5.16). 

P.multocida P.dagmatis P.pneumotropica P.spp
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Figure 5.16 : Taux de portage de P. multocida dans la cavité buccale des chiens 

et des chats 

5.4.1.2.3. Prévalence de Pasteurella selon l’âge de l’animal 

Tableau 5.8 : Le taux de portage buccal des Pasteurella en fonction de l’âge de 

l’animal 

Age Chien Chat 

Jeune  (˂8 mois) 12 
(33%) 

3 
(13%) 

Adulte (˃ 8mois) 5 
(21%) 

3 
(8%) 

Total 17 
(28%) 

6 
(10%) 

Les résultats synthétisés dans le tableau 5.8 nous donnent l’impression que 

les jeunes sont légèrement plus touchés (33% des chiens  et 13% des chats) que 

les adultes (21% des chiens et 8% des chats). Le test Chi-2 d’homogénéité n’a 

montré aucune  différence statistiquement significative dans le taux de portage 

entre les jeunes et les adultes (p>0.05). 

Ces résultats sont regroupés sous forme d’un histogramme (figure 5.17). 
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Figure 5.17: taux de portage de Pasteurella en fonction de l’âge 

5.4.1.2.4. Prévalence de Pasteurella en fonction du sexe de l’animal 

Les prévalences de Pasteurella en fonction du sexe de l’animale sont 

représentées par la figure 5.18 et rapportées dans le tableau 5.9. 

Tableau 5.9 : Le taux de portage buccal des Pasteurella en fonction du sexe de 

l’animal. 

Sexe Chien Chat 

Femelle 10 
(46%) 

5 
(14%) 

Mâle 7 
(18%) 

1 
(4%) 

Total 17 
(28%) 

6 
(10%) 

Les résultats obtenus dans le tableau n° 5.9 montrent que le taux de 

portage de Pasteurella chez les femelles est supérieur  de celui noté chez les 

mâles. Le test de Chi-deux donne une différence significative dans le portage de 

Pasteurella en fonction de sexe seulement chez le chien ou le taux de portage le 

plus élevé a été noté chez les femelles. 
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Figure 5.18 : taux de portage de Pasteurella en fonction du sexe 

5.4.1.2.5. Prévalence de Pasteurella en fonction de la saison 

Les prévalences de Pasteurella en fonction de la saison sont représentées 

par la figure 5.19 et rapportées dans le tableau 5.10 

Tableau 5.10 : Taux de portage buccal des Pasteurella en fonction de la saison 

Saison Chien Chat 

Hiver 5 
(36%) 

2 
(7%) 

Printemps 5 
(17%) 

1 
(20%) 

Automne 7 
(44%) 

3 
(11%) 

Total 17 (28%) 6 (10%) 

Les prévalences les plus élevées sont constatés en automne (44%) et en 

printemps (20%) pour les chiens et les chats respectivement.  Les prévalences les 

plus faibles sont constatées en hiver pour les chats, avec un taux de portage de 

(7%) et en printemps pour les chiens, avec un taux de portage de (17%). 

La différence entre le taux de portage après l’analyse des résultats par 

saison en utilisant le test de Chi-deux  est statistiquement  non significative 

(p<0.05). 
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Figure 5.19: Portage de Pasteurella en fonction de variations saisonnière 

5.4.1.3. Sensibilité des souches de Pasteurella isolées aux antibiotiques 

Sur 23 souches  identifiées de Pasteurella, nous avons effectué des 

antibiogrammes, et les résultats obtenus sont représentés par le tableau 5.11 

Tableau 5.11 : sensibilité des souches de Pasteurella isolées aux antibiotiques 

Antibiotique 

Sensibilité (%) 

Chien Chat 

S I R S I R 

Pénicilline 16 
(94%) 

0 
(0%) 

1 
(6%) 

5 
(83%) 

0 
(0%) 

1 
(17%) 

Amoxicilline-ac 
clavulanique 

15 
(88%) 

0 
(0%) 

2 
(12%) 

6 
(100%) 

0 
(0%) 

0 
(0%) 

Ampicilline 17 
(100%) 

0 
(0%) 

0 
(0%) 

6 
(100%) 

0 
(0%) 

0 
(0%) 

Tétracycline 16 
(94%) 

0 
(0%) 

1 
(6%) 

6 
(100%) 

0 
(0%) 

0 
(0%) 

Erythromycine 13 
(76%) 

3 
(18%) 

1 
(6%) 

4 
(67%) 

2 
(33%) 

0 
(0%) 

 

La sensibilité à la pénicilline (p) a été observée chez 83% des souches 

d’origine féline et 94% des souches d’origine canine. 

100% des souches félines et 88 % des souches canines isolées ont été 

sensibles à l’amoxicilline-acide clavulanique. 

chien chat

36%

7%

17% 20%
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L’ampicilline reste active sur la totalité des souches isolées (félines et 

canines). Vis-à-vis l’erythromycine, 67% des  souches félines et 76% des souches 

canines ont été sensibles. 

94% des souches isolées chez le chien et 100 % des souches isolées chez 

le chat ont été sensibles aux tétracyclines. 

Ces résultats sont représentés sous forme d’un histogramme dans la figure 5.20. 

 

Figure 5.20 : Sensibilité des souches de Pasteurella isolées aux antibiotiques 

5.4.2. Etude clinique et bactériologique des plaies humaines après blessure 

animale (chien, chat) 

5.4.2.1. La fréquence des blessures d’origine animale chez l’homme 

Parmi les 47 consultants au centre antirabique de Meftah observés pendant 

la période d’étude, 30 (64%) ont eu des blessures causées par des chiens, 17 

(36%) par des chats. (Figure 5.21). 

 

Figure 5.21 : Répartition des blessures en fonction de l’animal responsable 
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La répartition de ces plaies (après morsure et/ou griffure) selon leurs 

animaux responsables est représentée dans le tableau 5.12. 

Tableau 5.12 : Distribution des blessures selon l’animal  responsable 

                    blessure  
   Animal Griffure (%) Morsure (%) 

Chien 1  
 (8%) 

29   
(85%) 

Chat 12  
 (92%) 

5   
(15%) 

Total 13  
 (28%) 

34 
 (72%) 

Nous constatons dans le tableau n°5.12 que 72 % des plaies analysées 

sont dues aux morsures (34 cas) et 28 % sont dues aux griffures (13 cas).  

La majorité des plaies par morsures est causée par des chiens (85%) et 

seule une petite proportion est infligée par des chats (15%). Par contre les 

résultats montrent la très forte responsabilité féline dans les griffures (92%) contre 

8 % d’origine canine (Figure 5.22). 

 

Figure 5.22 : Répartition des blessures d’origine animale 
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5.4.2.2. L’infection clinique  

5.4.2.2.1. Fréquence des signes cliniques 

Dans 5 cas (11% des patients observés), il existait une infection clinique 

(figure 5.23). 

 

Figure 5.23: Fréquence des infections cliniques observées après blessure 

d’origine animale (47 patients) 

Le tableau 5.13 montre la fréquence des signes cliniques observés après 

blessure d’origine animale. 

Tableau 5.13: Fréquence des signes cliniques observés après blessure d’origine 

animale. 

Type de blessure Animal 
responsable 

Signes cliniques 
Total 

oui Non 

Griffure 
Chien 0 1 1 

Chat 0 12 12 

Morsure 
Chien 2 27 29 

Chat 3 2 5 

Total 5 32 47 
 

Nous constatons que les signes cliniques sont observés uniquement après 

morsure. 

11%

89%

Signes cliniques
Présence 

Absence 
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Figure 5.24 : Fréquence d’infections cliniques après morsures selon l’animal 

responsable 

La figure 5.24 montre que  7 % des morsures de chien, 60% des morsures 

de chats et 14% des morsures de rat ont été accompagnées par des signes 

cliniques.  

5.4.2.2.2. Type des signes cliniques  

Tous les signes cliniques observés font suite à une morsure, aucune 

infection clinique n’est observée après griffure. Ces résultats sont regroupés dans 

le tableau 5.14. 

Tableau 5.14 : signes cliniques observés après morsures animales 

Signes cliniques 
Morsure TOTAL 

chien chat  
Cellulite 1 0 1 

Gonflement 0 1 1 

Douleur sévère 1 0 0 

Gonflement + douleur 0 2 1 
Aucun 0 0 0 

Total 2 3 5 
Un seul cas (1/5)  de cellulite a été observé après morsure d’un chien, une 

plaie a été gonflée après morsure d’un chat et une a présenté une douleur sévère. 

Chien Chat Rat

7%

60%

93%

40%

Non
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Deux cas (2/6) ont présenté un gonflement accompagné d’une douleur 

sévère après morsure d’un chat.   

Ces résultats sont représentés sous forme d’un graphe (figure 5.25). 

 

Figure 5.25 : Distribution des signes cliniques observés après morsure animale 

5.4.2.3. Résultats des analyses bactériologiques  

5.4.2.3.1. Risque infectieux humain lié aux blessures d’origine animale  

Sur les 47 prélèvements analysés, 21 (45%) sont bactériologiquement 

positifs, 26 sont négatifs (55%), 18 prélèvements présentent une flore 

polymicrobienne (33%) (Figure 5.26). 

 

Figure 5.26: Fréquence d’isolement des germes à partir des plaies par morsure 

et/ou griffure 
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5.4.2.3.1.1. Risque infectieux des plaies par morsures 

Parmi les 34 lésions consécutives aux morsures animales, 20 (59%) sont 

négatifs, et 14 (41%) sont bactérilogiquement positifs. Les taux de contaminations 

sont répartis dans le tableau 5.15 

Tableau 5.15 : fréquence de contamination bactérienne des plaies après morsure 

animale. 

                  Culture 
   Animal 

Chien Chat Total 

Culture monomicrobienne 6 0 6 

Culture polymicrobienne 6 2 8 

Culture négative 17 3 20 

Total 29 5 34 

Nous constatons dans le tableau n°5.15 que 41% des morsures de chien, 

40% des morsures de chat sont positives à la culture bactériologique. Une culture 

monomicrobienne a été observée uniquement chez les chiens. 

Ces résultats sont représentés sous forme d’un histogramme (figure 5.27). 

 

Figure 5.27: Fréquence de contamination bactérienne des plaies par morsure 
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5.4.2.3.1.2. Risque infectieux des plaies par griffures 

Parmi les 13 griffures observés, un seul cas est du au chien, ce dernier 

donne après analyse bactériologique une culture polymicrobienne. Les taux de 

contamination des griffures sont représentés par le tableau 5.16 

Tableau 5.16: Fréquence de contamination bactérienne des plaies après griffures 

animales 

 Chien Chat Total 
Culture monomicrobienne 0 0 0 
Culture polymicrobienne 1 6 7 

Culture stérile 0 6 6 
total 1 12 13 

Sur les 12 griffures dus aux chats,  6 (50%) sont négatives après culture  et 

6 (50%) portent des bactéries (il s’agit d’une culture polymicrobienne). 

Ces résultats sont représentés sous forme d’un histogramme (figure 5.28) 

 

Figure 5.28: Fréquence de contamination bactérienne des plaies par griffures 

5.4.2.3.2. Flore microbienne isolée à partir des plaies après blessure animale 

Au cours de notre étude, nous avons pratiqué des prélèvements 

systématiques (écouvillonnage) chez les humains sur les lésions consécutives à 

une blessure d’origine animale. Les bactéries isolées figurent dans le tableau 5.17 
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Tableau 5.17: Bactéries identifiées à partir de 47 blessures animales prélevées 

Germes isolés 
Chien Chat 

P. multocida 1(3%) 2 (12%) 
Moraxella 0 (0%) 1 (6%) 
BGNNF 0 (0%) 1 (6%) 

Total Grams négatifs 1 4 
S. coagulase + 
S. coagulase - 
Micrococcus 

8 (27%) 
5 (17%) 
3 (10%) 

6 (35%) 
2 (12%) 
1 (6%) 

Streptococcus 

α hémolytiques 1 (3%) 2 (12%) 

Β hémolytique 0 (0%) 0 (0%) 

γ  hémolytique 0 (0%) 1 (6%) 

Sarcina 0 (0%) 2 (12%) 

Corynebacterium 2 (7%) 1 (6%) 

Bacillus 0 (0%) 1 (6%) 
Total Grams positifs 19 15 

 

 Les grams négatifs 

L’analyse des prélèvements a permis d’isoler 6 bactéries gram négatifs dont 3 

P.multocida (6%), 2 Moraxella (4%) et 1 bacille gram négatif non fermenter (2%). 

  Les grams positifs 

Au cours de notre étude, 39 bactéries gram positif ont été isolées, la plus part 

de celles-ci appartiennent à la famille des Micococacceas (16/39). 

Parmi les Micrococcaceas, les S.aureus sont les plus fréquentes avec un 

pourcentage de 28%, Suivi par les S.coagulase négative en deuxième position 

avec 19%. En troisième lieu le genre Micrococcus représente 7%. 

Le genre Streptococcus succède les Micrococcaceas avec un taux d’isolement 

de 7%. Ce genre est dominé par les Streptocoques α hémolytiques (3 contre 1 γ 

hémolytique). 
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Enfin, les sarcines accompagnées des Corynebacterium représentent les 

bactéries les moins isolées  (6% pour chaqu’un). Ces résultats sont regroupés 

sous forme d’un histogramme (figure 5.29) 

 

Figure 5.29: Répartition des germes isolés à partir des plaies par blessure 

d’origine animale. 

5.4.2.3.3. Pasteurellose zoonose d’inoculation 

5.4.2.3.3.1. Etude des cas de pasteurellose en fonction de l’origine des blessures 

Les résultats sont représentés dans le tableau 5.18 

Tableau 5.18 : Répartition des fréquences d’isolement de P.multocida en fonction 

du type de blessure  

Type de blessure Animal 
responsable 

P.multocida 
Positif (%) Négatif (%) 

Morsure 
chien 1 (3%) 28 (97%) 
chat 2 (40%) 3 (60%) 
rat 0 (0%) 7 (100%) 

Griffure 
Chien 0 (0%) 1 (100%) 
chat 0 (0%) 12 (100%) 

Total 3 (6%) 51 (94%) 
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3%

97%

Morsures de chien

positif

négatif

40%
60%

Morsures de chat

positif

négatif

Chien Chat Rat

8% 25%

Prélevements positifs P.multocida

Nous avons isolé 3 souches de P.multocida, dont 1 après morsure d’un 

chien et  2 après morsure d’un chat. Aucune P.multocida n’a été isolée après 

griffure. Ces résultats sont représentés sous forme d’un graph dans la figure 5.30 

 
 

 

 

 

Figure 5.30 : Taux d’isolement de P.multocida  en fonction des blessures 

5.4.2.3.3.2. Taux d’isolement de P.multocida (par rapport les prélèvements 

positifs) 

Parmi les 47 plaies analysées, 21 ont été positive à la culture 

bactériologique. Pasteurella multocida à été isolée dans 3 cas (12% des 

prélèvements positifs) (tableau 5.19). 

Tableau 5.19: Taux d’isolement de P.multocida à partir de 24 prélèvements 

positifs à la culture bactérienne 

 P.multocida Autres germes Total 
Chien 1 (8%) 12 (92%) 13 (100%) 
Chat 2 (25%) 6 (75%) 8 (100%) 
Total 3 (12%) 18 (88%) 21 (100%) 

 

 

 

 

 

 

Figure 5.31: Taux d’isolement de P.multocida paraport les autres germes 
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5.4.2.3.3.3. Etude des cas de pasteurellose en fonction des signes cliniques 

Trois (3) cas de pasteurellose d’inoculation ont été enregistrés dans notre 

étude, dont deux cas ont été accompagnés par un gonflement et une douleur 

sévère, et un cas a engendré une cellulite (tableau 5.20) 

Tableau 5.20 : signes cliniques associés au pasteurellose d’inoculation 

Signes cliniques 
P.multocida 

Total 
positif négatif 

Cellulite 1(17%) 0 (0%) 1 
Gonflement 0 (0%) 1 (17%) 1 
Douleur 0 (0%) 1 (17%) 1 
Gonflement + douleur 2 (33%) 1(17%) 3 
Total 3 (50%) 3 (50%) 6 
  

Ces résultats sont représentés sous forme d’un graph (figure 5.32) 

 

Figure 5.32 : aspect clinique des cas de pasteurelloses observés 

5.4.2.3.3.4. Etude des cas de pasteurellose en fonction du siège de la lésion 

Dans les trois cas de pasteurellose observés, l’inoculation siège au niveau 

de la main (tableau 5.21). 

Tableau 5.21 : Siège d’inoculation dans les cas de pasteurellose observés 

                                   Animal 
Siège de la lésion 

Chien Chat Total 

Mains 1 2 3 

Total  33% 67% 100% 

33%

67%

Cellulite

Gonflement + douleur
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Figure 5.33 : Répartition des cas de pasteurellose en fonction de siège de 

l’inoculation 

5.4.2.3.4. Résultats de sensibilité de P.multocida  aux antibiotiques 

Tableau 5.22 : Sensibilité des souches de P.multocida isolées aux antibiotiques 

 
Chien Chat 

S I R S I R 
Pénicilline 0 0 1 2 0 0 
Amoxicilline-acide 
clavulanique 1 0 0 2 0 0 

Ampécilline 1 0 0 2 0 0 
Erythromycie 1 0 0 2 0 0 
Tétracycline 1 0 0 2 0 0 

Les souches d’origine féline ont été sensibles à tous les antibiotiques, 

tendis que la souche d’origine canine était résistante seulement à la pénicilline 
5.4.2.3.5. Comparaison flore buccale/ flore après blessure d’origine animal 

Nous avons voulu faire une comparaison entre les germes isolés à partir de 

la cavité buccale des chiens et des chats et ceux isolés à partir des plaies 

humaines dues aux blessures par ces animaux (morsure, griffure). 

Les résultats sont représentés dans le tableau n° 5.23 
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27%

17%
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Portage buccale plaie

Tableau 5.23 : Fréquence des germes isolés à partir de la cavité buccale des 

chiens et des chats  et à partir des plaies dues aux blessures par ces animaux : 

Germes isolés 
chien chat 

Portage 
buccale plaie Potage 

buccale plaie 

S.coagulase positive 6 8 8 6 
S.coagulase négative 9 5 14 2 
Micrococcus 6 3 10 1 
Streptococcus α hémolytique 3 1 9 2 
Streptococcus β hémolytique 0 0 2 0 
Streptococcus γ hémolytique 4 0 7 1 
Sarcina 0 0 1 2 
Corynebacterium 13 2 12 1 
Bacillus 7 0 3 0 
P.multocida 5 1 4 2 
P.dagmatis 2 0 0 0 
P.pneumotropica 8 0 1 0 
P.spp 2 0 1 0 
Pasteurella souche EF4 2 0 0 0 
IIJ (Bregyella zoohelcum) 7 0 4 0 
Moraxella 2 0 4 1 
BGNNF 13 0 24 1 
Proteus 10 0 2 0 

L’analyse statistique a montré une corrélation entre la flore buccale et la 

flore isolée après blessure animale  seulement canine. 

Figure 5.34 : Fréquence des bactéries isolées à partir de la cavité buccale des 

chiens et des plaies dues aux blessures par ces animaux 



100 
 

13%

23%
17% 15%

3%

12%

20%

5%
10%

2% 2%
7% 7%

40%

3%

35%

12%
6%

12%

0%
6% 6% 6%

12%

0%
6% 6%

Portage buccale plaie

La figure 5.34 montre que la majorité des éspeces bactériennes gram 

positif isolées à partir de la cavité buccale des chiens sont aussi isolées à partir 

des plaies causées par ces animaux. P.multocida est la seule éspèce bactérienne 

gram négatif isolée à la fois à partir des prélèvements buccaux et des 

prélèvements de plaies. 

Figure 5.35 : Fréquence des bactéries isolées à partir de la cavité buccale des 

chats et des plaies dues aux blessures par ces animaux 

La figure 5.35 montre que la totalité des genres bactériens gram positif 

isolés à partir de la cavité buccale des chats sont aussi isolés à partir des plaies 

causées par cette éspèce animale. P.multocida, les BGNNFet Proteus sont les  

bactéries gram négatif isolées à la fois à partir des prélèvements buccaux et des 

prélèvements de plaies. 
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5.5. Discussion 

5.5.1. Choix de la méthodologie de recherche (prélèvement, transport et analyse) 

5.5.1.1. Prélèvement et transport 

Les prélèvements ont été réalisés dans des bonnes conditions. La 

contention des animaux de la fourrière canine a été faite par les agents en utilisant 

des pinces de capture, ce qui a facilité la réalisation de l’écouvillonnage buccale. 

Quelques difficultés ont été rencontrés avec la contention des chats (clinique 

vétérinaire, propriétaire) d’où l’obligation de refaire le prélèvement dans certains 

cas. 

La technique de l’écouvillonnage a été retenue en raison de sa facilité 

d’exécution, d’un transport aisé et de sa fiabilité puisque cette méthode permet de 

fixer les bactéries conventionnelles. La même méthode a été utilisée par 

MENOUERI et al (1988) [210] pour la recherche des Pasteurella et autres 

espèces bactériennes, les écouvillons étaient placés dans un milieu de transport 

« portagerm » afin d’assurer la viabilité des bactéries sensibles.  

Le transport doit être aussi rapide que possible car les pasteurelles sont 

sensibles aux facteurs environnementaux. 

En effet, contrairement à d’autres espèces bactériennes, la durée de vie de 

P.multocida pendant un stockage ou un transport à basse température est courte. 

C’est pour cette raison qu’ils ne survivent pas longtemps quand ils sont 

transportées à + 4°c [211]. 

D’après DUCLOS et al (1986) [212], les écouvillons placés sur « portagerm 

N.D » conservés à température ambiante, se sont révélés plus riches en germes 

(surtout quantitativement plutôt que qualitativement) que d’autres écouvillons 

utilisés à titre comparatif, conservés à +4°c en chambre humide (0.5 cm3 d’eau 

physiologique au fond du tube). 

L’absence de ce milieu de transport « portagerm » sur le marché algérien et 

son non utilisation dans notre protocole de prélèvement peut expliquer le faible 

taux de Pasteurella isolé à partir des écouvillons. 
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5.5.1.2. Techniques d’analyse (choix de milieu et méthodes d’identification) 

Il est aussi bien connu qu’à l’isolement les milieux enrichis au sang, à 

l’extrait globulaire, à l’ascite permettent une meilleure croissance que les milieux 

ordinaires [133]. 

Lors de mélanges d’espèces, la culture sur gélose au sang frais  favorise 

les espèces à croissance rapide au détriment de celles à croissance lente, ce qui 

est souvent le cas des principaux pathogènes. 

Les mêmes remarques sont signalées par AGHABABIAN et al (1980) [214], 

GOLDSTEIN et al (1978) [4] en précisant que la présence de P. multocida a été 

reconnue facilement sur des milieux sélectifs, tandis que sur gélose au sang, elle 

a été généralement masquée par d'autres bactéries. 

Les systèmes commerciaux API utilisés  prêchent par défaut pour une 

étude taxonomique mais permettent une identification rapide lors d’une recherche 

globale d’une flore. Ces plaques miniaturisées (API) ne sont pas très adaptées 

pour la recherche des Pasteurella chez les animaux. 

5.5.2. Flore buccale des chiens et des chats 

Une flore buccale très variée a été isolée que ce soit chez les chien ou les 

chats avec une prédominance de gram positif (51% chez le chien, 65% chez le 

chat).  

La grande variabilité individuelle dans la composition de la flore buccale 

rend difficile une estimation précise de la fréquence des différents germes. On 

peut néanmoins mettre en avant la constance de certaines bactéries : Pasteurella 

multocida, Staphylococcus sp, Streptococcus sp, Brgeyella zoohelcum et 

Pasteurella souche EF4. 

Chez le chien, les pasteurelles  ont été les bactéries isolées avec la plus 

haute fréquence (28%), suivie par les Staphylococcus (25%) dont 10% sont à 

coagulase positive.Les streptocoques ont été isolés avec une fréquence de 12%. 

L’étude de SAPHIR et CARTER (1976) [214] sur l’isolement de bactéries 

aérobies à partir de prélèvements gingivaux sur 50 chiens souligne la haute 

fréquence des germes Staphylococcus (15% S.aureus) et Streptococcus (82%). 
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Des taux de portage trop élevés des streptocoques ont été rapportés par 

LOUBINOUX et al (1997) [215] (42%), BAILIE et al (1978) [3] (72%). 

Chez le chat, les streptocoques  ont été les bactéries isolées avec la plus 

haute fréquence (30%), suivies par les S.coagulase négative (23%).Le taux 

d’isolement de S.coagulase positive (13%) était proche de celui trouvé chez les 

chiens (10%). 

Pasteurella souche  EF-4, a été isolée dans notre étude chez 3% des 

chiens. Nos résultats sont largement inférieurs à ceux rapportés par SAPHIR et 

CARTER (1976) [214], BAILLIE et al (1978) [3] et TATUM et al (1974) [216] dont 

les taux de portage étaient 30%, 74% et 82% respectivement. Aucune souche 

EF4 n’a était isolée dans notre étude chez  le chat. 

Bergeyella zoohelcum  a été isolée dans notre étude avec une fréquence 

de 12% chez le chien et de 7% chez le chat. 

La fréquence de nos résultats chez le chien est proche de celle de 

LOUBINOUS et al (1997) [216] (13%) et elle est inférieure à celle de SAPHIR et 

CARTER (1976) [214] (38%). 

Les systèmes commerciaux permettent souvent d’identifier Bergeyella 

zoohelcum mais pas toujours avec un haut degré de probabilité, qui est par 

exemple de 30 à 40% dans le système API 20 NE [217]. Ceci peut expliquer le 

faible pourcentage d’isolement dans notre étude. 

B. zoohelcum a été associée à plusieurs syndromes cliniques chez les 

humains à la suite des morsures de chien ou de chat ou de l'association répétée 

ou contact avec eux [218]. 

5.5.3. Bactériologie des plaies par morsure et /ou griffure 

La majorité des plaies par morsure dans notre étude est causée par des 

chiens (85%) et seule une petite proportion est infligée par des chats (15%). 

Les éléments dont nous disposons concernent essentiellement les germes 

retrouvés dans les plaies par morsure et /ou griffure causées par les carnivores 

(chien, chat) à l’homme. 
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Dans notre étude, après les blessures d’origine canine aussi bien que 

féline, le genre bactérien le plus fréquemment isolé était Staphylococcus, avec 

des taux d’isolement de 43% et 47% respectivement. 

Ces chiffres rapprochent de ceux obtenus par TALAN et al (1999) [5], qui 

ont enregistré un taux d’isolement de staphylocoque 35% après morsure de chat 

et 46% après morsure de chien. 

S. coagulase positive était l’espèce fréquemment isolée avec un taux 

d’isolement de 27% après blessure canine et 35% après blessure féline.Ce 

résultat est nettement supérieur à celui rapporté par TALAN et al (1999) [5], qui 

ont isolé S. coagulase positive dans 20 % des cas après morsure de chien et 

seulement dans 4% des cas après morsure de chat. 

Selon TALAN et al (1989) [219] S. coagulase positive fait partie de la flore 

normale de la peau humaine, elle est rare dans la flore oropharyngée canine. 

Cela peut être le résultat des blessures contaminées  par la flore de la peau 

humaine que par des bactéries zoonotiques orales.  

Nous avons isolé les Streptocoques alpha-hémolytique et P. multocida  

avec la même fréquence (3% après blessure par un chien, 12% après blessure 

par un chat). Ces résultats contrastent avec ceux de GOLDSTEIN et al (1980) [62] 

qui ont isolés P.multocida seulement dans (26%) et un taux d’isolement plus élevé 

de Streptocoques alpha-hémolytique (44 %). 

PEELPS et al (1980) [220] notent que les streptococoques alpha-

hémolytique sont les plus fréquemment retrouvés dans les plaies dues aux 

morsures animales. 

Dans l’étude de TALAN et al (1999) [5] les streptocoques étaient le 

deuxième genre bactérien le plus fréquemment isolé après les morsures de chat. 

Tandis que, après les morsures de chiens les streptocoques et les staphylocoques 

ont été isolés avec la même fréquence. 

5.5.4. Le portage buccal de pasteurella chez les carnivores domestiques 

Au cours de notre étude, la présence des Pasteurella a été mise en 

évidence dans 17 prélèvements buccaux sur 60 prélèvements analysés chez les 
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chiens et 6 prélèvements buccaux sur 60 prélèvements analysés chez les chats, 

soit un taux d’isolement de 28% chez les chiens et 10% chez les chats. 

En comparant nos résultats avec les résultats des autres auteurs on trouve 

que nos résultats obtenus sur les chiens  étaient cohérents avec ceux enregistrés 

par SAPHIR et CARTER (1976) [214] qui a constaté un taux d’isolement de 22% à 

partir des prélèvements gingivaux de 50 chiens apparemment sains. Par contre 

dans d’autres études, la prévalence du portage buccal de Pasteurella retrouvée 

est nettement supérieure à celle de notre étude. 

ART (1984) [149] note un taux de portage sain de 58% chez les chiens et 

65% chez les chats et d’après OUDAR et al (1972) [12] 40% des chats sont des 

porteurs asymptomatiques des Pasteurelles dans leurs cavités buccales. 

Chez le chien, le taux de portage estimé par HUBBERT (1970) [25] est de 

67%, alors qu’ARENBJERG (1978) [144] l’estime à 55%. Dans son étude, 

ESTERRE (1981) [221] a isolé Pasteurella dans 58% des cas à partir des 

prélevements gingivaux canine et féline. Un taux de portage de 80% a été 

rapporté par ARENBJERJ (1978) [144] chez les chats et 54% des chiens portent 

Pasteurella sur les amygdales selon SMITH (1955) [10]. 

Par comparaison aux résultats obtenus par les différents auteurs cités ci 

dessus, il est très probable que notre fréquence des Pasteurella est sous évaluée. 

Cette faible prévalence par rapport aux autres études peut s’expliquer par la 

disparition de ce germe dans les prélèvements. 

Le faible résultat des Pasteurella obtenus dans cette étude peuvent être 

rapportés à la fragilité de ces bactéries qui n’ont pas résisté aux conditions de 

transport disponibles et aux difficultés d’isolement et d’identification.  

Bien que P.multocida se multiplie facilement sur une gélose au sang, un 

milieu sélectif est cependant préférable afin de limiter l’envahissement par d’autres 

bactéries, présentes en plus grand nombre, qui interfèrent souvent avec leur 

détection. 

Des milieux, aux formules variées, contenant des antibiotiques sont utilisés 

pour l’isolement de P.multocida, mais la comparaison des études rapportées dans 
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la littérature montrent que le taux d’isolement le plus élevé est obtenu avec le 

milieu modifié de Knight (gélose au sang de bovin, contenant 5μg/ml de 

clindamycine, 0.75 μg/ml de gentamycine) [222]. 

Dans une étude menée en France par GARNIER et al (1993) [223], le taux 

d’isolement des Pasteurella à partir des prélèvements gingivaux était de 66% chez 

les chiens et de 87% chez les chats. Ces résultats indiquent que la gélose au 

sang additionnée de thiostrepton utilisée dans cette étude, peut être 

recommandée comme un milieu d’isolement de Pasteurella buccale  d’origine 

canine et féline. 

Sachant que le thiostreptone est un antibiotique polypeptidique Inactif 

contre les bactéries du genre Pasteurella (MIC ≥ 128 mg/l), mais inhibe les 

bactéries gram positif. Son incorporation dans la gélose au sang de la culture 

primaire réduit le nombre de bactéries et facilite beaucoup la détection et 

l’identification des colonies de Pasteurella, qui peuvent être différenciés des autres 

colonies de bactéries gram négatif [144], [224]. 

Cette faible fréquence d’isolement des pasteurelles peut être aussi liée à la 

fragilité des pasteurelles rendant leur isolement difficile à partir de toute une flore 

bactérienne diverse, aux techniques de prélèvement et d’isolement utilisées, à la 

localisation géographique et aux variations saisonnières. 

TEHRANI et al (2004) [225] attribueraient le faible isolement de Manheimia 

(Pasteurella) haemolytica dans son étude au développement d’autres bactéries 

telles que Proteus spp, Bacillus spp qui masqueraient la présence des 

Pasteurella. 

Nos résultats démontrent que les prélèvements canines étaient plus positifs 

que les prélèvements félines, le taux d’isolement des pasteurelles chez le chien 

était doublement supérieur que  chez le chat. 

L’analyse statistique (test exacte de Fischer) a montré une différence 

significative dans le portage des Pasteurella entre le chien et le chat. Ce résultat 

peut s’expliquer par le fait que la flore buccale du chat est représentée 

essentiellement par des cocci gram positif (65% des bactéries isolées), d’où la 

difficulté d’isolement des pasteurelles. 
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Une distribution différente des espèces de Pasteurella chez le chien et le 

chat a été observée : Pasteurella multocida a été isolée chez 4 des 60 chats 

examinés, soit dans 7% des cas, et chez  5 des 60 chiens examinés, soit dans 8% 

des cas. 

Le pourcentage de porteurs chez  le chien (8%)  est sensiblement le même 

que celui obtenu par SAPHIR (12%), (1976) [214] alors qu’il est nettement 

inférieur aux chiffres obtenus par LOUBINOUX et al (1997) (52%) [215]  et  BAILIE 

et al (1978) (60%) [3]. 

Une étude sur le portage de P.multocida chez les chats vivants dans 

l’agglomération dakaroise menée par DOUTRE et al (1975) [142] a noté un taux 

d’isolement nettement supérieur (36%) ; le même chiffre a été obtenu par OUDAR 

et al (1972) [12] dans la région lyonnaise. 

L’analyse statistique (test exacte de Fischer) n’a pas mis en évidence une 

différence significative entre le chat et le chien dans le portage de P.multocida 

(p<0.05). Ce qui indique d’après ce test que P.multocida est distribuée en 

proportion égale dans les cavités buccales de chiens et de chats. 

Cependant, dans nos résultats P.multocida représente 67% des Pasteurella 

isolés chez le chat, et seulement 29% des Pasteurella isolés chez le chien. 

Selon GARNIERE et al (1993) [223], Elle  représente 65% des isolements 

d’origine féline et domine nettement parmi les autres espèces de Pasteurella, 

fréquemment associées chez le même animal. 

DOUGLAS (1975) [226] note que  plus de 50% des chats avait P.multocida 

comme flore respiratoire normale et que 30% des chiens sont révélés être 

porteurs de ce germe dans leurs narines et sur leurs amygdales.  

Compte tenu des résultats obtenus par d’autres auteurs, notre taux de 

portage de Pasteurella multocida chez le chat est sous estimé. Si Pasteurella 

multocida est l’espèce la plus fréquemment rencontrée dans la cavité buccale des 

carnivores, d’autres pasteurella ont également été mises en évidence et leur 

proportion évaluée. 
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Selon GARNIER et al [223], un même animal peut être porteur de 

différentes espèces de Pasteurella.  

Nous avons isolé 2 souches de P.dagmatis  chez le chien, soit un taux de 

portage de 3%, aucune P.dagmatis n’a été isolée chez le chat. GARNIER et al 

(1993) [223] ont isolé P.dagmatis à partir de la cavité buccale de 3/32 chiens (9%) 

et 1/30 chats (3%). 

La rareté d’isolement de P.dagmatis  pourrait être due d’une part à la 

difficulté d’isolement de cette bactérie qui est souvent associée à d’autres germes, 

d’autre part aux difficultés d’identification car les données de base fournies par les 

systèmes d’identification commercialisés ne permettent pas d’identifier 

correctement ce germe, comme l’ont déjà souligné des auteurs [157]. D’où la 

nécessité d’étudier certains caractères biochimiques complémentaires. 

P.dagmatis proche de P.multocida s’en distingue par les caractères 

uréase+, maltose+, et ODC -  [160]. 

Sur galerie API20E (BioMérieux), cette souche possède une uréase, produit 

de l’indole, fermente le glucose, le saccharose, le maltose et l’arabinose.Elle ne 

possède pas de décarboxylase [160]. 

P.pneumotropica  a été isolée avec une fréquence de 13% chez le chien et 

2% chez le chat.  P.pneumotropica est retrouvée régulièrement chez de nombreux 

rongeurs et carnivores ou elle vit en saprophyte au niveau de la cavité buccale et 

du rhinopharynx [226]. P.pneumotropica est essentiellement un germe commensal 

du tractus respiratoire, d’où sa dénomination. 

5.5.5. Le taux de portage de  Pasteurella selon  le sexe, l’âge, et la saison 

Chez le chien, le portage sain est plus élevé chez la femelle que chez le 

mâle. Le test de Chi-deux que nous avons appliqué pour voir s’il y’avait une 

différence de portage entre le mâle et la femelle, a montré que le risque d’être 

porteur est supérieur chez la femelle que chez le mâle (p=0.025). Le même 

résultat a été constaté par Art (1984) [149].Cependant, l’inverse avait été signalé 

30 ans plus tôt par smith [10]. 
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 Chez le chat, le test de Chi-deux a montré que le risque d’être porteur est 

identique quelque soit le sexe (p=0.24). Art (1984) [149] note en revanche une 

fréquence accrue chez le mâle. Au total, il ne semble pas que le sexe soit un 

facteur déterminant pour le portage. 

Et ce qui concerne l’âge, aucune différence significative n’a été mise en 

évidence entre les jeunes et les adultes dans le portage des pasteurella chez les 

deux éspèces animale au sein de notre étude. Art (1984) [149] ne trouve pas de 

variations sensibles avec l’âge chez le chat.Néaomoins, il note que le portage 

s’accentue avec l’âge 45% avant 1 an, 38% entre 1 et 3 ans, 73% entre 3 et 6 ans 

et 71% au dela de 6 ans.  

Dans notre étude nous n’avons constaté aucune variation saisonnière dans 

le portage asymptomatique de pasteurella chez les deux éspèces animale 

(p>0.05 ; donc différence statistique non significative). 

Selon BUISSIERE et al (1968) [227] le portage de pasteurella est plus 

élevé chez le mâle, avec un pic hivernal, saison ou la fréquence des viroses 

respiratoires est maximale et pour lesquelles P.multocida joue un rôle important 

de germe de sortie ou de surinfection. 

Oudar et al (1972) [12] indiquent dans leurs enquêtes sur le portage de 

P.multocida chez le chat durant deux années (1950-51 et 1970-71), qu’un rythme 

saisonnier de fréquence d’isolement a été retrouvé, correspondant à un pic 

hiverno-vernal, alors que la fréquence s’abaisse nettement en été et en automne. 

La signification de ce phénomène n’est pas univoque.Cette période 

correspond à celle ou la fréquence des viroses respiratoires est maximale tant 

chez le chat (herpesvirose, calciviroses) que chez le chien (adénovirose, maladie 

de carré, paramyxovirose…) pour lesquelles P.multocida joue un rôle de germe de 

sortie important. 

5.5.6. Pasteurellose d’inoculation 

Nous avons isolé P.multocida dans 2 cas sur 5 (40%) après morsure de 

chat, et  un seul cas sur 29 (3%) après morsure de chien.  



110 
 

De nombreuses études ont présenté P. multocida comme l’agent 

pathogène principal des morsures animales et ceci en corrélation avec son 

portage élevé dans la cavité buccale [50], [223], [228], [229]. 

Selon certains auteurs, une morsure animale infectée devrait être 

considérée comme potentiellement contaminée par P.multocida jusqu’à preuve de 

contraire [231]. On isole cette bactérie gram négatif dans environ un quart des 

plaies par morsure [57], [62]. 

Selon GOLDSTEIN et al (1987) [57], cette proportion est cependant plus 

élevée suite à une morsure de chat ou elle représente  effectivement le germe 

principal. 

D’après STEINBOK et al (1985) [231], un risque d’infection à P.multocida 

est dix fois supérieur suite à une morsure féline que canine.  

Selon GARNIER et al (1993) [223], cette différence entre les deux espèces 

repose sur le portage oral plus élevé associé à une structure fine et pointue des 

crocs chez le chat. Ceci permet une pénétration plus profonde des germes dans 

les tissus, favorisant ainsi leur développement. 

Ainsi, d’après ART (1984) [149], le chat avec ses dents canines 

tranchantes, peut provoquer les plus graves des plaies par morsure. Ce qui 

implique des ponctions profondes, affectant les os, les articulations et les tendons, 

une situation qui est plus propice au développement de l’infection à Pasteurella.  

Les trois cas de pasteurellose humaine par inoculation enregistrés dans 

notre étude ont été localisés au niveau de la main. 

Selon GOLDSTEIN (1992) [48], les morsures  touchant la main sont 

réputées être à très haut risque d’infection.   

Les dents fines et acérées des chats peuvent, justement au niveau de la 

main, pénétrer jusqu’aux articulations, tendons et os, et conduire ainsi à des 

infections graves dans 45% des cas. Une infection des tissus mous, une arthrite 

septique ou une ostéomyélite, souvent causées par P.multocida, peuvent ainsi 

survenir. 
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En règle générale, une plaie par morsure à la main présente un risque 

d’infection relativement élevé en raison de l’irrigation sanguine relativement 

mauvaise et de la difficulté à nettoyer la plaie de manière adéquate du fait de la 

constellation anatomique. Généralement, plus l’irrigation sanguine de la zone 

touchée est bonne et plus le nettoyage adéquat de la plaie est aisé, moins le 

risque d’infection est élevé [48]. 

Le danger potentiel d’une complication d’une plaie par P.multocida  après 

morsure d'animal  au niveau de la main doit être souligné, et un traitement  

précoce doit être initié. 

Dans notre étude, l’isolement de P.multocida a été dans tous les cas 

associé à une symptomatologie locale ou dominent douleur et œdème autour de 

la morsure. Un seul cas d’une cellulite localisée au niveau de la main a été 

constaté après une morsure d’un chien. 

D’après KUMAR et al (1990) [180]  ;La présentation classique de cette 

pathologie d’inoculation reste l’infection des parties molles avec un tableau de 

cellulite pouvant s’accompagner d’adénopathies satellites inflammatoires, 

d’ostéoarthrites, de phlegmons des gaines, voire de bactériémie et de la 

localisation secondaires sur un terrain fragilisé .  

En effet, l’apparition soudaine d’une cellulite à la main 12 à 24 heures après 

morsure de chat ou de chien doit suspecter une infection à P. multocida.  

Selon TINDALL et HARRISON (1972) [232], une infection locale à 

Pasteurella multocida complique dans 7 à 17% une morsure animale et la 

présentation habituelle prend la forme de cellulite après morsure ou griffure par 

des animaux. 

L'implication des structures profondes de la main quand un traitement 

inadéquat est  fourni pour la complication d’une plaie par  morsure à P.multocida  

peut conduire à l'extension de la cellulite localisée et  la lymphangite dans 

l'ostéomyélite ou une ténosynovite purulente. 

Une Septicémie et une méningo-encéphalite peuvent suivre et peuvent être 

même fatales.  
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5.5.7. Sensibilité de Pasteurella aux antibiotiques 

Parmis les 6 souches de Pasteurella  isolées à partir de la cavité buccale 

des chats  testées aux antibiotiques, une seule souche (17%) est résistante à la 

pénicilline. 

Chez le chien, 2 souches de Pasteurella (12%) isolées à partir des 

prélèvements oraux  sont résistantes à l’amoxicilline-acide clavulanique  et un taux 

de résistance de 6% est observé vis-à-vis tétracycline, érythromycine et 

pénicilline. 

Dans l'étude d’ARNBJERG (1978) [144], 25 et 50% des souches canines et 

félines étaient respectivement résistantes à la pénicilline. 

 ART (1984) [149] a constaté que 42 et 73% des isolats canines et félines 

étaient également résistantes à la pénicilline, 6% des souches canines étaient 

résistantes à l'ampicilline et 15% des souches  félines étaient résistantes à la 

tétracycline. 

Nos résultats montrent que toutes les souches de Pasteurella humaines  

ont été  sensibles aux antibiotiques testés ; à l’exception d’une souche isolée 

après morsure canine était résistante à la pénicilline. 

BOILLAT (2008) [41], dans son étude a constaté que 95% et 90% des 

souches de P.multocida isolées à partir des plaies surinfectées dues aux 

morsures canines et félines sont sensibles à la pénicilline et aux tétracyclines 

respectivement.  

La littérature fait état d’une sensibilité quasi constante de P.multocida à la 

pénicilline, avec quelques cas décrits de résistance [233], [234]. 

En effet, les pasteurelles  sont très sensibles aux pénicillines at aux 

cyclines qui sont les antibiotiques de choix pour les formes d’inoculation. Les 

souches résistantes aux bétalactamines sont rares en pathologie humaine à 

l’inverse des atteintes animales [235]. 
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CONCLUSION 

 

 

La fréquence du portage asymptomatique des Pasteurella chez les 

carnivores domestiques permet de préciser les risques encourus par les 

personnes mordues ou griffées par ces animaux. 

Sur l’ensemble de 120 prélèvements buccaux, 23 souches de Pasteurella 

ont été isolées il s’agit de : P.multocida (8% chez les chiens 7% chez les chats), P. 

dagmatis (3% chez les chiens), P. pneumotropica (13% chez les chiens, 2% chez 

les chats), P.spp (3% chez les chiens, 2% chez les chats). 

Dans nos résultats trois (03) souches de Pasteurella multocida (n=47) ont 

été isolées sur des plaies humaines; une souche (01) après morsure canine et 

deux (02) souches après morsure féline. 

Notre observation, au même titre que celles de la littérature, confirme le rôle 

épidémiologique des chiens et chats dans la transmission des Pasteurella par 

inoculation à l’homme. 
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RECOMMANDATIONS ET PRESPECTIVES 

 

Les études récentes confirment la fréquence des infections consécutives 

aux blessures d’origine animale et la précocité des pasteurelloses. Cependant, la 

prophylaxie de la pasteurellose humaine est difficile par l’impossibilité de 

supprimer le réservoir animal (chien, chat) en contact permanent avec l’homme.  

Inspirés de nos observations, nous voulions apporter et proposer en toute 

humilité nos propres recommandations et suggérer par la suite des perspectives 

de recherche qui pourraient intéresser des étudiants en post-graduation,des 

laboratoires de recherche, des auteurs dans le domaine de la santé public 

(ect..).Parmi ces recommandations et perspectives, nous  citons : 

- Il convient d’être surtout attentif aux recommandations classiques en matière de 

soins de plaies, ce qui permettra de prévenir la majorité des infections de plaies. 

- Limiter les  risques de griffures et morsures  par le maintien d’une contention 

correcte des  animaux (Population domestique) et par l’implantation des fourrières 

canines dans chaque wilaya (Population errante). 

- Faire des études afin de  préciser l’incidence et les conséquences de ces 

agressions et leur importance en santé publique. 

- Etant donné que  Pasteurella spp  est   présente dans la flore buccale du chat et 

du chien et qu’elle est mise en évidence dans des plaies par morsure, une 

surveillance de la bactériologie des blessures d’origine animale est à mener, en 

tenant compte du risque de pasteurellose, et il est possible de se poser la 

question d’une antibiothérapie systématique (par cycline ou pénicilline) devant 

toute morsure avec plaie pénétrante, qu’il y ait ou non des signes d’infection au 

moment de la première consultation. 

- Des études bactériologiques approfondis sur d’autres  germes de la flore buccale 

des animaux domestiques, notamment les anaérobies et les apparentés à 

pasteurella (EF4, IIJ, M5)  doivent être envisagées. 
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- Bien que les plaies par morsure soient fréquentes et associées aux taux de 

complications  bactériennes élevés, il n’existe que peu d’étude clinique sur ce 

sujet. La connaissance de données épidémiologiques des germes susceptibles de 

développer (pasteurelles, pyogènes,….) guide la conduite pratique curative mais 

plus encore prophylactique. 
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APPENDICE A 

LISTE DES SYMBOLES ET DES ABREVIATIONS 

ADH :  Arginine Dihydrolase 

ADN  :   Acide Désoxyribonucléique 

AM  :   Ampicilline  

AMC   :  Amoxicilline -Acide clavulanique  

API   :  Appareillage et Procédé d’Identification 

ARNr   :  Acide Ribonucléique Ribosomique 

ATCC   :  American Type Collection Culture 

BGNNF  :  Bacilli Gram Negative Non Fermenter 

C.   :  Capnocytophaga 

CDC  :   Centers for Disease Control 

CIT   :  Citrate 

CVC   :  Comité Vétérinaire Consultatif 

CO2  :  Dioxyde de carbone 

CSY  :  Casein/Sucrose/Yeast 

DF2  :  Dysgonic Fermenter  type 2 

E   :  Erythromycine 

EF4  :  Eugonic Fermenter type 4 
EPSP  :  Etablissement Public de Santé de Proximité 

GEL  :  Gélatinase 

GLU :  Glucose 

GSF  :  Gélose Sang Frais 

IND    :  indole 

LDC   :  Lysine Décarboxylase 

LPS   :  Lipopolysaccharide  

M.     :  Micrococcus 

McF.   :  Mac Farland 

MH   :  Muller Hinton 

Ml   :  Millilitre  

Mm  :  Millimètre  

M5   : Moraxella type 5 

NaCl  :  chlorure de sodium 
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NIT  :  Nitrate 

NO3  : Nitrate 

NR  :  Nitrate Réductase 

ODC  :  Ornithine Décarboxylase 

ONPG  : Ortho Nitro Phényl Galactopyranosidase 

ORL  : Oto-Rhino-Laryngologie 

P  : Pénicilline 

P.      : Pasteurella  

PMT  : Pasteurella multocida toxin 

SEMEP  : service d’épidémiologie et de médecine préventive  

SNC  : Système Nerveux Central 

TDA  : Tryptophane Désaminase 

TE  :  Tétracycline 

TRP :  Tryptophane 

TSI  :  Triple Sugar Iron 

URE :  Urease 

VP :  Voges Proskauer 

µm  :  Micromètre 
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APPENDICE B 

MATERIEL DE PRELEVEMENT ET D’ANALYSE 

 

1. Milieux de culture  

Gélose columbia (IPA) 

Gélose Muller Hinton (IPA) 

Gélose Nutritive (IPA) 

Gélose TSI (IPA) 

Gélose  MacConckey 

Bouillon glycérolé peptoné 

Milieu mannitol-mobilité 

Eau peptonée  exempte d’indole 

Milieu urée-Tryptophane (urée-indole) 

2. Réactifs et solutions  

Eau physiologique stérile 

Eau distillée 

Eau oxygénée à 10 volumes 

Violet de gentiane 

Lugol 

Alcool 90°c 

Fuscine basique 

Huile à immersion 

Huile de vaseline 

Réactifs de kovacs 

Réactif de TDA 

Réactifs de voges-proskaner (VPI et VP II) 

Réactifs de Nitrate réductase (NR I et NR II) 

Bandelettes pour la recherche d’oxydase (oxoide) 

Disques antibiotiques 
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Matériel usuel : 
Matériel jetable : 
Gant en latex 

Papier buvard 

Ecouvillons stériles 

Pipettes pasteur stériles 

Lames et lamelles couvre-objet 

Boites pétri stériles (90mm) 

Galeries API20E 

Galeries API20NE 

Matériel stérilisable : 
Tubes à essai 

Flacon de 250 ml 

Fioles de 500 ml 

Pince métallique 

Equipements : 
Microscope optique 

Poire 

Anse de platine 

Bec bunsen 

Etuve reglable 

Pipteur 

Marqueurs 

Portoire 

Bain-marie 

Stérilisateur 

Autoclave 

Pied à coulisse 

Réfrigérateur 
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APPENDICE C 

TECHNIQUES DE PREPARATION DES DIFFERENTS MILIEUX DE CULTURE 

UTILISἘS PENDANT L’ETUDE 

 

1. Gélose columbia au sang (IPA) 

Gélose columbia (IPA) additionnée de sang de mouton défibriné. 

Milieu de base (IPA, Ref : 50024) 

Composition Gramme/litre 

Extrait de levure 3 

Peptone de viande 5 

Peptone de soja 3 

Tryptone 5 

Cœur-cerveau 8 

Amidon 1 

Chlorure de sodium 5 

Agar agar 18 

PH=7.3 ±0.1 

Verser 48 g de poudre dans 1 litre d’eau distillée,porter à ébulition jusqu’à 

dissolution complète, stériliser 15 minutes à 121 °c dans l’autoclave. 

Sang de mouton défibriné stérile : 

Le volume de sang à ajouter représente 5% de volume de milieu de base. 

Préparation de milieu complet : 
Ajouter le sang stérilement au milieu de base préalablement fondu puis refroidi à 

47°c, et mélanger. Puis, verser environ 15 ml du milieu complet dans des boites 

de pétri stériles, laisser se solidifier, juste avant l’emploi, sécher soigneusement 

les boites de milieu gélose, de préférence après avoir retiré les couvercles, 

retourne les boites dans une enceinte de séchage jusqu’à ce que la surface de la 

gélose soit exempte d’humidité visible. 
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2. Gélose Muller Hinton au sang (IPA) 

Gélose Muller Hinton (IPA) additionnée de sang de mouton 

Milieu de base (IPA, Ref : 40131) 

Composition gramme/litre 

Extrait de viande 3 

Hydrolysat acid de caséine 17.5 

Amidon 1.5 

Agar 16 

PH=7.3 

Verser 38 g de poudre dans un litre d’eau distillée, porter à ébullition jusqu’à 

dissolution complète, stériliser 15 minutes à 121°c dans l’autoclave. 

Sang de mouton stérile : 
Le volume de sang à ajouter représente 5% de volume de milieu de base. 

Préparation de milieu complet : 
Ajouter le sang stérilement au milieu de base préalablement fondu puis refroidi à 

47°c, et mélanger. 

Verser environ 15 ml du milieu complet dans des boites de pétri stériles, laisser se 

solidifier, juste avant l’emploi, sécher soigneusement les boites de milieu gélose, 

de préférence après avoir retirer les couvercles, retourne les boites dans une 

enceinte de séchage jusqu’à ce que la surface de la gélose soit exempte 

d’humidité visible. 

3. Gélose nutritive (IPA) inclinée 

Milieu de base gélose nutritive (IPA, Ref : 50019)  

composition Gramme/litre 

Peptone de viande 10 

Extrait de viande 3 

Extrait de levure 3 

Chlorure de sodium 5 

agar 18 

PH= 7.3 ± 0.2 
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Verser 39 g de poudre dans un litre d’eau distillée, porter à ébullition jusqu’à 

dissolution complète, stériliser 15 minutes à 121°c dans l’autoclave. 

Placer les tubes encore chauds en position inclinée de façon à obtenir une petite 

pente et un culot profond. 

4. Gélose TSI (IPA): 

Milieu de base gélose TSI (IPA, Ref : 40094) : 

Composition Gramme/litre 

Extrait de viande 3 

Extrait de levure 3 

Peptone 20 

Glucose 1 

Lactose 10 

Sacharose 10 

Citrate de fer amoniacal 0.3 

Chlorure de sodium 5 

Thiosulfate de sodium 0.3 

Rouge de phénol 0.05 

Agar 16 

PH= 7.4 ± 0.1 

Verser 68.6 g de poudre TSI gélose dans un litre d’eau distillée, porter à ébullition 

jusqu’à dissolution complète, stériliser 15 minutes à 121°c dans l’autoclave. 

Laisser reposer les tubes en position inclinée de manière à avoir une gélose en 

pente avec un culot de 3.5 cm 
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APPENDICE D 

TEST DE LA COLORATION DE GRAM 

 Réalisation de frottis  
 Sur une lame, déposer une goutte d’eau physiologique stérile. 

 Ajouter à l’aide d’une pipette pasteur stérile une fraction de colonie bien 

isolée. 

 Etaler et fixer à la chaleur (au dessus de flamme de bec bunsen).  

 Poser la lame séchée sur le portoir reposant sur un bac de coloration. 

 Réalisation de la coloration  
 Voici succinctement les différentes étapes de cette coloration : 

 Coloration par le violet de gentiane 

 Laisser agir deux minutes. Rincer à l’eau de robinet. 

 Mordançage au lugol (solution d’iodo-iodurée) : étaler le lugol et laisser agir 

30 secondes ; rincer à l’eau de robinet 

 Décoloration (rapide) à l’alcool (+acétone) : verser goutte à goutte un 

mélange alcool-acétone sur la lame inclinée obliquement, et surveiller la 

décoloration (5 à 10 secondes).Rincer sous un filet d’eau de robinet. 

 Recoloration à la fuchsine diluée. Laisser agir 30 secondes. Laver 

doucement à l’eau de robinet. 

 Sécher la lame et observer au microscope optique à objectif 100 à 

immersion (grossissement x100). 

 Lecture  
 Une coloration violette indique des bactéries à gram positifs 

 Une coloration rose indique des bactéries à gram négatifs 

TEST DE CATALASE 

 Principe  

En présence d’eau d’oxygène moléculaire, certaines réactions métaboliques 

conduisent à la formation de l’eau oxygénée.la catalase est une enzyme qui 

dégrade l’eau oxygénée en eau et en oxygène. 
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 Mode opératoire  

A l’aide d’une anse de platine, une colonie bien isolée est déposée sur une 

lame porte-objet propre avec une goutte d’eau oxygénée  à 10 volumes. 

 Lecture  
La présence de la catalase est révélée par un dégagement gazeux sous 

forme de bulles dans les 30 secondes. 
 

 

 

 

Image d’une réaction de catalase sur lame (négative et positive) 

(Photo personnelle) 

 

RECHERCHE DE L’OXYDASE 

 Principe 

Ce test permet la mise en évidence d’une enzyme qui est la (phénylène 

diamine oxydase) de la bactérie à partir de leur culture en milieu gélosé.Cette 

enzyme est capable d’oxyder le réactif : N dimethyl para phénylène diamine qui 

est incolore, et en présence de l’enzyme, il libère un composé bleu violacé. 

 Mode opératoire 

À l’aide de l’effilure d’une pipette pasteur, prélever une fraction de colonie 

de confirmation et la déposer sur une bandelette imprégnée par un réactif pour la 

recherche de l’oxydase (NNNN tetramethyl-p-phénylène-diamine dichlorohydrate) 

(oxoïde).  

 Lecture 

La présence de cette enzyme se manifeste par l’apparition d’une coloration 

bleu/violette intense en 5 secondes aux maximums. 
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Réaction de l’oxydase positive (Photo personnelle) 

RECHERCHE DU METABOLISME RESPIRATOIRE  

 Principe 

Ce test consiste en la mise en culture d’une suspension bactérienne sur de 

la gélose viande-foie pour déterminer le type respiratoire de la bactérie (aérobies 

strictes, aéro-anaérobies facultatifs). 

 Lecture 

La croissance bactérienne est observable macroscopiquement, le milieu de 

culture devenant trouble : les bactéries aérobies strictes se développent prés de la 

surface du tube tandis que les aéro-anaérobies se développent dans le tube. 

RECHERCHE DE LA COAGULASE LIBRE 

 Principe 
Ce test consiste à mettre en évidence la coagulase libérée dans le milieu 

extérieur. 

 Mode opératoire 

 La détection de cette coagulase s’effectue en ajoutant dans un tube à 

hémolyse 0.5 ml de plasma humain et 0.5 ml d’une culture de Staphylocoques de 

24 h en bouillon.Le mélange est placé à l’étuve à 37° c et est incubé pendant 24 

heures.  

 Lecture 
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Les souches de S.aureus provoquant la coagulation du plasma le plus 

souvent les trois premières heures, un test positif se traduit par la formation d’un 

coagulum. 

 

 

 

 

 

Coagulase positive (photo personnelle) 

RECHERCHE DE LA COAGULASE LIÉE 

 Principe 

C’est une coagulase insoluble appelée clumping factorielle, se lie au 

fibrinogène, elle est mise en évidence sur lame par contact de la souche avec des 

hématies de mouton. 

 Lecture 

Un résultat positif se manifeste par l’apparition d’une agglutination 5 à 20 

secondes plus tard. 

TEST DE L’INDOLE 

 Principe 

L’indole est un métabolite de dégradation de tryptophane. 

 Mode opératoire 

Le test est réalisé en introduisant dans l’eau peptonée exempte d’indole 

quelques gouttes de la suspension bactérienne à l’aide d’une pipette pasteur suite 

à une incubation de 18 heures à l’étuve. 

 Lecture 
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 L’addition du réactif de kovacs montre la production de l’indole qui se 

traduit par un anneau rouge en surface du milieu. 

MANNITOL-MOBILITÉ 

 Principe 

C’est un milieu de culture qui permet de tester la fermentation du mannitol 

ainsi que la mobilité de la bactérie à identifier. 

 Mode opératoire 

 L’ensemencement du milieu s’est fait par piqure centrale jusqu’au fond du 

tube avec la souche à tester à l’aide d’une pipette pasteur. 

Après incubation de 18 à 24 heures à 37°c, le virage de la couleur du milieu 

du rouge en jaune indique une fermentation du mannitol ,alors que le 

développement de la bactérie en voile qui envahit la masse gélosé indique une 

mobilité positive. 

PRODUCTION DE L’UREASE 

 Principe 

L’hydrolyse de l’urée par l’uréase provoque l’accumulation de carbonate 

d’ammonium. Elle est un élément important de diagnostic des germes qui utilisent 

l’urée comme seule source d’azote. 

 Mode opératoire 

La mise en évidence de l’uréase s’est fait en utilisant le milieu urée-

indole.ce dernier est inoculé avec quelques gouttes de la suspension bactérienne 

après l’avoir préparée dans l’eau physiologique. Ensuite une incubation de 18 

heures à 37°c. 

 Lecture 

La présence de carbonate d’ammonium produit l’alcalinisation du milieu et 

le virage de l’indicateur coloré en rouge. 
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La réaction d’urée sur milieu urée-indole (photo Personnelle) 
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APPENDICE E 

ETAPES DE MANIPULATION DE GALERIE API 
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APPENDICE F 

 FICHE DE RENSEIGNEMENTS REMPLIE LORS DE PRELEVEMENT BUCCAL 

(CHIEN ET CHAT) 

 

 Date : 

 Origine de prélèvement : 

 Espèce animale : 

 Identification : 

 

numéros Âge sexe Race 
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APPENDICE G 

FICHE DE RENSEIGNEMENTS REMPLIE LORS DE PRELEVEMENTS HUMAIN 

 

Date de prélèvement :……………… 

 

Nom et prénom  du malade :…………………………………………………… 

 

Age :…………… 

 

Sexe : 

       Femme : 

       Homme : 

 

 

Heure de la blessure :…………………….. 

 

Heure de prélèvement :…………………… 

 

Animal mordeur : 

 

Chien                     chat                        Rat 

 

Origine de la lésion : 
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Griffure                      Morsure     

 

Il s’agit d’une lésion : 

 

Profonde                     superficielle                      Multiple 

 

Siège de la lésion : …………………………………. 

Signes cliniques : 

Gonflement            Douleur           Fièvre           Aucun           Autre………………… 

 

Antibiothérapie prescrite : 

 

Oui                                non  

 

Si oui, il s’agit de :……………….. 
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APPENDICE H 

DIFFÉRENTES  BLESSURES D’ORIGINE ANIMALE 

           
   Griffure superficielle  d’un chat                           Griffure profonde d’un chat 

            
     Morsure profonde d’un chien                           Morsure multiple d’un chien  

           
             Morsure d’un chat                                            Morsure d’un rat 
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APPENDICE I 

TABLEAU RECAPITULATIF DE PORTAGE BUCCAL DE P.MULTOCIDA 

 

Espèce 
Lieu de 

prélèvement 
% porteurs 

sains 
Auteurs Référence 

Chien/chat Dent/ gencive 58 Esterre 221 

Chien Dent 55 Arnbjerg 143 

chien Amygdale 54 Smith 10 

Chien Cavité buccale 67 Hubbert 25 

Chien Cavité buccale 58 Art 149 

Chat Dent 80 Arnbjerg 143 

chat Cavité buccale 30 à 50 Oudar 12 

chat Cavité buccale 65 Art 149 
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APPENDICE J 

VALEURS CRITIQUES DES DIAMÈTRES DES ZONES D’INHIBITION POUR 

PASTEURELLA SPP 

 

antibiotique 
Charge du 

disque 

Valeurs critiques 

S I R 

Pénicilline 10 UI ≥25 - - 

Amoxicilline/acide 
clavulanique 

20/10 µg ≥27 - - 

Ampicilline 10 µg ≥27 - - 

Erythromycine 15 µg ≥27 25-26 ≤24 

Tétracycline 30 µg ≥23 - - 
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