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1 RESUME 

RESUME 

 

 

Le champignon filamenteux Aspergillus fumigatus et la bactérie Chlamydophila psittaci sont 

deux agents pathogènes majeurs chez les oiseaux d’élevage. Bien que phylogénétiquement 

très distants, ces deux micro-organismes partagent un même mode de transmission par voie 

aérienne. La mortalité et la morbidité associées aux aspergilloses ou aux chlamydioses ont 

un impact économique qui n’est pas négligeable, en particulier dans les élevages de dindes. 

En France, les investigations autour de cas humains de chlamydiose identifient fréquemment 

un lien avec des élevages de canards, chez lesquels l’infection par C. psittaci s’apparente à 

un portage intestinal asymptomatique. 

Pour analyser la circulation des agents pathogènes dans les élevages avicoles, nous avons 

tout d’abord étudié la diversité génétique d’Aspergillus fumigatus et de Chlamydophila 

psittaci. Pour cela, deux nouvelles méthodes de typage moléculaire MLVA (Multiple Locus 

VNTR Analysis) ont été mises au point. Ces méthodes se sont révélées très discriminantes, 

rapides et faciles à mettre en œuvre. Dans le cas d’A. fumigatus, la méthode MLVA a permis 

de regrouper les génotypes en fonction de leur origine géographique. Elle a également 

permis d’analyser les modes de contamination d’un couvoir de dindes. 

Dans un second temps, nous avons analysé le pouvoir pathogène de ces deux 

microorganismes chez les oiseaux. Pour cela, deux modèles d’infections expérimentales ont 

été développés. Le premier modèle a permis de reproduire une aspergillose chez des 

poussins de 1 jour après inhalation d’un aérosol contenant des conidies d’A. fumigatus. Lors 

de la mise au point du modèle, l’impact de l’immunodépression et de la lignée de poulet a 

été évalué. Pour C. psittaci, un modèle reproduisant un portage intestinal de la bactérie chez 

des canetons mulards de 1 jour a été obtenu.  
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3 ABSTRACT 

ABSTRACT 

 

 

The filamentous fungus Aspergillus fumigatus and the bacteria Chlamydophila psittaci are 

two major pathogens in poultry. Although phylogenetically distant, these two 

microorganisms share the same aerial transmission. Mortality and morbidity associated to 

aspergillosis and chlamydiosis are responsible for economic losses, in particular in turkey 

farms. In France, investigations on human cases of chlamydiosis frequently reveal a link with 

duck farms. The bacteria C. psittaci is carried in the gut of ducks without any clinical signs. 

In order to investigate the circulation of Aspergillus fumigatus and Chlamydophila psittaci in 

avian farms, we studied the genetic diversity of the two pathogens. Two new MLVA 

(Multiple Locus VNTR Analysis) typing methods were set up. These methods revealed to be 

very discriminant, rapid and easy to use. In the case of A. fumigatus, the MLVA method 

made it possible to cluster the genotypes according to their geographic origin. It also 

permitted the analysis of contamination modes in a turkey hatchery. 

In order to analyze the pathogenicity of Aspergillus fumigatus and Chlamydophila psittaci in 

birds, two experimental infection models were developed. The first model was designed to 

reproduce aspergillosis in one-day old chickens inoculated with airborne A. fumigatus 

conidia. During this experiment, the impact of immunosuppression and of chicken lineage 

was evaluated. For C. psittaci, a model reproducing an intestinal carriage of the bacteria in 

one-day old mule ducks was obtained. 
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AVANT-PROPOS 
 

L’aspergillose et la chlamydiose sont des infections d’importance majeure en élevage aviaire. 

L’aspergillose est due à des moisissures banales de l’environnement qui, dans certaines 

circonstances, sont capables d’exprimer un pouvoir pathogène opportuniste. La chlamydiose 

aviaire est une zoonose due à une bactérie à Gram négatif, parasite intracellulaire 

obligatoire. 

Les oiseaux, et plus particulièrement les oiseaux d’élevage comme la dinde ou le canard, 

sont réceptifs et sensibles à ces deux types d’agents pathogènes transmis par voie aérienne. 

Même si l’on ne connaît pas avec précision l’impact économique de l’aspergillose et de la 

chlamydiose en élevage aviaire, ces infections sont à l’origine de pertes de production par 

diminution de la croissance, de mortalités chez les animaux et de saisies à l’abattoir. La 

chlamydiose est aussi un important problème de santé publique, notamment chez les 

professionnels au contact des oiseaux infectés.  

Pour mettre en place des méthodes de lutte efficaces dans les élevages, la compréhension 

des mécanismes de circulation des agents pathogènes semble indispensable. Pour cela, nous 

avons besoin d’outils de typage moléculaire discriminants qui permettent de suivre la 

contamination de l’environnement, des animaux ou de l’homme. La première partie de mon 

travail de thèse a consisté à développer une méthode de typage originale (MLVA) pour les 

deux agents pathogènes Aspergillus fumigatus et Chlamydophila psittaci. Par la suite, la 

technique de typage pour A. fumigatus a été appliquée au suivi des souches en élevage. 

La connaissance des interactions entre les agents pathogènes et leurs hôtes est un prérequis 

pour le choix et la mise en place des méthodes de lutte. L’étude de ces interactions peut se 

faire par le biais de modèles expérimentaux. Dans le cas de l’aspergillose, de nombreux 

modèles utilisant des rongeurs ont été décrits. Les résultats obtenus avec ces modèles ne 

sont que très difficilement transposables chez les oiseaux compte tenu de leurs 

particularités anatomiques et physiologiques. Dans le cas de la chlamydiose, des modèles 

reproduisant des maladies aiguës chez les oiseaux ont été mis en place. Or, chez le canard, 

l’infection s’apparente à un portage asymptomatique et un tel modèle n’a encore jamais été 

développé. La deuxième partie de mon travail de thèse a donc consisté à développer des 

modèles d’infection par Aspergillus fumigatus et Chlamydophila psittaci chez des oiseaux.  
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17 Les oiseaux 

1. Les oiseaux 

 

Les oiseaux sont des vertébrés tétrapodes dont le corps est recouvert de plumes et qui pondent des 

œufs. Près de 9700 espèces d’oiseaux ont été décrites à ce jour, très différentes tant par leur 

écologie que par leur biologie. La classe des Oiseaux compte 27 ordres, dont le plus important est 

l’ordre des Passériformes (5712 espèces) et le plus réduit celui des Struthioniformes (une seule 

espèce : l’autruche Struthio camelus) (King et McLelland, 1984 ; Livezey et Zusi, 2007). Une dizaine 

d’espèces ont été domestiquées par l’Homme. La domestication des animaux est définie comme 

« l'acquisition, la perte ou le développement de caractères morphologiques, physiologiques ou 

comportementaux nouveaux et héréditaires, résultant d’une interaction prolongée, d'un contrôle 

voire d'une sélection délibérée de la part des communautés humaines ». La reproduction, les soins et 

l'alimentation des animaux sont ainsi contrôlés plus ou moins étroitement par l'homme. Les 

premières espèces d’oiseaux qui ont fait l’objet d’un élevage ont été le poulet, l’oie, la pintade et le 

canard entre 6000 et 1000 ans avant notre ère, puis la dinde au moyen âge et l’autruche au début du 

19ème siècle (Wood-Gush, 1958 ; Mignon-Grasteau et al., 2005) (figures 1 et 2).  

  

 

 

Figure 1. Chronologie de la domestication des principales espèces d’oiseaux d’élevage  

(adapté de Mignon-Grasteau et al., 2005). 



 

 

18 Les oiseaux 

 

Figure 2. Localisation géographique des différents foyers de domestication des principales espèces 

d’oiseaux d’élevage (adapté de Mignon-Grasteau et al., 2005). 

 

 

 

En fait, de multiples espèces d’oiseaux ont été capturées et élevées par l’homme à différentes fins. 

Les élevages ont été constitués pour contribuer à la sécurité alimentaire des communautés 

humaines, pour l’agrément ou encore pour la conservation d’espèces aviaires. Certains oiseaux ont 

aussi été utilisés dans le cadre de l’expérimentation animale. Le tableau 1 présente les principales 

espèces d’oiseaux qui font l’objet d’un élevage. 
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Tableau 1. Principales espèces d’oiseaux qui font l’objet d’un élevage. 

 

Ordre Famille ou espèce 
Finalité de l’élevage 

Modèle d’infection 

expérimentale 

Consommation Agrément Conservation Aspergillose Chlamydiose 

Galliformes 

Poulet (Gallus gallus)      

Faisan de Colchide 
(Phasanius colchicus)      

Caille du Japon 
(Coturnix japonica)      
Dinde  
(Meleagris gallopavo)      
Pintade  
(Numida meleagris)      

Ansériformes 

Oie (Anser anser)      
Canard commun et de 
Barbarie  
(Anas platyrhynchos,  

Cairina moschata)      

Psittaciformes Psittacidés      

Columbiformes 

Pigeon biset  
(Columba livia)      

Autres Columbidés      

Passériformes 
Canari (Serinus canaria)       

Autres Passereaux      

Falconiformes Falconidés           

 

 

Les oiseaux, à de rares exceptions près, ont la faculté de voler et présentent de ce fait des 

adaptations anatomiques, physiologiques et comportementales variées. Leur métabolisme est élevé, 

avec une température interne de 40 à 42°C en général. Ils possèdent un système respiratoire et un 

système digestif très différents de ceux des mammifères. Ces différences semblent en partie 

responsables de la plus grande réceptivité et sensibilité des oiseaux vis-à-vis des infections comme 

l’aspergillose et la chlamydiose.  

Nous présenterons dans un premier temps les particularités anatomo-physiologiques de l’appareil 

respiratoire puis du tractus digestif des oiseaux afin de mieux comprendre la physiopathologie des 

maladies qui seront développées ultérieurement. Par souci de simplification, les espèces d’intérêt 

(Galliformes et Anatidés d’élevage) seront retenues en priorité pour illustrer ces particularités 

anatomiques et physiologiques. 
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1.1. Appareil respiratoire des oiseaux 

  

1.1.1. Anatomie 

 

Parmi les particularités de l’appareil respiratoire des oiseaux, on mentionnera l’existence de deux 

poumons associés à des sacs aériens et l’absence de diaphragme. Les poumons des oiseaux sont 

proportionnellement plus petits que ceux des mammifères. Ils sont rigides et leur volume demeure 

constant lors du cycle respiratoire. Ce sont les sacs aériens qui jouent le rôle de soufflets et créent un 

flux d’air unidirectionnel à travers les parabronches du parenchyme pulmonaire (figures 3 et 4). La 

physiologie très particulière du système respiratoire est liée à l’aptitude au vol qui implique une 

consommation en dioxygène très importante assurée par des échanges gazeux dix fois plus efficaces 

chez les oiseaux que chez les mammifères au travers d’une surface d’échange plus importante de 

20 % à poids vif équivalent (Tell, 2005 ; O’Malley et al., 2005).  

 

1.1.1.1. Sacs aériens 

 

Les sacs aériens sont de fins sacs extensibles et transparents recouverts d’un épithélium squameux 

simple. Ils représentent 80 % du volume respiratoire total et occupent un espace non négligeable de 

la cavité abdominale, ainsi que dans les os pneumatisés (Lasiewsky et al., 1972 ; Maina et Africa, 

2000). Ils ne jouent aucun rôle dans les échanges gazeux proprement dits et ne sont pas vascularisés 

(Dyce et al., 2002 ; Fedde, 1993). La majorité des oiseaux possède 8 sacs aériens : 3 sacs pairs (sacs 

thoraciques craniaux, sacs thoraciques caudaux et sacs abdominaux) et 2 sacs impairs (un sac 

interclaviculaire et un sac cervical). Chez certaines espèces, comme le poulet et le canard, le sac 

cervical est dédoublé ce qui conduit à un total de 9 sacs aériens (Scheid et Piiper, 1989). Chaque sac 

est connecté aux bronches secondaires par un ostium, qui se situe le long du bord latéroventral des 

poumons. 

 

1.1.1.2. Poumons 

 

Les poumons des oiseaux sont rigides, petits et compacts. Les bronches primaires (figure 4), aussi 

appelées mesobronchi, courent sur toute la longueur des poumons pour s’aboucher aux sacs aériens 

caudaux. En entrant dans un poumon, chaque bronche primaire se subdivise en 4 groupes de 

bronches secondaires dénommées en fonction de leur trajet : médiodorsales, médioventrales, 
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latérodorsales et latéroventrales (figure 4). Elles se divisent en une multitude de petits conduits 

parallèles, les parabronches paléopulmonaires, lesquelles présentent des invaginations, les atria qui 

mènent à un labyrinthe de microscopiques capillaires aériens (8 à 13 μm de diamètre) qui se 

trouvent en étroite contiguïté avec de fins capillaires sanguins, l’ensemble constituant la surface 

d’échange gazeux (King et Molony, 1971 ; Scheid et Piiper, 1972 ; Evans, 1996). 

 

 

Figure 3. Anatomie de l’appareil respiratoire des oiseaux (adapté de Fedde, 1998). 
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Figure 4. (a) Image au microscope électronique à balayage d’une bronche primaire de poulet (section 

longitudinale) montrant les ouvertures les bronches secondaires médiodorsales (*). (b) Insert : Image 

au microscope électronique à balayage d’une ouverture vers les bronches secondaires médiodorsales 

(adapté de Reese et al., 2006). 

 

1.1.2. Physiologie 

 

La circulation unidirectionnelle de l’air dans les parabronches est assurée par la création de 

différences de pression à différents niveaux de l’appareil respiratoire (Brackenburry, 1987 ; 

McLelland et Molony, 1983 ; Scheid et Piiper, 1971). Pendant l’inspiration, sous l’action des muscles 

inspiratoires et en l’absence de diaphragme, le volume des sacs antérieurs et postérieurs s’accroît car 

le sternum s’avance en s’abaissant et les vertèbres se décalent crânialement d’où une diminution 

consécutive de pression. L’air rentre alors par les narines, traverse successivement les cavités 

nasales, puis les choanes et la fente palatine avant de se diriger vers la glotte. Il emprunte ensuite la 

trachée puis les deux bronches primaires au niveau de la syrinx. La majorité de l’air inspiré (figure 5) 

passe ensuite directement dans les sacs aériens postérieurs (thoracique caudaux et abdominaux). En 

parallèle, l’air que contenaient les poumons gagne les sacs aériens antérieurs (interclaviculaire, 

cervical et thoraciques craniaux).  

Au contraire, pendant l’expiration, les cavités thoracique et abdominale se contractent d’où une 

augmentation de la pression de l’air dans les sacs aériens. L’air est donc chassé des sacs postérieurs 

vers les poumons, puis il passe par les sacs antérieurs et est évacué par la bronche secondaire 

médioventrale puis par la bronche primaire et enfin par la trachée (Maina et Africa, 2000 ; Scheid et 

Piiper, 1989).  
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Il faut ainsi deux cycles respiratoires complets pour renouveler la totalité de l’air présent dans 

l’appareil respiratoire. Ce flux d’air unidirectionnel à l’inspiration comme à l’expiration, 

approvisionne constamment les poumons avec un air riche en dioxygène puisqu’il n’y a pas de 

mélange avec l’air vicié ce qui optimise l’efficacité des échanges gazeux (McLelland et Molony, 1983).  

 

 

 

 

Figure 5. Circulation de l’air dans l’appareil respiratoire des oiseaux pendant l’inspiration (a) et 

pendant l’expiration (b) : (1) Sac aérien interclaviculaire, (2) Sac aérien cervical, (3) Sacs aériens 

thoraciques cranial et caudal, (4) Sac aérien abdominal (adapté de Reese et al., 2006). 

 

1.1.3. Mécanismes de défense 

 

Le système respiratoire supérieur possède des mécanismes protecteurs contre l’inhalation des 

particules étrangères. La première barrière est constituée par la couche de mucus qui recouvre les 

cellules épithéliales ciliées de la muqueuse nasale. Les particules inhalées de gros diamètre (> 4 μm) 

peuvent s’y trouver piégées et sont ainsi redirigées vers le pharynx à la vitesse de 10 mm/min. Elles 

sont ensuite dégluties et éliminées dans les fientes (Hayter et Besch, 1974).  

La trachée, les bronches primaires et les racines des bronches secondaires sont également 

recouvertes de cellules épithéliales ciliées. Les cils vibratils semblent acheminer la couche de mucus 

en direction de la cavité orale.  

En revanche, contrairement aux mammifères, les oiseaux ne possèdent pas d’épiglotte qui limite 

l’entrée des particules dans l’appareil respiratoire inférieur. Ils sont également dépourvus de 

diaphragme, lequel s’avère particulièrement important lors de la mise en œuvre du réflexe de toux 

(Fedde, 1998). Enfin, le nombre de cellules ciliées constituant l’escalator mucociliaire est plus faible. 

Pour toutes ces raisons, les oiseaux évacuent moins efficacement les particules inhalées que les 

mammifères.  



 

 

24 Les oiseaux 

Le deuxième type de défense du système respiratoire contre les agents pathogènes est représenté 

par les défenses immunitaires qui comprennent trois principales composantes : les tissus lymphoïdes 

associés aux bronches appelés BALT (Bronchus-Associated Lymphoid Tissues), le système immunitaire 

interstitiel et le système phagocytaire.  

Les BALT font partie des tissus lymphoïdes associés aux muqueuses appelés MALT (Mucosa 

Associated Lymphoid Tissues), parmi lesquels on trouve aussi les tissus lymphoïdes associés au tube 

digestif (GALT, Gut Associated Lymphoid Tissues) et inclut aussi les tissus lymphoïdes salivaires, 

nasopharyngés et génito-urinaires. Les BALT sont des structures lymphoïdes organisées présentes 

dans la muqueuse des bronches (Bienenstock et al., 1973 ; Kaiser, 2010). Ces agrégats lymphoïdes 

sont très similaires aux plaques de Peyer et aux tissus lymphoïdes associés au tractus digestif appelés 

GALT (Gut-Associated Lymphoid Tissues). Les structures BALT du poulet et de la dinde sont localisées 

à la jonction des bronches primaires et secondaires (Fagerland et Arp, 1993b ; Van Alstine et Arp, 

1988) ainsi qu’au niveau des ostia, zones de jonction avec les sacs aériens. La proportion comme la 

localisation des différents types cellulaires présents peuvent varier en fonction du degré de maturité 

du tissu et de son niveau de stimulation par l’environnement. Chez les poussins âgés d’un jour, il y a 

peu ou pas de lymphocytes présents dans les bronches (Fagerland et Arp, 1993a, 1993b). Durant les 

premières semaines de vie, les leucocytes CD45+ commencent à migrer vers les bronches primaires 

(Jeurissen et al., 1989) et de petits infiltrats lymphocytaires sont observés au niveau de l’ouverture 

des bronches secondaires. Dans les 3 à 4 semaines suivantes, les nodules lymphoïdes se développent 

à ces endroits et des plasmocytes produisant des IgA, IgG et IgM sont aussi détectés à l’instar des 

lymphocytes T CD4+ et CD8+ (Fagerland et Arp, 1993a). Les BALT matures sont composés d’agrégats 

de lymphocytes recouverts par une couche de cellules épithéliales (Fagerland et Arp, 1993b). Le 

développement des BALT est similaire chez des animaux EOPS (Exempts d’Organismes Pathogènes 

Spécifiés) et chez des animaux conventionnels. 

En complément des BALT, une infiltration diffuse de leucocytes, hétérophiles et lymphocytes dans les 

tissus interstitiels des poumons est observée laquelle constitue le système immunitaire interstitiel 

(Jeurissen et al, 1989).  

Le dernier volet des défenses immunitaires du système respiratoire est représenté par les cellules 

phagocytaires présentes dans les poumons. Chez les mammifères, les macrophages résidents dans 

les alvéoles pulmonaires constituent une importante ligne de défense de la surface d’échange 

gazeux. Peu de données sont disponibles quant à l’existence de cellules équivalentes chez les 

oiseaux. Dans la littérature, ces cellules sont identifiées comme « macrophages » ou « phagocytes 

respiratoires aviaires » (ARP, Avian Respiratory Macrophages or Phagocytes) ou encore comme 

« macrophages respiratoires aviaires libres » (FARM, Free Avian Respiratory Macrophages). Des 

cellules phagocytaires sont également présentes dans les sacs aériens. Cependant, ces cellules n’y 
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sont pas présentes en grand nombre et la majeure partie des défenses cellulaires est assurée par le 

système immunitaire interstitiel représenté en majorité par les hétérophiles (cellules polynucléaires 

équivalent des neutrophiles des mammifères) et par un petit nombre de lymphocytes (Crespo et al., 

1998). Un afflux de macrophages dans les parabronches peut être provoqué par l’injection de 

substances étrangères (LPS, glucane, adjuvant Incomplet de Freund) (Toth et al., 1987).  

On constate donc qu’il existe plusieurs systèmes de prise en charge des particules étrangères au 

niveau de l’appareil respiratoire. Cependant, en dépit de ces différentes lignes de défense et du fait 

de la configuration anatomique de leur appareil respiratoire supérieur, les oiseaux semblent inhaler 

plus de particules en suspension dans l’air environnant que les mammifères tout en étant moins 

aptes à les éliminer. Cela induit une plus grande sensibilité aux agents pathogènes à tropisme 

respiratoire. 

 

 

1.2. Tractus digestif des oiseaux 

 

 

L’anatomie et la physiologie du tractus digestif varient considérablement en fonction du régime 

alimentaire des oiseaux. Nous ne présenterons ici que les particularités spécifiques des granivores.  

 

1.2.1. Anatomie 

 

Le système digestif est relativement court et de faible volume (figure 6). En conséquence, la prise 

alimentaire se caractérise par l’ingestion fréquente de petites quantités d’aliments associée à une 

digestion rapide et efficace. Le temps de transit peut varier selon les espèces de quelques minutes à 

plusieurs heures. La quantité d’excréments s’avère minime compte tenu de la quantité d’aliments 

ingérés (Hill, 1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 

 

1.2.1.1. Œsophage 

 

L’œsophage, situé du côté droit du cou, est fin et présente des replis longitudinaux qui le rendent 

plus extensible que celui des mammifères. Il est recouvert par un épithélium squameux stratifié 

associé à des glandes muqueuses dont les sécrétions favorisent la progression des aliments (Hill, 

1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 
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1.2.1.2. Jabot 

 

Le jabot correspond à une dilatation en cul-de-sac de l’œsophage localisée à la base du cou. Il a la 

même structure épithéliale que l’œsophage et permet de stocker la nourriture lorsque l’estomac est 

plein et aussi de poursuivre la prédigestion chimique débutée sous l’action de l’amylase salivaire 

(Hill, 1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). Particulièrement 

développé chez les Galliformes et les Columbiformes, le jabot est rudimentaire chez d’autres oiseaux 

comme les oies et les canards. 

 

1.2.1.3. Proventricule 

 

Le proventricule est la portion glandulaire de l’estomac. Sa fonction principale est la production de 

sucs gastriques ainsi que l’acheminement de l’aliment vers le gésier. Les glandes spécialisées, 

régulées par des facteurs hormonaux et neurologiques y sécrètent un mélange composé d'enzymes 

digestives, d'acide chlorhydrique et de mucus. L'acide chlorhydrique active les enzymes digestives 

(pepsinogénases) et le mucus protège la paroi du proventricule contre l’action de l'acide 

chlorhydrique (Hill, 1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 

 

1.2.1.4. Ventricule 

 

Le ventricule ou gésier est un organe à parois épaisses. Il est le site de la digestion protéique et du 

broyage mécanique de la nourriture. Chez les espèces granivores, il peut contenir des gravillons ou 

« grit » qui facilitent ce broyage (Hill, 1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; 

Duke, 1993).  

Le ventricule est relié à l’intestin grêle par le pylore. 

 

1.2.1.5. Intestin grêle 

 

L’intestin grêle est l'organe principal de la digestion et de l'absorption des aliments. Court et très 

torsadé chez les granivores, il est divisé en trois sections : le duodénum, le jéjunum et l'iléon.  

Sa muqueuse est structurée en villosités formant des digitations irriguées par de nombreux 

capillaires sanguins et lymphatiques, et entre lesquelles sont situées les cryptes intestinales. La 

surface est constituée d’un épithélium composé de cellules épithéliales, les entérocytes, dont le 

sommet est recouvert de prolongements cellulaires, les microvillosités, formant la bordure en 
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brosse. Il contient aussi des cellules à mucus et il repose sur un tissu conjonctif, la lamina propria, qui 

assure un rôle mécanique de soutien, nutritif et de défense. Cet épithélium intestinal assure 

l’absorption des nutriments et il synthétise des enzymes capables de décomposer les glucides 

complexes en sucres élémentaires et permettant la digestion des protéines (Hill, 1971 ; King et 

McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993).  

Il reçoit aussi la bile hépatique et le suc pancréatique. 

 

1.2.1.6. Gros intestin 

 

Le gros intestin, relativement court, se compose d’un côlon et d’un rectum. Il constitue le lieu 

d’absorption de nutriments, d'eau et d’électrolytes. Il héberge une microflore bactérienne qui 

permet la digestion d’une partie des aliments non digérés en amont et qui synthétise des vitamines K 

et B. Certaines espèces ont en plus des cæca pairs plus ou moins développés qui hébergent une flore 

cellulolytique notamment (figure 6) (Hill, 1971; McLelland, 1979 ; King et McLelland, 1984 ; Duke, 

1993 ; Evans, 1996).  

 

1.2.1.7. Pancréas 

 

La partie exocrine du pancréas synthétise le suc pancréatique, qui contient une solution tampon de 

bicarbonates, laquelle neutralise l’action des acides gastriques ainsi que plusieurs enzymes 

digestives. Ces enzymes décomposent les lipides, les protéines, et les glucides complexes dont 

l’amidon principalement. Les îlots de Langerhans qui composent la partie endocrine du pancréas 

produisent l'insuline et le glucagon qui contrôlent les concentrations de glucose dans le sang (Hill, 

1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 

 

1.2.1.8. Foie 

 

Le foie d'un oiseau est composé de deux lobes dont une des fonctions est la production de la bile. La 

bile est une solution aqueuse contenant des sels biliaires, des pigments dont la bilirubine -produit de 

la dégradation de l'hémoglobine, du cholestérol, des phospholipides et des électrolytes. Elle 

émulsionne les graisses en les décomposant physiquement en particules plus facilement digestibles 

par les enzymes intestinales et pancréatiques. Cet organe détoxifie les substances toxiques pour 

l’organisme, dégrade certaines hormones et fabrique certaines substances essentielles pour 
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l'organisme (cholestérol, protéines du sang, protéines de la coagulation et lipoprotéines) (Hill, 1971 ; 

King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993).  

 

1.2.1.9. Vésicule biliaire 

 

La vésicule biliaire est le lieu de stockage de la bile. Elle est reliée au duodénum par le canal cystique. 

La bile est concentrée par déshydratation et est libérée dans le duodénum lorsque les graisses 

stimulent une réponse hormonale. Certaines espèces aviaires (pigeon, autruche, etc.) en sont 

dépourvues (Hill, 1971 ; King et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 

 

1.2.1.10. Cloaque 

 

Il est divisé en trois parties : le coprodaeum (qui collecte la partie fécale des fientes d’origine 

intestinale), l'urodaeum (qui reçoit l'urine et les urates des reins par l'intermédiaire des uretères ainsi 

que le sperme et les œufs du tractus génital) et le proctodaeum (stocke temporairement et expulse 

les fientes). L’anus est doté d’un sphincter musculaire qui en contrôle la fermeture (Hill, 1971 ; King 

et McLelland, 1984 ; Evans, 1996 ; McLelland, 1979 ; Duke, 1993). 
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Figure 6. Tube digestif d’un poulet (adapté de Guérin, 2010). 
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1.2.2. Physiologie 

 

Lors de la déglutition, le bol alimentaire est lubrifié par la salive riche en mucus, ce qui facilite son 

passage vers l'œsophage. Les contractions péristaltiques des muscles œsophagiens permettent 

ensuite sa progression vers le jabot chez les oiseaux qui en sont dotés. Là, il reste en attente et se 

ramollit avant de gagner l'estomac. Les Psittacidés par exemple utilisent cette nourriture ramollie 

pour la régurgiter à leurs jeunes, alors que les Columbidés produisent un "lait de jabot" destiné à 

alimenter les oisillons durant leurs premiers jours de vie. 

Dans l’estomac glandulaire, ou proventricule, débute la digestion sous l’effet des sucs gastriques. 

C'est le début de la digestion chimique des protéines.  

Le bol alimentaire rejoint ensuite le second estomac ou ventricule. Le gésier sert de filtre en séparant 

les éléments non digestibles pendant que les parties digestibles sont dirigées par des contractions 

musculaires vers l’intestin. Le ventricule exerce une action mécanique puissante sur les aliments 

ingérés permettant leur fragmentation et promouvant ainsi l’action des sucs gastriques. Les aliments 

peuvent circuler si nécessaire dans les deux sens, du proventricule au ventricule et vice-versa pour 

une meilleure dégradation de la nourriture. 

Des petites quantités de nourriture franchissent ensuite le pylore et entrent dans l’intestin grêle. Le 

duodénum reçoit la bile et le suc pancréatique et l’aliment passe par le reste de l’intestin grêle où est 

absorbée la majeure partie des nutriments simples issus de la digestion. 

Les nutriments restants sont ensuite absorbés par les capillaires sanguins au niveau du gros intestin 

et des cæca (dans les espèces où ils existent), et transportés vers le foie. 

Le foie métabolise presque tous les nutriments. Il absorbe les acides aminés, les acides gras et le 

glucose, prélevant ce dont ses cellules ont besoin, stockant l'excédent et mobilisant ses réserves dans 

le circuit pour les autres cellules du corps. Il joue également un rôle dans le contrôle de la glycémie. 

Le glucose est en effet stocké sous forme de glycogène hépatique. Quand sa concentration sanguine 

diminue, le glycogène est hydrolysé pour libérer du glucose. La néoglucogenèse permet à l’organisme 

de synthétiser du glucose à partir des protéines ou des lipides lorsque les réserves de glycogène sont 

épuisées. 

La fraction non digestible des aliments est acheminée vers le cloaque, puis évacuée. 
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1.2.3. Mécanismes de défense 

 

Chez les oiseaux comme chez les mammifères, il existe un système immunitaire propre au tractus 

digestif composé de plusieurs effecteurs, appelé système immunitaire commun des muqueuses 

(Lillehoj et Trout, 1996).  

Ce système est fait d’effecteurs tissulaires comme les GALT (Gut Associated Lymphoid Tissues). Ces 

tissus effecteurs sont principalement constitués de cellules T, majoritairement mémoires et 

effectrices, mais ils contiennent aussi un grand nombre de lymphocytes B et de plasmocytes, 

principalement de l’isotype IgA (Lillehoj et Trout, 1996). 

Le système immunitaire du tractus digestif comprend aussi des effecteurs cellulaires tels que les 

cellules présentatrices d’antigènes (macrophages, lymphocytes B) ainsi que des cellules 

immunorégulatrices et effectrices (lymphocytes B et T) homologues à celles du système immunitaire 

systémique. 

Des études ont montré que l’exposition de ces tissus lymphoïdes à des antigènes étrangers entraîne 

une activation des lymphocytes T auxiliaires et des cellules B précurseurs d’IgA dans les GALT. Ces 

cellules migrent ensuite vers les sites effecteurs de la muqueuse comme la lamina propria de 

l’intestin afin d’induire une réponse IgA sécrétoire antigène-spécifique (Lillehoj et Trout, 1996).  

Le système immunitaire commun des muqueuses est donc constitué de deux parties séparées mais 

connectées, les sites inductifs de la muqueuse, incluant les GALT, localisés à l’endroit de la première 

détection des antigènes environnementaux et les sites effecteurs de la muqueuse, incluant la lamina 

propria de l’intestin.  

Un autre composant important du système immunitaire commun des muqueuses est le transport 

intra-épithélial des immunoglobulines sécrétoires du sang vers la muqueuse du tractus gastro-

intestinal. Ceci est la principale source d’anticorps circulants dans les intestins (Lillehoj et Trout, 

1996). 
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2. Les filières avicoles en France 

 

2.1. Organisation des filières 

 

Une filière est définie comme « un ensemble d’activités liées à la production, la transformation et la 

distribution d’un produit donné ». Les filières avicoles sont composées de plusieurs acteurs et 

l’organisation peut varier d’une filière à l’autre (ENITA, 2002).  

Au sein de ces filières on peut distinguer deux grandes parties : une partie élevage et une partie 

production. La partie élevage est organisée de façon pyramidale avec une suite d’activités 

spécialisées selon le type de produits terminaux. Cela commence avec les sélectionneurs qui vont 

être responsables du progrès génétique par la création historique de « races » puis de lignées 

spécialisées en fonction du produit terminal recherché, par exemple des volailles pour la production 

de viande ou d’œufs de consommation ou encore des canards prêts à gaver pour la production de 

foie gras. Ensuite, interviennent les multiplicateurs qui sont en charge de la diffusion du progrès 

génétique et de la multiplication des animaux fournis par les sélectionneurs. Des croisements entre 

lignées peuvent intervenir à cet étage. Il en est ainsi de l’obtention du canard mulard, utilisé dans la 

production de foie gras, qui est le croisement intergénérique d’un canard de Barbarie avec une cane 

commune. Les multiplicateurs produisent donc des œufs à couver (OAC) qui vont ensuite être 

envoyés en couvoirs (ENITA, 2002). Les couvoirs vont alors stocker ces œufs à couver, puis les mettre 

en incubation (dont la durée va varier selon l’espèce) et enfin les œufs incubés vont être transférés 

dans les éclosoirs pour leur éclosion. Les couvoirs vont donc produire des animaux de 1 jour qui 

seront envoyés dans les élevages de production, lesquels présentent des typologies très variées en 

fonction de l’espèce élevée, des produits terminaux et de l’adhésion éventuelle à un signe de qualité 

(figure 7). L’élevage peut s’effectuer en bâtiments sur caillebotis ou litière et être associé ou non 

avec un parcours extérieur. En général, les bâtiments sont remplis en une fois par un lot de poussins 

âgés d’un jour et vidés également le même jour. Cette conduite en bandes dite en « tout plein tout 

vide » permet d’avoir des lots d’animaux très homogènes et limite les risques sanitaires car les 

bâtiments sont systématiquement décontaminés entre deux bandes successives. Il existe une forte 

segmentation de la production de volailles en fonction des signes de qualité (certification de 

conformité des produits, labels, Appellation d’Origine Contrôlée, agriculture biologique, marques, 

etc.) qui détermine selon le cas des conditions plus ou moins bien définies dans le cadre de cahiers 

des charges des modalités d’élevage des oiseaux (matières premières alimentaires, surfaces allouées 

aux animaux, accès à des parcours extérieurs…). 
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En amont du maillon « élevage » au sens large, on retrouve les fournisseurs d’intrants matériels 

(alimentation, litières, traitements, bâtiments, etc.) et immatériels (conseillers divers, techniciens 

spécialisés, vétérinaires, banques etc.). 

 

 

 

Figure 7. Spécialisation et organisation du maillon « élevage » des filières avicoles. 

 

 

La deuxième grande partie des filières avicoles va de la production de produits terminaux (élevage de 

production) jusqu’à la distribution et la consommation. Les étapes successives de transformation et 

de commercialisation, des différentes filières avicoles varient en fonction des produits terminaux 

qu’ils génèrent ; nous ne présenterons ici que trois grands types de production : la production de 

volaille de chair (figure 8), la production d’œufs de consommation (figure 9) et la production de foie 

gras de canard (figure 10).  

 

2.1.1. Volailles de chair 

 

Dans le cas de la production de volailles de chair, l’élevage des animaux proprement dit comprend 

trois phases successives durant lesquelles les paramètres zootechniques tels que l’alimentation, la 

surface par animal ou l’accès à des parcours extérieurs peuvent varier. Le premier temps d’élevage, 

appelé démarrage, correspond à la période d’adaptation des animaux de 1 jour reçus du couvoir; elle 

nécessite une température ambiante élevée et un éclairement contrôlé ainsi que de nombreux accès 
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à l’alimentation et à l’eau. Durant le deuxième temps, appelée phase de croissance, la température 

ambiante et l’éclairement vont diminuer. L’alimentation fournie est plus riche et contribue à une 

forte croissance des oiseaux. La troisième et dernière phase avant abattage, est appelée phase de 

finition. Elle consiste en l’abaissement de la température ambiante ainsi que de la teneur 

énergétique des aliments (Guérin, www.avicampus.fr). Les durées de chacune de ces phases varient 

selon l’espèce aviaire (figure 8).  

 

 

 

 

Figure 8. Production de volailles de chair (adapté de ENITA, 2002). 
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2.1.2. Volailles de ponte 

 

La production d’œufs de consommation ne nécessitant que des femelles, un sexage des animaux de 

1 jour est effectué au couvoir. Ensuite, l’élevage de ces poulettes d’un jour se déroule 

schématiquement en trois étapes. La phase de démarrage des futures poules pondeuses ou 

poulettes est relativement semblable à celle des volailles de chair. La phase de croissance doit fournir 

un équilibre alimentaire permettant une croissance optimale de l’animal tout en évitant un 

développement trop important du système digestif (Guérin, www.avicampus.fr). Durant cette phase, 

la photopériode (durée d’éclairage) est augmentée progressivement afin de contrôler l’apparition de 

la maturité sexuelle chez les poules. La troisième et dernière phase est appelée phase de ponte. C’est 

durant cette période que les poules vont produire des œufs. Une fois la période de ponte terminée 

(environ à l’âge de 65 semaines chez la poule), les animaux sont réformés et envoyés à l’abattage 

(figure 9). Les œufs sont envoyés directement vers la distribution dans le cas d‘œufs de 

consommation, mais ils peuvent aussi être envoyés vers une casserie. Une casserie est une 

entreprise qui va fabriquer des ovoproduits à partir d’œuf de consommation. Ils sont obtenus à partir 

de l’œuf entier, de ses différents composants ou de leurs mélanges, après élimination de la coquille 

et des membranes, et sont destinés à la consommation humaine (Magdelaine, 2003, 2005). 

 

 

Figure 9. Production d’œufs de consommation et d’ovoproduits (adapté de ENITA, 2002). 
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2.1.3. Foie gras 

 

Pour la production de foie gras,  le canard représente la majorité de la production (98 %), le reste de 

la production étant représentée par l’oie (2 %). Dans le cadre de cette production, on retrouve un 

type d’élevage très semblable à celui de la volaille de chair avec la différence que seuls les canards 

mâles sont utilisés ce qui impose un sexage des animaux de 1 jour au couvoir. On retrouve les trois 

premières étapes : démarrage, croissance (avec accès à un parcours) et finition. Cependant, lors de la 

troisième étape, appelée aussi pré-gavage, un rationnement horaire et quantitatif de l’aliment est 

effectué afin de préparer les animaux au gavage. Le gavage correspond à un forçage alimentaire lié à 

l’ingestion contrôlée d’une ration hyperénergétique et hypoazotée, entrainant une stéatose 

hépatique réversible. Après cette période de gavage de 12 à 18 jours, les animaux sont envoyés à 

l’abattoir (Guérin, www.avicampus.fr) (figure 10). 

 

 

 

Figure 10. Description de la filière foie gras de canard (adapté de ENITA, 2002). 
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2.2. Filières en chiffres 

 

En 2009, la France compte plus de 21000 élevages de plus de 500 volailles toutes espèces 

confondues. La partie abattage de la filière comprend à elle seule près de 190 entreprises de plus de 

20 salariés et emploie près de 30000 salariés (Fédération des Industries Avicoles, www.fia.fr).   

 

2.2.1. Volailles de chair 

 

Avec près de 1,8 millions de tec (Tonnes Equivalent Carcasses) produites, la France est le plus gros 

producteur de volailles de chair en Europe (FranceAgriMer, 2010 ; Pendaries et al., 2010 ; ITAVI, 

2010 ; Magdelaine, 2003, 2005). Cette production est principalement représentée en volumes par le 

poulet (57 %) et la dinde (23 %) (figure 11). 

 

 

  

 

 

Figure 11. Production française de volaille de chair par espèce en 2009  

(modifié de FranceAgriMer, 2010). 
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La production de volailles de chair est concentrée géographiquement. Deux régions, la Bretagne et 

les Pays de la Loire totalisent près de 80 % de la production nationale (figure 12). 

 

 

 

Figure 12. Production de volaille de chair française par région Française en 2009  

(adapté de FranceAgriMer, 2010). 

 

 

 

En 2009, la France possède un niveau d’autosuffisance de 114 %, ce qui signifie que la production de 

volailles de chair est supérieure à la consommation soit, 1,8 et 1,6 millions de tec respectivement 

(FranceAgriMer, 2010) (figure 13).  

La volaille de chair en France est un marché de plus d’un milliard d’euros annuel, importations et 

exportations d’animaux vivants et de viandes confondues (figure 14).  
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Figure 13. Production et consommation de volaille de chair en France de 1988 à 2009  

(adapté de FranceAgriMer, 2010). 

  

 

Plus de 50 % des exportations françaises de volailles de chair en Europe ont lieu vers le Royaume-Uni, 

l’Allemagne et l’Espagne (figure 15) alors que près de 75 % des importations européennes 

proviennent des Pays-Bas, de la Belgique et du Royaume-Uni (figure 16). En dehors de l’Union 

européenne, le principal pays importateur de viande de volailles de chair française est l’Arabie 

Saoudite avec 102.900 tec en 2009. Les exportations françaises de volailles de chair représentent en 

2008 la valeur de 1,1 milliards d’euros alors que les importations ont été estimées à 713 millions 

d’euros (figure 14). 

La distribution de la viande de volailles est majoritairement réalisée par les grandes et moyennes 

surfaces  (62 %) loin devant la restauration (25 %) et les circuits spécialisés (figure 14).  
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Figure 14. Résumé en chiffres de la filière volailles de chair française en 2008 (FranceAgriMer, 2009). 
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Figure 15. Exportations de volailles de chair françaises dans l’Union européenne en 2009  

(adapté de FranceAgriMer, 2010). 

 

 

 

Figure 16. Importations par la France de volaille de chair provenant de l’Union européenne en 2009 

(adapté de FranceAgriMer, 2010). 
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2.2.2. Œufs de consommation 

 

En 2009, la production française d’œufs de consommation tous systèmes de production confondus 

se serait établie autour de 918300 Tonnes équivalentes Coquille (tecoq) ce qui correspond à 13,8 

milliards d’œufs. 

La consommation alimentaire d’œufs en 2009 serait d’environ 866 700 tecoq correspondant à une 

moyenne de 230 œufs moyens par habitant et de 13,1 milliards d’œufs au total (FranceAgriMer, 

2010 ; Pendaries et al., 2010). La France possède en 2009 un niveau d’autosuffisance de 105,9 %. 

Le marché des œufs en France (exportation et importations confondues) pèse plus de 250 millions 

d’euros en 2009, comprenant les œufs de consommation et les ovoproduits) (FranceAgriMer, 2010). 

Les exportations d’œufs en coquilles représentent plus de 26 000 tecoq dont près de 70 % sont 

destinées à la Belgique, aux Pays-Bas, à l’Allemagne et au Royaume-Uni (figure 17). Les importations 

sont estimées à 86 000 tecoq et 99 % proviennent de Belgique, des Pays-Bas et d’Espagne 

(FranceAgriMer, 2010). 

 

 

 

Figure 17. Exportations françaises d’œufs en coquilles en 2009 (en tecoq)  

(adapté de FranceAgriMer, 2010). 
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2.2.3. Foie gras 

 

La France réalise 74 % de la production mondiale de foie gras. En 2009, la production diminue par 

rapport à 2008 suite aux recommandations de modération émises par l’interprofession du foie gras 

pour soutenir les cours, pour arriver à 18.200 tec. Cette production correspond assez précisément 

avec la consommation établie de foie gras en 2009 (figure 18). La production de canard gras est 

dominé par le canard mulard qui représente près de 98 % de la production (FranceAgriMer, 2010 ; 

Pendaries et al., 2010). 

 

Figure 18. Production et consommation de foie gras en France de 2001 à 2009 

(FranceAgriMer, 2010). 

 

Le marché du foie gras en France représente 150 millions d’euros en 2009 (Tableau 2).  

 

Tableau 2. Résumé du marché français du foie gras en milliers d’euros (FranceAgriMer, 2010). 
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Près de 50 % des exportations françaises concernent l’Espagne (36 %), la Belgique (7 %) et le 

Royaume-Uni (6 %). Les deux principaux pays importateurs hors Union européenne sont la Suisse 

(21 %) et le Japon (10 %) (figure 19). 

 

Figure 19. Bilan des exportations de foie gras français en 2009 (adapté de FranceAgriMer, 2010). 

 

Près de 90 % des importations françaises proviennent de Bulgarie (60 %) et de Hongrie (30 %). Le 

solde commercial est légèrement négatif en 2009 (Tableau 3). 

 

 

Tableau 3. Bilan des exportations et importations de foie gras en France en 2009 (en tonnes) 

(FranceAgriMer, 2010). 
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1. Les champignons du genre Aspergillus 

 

 

1.1. Historique 

 

 

C’est Michelli, qui en 1729, donne le nom d’Aspergillus aux moisissures qu’il observe au microscope : 

il leur trouve une ressemblance très marquée avec le goupillon (« aspergillus » en latin) dont on se 

servait à l’église.  

En 1809, Link nomme pour la première un champignon Aspergillus glaucus. L’ayant trouvé dans un 

herbarium, il en décrit les premières formes sexuées et les nomme Eurotium herbariorum. En 1872, 

Frésénius nomme pour la première fois Aspergillus fumigatus.  

L’histoire de ces microorganismes, est ensuite surtout définie au travers de la découverte des 

affections dont ils sont responsables chez l’homme et l’animal.  

En 1994, Pitt propose une nouvelle classification des Aspergillus, toujours en place à l’heure actuelle. 

En 2005, Nierman et al séquencent les huit chromosomes composant le génome d’Aspergillus 

fumigatus.  

En 2006, Balajee et al. montrent, grâce à une nouvelle méthode de typage moléculaire, qu’une 

identification strictement phénotypique peut conduire à des erreurs d’identification. Pour tenir 

compte des résultats de caractérisation moléculaire, un changement de classification est proposé 

avec la création de « sous-genres » appelés « sections ». 

Une des dernières découvertes d’importance concernant A. fumigatus, est la description de son 

mode de reproduction sexuée en 2009 (O’Gorman et al., 2009). 
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1.2. Systématique 

 

 

Les champignons du genre Aspergillus sont des moisissures, autrement dit des champignons 

microscopiques filamenteux, qui vivent en saprobiose dans de très nombreux écosystèmes. 

L’ensemble des filaments (ou hyphes) constitue le mycélium dont le développement habituel 

comprend une phase végétative avec croissance et nutrition, et presque simultanément, une phase 

de multiplication asexuée au cours de laquelle se forment des spores (ou conidies) qui assurent la 

dispersion. La germination des spores est à l’origine de la formation d’un nouveau mycélium. De plus, 

une multiplication sexuée (reproduction) est connue chez certaines espèces aspergillaires. 

Classiquement, les champignons sont regroupés, au sein des êtres vivants, dans un règne distinct, 

celui des Mycètes ou Fungi (Whittaker, 1969 ; Hibbett et al. 2007) caractérisé par des organismes 

eucaryotes à structure syncytiale, sans chloroplastes, avec présence de chitine dans la paroi et 

d’ergostérol dans la membrane plasmique, et pour la plupart dépourvus d’éléments mobiles. Les 

études récentes concernant la phylogénie moléculaire des eucaryotes aboutissent à diverses 

propositions de classification : par exemple la division des eucaryotes en six super-groupes 

[Amoebozoa, Archaeplastida, Chromalveolata, Excavata, Opisthokonta, Rhizaria] (Simpson et Roger 

2002, 2004 ; Adl et al, 2005) ou en deux clades primitifs bikontes et unikontes (Cavalier-Smith, 2002 ; 

Kim et Graham 2008) ; mais quels que soient les systèmes proposés et les discussions qu’ils suscitent, 

les champignons (Fungi) apparaissent comme un groupe proche de celui des animaux (Metazoa) 

partageant des racines communes au sein des Opisthokonta (Steenkamp et al 2006 ; Roger et 

Simpson 2009 ; Rogozin et al. 2009). 

Le mode de reproduction sexuée est l’un des critères de la classification des champignons. Ce critère, 

qui définit la forme téléomorphe du champignon, permet de reconnaître quatre groupes principaux : 

les Chytridiomycètes, les Zygomycètes, les Basidiomycètes et les Ascomycètes. Cependant, certains 

champignons sont le plus souvent, voire exclusivement, rencontrés à un stade de multiplication 

asexuée, dit anamorphe. Lorsque la reproduction n’est pas connue, ces organismes sont alors classés 

d’après le mode de production des spores asexuées (conidies) dans un groupe à part, celui des 

Deutéromycètes ou Fungi imperfecti. La plupart des moisissures qui prolifèrent dans les bâtiments 

d’élevage se retrouvent dans des circonstances de croissance favorisant uniquement le stade asexué. 

La réalité est en fait plus complexe comme le démontrent les analyses moléculaires ; par souci 

d’actualisation, on se réfèrera à la synthèse publiée par Hibbett et collaborateurs en 2007. 

Il apparaît donc que, au sein du règne des Fungi, les Aspergillus appartiennent à l’embranchement 

des Ascomycota qui regroupe des champignons à mycélium cloisonné (champignons septomycètes) 

présentant une reproduction sexuée avec formation d’asques contenant des ascospores. Les 
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champignons du genre Aspergillus sont inclus dans le sous-embranchement des Pezizomycotina, la 

classe des Eurotiomycetes, la sous-classe des Eurotiomycetidae, et l’ordre des Eurotiales qui est 

caractérisé par des asques contenus dans des ascocarpes de type cléistothèce ou plus rarement 

gymnothèce, et par une multiplication asexuée par phialides produisant des phialoconidies (Hibbett 

et al. 2007 ; Bennett, 2010).  

 

Le genre Aspergillus est caractérisé morphologiquement par la présence de filaments conidiophores 

renflés à leur sommet par une vésicule partiellement couverte de phialides fixées ou non à des 

métules, le tout formant une entité spécifique appelée « tête aspergillaire » (figure 20) (Chermette et 

Bussiéras, 1993). 

 

 

Figure 20. Représentation d’une tête aspergillaire (modifiée d’après De Hoog et al., 2000). 

 

 

Plus de 300 espèces appartenant au genre Aspergillus ont été décrites. Les critères d’identification 

sont principalement morphologiques. Cependant, l’application des outils de caractérisation 

moléculaire a montré que cette identification strictement phénotypique pouvait conduire à des 

erreurs d’identification et que certains regroupements d’espèces n’avaient pas de fondement 

(Balajee et al., 2006). Pour tenir compte des résultats de caractérisation moléculaire, des « sous-

genres » appelées « sections » ont été créés. Les sections regroupent toutes les espèces 
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morphologiquement semblables mais génétiquement différentes. Les moisissures du genre 

Aspergillus (et des genres correspondant aux téléomorphes) sont actuellement réparties dans 6 

sections principales : Usti, Flavi, Nigri, Circumdati, Clavati et Fumigati. La section Fumigati regroupe 

33 espèces (23 du genre Neosartorya et 10 du genre Aspergillus). Elle inclut Aspergillus fumigatus 

ainsi que Aspergillus lentulus, une espèce récemment identifiée grâce à l’analyse de séquences 

partielles des gènes de la ß-tubuline et de la calmoduline (Balajee et al., 2005). 

 

Parmi les espèces responsables d’aspergillose chez l’homme et chez les oiseaux, Aspergillus 

fumigatus est la plus communément rencontrée (Chute et al., 1956 ; Ghori et Edgar, 1973, 1979 ; 

Kunkle, 2003). Les espèces Aspergillus flavus et Aspergillus niger ainsi qu’Aspergillus nidulans et 

Aspergillus terreus sont incriminées comme agents pathogènes possibles mais dans une moindre 

mesure en zone tempérée (Jones et Orosz, 2000). 

 

 

1.3. Caractères macroscopiques et microscopiques 

 

Afin d’identifier une espèce d’Aspergillus, il convient dans un premier temps d’observer l’aspect 

macroscopique de la culture. Les caractères phénotypiques à apprécier sont la taille, la texture et la 

couleur des colonies. Les milieux de culture utilisés pour la diagnose sont le milieu Sabouraud et le 

milieu Malt. Par ailleurs, pour identifier précisément l’espèce, il est indispensable de faire une 

observation microscopique d’un fragment de mycélium et d’observer les critères morphologiques 

relatifs aux têtes aspergillaires et aux filaments conidiophores.  

Les colonies d’Aspergillus fumigatus sont extensives à croissance rapide (environ 4 cm en 7 jours à 

25-37 °C). Elles présentent un aspect en gazon blanc puis vert ou gris et enfin brun sombre avec un 

aspect de fumée, le dessous de la culture est de couleur foncée (Schmidt et Wolff, 1997) (figure 21).  

 

 



 

 

51 Les champignons du genre Aspergillus 

 

 

Figure 21. Aspect d’une colonie d’Aspergillus fumigatus sur milieu de Sabouraud  

(adapté de http://www.microbiologyatlas.kvl.dk/) 

 

Le conidiophore est court, lisse, incolore et se termine par une vésicule en forme de massue dont la 

taille varie entre 20 et 30 µm. Les phialides en forme de bouteille à col rétréci, parallèles, sont 

disposées directement sur la vésicule (absence de métules) et leur implantation est limitée à la partie 

supérieure de cette vésicule (disposition en colonne des chaînes de phialoconidies). Les conidies sont 

globuleuses, échinulées, de taille homogène (2,5 à 3 µm) et pigmentées en gris-vert à maturité 

(figure 22). 

 

Figure 22. Aspect microscopique de têtes aspergillaires d’Aspergillus fumigatus 

(adapté de Latgé et Steinbach, 2009). 
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Par ailleurs, la localisation des Aspergillus sur des coupes histologiques peut se faire à l’aide de 

colorations telles que les colorations à l’acide périodique Schiff (PAS) qui fait apparaître les éléments 

fongiques en rouge-rosé (figure 23), la coloration argentique de Gomori-Grocott qui colore les 

éléments fongiques en noir (figure 24). Les filaments aspergillaires, septés, ont un diamètre assez 

constant et présentent des ramifications dichotomiques régulières. Des têtes aspergillaires sont 

parfois observées dans certaines lésions. Des techniques d’immuno-histochimie sont également 

utilisables (figure 25) (Olias et al, 2010). 

 

 

Figure 23. Coloration à l’acide périodique Schiff (PAS) d’une coupe histologique. Les filaments 

fongiques apparaissent en mauve (Service de Parasitologie ENVA). 

 

 

 

Figure 24. Coloration argentique d’une coupe histologique. Les filaments fongiques apparaissent en 

brun sombre (Service de Parasitologie ENVA). 
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Figure 25. Coloration de Fontana Masson couplée avec un marquage fluorescent des éléments 

fongiques par le Blankophor (Olias et al, 2010). 
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1.4. Cycle de développement 

 

Les champignons du genre Aspergillus vivent en saprobiose dans le sol, sur la matière organique en 

décomposition où ils jouent un rôle important dans le cycle du Carbone et de l’Azote organiques 

(Haines, 1995). Cependant les Aspergillus sont également capables d’exprimer un pouvoir pathogène 

et ont donc également un cycle de développement au sein d’organismes vivants. 

L’espèce A. fumigatus croît dans une large gamme de température (de 12 à 57°C avec un optimum 

situé autour de 38°C). Elle peut survivre à des températures atteignant 70°C et à des taux d'humidité 

relative variant entre 11 et 96 % (Pasanen et al, 1991).  

Dans l’environnement, les Aspergillus se multiplient presque exclusivement sur un mode asexué. 

Dans les conditions optimales de développement et de multiplication, les conidies germent (C) et le 

mycélium ainsi obtenu (D) se couvre de têtes aspergillaires (E) qui produisent des milliers de conidies 

microscopiques (B) (figure 26) (Adams, 1994 ; Adams et al., 1998).  

Les conidies sont libérées dans l’air. Leur caractère hydrophobe et leur faible diamètre (2,5 à 3 μm 

pour A. fumigatus) favorisent la dissémination aérienne des conidies (Latgé, 1999).  

Certaines espèces comme A. nidulans, A. fisherianus et A. fumigatus ont aussi un mode de 

reproduction sexuée avec formation d’asques et d’ascospores (Kunkle, 2003 ; O’Gorman et al, 2009). 

 

Figure 26. Cycle de développement des champignons du genre Aspergillus 

(adapté de Desoutter, 2008). 
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1.5. Facteurs de virulence 

 

Le développement des Aspergillus au sein d’un organisme vivant nécessite une capacité d’adaptation 

importante. Cette capacité est la clé de sa virulence, c’est-à-dire sa faculté à se multiplier dans 

l’organisme et à résister aux défenses de l’hôte.  

Plusieurs types de facteur de virulence ont été décrits chez A. fumigatus comme des adhésines, des 

toxines et certains pigments mais aussi toutes les enzymes du métabolisme permettant le 

développement du champignon au sein de l’hôte (Askew, 2008). 

Pour coloniser l’hôte, Aspergillus fumigatus doit être capable d’adhérer et de pénétrer le système 

respiratoire. Des adhésines et des hydrophobines localisées à la surface des conidies favorisent les 

interactions entre les protéines et/ou les cellules de l'hôte (Bromley et Donaldson, 1996 ; Bouchara 

et al., 1997 ; Madan et al., 1997 ; Upadhyay et al., 2009).  

Une fois que les conidies ont adhéré à la surface de l’épithélium respiratoire, le champignon doit 

résister aux défenses immunitaires. Les hydrophobines sont des molécules situées à la surface des 

conidies et qui leurs confèrent leur hydrophobicité. Des souches mutées au niveau de ces protéines 

ont un caractère invasif atténué (Thau et al., 1994 ; Parta et al., 1994). Ces protéines semblent 

empêcher la reconnaissance des conidies par le système immunitaire (Aimanianda et al., 2009). Par 

ailleurs les conidies d’A. fumigatus et d’A. flavus, mais pas celles d’autres espèces aspergillaires (A. 

nidulans, A. niger, A. oryzae), ont la capacité d’inhiber l’apoptose de cellules épithéliales respiratoires 

(Berkova et al., 2006 ; Féménia et al., 2009). L’espèce A. fumigatus peut synthétiser plusieurs 

mycotoxines, notamment la gliotoxine, molécule immunosuppressive et cytotoxique et le 

verruculogène qui provoque des modifications in vitro des cellules de l’épithélium respiratoire de 

l’homme (Khoufache et al., 2007). La gliotoxine inhibe la phagocytose par les macrophages et induit 

l’apoptose de ces mêmes cellules. Elle est aussi capable de bloquer l’activation des lymphocytes B et 

T et la production de lymphocytes CD8+ (Eichner et al., 1986 ; Mullbacher et al., 1985 ; Sutton et al., 

1994, 1996). 

Aspergillus fumigatus est capable de synthétiser un très grand nombre d’enzymes (Hogan et al., 

1996). On décrit la présence d’enzymes collagénolytiques ou élastinolytiques facilitant la colonisation 

du tissu pulmonaire (Monod et al., 2002 ; Rementeria et al., 2005), mais aussi celle de RNases 

capable de cliver les ribosomes de cellules eucaryotes et ainsi d’entrainer la mort de la cellule (Fando 

et al., 1985 ; Lamy et al., 1991 ; Ok et al, 2009). 

Le rôle inhibiteur de la phagocytose par des pigments des conidies (comme le dihydroxynaphthalène-

mélanine) a été démontré lors de plusieurs études (Jahn et al., 1997 ; Tsai et al., 1998). De ce fait, les 

souches dépigmentées sont moins virulentes que les souches possédant des conidies vertes.  
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La diversité génétique des souches circulant dans l’environnement est considérable et chacune de 

ces souches semble être capable de provoquer une aspergillose chez des hôtes qui peuvent être très 

différents (Duarte-Escalante et al., 2009). Cela démontre à l’évidence que la pathogénie des 

aspergilloses dépend non seulement de facteurs de virulence de l’agent pathogène mais aussi et 

surtout de l’état immunitaire de l’hôte. 

 

2. Les aspergilloses 

 

Les Aspergillus, et plus particulièrement Aspergillus fumigatus en zone tempérée, sont capables de se 

développer et d’exprimer un pouvoir pathogène chez beaucoup d’espèces animales comme les 

ruminants, les équidés, le chien, le chat, le porc, les lagomorphes, les rongeurs, les primates et 

certains mammifères marins (Jones et Orosz, 2000 ; Kunkle, 2003 ; Tell, 2005 ; Lepage et al., 2004 ; 

Meler, 2008). Cependant, les animaux les plus sensibles à l’aspergillose demeurent les oiseaux. Et les 

mêmes souches du champignon sont capables d’infecter des hôtes différents (Féménia et al., 2009). 

 

2.1. Historique 

 

2.1.1. Historique des aspergilloses chez l’homme  

 

Le premier cas répertorié d’infection fongique humaine est attribué à Bennett (1842). L’auteur décrit 

la présence de champignons dans les crachats, les cavernes et les masses tuberculeuses pulmonaires 

d’un patient. D’autres descriptions furent publiées à la même époque : Rayer en 1842 rapporte un 

cas de mycose se développant dans la plèvre d’un patient souffrant de pneumothorax. Remak trouve 

des fragments mycéliens dans les crachats de patients atteints d’une pneumopathie (1845). Dans 

toutes ces publications, la description du champignon demeure imprécise et il est impossible de 

savoir quelle espèce fongique est précisément en cause. 

Le premier cas de « pneumomycose », dans lequel la présence d’un Aspergillus est avérée, est dû à 

Sluyter et al. (1847). Les auteurs décrivent le cas d’une patiente chez qui une masse noire, 

adhérente, composée de filaments mycéliens a été trouvée dans une caverne pulmonaire. Sur 

quelques filaments émergeant de cette masse, les auteurs décrivent une quantité considérable de 

cellules ovales correspondant à des spores. Ils identifient une mucorale mais Virchow, analyse les 

échantillons de façon détaillée en 1856 et conclut qu’il s’agit d’une aspergillose. 
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La mise en évidence en 1928 par Louis-Pasteur Vallery-Radot d’anticorps précipitant dans le sérum 

de sujets présentant une aspergillose pulmonaire marque le début de la détection sérologique de 

cette affection. 

Dévé publie en 1938 (Levin, 1956) une observation de masse fongique qu’il appelle « mégamycétome 

intrabronchique ». Cette observation s’intègre dans le cadre des aspergillomes bronchiectasiants, 

entité décrite quelques années plus tard en 1951 par Monod, Pesle et Segretain (Monod et al, 1951). 

La forme invasive de l’aspergillose humaine fut reconnue en 1951 par Eshougues et la forme 

allergique est décrite en 1952 par Hinson et al. 

Ce n’est que 8 ans après la découverte de Monod et al, qu’ont été découverts par Pepys et al des 

anticorps précipitant anti-aspergillaires spécifiques (1959). Cette découverte sérologique permit de 

multiplier le nombre de cas dépistés y compris les formes cliniques latentes. A partir des années 

1960, la bibliographie sur les aspergilloses s’enrichit considérablement. 

En 1961, Drouhet démontre l’action de l’amphotéricine B sur les mycoses profondes permettant un 

traitement au long cours mais non dénué d’effets secondaires. 

L’incidence des aspergilloses invasives a été multipliée par 4 depuis les années 1990 (Steinbach et al., 

2003). Cette augmentation est le reflet de l’augmentation du nombre d’allogreffes de moelle osseuse 

et de l’intensification des chimiothérapies anti-leucémiques. Dans le cas de greffe, le risque 

d’infection est diminué grâce aux autogreffes (Fabry et al., 2000).  

 

2.1.2. Historique des aspergilloses aviaires 

 

Dans son livre intitulée « Etude sur l’aspergillose chez les animaux  et chez l’homme», soutenue en 

1890, le Dr Rénon dresse un historique précis des premiers cas d’aspergillose aviaire. Selon cet 

auteur, c’est en 1815 que, pour la première fois, Mayer décrit des moisissures dans les bronches, les 

sacs aériens et les poumons d’un geai (Garrulus glandarius). L’année suivante, le même type 

d’observation est rapporté par Jaeger chez un cygne tuberculé (Cygnus olor). Entre 1826 et 1841, 

plusieurs descriptions sont répertoriées chez des oiseaux ; Deslongchamps en 1841, détaille 

précisément le cas d’un canard eider (Somateria mollissima) qui succomba à une affection évoluant 

sur 6 mois : les bronches, les sacs aériens, les os du bassin et des membres supérieurs étaient 

tapissés d’une moisissure verte (sans doute A. fumigatus).  

Dans son Histoire naturelle des végétaux parasites, Robin (1853) rapporte une nouvelle observation 

chez un faisan de Colchide (Phasianus colchicus) mort apparemment d’une tuberculose mais dont 

l’examen détaillé des tubercules a montré qu’ils contenaient des filaments mycéliens d’une 

moisissure couvrant les sacs aériens : l’auteur conclut au développement d’un Aspergillus. 
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Frésénius (1872) identifie dans le poumon d’une outarde barbue (Otis tarda) un Aspergillus, auquel il 

donne pour la première fois le nom d’Aspergillus fumigatus. 

Une première description d’aspergillose des œufs en incubation est faite par Dareste en 1892. 

Cependant un travail plus complet sur le même sujet a été produit par Lucet dans un mémoire 

présenté à l’Académie nationale de Médecine en 1896. 

Depuis ces découvertes, l’aspergillose a été décrite chez de nombreuses espèces d’oiseaux. De 

nombreux protocoles thérapeutiques ont aussi été développés. 

 

 

2.2. Epidémiologie 

 

2.2.1. Epidémiologie descriptive 

 

L’aspergillose est une maladie non contagieuse qui touche aussi bien l’homme que les animaux 

vertébrés et invertébrés. 

Chez l’homme, l’aspergillose représente la deuxième cause de la maladie nosocomiale d’origine 

fongique après les candidoses. Chez les animaux, l’aspergillose est une maladie qui demeure peu 

fréquente chez les mammifères alors que chez les oiseaux, cette affection est reconnue comme une 

cause majeure de mortalité (Guillot et al., 2001).  

 

2.2.2. Epidémiologie analytique 

 

2.2.2.1. Sources 

 

Chez l’Homme, la survenue d’une aspergillose est avant tout le résultat d’une contamination de l’air 

et de l’environnement en général. En milieu hospitalier, on constate fréquemment une 

augmentation du nombre de cas d’aspergillose invasive à la suite de travaux de construction ou de 

rénovation à proximité (Bocquet et al., 1995 ; Vonberg et Gastmeier, 2006). D’autre part, 

l’installation de systèmes efficaces de conditionnement d’air permet de diminuer le nombre de cas 

d’aspergillose (Fabry et al., 2000). 

Aspergillus fumigatus est aussi abondant dans les substances végétales en décomposition (compost, 

terreau, plantes ornementales). Enfin, il existe un risque lié à certains aliments : les aromates (poivre 

surtout), le thé, les aliments lyophilisés, les fruits (notamment le kiwi) sont parfois couverts de 
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conidies aspergillaires et peuvent donc constituer une source de contamination pour le sujet 

immunodéprimé. 

 

Pour les oiseaux, plusieurs sources ont été décrites. Lors d’aspergillose de couvoir, les principales 

sources de contamination sont les locaux et les œufs eux-mêmes. Certains œufs arrivent contaminés 

au couvoir et si leur décontamination n’est pas totale, le champignon peut se développer à la surface 

et dans la chambre à air. Lorsque la coquille se brise, de nombreuses conidies sont dispersées dans 

l’air et sur les autres œufs (Sambyal et al., 1981 ; Hamet, 1990) (figure 27).  

 

 

Figure 27. Œufs contaminés par Aspergillus fumigatus (American Association of Avian Pathologists) 

 

Dans les bâtiments d’élevage, les sources de contamination sont la litière et l’alimentation. Jusqu’à 

4x106 conidies d’A. fumigatus par gramme de paille moisie ont pu être dénombrées dans des 

élevages de dindes présentant des signes cliniques d’aspergillose (Dyar et al., 1984 ; Pinello et al., 

1977 ; Lovett et al., 1971 ; Sauter et al., 1981 ; Fulleringer et al., 2006).  

La poussière est aussi une source importante. Une étude a montré qu’une diminution de la quantité 

de poussières et une amélioration de la ventilation des bâtiments d’élevage permettent de réduire 

de 75 % l'incidence de l’aspergillose aviaire (Bourgeois, 1991). 
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2.2.2.2. Modes de contamination 

 

La contamination est aérienne dans l’immense majorité des cas d’aspergillose humaine ou animale. 

Un homme inhale plusieurs centaines de conidies par jour ; la concentration moyenne dans l’air 

extérieur varie en effet de 2 à 10 conidies par m3 (Taylor, 2009 ; Morris, 2000).  

La contamination chez les oiseaux peut se faire selon différentes voies. Lors d’une aspergillose de 

couvoir, la contamination transcoquillière peut se produire si des conidies germent sur les œufs et 

des hyphes pénètrent par les pores de la coquille ou par d’éventuelles fissures (Kunkle, 2003). 

Dans les bâtiments d’élevage, les oiseaux peuvent se contaminer directement en inhalant ou en 

ingérant les conidies provenant d’une litière ou d’aliments contaminés. Il semble toutefois que le 

niveau de contamination des intrants doive être élevé pour provoquer une aspergillose clinique 

(Richard et al, 1981). 

 

2.2.2.3. Causes favorisantes 

 

Chez l’homme comme chez les oiseaux, la probabilité de contamination est étroitement liée au taux 

de contamination de l’air ambiant. Ainsi tout ce qui provoque une augmentation de la concentration 

de conidies peut favoriser l’apparition d’une aspergillose.  

Certains facteurs environnementaux tels que la chaleur et une forte humidité relative semblent jouer 

un rôle très important (Pasanen et al, 1991). Des conditions de chaleur humide vont favoriser le 

développement des moisissures alors qu’une chaleur sèche va faciliter la dispersion des conidies 

d’Aspergillus du fait de leur hydrophobicité et des courants d’air créés.  

Chez l’homme, A. fumigatus a longtemps été considéré comme un agent faiblement pathogène 

pouvant être responsable de simples pneumonies allergiques telles que la « maladie du poumon du 

fermier » ou d’asthme. Ces maladies se déclaraient chez des individus fortement exposés pendant un 

court laps de temps ou exposés de manière chronique à des conidies ou des antigènes aspergillaires 

(Latgé, 1999 ; Taylor, 2009). Cependant, dans le cas d’individus très sensibles à l’infection une très 

faible exposition peut être suffisante (Bocquet et al., 1995 ; Vonberg et Gastmeier, 2006). 

En élevage, la contamination aérienne augmente également lorsque les paramètres zootechniques 

sont mal contrôlés. Ainsi, les mauvaises conditions d’hygiène, les problèmes de distribution et de 

stockage de la nourriture, les défauts de ventilation,  une température ambiante excessive, des cages 

trop petites ou une densité trop élevée en oiseaux qui brassent air et litière contribuant ainsi à 

remettre en suspension les conidies sont autant de facteurs favorisants. 
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2.2.2.4. Sensibilité et réceptivité 

 

La réceptivité est la capacité d’un hôte à laisser un agent pathogène se développer en lui alors que la 

sensibilité correspond à la propension à exprimer cliniquement une maladie après contact avec le 

microorganisme en cause. 

Chez l’homme, l’inhalation de conidies est généralement sans effet car les éléments fongiques sont 

efficacement éliminés par les défenses immunitaires innées. Cependant, avec l’augmentation du 

nombre de patients immunodéprimés (greffes d’organes et de moelle osseuse, néoplasies à l’origine 

d’une neutropénie, traitements immunosuppresseurs, syndrome d’immunodéficience acquise), 

A. fumigatus est devenue l’espèce fongique la plus impliquée dans les maladies fongiques associées à 

l’immunodépression (Latgé, 1999 ; Cornet et al., 2002). 

En effet, l’aspergillose invasive survient lorsque la réponse inflammatoire non spécifique est altérée. 

La neutropénie (ou des anomalies fonctionnelles intéressant les neutrophiles et les macrophages) est 

un facteur de risque majeur d’aspergillose invasive. Le risque est maximal dans les cas 

d’agranulocytose prolongée, et particulièrement élevé au cours des neutropénies profondes (< 

500/mm3) et prolongées. Les patients sous corticothérapie prolongée et à forte dose (> 1 mg/kg/j de 

méthyl-prednisolone ou de prednisone pendant une à trois semaines) sont également à risque 

d’infection aspergillaire. Ces facteurs de risque sont donc particulièrement retrouvés au cours des 

hémopathies malignes, surtout en cas de greffes de moelle osseuse, des chimiothérapies anti-

cancéreuses, et des transplantations d’organes. Les patients infectés par le virus de 

l’immunodéficience humaine (VIH) peuvent aussi être atteints. Le pronostic de l’aspergillose invasive 

est très réservé, avec un taux de mortalité de 50 à 90 % (Baddley, 2010). 

La colonisation des voies aériennes supérieures (nez, sinus) et/ou inférieures, ainsi qu’un antécédent 

d’infection par Aspergillus sont des éléments prédictifs d’une aspergillose invasive lors d’un épisode 

ultérieur de neutropénie ou d’immunosuppression.  

Chez les oiseaux, le statut immunitaire joue aussi un rôle très important. Des tumeurs, des infections 

bactériennes ou de simples traumatismes des voies aériennes peuvent affaiblir les défenses 

immunitaires et conduire à une aspergillose. Cependant, indépendamment de ces modifications du 

statut immunitaire, il existe une réceptivité et une sensibilité particulière des oiseaux (Ghori et Edgar, 

1973) (Cf Chapitre « Les oiseaux et les filières avicoles en France »). Parmi les oiseaux sauvages et de 

compagnie, certaines familles sont plus fréquemment atteintes : les Accipitridés (aigles, buses), les 

Alcidés (guillemots, pingouins), les Anatidés (canards, cygnes, oies), les Psittacidés (perroquets, 

perruches), les Sphéniscidés (manchots), les Sturnidés (étourneaux, mainates) (Jones et Orosz, 2000).  
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Parmi les oiseaux d’élevages, il a été montré que la sensibilité peut varier au sein même d’une 

espèce, par exemple entre différentes lignées génétiques de poulets (Ghori et Edgar, 1979 ; Mazzola-

Rossi, 2007). Une telle différence de sensibilité entre plusieurs lignées de la même espèce a aussi été 

démontré chez la souris (Svirshchevskaya et al., 2009). 

 

 

2.3. Signes cliniques et lésions 

 

2.3.1. Chez l’homme 

 

Les aspergilloses se présentent sous différentes formes cliniques chez l’homme : de la simple 

manifestation allergique à l’aspergillose pulmonaire invasive qui demeure la principale et la plus 

grave des affections dues aux moisissures du genre Aspergillus en milieu hospitalier.  

 

2.3.1.1. Signes cliniques 

 

Les conidies d’Aspergillus sont considérées comme des allergènes pouvant être à l’origine de 

plusieurs types de manifestations allergiques. La première d’entre elles est l’aspergillose broncho-

pulmonaire allergique (ABPA) ou maladie de Hinson-Pepys. C’est la plus fréquente des atteintes 

aspergillaires allergiques. Classiquement diagnostiquée chez les patients ayant des antécédents 

d’asthme souvent atopique, elle est mise en évidence tout particulièrement chez les sujets atteints 

de mucoviscidose. Il s’agit d’une réponse immunitaire locale à une colonisation aspergillaire trachéo-

bronchique chronique (Greenberger et Patterson, 1987 ; Wardlaw et Geddes, 1992). 

Les autres manifestations allergiques provoquées par Aspergillus fumigatus sont l’asthme 

bronchique et l’alvéolite allergique extrinsèque ou maladie du poumon de fermier.  

L’aspergillome (ou aspergillose intra-cavitaire) est observé chez les sujets non immunodéprimés 

mais souffrant d’une affection pulmonaire sous-jacente. L’aspergillome est une masse arrondie 

pseudo-tumorale souvent unique constituée de filaments mycéliens réalisant une véritable « truffe » 

fongique. Elle se développe le plus souvent au sein d’une cavité pulmonaire ou pleurale préformée 

(cicatrice de caverne tuberculeuse ou d’abcès bactérien par exemple) ou d’une lésion pulmonaire 

nécrosée (cancer, connectivites, sarcoïdose, infarctus pulmonaire, histoplasmose, etc.). Le 

développement de cette affection est lent et la dissémination à distance est exceptionnelle. 
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Cependant, plusieurs complications peuvent survenir, notamment des hémoptysies récidivantes et 

parfois abondantes (Israel et al., 1982 ; Wollschlager et Khan, 1984 ; Latgé, 1999).  

Il existe une aspergillose semi-invasive, forme de transition entre l’aspergillome et l’aspergillose 

invasive des immunodéprimés, qui s’observe chez les sujets à immunité diminuée (terrain éthylique, 

diabète, traitement par corticoïdes ou immunosuppresseurs). 

L’aspergillose invasive est une infection aiguë, avec envahissement mycélien tissulaire et vasculaire. 

Une telle infection n’est possible que chez un patient dont les défenses immunitaires sont fortement 

altérées. Cette forme clinique demeure une cause majeure de décès dans les centres de traitement 

des leucémies et dans les unités de transplantations d’organes (Patel et Paya, 1997). L’aspergillose 

invasive touche 5 à 25 % des patients atteints de leucémie aiguë, 5 à 10 % des patients ayant subi 

une transplantation de moelle osseuse et 19 à 26 % des personnes ayant subi une transplantation 

cœur-poumons. L’aspergillose invasive est difficile à mettre en évidence surtout en début 

d’évolution. En effet, les symptômes sont peu spécifiques : hyperthermie, toux, douleur thoracique, 

perte de poids, dyspnée (Verweij et Meis, 2000).  

 

2.3.1.2. Lésions 

 

Lors d’aspergillose invasive, l’étape de colonisation est suivie d’une phase d’invasion. Cette agression 

se traduit d’abord par une nécrose de l’épithélium respiratoire et par une croissance de filaments 

mycéliens qui envahissent de proche en proche le parenchyme voisin. Inéluctablement, cette 

progression finit par gagner les vaisseaux adjacents et la lumière vasculaire. Ce tropisme vasculaire 

des filaments, obstruant les artères ou les artérioles, entraîne une thrombose responsable d’un 

infarctus localisé. La lésion se présente alors sous forme de nécrose ischémique entourée d’un liseré 

hémorragique (Caillot et al., 2001). Dans un second temps, cette nécrose ischémique peut se décoller 

en périphérie avec formation d’un séquestre. Une telle lésion permet une dissémination dans les 

voies aériennes contiguës, mais également une dissémination dans tout l’organisme par voie 

hématogène avec apparition secondaire d’embolies septiques au niveau de divers organes (os, peau, 

tissu nerveux, endocarde, foie…). 
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2.3.2. Chez les oiseaux 

 

Les aspergilloses sont des affections fréquentes et graves en élevage avicole. Elles demeurent une 

cause majeure de morbidité et de mortalité chez de nombreuses espèces d’oiseaux (Arca-Ruibal, 

2006 ; Kunkle, 2003).  

Les pertes économiques qui en découlent sont importantes notamment dans les élevages de dindes 

où l’aspergillose est rendue responsable de 5 à 10 % de la mortalité chez les oiseaux les plus jeunes 

(Richard et al., 1981). 

 

2.3.2.1. Signes cliniques 

 

Plusieurs types d’aspergillose aviaires peuvent être observés en fonction de l’âge des animaux.  

Lors d’aspergillose des œufs, en couvoir, on observe un développement fongique au niveau de la 

chambre à air et des membranes coquillères, plus rarement sur le vitellus et l’embryon (Kunkle, 

2003). Des plages brunes sont visibles lors du mirage de l’œuf. Il peut en découler une mortalité en 

coquille ou une aspergillose du jeune poussin appelée pneumonie des couveuses dès les premières 

heures de vie. Cette forme clinique se traduit généralement par une septicémie conduisant à la mort.  

La prévalence de l’aspergillose des œufs diminue dans les pays industrialisés du fait de la mise en 

place de méthodes efficaces de décontamination des locaux et des œufs et de l’élimination 

systématique des œufs endommagés ou morts (Janssen Animal Health, 2006).  

Une forme d’aspergillose aiguë survient surtout chez les jeunes animaux mais peut aussi être 

observée chez les adultes dans certaines conditions. Cette forme se traduit par une détresse 

respiratoire : dyspnée et efforts respiratoires accrus (bec entrouvert, bâillements, cou tendu, 

hochements de queue). Des signes généraux sont toujours associés : un abattement, une perte de 

poids, une anorexie, un état fébrile. Les oiseaux sont « en boule », ébouriffés, tête basse, et yeux clos 

(Pier et Richard, 1992 ; Kunkle et Rimler, 1996). Ils peuvent ne présenter qu’un seul de ces signes 

voire mourir brutalement sans signe précurseur. 

La mortalité est très élevée (70 à 90 % des effectifs) et rapide (24-48 heures) et le développement 

des survivants est hétérogène aboutissant généralement à des non-valeurs économiques (Kunkle et 

Rimler, 1996). Cette forme d’aspergillose, souvent d’aspect épizootique, a de graves conséquences 

économiques.  

Les oiseaux adultes présentent plutôt une forme chronique d’aspergillose. La maladie a alors une 

allure sporadique. Elle se développe suite à l’exposition à une source abondante de conidies 

aspergillaires chez des oiseaux dont le système immunitaire est déficient et qui ne peut donc pas 
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contenir l’infection (Richard et Thurston, 1983). Les principales manifestations cliniques sont des 

troubles respiratoires associés à un amaigrissement qui conduit à une saisie des carcasses à l’abattoir 

(Kunkle, 2003). En fin d’évolution, peuvent aussi apparaître des signes nerveux centraux : ataxie, 

torticolis, chute, opisthotonos, convulsions, etc. (Veen, 1973).  

En plus de ces formes principales de la maladie, il existe des formes localisées qui touchent les 

cavités nasales, la trachée ou la syrinx (Tsai et al., 1992). Des manifestations digestives (diarrhée 

blanchâtre, vomissement, stase du jabot, polyurie-polydipsie, ascite), des troubles nerveux 

(convulsions, état sub-comateux, paralysies) oculaires ou cutanés sont aussi possibles.  

 

2.3.2.2. Lésions 

 

Dans le cas d’une aspergillose aiguë naturelle, les lésions sont présentes au niveau du tractus 

respiratoire et plus particulièrement dans le tissu pulmonaire (Julian et Goryo, 1990 ; Richard et al., 

1984 ; Cacciuttolo et al., 2009). Parfois l’atteinte d’autres organes est observée comme par exemple 

le cerveau (Richard et Thurston, 1984). 

Lors d’aspergillose chronique, l’appareil respiratoire est presque toujours atteint, soit dans sa totalité 

soit partiellement. On observe très souvent une pneumonie et une aérosacculite surtout des sacs 

aériens thoraciques postérieurs et abdominaux.  

L’aspect des lésions est quasiment le même quel que soit l’organe atteint. Il s’agit de granulomes ou 

de plaques fongiques de couleur blanc-crème, caséeux et friables, à centre parfois nécrotique et non 

encapsulé avec éventuellement un « gazon mycélien » verdâtre constitué d’un enchevêtrement 

d’hyphes ayant sporulé (figure 28 et 29) (Cacciuttolo et al., 2009).  

Lorsque les muqueuses sont atteintes, on observe un épaississement inflammatoire associé à un 

exsudat séro-fibrineux verdâtre (Bauck et al., 1997 ; Cacciuttolo et al., 2009).  

Les lésions les plus fréquentes, définies lors d’une étude sur 45 oiseaux présentant une aspergillose 

spontanée, sont par ordre décroissant : une pneumonie granulomateuse (66 %), une aérosacculite 

(53 %), une bronchopneumonie (37 %), des lésions trachéobronchiques (20 %), une nécrose aiguë et 

une thrombose (17 %) (Bauck et al., 1997).  

Des formes plus rares peuvent se traduire par une conjonctivite, une kératite, une uvéite, une 

ostéomyélite, une dermatite ou une omphalite. 

L’examen microscopique des granulomes montre en général un centre nécrotique entouré par des 

macrophages, des granulocytes hétérophiles et des cellules géantes multinucléées. Lorsque les lames 

sont colorées avec des colorations spéciales, on observe la présence d’hyphes et parfois de conidies 

dans la partie centrale des granulomes hétérophiliques. Ces éléments fongiques sont plus ou moins 
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dégradés en fonction du stade de développement de l’infection (Kunkle, 2003 ; Cacciuttolo et al., 

2009, Féménia et al., 2007).  

 
 

 
 

Figure 28. Nodules observés à la surface des sacs aériens chez un jeune coq atteint d’aspergillose 

(adapté de Cacciuttolo et al., 2009). 

 

 

 

Figure 29. Multiples nodules caséeux dans le tissu pulmonaire d’un canard atteint d’aspergillose 

(UMR BIPAR). 
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2.4. Diagnostic  

 

Le diagnostic d’aspergillose est établi à partir d’un faisceau de preuves s’appuyant sur plusieurs 

méthodes. 

 

2.4.1. Diagnostic clinique et épidémiologique 

 

Chez l’homme, l’aspergillose se présente le plus souvent comme une pneumopathie aiguë 

infectieuse, résistante à une polyantibiothérapie de large spectre. Il peut parfois s’agir d’une 

hyperthermie isolée supérieure à 38°C, d’une toux sèche, d’une dyspnée au repos ou de douleurs 

thoraciques localisées ou diffuses. 

Chez les sujets immunodéprimés, et en particulier chez les sujets transplantés hépatiques, les signes 

cliniques peuvent être totalement absents. Ainsi, chez un malade présentant des facteurs de risque, 

la simple suspicion que représente la fièvre résistante au traitement antibiotique doit faire évoquer 

le diagnostic d’infection fongique, notamment d’aspergillose (Bal et Gould, 2007 ; Sipsas et al., 2005). 

Chez les oiseaux, les formes cliniques d’aspergillose sont très variées et le recours aux examens 

complémentaires est indispensable. Pour établir une suspicion, il est nécessaire de s’intéresser à 

l’environnement et de rechercher d’éventuelles causes favorisantes. Ainsi, une mauvaise hygiène de 

la cage ou des locaux, une ventilation inefficace, une alimentation inadaptée ou carencée sont autant 

de facteurs propices au développement d’une aspergillose aviaire. De même, certaines espèces 

aviaires sont plus sensibles à cette mycose. L’historique de l’animal fournit également des indications 

importantes. Dans le cas d’oiseaux domestiques, il est bon de connaître la provenance de l’animal et, 

dans le cas d’oiseaux sauvages, les conditions de capture et de détention. Il faut systématiquement 

prendre connaissance de l’état de santé de l’oiseau et des traitements en cours. Ainsi un oiseau dont 

l’état général se détériore malgré la mise en place d’une antibiothérapie peut être suspecté 

d’aspergillose. 

 

 

2.4.2. Signes radiologiques et résultats de l’examen endoscopique 

 

Chez l’homme, au début de l’infection ou lors d’atteintes aspergillaires aiguës purement localisées 

sur la paroi de l’arbre trachéo-bronchique, le cliché thoracique peut être normal dans 25 % des cas 

(Kuhlman et al., 1985). Sinon, les clichés thoraciques peuvent mettre en évidence des opacités 



 

 

68 Les aspergilloses 

diffuses, d’emblée de mauvais pronostic, prenant l’aspect de broncho-pneumonies péri-hilaires, 

d’infiltrats alvéolaires multiples, de macro ou micro-nodules pulmonaires avec infarctus multiples, 

avec présence d’éventuels épanchements pleuraux (Ruhnke et al., 2003 ; Segal et Walsh, 2006 ; 

Sherif et Segal, 2010). 

Chez les oiseaux de volières ou de parc zoologique, l’examen radiologique peut être utile. Il est 

recommandé d’effectuer systématiquement deux clichés de la cavité cœlomique (incidences ventro-

dorsale et latéro-latérale). Les signes radiographiques lors d’aspergillose sont : une perte de 

définition du contour des sacs aériens ainsi qu’une asymétrie de ceux-ci, des opacités focales au 

niveau de l’appareil respiratoire (sacs aériens, poumons, syrinx, trachée…), une augmentation de 

l’épaisseur des sacs aériens, une ascite, une hépatomégalie, une néphromégalie. 

Chez les oiseaux, l’endoscopie est très utile puisque cet examen fournit un accès visuel direct aux 

sacs aériens et à une partie des poumons. Lors de la recherche de lésions aspergillaires, il faut 

examiner grâce à un endoscope rigide les sacs aériens thoraciques et abdominaux gauches et droits 

ce qui implique de pratiquer une voie d’abord sur chaque flanc. De même, on inspecte la trachée, la 

syrinx et le départ des bronches primaires à l’aide d’un endoscope rigide que l’on introduit par la 

glotte. L’endoscopie présente l’avantage de pouvoir poser un diagnostic de certitude si des lésions 

typiques d’aspergillose sont visualisées. Des biopsies de ces lésions ainsi que des organes accessibles 

peuvent être réalisées et il est possible de réaliser cet examen en cours de traitement pour juger de 

son efficacité et de l’évolution de la maladie (Branson et al., 1994). 

 

2.4.3. Mise en évidence des éléments fongiques par examen direct et culture 

 

En raison du caractère ubiquitaire des Aspergillus, la mise en évidence du champignon au laboratoire 

à partir d’un prélèvement réalisé au niveau d’un site non stérile ne suffit pas pour poser un 

diagnostic d’aspergillose. Il peut s’agir dans ce cas d’une colonisation de l’arbre respiratoire ou d’une 

contamination aérienne, soit au moment du prélèvement, soit lors de sa manipulation au 

laboratoire. La présence du champignon doit donc être interprétée en fonction de la nature du 

prélèvement et des éléments fongiques observés, mais également en fonction du contexte clinique, 

radiologique (ou endoscopique) et biologique. Les techniques mycologiques comprennent toujours 

au moins un examen microscopique direct des prélèvements et une mise en culture (Horvath et 

Dummer, 1996).  

L’examen direct est réalisé à l’état frais ou après coloration.  
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Le milieu de culture le plus utilisé est le milieu de Sabouraud auquel sont ajoutés certains 

antibiotiques (chloramphénicol (50 mg/l) ou gentamicine (1 mg/l)) dans le but de limiter le 

développement des bactéries présentes au sein de prélèvements issus de sites non stériles. Dans 

certains cas, la culture peut rester négative malgré un examen direct positif notamment chez les 

patients ou des animaux déjà traités.  

 

2.4.4. Examen histologique 

 

La coloration H.E.S. (Hémalun Eosine Safran) peut être utilisées, mais d’autres colorations plus 

spécifiques ont une bien meilleure sensibilité dont la coloration de Gomori-Grocott, la coloration PAS 

(acide périodique Schiff) ou des immuno-marquages. La coloration de Gomori-Grocott présente une 

grande sensibilité, et la coloration PAS permet de visualiser le contenu cellulaire et l’architecture 

tissulaire d’un fragment biopsique ainsi que la réaction inflammatoire développée par l’hôte. Ces 

deux colorations sont donc complémentaires. La mise en évidence d’éléments fongiques dans les 

tissus permet d’affirmer la réalité d’une mycose et ainsi, de conforter la validité des résultats des 

cultures mycologiques (par exemple en éliminant l’hypothèse d’une contamination des cultures au 

laboratoire) ; cependant, elle ne permet généralement pas de distinguer les Aspergillus d’autres 

champignons filamenteux septés, ni de séparer les espèces aspergillaires. 

 

2.4.5. Sérologie 

 

Pour la détection des anticorps anti-Aspergillus, plusieurs techniques sont actuellement disponibles : 

hémagglutination indirecte, immunoprécipitation en milieu gélosé, immunoprécipitation sur bande 

d’acétate de cellulose, ELISA, immunofluorescence indirecte, fixation du complément. Chez l’homme, 

leur spécificité est correcte. En revanche, leur sensibilité est décevante probablement en raison 

d’une faible production d’anticorps liée à l’immunodépression des patients (De Repentigny, 1989). En 

plus d’être peu sensible dans cette population, la sérologie ne donne habituellement un résultat 

positif qu’une fois le diagnostic d’aspergillose invasive posé. Les techniques de référence sont 

l’immunoélectrophorèse et l’immunodiffusion double de Ouchterlony mais leur réalisation est 

longue. L’électrosynérèse présente une meilleure sensibilité et est plus rapide (un jour) mais peut 

parfois donner lieu à des difficultés de lecture quand les arcs de précipitation sont de faible intensité. 

La plupart de ces tests ont été utilisés pour détecter précocement l’aspergillose chez les oiseaux 

(Peden et Rhoades, 1992). Dans le cas d’une aspergillose aiguë, la production d’anticorps se fait 
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entre 10 et 14 jours après l’exposition aux antigènes (Cray et al., 2009, Brown et Redig, 1994). 

Cependant, à l’instar des patients humains, les animaux immunodéprimés présentent de faibles 

titres en anticorps et peuvent être des faux-négatifs (Redig, 1994). 

Dans les services hospitaliers, la recherche d’anticorps est maintenant systématiquement remplacée 

par la recherche d’antigènes circulants. La majorité des antigènes aspergillaires sont des 

polysaccharides et des antigènes protéiques ou glycoprotéiques. Le galactomannane, principal 

constituant polysaccharidique de la paroi fongique des Aspergillus est aujourd’hui l’antigène le plus 

souvent recherché en routine dans le diagnostic de l’aspergillose invasive humaine (Aquino et al., 

2007). Chez les oiseaux, la détection d’antigènes circulants dans le sérum est également une 

alternative intéressante (Beernaert et al., 2010). Dans le cas d’une aspergillose chronique, le taux 

d’antigènes circulants peut être faible (Jones et Orosz, 2000). Cependant, un résultat négatif n’exclut 

pas totalement une aspergillose et un résultat positif doit être confirmé par d’autres examens (Peden 

et Rhoades, 1992 ; Brown et Redig, 1994 ; Redig, 1994 ; Le Loch et al., 2006 ; Arca-Ruibal et al., 2006 ; 

Cray et al., 2009). Le diagnostic définitif nécessite donc la démonstration de la présence du 

champignon dans les lésions (Beernaert et al., 2010).  

 

2.4.6. Diagnostic post-mortem 

 

Dans les élevages aviaires, il est souvent utile de sacrifier certains animaux pour détecter la présence 

de lésions évocatrices et réaliser des prélèvements profonds dans de bonnes conditions. Lors 

d’aspergillose, il existe généralement des lésions caractéristiques dans les sacs aériens et les 

poumons qui doivent toutefois être distinguées des lésions causées par une tuberculose, une 

histomonose ou une mycoplasmose. Cette distinction peut alors s’effectuer par examen 

microscopique direct d’un échantillon permettant la visualisation de filaments mycéliens ou de têtes 

aspergillaires ou après culture ou examen histologique d’une lésion. 
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2.5. Typage d’Aspergillus fumigatus 

 

Pour déterminer la diversité au sein de l’espèce A. fumigatus, plusieurs méthodes de typage 

moléculaire ont été définies (De Valk et al., 2008 ; Vanhee et al., 2010) et ce grâce la publication du 

génome complet du champignon (Nierman et al., 2005). 

 

2.5.1. Random amplified polymorphic DNA (RAPD) 

 

Dans une réaction PCR classique, les deux amorces utilisées s’hybrident au niveau des régions cibles 

du génome sous des conditions hautement stringentes. La RAPD est basée sur l’utilisation d’une 

seule amorce, de 8 à 20 paires de bases (pb), associée avec une température d’hybridation basse 

durant la PCR. Dans ces conditions réactionnelles, l’amorce peut s’hybrider à différents endroits du 

génome ; cette hybridation est dite aspécifique. En conséquence, un nombre assez aléatoire de 

fragments de différentes longueurs seront produits. Ces derniers sont ensuite séparés par 

électrophorèse sur gel d’agarose. Le nombre et la taille des amplicons obtenus déterminent le 

génotype particulier de l’isolat testé.  

Aufauvre-Brown et al. (1992) ont ainsi testé un total de 44 différentes amorces sur 3 isolats 

différents d’A. fumigatus. Une amorce développée par ces auteurs (R108) a été utilisée ensuite par 

lors de nombreuses autres études de typage d’A. fumigatus (Diaz-Guerra et al., 2000 ; Mellado et al., 

2000 ; Rath et al., 2002 ; Baddley et al., 2003 ; Raclavsky et al., 2006). 

 

2.5.2. Restriction Fragment Length Polymorphism (RFLP) sans hybridation 

 

Le traitement de l’ADN génomique d’un isolat d’Aspergillus par une enzyme de restriction 

reconnaissant une séquence de 6 pb génère plus de 10000 fragments d’ADN dont la taille moyenne 

est de 4000 pb. La grande majorité d’entre eux ne peuvent pas être distingués les uns des autres. En 

restreignant l’analyse aux fragments les plus grands (10 à 50 kb), des profils de bandes particuliers et 

donc discriminants peuvent être obtenus pour certains isolats. Ces différences de profils sont 

principalement dues à l’existence de délétions, mutations ou insertions dans la séquence de 

reconnaissance de l’enzyme de restriction ce qui va entrainer une modification de la taille des 

fragments générés.  

Denning et al. (1990) ont testé 30 enzymes de restriction différentes sur 31 isolats d’A. fumigatus. 

Les enzymes XhoI et SalI ont présenté le pouvoir discriminant le plus élevé. 
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2.5.3. RFLP avec hybridation 

 

La principale différence de la technique RFLP avec hybridation résulte dans l’étude ciblée d’une 

partie des fragments générés par digestion enzymatique. Les fragments séparés sur gel d’agarose 

après traitement enzymatique sont transférés sur une membrane de nylon par Southern Blot. Une 

partie des amplicons est ensuite révélée par hybridation avec une sonde marquée.   

Girardin et al. (1993) ont étudié les éléments multicopies du génome d’A. fumigatus et les ont testés 

avec l’enzyme de restriction EcoRI. La sonde appelée Afut1, possède les caractéristiques spécifiques 

d’un élément de type retro-transposon (Neuveglise et al., 1996) et a été utilisée dans plusieurs 

études (Lasker, 2002 ; Lin et al., 1995 ; Verweij et al., 1996). Les autres sondes utilisées sur cette 

espèce, également basée sur des éléments de type retro-transposon, sont Afut2 (Paris et Latgé, 

2001) et Af4A (Semighini et al., 2001). 

 

2.5.4. Amplified Fragment Length Polymorphism (AFLP) 

 

Cette technique est basée l’étude d’un profil multi-bandes obtenu après digestion de l’ADN, par une 

ou plusieurs enzymes de restriction, puis par amplification sélective. Les fragments d’ADN double 

brin digéré sont ligués à des adaptateurs puis amplifiés avec une PCR utilisant des amorces 

spécifiques des adaptateurs. On peut diminuer le nombre de bande généré en allongeant l’amorce 

avec un ou plusieurs nucléotides sélectifs. 

Warris et al. (2003) ont étudié une collection de 96 isolats cliniques et environnementaux 

d’A. fumigatus en utilisant les enzymes EcoRI et MseI avec 3 nucléotides sélectifs. Les différents 

isolats ont pu être distingués les uns des autres.  

 

2.5.5. Microsatellites ou Short Tandem Repeats (STR’s) 

 

Les microsatellites ou Short Tandem Repeats sont des petites séquences génomiques répétées, 

présentes en abondance sur le génome de la plupart des eucaryotes mais aussi des procaryotes 

(Adair et al., 2000 ; Lunel et al., 1998 ; Puers et al., 1993 ; Skowasch et al., 1992). On peut distinguer 

un isolat d’un autre en comparant le nombre de répétitions de ces microsatellites. Le principe 

consiste à amplifier, par PCR, les zones correspondantes de l’ADN puis de déterminer la taille du 

fragment sur une plateforme d’électrophorèse à haute résolution ou en séquençant directement la 

zone cible. On détermine alors le nombre de répétitions de la petite séquence. Pour obtenir un 
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typage exploitable, il est nécessaire de combiner l’étude de plusieurs marqueurs microsatellites afin 

d’obtenir un profil génétique de l’isolat qui soit le plus précis possible. Ces génotypes sont ensuite 

facilement comparables entre eux puisque traduits sous la forme d’une suite de chiffre représentant 

le nombre de répétions obtenus sur chacun des marqueurs. 

Bart-Delabesse et al. (1998) ont utilisé 4 marqueurs microsatellites pour séparer leurs isolats. Avec ce 

panel de marqueurs, on peut en théorie identifier jusqu’à 30000 génotypes différents. Plus 

récemment, un panel de 9 marqueurs microsatellites a permis d’améliorer le pouvoir discriminant de 

la méthode (De Valk et al., 2005). 

Cette technique est parfois dénommée Microsatellites Length Polymorphism (MLP, MSP) (Bart-

Delabesse et al., 1998, Bertout et al., 2001) ou encore Polymorphic Microsatellite Marker (Lasker, 

2002). Cette méthode a aussi été testée dans le cadre d’élevage aviaire (Lair-Fulleringer et al., 2003). 

 

2.5.6. Multilocus Sequence Typing (MLST) 

 

La technique MLST est basée sur la comparaison de séquences nucléotidiques de 400 à 500 pb d’une 

série de gènes de ménage, habituellement entre 6 et 10 (Taylor et Fisher, 2003). A chaque séquence 

unique est assigné un numéro d’allèle arbitraire. Chaque isolat est ensuite défini par un Type 

Séquence (ST) qui comprend tous les allèles identifiés pour chacun de  ses gènes. La comparaison 

entre les isolats est établie à partir des profils alléliques ainsi obtenus. Les données sont facilement 

échangeables. La MLST est utilisée en routine comme outil capable de typer des isolats provenant de 

différentes zones géographiques.  

Appliquée aux Aspergillus section fumigati, la méthode a contribué à la description d’une nouvelle 

espèce : Aspergillus lentulus (Balajee et al., 2005). 

Plus récemment, Bain et al. (2007) ont décrit un panel de 7 gènes utilisés pour typer 100 isolats 

cliniques et environnementaux d’A. fumigatus. Trente génotypes distincts ont ainsi été mis en 

évidence. 

 

2.5.7. Cell Surface Protein Typing (CSP Typing) 

 

Une nouvelle méthode de typage moléculaire basée sur l’étude de répétitions en tandem dans un 

gène codant une protéine de surface cellulaire a été développée (Balajee et al., 2007). Les répétitions 

n’étant pas exactement les mêmes d’un isolat à l’autre, un numéro d’allèles est attribué à chaque 
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séquence répétée unique. Le profil défini prend donc en compte à la fois le nombre de répétitions 

présentes ainsi que la séquence précise de ces répétitions grâce au numéro d’allèle.  

Une étude a été menée sur une collection de 55 isolats épidémiologiquement liés d’A. fumigatus, et 

a montré à la possibilité de regrouper les isolats par leur génotype en fonction des périodes 

d’isolement (Balajee et al., 2007). 
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Les bactéries de l’ordre des Chlamydiaceae 

 

1.1. Historique  

 

L’histoire des Chlamydiae est décrite à travers la découverte et l’étude de plusieurs maladies bien 

différentes. Ces bactéries étant responsables de plusieurs maladies aux symptômes et aux hôtes 

différents, il faudra attendre les années 60 pour que ces maladies soient reconnues comme étant 

dues à une seule et même bactérie. 

Les trois principales maladies induites par les Chlamydiae qui ont marquées l’Histoire sont le 

trachome, la lymphogranulomatose vénérienne (LGV) et la psittacose. Le trachome est une maladie 

humaine généralement définie comme une conjonctivite contagieuse allant parfois jusqu’à la cécité. 

Les documents archéologiques montrent que le trachome sévissait déjà chez les sumériens de la 

basse Mésopotamie et cela 50 siècles avant Jésus Christ. La LGV est une inflammation subaiguë 

atteignant l’appareil génital puis les ganglions lymphatiques inguinaux et fût décrite pour la première 

fois à la fin du 18ème siècle. La psittacose se caractérise, la plupart du temps, chez l’Homme comme 

chez l’animal, par une pneumonie. C’est suite à l’observation de pneumonies humaines en lien avec 

une affection atteignant des Psittacidés que la maladie a été nommée «psittacose », du mot latin 

psittacus qui veut dire perroquet. 

Une fois les maladies décrites, ce sont alors les agents responsables qui ont été étudiés et nommés. 

En 1907, Halberstädter et Von Prowasek mettent en évidence des inclusions basophiles 

intracytoplasmiques chez des patients atteints de trachome. Pensant qu’ils étaient en présence de 

protozoaires, ils les appelèrent «Chlamydozoon » du grec Khlamus qui signifie «manteau», du fait de 

la matrice bleue dont était apparemment entourée chaque particule.  

En 1934, Thygeson, un ophtalmologiste, attire l’attention sur les ressemblances entre le 

développement et la morphologie des inclusions observées dans les cas de trachome et les inclusions 

observées dans le cas de conjonctivite chez les Psittacidés. La mise au point d’une technique de 

fixation du complément renforce alors l’idée que ces agents et ceux de la lymphogranulomatose 

vénérienne sont reliés au sein d’un même groupe.  

En 1935, l’agent de la psittacose est cultivé sur membrane chorio-allantoïque d’œufs embryonnés de 

poule (Thygeson et al., 1962).  

En 1942, un rapprochement est établi entre les agents du trachome, de la psittacose et de la LGV par 

Rake et al. (Rake et Jones, 1942). En 1950, un agent similaire est également identifié, par l'équipe de 

Stamp, comme cause d'avortement chez les petits ruminants (Stamp, 1950).  
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En 1955, un comité d’experts du trachome de l’OMS propose la définition de « kératoconjonctivite 

spécifique transmissible, à évolution généralement chronique, causée par un agent actuellement 

classé comme Chlamydozoon trachomatis, caractérisée par la formation de follicules, une 

hyperplasie papillaire et un pannus cornéen et entrainant des lésions cicatricielles typiques ».  

La première proposition de réunir les agents responsables de ces maladies au sein d’un même 

groupe a été faite par Meyer en 1960. Il suggère alors le nom de Bedsiona pour tous les membres du 

groupe « Psittacosis-Lymphogranuloma venereum-Trachoma » (PLT) (Meyer, 1960). Le nom de 

Bedsiona provient de Sir Samuel Bedson, qui fut le premier à décrire le cycle de développement des 

agents de ce groupe (Bedson, 1930). 

En parallèle, les techniques pour cultiver ces agents évoluent, notamment grâce à Gordan et Quan 

qui décrivent, en 1965, une technique d'isolement de l'agent du trachome sur une lignée cellulaire 

continue adhérente en monocouche, les cellules McCoy (Gordon et Quan, 1965).  

Ces « organismes du groupe PLT », jusqu’ici considérés comme des virus à cause de leur petite taille 

et leur multiplication intracellulaire stricte, sont finalement établis comme étant des bactéries en 

1966, par Moulder. Il prouve alors, qu’elles possèdent plusieurs caractéristiques communes aux 

autres bactéries décrites alors. Elles contiennent de l'ADN et de I'ARN, se divisent par fission binaire, 

sont sensibles aux antibiotiques et leur enveloppe cellulaire ressemble à celle des autres bactéries à 

Gram négatif malgré l'absence de peptidoglycane (Moulder, 1966).  

Page propose alors que tous les organismes du groupe PLT soient rassemblés en un seul genre : le 

genre Chlamydia dérivé du nom Chlamydozoon donné en 1955 (Page, 1966). Cette proposition est 

acceptée par le comité de taxinomie de la Société Américaine de Microbiologie. A ce moment, sont 

décrites deux principales espèces au sein de ce genre, l’espèce Chlamydia trachomatis regroupant 

toutes les souches d’origines humaines et l’espèce Chlamydia psittaci pour les souches d’origine 

animale. 

La  classification des Chlamydiae va beaucoup évoluer dans les années 1990 avec l’introduction de 

nouvelles méthodes de typage. Des études portant sur la réassociation ADN/ADN et le séquençage 

de plusieurs gènes ont conduit à la proposition de deux nouvelles espèces en 1992 (Fukushi et Hirai, 

1992), Chlamydia pneumoniae et Chlamydia pecorum. 

Enfin, la dernière étape, qui a conduit à la taxonomie actuelle, a été possible grâce à l’analyse des 

séquences des gènes ribosomaux 16S et 23S par Everett et al. en 1999.  
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1.2. Systématique 

  

 

1.2.1. Classification 

 

La classification des Chlamydiae a été sujette à beaucoup de changements au cours du temps (figure 

30). L’actuelle classification les regroupe au sein de l’ordre de Chlamydiales qui compte 4 familles : 

les Chlamydiaceae, les Parachlamydiaceae, les Waddliaceae et les Simkaniaceae. Les Chlamydiales 

sont des bactéries Gram négatif intracellulaire obligatoire, possédant un cycle de développement fait 

d’une forme extracellulaire infectieuse et d’une forme intracellulaire capable de se répliquer par 

fission binaire (Moulder, 1991). 

Les Chlamydiaceae sont séparées en deux genres, Chlamydia et Chlamydophila (le nom de 

Chlamydophila a été donné par Hans Truper and Johannes Storz, signifiant « comme Chlamydia »), 

comprenant 9 espèces (Everett et al., 1999). Le genre Chlamydia comporte 3 espèces : Chlamydia 

trachomatis, Chlamydia suis et Chlamydia muridarum. Le genre Chlamydophila regroupe 6 espèces: 

Chlamydophila pecorum, Chlamydophila pneumoniae, Chlamydophila psittaci, Chlamydophila caviae, 

Chlamydophila felis et Chlamydophila abortus. 

Les Parachlamydiaceae, sont des endosymbiontes spécifiques des amibes (Greub et Raoult, 2002).  

Quant aux Waddliaceae, ils ne comprennent qu’un seul genre et sont des agents pathogènes décrits 

chez le bovin et l’Homme (Dilbeck et al., 1990 ; Goy et al., 2008 ; Bertelli et al., 2010).  

La famille des Simkaniaceae inclue deux genres, le genre Simkania et le genre Fritschea. Le genre 

Simkania ne contient à l’heure actuelle qu’une seule espèce, la souche « Z » de Simkania negevensis. 

Quant au genre Fritschea, il comprend deux espèces, identifiées chez des insectes, Fritschea bemisiae 

et Fritschea eriococci. 

Plus récemment, les familles Rhabdochlamydiaceae (Corsaro et al., 2007) et Candidatus
 

Piscichlamydia salmonis (Draghi et al., 2004) ont été rajoutées à l’ordre des Chlamydiales. 
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Figure 30. Comparaison de la nouvelle (à gauche) et de l’ancienne (à droite) classification des 

Chlamydiales (modifié à partir de Bush et Everett, 2001) 

 

 

1.2.2. Diversité des Chlamydiaceae et de leurs hôtes 

 

1.2.2.1. Chlamydia trachomatis 

 

Chlamydia trachomatis est une bactérie pathogène pour l’Homme. Elle est l’agent causal du 

trachome ainsi que de la LGV et de la chlamydiose génitale. Elle est considérée comme la bactérie la 

plus commune des infections sexuellement transmises (IST).  

Dix neuf sérovars sont décrits chez C. trachomatis : A, B, Ba, C (principalement isolées de trachomes), 

D, Da, E, F, G, Ga, H, I, Ia, J, Ja, K (infections urogénitales) et L1, L2, La et L3 (responsables de la LGV).  

Une transmission verticale lors de l’accouchement a aussi été démontrée, pouvant donner des 

conjonctivites et/ou des infections des poumons et des organes génitaux des nouveau-nés 

(Schachter et Caldwell, 1980). Les infections génitales à C. trachomatis non traitées peuvent générer 

des infertilités chez les femmes ou évoluer vers une épididymite pour  les hommes. 
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1.2.2.2. Chlamydia muridarum 

 

L’espèce C. muridarum est représentée par deux souches (MoPn et SFPD) isolées respectivement de 

la souris (Mus musculus) et du hamster (Cricetus cricetus). Chez ces animaux, elle est responsable de 

pharyngites, de bronchites et de pneumonies (Everett et al., 1999 ; Read et al., 2000). Récemment, 

cette espèce  a aussi été détectée chez des faucons (Falco tinnunculus) (Lémus et al., 2010). 

 

1.2.2.3. Chlamydia suis 

 

L’espèce C. suis est un pathogène opportuniste du porc (Sus scrofa domesticus). En effet, elle est 

classiquement hébergée par des porcs sains au niveau de leurs intestins (Kauffold et al.,2006). 

Cependant, elle peut aussi être associée à des pneumonies, des conjonctivites, des polyarthrites, des 

entérites et des désordres de la reproduction chez les porcs (Sachse et al., 2004).  

Cet agent pathogène a aussi été détecté chez des moutons ainsi que chez des bovins, équins et félins 

(Pantchev et al., 2009b ; Polkinghorne et al., 2009). Cette espèce vient d’être récemment détectée 

chez des faucons (Lémus et al., 2010). 

 

1.2.2.4. Chlamydophila pecorum 

 

Jusqu’à maintenant, les souches de C. pecorum ont principalement été isolées de mammifères tels 

que les ruminants, les porcs et le koala, mais aussi à partir d’oiseaux (Denamur et al., 1991; Fukushi 

et Hirai, 1992 ; Girjes et al., 1993; Tanaka et al., 2005).  

Chez les koalas, cette espèce responsables de troubles de la reproduction comme la stérilité ou des 

inflammations du tractus urinaire.  

Chez les ruminants et le porc, elle peut être responsable de plusieurs pathologies comme des 

avortements, des conjonctivites, des encéphalomyélites, des pneumonies ou encore des 

polyarthrites (Anderson et al., 1996; Kaltenboeck et al., 1993). Mais, le plus souvent, cette espèce est 

isolée à partir de fèces d’animaux ne présentant pas de signes cliniques. 

 

1.2.2.5. Chlamydophila pneumoniae 

 

L’espèce C. pneumoniae est principalement isolée chez l’Homme et ce à travers le monde entier. 

Cependant, elle a également été isolée chez le cheval, le koala, les amphibiens australiens et 
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africains, les serpents, les iguanes, les caméléons et les bandicoots (Storey et al., 1993 ; Jackson et 

al., 1999 ; Berger et al., 1999 ; Kutlin et al.,2007). 

Chez l’Homme, cet agent pathogène infecte principalement les voies respiratoires supérieures. Elle 

infecte les adultes mais aussi et surtout les enfants (Hammerschlag, 2000). En effet, elle est 

considérée comme la 3ème cause de broncho-pneumopathie bactérienne chez les enfants de plus de 5 

ans (Kuo et al., 1995). Elle peut également être associée à des maladies coronariennes chroniques 

telles que l'athérosclérose menant à l'infarctus du myocarde ainsi qu'à l'anévrisme aortique 

abdominal (Blanchard et al., 2000).  

Des études de séroprévalence ont montré que plus de 60 % des adultes sont porteurs ou ont été 

exposés à cette bactérie durant leur vie. 

 

1.2.2.6. Chlamydophila abortus 

 

Chlamydophila abortus est une espèce présentant un tropisme pour le placenta des ruminants 

(bovins, caprins et ovins) et est responsable d’avortements et de mortalités néonatales chez ces 

animaux mais surtout chez les ovins et est alors responsable de la maladie appelée chlamydiose 

abortive ou OEA pour « ovine enzootic abortion » (avortement enzootique des ovins). Les souches de 

C. abortus peuvent aussi être responsables de nombreuses infections telles que des conjonctivites, 

des arthrites, des entérites, des pneumonies, des orchites ou des épididymites. Elles peuvent 

également infecter le porc, les équidés et les oiseaux (Nietfeld, 2001; Rodolakis et al., 1998 ; Lémus 

et al., 2010) 

Chez l'homme, quelques cas d'avortements ont été décrits chez des éleveuses de moutons 

(Pospischil et al., 2002).  

 

1.2.2.7. Chlamydophila felis 

 

L’espèce C. felis est endémique dans les populations de chats où elle est responsable de 

conjonctivites et de rhinites (Sykes, 2005). Elle est considérée comme l’agent le plus commun de 

conjonctivites félines dans le monde. En effet, une étude à montré que 11 à 16 % des chats 

domestiques en Europe, 5 % aux USA et plus de 25 % au Japon, sont infectés par C. felis (Ohya et al., 

2008). Des avortements spontanés ont été également observés chez des chattes infectées 

(Rodolakis, 1993). 
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1.2.2.8. Chlamydophila caviae 

 

Chlamydophila caviae est l’agent causal, chez le cobaye, de conjonctivites (Guinea pig inclusion 

conjunctivitis, GPIC) ainsi que d’infections du tractus uro-génital (Rank et Sanders, 1992; Read et al., 

2000). 

 

1.2.2.9. Chlamydophila psittaci 

 

Cette bactérie est l’agent responsable de la psittacose ou ornithose ou encore chlamydiose. C’est 

une zoonose, i.e. une maladie transmissible des animaux à l’Homme, dont la transmission se fait par 

inhalation, contact ou ingestion de fientes contaminées. La psittacose humaine est souvent 

caractérisée par des symptômes grippaux pouvant dégénérer en pneumonie létale. Chez les oiseaux 

C. psittaci est souvent systémique et les infections peuvent être inapparentes, sévères, aiguës ou 

chronique avec une excrétion via les fèces intermittente. Les personnes à risque sont donc celles en 

contact régulier avec les oiseaux comme les éleveurs, les personnes travaillant en abattoirs ou 

encore les personnes propriétaires d’oiseaux d’agrément. Il semble y avoir chez C. psittaci une 

spécificité d’hôte en fonction du sérovar de la bactérie (tableau 4) (Vanrompay et al., 1994 ; 

Andersen, 1998a ; Spalatin et al., 1966 ; Page et al., 1967 ; Cox et al., 1998). 

 

 



 

 

84 Les bactéries de l’ordre des Chlamydiaceae 

Tableau 4. Classification des sérovars de Chlamydophila psittaci en fonction de leurs hôtes. 
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1.3. Caractéristiques biologiques 

 

1.3.1. Différentes formes de Chlamydiaceae 

 

1.3.1.1. Corps élémentaires 

 

Les corps élémentaires (CE) sont de petites structures rondes caractérisées par un nucléole dense 

aux électrons, excentré et constitué d’ADN (Popov et al., 1978) (figure 31). Ces corps sont limités par 

deux systèmes membranaires: une membrane interne qui correspond à la membrane cytoplasmique, 

et une membrane externe de 10 nm qui présente un réseau de sous-unités protéiques sur sa face 

interne (Chang et Moulder, 1978 ; Lepinay et al., 1971a, 1971b ; Moulder, 1983). La rigidité du 

complexe membranaire est due principalement aux ponts disulfures créés entre les résidus de 

cystéine des protéines membranaires, notamment la MOMP (Major Outer Membrane Protein). 

Les CE représentent la seule forme infectieuse des Chlamydiaceae au cours du cycle de 

développement. Ils sont dits « spore-like » i.e. c’est une forme assez proche d’une forme sporulée de 

la bactérie. En effet, ils sont métaboliquement inactifs, se présentent sous la forme de corps 

sphériques et rigides de 0.25 à 0.35 μm de diamètre et assurent la survie des Chlamydiaceae en 

dehors de la cellule hôte (tableau 5). L’ultrastructure de ces CE a été beaucoup étudiée (Eb et al., 

1976; Louis et al., 1980 ; Matsumoto, 1982a, 1982b ; Rockey et Matsumoto, 2000 ; Soloff et al., 

1982).  

 

Figure 31. Aspect des corps élémentaires en microscope électronique à transmission  

(adapté de www.chlamydiae.com). 
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1.3.1.2. Corps réticulés 

 

Les corps réticulés (CR) sont des structures de 1 μm de diamètre responsables de la réplication 

intracellulaire des Chlamydiaceae par fission binaire. Ces formes ne sont pas infectieuses mais sont 

métaboliquement actives, leur cytoplasme est riche en ribosomes, qui sont nécessaires pour la 

synthèse des protéines (tableau 5) (Orfila, 1982).  

 

Tableau 5. Caractéristiques des corps élémentaires et réticulés (modifié à partir de Ward, 1983). 

 

1.3.1.3. Corps intermédiaires 

 

Il existe une forme passagère entre le CR et le CE appelée corps intermédiaire (CI). Elle apparaît au 

moment de la différenciation des CR en CE, lors de la recondensation de l’ADN. Les CI ont un 

diamètre de 0.45 à 0.60 μm et sont généralement entourés par la membrane d'inclusion, issue de 

l’endocytose (Orfila, 1982). 

 

1.3.2. Cycle de développement 

 

Le CE est la forme mature, infectieuse et stable des Chlamydiaceae. Il se fixe à la membrane externe 

de la cellule hôte puis pénètre à l’intérieur par endocytose. Dès que le CE est entré dans la cellule, il 

se réorganise en une forme réticulée le CR qui est plus grosse, moins dense et plus riche en ARN. 

Cette forme est métaboliquement active, synthétisant des protéines et d’autres macromolécules. Par 

des mécanismes toujours inconnus, on constate que les Chlamydiaceae inhibent la fusion du 

phagosome avec les lysosomes (figure 32).  

Environ 8 heures après l’infection, les CR commencent à se diviser par fission binaire. 

Approximativement 18 à 24 heures après l'infection, les CR, par un processus de réorganisation et de 

condensation, deviennent des CI puis des CE. Les CE sont alors libérés lors de la lyse cellulaire et 

peuvent alors initier un autre cycle. 
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Figure 32. Cycle de développement des Chlamydiaceae (adaptée de www.chlamydiae.com) 

 

 

Le cas de Chlamydiaceae sous forme de CR déformés associés à une persistance dans la cellule hôte 

ont été décrits (Shatkin et al., 1985 ; Airenne et al., 1999). L’état de persistance est caractérisé par 

des changements structurels et métaboliques de la cellule. Elle est souvent associée à une infection 

chronique ou apparaît à la suite de traitements antibiotiques (pénicilline), le manque de tryptophane 

dans la cellule ou l’action de l’interféron gamma. 
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2. Les infections à Chlamydophila psittaci 

 

2.1. Chez l’Homme 

 

2.1.1. Signes cliniques 

 

Chez l’Homme, la maladie est caractérisée sous le nom de psittacose et présente trois formes 

possibles. Le plus souvent, l’infection est bénigne et se manifeste par de la fièvre, des maux de tête 

intenses, une toux sèche et certaines fois par une conjonctivite. Elle peut aussi être sévère, et affiche 

alors le tableau clinique d’un syndrome grippal avec une température élevée 39°-40°C, des frissons, 

des douleurs musculaires, une toux, voire une pneumonie et une grande fatigue. La convalescence 

est ensuite souvent lente et une rechute ou encore des complications cardiaques sont possibles. Le 

délai d’incubation de cette forme de la psittacose est compris entre 5 et 19 jours. Si elle n’est pas 

soignée à temps, cela peut conduire à la troisième forme de la maladie qui est une forme généralisée 

ou septicémique avec des symptômes plus diffus (signes cardiaques, neurologiques, hépatiques, 

pulmonaires ou rénaux) (figure 33) (Eeckhout et al., 1986 ; Oldach et al., 1993 ; Levison et al., 1971 ; 

Vanrompay et al., 1995a). 

Le taux de mortalité lié aux complications est supérieur à 20 % en l'absence de traitement 

antibiotique spécifique, et inférieur à 1 % en cas de traitement précoce adapté. 

 

 

Figure 33. Radiographie thoracique d’un patient atteint de chlamydiose (Rohde et al., 2010). 
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2.1.2. Epidémiologie 

 

La contamination humaine se fait en général auprès d’oiseaux malades ou porteurs sains, par contact 

direct ou inhalation de poussières contaminées. De ce fait, les professions les plus exposées sont 

celles qui favorisent ce contact comme les éleveurs de volailles ou d’oiseaux d’agrément, les 

personnels d’abattoir, les personnels d’animalerie ou vétérinaires (Harkinezhad et al., 2009b). Lors 

d’une forte exposition dans un cadre épidémique, le taux de personnes malades peut varier de 10 à 

45 % selon l’activité professionnelle, la virulence de la souche de C. psittaci en cause et aussi selon la 

sensibilité de l’hôte humain (Harkinezhad et al., 2009b).  

Il n’y a pas de transmission alimentaire ni interhumaine rapportée (Corsaro et al., 2002).  

N’étant pas à déclaration obligatoire, la fréquence des cas de psittacose en France est relativement 

mal connue mais estimée, par le Centre National de Référence des Chlamydiae (Université Victor 

Ségalen, Bordeaux), à une vingtaine de cas par an. Cependant, il y a certainement une sous 

estimation du nombre de cas humains de psittacose.  

De 1996 à 2007, 10 épisodes de cas groupés ont été identifiés et analysés : 3 épisodes familiaux liés à 

des Psittacidés, 6 épisodes en milieu professionnel (4 en abattoirs et 2 en élevages) et un lors d’une 

exposition d’oiseaux d’ornement (Pellé-Duporté et al., 1996 ; Schvoerer et Guillaumot, 1998 ; Abadia 

et al., 2001 ; Pellé-Duporté et al., 2001 ; Abadia et al., 2006). 

La psittacose est reconnue en tant que maladie professionnelle. Une enquête rétrospective a été 

conduite par la Mutualité Sociale Agricole (MSA) en 2000 sur la base des arrêts de travail au sein de 

la filière avicole en Bretagne et dans les Pays de la Loire. N’ont été retenus que les dossiers pour 

lesquels les personnels présentaient une symptomatologie évocatrice de la psittacose ou ayant eu un 

traitement compatible avec une psittacose. Cette étude a révélé une séroprévalence de 44 % (Abadia 

et al., 2006).  

Une étude rétrospective a été réalisée à l’hôpital de Cholet entre octobre 1993 et décembre 2000 et 

a permis de recenser 69 pneumopathies à C. psittaci hospitalisées. Un contact avec les volailles (quel 

que soit le poste dans la filière agroalimentaire), et plus particulièrement les canards, a été identifié 

pour 61 cas. Peu de cas pouvaient être imputables à des contacts avec des oiseaux sauvages ou 

d’agrément (Abadia et al., 2001).  

En 2008 et 2009, une étude sur la psittacose a été menée dans 15 départements du Sud-Ouest et de 

l’Ouest de la France afin de mieux connaître la fréquence et les caractéristiques des cas de psittacose 

hospitalisés. Cette étude a été conduite par l’Institut de veille sanitaire (InVS), les Cellules 

interrégionales d’épidémiologie (CIRE), le CNR et l’Agence Nationale de Sécurité Sanitaire (ANSES) en 

collaboration avec les directions départementales des affaires sanitaires et sociales (DDASS) et les 

directions départementales des services vétérinaires des départements concernés. Parmi les 90 
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patients inclus dans cette étude, des expositions professionnelles aux oiseaux étaient reportées pour 

47 d’entre eux soit 53 %, avec une grande majorité pour le canard (38/47), et des expositions non-

professionnelles aux oiseaux (volailles ou agrément) étaient citées pour 57 patients sur 90. Des 

études vétérinaires sur le terrain ont été menées pour 19 des patients. Sur ces 19 investigations, la 

présence de C. psittaci a été confirmée chez les oiseaux présents dans l’entourage de 6 cas confirmés 

ou probables. Pour les 13 autres enquêtes terrain menées, la présence de C. psittaci a été confirmée 

chez les oiseaux présents dans l’entourage de 5 cas non confirmés et la présence d’une 

Chlamydiaceae distincte de C. psittaci, et non décrite avant, a été constatée dans l’entourage d’un 

cas non confirmé. 

 

2.2. Chez les oiseaux 

 

2.2.1. Signes cliniques 

 

Chez les oiseaux la maladie est définie sous le nom de chlamydiose aviaire. Les symptômes de 

l’infection varient en fonction des souches et de l’espèce animale. Les signes cliniques typiques de 

l’infection, induits par les souches virulentes de C. psittaci, sont "pneumo-entériques" et se 

traduisent par une diarrhée accompagnée d’une perte de poids, de troubles respiratoires, de 

décharges nasales, d’une polyurie et d’un abattement (Harkinezhad et al., 2009a).  

La sévérité de la maladie chez les dindes dépend de la souche de C. psittaci incriminée et de la 

présence concomitante d’autres maladies. Les souches appartenant au sérovar D sont généralement 

les plus virulentes et peuvent induire des pathologies plus graves, comme une conjonctivite, une 

rhinite, une pneumonie, une péricardite, une entérite ou une diminution de la production d’œufs 

(Vanrompay et al., 1995b). Au pic de la maladie dans un troupeau infecté avec une souche sérovar D, 

50 à 80 % des oiseaux peuvent présenter des signes cliniques et la mortalité est souvent de 10 à 30 % 

(Andersen et Vanrompay, 2003). Chez les dindes de chair, des taux de mortalité avoisinant les 80 % 

ont été rapportés (Vanrompay et al., 1993b). D’autres sérovars tels que les sérovars A et B sont aussi 

retrouvés chez la dinde (Vanrompay et al., 1993a). 

Contrairement aux dindes, les canards et les pigeons sont souvent des porteurs asymptomatiques de 

C. psittaci (Magnino et al., 2009 ; Guérin et al., 2006). Cependant on a pu aussi observer des signes 

cliniques chez le canard incluant des tremblements de la tête, une démarche mal assurée, une 

conjonctivite, des décharges nasales de séreuses à purulentes, une dépression et la mort (Arzey et 

Arzey, 1990). Dans cette même étude, une forme modérée a été reconnue dans laquelle les signes de 
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la maladie sont minimes ou absents, et la mort est seulement associée au stress de la manipulation 

ou à d’autres maladies (Arzey et Arzey, 1990). 

Chez les Psittacidés, on observe deux formes de la maladie. La forme aiguë qui se compose d’un 

syndrome « fébrile » avec diarrhée jaune-verdâtre, jetage, abattement, plumes ébouriffées et 

quelquefois des signes nerveux. Cette forme de la maladie entraine généralement une mortalité en 2 

à 15 jours. Il existe aussi des formes subaiguës à chroniques de la maladie. Ces formes se composent 

de signes respiratoires (jetage, toux, dyspnée), d’amaigrissement, de signes digestifs discrets, de 

lésions et de dépôts fibrineux sur les séreuses (péricardites sérofibrineuses) (Harrison, 1989, Ganiere, 

2008). 

 

2.2.2. Lésions 

  

2.2.2.1. Aspect macroscopique  

 

L’autopsie et les observations histologiques ne sont pas caractéristiques et ne sont pas suffisantes 

pour différencier la chlamydiose d’autres maladies systémiques. La sévérité des lésions trouvées chez 

les oiseaux dues à la chlamydiose dépend, à l’image des signes cliniques généraux, de la virulence de 

la souche, de la sensibilité de l’hôte, de la voie d’inoculation et de la présence de maladies associées 

(McDonald and Bayer, 1981).  

Un grossissement de la rate est généralement observé, associé avec une baisse de la consistance. Elle 

peut aussi contenir des foyers nécrotiques blancs ou des hémorragies pétéchiales sur sa surface.  

Le foie peut aussi subir un grossissement, ainsi que devenir friable, avec une teinte jaune ou verte, et 

des petits foyers nécrotiques peuvent être présents sur la capsule.  

Les sacs aériens peuvent s’épaissir et s’obscurcir en apparence, ils peuvent aussi se recouvrir d’un fin 

exsudat jaune fibrinopurulent.  

Les poumons sont souvent congestionnés, de façon diffuse dans la plupart des cas.  

On peut observer au niveau du sac péricardique une réaction inflammatoire qui peut être purulente, 

séreuse ou fibrineuse.  

Une congestion peut être visible dans le tractus intestinal, spécifiquement sur la surface séreuse 

(Amstein and Meyer, 1969; Bankowski et al., 1977; Page, 1978 ; McDonald and Bayer, 1981; Fudge, 

1984; Wages, 1987; Grimes and Wyrick, 1991).  

Beaucoup d’autres lésions ont été décrites comme la rhinite, la conjonctivite, la sinusite, 

l’aérosacculite, la pneumonie, le péricardite, myocardite, hépatite, la néphrite, l’entérite, l’orchite, la 

polysérosite et la méningo-encéphalite (Vanrompay et al., 1993b ; Erbeck et Nunn, 1999). 
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2.2.2.2.  Aspect microscopique  

 

De petites lésions histopathologiques peuvent apparaître dans le cas d’une chlamydiose aiguë et 

fatale. La taille de ces lésions dépend de la virulence de la souche, de la durée de la maladie, de la 

sensibilité de l’hôte et de la voie de contamination. Des co-infections sont communes (Fudge, 1984).  

On peut observer une altération de l’architecture de la rate associée avec une histiocytose 

(hyperplasie des cellules endothéliales réticulaires). Une hyperplasie lymphoïde et une plasmocytose 

peuvent être présentes ainsi que des zones de nécrose. 

Dans le foie, des infiltrats d’hétérophiles et de mononucléaires sont communs. Dans le cas 

d’infections suraiguës, des nécroses multifocales et coagulantes sont observées. Dans des infections 

plus chroniques, on distingue une hyperplasie et histiocytose des conduits biliaires. Des infections 

hépatiques chroniques ont aussi montré des fibroses et des infiltrats de mononucléaires.  

Les lésions observées dans les sacs aériens résultent d’une infiltration de cellules mononucléaires 

(surtout des macrophages) et d’hétérophiles. Les sacs aériens peuvent s’épaissir par prolifération des 

tissus épithéliales et conjonctifs (Tappe et al., 1989).  

La pathologie pulmonaire est souvent minime. Cependant on peut observer une légère pneumonie 

ainsi que qu’une myocardite diffuse présentant occasionnellement de larges zones de nécrose.  

Au niveau des intestins une entérite lymphocytique et plasmatique peut être décrite, s’associant 

généralement avec la présence de globules blancs dans les selles.  

Des nécroses et infiltrats inflammatoires peuvent être visibles dans le rein. Une inflammation 

surrénalienne et gonadique peut aussi être présente.  

On peut aussi remarquer une augmentation significative des séries granulocytaire dans la moelle 

osseuse (McDonald and Bayer, 1981; Fudge, 1984 ; Vanrompay et al., 1995a).  

Enfin, il est possible de constater des conjonctivites avec une infiltration de différents types 

cellulaires et des cellules macrophagiques avec des inclusions intracytoplasmiques (Vanrompay et al., 

1993b). 
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2.3. Importance de la chlamydiose aviaire en élevage 

 

De distribution mondiale, C. psittaci est totalement ubiquiste au sein du règne animal et est 

susceptible d’infecter la plupart des espèces d’oiseaux domestiques et sauvages (Andersen et 

Vanrompay, 2000).  

Chez les dindes de chair, un syndrome respiratoire ayant les caractéristiques de la rhino-trachéite est 

régulièrement rapporté (Vanrompay et al., 1993b). Chez les dindes infectées avec des souches de 

faible virulence, les signes de la maladie sont moindres et incluent généralement de l’anorexie, et 

dans certains cas, des fientes verdâtres. Des signes d’arthrite ont aussi été associés aux infections à 

C. psittaci chez les dindes.  

La plupart des études concernent la dinde (Vanrompay et al., 1994, 1995b ; Van Loock et al., 2006 ; 

Harkinezhad et al., 2009c) et évoquent une séroprévalence élevée de l’ordre de 70 % mais avec des 

écarts assez importants selon les études. Par exemple, de 1992 à 1995, différentes études 

sérologiques conduites en Belgique, ont montré de 50 % à 90 % de séroprévalence (Vanrompay et 

al., 1997). Alors que en 1998, 400 sérums prélevés dans un abattoir breton ont permis de mettre en 

avant une séroprévalence de 30 % (Kempf et al., 2000). Cependant, la séroconversion témoigne 

d’une infection passée, sans pour autant signifier une excrétion active. 

La chlamydiose chez les canards est importante autant du point de vue économique que pour le 

risque qu’elle représente pour la santé publique dans de nombreuses régions du monde. Dans le cas 

de maladie aiguë, une morbidité de 80 % peut être observée ainsi qu’une mortalité variant de 0 à 

40 % en fonction de l’âge des canards et de la présence d’infections concurrentes comme la 

salmonellose (Andersen et Vanrompay, 2003). Cependant, en France le portage de C. psittaci chez le 

canard s’avère majoritairement asymptomatique (Léon et al., 2004). Dans ce cas, la problématique 

repose surtout sur le problème de santé publique posé par l’exposition du personnel à ces animaux 

cliniquement sains mais excréteurs. En effet, les infections humaines sont connues pour survenir 

après la manipulation ou l’abattage d’animaux infectés (présentant des signes cliniques, ou non) 

(OIE, 2008). 

Les informations sur l’incidence et l’épidémiologie de C. psittaci chez le canard d’élevage sont 

limitées. De nombreux cas de contamination humaine en lien avec l’élevage de canard ont été 

rapportés (Bennedsen et al., 2000 ; Goupil et al., 1998 ; Hinton et al., 1993 ; Andersen et Vanrompay, 

2000).  

Les enquêtes de prévalence en élevage de canards montrent une assez grande disparité en fonction 

du moment de la réalisation des prélèvements et du contexte. En 1984, une étude menée en 

Angleterre sur 1238 sérums de canards, a montré une séroprévalence de 51 %. Cette étude a aussi 
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montré que la séroprévalence est d’autant plus importante que les canards sont âgés (Chalmers, 

1984). En 1992, une enquête a été faite en Angleterre dans un élevage après une épidémie de cas 

humains. Les sérums de 49 canards sains ont été testé par ELISA et ont fait état d’une séroprévalence 

de près de 75 % (Newman et al., 1992).  

D’autres études ont aussi été menées à partir de technique PCR. En 1996, en Egypte une étude 

menée sur 156 écouvillons cloacaux prélevés sur des canards en élevage, a révélé une prévalence de 

69 % (Mousa et al., 1996). En 2004, une étude sur 780 canards provenant de 60 salles de gavage du 

sud-ouest de la France, a révélé, après analyse par PCR quantitative, une prévalence de 22 % en avril, 

3 % en juillet et 28 % en décembre (Sraka, 2004).  

Ces valeurs de prévalence sont à analyser en fonction des méthodes utilisées. En effet, les données 

apportées par la sérologie rendent compte d’une exposition passée au germe alors que les résultats 

PCR montrent une excrétion active du pathogène par l’hôte. Une étude menée en 2006 par Laroucau 

et al., suite à 5 cas de contamination humaine dans des élevages de canards, a montré des résultats 

discordants entre sérologie et PCR. En effet, lors de cette étude, il a été montré qu’il y avait une forte 

excrétion chez les animaux non corrélée à une forte séroprévalence (Laroucau et al., 2009a). 

On constate donc une grande variabilité de cette prévalence pouvant aller de 21 % sur des animaux 

cliniquement sains (Kaleta et Taday, 2003) à près de 80 % dans le cas d’élevages liés à une 

contamination humaine récente (Newman et al., 1992).  

Les enquêtes épidémiologiques montrent que les poulets (Gallus gallus) sont relativement résistants 

à la chlamydiose. On observe des cas de maladies aiguës, associés avec une mortalité, que chez les 

jeunes oiseaux (Grimes et Wyrick, 1991). Chez les poules pondeuses, la chlamydiose peut entrainer la 

chute de la production d’œufs, production qui restera basse jusqu’à la réminiscence totale (Arzey et 

Arzey, 1990).  

Toutes ces données rendent compte de l’importance de la chlamydiose aviaire en élevage. 

 

2.4. Epidémiologie en élevage 

 

2.4.1. Sources et modes de contamination 

 

Plusieurs sources de contamination sont possibles en élevages aviaires. Les principales semblent être 

les animaux d’élevage eux-mêmes qui peuvent être réservoir ainsi que l’environnement.  

La transmission inter-animale se fait principalement de manière horizontale, directe ou indirecte. La 

durée d’incubation peut varier de quelques jours à plusieurs semaines et dépend de la virulence de la 
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souche, de la dose infectieuse, et de l’âge des oiseaux. En effet, les jeunes animaux sont 

généralement les plus sensibles à l’infection et présentent des signes cliniques et une mortalité plus 

importante (Andersen et Vanrompay, 2000).  

La transmission verticale (transovarienne) et pseudo-verticale, depuis les pondeuses vers les œufs, a 

aussi été décrite chez le poulet, le canard, la perruche, la mouette et l’oie des neiges (Chen 

caerulescens) (Meyer and Eddie, 1933 ; Illner, 1992 ; Lehnert, 1962; Wilt et al., 1972 ; Wittenbrink et 

al., 1993). Cependant, l’importance de ce mode transmission n’a, à ce jour, pas encore été évaluée. 

Les animaux ainsi contaminés vont à un moment se mettre à excréter puis à contaminer à leur tour 

les autres animaux directement ou via leur environnement. Cette excrétion est intermittente et peut 

être augmentée dans les fientes en cas de stress (Andersen et Vanrompay, 2000). Les Chlamydiaceae 

sous leur forme CE sont capables de persister dans l’environnement de quelques jours dans les 

déjections d’oiseaux à plusieurs mois dans un milieu protégé comme de la paille ou des débris (Smith 

et al., 2005). La contamination se fait donc via la poussière contaminée par les plumes et les fèces, 

par inhalation ou par ingestion de fèces contaminés (Page, 1959).  

Les ectoparasites hématophages, incluant les araignées, les poux et les simulies, ont été démontrés 

comme vecteurs possibles de Chlamydiae chez la dinde (Shewen, 1980). 

Les oiseaux sauvages sont régulièrement évoqués comme source possible de contamination d’un 

troupeau indemne, notamment par le biais de la contamination des aliments des oiseaux d’élevage 

(Andersen et Vanrompay, 2000). Cependant, les souches (de sérotypes et/ou de génotypes 

différents) hébergées par faune sauvage et par les oiseaux d’élevages sont le plus souvent 

différentes.  

 

2.4.2. Causes favorisantes 

 

2.4.2.1. Chez l’Homme 

 

Pour la contamination humaine, les professions les plus exposées sont les éleveurs d’oiseaux ou de 

volailles, personnels d’abattoir, vendeurs d’oiseaux ou vétérinaires (Abadia et al., 2001), les 

personnes âgées et les employés temporaires étant les plus sensibles, car le personnel permanent 

développe généralement une immunité après de multiples infections subcliniques (Salisch et al., 

1996). 

2.4.2.2. Chez l’animal 
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Dans un élevage, les causes favorisantes peuvent être multiples: transport, sous-alimentation, 

surpeuplement, infections intercurrentes, mauvaises conditions d’élevage (Banon, 1999).  

L’âge des animaux est aussi un facteur favorisant les infections à C. psittaci. En effet, les jeunes sont 

plus sensibles à l’infection (Andersen et Vanrompay, 2003). 

Les coinfections avec d’autres pathogènes semblent être un facteur favorisant. En effet, des études 

ont montré que l’expression de la pathogénicité de C. psittaci était exacerbée en présence d’un autre 

pathogène, tel que E. coli, par exemple (Van Loock et al., 2006). 

 

 

2.5. Diagnostic de laboratoire 

 

Le diagnostic direct par isolement de la bactérie est faisable mais difficile. En effet, cela nécessite 

généralement une technique de prélèvement invasive (lavage broncho-alvéolaire) ainsi qu’une 

technicité assez élevée associée aux différentes méthodes d’examens directs existantes. 

La technique de détection par PCR est une méthode beaucoup plus pratique car elle peut être 

effectuée à partir d’un simple écouvillon pharyngé du patient ou de l’animal. Il n’existe pas, à l’heure 

actuelle, de kit commercial pour la détection spécifique de C. psittaci. 

Le diagnostic sérologique peut être réalisé par différentes techniques : fixation du complément, 

ELISA ou micro-immunofluorescence (technique de référence). Cependant, leur résultats doivent 

être interprétés avec précaution car la spécificité de ces tests est limitée (réaction croisées avec C. 

pneumoniae et C. trachomatis, Legionella, C. burnetii, M. pneumoniae, Bartonella). 

 

2.5.1. Direct 

 

2.5.1.1. Examen microscopique 

 

L’examen microscopique est fait à partir de prélèvements ayant subi une coloration. Il existe 

plusieurs colorations possibles, les colorations de Giemsa, Gimenez, Ziehl-Neelsen et Macchiavello 

sont les plus couramment utilisées pour la mise en évidence de Chlamydiaceae à partir de calques 

d’organes (Andersen, 1998a). 
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2.5.1.2. Microimmunofluorescence 

 

Cette technique consiste à coupler des anticorps monoclonaux, anti-LPS Chlamydiaceae (kit 

commercial), à un fluorophore (FITC) (figure 34 et 35). La présence ou l’absence de ces épitopes peut 

alors être déterminée et ainsi rendre compte de la présence ou l’absence de C. psittaci dans 

l’échantillon (Freidank et al., 1997 ; Eb et Orfila, 1982). 

 

 

Figure 34. Image de Microimmunofluorescence de Chlamydiaceae, inclusion dans une cellule 

musculaire (adapté de Rohde et al., 2010). 

 

 

Figure 35. Culture cellulaire (BGM) infectée par C. psittaci, marquée avec un anticorps anti-LPS 

couplé à un marqueur fluorescent ; les inclusions de Chlamydophila apparaissent en vert  

(Rohde et al., 2010). 



 

 

98 Les infections à Chlamydophila psittaci 

2.5.1.3. Culture 

 

Il existe deux types de culture pour les Chlamydiae : la culture cellulaire ou la culture sur œufs 

embryonnés. 

Pour la culture des Chlamydiaceae plusieurs lignées cellulaires sont utilisées :, Buffalo Green Monkey 

(BGM), McCoy, HeLa, African Green Monkey Kidney (Vero) et cellules L929 (Barnes, 1989 ; 

Vanrompay et al., 1992 ; Schiller et al., 2004). Le milieu de culture est généralement additionné de 5 

à 10 % de sérum de veau fœtal et d’un cocktail d’antibiotiques n’inhibant pas la multiplication des 

Chlamydiaceae (Schiller et al., 2004). 

La culture sur œufs embryonnés consiste à injecter jusqu’à 0,5 ml d’inoculum dans le sac vitellin d’un 

embryon de 6 à 7 jours indemne d’agents pathogènes spécifiques. Les œufs sont ensuite incubés en 

atmosphère humide entre 35°C et 39°C (Kuo et al., 1975 ; Andersen et Vanrompay, 2003). La 

multiplication de l’organisme provoque généralement la mort de l’embryon sous 3 à 10 jours. 

 

2.5.1.4. Détection par PCR 

 

Deux techniques PCR ont été développées pour la détection de Chlamydiaceae, la PCR 

conventionnelle et la PCR temps réel. 

La première utilise l’amplification par PCR de séquence précise du génome grâce à des couples 

d’amorces spécifiques Chlamydiaceae situés de part et d’autre du gène ompA de la bactérie (Watson 

et al., 1991). Les amplicons sont ensuite déposés sur gel d’agarose et séparés par électrophorèse. 

Cette technique permet de détecter et différencier les espèces de Chlamydiaceae. 

La PCR en temps réel repose sur l’amplification par PCR d’une séquence donnée grâce à un couple 

d’amorce spécifique puis à sa détection, à chaque cycle, grâce à une sonde marquée spécifique de la 

zone amplifiée. A chaque cycle d’amplification, la quantité d’ADN est mesurée par la fluorescence 

émise qui est directement proportionnelle à la quantité d’amplicons produits. Ceci permet d’obtenir 

une cinétique de la réaction et de déterminer la quantité d’ADN initialement présente, grâce à la 

comparaison avec une gamme titrée. Ce type de technique permet de savoir si le prélèvement 

contient ou non la bactérie mais aussi d’apprécier le niveau de contamination. 

Il existe deux types de PCR temps réel pour détecter les Chlamydiaceae, les techniques dites 

généralistes qui détectent toutes les Chlamydiaceae, et les méthodes spécifiques qui ne détectent 

que l’espèce d’intérêt, ici Chlamydophila psittaci. 

La technique généraliste est basée sur la détection d’une séquence du gène ribosomal 23S (Yang et 

al., 2006).  
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Deux méthodes spécifiques de C. psittaci ont été décrites. La première détecte une séquence du 

gène incA (Ménard et al., 2006) alors que la seconde détecte une séquence du gène ompA codant 

pour la MOMP (Pantchev et al., 2009a). 

 

2.5.2. Indirect 

 

 

2.5.2.1. Fixation du Complément (FC) 

 

La fixation du complément est une technique sérologique indirecte, cherchant à révéler la présence 

d’anticorps anti-C. psittaci, en utilisant comme révélateur les propriétés hémolytiques du 

complément.  

Dans des micro-cupules sont mis en présence, le sérum dans lequel sont recherchés les anticorps, 

l'antigène purifié, un extrait plasmatique (contenant les facteurs du complément, un « couple 

hémolytique » constitué d'un mélange d'hématies et d'anticorps anti-hématies (on parle d'hématies 

sensibilisées) ainsi que du sérum de poulet. Si il y a présence d’anticorps dans le sérum, la formation 

de complexes antigène-anticorps provoque l'utilisation du complément, et il n'en reste plus pour 

détruire les hématies (sédimentation des hématies: point rouge au fond de la cupule). L'absence 

d'anticorps sériques entraine l'hémolyse (cupule rouge). La technique est quantifiable en utilisant 

différentes dilutions du sérum permettant ainsi l’obtention d'un titre d’anticorps (Brumfield et al., 

1961 ; Grimes, 1985 ; Norme Française, AFNOR NF U-47-007). La présence d’anticorps dans le sérum 

rend compte d’une exposition passée ou présente au germe. Cela ne signifie donc pas que l’animal 

est effectivement contaminé. 

 

2.5.2.2. Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay (ELISA) 

 

Cette technique se base sur la détection d’anticorps anti-C.psittaci dans le sérum. Pour cela un 

antigène de C. psittaci est fixé sur un support, qui est ensuite mis en contact avec le sérum étudié. 

L’association antigène-anticorps, si elle a lieu, est révélée grâce à un anticorps secondaire marqué 

qui vient se fixer sur le premier anticorps (Lewis et al., 1977 ; Sting et Hafez, 1992 ; Verminnen et al., 

2006). A ce jour, aucun kit commercial n’existe. 
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2.6. Typage de Chlamydophila psittaci 

 

 

Pour déterminer la diversité au sein de l’espèce C. psittaci, différentes techniques ont été décrites au 

cours du temps. La première fût le sérotypage puis la disponibilité des génomes et la démocratisation 

des méthodes d’analyses moléculaires ont permis l’arrivée de techniques de génotypage. 

 

2.6.1. Sérotypage par microimmunofluorescence 

 

La technique de sérotypage par microimmunofluorescence (MIF), utilise des anticorps monoclonaux 

spécifiques de certains épitopes de la MOMP de C. psittaci, et permet ainsi de déterminer le sérovar 

de l’isolat. En effet, cette méthode à permis de classer les souches de C. psittaci en 6 sérovars 

aviaires (A, B, C, D, E et F) et 2 sérovars non-aviaires (WC et M56) (Andersen, 1991; Vanrompay et al., 

1993a). Ces sérovars sont fortement liés avec l’hôte chez lequel la souche a été isolée (tableau 4). 

 

Tableau 4. Classification des sérovars de Chlamydophila psittaci en fonction de leurs hôtes.  
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2.6.2. PCR-RFLP  

 

La technique de PCR-RFLP consiste à amplifier par PCR une séquence particulière du génome, ici le 

gène ompA codant pour la MOMP, et à le digérer ensuite avec deux enzymes de restriction 

séparément (AluI et MboII). Les deux profils générés permettent d’établir un génotype de l’isolat 

testé en fonction des fragments générés. 

Cette méthode a montré une excellente corrélation avec les données obtenues par sérotypage 

(Sayada et al., 1995).  

 

2.6.3. Séquençage  

 

Deux gènes cibles de séquençage sont principalement utilisés chez les Chlamydiaceae : le gène 

ribosomal 16S (Roosendaal et al., 1993) et le gène codant pour une protéine membranaire ompA 

(Stephens et al., 1987). Après les premières méthodes (sérotypage et PCR-RFLP), celles ci ont donc 

permis de confirmer les résultats obtenus mais le séquençage du gène ompA a aussi permis la 

découverte d’un nouveau génotype, le génotype E/B (Geens et al., 2005). La méthode basée sur le 

séquençage du gène ompA a ensuite été utilisé pour la classification des Chlamydiaceae. 

 

2.6.4. Les puces à ADN 

 

L’analyse par puces à ADN (microarray) repose sur l’hybridation entre la cible (la séquence ADN ou 

ARN recherchée) et la sonde marquée (ADN ou ARN). Pour cela, les sondes sont fixées sur un support 

et mise en contact l’ADN génomique cible, précédemment amplifié et biotynilé. Ensuite la coloration 

est mesurée à chaque point d’intérêt et la présence ou l’absence de chaque type de séquence, dans 

le mélange initiale, est alors visible.   

Sur le même principe qu’une première puce développée par les mêmes auteurs, une seconde puce 

spécifiquement dédiée au génotypage des souches appartenant à l’espèce C. psittaci a été 

développée (Sachse et al., 2008) et à ce titre, les séquences des domaines variables du gène ompA 

ont alors été exploités.  

Cette méthode a permis de distinguer 12 génotypes différents dont 7 au sein du génotype A, obtenu 

par séquençage du gène ompA, deux au sein du génotype E/B et enfin trois génotypes corrélés 

successivement avec les génotypes B, C et E. 
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OBJECTIFS 
 

Aspergillus fumigatus et Chlamydophila psittaci sont deux agents pathogènes majeurs en élevage 

aviaire. Phylogénétiquement très distants, ces deux micro-organismes partagent tout de même le 

même mode de transmission aux oiseaux. La moisissure A. fumigatus est transmise par des spores 

asexuées (conidies) aéroportées et la bactérie C. psittaci est transmise via les corps élémentaires, 

assimilables à des spores, en suspension dans l’air.  

Les aspergilloses sont des affections fréquentes et graves en élevage avicole. Elles demeurent une 

cause majeure de morbidité et de mortalité chez de nombreuses espèces d’oiseaux. Les pertes 

économiques sont importantes notamment dans les élevages de dindes où l’aspergillose est rendue 

responsable de 5 à 10 % de la mortalité chez les oiseaux les plus jeunes.  

De nombreux cas de mortalité et de morbidité sont attribués à la chlamydiose aviaire en Europe, plus 

particulièrement en élevages de dindes. En France, des investigations autour de cas humains de 

psittacose identifient fréquemment un lien avec des élevages de canard, chez lesquels l’infection 

s’apparente à un portage intestinal asymptomatique. La chlamydiose représente un risque important 

pour la santé publique puisque les personnels des filières sont exposés à des microorganismes 

capables de produire une infection grave. 

 

Le travail de thèse a, tout d’abord, consisté à étudier la diversité génétique d’Aspergillus fumigatus et 

de Chlamydophila psittaci afin de mieux comprendre la circulation de ces agents pathogènes au sein 

des élevages. Pour cela, le premier objectif a été de mettre au point des méthodes de génotypage 

discriminantes afin de tracer les souches et effectuer un suivi en élevage, et, dans le cas de la 

chlamydiose, établir un lien avec les cas humains associés. Pour les deux microorganismes, le choix 

s’est porté sur la méthode MLVA (Multiple Locus Variable-number-tandem-repeat Analysis) car cette 

méthode est rapide, discriminante et facile à mettre en œuvre. Cette méthode de typage a été 

décrite chez de nombreuses bactéries mais aussi chez un champignon (la levure opportuniste 

Candida glabrata). La technique ainsi développée pour le génotypage d’A. fumigatus a ensuite été 

appliquée au génotypage d’isolats circulants dans des bâtiments d’élevages.  

La deuxième partie du travail de thèse a porté sur le pouvoir pathogène d’Aspergillus fumigatus et de 

Chlamydophila psittaci chez les oiseaux. Pour cela, l’objectif a été de mettre au point des modèles 

d’infection expérimentale. Pour A. fumigatus, un modèle d’inoculation par nébulisation d’une 

solution contenant des spores fongiques a été développé sur des poussins âgés d’un jour. La 

nébulisation avait pour objectif de permettre une meilleure répartition des spores fongiques dans le 
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tractus respiratoire des animaux et ainsi de reproduire le plus fidèlement possible une infection dans 

les conditions « naturelles ». Pour Chlamydophila psittaci, du fait de la problématique chez le canard 

en France, un modèle de portage asymptomatique avec excrétion chez le caneton d’un jour a été 

développé. Ce type de modèle se rapproche de ceux développés pour les salmonelles chez le poulet 

ou encore pour C. suis chez le porc. L’objectif a été de reproduire l’infection asymptomatique et de 

décrire la localisation des bactéries dans le système digestif. Nous avons également testé la 

possibilité d’une transmission entre les animaux via les matières fécales contaminées. 
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1. La technique MLVA 

 

1.1. Historique 

 

La technique MLVA (Multiple Locus VNTR Analysis) est une méthode de typage basée sur l’étude de 

séquences répétées en tandem et dénommées VNTR (Variable Number Tandem Repeat). Les VNTR 

ou minisatellites sont habituellement définis comme des séquences répétées de 6 à 100 pb, 

représentant un motif comprenant quelques centaines de paires de bases à plusieurs milliers.  

La technique MLVA a d’abord été développée sur le génome humain (Wyman et White, 1980). 

Ensuite, dans les années 1990, les premières méthodes utilisant ce type de séquences ont été 

développées pour des bactéries (Ross et al., 1992 ; Marshall et al., 1996).  

La première méthode basée sur l’amplification des VNTR par PCR a été développée en 1997 sur 

Haemophilus influenzae (Van Belkum et al., 1997). Dans cette étude, la technique s’est avérée très 

discriminante et a permis de regrouper les génotypes en fonction des épidémies pendant lesquelles 

ils avaient été isolés.  

Par la suite, la méthode MLVA a été décrite pour de nombreuses bactéries comme par exemple pour  

Mycobacterium tuberculosis (Frothingham et Meeker-O’Connell, 1998), Bacillus anthracis (Keim et 

al., 2000), Yersinia pestis (Adair et al., 2000) (tableau 6). 

 

Tableau 6. Caractéristiques principales des méthodes VNTR développées pour les bactéries M. 

tuberculosis, B. anthracis, Y. pestis et la levure C. glabrata. 

Micro-organismes Isolats testés 
Nombre de 

VNTR 

Pouvoir 

discriminant 
Références 

Mycobacterium 

tuberculosis 

25 souches de 

référence 
11 Moyen 

Frothingham et al., 

1998 

Bacillus anthracis 
426 isolats du 

monde entier 
8 Bon Keim et al., 2000 

Yersinia pestis 
35 souches de 

référence 
1 

Très bon 

 (ID = 0,82) 
Adair et al., 2000 

Candida glabrata 

4 souches de 

référence et 123 

isolats cliniques 

6 
Très bon 

 (ID = 0,902) 

Grenouillet et al., 

2007 
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Dans chacune des ces études, la technique s’est révélée discriminante, rapide et d’une grande facilité 

d’exécution. Toutes ces caractéristiques font de la MLVA une méthode de choix pour réaliser des 

études épidémiologiques portant sur un grand nombre d’isolats.  

Une technique MLVA utilisant des répétitions en tandem de moins de 6 pb (appelées microsatellites) 

a été développée pour Candida glabrata. Cependant, cette technique s’apparente plus à la méthode 

MLP (Microsatellite Length Polymorphism). A ce jour, aucune méthode utilisant des séquences 

répétées en tandem de plus de 6 pb (minisatellites ou VNTR) n’a été développée chez les 

champignons.  

 

1.2. Principe 

 

La technique MLVA est basée sur la détection et la détermination du nombre de séquences répétées 

en tandem sur le génome. La disponibilité des séquences entières des génomes d’Aspergillus 

fumigatus et Chlamydophila psittaci a rendu possible la recherche de ce type de séquences. Pour 

cela, il est nécessaire d’amplifier par PCR la zone du génome d’intérêt, grâce à un couple d’amorces 

se fixant de part et d’autres de la partie comportant les répétitions. Une fois la séquence amplifiée, 

sa taille (en pb) est déterminée (figure 36). Grâce à la connaissance préliminaire de la taille d’une 

répétition ainsi que des régions flanquantes (petites séquences d’ADN encadrant la séquence 

d’intérêt), le nombre de répétitions présentes à cet endroit du génome est calculé. Ce même principe 

est appliqué pour chaque marqueur VNTR. Au final, chaque isolat est caractérisé par un génotype 

composé d’une suite de chiffres correspondant au nombre de répétitions observées pour chacun des 

marqueurs testés. 

 

Figure 36. Exemple de gel d’électrophorèse montrant les profils de 9 isolats de 

Chlamydophila psittaci pour 4 marqueurs VNTR (280, 480, 605, 810).  

Le nombre de répétitions est noté au dessus de chaque bande (Laroucau et al., 2008). 
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2. Le typage d’Aspergillus fumigatus par MLVA 

 

 

2.1. Mise au point de la méthode 

 

 

Article 1 

Multiple-locus variable-number tandem repeat analysis for molecular typing 

of Aspergillus fumigatus 

 

Publié le 20 décembre 2010 dans BMC Microbiology 
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2.2. Application de la technique de typage dans un couvoir de dindes 

 

 

2.2.1. Introduction 

 

Cent vingt isolats ont été collectés lors d’une enquête épidémiologique au sein d’un couvoir 

spécialisé dans la production de dindonneaux (Meleagris gallopavo).  

L’accouvage de dinde se déroule en plusieurs étapes. Les œufs à couver produits par les 

reproducteurs dans les élevages de multiplication sont livrés et mis en attente dans une zone de 

stockage pour une durée maximale d’une semaine à basse température. Ils sont ensuite transférés 

vers la zone d’incubation maintenue à 37,8°C pour une durée de 25 jours. C’est pendant cette phase 

que l’embryon se développe. Trois jours environ avant l’éclosion les œufs sont déplacés dans des 

éclosoirs qui constituent le secteur sale du couvoir, où ils resteront jusqu’au stade dindonneau d’un 

jour.  

La structure concernée produit annuellement plus de 30 millions de dindonneaux. L’industriel par la 

mise en place d’auto-contrôles systématisés enregistre une contamination faible mais régulière de 

ses éclosoirs par A. fumigatus. Cette contamination a lieu malgré les procédures de décontamination, 

notamment antifongique, des locaux et des matériels entre chaque session d’éclosions. Un système 

de marche en avant du personnel, du matériel et même de l’air empêche la circulation des 

contaminants.  

Les éclosoirs sont regroupés en quatre salles contenant chacune entre 10 et 20 éclosoirs. Une 

enquête épidémiologique a été mise en place et a permis la collecte de prélèvements au sein des 

salles d’éclosoirs (figure 37).   
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Figure 37. Plan du couvoir où l’analyse épidémiologique a été réalisée. Les prélèvements ont été 

effectués dans les 4 salles des éclosoirs. 

 

2.2.2. Matériels et méthodes 

 

Des prélèvements d’air par sédimentation sur boîtes de Petri (milieu malt chloramphénicol) ont été 

réalisés dans 4 salles contenant chacune entre 10 et 20 éclosoirs. Les boîtes de Petri ont été laissées 

ouvertes durant 15 minutes puis refermées et mises à incuber à 37°C de 2 à 7 jours. Lorsque moins 

de 5 colonies étaient observées sur la boîte, une seule était isolée et quand ce nombre était 

supérieur ou égal à 5, alors 3 colonies étaient isolées. 

Ces prélèvements ont été effectués toutes les semaines pendant 6 mois et ont permis de collecter 

118 isolats d’A. fumigatus au total. Deux isolats proviennent de poumons de dindonneaux issus du 

couvoir et morts d’aspergillose dans deux élevages différents. 

Tous les isolats ont été traités selon la méthode MLVA décrite précédemment. 
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2.2.3. Résultats et discussion 

 

Les 118 isolats proviennent de 4 salles différentes. Le nombre d’isolats n’est pas le même dans les 4 

salles : 50 isolats proviennent de la salle 2 ; pour les autres salles, le nombre d’isolats est plus faible : 

20 pour la salle 1, 29 pour la salle 3 et 19 pour la salle 4.  

La distribution des isolats entre les salles semble indiquer une plus forte contamination de la salle 2. 

Ce niveau de contamination est sans doute dû au dysfonctionnement du système d’aération de cette 

salle. La stagnation de l’air pourrait être un élément favorisant l’aérocontamination par des spores 

d’A. fumigatus. 

 

L’analyse MLVA a permis de distinguer 67 génotypes différents, dont 15 sont partagés par 2 isolats 

ou plus. Les génotypes ont été analysés grâce au logiciel Bionumerics et des dendrogrammes 

(Minimum Spanning Trees) ont été générés (figures 38-40). L’analyse des dendrogrammes permet de 

répondre à plusieurs questions épidémiologiques en lien avec la contamination récurrente du 

couvoir. La première de ces questions porte sur l’efficacité du protocole de désinfection, 

hebdomadaire mis en place entre chaque série d’éclosion. Un arbre généré en fonction des dates de 

prélèvements n’a montré aucun lien entre les génotypes, ce qui signifie qu’aucun génotype n’a été 

retrouvé avant et après la désinfection (figure 38). Il semble donc que le protocole de désinfection 

soit efficace et que la contamination récurrente soit liée à l’introduction de nouveaux isolats plus 

qu’à leur persistance dans les salles. 

 

Figure 38. Distribution des génotypes en fonction de la date de collecte des isolats dans la salle 3. 



 

 

122 Le typage d’Aspergillus fumigatus par MLVA 

L’analyse de la circulation des isolats dans le bâtiment est également un point essentiel à considérer 

sur le plan de la biosécurité. Pour cela un MST a été généré en fonction des salles dans lesquelles ont 

été collectés les isolats (figure 39). Cet arbre montre que les génotypes, dans leur grande majorité, 

n’ont été isolés que dans une seule salle. Seuls 4 génotypes ont été isolés dans deux salles 

conjointement.  

 

 

Figure 39. Distribution des génotypes en fonction des salles. 

 

Pour rendre compte de cette communauté d’isolats, plusieurs hypothèses peuvent être évoquées. La 

première est qu’une circulation d’air et donc de spores existe entre les salles. Cependant cette 

hypothèse s’avère peu probable après étude des plans du couvoir et étant donné le système 

d’aération de type « marche en avant ». La seconde hypothèse serait une origine commune à ces 

isolats qui ensuite se seraient dispersés dans les salles d’éclosoirs. Cette hypothèse est appuyée par 

la présence d’une pièce en amont des éclosoirs par rapport au système d’aération. Cette pièce est la 

salle de tri dans laquelle les œufs sont mirés et triés avant d’être mis à incuber dans les éclosoirs ou 

écartés. Une forte possibilité de contamination initiale de cette pièce est évoquée car la présence 

d’appareillages ne permet pas d’y effectuer un protocole de décontamination aussi efficace que dans 

les éclosoirs. Une contamination par A. fumigatus y est donc probable. 

Enfin, une question importante pour le couvoir fut de savoir si la contamination du couvoir pouvait 

être responsable d’aspergilloses chez les dindonneaux une fois arrivés dans les élevages. Pour cela 

nous avons testé deux isolats provenant de dindonneaux. Les deux génotypes de ces isolats s’avèrent 

proches mais différents de ceux isolés dans le couvoir à la même période (figure 40).  
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Figure 40. Comparaison des génotypes issus du couvoir et de ceux qui correspondent aux isolats 

provenant des élevages. 

 

Notre échantillonnage au sein du bâtiment n’étant certainement pas exhaustif, nous ne pouvons 

certifier que ces isolats proviennent ou non du couvoir. Cependant, les deux génotypes retrouvés 

chez les oiseaux d’élevage sont très proches l’un de l’autre (un seul marqueur de différence). De plus, 

bien que différents des génotypes isolés dans le couvoir, ces profils en sont tout de même assez 

proches. Le typage de nombreux isolats d’A. fumigatus au sein de notre laboratoire tend a montrer 

un regroupement des génotypes MLVA en fonction de leur origine géographique (Thierry et al., 

2010). La proximité génotypique de tous les isolats testés ici, y compris ceux issus des élevages, 

suggèrent donc une origine géographique commune. Cependant, n’ayant pas d’information sur la 

distance séparant les élevages du couvoir il est difficile d’interpréter ce regroupement. 
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3. Le typage de Chlamydophila psittaci par MLVA 

 

 

Article 2 

High resolution typing of Chlamydophila psittaci by multilocus VNTR analysis 

(MLVA) 

 

 

Publié le 17 décembre 2007 dans Infection, Genetics and Evolution 
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Les modèles animaux sont utilisés pour étudier différents aspects de la pathogénie des maladies 

(physiopathologie de la maladie, réponses immunitaires innée et acquise de l’hôte), pour valider de 

nouveaux tests de dépistage et pour évaluer l’efficacité de protocoles prophylactiques ou 

thérapeutiques (Patterson et al., 2005).  

L’objectif ultime de ces études est de diminuer l’incidence des maladies en améliorant la prévention, 

le diagnostic et le traitement.  

Le modèle choisi doit recréer le plus fidèlement possible la maladie ou le portage en fonction des 

objectifs de départ. Il doit être reproductible et établi selon un protocole standardisé et économique. 

Le protocole d’étude doit être validé par un comité d’éthique. Enfin, le modèle doit garantir 

l’obtention d’un certain nombre de paramètres quantifiables (Clemons et Stevens, 2005). 

Depuis plusieurs années, l’expérimentation animale fait l’objet d’une réglementation très stricte et 

des directives sont régulièrement diffusées pour promouvoir la « règle des 3R » (Remplacer, Réduire 

et Raffiner). Chaque fois que cela est possible, il est conseillé de remplacer les expériences sur animal 

par des expériences in vitro. Il convient également de réduire au minimum indispensable le nombre 

d’animaux utilisés. Enfin, par l’amélioration des techniques opératoires, il faut réduire la souffrance 

et le stress de l’animal tout en obtenant des résultats de meilleure qualité qui n’auront pas à être 

répétés. Le développement de techniques d’exploration fonctionnelle in vivo devrait permettre une 

réduction du nombre d’animaux utilisés, et de la pénibilité des expériences subies par l’animal de 

laboratoire. 
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1. Les modèles expérimentaux d’aspergillose 

 

1.1. Modèles utilisant des mammifères  

 

Plusieurs modèles ont été développés ces dernières années pour répondre au défi clinique, 

diagnostique et thérapeutique que constitue l’aspergillose invasive en milieu hospitalier.  

Le cochon d’Inde (Cavia porcellus) et le lapin (Oryctolagus cuniculus) ont été régulièrement utilisés 

mais le rat gris (Rattus norvegicus) et la souris (Mus musculus) sont les modèles les plus communs 

pour étudier l’aspergillose invasive humaine (Sheppard et al., 2004).  

Il n’y a aucun modèle d’aspergillose invasive universellement reconnu. Les modèles publiés varient 

en fonction de l'animal (l’espèce, le poids, l'âge, le sexe, le statut immunitaire) et des protocoles 

d’inoculations (différentes voies et concentrations de conidies infectantes).  

Les voies d’inoculation les plus fréquemment utilisées sont la voie intranasale et la voie 

intratrachéale. Cependant ce sont les modèles par inhalation chez la souris qui reproduisent le plus 

fidèlement les lésions observées lors d’autopsie de patients morts d’aspergillose invasive (Sheppard 

et al., 2004). Un modèle d’inoculation de rat par aérosolisation intratrachéale d’une solution de 

conidies a récemment été mis au point (Chandenier et al., 2009). Ce modèle s’est révélé très 

performant, facile d’exécution et a permis d’obtenir des résultats en accord avec ceux des modèles 

précédemment décrits chez la souris. 

Dans ces modèles, les animaux doivent être immunodéprimés (par injection de corticoïdes par 

exemple) avant inoculation.  

 

1.2. Modèles aviaires 

 

Les oiseaux présentent des caractéristiques anatomiques et physiologiques uniques (cf partie « Les 

oiseaux et les filières avicoles en France »). De ce fait les résultats obtenus sur des modèles utilisant 

des mammifères ne sont que très difficilement extrapolables aux oiseaux. La mise au point de 

modèles aviaires spécifiques est très rapidement apparue indispensable. Les premières observations 

d’aspergillose expérimentale datent de la fin du XIXième siècle, époque à laquelle Grohe (1869) et 

Block (1870) constatent que si l’on injecte par voie intraveineuse une suspension de spores de 

moisissures, les oiseaux succombent rapidement. Ces auteurs ont réalisé des expériences avec des 

spores d’Aspergillus glaucus, de Penicillium glaucum et des levures.  

Depuis, de nombreux modèles ont été décrits sur différentes espèces et avec différentes voies 

d’inoculation. Les espèces étudiées ont été la poule (Gallus gallus domesticus) (O’meara et Chute, 



 

 

143 Les modèles expérimentaux d’aspergillose 

1959 ; Taylor et Burroughs, 1973), la caille (Coturnix japonica) (Gümüssoy et al., 2004), la dinde 

(Meleagris gallopavo) (Kunkle et Rimler, 1996 ; Kunkle et Sacco, 1998 ; Kunkle et al., 1999 ; Richard et 

al., 1981 ; Richard et Thurston, 1983 ; Le Loc’h et al., 2006 ; Féménia et al., 2007) et plus rarement le 

pigeon (Columba livia) (Van Cutsem et al., 1989 ; Beernaert et al., 2008), le canard (Anas sp.) 

(Graczyk et al., 1998) et l’étourneau sansonnet (Sturnus vulgaris) (Atasever et Gümüssoy, 2004). 

Les inocula habituellement utilisés varient de 107 à 108 conidies par kg de poids vif (Gümüssoy et al., 

2004 ; Kunkle et Rimler, 1996 ; Kunkle et Sacco, 1998).  

Les différentes voies d’inoculation testées chez les oiseaux sont la voie aérienne (par génération d’un 

aérosol) (figure 37) (O’meara et Chute, 1959 ; Klimes et al., 1964 ; Richard et al., 1981 ; Richard et 

Thurston, 1983 ; Taylor et Burroughs, 1973 ; Van Cutsem, 1983), la voie intratrachéale (Graczyk et al., 

1998), la voie intra-sac aérien (Kunkle et Rimler, 1996 ; Kunkle et Sacco, 1998 ; Kunkle et al., 1999 ; Le 

Loc’h et al., 2006 ; Mazzola-Rossi, 2007 ; Féménia et al., 2007) et la voie intraveineuse (Atasever et 

Gümüssoy, 2004 ; Kunkle et al., 1999). L’inoculation aérienne a été obtenue à partir de spores sèches 

ou de spores humides. Pour obtenir un aérosol de spores sèches, il suffit de créer un courant d’air à 

la surface d’une culture sporulée. Pour obtenir un aérosol de spores humides, il faut utiliser un 

nébulisateur qui transforme une solution contenant des spores en un nuage de très fines 

gouttelettes. Une étude a comparé le pouvoir infectieux d’un aérosol constitué de spores sèches et 

d’un aérosol constitué de gouttelettes contenant des spores humides (Klimes et al., 1964). L’infection 

des oiseaux a été plus facilement obtenue à partir de l’aérosol contenant des spores sèches. 

 

 

Figure 41. Exemple de dispositif expérimental pour l’inoculation de spores sèches par voie aérienne à 

des oiseaux (Richard et al., 1981). 
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Le principal inconvénient des modèles animaux est la réponse très variable d'un individu à l'autre 

pour une même dose d'où la nécessité d'utiliser un grand nombre d'animaux ou des lignées 

génétiquement caractérisées, notamment chez le poulet. Il existe plusieurs statuts sanitaires chez 

certaines espèces aviaires comme le poulet, la dinde ou le canard. Ainsi il est possible d’utiliser des 

animaux axéniques (i.e. animaux « stériles »), Exempts d’Organisme Pathogène Spécifié ou EOPS (i.e. 

animaux dont la microflore ne présente pas les agents spécifiés sur une liste d’exclusion après 

contrôles) et conventionnels (i.e. animaux élevés dans les conditions habituelles). 

 

Notons qu’il existe aussi quelques modèles originaux qui ne font appel ni à des mammifères, ni à des 

oiseaux mais à des arthropodes (plus particulièrement les larves du lépidoptère Galleria mellonella) 

(Jackson, 2009 ; Renwick, 2006). Ces modèles restent pour l’instant marginaux mais ils répondent aux 

préoccupations de l’opinion publique et permettent de réduire l’utilisation d’animaux vertébrés.  
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1.3. Mise au point d’une infection expérimentale chez le poulet 

 

 

Article 3 

Assessment of Aspergillus fumigatus pathogenicity in aerosol-challenged 

chickens (Gallus gallus) belonging to two lineages 

  

 

Soumis le 22 décembre 2010 dans Veterinary Research 
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Abstract  

 

Infection due to the mold Aspergillus fumigatus remains a common and life-threatening infection in 

many animals, especially birds. Animal models are still required to better understand the 

physiopathology of infection and evaluate diagnostic tools and treatment procedures. The aim of the 

present study was to assess the pathogenicity of Aspergillus fumigatus in two lineages of chicken 

(Gallus gallus): SPF White Leghorn PA12 layers and conventional JA657 broilers. The 4-day old 

birds were experimentally infected in an inhalation chamber in order to reproduce a “natural” 

contamination and to obtain a large repartition of conidia into the respiratory tract. Half of the chicks 

was injected subcutaneously with dexamethasone for 4 days before the infective challenge. At days 0 

and 7, the effects of chicken lineage and immunosuppressive treatment on pulmonary fungal burden 

were analyzed using two linear mixed models. The pathogenicity of A. fumigatus varied according to 

the lineage: no clinical signs and no mortality were observed in layer chickens whereas more than 50% 

of mortality occurred in broilers. The effect of immunosuppressive treatment was also demonstrated, 

notably on animals weight but also on mortality. 
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1.  INTRODUCTION 

Aspergillosis, a fungal disease due to the development of molds of the genus Aspergillus, is a major 

cause of morbidity and mortality in humans and in a wide range of animals especially birds. Infection 

occurs via inhalation of conidia into the respiratory tract. The diagnosis of this infection remains 

difficult and there are limited treatment options. Aspergillosis has a worldwide distribution and has 

been reported in farm birds as well as in many wild species. Turkey poults in large confinement 

houses, quails, marine birds that are brought into rehabilitation, captive raptors, and penguins being 

maintained in zoological parks are commonly infected [28]. Young birds and immunocompromised 

hosts appear to be much more susceptible. In turkey poults, aspergillosis leads to consequential 

economic losses related to low productivity, mortality and carcass condemnations at slaughter 

inspection [20, 18]. 

Many different animal models have been described to evaluate both the diagnosis and treatment of 

infection and to assess the pathogenicity and virulence of Aspergillus fumigatus. Murine models are 

predominant but other models using birds have also been proposed. In previous investigations, 

experimental infection with A. fumigatus was carried out in chickens [27, 31], in turkeys [16, 17, 23, 

24, 25], in starlings [1], in ducks [11], in Japanese quails [4, 12], in pigeons [32] and in ostriches [33]. 

Several inoculation routes were tested (intravenously, intratracheally, intra-air sac, intrapulmonary and 

using aerosol) [7, 9, 12, 13, 16, 17, 21, 23, 24]. Variation of sensibility between avian species, and 

sometimes between lineages of the same avian species [10] was demonstrated. 

The aim of the present study was to assess the pathogenicity of Aspergillus fumigatus in two lineages 

of chickens (Gallus gallus). SPF layer chickens and conventional broiler chickens were 

experimentally infected in an inhalation chamber in order to reproduce a “natural” contamination and 

to obtain a large repartition of conidia into the respiratory tract. Half of the chicks was injected 

subcutaneously with dexamethasone for 4 days before the infective challenge. 

 

2. MATERIALS AND METHODS 

2.1.  Aspergillus fumigatus strain  

Aspergillus fumigatus strain CBS 144.89 was used for all experiments of the present study. This strain 

was initially isolated from a human patient with invasive aspergillosis in France and obtained from the 

Centraalbureau voor Schimmelculture, Utrecht, The Netherlands, 

To prepare the inoculum, the strain was grown on malt agar plates for 2 weeks at 37°C. Conidia were 

harvested by flooding the plates with sterile phosphate-buffered saline (PBS) containing 0.01% 

(vol/vol) Tween 20. The conidia were concentrated by centrifugation (at 4000g for 30 min) and 

counted using a Malassez counting chamber. 
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2.2.  Animals  

Two types of chickens were used in this study: SPF White Leghorn PA12 layer chickens (PFIE, INRA 

Tours, France) and conventional JA657 broiler chickens (Couvoir du Pin, Angers, France). Animals 

were received at 1-day old and immediately confined in filtered cages (Charles River, USA) inside a 

type III PSM, under a negative pressure. 

 

2.3.  Inhalation chamber 

To infect animals, we used a 37.5L closed Plexiglas box as aerosol chamber. The inoculum was 

introduced by aerosolizing a conidial suspension with a small particle nebulizer (Compressor 

Nebuliser Model NE-C29-E, Omron Corporation, Japan). This nebulizer produced aerosol output at 

0.06 mL/min with a MMAD (Mass Median Aerodynamic Diameter) of approximately 3µm. 

The compressor unit was connected by a tube to the nebulizer in the aerosol chamber. The compressor 

and the aerosol chamber were placed within a laminar flow hood in a negative pressure room during 

nebulisation.  

 

2.4.  Inoculum dose and time exposure 

Preliminary studies were performed to determine the best experimental design. We first tested 3 

inoculum doses (106, 107 and 108 conidia/mL) with a time exposure of 20 minutes, corresponding to a 

volume of 1.2 mL of inoculum. We then tested 2 doses (108 and 109 conidia/mL) with a time exposure 

of 30 minutes, corresponding to a volume of 1.8 mL. In conclusion of these 2 preliminary studies, we 

observed a good correlation between the inoculum dose and the amount of conidia found in the lungs 

just after inoculation (data not shown). We finally selected an inoculum dose of 109 conidia/mL and a 

time exposure of 1 hour in order to produce a massive exposure to aerosolized conidia. For all the 

experiments of the present study, the exposure time comprised two sets of 25 minutes of nebulization 

and 5 minutes of release. 

 

2.5.  Immunosuppression 

Chicks were injected subcutaneously with dexamethasone (Dexadreson, Intervet SA) at 5mg/kg of 

body weight daily for the first 4 days after hatching [6]. 

 

2.6. Experimental design 

The experimental design was submitted to an ethics committee. 

Two sets of fifty 1-day-old chickens were used. The first set was composed of SPF White Leghorn 

PA12 layer chickens and the second set included conventional JA657 broiler chickens. 
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Within each set, 3 groups were randomly constituted: the first group of 12 animals was used as 

negative control (group C for Control); the two other groups (D and S) of 19 animals each were 

inoculated with conidia. Birds from group D (for Dexamethasone) were treated with dexamethasone 

and birds from group S (for Saline solution) received a physiological saline solution injection. In the 

control group, half of the animals were injected with dexamethasone (groups C-D) while remaining 

birds received a physiological saline solution (groups C-S). 

Aerosol challenge was done on the fourth day after animal reception. At the end of exposure, 4 

chickens in group C and 5 chickens in groups D and S, were immediately sacrified by injection of 0.1 

mL of Nesdonal© and necropsied. 

All remaining chickens were daily weighed from day of inoculation to the end of the experiment 

(Figure 1). 

 

2.7. Necropsic examination 

A necropsy was done on all dead or sacrified animals. Internal organs were carefully inspected for 

macroscopical lesions and entire lungs were systematically collected. The trachea and left thoracic air 

sac were aseptically incised and their mucous membranes sampled with a sterile swab. The level of 

feather contamination was estimated by brushing the body with a sterile small carpet square. 

 

2.8. Mycology 

For each animal, one lung was weighed and grinded with French Potter in 6 mL sterile PBS containing 

0.01% (vol/vol) Tween 20. Two dilutions of each solution were seeded on malt chloramphenicol agar 

plates. Swabs and carpet squares were directly applied on malt chloramphenicol agar plates. 

Incubation temperature was 37°C. 

Growth and count of A. fumigatus colonies was assessed 2 days after plate inoculation. 

 

2.9. Multiple Locus VNTR Analysis (MLVA) 

MLVA was used to confirm that the infection originated from the inoculated strain. 

DNA isolation, PCR amplification and VNTR profile analysis were performed as described by Thierry 

et al. [30]. 

 

2.10. Statistical analysis 

The effects of chicken lineage (layer versus broiler) and of immunosuppressive treatment (groups D 

versus S) on animals weight were studied using a linear mixed model. Independent variable was the 

daily weight. Chicken lineage and immunosuppressive treatment were the fixed effects, whereas the 
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group (cage in which animals were housed) and the individual (the animal) were treated as a nested 

random effect. 

For each animals set, survival analysis was used to draw survival curves and to evaluate the effect of 

the immunosuppressive treatment on mortality, using an exact log-rank test. In dead animals, 

variations of pulmonary fungal burden according to the age at death were studied using a linear mixed 

model. The day of death was treated as a fixed effect and the group as a random effect. 

Finally, at day 0 and at day 7, the effects of chicken lineage (set 1 versus set 2) and of 

immunosuppressive treatment (groups D versus S) on pulmonary fungal burden were analyzed using 

two linear mixed models (one for the animals sacrified at day 0, and one for those sacrified at day 7). 

Independent variable was the log10 of the number of CFU per gram of lung. Chicken lineage and 

immunosuppressive treatment were fixed effects, whereas the group was treated as a random effect. 

All the analyses were conducted using R [29]. 

 

 

3. RESULTS 

3.1.  Weight 

In a global model including all animals from both sets, significant mean weight differences were 

observed due to the chicken lineage: animals from set 1 (layer chickens) were lighter than animals 

from set 2 (conventional broilers) (p<0.0001). Significant mean weight differences were also observed 

due to the immunosuppressive treatment (animals from groups S were heavier than those from groups 

D, p<0.0001) and to the aerosol challenge (control animals were heavier than experimentally infected 

ones, groups D and S, p = 0.02). Mean weights variations are summarized in figure 2.  

In set 2, a problem in room temperature control between day 4 and 5, led to a slight weight loss in 

chickens of all groups. 

 

3.2.  Clinical signs 

In the first set (layer chickens), none of the animals exhibited clinical signs during the experiment. 

In the second set (broiler chickens), clinical signs were observed in both groups D and S. Clinical 

signs included dyspnea, lateral recumbency and finally death (n=14). 

 

3.3.  Mortality 

In the first set (layer chickens), no mortality was observed. 

In the second set (broiler chickens), mortality occurred in both group D and S. Though more birds died 

in the first group, no significant difference was demonstrated (p = 0.35) (Figure 3).  
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3.4.  Pathological findings 

Control birds of both sets were devoided of macroscopical lesions. 

All inoculated birds of the first set (layer chickens) and animals of group S from second set (broiler 

chickens), exhibited few granulomas in air sacs. 

Immunocompromised chickens in the second set (broiler chickens), presented granulomatous foci, 

oedematous membranes and neo-vascularization on air sacs. Granulomas in lungs were also observed 

in some cases.  

 

3.5.  Mycological findings 

All mycological samples (including samples from feathers) leaded to negative results in control birds 

of both sets. 

An average of 3.104 CFU/g of lung was found in chickens sacrified immediatly after inoculation. No 

significant differences between the two sets (p = 0.43) or between dexamethasone exposed or non-

exposed animals (p = 0.74) were found for this value (Figure 4). 

No significant difference in pulmonary fungal burden was found in birds that spontaneously died 

during the experiments considering the day of death (p = 0.55).  

On the contrary, the number of viable conidia was significantly higher in broiler chickens sacrificed on 

day 7 than in layer chickens (p = 0.01) (Figure 4). However, no difference was observed between 

groups S and D (p = 0.13). Individual results in groups S were more variable than in groups D for the 

two sets, due to the fact that a greater number of animals had negative cultures (Figure 4). 

Fungal cultures from feathers, trachea and air sacs yielded similar results: a high level of 

contamination was found just after inoculation but cultures were negative at day 7. Only air sac swabs 

yielded positive results from one animal that died (n=14) during the experiment. 

 

3.6.  Molecular typing of A. fumigatus 

All A. fumigatus isolates (n=5) collected from the animals presented the same MLVA genotype as that 

of the reference strain (CBS 144.89) used for the nebulization. 
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4. DISCUSSION  

We developed and optimized an avian model of acute aspergillosis by aerosol inoculation. 

Considering the specificity of avian anatomy and physiology, we considered that this kind of model 

should be selected in order to further evaluate both the diagnosis and treatment of avian aspergillosis 

and to assess the pathogenicity and virulence of Aspergillus fumigatus in birds. Aerosol inoculation is 

supposed to allow a better distribution of conidia in respiratory tract in comparison to other routes like 

the intra-air sac, intratracheal or intrapulmonary injection, which notably bypass the upper respiratory 

system defences [5, 14, 16, 26]. The present model integrates all steps of the contamination including 

potential clearance mechanisms in the nasal cavities and primary airways. The main concern with 

aerosol inoculation is the standardization of conidia exposure. In preliminary studies, we demonstrated 

that the initial contamination level in lungs was reproducible and proportional to the concentration of 

the inoculum solution (data not shown).  

Administration of dry conidia clearly demonstrated a better efficiency than humid aerosol in terms of 

subsequent mortality and morbidity in birds [14]. However, aerosolization of conidia in solution 

allows a better control of the inoculated dose. 

In the present investigation, we performed immunosuppression in order to reduce individual variation 

of immune response and optimize the development of acute infection. The immunosuppressive 

treatment with dexamethasone was previously reported to suppress the PHA-elicited cutaneous 

basophile hypersensitivity (CBH) response in 5-day-old and 10-day-old chickens. A transitory 

decrease in bursa weight was also described in the 10-day-old chickens after treatment [6]. Repeated 

injection of dexamethasone depressed lymphocytes B and T and macrophages response [6]. 

Macrophages represent the first line of defence in lungs and have an important role in protection 

against fungal infection [9, 22]. Similar protocols have already been described in pigeons [2, 3] and 

turkeys [19]. In the present study, an acute aspergillosis was induced in broiler chickens. A variation 

in mortality rate, although not statistically significant, was observed between immunosuppressed and 

immunocompetent broilers (62.5% and 37.5 % of mortality, respectively). The chronology of deaths in 

the post-inoculation period differed also between immunosuppressed and immunocompetent broilers. 

Indeed, we observed deaths in immunosuppressed group overall period of 7 days whereas in the 

immunocompetent group the deaths occurred in a 2 days interval (days 3 and 4 post-inoculation).  

All birds were weighed daily during the experiment. The results confirmed the depressive role of 

dexamethasone on growth [6]. No significant differences were observed on fungal burden in lungs at 

any time between immunosuppressed and immunocompetent birds for both sets. 

The lineage (SPF layer breed versus conventional broiler breed) was clearly identified as the major 

factor that influenced the pathogenicity of A. fumigatus. Although no differences were observed in 

initial fungal burdens, an important variation in infection development was noticed: no mortality 

occurred in layer chickens whereas more than 50% of inoculated broilers died. Both lineages exhibited 
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the expected weight evolution considering the aims of their respective selection scheme. Broiler 

chickens are fast growers whereas layers are selected to produce eggs and conserve a light weight. The 

quantification of viable conidia in lungs at day 7 post inoculation, showed a significant difference 

between layers and broilers. Apparently, layer chickens were able to clear the infection much better 

than broiler chickens. 

The pulmonary fungal burden was quantified for all birds that died spontaneously during the 

experiment. No difference was observed whatever the date of death post inoculation. In fact, the final 

concentration of viable conidia appeared to be quite constant. This mycological parameter was also 

evaluated for all birds sacrificed at the end of experiment at 7 days post-inoculation. 

Immunosuppressed or immunocompetent SPF PA 12 layer chickens were proved to be resistant to the 

aerosol challenge and should not be used as models of avian aspergillosis. Immunosuppressed and 

conventional JA657 broiler chickens were much more susceptible. The difference between these two 

genetic types relied probably more to lineage than to health status (SPF versus conventional). The 

genetic selection of broilers on bodyweight may have impaired the efficacy of their immune defences 

[8, 15]. 

To rule out any possibility of contamination by ubiquitous conidia of Aspergillus, especially in 

dexamethasone treated groups, we characterized isolates by MLVA, a new method that was recently 

developed in our laboratory [30]. Using this typing method, it was possible to confirm that all A. 

fumigatus isolates collected during the experiment were corresponding to the inoculated strain (CBS 

144.89). 

In conclusion, the present study demonstrated the exacerbation of A. fumigatus pathogenicity in 

dexamethasone exposed conventional broiler chickens. These animals can be used in aspergillosis 

inhalational models. The aerosol inoculation of humid conidia was shown to be reproducible. In 

further investigations, the effect of repetitive or mixed inoculation could be assessed. 
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Figure 1. Protocol sequence. 
 

 

 

 
 
Figure 2. Mean weight variations of birds from set 1 (layer chickens) (left) and from set 2 (broiler 

chickens) (right), in control (grey triangles) and inoculated (black circles) animals, which were 

dexamethasone exposed (dashed line) or not (solid line). 

 

 



 

 

158 Les modèles expérimentaux d’aspergillose 

Figure 3. Survival time of groups D and S from set 2 (broiler chickens). 

 

 

Figure 4. Number of CFU from the lung tissue 5 minutes after inoculation (day 0) and at 7 days post-

inoculation (day 7). 
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2. Les modèles expérimentaux de chlamydiose (C. psittaci) 

 

2.1.  Modèles utilisant des mammifères 

 

Seuls deux modèles utilisant des mammifères ont été développés pour Chlamydophila psittaci. Le 

premier fut décrit pour la souche M56 sur le lapin (Iversen et al., 1976). Les animaux ont été inoculés 

par voie intraveineuse. L’infection a entraîné une forte perte de poids chez les animaux mais peu de 

mortalité, la bactérie a été retrouvée en plus grande quantité dans le système nerveux, le cœur et les 

reins. Dans le cadre de cette étude, trois souches de C. psittaci d’origine aviaire ont aussi été testées. 

Cependant, aucune mortalité n’a été observée. 

Le second modèle « mammifère » décrit pour C. psittaci est le veau (Bos taurus) (Reinhold et al., 

2009). Dans cette étude, la voie d’inoculation a été la voie intra-pulmonaire. Sous anesthésie, les 

animaux ont reçu une injection dans huit bronches. L’inoculum utilisé allait de 106 à 109 UFI (Unité 

Formant Inclusion). Une augmentation des signes cliniques a été observée en fonction de 

l’augmentation de l’inoculum. 

 

2.2. Modèles aviaires 

 

Du fait de l’importance de la maladie chez les oiseaux d’élevages et d’agréments, plusieurs modèles 

aviaires ont été décrits pour C. psittaci. Le premier modèle aviaire été réalisé en 1959 par Page (Page, 

1959). Des dindes ont été inoculées par aérosol ou voie orale. La souche utilisée par Page a depuis 

été typée comme appartenant au sérovar D (Andersen, 1991). Cette étude a démontré que, chez les 

dindes infectées par voie aérienne, les Chlamydiae étaient présentes dans les poumons, les sacs 

aériens et le sac péricardique 4 heures après l’inoculation. Dans les 48 heures suivant l’exposition, les 

Chlamydiae étaient présentes dans le sang, la rate, le foie et les reins. A 72 heures post inoculation, 

elles se trouvaient aussi dans la moelle osseuse, les organes reproducteurs et les muscles. Plus tard, 

les bactéries étaient retrouvées au niveau des cornets nasaux et du cloaque. Les animaux inoculés 

par voie orale n’ont montré aucun signe clinique. 

Depuis, d’autres modèles expérimentaux aviaires de chlamydiose ont été décrits, notamment sur des 

oiseaux sauvages comme des étourneaux (Sturnus vulgaris), des Quiscales (Quiscalus quiscula), des 

vachers à têtes brunes (Molothrus ater), et des colombes incas (Cardafella inca) ainsi que des 

tourterelles (Zenaidura macroura), mais aussi et surtout  sur des  oiseaux d’élevages (Grimes et al., 

1979 ; Takahashi et al., 1988). La principale espèce étudiée est la dinde (Page, 1959 ; Grimes et al., 
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1979 ; Vanrompay et al., 1999 ; Verminnen et al., 2010), cependant des études ont aussi été menées 

sur le poulet (Takahashi et al., 1988), sur des cailles (Takashima et al., 1996) ainsi que sur certaines 

espèces de Psittacidés comme la perruche (Melopsittacus undulatus) (Harkinezhad et al., 2009c) ou 

le perroquet (Amazona viridigenalis) (Gylstorff et al., 1984). 

Plusieurs inocula ont été testés lors de ces études allant de 102 à 108 bactéries injectées par animal 

(Takashima et al., 1996 ; Vanrompay et al., 1999).  

Plusieurs voies d’inoculation ont aussi été testées chez les oiseaux comme la voie aérienne 

(Vanrompay et al., 1999 ; Harkinezhad et al., 2009c), la voie intra-sac aérien (Takahashi et al., 1988), 

la voie orale (Takahashi et al., 1988) et la voie parentérale (Vanrompay et al., 2001). 

Tous ces modèles furent décrits afin de caractériser la maladie et d’en étudier la physiopathologie. 

Pour certains, ils ont ensuite servis à tester l’efficacité de vaccin (Vanrompay et al., 1999 ; 

Harkinezhad et al., 2009c ; Verminnen et al., 2010). 

 

 

 

2.3. Mise au point d’un modèle de portage intestinal chez le canard 

mulard 

 

En élevage de dindes, les infections à C. psittaci sont responsables de pertes de poids chez les 

oiseaux, de saisies à l’abattoir et de mortalités entrainant des pertes économiques (Anderson et al., 

1978 ; Andersen et Vanrompay, 2003). A ce titre, des modèles expérimentaux d’infections 

respiratoires pour cette espèce sont à l’heure actuelle bien documentés (Vanrompay et al., 1994, 

1995b ; Van Loock et al., 2006 ; Harkinezhad et al., 2009c). 

La problématique posée par ce pathogène dans les élevages de canards est bien différente. En effet, 

chez le canard, l’infection se caractérise par un portage intestinal asymptomatique très répandu, 

notamment pour la filière canard gras (Léon et al., 2004 ; Guérin et al., 2006). Le problème est 

surtout un problème de santé publique en raison des nombreux cas humains de psittacoses déplorés, 

dont certains sévères, en lien avec ce type d’élevage (Hinton et al., 1993 ; Laroucau et al., 2009a ; 

Harkinezhad et al., 2009b). L’origine de cette contamination est mal connue. En effet, la part des 

transmissions verticale et horizontale dans le développement de cette infection est encore mal 

évaluée. Aussi, l’excrétion massive des animaux observée, pour certains lots, alors qu’ils sont sur les 

parcours suggère un éventuel rôle de l’environnement  dans la transmission de l’infection. 

Le port d’Equipements de Protection Individuelle (EPI) est très largement conseillé dans le milieu 

professionnel pour limiter les risques d’exposition des personnes au contact des animaux excréteurs. 

Toutefois, le port de ces EPI se révèle parfois difficile au regard des conditions de travail.  
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Pour réduire le niveau d’excrétion des animaux, des traitements antibiotiques peuvent être mise et 

place. Cependant, leur utilisation dans le cadre du traitement prophylactique des animaux est 

difficilement envisageable étant donné le nombre important de lots qu’il faudrait traiter et les 

conséquence que cela pourrait avoir sur ’apparition de résistance aux molécules utilisées. Ce 

phénomène à dores et déjà été décrit en élevage de porcs, pour des souches de C. suis devenues 

résistantes aux tétracyclines (Andersen et Rogers, 1998b ; Lenart et al., 2001 ; Di Francesco et al., 

2008 ; Sandoz et Rockey, 2010). 

Pour mettre en place des actions visant à réduire l’excrétion, il y a une réelle nécessité de 

comprendre comment se développe l’infection au sein d’un lot. Les objectifs de cette première étude 

expérimentale ont été de vérifier si l’administration orale d’une suspension de C. psittaci permettait 

de reproduire ce qui était observé en élevage, c’est à dire un portage asymptomatique (excrétion de 

la bactérie, sans aucun signe clinique) et si une contamination inter-animale était possible. 

 

2.3.1. Matériels et méthodes 

 

2.3.1.1. Inoculum 

 

La souche utilisée pour l’expérimentation, est une souche de C. psittaci appartenant au  génotype 

E/B (souche 06-859). Cette souche a été  isolée par culture sur œufs embryonnés de poules à partir 

d’un écouvillon cloacal prélevé sur un canard ne présentant pas de signes cliniques particuliers. 

L’inoculum a été préparé à partir de membranes vitellines qui ont  été au préalable broyées à l’aide 

de billes avec du milieu 2SP complet (milieu Sucrose Phosphate 2X additionné de vancomycine, 

gentamycine, amphotéricine B et de Sérum de Veau Fœtal). Après, une centrifugation à 2000 rpm 

pendant 10 min, le surnageant a été aliquoté et congelé à -80°C. Les dilutions des inocula ont ensuite 

été faites extemporanément (1/100 et 1/10000) en PBS.  

 

2.3.1.2. Animaux 

 

Un total de 176 canetons mulards conventionnels non sexés âgés de 4 jours ont été utilisés pour 

cette étude. Les canetons ont été répartis en 3 groupes de 50 animaux (Groupes 1, 2 et 3) et un 

groupe contrôle de 26 animaux (Société Eclosion – Couvoir de Saint Branchs, Saint Branchs, France). 
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2.3.1.3. Protocole expérimental 

 

Les animaux des groupes 1, 2 et 3 ont été confinés dans trois cellules séparées de l’animalerie A3 de 

l’INPREST (INRA Tours, France). Les 26 animaux constituant le groupe contrôle ont été hébergés à 

l’extérieur des installations protégées.  

Au sein des groupes 1, 2 et 3, 43 animaux ont été inoculés avec respectivement, l’inoculum pur, 

l’inoculum dilué au 1/100ème (10-2) ou l’inoculum dilué au 1/10000ème (10-4). L’inoculation orale a été 

effectuée par gavage de 200 µL d’inoculum. Les 7 animaux restants dans chaque groupe (animaux 

sentinelles) ont été bagués et ont reçus 200 µl de PBS. Ces animaux ont été placés au contact des 

autres animaux inoculés afin de rendre compte d’une éventuelle contamination inter-animale. 

Ensuite, 7 animaux inoculés de chaque groupe ont régulièrement été sacrifiés à J1, J4, J7 et J10 post 

infection. Les animaux sentinelles (non inoculés) ont été sacrifiés à J10 ainsi que 7 animaux du 

groupe contrôle (figure 42). 

Avant l’inoculation, 14 canetons contrôles ont été sacrifiés (animaux âgés de 4 jours) afin de rendre 

compte du statut initial des animaux vis-à-vis de C. psittaci. 

 

 

 

Figure 42. Chronologie du protocole. 
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2.3.1.4. Autopsies 

 

Sur chacun des animaux sacrifiés, une autopsie a été pratiquée après la réalisation d’un 

écouvillonnage cloacal. Les organes suivants ont été prélevés : la rate, le foie, les poumons ainsi que 

différentes parties de l’intestin (le duodénum, le jéjunum, l’iléum, le cæcum et le rectum) (figure 6). 

Les prélèvements ont été conservés à -20°C jusqu’à leur analyse. 

 

2.3.1.5. Traitement des échantillons par PCR 

 

Chacun des organes a été pesé.  Après extraction à l’aide du kit QIAmpDNA mini kit (protocole 

« tissue », Qiagen, Courtaboeuf, France), l’ADN a été élué dans 200 µl de tampon d’élution. 

Les écouvillons ont été traités avec le même kit mais selon le protocole « swab » et l’ADN a été élué 

dans 150 µl de tampon d’élution. 

Les ADN extraits ont été analysés à l’aide d’une PCR en temps réel (Ehricht et al., 2006). Cette PCR se 

base sur la détection d’une séquence du gène de l’ARN ribosomal 23S et utilise les amorces Ch23S-F 

(5’-CTGAAACCAGTAGCTTATAAGCGGT-3’), Ch23S-R (5’-ACCTCGCCGTTTAACTTAACTCC-3’), et la sonde 

Ch23S-p (FAM-5’-CTCATCATGCAAAAGGCACGCCG-3’-TAMRA). Chaque mélange réactionnel 

comprend 2 µL d’ADN à tester, 10 µL de Universal Mastermix 2X (Applied Biosystems), 0.5 µL de 

chaque amorce (25 µM),  2 µL de sonde (1 µM), et 5 µL d’eau. Le protocole d’amplification était le 

suivant : 95°C pendant 10 min puis 50 cycles comprenant une étape à 95°C pendant 15 s et une 

étape à 60°C pendant 60 s.  

L’utilisation d’une gamme d’ADN titrée lors de chaque PCR a permis de quantifier le nombre de 

copies de génomes présents dans chaque échantillon. Cette valeur a ensuite été ramenée au poids 

de chacun des organes et un nombre de copies de génomes de Chlamydiaceae par gramme d’organe 

(Nb de copies/g) a ainsi pu être attribué à chacun des prélèvements. Dans le cas des écouvillons, le 

résultat correspond au nombre de copies de génomes de Chlamydiaceae par écouvillon (Nb de 

copies/écouvillon). 

 

2.3.1.6. Culture des isolats sur œufs 

 

Afin de vérifier la viabilité des bactéries détectées chez les animaux inoculés, les cæca des animaux 

du lot pur à J10 ont été mis en culture.  

 Ces prélèvements ont été broyés à l’aide de billes avec du milieu 2SP complet. Après, une 

centrifugation à 3000 rpm pendant 10 min, le surnageant a été prélevé puis additionné de 
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vancomycine, streptomycine, kanamycine et de nystatine. Le mélange a ensuite été inoculé à 5 œufs 

de poules embryonnés. Les œufs ont été mirés quotidiennement. La membrane vitelline des 

embryons morts a été analysée par PCR. 

 

2.3.1.7. Séquençage partiel du gène ompA 

 

Le gène ompA des souches isolées a été partiellement séquencé à l’aide des amorces 5GPF (5'-

ACGCATGCAAGACACTCCTCAAAGCC-3') et 3GPB (5'-ACGAATTCCTAGGTTCTGATAGCGGGAC-

3') (Kaltenboeck et al., 1993). La PCR a été réalisée dans un volume de 50 µl, contenant 5-10 ng 

d’ADN, 1 X de tampon de PCR, 1 Unité de Hot start Taq DNA polymerase (Qiagen), 0.25 µM de 

chaque dNTP (deoxynucleotide triphosphate) et 0.5 µM de chaque amorce. Le cycle de température 

utilisé comprenait une étape de dénaturation à 95°C pendant 15 min suivie de 45 cycles consistant 

en une dénaturation à 95°C pendant 30 s, une hybridation des amorces à 59°C pendant 1 min, et une 

élongation à 72°C pendant 1 min 30 s. Une élongation finale de  10 min  à 72°C a été réalisée. Les 

échantillons ont été purifiés à l’aide du QIAquick PCR Purification Kit (Qiagen, Courtaboeuf, France), 

et séquencés par Europhins MWG Operon. 

 

2.3.1.8. Analyse statistique 

 

Chez les animaux inoculés, la relation entre le nombre de copies de génomes et le type de 

prélèvement (organe ou écouvillon) ainsi qu'avec la dose inoculée a été analysée. Ces relations ont 

été analysées séparément chez les animaux sacrifiés à J1, J4, J7 et J10 PI, grâce à quatre modèles 

linéaires mixtes. La variable à prédire était le log10 du nombre de copies de génome. Les variables 

étudiées étaient le type de prélèvement (l'un des huit organes étudiés ou l’écouvillon) et la dose 

inoculée (codée comme une variable qualitative à trois classes: inoculum pur, dilué à 10-2 ou dilué à 

10-4). La corrélation entre  les prélèvements issus d'un même animal a été prise en compte en 

définissant l'individu comme variable aléatoire. 

Le nombre de copies de génomes J10 PI obtenu chez les animaux inoculés a été comparé avec celui 

obtenu chez les animaux sentinelles. A cet effet, un modèle linéaire mixte a été utilisé. La variable à 

prédire était le log10 du nombre de copies de génomes. Les variables explicatives étaient l'organe 

(même codage que ci-dessus); le fait que l'animal ait été inoculé ou pas (variable binaire, oui/non); 

ainsi que la dose (pour les animaux inoculés: la dose inoculée; pour les animaux contacts : la dose 

inoculée aux canetons avec lesquels ils ont été mis en contact) (même codage que ci-dessus). Là 
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encore, la corrélation entre les prélèvements issus d'un même animal a été prise en compte en 

définissant l'individu comme variable aléatoire. 

 

2.3.2. Résultats 

 

2.3.2.1. Signes cliniques 

 

Après l’inoculation, aucun signe clinique n’a été observé chez les animaux hormis une légère diarrhée 

pour les animaux du groupe 1 (inoculum pur). Aucune lésion n’a été observée lors des autopsies, 

pour aucun des lots. 

 

2.3.2.2. Analyse PCR sur les organes 

 

 

Analyse moyenne des organes 

 

La moyenne du nombre de copies de génomes de Chlamydiaceae de tous les organes et de tous les 

animaux pour chacun des groupes a été faite. Sur la période étudiée (10 jours PI), une augmentation 

du nombre de copie de génomes a été observée pour les trois groupes, témoignant d’une 

multiplication bactérienne au sein de l’animal, après l’administration orale (figure 43).  

Un effet dose est observé sur le développement de l’infection. En effet, pour les animaux inoculés 

avec la dose la plus concentrée (inoculum pur), la valeur maximum de nombre de copies de génomes 

est atteinte dès J4 PI, alors que pour les animaux inoculés avec les doses 10-2 et 10-4, elle n’est 

atteinte respectivement qu’à J7 et J10 PI. 

L’analyse des organes des animaux sentinelles (notés C) sacrifiés à J10 PI a mis en évidence un niveau 

de contamination équivalent à celui observé chez les animaux inoculés pour les 3 groupes (p = 0.09) 

(figure 43).  
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Figure 43. Cinétique de contamination des animaux par lots (rond : inoculum pur, carré : inoculum 

dilué à 10-2, triangle : inoculum dilué à 10-4) en fonction du temps. (C) Animaux sentinelles à J10. ( ) 

Animaux contrôles. 

 

 

Analyse par organe 

 

La comparaison de la charge bactérienne des différents organes en fonction des groupes et du temps 

a été effectuée (figure 44). Une distribution inégale de la charge bactérienne a été observée au sein 

de l’organisme hôte. En effet, une forte contamination de la rate, du foie ainsi que du tractus 

intestinal « inférieur » (i.e. iléum, cæcum et rectum) a été observée, alors que celle des poumons et 

du tractus intestinal « supérieur » (i.e. duodénum et jéjunum) s’est révélée en moyenne 10 fois 

moindre. Le cæcum est significativement l’organe le plus contaminé (p<0.001) quelque soit le lot, et 

le statut des animaux (infectés ou sentinelles). La distribution de la charge bactérienne entre les 

animaux inoculés et les sentinelles est comparable pour l’ensemble des organes. 

Aucune Chlamydiaceae n’a été détectée dans les organes des animaux contrôles sacrifiés à J0 et J10 

PI (figure 44). 
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Figure 44. Evolution de la contamination des organes en fonction de la dose inoculée (rond : pur, 

carré : 10-2, triangle : 10-4) et du temps. A : Rate ; B : Foie ; C : Poumon ; D : Duodénum ; E : Jéjunum ; 

F : Iléum ; G : Cæcum ; H : Rectum ; I : Ecouvillon cloacal. 

(C) Animaux sentinelles à J10. ( ) Animaux contrôles. 

 

 

Analyse des écouvillons 

 

L’analyse des écouvillons cloacaux effectués sur les animaux avant l’inoculation (n=14) a mis en 

évidence la présence de C. psittaci, à un faible taux, chez la plupart d’entre eux (11/14). Le 

séquençage partiel du gène ompA à partir d’un de ces prélèvements (le seul ayant un titre suffisant 

pour envisager un séquençage) a révélé une séquence identique à celle de la souche inoculée 

(génotype E/B, sous génotype 06-859). 
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Les écouvillons cloacaux réalisés à J10 PI sur les animaux du lot contrôle se sont tous révélés négatifs 

excepté un animal très légèrement positif.  

Pour les lots inoculés, l’excrétion cloacale observée pour chacun des lots reflète fidèlement ce qui a 

été observé au  niveau des organes. 

 

2.3.2.3. Réisolement de la souche et caractérisation moléculaire 

 

Les 7 cæca collectés à partir des animaux du lot 1 à J10 PI et à partir des animaux sentinelles du lot 1 

à J10 PI ont été inoculés à des œufs embryonnés de poules. Trois souches ont été réisolées à partir 

de chacun de ces deux lots d’animaux. 

Les séquences du gène ompA de ces 7 isolats étaient identiques à la séquence de la souche inoculée 

(séquence E/B_06-859). 

 

2.3.3. Discussion 

 

La souche de C. psittaci utilisée pour cette étude a été isolée à partir d’un canard ne présentant pas 

de signes cliniques lors d’une enquête menée dans un élevage suite à un cas de contamination 

humaine (Laroucau et al., 2009). L’inoculation de cette souche par voie orale à des canetons mulards 

âgés de 4 jours a permis d’induire une multiplication de la bactérie au sein de l’hôte. Aucun signe 

clinique ni aucune lésion n’ont été observés chez les animaux durant cette expérimentation, quelle 

que soit la dose de l’inoculum, signifiant le développement d’une infection asymptomatique.  

Un impact de la dose inoculée sur le développement de l’infection a été démontré. En effet, pour les 

animaux inoculés avec la dose la plus concentrée (inoculum pur), la valeur maximum de nombre de 

copie de génomes a été atteinte dès J4 PI, alors que pour les animaux inoculés avec les doses 10-2 et 

10-4, elle ne l’a été respectivement qu’à J7 et J10 PI. L’analyse des écouvillons a aussi montré des 

résultats comparables à la contamination observée dans les organes. Ces dernières données 

confirment la pertinence de la réalisation d’un tel prélèvement afin de d’étudier l’excrétion chez un 

animal infecté par C. psittaci. 

L’analyse des organes a mis en évidence une distribution anatomique de la charge bactérienne 

inégale au sein de l’hôte. En effet, les résultats ont montré une présence de la bactérie dans tous les 

organes testés mais à des niveaux différents. En effet, une forte contamination de la rate, du foie 

ainsi que du tractus intestinal « inférieur » (i.e. iléum, cæcum et rectum) a été observée, alors que 
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celle des poumons et du tractus intestinal « supérieur » (i.e. duodénum et jéjunum) s’est révélée en 

moyenne 10 fois moindre. 

Quelle que soit la dose inoculée, l’organe le plus contaminé a été le cæcum, et ce à tous les temps 

d’analyse. Cette observation montre la proximité de ce modèle avec les infections à Salmonella 

enteritidis décrites chez le poulet (Duchet-Suchaux et al., 1995, 1997) ou encore avec les infections à 

Chlamydia suis décrites chez le porc (Guscetti et al., 1998). Les modèles de portage développés pour 

les salmonelles chez le poulet ont démontré un fort taux de contamination de la rate, du foie et des 

cæca associé à une persistance accrue de la bactérie dans ces organes en comparaison des autres 

organes testés. Dans les modèles de portage porcin de C. suis la charge bactérienne a aussi montré 

une localisation prééminente au niveau du petit intestin. 

L’introduction d’animaux sentinelles dans chacun des lots a permis de constater qu’à 10 jours PI, 

ceux-ci sont tout autant excréteurs et contaminés que les animaux inoculés. La transmission à 

d’autres animaux se fait donc très rapidement. Une cinétique d’abattage des animaux contacts dans 

le futur pourrait permettre de définir avec précision leur contamination. Dans de futures 

expérimentations, il pourrait être intéressant de n’inoculer qu’un nombre restreint d’animaux 

(inverser la proportion par exemple) et voir les mécanismes de diffusion. 

Avant l’inoculation, certains animaux se sont révélés faiblement excréteurs. Ces animaux étant 

conventionnels (i.e. non EOPS), la contamination a pu avoir lieue via la mère (transmission verticale 

transovarienne) (Guérin et al., 2006).  Cependant, les analyses à 10 jours PI n’ont pas montré de fort 

niveau d’excrétion comme observé chez les animaux inoculés. Des analyses menées à 4 et 12 

semaines PI (données non montrées) chez les animaux survivants issus du lot contrôle, ont mise en 

évidence un seul animal très faiblement positif à l’âge de 4 semaines et aucun animal excréteur à 

l’âge de 12 semaines. Cette charge bactérienne initiale détectée n’a donc pas été suffisante pour 

entrainer le développement d’une infection et un portage, les résultats obtenus sur les lots contrôles 

à partir des organes notamment en atteste. Cette transmission verticale n’est pas rare, une étude a 

mis en avant une contamination de 20 % des canetons issus d’un parquet de reproducteurs dont 5 

femelles sur 20 présentaient une charge bactérienne modérée (Guérin et al., 2006). 

Les souches ré-isolées des organes ont présenté, sur la base de la séquence partielle gène ompA, les 

mêmes caractéristiques de la souche inoculée. La souche détectée chez les animaux contrôles avant 

inoculation s’est avérée indifférentiable de la souche inoculée. 

Une partie de chaque organe prélevé a été conservée afin de mener des analyses histologiques. Ces 

analyses permettront d’étudier la réponse cellulaire précise de l’hôte vis-à-vis de l’agent pathogène. 

Le niveau de contamination s’est révélé uniforme au sein de chacun des groupes, la charge 

bactérienne étant équivalente pour l’ensemble des animaux de chacun des groupes. 
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L’inoculum a été aliquoté et conservé à -80°C. Un titrage par la technique des plages de lyse 

(Rodolakis et al., 1977) sera très prochainement réalisé. 

Lors de cette étude, le temps d’expérimentation a été limité à 10 jours afin d’étudier les phases 

précoces de l’infection (ce temps a aussi été déterminé en fonction de ce qui se faisait chez 

Salmonella). il serait intéressant d’étudier l’évolution de l’infection à C. psittaci sur une plus longue 

durée, le niveau d’excrétion semblant décroitre dans le temps chez les animaux naturellement 

infectés. 

Cette étude a été réalisée sur des canetons. En raison de la différence d’immunité existante entre les 

jeunes oiseaux et les adultes (Ask et al., 2007), il serait intéressant d’étudier le développement de 

l’infection chez des oiseaux adultes et voir si l’infection se met en place d’une façon comparable. 

La dose infectante la plus adéquate semble donc correspondre à l’inoculum 10-2. En effet, cette dose 

permet d’obtenir un développement bactérien autorisant une bonne observation du déroulement de 

l’infection (qui s’installe doucement, et ne sature pas trop vite). 

En conclusion, cette étude a permis de reproduire un portage intestinal  sans signe clinique apparent 

de Chlamydophila psittaci chez le canard mulard, ce qui est comparable aux observations faites en 

élevage. Une meilleure connaissance des modes de transmission de ce pathogène au sein des 

élevages de canards pourrait fournir de nouveaux moyens de luttes. Ce modèle animal pourrait aussi 

être utilisé dans le cadre de l’évaluation de traitements ou de vaccins visant à abaisser le niveau 

d’excrétion par les canards afin de limiter l’exposition des professionnels, des congénères et 

éventuellement, de la faune sauvage. 
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Le premier objectif de ce travail de thèse a consisté à étudier la diversité génétique d’isolats 

d’Aspergillus fumigatus et de Chlamydophila psittaci provenant d’élevages avicoles. La technique 

MLVA a été appliquée pour les deux pathogènes et s’est révélée discriminante, facile à mettre en 

œuvre, stable et reproductible. 

Le second objectif a été de mettre au point des modèles d’infection expérimentale permettant de 

reproduire le plus fidèlement possible l’infection des oiseaux par Aspergillus fumigatus ou 

Chlamydophila psittaci. 

 

 

1. Diversité génétique d’Aspergillus fumigatus 

 

Lors du travail de thèse, nous avons décrit une nouvelle méthode de typage d’Aspergillus fumigatus 

basée sur le polymorphisme de 10 marqueurs VNTR. La méthode MLVA s’est révélée très 

discriminante et a permis un regroupement intéressant des génotypes. L’analyse par MST (Minimum 

Spanning Tree) des 255 génotypes obtenus à partir des 330 isolats examinés, a permis de mettre en 

évidence trois clusters principaux. Un premier cluster inclut la plupart des isolats collectés sur des 

oiseaux en France, un second cluster contient la majorité des isolats provenant de Chine et enfin un 

troisième cluster comprend la plupart des isolats collectés dans un couvoir français. Il existe donc un 

regroupement des génotypes en fonction de l’origine géographique des isolats. Cependant, l’analyse 

n’a pas permis de différencier les génotypes correspondant à des isolats provenant d’élevages du 

même département en France ou de la même province en Chine. Ces résultats suggèrent donc un 

regroupement géographique des isolats à une échelle assez large. 

Afin de confirmer ce regroupement et d’évaluer la « limite de discrimination géographique » de la 

MLVA, il est nécessaire de typer des isolats provenant d’autres origines plus ou moins éloignées. Il 

serait également intéressant de vérifier la stabilité des « profils géographiques » au cours du temps. 

Pour cela, il faudrait recueillir des isolats dans des élevages d’une même région plusieurs années de 

suite. 

Aux vues des résultats obtenus pour A. fumigatus, il est sans doute possible de développer une 

méthode de typage MLVA pour les autres espèces du genre Aspergillus. Parmi toutes les espèces 

décrites, A. flavus serait le tout premier candidat. En effet, A. flavus la deuxième espèce mise en 

cause lors d’aspergillose chez l’homme en Europe et elle semble prépondérante en Arabie Saoudite, 

en Tunisie et dans plusieurs autres pays africains (Hadrich et al., 2010). Par ailleurs, A. flavus est 

capable de produire des aflatoxines (Hesseltine et al., 1966) et il pourrait être intéressant de définir 

des VNTR en rapport avec la mycotoxinogénèse. 
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Une perspective possible du travail de thèse serait de comparer les résultats du typage MLVA avec 

ceux d’autres méthodes telles que les microsatellites et le CSP-typing. L’analyse du polymorphisme 

des microsatellites demeure la méthode la plus utilisée dans le cadre d’études épidémiologiques. Elle 

bénéficie d’un pouvoir discriminant très élevé (De Valk et al., 2008). Une étude a aussi montré la 

capacité de cette technique à regrouper les génotypes en fonction de leur origine (Balajee et al., 

2008). Le CSP-typing est une méthode plus récemment décrite qui, bien que moins discriminante que 

les microsatellites, s’est relevée capable de regrouper les génotypes en fonction de leur origine 

épidémique avec un lien très fort avec les résultats de la RFLP Afut1 (Balajee et al., 2007). 

Au cours de ce travail de thèse, nous avons démontré la présence d’une insertion de 450 pb au sein 

du marqueur Asp_20 chez certains isolats. Cette insertion correspond à un gène codant pour une 

endonucléase. Cette séquence semble donc être un transposon, c’est-à-dire une séquence ADN 

capable de se cliver et de se réinsérer à d’autres endroits du génome. Une caractérisation plus 

précise de cette séquence et de son rôle biologique est souhaitable. 

Trois des 10 marqueurs VNTR sélectionnés se localisent dans des régions codantes de gènes. Il serait 

donc intéressant de déterminer l’impact de la variation du nombre de répétition dans ces marqueurs 

sur le génome, les protéines générées et donc sur la biologie du champignon. 

D’autre part, lors du travail de thèse, nous avons évalué l’intérêt de la MLVA pour A. fumigatus dans 

le cadre d’une enquête épidémiologique au sein d’un couvoir de dindes. Les résultats du génotypage 

des isolats collectés dans cet environnement ont permis de répondre à plusieurs questions 

concernant l’impact des protocoles de désinfection sur la contamination, le mode de circulation des 

isolats au sein du bâtiment ou encore le lien possible entre les isolats environnementaux du couvoir 

et des isolats issus d’animaux provenant du couvoir.  

Afin de confirmer l’intérêt de la méthode MLVA dans le cadre d’études épidémiologiques, il serait 

intéressant de mener d’autres études notamment au sein d’élevages régulièrement exposés à une 

contamination massive ou régulière par A. fumigatus. 

 

2. Diversité génétique de Chlamydophila psittaci 

 

Pour Chlamydophila psittaci, la technique MLVA mise au point lors du travail de thèse repose sur la 

détection de 8 marqueurs VNTR répartis sur l’ensemble du génome de la bactérie. Au total, 170 

isolats ont été examinés ce qui a permis de définir 20 génotypes différents. La technique MLVA s’est 

avérée plus discriminante que les méthodes décrites précédemment (le sérotypage et PCR-RFLP). 

Cependant, la MLVA n’a pu différencier dans tous les cas les isolats de génotype PCR-RFLP B et E. Par 

ailleurs, le profil MLVA obtenu pour le génotype PCR-RFLP E/B est identique à celui obtenu pour le 

génotype PCR-RFLP C. A partir des profils MLVA, l’analyse par UPGMA a conduit à un regroupement 
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intéressant des profils MLVA. Les isolats de sérotype/génotype PCR-RFLP A sont regroupés, ainsi que 

les deux isolats de sérotype/génotype PCR-RFLP D et enfin le seul sérotype/génotype PCR-RFLP H 

testé se trouve dans une branche séparée des autres. On note également que 22 des 26 isolats de 

sérotype/génotype PCR-RFLP B sont regroupés au sein d’une seule et même branche de l’arbre.  

La grande majorité des isolats examinés lors du travail de thèse appartient au génotype A (122/170). 

La forte proportion de ce génotype, le plus souvent isolé lors de diagnostic de chlamydiose chez les 

Psittacidés, peut introduire un problème de sur-représentation dans notre analyse. Pour la suite de 

ce travail de thèse, il conviendrait donc d’inclure un plus grand nombre de souches appartenant aux 

autres génotypes  

Il serait aussi intéressant de comparer les résultats obtenus grâce à la MLVA avec d’autres méthodes 

de génotypage comme la MLST ou encore le séquençage de la MOMP sur un grand nombre 

d’échantillons. Récemment, l’application de la technique MLST, technique basée sur l’analyse des 

séquences de 7 gènes de ménage, à l’espèce C. psittaci a mis en avant un lien entre les génotypes et 

l’hôte (Pannekoek et al., 2010). Ce type de regroupement des génotypes s’avère tout à fait 

concordant avec les résultats obtenus grâce à la technique MLVA. Cette étude a aussi permis 

d’avancer des hypothèses évolutives sur ce pathogène, notamment sur l’adaptation à son hôte. C’est 

une méthode précise qui apporte des informations représentatives au niveau génomique.  

Quant à la technique basée sur le séquençage du gène codant la protéine MOMP, elle apporte des 

informations sur la biologie de la bactérie puisque cette protéine est fortement immunogène et 

semble très importante dans la spécificité d’hôte des différentes souches de C. psittaci (Kaltenboeck 

et al., 1993). Cette étude précise de la MOMP peut aussi être apportée grâce à la technique des 

Microarray (Sachse et al., 2008). Cette méthode a permis de décrire des sous génotypes non 

différentiables par la technique MLVA.  

La MLVA permet de connaitre rapidement un génotype basé sur d’autres zones du génome, 

majoritairement codantes, variables mais dont l’implication biologique est difficilement estimable. 

Cette méthode est rapide et peu onéreuse mais semble apporter des résultats moins précis que la 

MLST. Aux vues de toutes ces caractéristiques ces différentes méthodes s’avèrent complémentaires. 

La majorité des marqueurs VNTR définis lors du travail de thèse se situe dans des gènes codant pour 

des protéines membranaires. Il serait donc intéressant de déterminer si un lien existe entre les 

génotypes et certaines particularités biologiques, comme une chimiorésistance ou la virulence. Cette 

implication d’une séquence répétée en tandem dans la biologie, notamment la virulence, de 

Chlamydophila pecorum a été mise en avant par Yousef Mohamad et al. (Yousef Mohamad, 2008). 
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3. Infection expérimentale à Aspergillus fumigatus 

 

Pour s’approcher des conditions « naturelles » de contamination dans les élevages, il nous est apparu 

intéressant de mettre au point un modèle d’inoculation des oiseaux par un aérosol de conidies. Ce 

type d’inoculation permet une meilleure distribution des conidies dans le tractus respiratoire en 

comparaison des autres voies d’inoculation utilisée (intra-sac aérien, intra-pulmonaire, etc.). Par 

ailleurs, ce type d’inoculation permet d’intégrer toutes les étapes d’une contamination dite 

« naturelle » y compris les mécanismes de défense présents dans les cavités nasales et l’appareil 

respiratoire supérieur (Hayter et Besch, 1974). 

L’inoculation par voie aérienne s’est révélée reproductible, standardisable et efficace pour 

l’obtention d’une aspergillose aiguë chez l’oiseau. Nous avons testé l’impact de deux paramètres : le 

statut immunitaire de l’hôte et la lignée de poulets. Les résultats obtenus montrent un fort impact de 

la lignée sur l’apparition de la maladie puisque aucune mortalité n’a été observée dans la lignée 

pondeuse alors que plus de 50 % de mortalité a été observée dans la lignée poulets de chair. Au sein 

de cette dernière, un effet de l’immunodépression a été démontré. L’immunodépression a aussi 

entrainé un changement de chronologie dans l’apparition de la mortalité dans les groupes. En effet, 

avec les poulets de chair immunodéprimés, la mortalité été observée sur les 7 jours de 

l’expérimentation alors que chez les animaux de cette même lignée mais immunocompétents, la 

mortalité est survenue dans un intervalle de 2 jours seulement. L’utilisation de la technique MLVA 

développée précédemment pour A. fumigatus a permis de vérifier lors de cette étude que seule la 

souche inoculée était retrouvée chez les animaux. 

Une des limites de ce travail a été le nombre d’animaux utilisés rendant certains résultats 

difficilement exploitables. Il serait donc intéressant de tester ce modèle sur un plus grand nombre 

d’animaux tout en respectant, autant que faire se peut, la règle des 3R. La seconde limite de ce 

travail a été l’absence d’analyse anatomopathologique. La mise en évidence des agents pathogènes 

dans les tissus est pourtant indispensable pour rendre compte de la pathogénie de l’infection et il 

faudra impérativement inclure l’analyse anatomopathologique lors de futures expérimentations.  

Le modèle d’inoculation par voie aérienne a été créé dans le but de reproduire une infection 

« naturelle » et ce afin de tester des outils diagnostics ou valider des méthodes de lutte. Or dans le 

cadre de l’élevage avicole, les animaux les plus touchés par l’aspergillose sont les dindes (Kunkle, 

2003). Il serait par conséquent très intéressant de transposer le modèle sur des poussins à des 

dindonneaux.  

Il serait pertinent de comparer « l’efficacité » des conidies humides par rapport à celle des conidies 

sèches (qui sont inhalées par les oiseaux dans les conditions naturelles) dans le cadre de notre 
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modèle à l’image de ce qui a été fait par Klimes et al. (Klimes et al., 1964). Pour cela, il faudra mettre 

au point un protocole permettant de démontrer les avantages et inconvénients de chaque inoculum.  

Une fois le modèle transposé à la dinde, les modes de traitement ou de prévention pourront être 

testés.  

Le modèle d’infection expérimentale pourra aussi être utile dans le cadre du développement de 

nouveaux outils diagnostics de l’aspergillose aviaire. Lors du stage de master 2 de Guillaume Le Loc’h, 

la recherche de biomarqueurs par spectrométrie de masse a été effectuée à partir de sérums de 

dindes infectées expérimentalement par injection intra-sac aérien (Leloc’h et al., 2006). Plusieurs 

biomarqueurs ont été détectés par spectrométrie (MALDI-TOF) après traitement des sérums avec 

des billes magnétiques fonctionnalisées : 13 pics avec les billes WCX, 12 avec les billes HIC 8, un avec 

les billes GLYCO. Parmi ceux-ci, un pic à 1630 Da a pu être partiellement séquencé et une forte 

homologie de séquence avec une protéine d’A. fumigatus a été détectée. Il conviendrait de 

confirmer ces résultats très encourageants avec des dindes infectées par voie aérienne. 

Une autre perspective pourrait être l’utilisation du modèle aviaire dans le cadre d’inoculations avec 

un mélange de souches. L’utilisation conjointe du modèle animal et de la MLVA permettrait de suivre 

très précisément les étapes du développement des isolats et de savoir si certains isolats sont 

capables de s’imposer sur les autres. Un modèle utilisant un mélange de souches a été établi chez la 

souris (Sarfati et al., 2002). Dans cette étude, 6 souches pigmentées ou non ont été inoculées 

simultanément à des souris. Des isolats ont ensuite été collectés à partir des animaux sacrifiés ou 

morts, puis testés par RFLP afin de déterminer quelle souche s’était majoritairement développée au 

sein de l’hôte. Cette étude a révélé que les souches sauvages n’avaient pas la même virulence (entre 

elles). Par ailleurs, les souches non pigmentées semblent moins virulentes que les souches sauvages 

(pigmentées). 

 

 

4. Infection expérimentale à Chlamydophila psittaci 

 

Au sein des élevages de canards en France, C. psittaci représente un problème de santé publique. En 

effet, l’exposition des personnels à des animaux infectés et excréteurs mais ne montrant aucun signe 

clinique constitue un risque microbiologique important. Récemment le risque de transmission des 

Chlamydiaceae des animaux d’élevage vers la faune sauvage a aussi été démontré (Lemus et al., 

2010). Afin de mieux caractériser ce problème, il nous est apparu indispensable de développer un 

modèle animal reproduisant le portage asymptomatique de la bactérie.  

Lors du travail de thèse, nous avons évalué la possibilité de contamination par voie orale des oiseaux, 

l’impact de la dose inoculée ainsi que le développement de l’infection et sa localisation anatomique 



 

 

178 CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

chez les oiseaux. Enfin, en utilisant des animaux sentinelles placés au contact des animaux infectés, 

nous avons testé la possibilité de contamination inter-animale. Les résultats de cette étude ont 

montré que l’inoculation par voie orale était possible puisque qu’un développement bactérien a été 

observé chez les animaux en fonction du temps. De plus, un portage asymptomatique a bien été 

reproduit car aucun signe clinique n’a été observé et aucune lésion n’a été détectée à l’autopsie. Lors 

de cette étude, nous avons aussi observé un effet de la dose inoculée sur le développement 

bactérien. En effet, plus le titre bactérien de l’inoculum est élevé plus le développement de 

l’infection, caractérisé par l’augmentation du nombre de copies de génomes de Chlamydiaceae dans 

les organes testés, est rapide. Cependant, nous avons observé que, dans le cas des trois doses 

inoculées, le taux de contamination finale des animaux à J10 était identique. Les résultats ont aussi 

permis de démontrer une répartition particulière des bactéries au sein de l’organisme : on note une 

forte contamination de la rate et du foie ainsi que du tractus digestif « inférieur » (iléum, cæcum et 

rectum). Cependant, quels que soient la dose inoculée et le temps après l’inoculation, le caecum 

demeure l’organe le plus contaminé. Les résultats de l’écouvillonnage cloacal des animaux ont mis en 

avant un lien direct entre contamination générale de l’animal et excrétion. Les résultats de 

contamination des animaux sentinelles ont clairement démontré l’existence d’une contamination 

inter-animale très forte. Le dernier jour de l’expérimentation (J10 post-inoculation), ces animaux se 

sont révélés aussi fortement contaminés que les animaux inoculés et ont présenté une même 

distribution de la charge bactérienne. 

Le modèle d’infection expérimentale pourra être utilisé de multiples façons. Afin de mieux 

caractériser le portage asymptomatique, il serait intéressant de mettre au point un protocole 

expérimental plus long. Les données épidémiologiques d’élevages montrent une alternance de 

phases de forte et de faible excrétion de C. psittaci par les animaux et le modèle expérimental 

permettrait de comprendre pourquoi l’excrétion n’est pas constante. De plus, un tel modèle 

permettrait de déterminer si cette infection perdure dans le temps au niveau de tous les organes ou 

si seuls quelques organes restent contaminés et servent de « réservoir » pour la bactérie, comme 

dans le cas des infections à salmonelles chez le poulet (Duchet-Suchaux et al., 1995). 

Le travail de thèse a démontré l’existence d’une contamination inter-animale rapide. Il serait, par 

conséquent, intéressant d’utiliser une plus grande proportion d’animaux sentinelles pour permettre 

d’établir une cinétique d’abattage et ainsi de caractériser cette contamination horizontale 

temporellement et aussi d’établir plus précisément par quelle(s) voie(s) elle s’effectue. L’utilisation 

de ce modèle dans le cadre d’une étude permettant de comparer l’évolution de la charge 

bactérienne entre des animaux inoculés et des animaux sentinelles semble pertinente.  
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On peut aussi suggérer que le modèle soit utilisé dans le cadre de l’évaluation de traitements ou de 

vaccins permettant de diminuer l’excrétion des animaux et donc de limiter le risque d’exposition des 

personnels, des congénères et de la faune sauvage. 

Les infections à Chlamydophila psittaci sont souvent synonymes d’infection respiratoire aiguë et de 

nombreux modèles étayant cette symptomatologie ont été développés. Cependant, les études faites 

en élevages de canards en France font état d’un autre type d’infection à C. psittaci, le portage 

asymptomatique. Le modèle développé ici a confirmé ces observations, démontrant que cette 

bactérie est aussi capable de se maintenir dans un hôte sans entrainer de signes cliniques. Il a aussi 

été montré dans cette étude que ce microorganisme n’est pas seulement un pathogène respiratoire 

mais qu’il peut aussi coloniser les intestins. Dès lors, de nombreuses questions sont soulevées. Une 

de ces questions est l’appartenance ou non de cette bactérie à la flore intestinale des canards en tant 

qu’agent commensal, comme cela est suggéré dans le cas des bovins (Reinhold et al., 2010). Cette 

absence de signe clinique suggère aussi la possibilité que la pathologie serait due à une co-infection 

par un autre germe, facilitée par le développement de C. psittaci au sein de l’hôte. Il serait alors 

pertinent d’évaluer cette possibilité grâce à un modèle de co-infection avec un autre pathogène tel 

qu’Aspergillus fumigatus, Escherichia coli ou encore Salmonella enterica. 

Un tel portage asymptomatique est aussi observé chez les pigeons (Haag-Wackernagel, 1995). Ce 

type d’infection pourrait alors être particulier de seulement quelques génotypes. Il serait donc 

intéressant d’inoculer par voie orale des canards avec une souche de génotype A, génotype 

généralement impliqué dans les pathologies respiratoires, afin de déterminer si un portage 

asymptomatique est aussi possible avec ce génotype. 

Ce travail de thèse a donc permis de mettre au point deux nouvelles méthodes de typage MLVA pour 

deux pathogènes majeurs des oiseaux : Chlamydophila psittaci et Aspergillus fumigatus. Le pouvoir 

discriminant et la facilité d’exécution de ces techniques en font des outils de choix pour des études 

épidémiologiques dans le cadre d’élevages avicoles. L’application de ces techniques pourra sans 

doute apporter des réponses pertinentes à propos de la circulation de ces microorganismes au sein 

des élevages et du lien avec des cas humains associés.  

Ce travail de thèse a aussi permis d’apporter des informations originales à propos de la pathogénie 

de l’aspergillose et de la chlamydiose par la création de deux nouveaux modèles aviaires. Les deux 

modèles mis au point répondent à une problématique qui est propre à chaque pathogène. 

Cependant, ces modèles ont tous les deux procuré de nouvelles données sur ces infections et 

ouvrent de nombreuses perspectives. Ces modèles sont des bases solides pour de futures 

expérimentations visant à développer des méthodes de lutte efficaces vis-à-vis de l’aspergillose et de 

la chlamydiose chez les oiseaux. 
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