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INTRODUCTION

L’élevage de canards est une activité en forte croissance sur I’hexagone. Parmi les infections
affectant cette espece, la chlamydiose aviaire due a Chlamydia psittaci est une zoonose qui
peut étre responsable de cas graves, voire mortels, chez ’homme.

Sur la période 2005-2007, le Centre National de Référence des Chlamydiae (CNR, Bordeaux),
sur la base des demandes d’analyses recues, a rapporté 60 cas de psittacose dont 90 % avaient
fait I’objet d’une hospitalisation. Parmi ces cas, 43 % d’entre eux déclaraient avoir été en
contact avec des canards dans un contexte professionnel. Dans le cadre de 1’étude descriptive
sur la psittacose humaine dans le Sud-ouest et 1'Ouest de la France (2008-2009) qui visait a
déterminer l'incidence des cas humains hospitalisés, a déterminer la fréquence des cas groupés
et a décrire les expositions des malades, sur les 99 cas suspects inclus dans 1’étude au
30/06/09, 38 d’entre eux avaient €t€ exposés a des canards dans un cadre professionnel.

Dans ce contexte, les différents cas graves de contamination humaine sont principalement a
déplorer chez les personnes en contact avec le canard mulard, animal essentiellement destiné
a la production de foie gras. Les cas de contamination humaine concernent tous les
intervenants de la filiere (inséminateurs, éleveurs, ramasseurs, gaveurs, personnel
d’abattoir...) ; ’homme se contaminant le plus souvent par inhalation d’aérosols issus de
fientes ou de sécrétions contaminées. Les différentes études réalisées a ce jour, soit dans le
cadre d’études de prévalence de I’infection au sein de populations de canards (reproducteurs,
pré- ou postgavage) (Léon et al., 2004 ; Guérin et al., 2006) ou soit dans le cadre
d’investigations menées autour de cas de contamination humaine (Laroucau et al., 2009a),
mettent en évidence la présence de C. psittaci dans de trées nombreux lots de canards, sans
présence de signes cliniques apparents chez I’animal infecté.

Dans I’objectif de compléter les données déja disponibles concernant cette filiere, un suivi en
cinétique a été mis en place a la fois en élevages et au niveau des reproducteurs (maéles et
femelles) afin de mieux apprécier les modalit€s de transmission et d’amplification de
I’infection chez 1’animal et donc de mieux cerner les périodes et les pratiques a risque pour les
personnes travaillant a leur contact. Ces suivis ont ét€ mis en place dans des élevages hors
signalement de cas humains mais aussi dans des élevages en lien avec des cas suspects de
psittacose.

Beaucoup de cas humains sont en lien avec les élevages mais des cas sont régulierement

signalés en abattoirs. Pour avoir une idée du niveau d’exposition des professionnels, des



investigations ont été réalisées dans un abattoir ayant eu a faire face a des cas de
contamination humaine dans le passé.

Au regard des résultats obtenus dans le cadre des suivis mis en place, une infection
expérimentale a €té conduite afin de vérifier si une inoculation par voie orale d’une
suspension de C. psittaci pouvait aboutir a une colonisation intestinale en 1’absence de signes

cliniques. Ceci pour reproduire ce qui a été observé sur le terrain, dans les élevages.

Ces données collectées sur le terrain et celles collectées suite a 1’infection expérimentale sont
nécessaires pour mieux comprendre les mécanismes mis en jeu dans le cadre d’une infection a
Chlamydia. A terme, les objectifs a atteindre visent a limiter les cas de contamination

humaine.
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I. Historique et taxonomie des Chlamydiaceae

A. Historique

La premiere description des infections a Chlamydiae remonte a I’antiquité (1500 ans avant
Jésus-Christ). Elles ont été relatées dans des écrits chinois anciens et dans des papyrus
hébreux. Les trois principales maladies induites par les Chlamydiae qui ont marqué 1I’Histoire
sont le trachome, la lymphogranulomatose vénérienne (LGV) et la psittacose.

Le trachome est une maladie humaine qui correspond a un épaississement de la conjonctivite.
C’est a la fin du dix-huitieme siecle que la lymphogranulomatose vénérienne (LGV) a été
décrite pour la premiere fois. Elle correspond a une inflammation atteignant 1’appareil génital
puis les ganglions lymphatiques inguinaux.

Au début du dix-neuvieme siecle, un lien est suspecté entre 1’infection touchant des oiseaux
exotiques de la famille des psittacidés et certaines formes de pneumonies humaines. La
psittacose a été décrite en 1874 et I’origine aviaire de I’infection a ét€ montrée en 1892. C’est
suite a 1’observation de pneumonies humaines en lien avec une affection atteignant des
psittacidés que la maladie a ét€ nommée « psittacose », du mot latin psittacus qui veut dire
perroquet.

Une fois les maladies décrites, les agents responsables ont été décrits et nommés.

Les premiers travaux conduits dans le but d’identifier I’agent responsable du trachome
remontent a 1907, date a laquelle deux biologistes, Von Prowazek et Halberstaedter, décrivent
dans des frottis conjonctivaux d’orangs-outans infectés a partir de patients atteints de
trachome, des inclusions intracytoplasmiques caractéristiques. Les petites particules
élémentaires qui composent ces inclusions ont €té considérées comme les agents responsables
de la maladie et ont regu le nom de « Chlamydozoon » (du grec Khlamus qui signifie
« manteau »), car celui-ci était considéré comme un petit protozoaire entouré d’un manteau.
Tres rapidement, des inclusions identiques ont été décrites, tout d’abord dans le cas d’une
conjonctivite chez un enfant, puis dans des cas de conjonctivites chez des psittacidés. En
1934, Thygeson, un ophtalmologiste, attire 1’attention sur les ressemblances entre le
développement et la morphologie des inclusions observées dans ces deux cas.

La culture sur ceuf embryonné de 1’agent de la psittacose a ét€ obtenue lors de la pandémie de
psittacose en 1929-1930, 1’agent de la LGV a pour sa part €té isolé chez le singe en 1931 et

sur ceufs en 1935. L’agent du trachome n’a été mis en culture qu’en 1957 sur ceufs



embryonnés. A la méme époque, la différenciation entre corps élémentaires et corps réticulés
était faite, et, dans les années 1950, la démonstration de la division binaire a été apportée. Des
cette époque, la similitude de leurs cycles infectieux laissait penser qu’il s’agissait de micro-
organismes proches. Cependant, ils ont longtemps été considérés soit comme des virus car la
culture en milieu synthétique était impossible et leur effet cytopathogéne était caractérisé soit
par une inclusion intracytoplasmique, soit comme des formes intermédiaires entre virus et
bactéries.

En 1941, ces trois agents ont €té inclus dans le groupe psittacosis-lymphogranuloma-
trachoma (PLT). En 1965, la description de la culture cellulaire, a partir d’un prélevement
urétral, sur cellule Mc Coy par Gordon , a ouvert la voie aux études de ces agents infectieux
(Gordon et Quan, 1965). La manipulation plus aisée de ces agents infectieux a également
permis leur caractérisation physiologique et biochimique.

Ainsi, les travaux de Moudler ont €tabli leur nature procaryotique en 1966 (Moulder, 1966).
La présence d’ADN (acide désoxyribonucléique) et d’ARN (acide ribonucléique), la
multiplication pas scissiparité et I’existence d’une paroi tout au long du cycle prouvaient la
nature bactérienne des agents du groupe PLT. Le nom de Bedsonia a tout d’abord été proposé.
Il provient de Sir Samuel Bedson, qui fut le premier a décrire le cycle de développement des
agents de ce groupe (Bedson, 1930). En 1966, Page a ensuite proposé le nom de Chlamydia
pour que tous les organismes du groupe PLT soient regroupés dans un méme genre (Page,
1966).

A ce moment, sont décrites deux principales espéces au sein de ce genre, I’espéce Chlamydia
trachomatis regroupant toutes les souches d’origines humaines et I’espece Chlamydia psittaci
pour les souches d’origine animale. Des 1971, le regroupement de ces différentes bactéries
dans un seul ordre (Chlamydiales) comprenant une seule famille (Chlamydiaceae) avec un
seul genre (Chlamydia) et deux especes (C. trachomatis et C. psittaci) était admis (Storz et
Page, 1971).

L’intérét porté a ces bactéries et I’introduction de nouvelles méthodes de typage ont permis
depuis une vingtaine d’années de faire des progres considérables dans leur connaissance.

Des études portant sur la réassociation ADN/ADN et le séquencage de plusieurs génes ont
conduit a la proposition de deux nouvelles especes en 1992 (Fukushi et Hirai, 1992):
Chlamydia pneumoniae et Chlamydia pecorum.

En 1999, les analyses phylogénétiques des séquences des genes ribosomaux 16S et 23S ont

abouti a une révision complete de la classification au sein de I’ordre des Chlamydiales avec la



création de deux genres au sein des Chlamydiaceae : Chlamydophila et Chlamydia (Everett et
al., 1999).

Cette derniere classification a été utilisée pendant une dizaine d’années, mais n’a jamais €té
adoptée uniformément par la communauté scientifique. En 2011, une nouvelle classification a

été proposée.

B. Taxonomie

Le phylum Chlamydiae est basé sur les analyses phylogénétiques du geéne qui code la sous
unité 16S de I’ARN ribosomique (ARNr 16S). La classification actuelle des Chlamydiae les
regroupe au sein d’une seule classe, les Chlamydia, qui ne contient qu’un seul ordre, les
Chlamydiales, et compte huit familles : Chlamydiaceae, Candidatus Clavichlamydiaceae,
Criblamydiaceae, Parachlamydiaceae, Candidatus Piscichlamydiaceae,
Rhabdochlamydiaceae, Simkaniaceae et Waddliaceae.

Pendant longtemps, la famille des Chlamydiaceae ne comprenait qu’un seul genre, Chlamydia
(Rake, 1957). Cette famille a fait I’objet d’une correction par I’ajout d’'un nouveau genre,
Chlamydophila, par Everett et al., en 1999. A cette date, la famille des Chlamydiaceae était
séparée en deux genres, Chlamydia et Chlamydophila. Le genre Chlamydia comportait 3
especes : Chlamydia trachomatis, Chlamydia suis et Chlamydia muridarum et le genre
Chlamydophila regroupait 6 especes : Chlamydophila pecorum, Chlamydophila pneumoniae,
Chlamydophila psittaci, Chlamydophila caviae, Chlamydophila felis et Chlamydophila
abortus. Aujourd’hui, le genre Chlamydophila a été abandonné et les 6 especes qui le
composait ont été rattachées au genre Chlamydia (Kuo et al., 2011).

La famille des Candidatus Clavichlamydiaceae a été créée sur la base de I’analyse des
séquences d’ARNr 16S et possede environ 90 % de similarité avec les Chlamydiaceae. Elle se
compose d’un seul genre, Candidatus Clavichlamydia, et d’une seule espece,
Candidatus Clavichlamydia salmonicola (Karlsen et al., 2008).

La famille des Criblamydiaceae est composée d’un seul genre, Criblamydia, qui ne comprend
qu’une seule espece, Criblamydia sequanensis (Thomas et al., 2006). Ces bactéries se
multiplient dans les amibes du genre Acanthamoeba et présentent une similarité de séquence
de leur gene ARNr 16S de 89 % avec la famille des Parachlamydiaceae.

Les Parachlamydiaceae vivent naturellement dans les amibes (Everett ef al., 1999). Cette

famille contient trois genres, Parachlamydia, Neochlamydia et Protochlamydia. Ces trois
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genres comprennent respectivement une seule espece : Parachlamydia acanthamoebae
(Everett et al., 1999), Neochlamydia hartmannellae (Horn et al., 2000) et
Candidatus Protochlamydia amoebophila qui a été renommée récemment Protochlamydia
amoebophila (Collingro et al., 2005).

La famille des Candidatus Piscichlamydiaceae a été décrite suite a 1’analyse des séquences de
I’ARNr 168, celles-ci présentant une similarit€ de 80-83 % avec celles des Chlamydiae. Cette
famille ne comporte qu’une seule espece Candidatus Piscichlamydiaceae salmonis (Draghi et
al., 2004).

Les Rhabdochlamydiaceae ont été retrouvées chez des arthropodes, mais elles peuvent aussi
proliférer dans les amibes. Les séquences d’ARNr16S de cette famille présentent 86 % de
similarité avec les Simkaniaceae. Elle n’est composée, a ce jour, que d’un seul genre,
Rhabdochlamydia, et de deux especes, Rhabdochlamydia crassificans (Corsaro et al., 2007) et
Rhabdochlamydia porcellionis (Kostanjsek et al., 2004).

La famille des Simkaniaceae ne comprenait, originalement, qu’un seul genre, Simkania
(Everett et al., 1999). Un second genre a cependant été ajouté, Fritschea, qui repose sur la
description de Candidatus Fritschea eriococci et Candidatus Fritschea bemisiae (Thao et al.,
2003 ; Everett et al., 2005). La récente découverte d’endosymbiontes chez une espece de vers
marin, Xenoturbella, constitue un troisieme genre potentiel, mais il n’est pas encore formalisé
(Israelsson, 2007). Le genre Simkania ne comporte qu’une seule espece, Simkania
negevensis.L.es Waddliaceae sont composées d’un seul genre, Waddlia, et ont été isolées a
partir de foetus avortés de bovins (Rurangirwa et al., 1999). Une espece appartenant a ce
genre, Waddlia chondrophila a été décrite. Une seconde découverte chez les chauves-souris a

été proposée, Waddlia malaysiensis (Chua et al., 2005).
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C. Les différentes Chlamydiaceae

C. psittaci est composé de six s€rovars aviaires (A a F) et de deux sérovars issus de
mammifeéres, M56 et WC (Andersen, 1991 ; Andersen, 1997). Ils ont initialement été décrits a
I’aide d’anticorps monoclonaux dirigés contre la protéine majeure de la membrane externe
(MOMP).

Cette protéine fait partie de la membrane externe des Chlamydiae (Newhall, 1987)

Elle est composée de 4 domaines variables. Ces derniers sont exposé€s a la surface et portent
les épitopes spécifiques de genre, d'espece, de sous-espece et de sérotypes de la famille
Chlamydiaceae (Caldwell et Judd, 1982 ; Batteiger et al., 1996).

Le sérotypage des souches ne peut pas toujours étre directement réalisé a partir des
prélevements, car ces derniers peuvent ne pas €tre suffisamment riches. De plus, les anticorps
monoclonaux utilisés pour le sérotypage ne sont pas commercialisés. Dés lors, des méthodes
alternatives de génotypage basées sur le géne codant la protéine MOMP ont été développées.
L’analyse par RFLP (restriction fragment length polymorphism) du géne ompA (outer
membrane protein A) est rapidement réalisable, lorsque la séquence est au préalable amplifiée
par PCR (polymerase chain reaction) (Sayada et al., 1995 ; Duan et al., 1999). Une bonne
corrélation est, le plus souvent, observée entre les résultats de génotypage et de sérotypage
méme si des résultats non concordants sont occasionnellement rapportés (Vanrompay et al.,
1997 ; Sudler et al., 2004).

Il semble y avoir une certaine spécificité d'hdte en fonction de chaque sérovar/génotype
(Andersen, 1991 ; Vanrompay et al., 1993 ; Andersen, 1997).

Plus récemment, avec les nouvelles méthodes de séquencage, un nouveau génotype a été
découvert, le génotype E/B (Geens et al., 2005). Aussi, le développement d’une puce a ADN
pour le génotypage de C. psittaci a permis de mettre en évidence des sous génotypes au sein
des génotypes (Sachse et al., 2008).

Chez les oiseaux, l'infection peut étre intestinale ou respiratoire avec des manifestations
cliniques ou non. Lorsque certains oiseaux sont soumis a un stress, notamment les psittacidés,
les infections deviennent séveres et peuvent conduire a des diarrhées séveres, des

aérosacculites, des pneumonies et peuvent étre parfois mortelles. C. psittaci est 1'agent de la
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chlamydiose ou encore anciennement appelé ornithose/psittacose. C'est aussi une zoonose,
c'est a dire une maladie transmissible des animaux aux hommes. La transmission se fait le
plus souvent par l'inhalation d'aérosols de fientes contaminés ou par contact direct. Chez
I'homme la chlamydiose se traduit par des symptomes grippaux suivis de graves, parfois
mortelles, pneumonies atypiques. C. psittaci est un agent de classe 3 et doit étre manipulé
dans un laboratoire de niveau de sécurité biologique 3 (NSB3). La diversité génétique du gene

de I’ARNr 16S, au sein de I’espece C. psittaci, est de moins de 0,8 %.

C. abortus est endémique chez les ruminants, et est une cause fréquente d'avortement chez les
ovins et les caprins. Cette fréquence est moindre chez les bovins. Cette bactérie a également
été associée a des inflammations des vésicules séminales chez des taureaux pouvant aller
jusqu’a l'infertilité. C. abortus a été, dans de rares cas, identifiée comme la cause d'avortement
chez d’autres mammiferes tels que le cheval et le cochon, et expérimentalement provoque
I'avortement chez les animaux de laboratoire comme les lapins, les cobayes et les souris.
L'infection des femmes enceintes avec C. abortus est généralement contractée lors du contact
avec des petits ruminants infectés et peut causer des symptomes grippaux pouvant aller

jusqu’a I’avortement (Herring et al., 1987 ; Pospischil et al., 2002).

C. felis est fréquemment isolée a partir de conjonctivites et de rhinites chez les chats. Toutes
les souches sont regroupées dans un sérovar unique et leurs genes (ompA et ARNr) sont tres
conservés. Des conjonctivites humaines causées par C. felis peuvent €tre contractées par

contact avec des chats domestiques infectés (Schachter et al., 1969 ; Hartley et al., 2001).

Deux souches pratiquement identiques de C. muridarum, MoPn et SFPD, ont été isolées
respectivement de poumons cliniquement sains de souris et d’un tractus intestinal de hamster.
Elles étaient initialement considérées comme étant un biovar murin de C .trachomatis. Les
infections a C. muridarum sont responsables de pneumonies chez les rongeurs (Everett ef al.,

1999 ; Read et al., 2000). Récemment, cette espece a été détectée chez des faucons (Lemus et



al., 2010). Les genes de ’ARNr 16S de Chlamydia muridarum différent de moins de 0,13 %,

et I’espace intergénique entre les génes de I’ARNr 16S et I’ARNr 23S est conservé.

C. pecorum a été isolée chez les ruminants, les porcs, les koalas et est fréquemment isolée, en
faible quantité, a partir de feces issus d’animaux cliniquement sains. C. pecorum peut
cependant provoquer de graves maladies chez ces animaux tels que des encéphalomyélites
spongiformes bovines (ESB) chez les bovins, des entérites, des pneumonies, des polyarthrites,
ou encore des infections urogénitales chez les bovins et les porcs (Kaltenboeck et al., 2009).
Chez les koalas, C. pecorum induit des kératoconjonctivites pouvant aller jusqu’a la cécité,
mais également des infections respiratoires, des infections du tractus urinaire conduisant a
I’incontinence et des infections génitales qui peuvent aboutir a la stérilité€ (Marsh et al., 2011).
Toutes ces maladies sont fortement associées a la diminution de la population de koalas, en
association avec le stress résultant de la destruction de leur habitat.

Les isolats de C. pecorum montrent un fort polymorphisme au niveau du géne ompA,
suggérant l'existence de nombreux sérovars encore non décrits (Yousef Mohamad et al.,

2008).

Cette espece provoque des pneumonies, des conjonctivites, des polyarthrites, des entérites ou
encore des désordres de la reproduction chez les porcs, (Sachse et al., 2004) mais la plupart
du temps I'infection est asymptomatique. C. suis a été détectée a partir d’échantillons prélevés
sur des moutons, des bovins, des équins et des félins suggérant que C. suis n’est pas restreinte
a D’espece porcine (Polkinghorne et al., 2009 ; Pantchev et al., 2010). Récemment, cette
espece a été détectée chez des faucons (Lemus et al., 2010). Les souches de C. suis montrent
un fort polymorphisme du géne ompA, en particulier les domaines variables, et ont une
homologie de ’ARNr 16S de moins de 1,1 %. L'infection humaine a Chlamydia suis n'a

Jjamais été décrite a ce jour.

C. caviae a été exclusivement isolée a partir de cobayes. Les séquences codant la protéine

MOMP des cingq isolats de Chlamydia caviae sont identiques. Le premier isolat a ét€ obtenu a
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partir d’une conjonctivite (guinea pig inclusion conjunctivitis : GPIC). L'inoculation des voies
génitales de cobayes provoque l'infertilité et les symptomes sont remarquablement similaires

a ceux causés par l'infection génitale humaine a C. frachomatis (Rank et Sanders, 1992).

Tous les isolats de C. trachomatis proviennent de 1’homme. Ils sont classifiés selon trois
biovars : oculaire, génital ou LGV. Les différents sérovars des trois biovars de C. trachomatis
causent des trachomes, des maladies sexuellement transmissibles, quelques formes d’arthrite,
et des conjonctivites et/ou pneumonies néonatales. Les souches de C. trachomatis présentent
moins de 0,65 % de différence entre elles, au niveau des séquences de I’ARNr 16S.
Cependant, elles sont séparées en trois biovars distincts sur la base de caractéristiques
biologiques, et en 18 sérovars sur la base de variations antigéniques a la surface de la MOMP

(Moulder et al., 1984 ; Batteiger et al., 1985).

L'infection a C. pneumoniae est probablement la plus répandue. En effet, elle touche aussi
bien les animaux a sang chaud que les animaux a sang froid, comprenant les humains, les
chevaux, les koalas, les grenouilles ou encore les reptiles (Storey et al., 1993 ; Bodetti et al.,
2002).

Chez I'homme C. pneumoniae cause des bronchites, des pharyngites, des maladies chroniques
telles que I'athérosclérose ou la myocardite (Saikku et al., 1988). Elle a été aussi détectée chez
des personnes atteintes de la maladie d'Alzheimer (Balin et al., 1998). 11 a été montré par des
études de sé€roprévalence que 70 a 80 % des adultes ont ét€ au moins une fois dans leur vie

infectés par C. pneumoniae (Leinonen, 1993).

II. Caractéristiques biologiques

Les Chlamydia sont des bactéries gram négatif, coccoides, immobiles et intracellulaires
obligatoires. Elles mesurent entre 0,2 et 1,5 ym de diameétre et parasitent le cytoplasme des
cellules eucaryotes. Elles pénétrent dans la cellule hote par endocytose, et forment des

inclusions. Le cycle de développement des Chlamydia est unique, car il est met en jeu deux

77



formes cellulaires structurellement et physiologiquement différentes : le corps élémentaire

(CE) et le corps réticulé (CR) (Moulder, 1991).

A. Les corps élémentaires

Les CE mesurent entre 0,2 et 0,4 ym de diametre, ont un ADN treés condensé et peu de
ribosomes. Ils sont métaboliquement inactifs, mais représentent la forme infectieuse des
Chlamydia (Popov et al., 1978). Ils sont comparables a des spores. En effet, ils permettent la

survie des Chlamydia en dehors de la cellule héte.

B. Les corps réticulés

Les CR mesurent entre 0,6 et 1,5 ym de diametre et ont un ADN décondensé avec plus de
ribosomes. Ils sont métaboliquement actifs, mais ne sont pas infectieux. C’est par fission

binaire que se répliquent les CR au sein de la cellule héte.

C. Les corps intermédiaires (CI)

Il existe une forme transitoire entre les CE et les CR que 1’on appelle CI. Ces formes sont de
taille variable, avec un noyau assez condensé au centre du cytoplasme qui leur donne un

aspect caractéristique de « cible ». Le caractere infectieux des CI n’a jamais ét€ démontré.

D. Le cycle de développement

Le cycle de développement des Chlamydia comporte trois phases principales. Premiérement,
les CE s’attachent et pénetrent dans la cellule hote par endocytose et se réorganisent en CR.
Dans une seconde phase, environ 8-10 heures post-infection, les CR commencent a se
multiplier par fission binaire (Chi ef al., 1987). Enfin, 20-25 heures post-infection, une grande
partie des CR se transforment progressivement en CI puis en nouveaux CE infectieux qui

seront relargués par la cellule.



III. Les infections a Chlamydia psittaci chez les oiseaux

A. Signes cliniques

C. psittaci est I’agent responsable de la chlamydiose aviaire chez les oiseaux. En fonction des
souches et de 1'hote, les symptomes peuvent différer. Les Chlamydia peuvent provoquer des
péricardites, des aérosacculites, des pneumonies, des péritonites, des hépatites et des splénites.
Les infections généralisées conduisent a la fievre, 'anorexie, la 1éthargie, la diarrhée et
occasionnellement la mort (Harkinezhad er al., 2009a). L'infection est bien souvent
asymptomatique. La plupart des oiseaux sont porteurs sains de la maladie, mais ne montrent
des signes cliniques que lorsqu'ils sont soumis a un stress.

Ces oiseaux porteurs sont une source de contamination pour I'homme ou d'autres animaux. La
chlamydiose est assez rare chez le canard aux Etats—Unis, (Andersen, 1996) mais est un
probleme économique et sanitaire en Europe (Guérin et al., 2006 ; Laroucau et al., 2009a).
Bien que les canards soient porteurs sains, des signes cliniques ont pu €tre observés tels que le
tremblement, la conjonctivite, la rhinite, la diarrhée et peuvent conduire a la mort de 1’animal
(Arzey et al., 1990). Les pigeons sont souvent porteurs asymptomatiques de la bactérie,
(Magnino et al., 2009) mais il arrive que la maladie associe conjonctivite, rhinite, anorexie et
amaigrissement. Chez les dindes infectées, il est possible de voir des péricardites, des
pneumonies, des aérosacculites, une hépato-splénomégalie. Le taux de mortalité est de 5-40 %
mais peut €tre diminué par un traitement précoce aux antibiotiques (Grimes et al., 1970 ;
Andersen, 1996). Enfin, chez les psittacid€s, il existe 3 formes d'infections (Harrison, 1989 ;
Ganiere, 2008):

- La forme suraigué€ avec une atteinte rapide de 1'état général et la mort en quelques heures.

- La forme aigué avec des symptomes généraux tels que 1’amaigrissement rapide et des
symptomes locaux digestifs (diarrhée) et respiratoires. Quelques fois, 1'oiseau présente des
troubles nerveux et meurt en 8 a 10 jours. La guérison est possible.

- La forme subaigué avec une prédominance des symptOmes respiratoires et oculaires,

I’atteinte générale est faible. L'animal maigrit, s'affaiblit et peut mourir en 3 a 4 semaines.
g g p

B. Epidémiologie
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Les épidémies de chlamydiose de 1929-1930 et de 1930-1938 ont été attribuées aux
psittacidés. Toutefois, les années suivantes, il est devenu évident que les infections a
C. psittaci n’étaient pas restreintes aux seuls psittacidés, mais concernaient également d'autres
especes aviaires. En 1939, 1'agent a été isol€ a partir de deux pigeons voyageurs sud-africains.
A cette époque, des cas de psittacose chez deux citoyens de New York pourraient étre

attribués au contact avec des pigeons sauvages infectés.

En 1942, des analyses sérologiques ont montré que les canards et les dindes étaient
fréquemment infectés. Dans le début des années 1950, C. psittaci a été isolée a partir de
dindes et d’humains en contact avec les animaux infectés lors de graves épidémies de
maladies respiratoires (Meyer, 1967). Dans les années 1990, la chlamydiose chez les dindes a
de nouveau été signalée aux Etats-Unis (Grimes et Wyrick, 1991), mais aussi en Europe

(Sting et al., 2006).

Aujourd'hui, C. psittaci est presque endémique dans la filiere dinde (Verminnen et al., 2006).
Plus récemment, une augmentation du nombre de cas chez des personnes en contact avec les
canards a été reportée (Andersen et Vanrompay, 2008 ; Laroucau et al., 2009a). Ces

infections chez le canard ont déja été décrites par le passé (Arzey et Arzey, 1990 ; Arzey et

al., 1990 ; Hinton et al., 1993).

La liste des especes aviaires infectées par C. psittaci a rapidement augmentée. Aujourd'hui, C.
psittaci a été détecté chez plus de 465 especes d'oiseaux comprenant 30 genres différents
(Kaleta et Taday, 2003). La prévalence chez les psittacidés est de 16 a 81 % avec un taux de
mortalité d’environ 50 % (Raso et al., 2002 ; Dovc et al., 2005 ; Dovc et al., 2007). Les
psittacidés de compagnie ne sont pas exclus (Chahota et al., 2006 ; Vanrompay et al., 2007).
Trente-huit études de séroprévalence chez les pigeons sauvages ont été menées de 1966 a
2005. Elles ont révélé un taux de séropositivité allant de 12,5 a 95,6 % (Laroucau et al., 2005
; Prukner-Radovcic et al., 2005 ; Tanaka et al., 2005 ; Magnino et al., 2009).

Des études plus récentes effectuées sur des pigeons sauvages en Espagne, en Italie, en Bosnie-
Herzégovine et en Macédoine ont montré respectivement 53 %, 48,5 %, 26,5 % et 19,2 % de
séropositivité (Ilieski ef al., 2006 ; Ceglie et al., 2007 ; Residbegovic et al., 2007 ; Vazquez et
al., 2010).

C. Transmission entre oiseaux



La transmission de C. psittaci entre les oiseaux se fait par proximité. La bactérie est excrétée
dans les feces et dans le mucus nasal. L'excrétion fécale est intermittente et peut €tre activée
par un stress comme un long transport, une malnutrition, un traitement, la manutention ou
encore une coinfection avec un autre agent pathogene. La transmission de C. psittaci se fait
principalement par l'inhalation d'aérosols contaminés, mais peut également se faire par
l'ingurgitation de matériel contaminé.

La contamination peut aussi se faire par le biais d’ectoparasites qui sucent le sang des oiseaux
comme les tiques, les mouches ou moins communément par des morsures ou des blessures
(Longbottom et Coulter, 2003). La transmission verticale a été¢ démontrée chez la dinde, le

poulet et le canard (Wittenbrink et al., 1993 ; Lublin et al., 1996 ; Dickx et Vanrompay, 2011)

D. Les modéeles aviaires expérimentaux

Pour étudier le développement de C. psittaci en €levage ou chez les oiseaux d’agrément,
plusieurs modeles expérimentaux aviaires ont été développés. C’est Page en 1959 qui a réalisé
le premier modele (Page, 1959). L’inoculation de dindes par aérosol avec une souche de C.
psittaci appartenant au sérovar D (Andersen, 1991), a montré que C. psittaci était retrouvée
dans les poumons, les sacs aériens et le sac péricardique 4 heures apres 1’inoculation. Par la
suite, C. psittaci a été retrouvée dans le sang, la rate, le foie et les reins, 48h post-inoculation.
Enfin, 72 heures post-inoculation, elles étaient retrouvées aussi dans la moelle osseuse, les
organes reproducteurs et les muscles. Plus tard, les bactéries étaient retrouvées dans le
cloaque et les choanes. L’inoculation orale a été testée lors de cette étude, mais les dindes
inoculées ne présentaient aucun signe clinique.

Dans les années 80, des étourneaux, des quiscales, des vachers a tétes brunes, des colombes
incas, des tourterelles et surtout des oiseaux d’élevages ont été utilis€és comme modeles
expérimentaux de chlamydiose aviaire (Grimes et al., 1979 ; Takahashi et al., 1988).

L’espece aviaire pour laquelle il y a le plus d’études recensées est la dinde, car elle est utilisée
a I’occasion du développement et de la validation de candidats vaccins (Page, 1959 ; Grimes
et al., 1979 ; Vanrompay et al., 1999 ; Harkinezhad et al., 2009b ; Verminnen et al., 2010).
Des €tudes ont aussi été menées sur des poulets (Takahashi er al., 1988) et sur des cailles

(Takashima et al., 1996).
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Enfin, des études sur certaines especes de psittacidés comme la perruche (Harkinezhad et al.,
2009b) ou le perroquet (Gylstorff et al., 1984) ont été menées. Plus récemment, un modele
expérimental a ét€ développé chez la perruche calopsitte dans le but d’évaluer I’efficacité
d’un traitement antibiotique post-inoculation (Guzman et al., 2010).

Différentes voies d’inoculation ont été testées comme la voie aérienne (Vanrompay et al.,
1999 ; Harkinezhad er al., 2009b), la voie intra-sac aérien (Takahashi er al., 1988), la voie
orale (Takahashi et al., 1988), la voie parentérale et la voie mucosale (Vanrompay et al., 1999
; Vanrompay et al., 2001). La plupart de ces modeles ont servi a étudier et a caractériser

I’infection.

IV. Les infections a Chlamydia psittaci chez 'homme

A. Signes cliniques

Les hommes se contaminent, le plus souvent, par l'inhalation d'aérosols d'urine, de sécrétions
respiratoires ou de fientes (Huminer et al., 1992 ; Hinton et al., 1993 ; Saito et al., 2005 ;
Kaibu et al., 2006). Le risque de contracter la chlamydiose n'est pas seulement associé a un
contact direct avec les oiseaux, il peut arriver dans des environnements ruraux que des
personnes se contaminent en jardinant (Telfer et al., 2005). La transmission entre hommes
pourrait étre possible, mais serait extrémement rare (Ito et al., 2002).

La période d'incubation est, en général, de 5 a 14 jours, mais il y a des périodes d'incubation
plus longues. L'infection peut varier allant d'une infection bénigne a des maladies séveres
comme la pneumonie. La maladie est rarement fatale si le patient est correctement traité, c'est
pour cela que le diagnostic précoce est important. Les personnes infectées développent
typiquement un syndrome grippal, ont de la fievre, des frissons, des maux de téte intenses, des
douleurs musculaires, une toux et une grande fatigue. Si la maladie n'est pas traitée, il peut y
avoir des formes généralisées (cardiaques, neurologiques, hépatiques, pulmonaires ou rénale)
(Levison et al., 1971 ; Eeckhout et al., 1986 ; Oldach et al., 1993 ; Vanrompay et al., 1995).
Un nombre important de cas séveres de psittacose i.e., avec une pneumonie atypique, a été
rapporté (Chorazy et al., 2006 ; Haas et al., 2006 ; Strambu et al., 2006).

Il semble que les cas séveres de chlamydiose ne soient que la partie apparente de « l'iceberg »
car la plupart des cas sont mal diagnostiqués, les symptémes n’étant pas spécifiques

(Harkinezhad et al., 2007 ; Vanrompay et al., 2007).



B. Epidémiologie

Les personnes a risque sont celles qui ont un contact régulier avec des oiseaux, que ce soit
d’élevage ou d’ornement. De ce fait, les professions les plus exposées sont celles qui
favorisent ce contact avec ces animaux comme les éleveurs de volailles ou d’oiseaux
d’agrément, les personnels d’abattoir, les personnels d’animalerie ou vétérinaires
(Harkinezhad et al., 2009c ; Van Droogenbroeck et al., 2009).

La chlamydiose n'est plus une maladie a déclaration obligatoire en France depuis 1986. Il n'y
a donc pas de systemes de surveillance de cette infection en France. Depuis janvier 2001, le
CNR des Chlamydiae, situé a I’Université Bordeaux Segalen, a pour mission, entre autres, la
surveillance épidémiologique de la chlamydiose. Cette surveillance est passive et non
exhaustive. Une vingtaine de cas de psittacose sont confirmés chaque année.

En France, plusieurs études ont été réalisées. Entre janvier et juin 1984, une étude comprenant
523 salariés du régime agricole exposés a des animaux d’élevage, dans quatre départements
de l'ouest de la France, a révélé une séroprévalence de 6,16 % vis-a-vis de C. psittaci
(Choudat, 1988).

Plusieurs épisodes de cas groupés sont survenus entre 1990 et 2006. En avril 1990, 18 cas de
chlamydiose ont été rapportés dans un abattoir de volailles du Maine-et -Loire dont 4 cas
avaient di étre hospitalisés. La source suspectée était des lots de canards (Pelle-Duporte ef al.,
1996). Dans le méme abattoir, 8 ans plus tard, une épidémie est survenue chez 6 salariés. Un
seul cas a pu étre confirmé, les autres présentant un trop faible taux d'anticorps (Pelle-Duporte
et Gendre, 2001). En octobre 1997, dans un abattoir du Morbihan, 15 employés ont été
malades et présentaient une pneumopathie. Dix ont été hospitalisés et 3 avaient une sérologie
positive. Un lot de dindes serait a 1'origine de la contamination (Schvoerer et Guillaumot,
1998). En 2006, 6 cas de contaminations ont été identifiés chez des éleveurs, inséminateurs ou
gaveurs de canards dans les Deux-Sevres, la Vendée et la Vienne. Trois cas ont ét€ confirmés,
et les s€quences génomiques des isolats de C. psittaci humaine étaient identiques a celles
retrouvées chez les canards (Laroucau et al., 2009a).

Entre octobre 1993 et décembre 2000, une étude rétrospective a été réalisée a 1'hdpital de
Cholet. Soixante-neuf patients ont été hospitalisés pour des pneumopathies dues a C. psittaci.
Un contact avec les volailles, notamment les canards, a été identifi€ dans 88 % des cas.

(Abadia et al., 2001).
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La chlamydiose est, en France, une maladie professionnelle indemnisable a la fois pour les
régimes agricoles et le régime général. Les cas professionnels restent cependant peu
nombreux. Une enquéte de séroprévalence a été réalisée par la Mutualité Sociale Agricole
(MSA) en 2000 aupres des professionnels de la filiere avicole des régions de Bretagne et des
Pays de la Loire ayant eu un arrét de travail pour des symptdmes comparables a ceux de
chlamydiose. Une séroprévalence de 44 % a ét€é mise en évidence vis-a-vis de C. psittaci
(Abadia et al., 2006). Une €étude réalisée d’Octobre 2002 a Juillet 2003, en Belgique, a permis
de montrer que 19 a 22,4 % des personnes en contact quotidien ou hebdomadaire avec des
oiseaux sont positifs par la technique de PCR. Le taux de positivité dépend de la fréquence
d’exposition, mais aussi de ’espeéce d’oiseau, ainsi, les personnes en contact quotidien avec
des psittacidés sont plus infectées que les personnes en contact avec des pigeons ou des oies
(Harkinezhad et al., 2009c¢).

En 2008-2009, une étude a €té mise en ceuvre dans les départements les plus concernés par
I'élevage avicole soit 15 départements répartis dans 5 régions : Bretagne, Pays-de-la-Loire,
Poitou-Charentes, Aquitaine et Midi-Pyrénées. Cette étude avait pour objectif d’estimer
I’incidence des cas de psittacose humaine hospitalisés et d’identifier et décrire les souches
responsables. Sur 115 cas suspects de chlamydiose, 54 (47 %) étaient classés psittacose dont
29 étaient une psittacose confirmée. Parmi les 115 cas suspects, 57 cas ont eu une exposition
professionnelle avec des volailles, la majorité (53 %) des cas suspects ont déclaré travailler
dans l'agriculture ou en élevage, salari€ ou non. Ces cas suspects travaillaient le plus souvent
en abattoir (41 %) ou en élevage (28 %).

La majorité des cas suspects décrivaient un contact avec des canards et en particulier avec le
canard mulard (http://www.invs.sante.fr/surveillance/psittacose/default.htm ; rapport final en

cours de rédaction).

V. Lafiliere canard en France

A. La filiére « canard mulard » en France

Le canard mulard est obtenu par croisement d’un méle de Barbarie (Cairina moschata) avec
une femelle Pékin (Anas platyrhynchos). C’est un hybride stérile utilisé pour la production de
foie gras en raison de sa robustesse et de sa facilité a étre gavé.

La filiere est organisée de facon pyramidale avec en haut de la pyramide, les sélectionneurs,

fournissant des femelles Pékin et des males de Barbarie issus de lignées spécialisées a des
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multiplicateurs. Ces derniers produisent des ceufs a couver, par insémination artificielle (IA)
de canes, qui seront incubés dans les couvoirs et fourniront par la suite des canetons mulards
d’1 jour. Au dessous de la pyramide se trouvent les producteurs, qui ont en charge 1’élevage

(environ 13 semaines) et le gavage (2 semaines)(Thierry, 2011).
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B. Les reproducteurs

Les différents lots de canes sont répartis en batiment de ponte lorsqu’elles ont atteint leur
maturité sexuelle (24 semaines). Chaque batiment est divisé en parquet. La ponte commence
environ deux semaines apres la mise en parquet et I'IA commence lorsque le taux de ponte
dépasse 50 %, et est réalis€é deux fois par semaine. Une saison de ponte dure environ 40

semaines (Lagoutte, 2010). L’élevage peut étre fait sur caillebotis ou sur paille.

Le canard de Barbarie atteint sa maturité sexuelle a 27-28 semaines. Ces lots sont constitués
aussi bien de males que de femelles jusqu’a la 27°™ semaine. Ensuite, les animaux sont
séparés. Quelques femelles de Barbarie sont conservées pour la stimulation des maéles afin de
prélever leur semence. Le sperme des canards est mis en commun, sa qualité est controlée
puis il est utilisé le jour méme pour I’insémination artificielle des femelles de Barbarie. La
période de reproduction des méles de Barbarie est d’environ 25 semaines. Deux lots de males
seront donc nécessaires pour inséminer un lot de femelles.

L’élevage est réalisé en cages individuelles (Lagoutte, 2010).

C. Les ceufs a couver

Les ceufs sont collectés quotidiennement dans les batiments de canes Pékin. Ils sont ensuite
disposés sur des plateaux et transportés au couvoir dans la journée. Au couvoir, les ceufs a
couver peuvent étre stockés quelques jours avant d’étre mis a incuber a 37,2°C pour une
période de 31 jours (Guérin, www.avicampus.fr). Ces ceufs sont issus d’un croisement
hybride interspécifique et le pourcentage d’éclosion est de ce fait moindre que pour les
lignées pures. Le pourcentage de canetons vivants est d’environ 85 % des ceufs fertiles.
Certains canetons meurent avant de pouvoir sortir de leurs coquilles, au moment du béchage.

Ces ceufs sont appelés ceufs embryonnés non éclos (OENE) ou béchés.
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Lors de 1’éclosion, les canetons sont vaccinés et le bout de leur bec est cautérisé au laser pour
éviter le phénomene de « picage ». Ils font aussi ’objet d’un sexage, car seuls les males sont
destinés a la production de foie gras, les femelles sont élevées pour leur chair (Lagoutte,

2010).

D. Les canards préts a gaver (PAG)

Pour la production de foie gras, le canard mulard représente 95 % de la production. La
premiere phase consiste au démarrage (semaines O a 2-4). Pendant cette phase les animaux
bénéficient d’une température ambiante élevée, d’un acces a volonté aux mangeoires. Suit la
phase de croissance (semaines 4 a 8), les animaux ont accés a un parcours, la température
ambiante est diminuée et I’alimentation est a volonté. La phase suivante est appelée finition
ou pré-gavage (semaines 9 a 12), les conditions d’élevage sont les mémes que pour la phase
précédente hormis le rationnement de I’alimentation. Ce rationnement horaire et quantitatif a
pour but de préparer le jabot des canards au gavage.

Enfin, la derniere phase (semaines 12 a 14), le gavage, correspond a un forcage alimentaire 1ié
a I’ingestion contr6lée d’une ration, entrainant une stéatose hépatique réversible. Apres cette
période de gavage de 12 a 18 jours, les animaux sont envoyés a 1’abattoir (Guérin,

www.avicampus.fr).

VI. Importance de la chlamydiose aviaire chez le canard

La chlamydiose aviaire en élevage de canard est importante d'un point de vue économique
puisque dans le cas de maladie aigu€, une morbidité de 80 % a pu étre observée, ainsi qu'une
mortalité allant de 0 a 40 % en fonction de 1'age des canards et des éventuelles infections
concomitantes (Louzis, 1992 ; Andersen et Vanrompay, 2003).

Cependant, les données actuelles montrent plut6t un portage asymptomatique de C. psittaci
chez le canard mulard (Léon et al., 2004). Il en est de méme chez les reproducteurs, l'infection
par C. psittaci n'impacte pas les performances de pontes ou d'éclosabilité (Guérin et al.,
20006).

Elle présente toutefois un risque en santé publique. En effet, de nombreux cas de
contamination humaine en élevage de canards ont été rapportés (Hinton et al., 1993 ; Goupil

et al., 1998 ; Bennedsen et Filskov, 2000 ; Andersen et Vanrompay, 2003). Les personnels
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travaillant en contact avec des canards peuvent €tre exposés a des animaux excréteurs ne
présentant pas de signes cliniques.

En 1996, une étude égyptienne a €té réalisée sur 156 écouvillons cloacaux de canards en
élevage a révél€ une prévalence de 69,23 % (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, apres analyse par
PCR quantitative, une prévalence de 22 % en avril, 3 % en juillet et 28 % en décembre (Sraka,
2004).

En 1984, une étude menée en Angleterre sur 1238 sérums de canards d'ages divers a montré
une séroprévalence de 51 %. Cette étude a aussi montré que la séroprévalence est d’autant
plus importante que les canards sont 4gés (Chalmers, 1984). En 1992, en Angleterre, dans un
élevage de canards en lien avec des cas humains, 49 sérums ont été prélevés. Ces derniers ont
été analysés par ELISA (enzyme linked immunosorbent assay) et montrent une
séroprévalence de pres de 75 % (Newman et al., 1992).

Une étude menée en 2006 en France, suite a 5 cas groupés de contaminations humaines dans
des élevages de canards, a montré qu’il y avait une forte excrétion de Chlamydiaceae chez les
animaux alors que le taux de séroprévalence était faible (Laroucau et al., 2009a). 11 est alors
important de distinguer les résultats de sérologie des résultats de PCR. En effet, un animal qui
a une sérologie positive témoigne d'un contact antérieur avec la bactérie tandis qu'un animal
avec une PCR positive est un animal qui excrétait la bactérie au moment du prélévement.
Toutes ces données rendent compte de I’importance de la chlamydiose aviaire en élevage de

canards.
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Investigation de la filiére canards vis-a-vis des infections a Chlamydia psittaci et étude
expérimentale.
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RESUME

La chlamydiose aviaire est une zoonose qui peut €tre responsable de cas graves de
pneumopathies chez I’homme. Différents faisceaux d’information focalisent I’attention sur le
canard mulard comme étant une des principales especes réservoir de Chlamydophila psittaci
sur notre territoire.

Dans I’objectif de compléter les données déja disponibles concernant la filiere mulard et de
mieux connaitre 1’infection naturelle, un suivi en cinétique a été mis en place a la fois en
élevages et au niveau des reproducteurs (maéles et femelles). Le suivi de canards dans les
élevages a mis en évidence une excrétion massive pour 5 des 7 lots étudiés des 1’age de 8
semaines. Il apparait donc que les animaux excrétent majoritairement et de facon importante
lorsqu’ils sont sur les parcours. Le suivi de 4 lots de femelles reproductrices dés leur entrée en
ponte et de 2 lots de males reproducteurs a mis en €vidence la présence de Chlamydiaceae a
bas bruit dans chacun des lots.

En parallele, I’identification fortuite d’un lot de males fortement excréteur et de quatre lots
positifs de femelles, en lien avec des cas humains, a permis d’étudier leur descendance. Des
ceufs embryonnés morts non éclos et des canetons d’un jour issus de ces lots ont été analysés.
L’excrétion de canetons provenant de ces mémes lots de reproducteurs a aussi été suivie en
élevage des leur mise en place. Les résultats suggeérent 1’existence d’une transmission
verticale vraie.

Dans un second temps, nous avons analysé le pouvoir pathogene de C. psittaci chez les
canards. Pour cela, un modele d’infection expérimentale a été développé. Ce modele a permis

de reproduire un portage intestinal de la bactérie chez des canetons mulards d’un jour.

MOTS-CLES : Chlamydiose, Canard, Chlamydia psittaci,portage intestinal, contamination

humaine.





