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Résumé

La chlamydiose aviaire, causée par la bactérie Chlamydia psittaci, représente un risque
zoonotique important. L'infection chez I'animal est principalement asymptomatique, mais
chez 'Homme elle peut entrainer des pneumopathies atypiques séveres et causer la mort
dans les cas les plus graves. Les personnes infectées sont principalement celles exposées
régulierement a des oiseaux, particulierement dans le cadre professionnel. En France, de
nombreux cas humains sont liés a une exposition a des canards Mulard, espéce utilisée pour
la production du foie gras. Afin d’évaluer la prévalence des Chlamydiaceae chez les volailles
et de caractériser les souches circulantes, des suivis ont été réalisés a différents stades de
I’élevage (couvoir, pré-gavage et gavage pour la filiere canard, et abattoirs impliqués dans
I'abattage de différentes especes aviaires). Des prélevements d’air et de poussiéres ainsi que
des suivis sérologiques et biologiques de personnels volontaires ont été effectués en
paralléle afin d’évaluer I'exposition des professionnels travaillant au contact des volailles.
Des prélevements environnementaux ainsi que des essais in vitro visant a étudier la survie
de C. psittaci ont été réalisés afin de tenter de mieux caractériser les voies de contamination
des oiseaux, ce qui pourrait, a terme, permettre de maitriser le risque de contamination par
C. psittaci chez I'animal et donc de réduire I'exposition des professionnels. Les résultats ont
démontré une prévalence importance de C. psittaci chez le canard Mulard, au contraire des
autres volailles qui hébergent trés majoritairement C. gallinacea. L'exposition des
professionnels aux Chlamydia est réelle, tout au long du processus d’élevage des volailles,
mais plus particulierement en élevages de canards Mulard et a I'abattoir, aussi il convient
pour les professionnels de se protéger a chaque contact avec les animaux. L’hypothese
d’une contamination environnementale des animaux se fait de plus en plus claire, avec
notamment la mise en évidence d’un lien existant entre les procédures de nettoyage et
désinfection et I’excrétion des canards, la description de la survie de C. psittaci en dehors de
tout hoéte vivant, ou encore la mise en évidence d’une possible survie de C. psittaci au sein
d’A. castellanii. La mise au point de moyens de lutte efficaces permettant de réduire voire de
supprimer I'excrétion chez les volailles est également nécessaire, dans le but de diminuer
I’exposition des professionnels.
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Abstract

Circulation of Chlamydiaceae in poultry industries, worker exposure and study of the
survival of Chlamydia psittaci.

Avian chlamydiosis is a factor of economic loss to the poultry industry as well as a risk for
zoonotic transmission to human. Chlamydia psittaci is the primary avian chlamydial
pathogen with zoonotic potential. Although being mainly asymptomatic in birds, it can cause
a disease called “psittacosis” in humans, with severe atypical pneumonia that leads to death
in the most severe cases. Persons affected are mainly those whose occupations put them at
risk of exposure, and a number of recent reports in France have confirmed that most of the
human cases seemed to be linked to poultry, especially mule ducks. Currently there is
evidence suggesting that avian chlamydiosis in poultry involves a new chlamydial agent,
namely C. gallinacea. In order to evaluate the presence of Chlamydiaceae in poultry and the
exposure of workers, we conducted four studies in the poultry industries, in duck hatchery,
breeding farms and slauhgterhouse, as well as a studie in two poultry slaughterhouses
including samples from voluntary workers. Results showed an important asymptomatic
carriage of C. psittaci by mule ducks and a real, invisible and unpredictable exposure of
workers. The species C. gallinacea was really prevalent in poultry othe than ducks and we
still ignore its impact on human. Contamination of animals on farm seems to be mainly made
via the environment. In vitro studies have been done to examine the survival of C. psittaci as
a function of temperature in a non-nutritiv middle and showed that viable bacteria were still
detectable after two months. Finally, the possible interactions between C. psittaci and an
amoeba, Acanthamoeba castellanii, were studied and seem to show that the bacteria was
able to enter the amoeba but we still ignore if it can survive or not.

Key words

Chlamydiaceae, C. psittaci, psittacosis, chlamydiosis, mule duck, poultry, C. gallinacea,
slaughterhouse, hatchery, amoeba, survival






Remerciements

Je souhaiterais tout d’abord remercier les directeurs du couvoir et des abattoirs, ainsi que
les éleveurs d’avoir accepté d’ouvrir leur portes dans le cadre des études menées dans cette
thése. Mes remerciements également au personnel de ces établissements d’avoir accepté de
participer a I'’étude humaine menée dans les abattoirs, et au CNR Chlamydia de Bordeaux
d’avoir réalisé I'analyse de ces prélevements.

Cette thése s’inscrit dans le cadre du projet « Airchlam », mes remerciements vont donc
également a I"ANSES pour avoir permis, par ce financement, que ces travaux soient
possibles.

Je remercie Madame Cécile Bébéar et Monsieur Jacques Guillot pour avoir accepté de juger
ce travail en tant que rapporteurs. Mes remerciements vont également a Madame Nadia
Haddad pour avoir accepté de présider le jury, ainsi qu’a Madame Julie Puterflam et
Monsieur Karim Sidi Boumedine pour m’avoir fait ’"honneur de participer a mon jury de
these.

Je tiens a remercier les membres de mon comité de thése Pascal Arné, Benoit Durand,
Virginie Mick, et Laurent Moulin pour leurs conseils précieux et le temps qu’ils m’ont
accordé.

Je souhaite également remercie le directeur du Laboratoire de Santé Animale, Pascal
Boireau, ainsi que Bruno Garin-Bastuji et Claire Ponsart, directeurs de I'Unité Zoonoses
Bactériennes, de m’avoir accueillie au sein du laboratoire. Et un merci particulier a Claire
pour ses relectures attentives de ce manuscrit.

Cette these n’aurait évidemment pas pu avoir lieu sans I'encadrement, I'aide précieuse, la
gentillesse et la bienveillance de ma directrice de thése, Karine Laroucau. Je te remercie
vraiment de m’avoir accueillie dans ton équipe, de m’avoir fait confiance pour ce projet et
de m’avoir si souvent aidée a le mener a bien.

Aux membres de I'équipe Chlamydiose, Rachid Aaziz, pour ta gentillesse, tu m’as toujours
aidée lorsque j'en avais besoin, merci beaucoup. Claire Bertin, tu m’as bien souvent rendue
de grands services lorsque j'étais perdue dans les méandres des processus de commandes
de 'ANSES, je te remercie beaucoup, et n’oublions pas les places de cinéma... Et enfin Fabien
Vorimore, tu m’as appris la quasi-totalité des techniques dont j'ai eu besoin lors de cette
thése, je t'en remercie.

Je remercie également Pauline Bernard et Sabrina Oger, avec qui j’ai collaboré sur les études
en élevages de canards et en abattoirs, respectivement.

A Vincent Delafont et Laurent Moulin des Eaux de Paris, merci beaucoup pour vos conseils et
votre temps qui m’ont permis de mettre en place la culture d’amibes au laboratoire.

~7 ~



Je souhaite également remercier Ru-Ching Hsia d’avoir accepté d’effectuer les études de
microscopie électronique de cette these, avec acharnement.

A Konrad Sachse et Victoria Siarkou qui m’ont énormément aidée pour la rédaction de mes
articles.

Et je remercie également toutes les personnes qui sont intervenues dans les travaux de cette
thése, j'en oublie forcément...

Aux membres de I'UZB, merci pour votre accueil, les fous rires, les petits déjeuners en salle
café et ce magnifique surnom qui m’aura suivi bien longtemps.

A Claire Bertin, Laura Boschiroli, Sylvie Hénault, Claudine Karoui, Lorraine Michelet et
Gabriela Vecchio, pour tous les repas partagés, pour votre gentillesse, votre soutien et votre
aide.

Je remercie bien évidemment ma famille, a commencer par mes parents, ma mamoune et
mon papou, car c’est grace a vous si j'en suis arrivée la aujourd’hui. Je n’aurais jamais pu
faire cela sans votre soutien, et sans I'éducation que vous nous avez donnée. Vous nous avez
toujours soutenus dans nos choix, et avez toujours fait votre maximum pour nous. Mes
freres, mes belles-sceurs, et mes neveux et niéces adorés, pour tout le bonheur que vous
m’apportez au quotidien. Petit clin d’ceil a Vincent, tu auras étudié le sexe des tortues, moi
le cloaque des volailles... on reste dans le theme ! Je vous aime plus que tout.

Et enfin, a Gilles. Tu m’auras supportée, et rien que pour ¢a je me dois de te remercier. Tu as
toujours été présent, tu as toujours essayé de me donner des conseils méme lorsque je ne
voulais pas écouter. Tu m’as félicitée pour mes réussites et consolée pour mes échecs. Je te
remercie du fond du cceur.



Table des matieres

2 =TT W - 3
V0L 3 o = 3
LY < 1 T ot U 5
KEY WOKAS .. ceuiiiieiiiiiiiiiniiiiiiiieeiiineieienieiensestssiersssessnsserensssssnssssssssssnssssnsssssnsssssnssssnnsssen 5
0= 44 T o= 4 =T 4L U 7
Table des MAti@res ...t 9
Liste des abréviations.........cccccviiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiici 15
LiStE @S FiUIES.....ceeiieieieieicirieerrenerreeereeeerensereasesrnnsesrnsessensessnssesensessensessensesensnnanne 17
Liste des tableauX.......ccccviiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiir 19
ANV T 0] 0] g0 o Lo 13 21
1410 T LT o o 25
Etude bibliographiqUe......cccccireiiieiiieiiiirecereecreeerreeerenerenserensesessesnsessnsesens 29
1. LeS ChIamydiQles.............eeeuneienniiieniiiiniiiiiereneierenscsieasesenssssensessnssersnsssssnssssnnsanes 31

1.1  Histoire des Chlamydiaceae et classification .........ccccccovieciiiiiiieeiii e, 34

1.2  Les différentes espéces composant la famille des Chlamydiaceae ................... 39

1.3 Caractéristiques biologiques des Chlamydiaceae..............ccooouveeeeeeeccccvrennennnnn. 47

1.3.1.  Les différentes formes biologiques de Chlamydiaceae et leurs structures. 47

1.3.2.  Le cycle de développement des Chlamydiace@e ................cccuueeeeeveeccunnnnnen. 49
1.3.3.  La persistance des Chlamydiaceae...............ccccuueeeeieeeeescciiiievieaaeeeeecccnnnnn, 50
1.3.4.  Caractéristiques génétiques des Chlamydiaceae...............ccccoueeeeeeeccunnnnnn. 51
1.3.5.  Mécanismes d’infection de I’héte et facteurs de virulence......................... 51
1.3.6. Les bactériophages des Chlamydiaceae ..............cccceeeveeecccvveveniaeeeeeccnnnn, 54
1.4  Lesinfections a Chlamydia chez les 0iSEAUX ........ceeeveeeeeiecciiiiiieeeee e, 55
1.4.1.  Lesinfections G C. PSItEAC .......cceeeueeeeeeeeeeeeeeeeeccceieeeea e e eeeeciteeea e e e e e e e e 55
B B N oo 14 ¢ Lo 11 =3 UUUPR 55
1.4.1.2. VOIS de tranSMIiSSiON ..........cccceeeueeeesueeieiiiesiieeeieeeee et 59
1.4.1.3. EPIdEMIOIOGIE.......coeveeeeeeeeeee ettt e e e e et a e e e e e e 61
1.4.1.4. TADIEAU ClINIQUE .......eoeeeeeeeeeieeeeeee ettt e s a s 61



3 Y D] [+ [ [ [0 ) o [ o OO 65

1.4.1.5.1. Prél@VEMENLS ........eeeeeeieieeeeeee ettt ettt 65
1.4.1.5.2. COIOrQtion dir@Cte .......cc.eereereiriieiieeeeeeteee ettt 65
1.4.1.5.3. Culture et iSOIEMENT ........c.coveereieiieieeeeeeeeee ettt 65
1.4.1.5.4. Méthodes de détection SErologiqUeS...............ccouuevecuveeeeivvieesiiiiaessiinaeeenens 66
1.4.1.5.5. Méthodes de détection des acides NUCIGIQUES ..............ccccvueeeeecviveeseiiraannnen, 69
1.4.1.5.6. TypaGe de C. PSItLACI....ccccccveeeeeeiiieeeeiiiaeeesiie e eetiee e eetiea e e siea e esiaa e essstaa e e s 69
1.4.1.6. Survie et résistance de C. PSIttQCi.........ccceevveeeeecvuveeessiiieeessiiiieeesiiieeeesnes 71
J1.4.1.7. TEQIEEMENT. ...ttt e e e e 71
1.4.1.8. PrOPRAYIGXIE........ccceeeeeeeeeeeieeeeeeee et ee sttt e et setaaa e saana e e e sasaes 72
1.4.1.9. ReGIeMENTALION........oeeeeeeeieeeeeee ettt e et eea e e s sae e e e saees 73
1.4.2.  Lesinfections G C. QVIUM .........ccceccueeeeeeirieeeeesiiieeeesiieaeessiieaeessssaessssssnaasenns 74
1.4.3.  Lesinfections @ C. gaAlliNACEQA ...........ccceecuueeeeeeciiaeeeiiieeeesiiieeescieeeescieaaeens 74
1.5 Lesinfections a C. psittaci chez 'HOMME ......ccccuveeiiviiiiiiiiieee e 75
1.5.1.  V0ieS de tranSMUSSION. ...........ccccuueeeueeesiiiesiieeeee et 75
1.5.2.  EPIdEMiOIOQie........ccccccueeeeeeeiiieeeiiie et s st e e a e rtnaa e 75
Y T Ko | o) 1o [ el |14 o 11 =PRI 77
SR S D 1o [ [ o [o Xy f (o 77
1.5.4.1. PrélEVEMENTS........oooeeeieeeeeeee et 78
1.5.4.2. Méthodes de détection SEroloGiQUES..............oueceevvuveeeeeeeeeeeciirivereneeeeeneins 78
1.5.4.3. Analyse de risque et définitions de CAS ...........cocceevvvveeeieeeeeseciiriereeeeeeeneans 78
1.5.4.4. Méthodes d’analyse de la contamination aérienne ...............cccceuueeeeeeunn. 79
155, TraitemeNt......cccccuviiiviiiiiiiiiiiiiiiiiiicccitc e 80
1.5.6.  Réglementation et PréVention ...........eeeeeeeeeeeeiiveeeeieeeeeisiiiiseeeeeeeeeesssirsssnen, 80
2. Description des filieres avicoles €n FranCe .....c.ccceeeeeeeneereenerennerenneeeeeneeresereanenes 83
2.1 Lesvolailles de Chair.......cooiiiiiiieeee e 83
2.2 Les VOlailles A& PONTE ....cccee i e e e e 85
2.3 Les palmipedes @ fOi Bras ....cooveeieeiee i 87
2.3.1.  Statistiques sur la production du foie gras en France...............cccccuueeeeeunnn. 87
2.3.2. L’élevage du canard Mulard [267] ...........uueeeeeeeeeeeeeieieeeieaeeeeeeciiiveaaaaeeean, 87
2.3.2.1. Elevage des reprodUCOUIS............ceeeeeueeeeesciiiesessiieeeessiieeeesiiiessssiiseesnns 87

~ 10 ~



2.3.2.2. Elevage des canards MUlQrd...........ccooecouveeeeiieieesccciiieiieaaeeeesccvveeeeaaann, 89

D I B o (o To 1Yo o - SRS 89
2.3.2.2.2. GAVAGE.....cceeveeeeeeeeeeeeeeeeieeteeeeeeeeeeeesttesesteestsasesesasereseetetstetreataarer 89

I I0C T Y o o | o [ [ -SSP 91

3. Les amibes libres de I’'environnement et leurs interactions avec les micro-
OFBANISITIES .uuiieuiiienriiineerineierensierssertssiersssessnssersnsserenssssssssssnssssssssssnsssssnsssssnssssnsssssnse 93
3.1 Géneéralités surles amibes ........coceoviiriiiiieieeee e 93
3.2 LeSACANTAAMOEDA ..........cccueeiiiiiiiiiiiiiiicee e 95
20 N O [+ KXY { Tolo [ [o ) s P 95
I R -1 (o] [o o -SSR URURR 95
3.2.3.  ECOIOQUE cueeeaaaeeeeeee ettt e e ettt e e e e e s e aa e e e aeanns 98
3.2.4.  CUIRUFE ...ttt 98
3.2.5.  PQLROGENICILE ...ttt e e ea e et e e e aaa e e 99

3.3 Interactions des Acanthamoeba avec les micro-organismes ..........cccceeeeeeunenns 100
3.3.1.  Interactions QVEC IS VIIUS ............ccccuueevueeisueeesiiiesieeeieeeeeee e 100
3.3.2.  Interactions QVec [€S [EVUIes ..............cocceeevoueiesieiiiiieiiecieeeeeeee 101
3.3.3.  Interactions avec les ProtOZOQires ...........ccoccveeeecevieveeeeaeeeeeesiiiirieaaeneeaaan, 101
3.3.4.  Interactions avec 1€S DACLENIES ............ccccueevueeeviiiiiiieieeeieeeeeeee 101
3.3.5. Interactions avec les ChlamydiQles ............cc.ccoeveevvvvveveeeeeeeeiiiiieveneeeninnan, 103

[0 ] o1 =T o 4 ) RN 113
Matériel et MEthodes .......ccceirveviiiiiiiiniiiiiiiii e 117
1. Prévalence des Chlamydiaceae en filieres avicoles et exposition des
ProfesSIONNEIS ......cieeiiiieiiicircrrcrrr e re e rea s e s e e senssssnasesenssesensssenanans 119
1.1  Suivis mensuels de lots en couvoir et en abattoir A (canards) .......ccccuvveeeeeennn. 119
1,200 EN COUVOIE ettt 119
1.1.1.1. Prélevements €ffeCtUls.........uuummccviieeieeeeeeeseccieeeeee e eeeectcveeaaaaaeeeeaan, 119
1.1.1.2. EXEraction d’ADN.........ccooeeieiiiieieeeeeeeeeee et 119
1.1.1.3. Analyse par PCR en temps 1€l .............ueeeeeeeeeeeeeieeieiieeeeeeecciieveeaaeeeeaan, 120

1.1.2.  En abattoir de canards (ABQELOIr A) ........cooeeeeeeeveeeeeeiiiiiiiiiireieeeeeeeiesianenn, 121
1.1.2.1. Prélevements €ffeCtUls .........uuuumciiieeeieeee et e eeeecccvevaaaaaeeeeaan 121
1.1.2.2. Extraction d’ADN et analyse par PCR en temps réel................ccecce........ 121
1.1.2.3. Génotypage et SEQUENGCAGE ........cccoecueeeeesiveeeesiiieresssiiieesssisseesssisnsssnnns 121

~11 ~



1.2  Etude ponctuelle dans deux abattoirs de volailles Aet B.......ccooveeurvrvveennnnnn. 123
1.2.1.  Prélevements QNIMQUX............ccccceeveeecueeneeeieeseeeieesee et 123
1.2.1.1. EXEraction d’ADN.........coooueeeeieeeeeeeeeeee ettt 123
1.2.1.2. Analyse par PCR €N temMPS rEel ...........oueeeeuveeeeeeiiieeeeiiiiaeesiiieeessiieeeaans 123
1.2.1.3. Génotypage et SEQUENGCAGE ........ccceecueeeeesirreeessiiieeesssiieesssisssesssiinsesnnns 123
1.2.2. Prélevements RUMQINS ............ccccoovoueeenueeesieeesieeeee et 124
1.2.2.1. Extraction d’ADN et détection par PCR en temps réel................ccue..... 124
1.2.2.2. SEIOIOQ@. ....c..ueeeeeeeiiiieeesiie e esete e ee sttt e e st e st e e sttt e e e s e e e e ntaa e e e 124

1.3 Suivi de sept lots de canards Mulard du couvoir a I'abattoir ..........cccvveeeee.n. 127
1.3.1.  Prélévements effeCtUuls.......ccuumuucueeeeeiiiiaeesiiiieeesiiieeescieaeessieeeeesiseees 127
1.3.1.0. COUVOIN ettt ettt ettt e s seenaeas 127
1.3.1.2. Elevages de Pré-gavage ............uuueeecueeeeesiiiaaessiieeesssiisesesisssasssssnsesnnns 127
1.3.1.3. Ateliers de GAVAQGE...............uueeeeueeeeesciiieeesciieeeeecieeeessiteeeessiaaeesiiraeeeas 128
1.3.1.4. ADGELOII A .ttt 129
1.3.2.  EXEraction A’ADN.........c.ooeoueeeiieieeeeeeeee ettt 129
1.3.2.1. Prélévements d’eaqu et de SOl ............cccooeeeeeeneencieeeeeeeeeeeee 129
1.3.2.2. Pédichiffonnettes et ChiffonNettes.........cccceeeeeeeevvvveeieeeeeeeiiiivevereeeeeniaan, 129
1.3.3. Analyse par PCR €N tempPs rEel..........uuuuueeeeeeeeiieeeeeieeeeeeeiiiiieeveeseeeeeseiisenenn, 129
1.3.4. Génotypage de C. PSItEACH ........ccccevvveeeeeeeeeeesciiiereieieseeesesiirieeeeeseeeeessssssees 130
1.3.5.  Détection et séquen¢age du bactériophage Chpl ...........cccoueeveeeveeecnnneen. 130
1.3.5.1. PAr PCR €N tMPS FEC .......uveeeeeeeeeeeeecieeeeeeeeeeesecieeeeeeeeeeseciissveensaesennins 130
1.3.5.2. Par PCR conventionnelle et SEQUENECAGE ...........ccovveeveeeeeeeeciiirvvveneaeeenaaan, 130
1.3.6.  DEtection des QmMIDES............cccoceeeeercueeeieeeieseeeeeeee e 131
1.3.7.  Questionnaire SOUMIS QUX ElEVEUIS .............ccovueeeseeeeiiieesieeeieesiieeeee 131
1.3.8.  Analyses statistiques des résultats...........cocccevveeeeeeeeeeeecsiiiieieeaeeeeeeceennnn, 131
2. Etude de la survie de Chlamydia psittaci par des modeéles in vitro .................... 132
2.1 CUlEUre CellUIAINe .o 132
2.2 Infection des cellules par C. PSIttACI...........uuueeeeeiieeecciiieeee e 132
2.3 Titrage par Immunofluorescence directe (IFD).....c.cccceecviieeeciieeececiieee e, 132
2.4  Etude de la survie de C. psittaci souche 06-859 maintenue a différentes
CONitioNS dE tEMPETATUIE ....eeviiiiiiie et e e e s s b e e e s aaeeee s 133

~12 ~



2.4.1.  Mise en place des échaNtilloNS............ccceeeeeieeeeeeeeviiveeiieeeeeisiiiierveeeeenieiins 133

2.4.2. PrElEVEIMENLS........coueeeneeeeeeeeeeee et 133
2.4.3.  Analyse statistique des réSultats...........ccccueeeeevveeeesiiveeesiiieeeesiieeeessnnns 134
2.5 Etude des interactions entre C. psittaci et A. castellanii .............ccccoeeeeecunenn.n. 135
2.5.1.  Lyse mécanique de I'inoculum de C. pSittQcCi........cccocueveeeeeeeccciiieeenaaeneann, 135
2.5.2.  Culture de A. COSteIQANII...........ccocueeeeoieiaiieiieeeeeeeeeee e 135
2.5.3.  Infection de A. castellanii par C. PSittQCi..........ccoeeevevuveeessiveeeesiiireaennnnn 135
2.5.4. Essai 1 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par PCR...... 136
2.5.4.1. Prél@VEMENTS......ccc.uveeeeiieeeeeeeeee ettt 136
2.5.4.2. EXEraCtioN A'ADN.......cceooeeieiieeeeeese ettt 136
2.5.4.3. PCR €N tEMPS [EC ....veeeeeeeeeeeee ettt e etee e saaaessaaa e e ssinea e e 136

2.5.5.  Essai 2 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par culture. 137

2.5.6.  Essai 3 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par MET..... 138

2.5.6.1. Fixation des CO-CUILUIES .........c.oeevueeeniiieieeeeee e 138

2.5.6.2. ANQIYSE PAI MET ..ottt e e et ttateaae e e e e e s e ssisseraaaaens 138
=T U] - | 139
1. Prévalence des Chlamydiaceae en filieres avicoles et exposition des
PrOfESSIONNEIS ...cuuereeeiieeniiieeierteniereeneereeereeseerennerensnereasessensessassssensesenssssensessensesennnnns 141

1.1  Filiere canards Mulard : suivis ponctuels et mensuels pendant un an............ 141

O S = 1 oo o) | 141

1.1.2.  En abattoir A (canards exclusivement) ............cceueeeeeeeecivveveeneeeeeesccvinnnnn, 143

1.2  Etudes ponctuelles dans deux abattoirs de volailles A et B.........ccccevvvveeeeennn. 143

Publication n°1: Host preference and zoonotic potential of Chlamydia psittaci and
C. gallinaced in POUILIY. .......cveeeeieenieieeierteniereeereenereeseereeseeresseeraseesensessnssessnssessnsessnnnens 145

Publication n°2 : Exposition des professionnels aux Chlamydiaceae : enquéte dans deux
abattoirs de volailles frangais. .....cccccccverreniereeerieeiereeniereeeereeeereneerensesenssereaseessnsessannens 157

1.3 Suivi de sept lots de canards Mulard du couvoir a I'abattoir .......ccccccvvveeeeeenn. 162
Publication n°3: Assessment of Chlamydia psittaci shedding and environmental

contamination as potential sources of worker exposure throughout the mule duck
breeding ProcCess. .....cciiciiiiiiiniiiiiieniiiiiieeiiiiieniiirrasiresssttrsnsssrrsnsssssennsssssannnes 164

~ 13 ~



2. Etude de la survie de Chlamydia psittaci par des modeéles in vitro..................... 181

2.1 Etude de la survie de C. psittaci souche 06-859 maintenue a différentes
CONAitioNS dE tEMPETrATUIE .....eeiiiiiiie ettt e e s e e s s sae e e e s sareeee s 181

2.2 Etude des interactions entre C. psittaci et A. castellanii .............cccoeeeeecunenn.n. 183
2.2.1. Essai 1 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par PCR...... 183
2.2.2. Essai2 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par culture. 185

2.2.3.  Essai 3 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par MET..... 187
(D 1T ol U £3 [o ] o IO 189

1. C. psittaci chez les canards vs C. gallinacea chez d’autres espéces de volailles...191

2. Une exposition des professionnels a C. psittaci réelle tout au long de la filiere
canards Mulard : a un niveau moindre en couvoir par rapport a I'abattoir et plus
fréquENte €N ElEVAZES....c..civeeiieeiiieeirreneerreerreeereeseereaneereaneernssrensesensserensssensesennes 193

3. Des réponses sérologiques vis-a-vis de C. psittaci chez les professionnels en
abattoir, particulierement chez ceux travaillant au contact de canards.................... 195

4. Caractérisation de I'excrétion de C. psittaci en élevages de canards Mulard : réle
de I'environnement, gestion des lots et des batiments/parcours, co-infections et
utilisation des antibiotiQUES ....cc..cieeeiiiieiiiteiiieic e reeecreeerrenereeneerennerensessensesennnens 198

5. Etude de la survie de Chlamydia psittaci dans I’environnement a l'aide de

prélevements et de MOAEIES iN Vilr0 ......cceeueeeeenereeeereenierenerteneereenerennnerenseesensessnnnens 201
Conclusion et PersPECiVES .......cccereeecrreeeiirrennerrenneerrenseerensseerensssssnssessensenes 207
3= =T =T 4 ol 215
LAY 4T 1= = 237

Annexe 1: Protocoles d’extraction de I'ADN avec le kit QlAamp DNA Mini Kit

(017X . ) R 239

Annexe 2 : Préparation du milieu PYG (Peptone Yeast GlUCOSE)......ccceuvureiiirrirnnnnnnes 244

Annexe 3 : Résultats du questionnaire soumis aux éleveurs de pré-gavage.............. 245

Annexe 4 : Communications orales...........oeuveeeeuiiiiiiiiiiiieiinini s 250

Annexe 5 : Communications écrites (POStErs) ........cccvviirrrrmnnnriiiiiiiininnensssiisnienneeeenes 251

~ 14 ~



Liste des abréviations

ADN
AFNOR
AFSSA
AFSSET
ANSES

APMV
ARN
ATP
Bipar
BGM
CA
CDC
CE

cl
CLSM
CNR
CPAF
Cq

CR
ECMO
EFICATT
EGA
ELISA
ENVA
EOPS
EPI
EST
FC

h pi
HSP
HVT
IFD
IFU
IgA

IgM
INMA
INRS

INVS
ITAVI
kb

Acide DésoxyriboNucléique

Association Francaise de Normalisation

Agence Frangaise de Sécurité Sanitaire des Aliments
Agence Francaise de Sécurité Sanitaire de I'Environnement et du Travail
Agence Nationale de Sécurité Sanitaire de I'alimentation, de I'environnement et
du travail

Acanthamoeba polyphaga mimivirus

Acide RiboNucléique

Adénosine TriPhosphate

Biologie moléculaire et Immunologie Parasitaires
Buffalo Green Monkey

Corps Aberrant

Center for Disease Control and prevention

Corps Elémentaire

Corps Intermédiaire

Microscope Confocal a Balayage Laser

Centre National de Recherche

Chlamydial Protease-like Activity Factor
Quantification Cycle

Corps Réticulé

Oxygénation par Membrane Extra-Corporelle
Exposition Fortuite a un agent Infectieux et Conduite a Tenir en milieu de Travail
Encéphalite Granulomateuse Amibienne

Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay

Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort

Exempt d’Organismes Pathogenes Spécifiques
Equipement de Protection Individuelle
Environnement Santé Travail

Fixation du Complément

Heures Post-Infection

Heat Shock Protein

Herpes Virus of Turkeys

Immuno-Fluorescence Directe

Inclusion Forming Unit

Immunoglobuline de type A

Immunoglobuline de type G

Immunoglobuline de type M

Institut National de Médecine Agricole

Institut National de Recherche et de Sécurité pour la prévention des accidents
du travail et des maladies professionnelles

Institut de Veille Sanitaire

Institut Technique de I’Aviculture

Kilobase

~ 15~



LGV
LNR
Log
LPS
LSAn
MAC
Mb
MDO
MDV
MEM
MET
MIF
MLST
MLVA
Mol
MOMP
MRC
MSA
OAC
OBNE
OIE
OPA
PBS
PCR
PG
pmp
PMSI
PNREST
PY
PYG
RFLP
rpm
rRNA
SINC
SNARE
SPF
SPG
SVF
T3SS
TEC
UMR
uzB
VNTR
ZpP

LymphoGranulomatose Vénérienne
Laboratoire National de Référence
Logarithme

LipoPolySaccharide

Laboratoire de Santé Animale

Membrane Attack Complex

Mégabase

Maladie a Déclaration Obligatoire

Marek’s Disease Virus

Minimum Essential Medium

Microscopie Electronique en Transmission
Micro Immuno-Fluorescence

Multi-Locus Sequence Typing

Multi-Locus VNTR Analysis

Multiplicity Of Infection

Major Outer Membrane Protein

Maladie Réputée Contagieuse

Mutualité Sociale Agricole

CEuf A Couver

CEuf Béché Non Eclos

Office International des Epizooties
Organisation Professionnelle Agricole
Phosphate-Buffered Saline

Polymerase Chain Reaction
PeptidoGlycane

Polymorphic membrane protein
Programme Médicalisé des Systemes d’Information
Programme National de Recherche Environnement Santé Travail
Peptone Yeast

Peptone Yeast Glucose

Restriction Fragment Length Polymorphism
Rotation per minute

ARN ribosomial

Secreted Inner Nuclear mebrane-associated Chlamydia protein
Soluble N-éthylmaleimide-sensitive-factor Attachment protein Receptor
Specific Pathogen Free

Sucrose Phosphate Glutamate

Sérum de veau feetal

Type 3 Secretion System

Tonne Equivalent Carcasse

Unité Mixte de Recherche

Unité Zoonoses Bactériennes

Variable Number Tandem Repeat

Zone de Plasticité

~ 16 ~



Liste des figures

Figure 1 : Classification de I'ordre des ChIamydiales. ............c.ouuueeueiiiniiieiiiiiiie e 30
Figure 2 : Arbre phylogénétique basé sur la comparaison du gene 16S rRNA des douze espéces de
Chlamydiaceae actuellement AECIITES. ......oiioiiiiii it e e e ebre e e areeas 38
Figure 3 : Aspect microscopique d'une inclusion de C. trachomatis LGV 404 contenant des corps
élémentaires (CE), des corps réticulés (CR) et des corps réticulés en division. ........ccccceeecvveeiecieeeennns 46
Figure 4 : Cycle de développement des CAIamydia. ............cccueeeeccieeeiciiieeecciee e 48
Figure 5 : Schéma des différentes voies de transmission de C. psittaci chez I'animal..........cccceeeneeen. 58
Figure 6 : Coloration par immunofluorescence directe (kit commercial IMAGEN Chlamydia, Thermo
Scientific) d'un tapis de cellules BGM infectées par C. PSIttACi.........coueeeecuveeeeciiveeeeiiieeeeiieeeeecieee e 64
Figure 7 : Répartition des différentes espéces de volailles pour la production de viande [262].......... 82
Figure 8 : Production des volailles de Chail..........ccuuiiieiiiei et 82
Figure 9 : Production des ceufs de consommation et ovoproduitsS........ccceeeeecieeeeeiiiieeecciieeeecieee e, 84
Figure 10 : Elevage du canard mulard pour la production du foie gras. ........ccccceeveeeeeiicieeecnciiee e, 88
Figure 11 : lllustrations de I'élevage des canards Mulard. ..........ccccuveeieiiiie e 88
Figure 12 : Schéma des étapes d'abattage des volailles : Les étapes grisées sont spécifiques des
PAIMIPEAES @ FOIE Bras.....uviiii i e e e e et e e et ee e e e sabee e e e s beeeeesabeeeeenaneeas 90
Figure 13 : PhylOgENnie deS BUCAIYOLES. .....cceicviiieeciiieeecitee e ettt e et e e ttee e e ettee e e e abae e e e nreeeeenbaeeeenreeas 92
Figure 14 : Trophozoites d'Acanthamoeba castellanii cultivés en milieu liquide PYG..........cccveeeenneen. 94
Figure 15 : Schéma de la structure d'un trophozoite d'Acanthamoeba. ...........ccccccoeeeecciveecccveeennnnen. 94
Figure 16 : Kyste d’Acanthamoeba castellanii en culture en milieu liquide PYG.........ccccvveeeciveeeennnenn. 96
Figure 17 : Schéma du processus d'élevage du canard Mulard, date et type des interventions aupres
des animaux et prélevements effECtUES. ..o 126
Figure 18 : Evolution du titre bactérien moyen des séries S1 a S5 de C. psittaci exprimé en log,o avec
les écart-types, en fonction du temps et de la température d’incubation.........cccccoveeiiiiieiiciieennnns 180
Figure 19 : Evolution de la valeur de Cq obtenue par PCR en temps réel ciblant le géne 23S rRNA en
fonction du temps et de 12 MOI CONSIAEIEE..........uviiieiiiieeecee e e e e rae e e 182
Figure 20 : Proportions de C. psittaci dans le surnageant (en rouge) et dans le grattage d'amibes (en
vert) par rapport a I'inoculum de départ (en bleu) a J; pour les quatre MOI testées. ..........cueeneee. 184
Figure 21 : Evolution du titre bactérien dans le surnageant et le grattage au cours du temps pour
ol ¥ 1o [ U< 1Y/ [ PRSP 184
Figure 22 : Clichés d’A. castellanii en microscopie électronique. ........cccceeeeciieeeeeciieeeccciee e, 186
Figure 23 : Cliché de microscopie électronique des corps sphériques observés dans une vacuole
d’A. castellaniiinfectée par C. psSittaci @ 24 N Piue.eeeccceieeeiiciiie et e 187
Figure 24 : Schématisation des résultats obtenus dans le cadre des différentes études. .................. 204

~17 ~



~ 18 ~



Liste des tableaux

Tableau 1: Présentation des génotypes validés de C. psittaci et des especes hotes principales. ........ 42
Tableau 2 : Présentation des génotypes proposés de C. psittaci et de |'origine des isolats. (d'apres
Yol LY T A e [ 1721 ) ISR 42
Tableau 3 : Sélection de résultats d'études de prévalence de C. psittaci chez les oiseaux. ................. 60
Tableau 4 : Sélection de systémes de PCR en temps réel existants et spécificité. .........ccccceeveveeennnnen. 68
Tableau 5 : Micro-organismes pouvant interagir avec les Acanthamoeba. ...............ccccoveeeecveeeeennen. 106

Tableau 6 : Résultats des PCR ciblant le géne 23S rRNA pour les prélevements effectués durant un an
€N COUVOIT 0B CANAIUS. 1uvveiiiiieiiee ittt eiteestee e sttt e st e erbee e sbeessbeeestteesbeeesabeesabeessteesnseeensseesnseesnseesssessnns 140
Tableau 7 : Résultats des PCR ciblant le géne 23S rRNA pour les prélévements effectués durant un an
YN Y oL e [ gle [l or- Y -1 o R SPSR 142

~ 19 ~



~ 20 ~



Avant-propos

~21 ~



~22 ~



L’ANSES ou Agence nationale de sécurité sanitaire de I'alimentation, de I'environnement et
du travail a été créée le 1" juillet 2010 par la fusion de I’AFSSA (Agence Francaise de Sécurité
Sanitaire des Aliments) et de I'AFSSET (Agence Francaise de Sécurité Sanitaire de
I’Environnement et du Travail). L’ANSES est un établissement public placé sous la tutelle de
cing ministéres, a savoir le ministére de I’agriculture, le ministere de I'écologie, le ministere
de la santé, le ministére du travail et le ministéere de I'économie. L’agence assure des
missions de veille, d’expertise et de recherche et référence dans des domaines variés
passant par la santé humaine, la santé et le bien-étre animal et la santé des végétaux. Elle
est impliquée dans de nombreux plans nationaux et collaborations avec des agences
européennes et regroupe de nombreux mandats nationaux et internationaux.

Onze laboratoires de référence et de recherche sont répartis en France avec 1 350 agents et
I’écriture d’une moyenne de 250 publications scientifiques par an.

Le Laboratoire de Santé Animale (LSAn) de Maisons-Alfort s’attache a évaluer les risques
dans les domaines de la santé et du bien-étre des animaux, de la gestion des médicaments
vétérinaires et des biocides, de la santé humaine et de I'analyse et la surveillance des agents
pathogenes.

L'Unité des Zoonoses Bactériennes (UZB) est située au sein du LSAn et regroupe des activités
de référence et de recherche autour de bactéries zoonotiques, c’est-a-dire transmissibles a
'Homme, que sont les Brucella, Mycobacterium bovis, Bacillus anthracis, Francisella
tularensis, Burkholderia mallei et Chlamydia.

Les travaux de recherche présentés dans ce manuscrit ont été financés par le biais du projet
Environnement Santé Travail (EST) « AirChlam ». Ce projet accepté en 2011 s’inscrit dans le
Programme National de Recherche EST (PNREST) financé par I’ANSES et porte sur
I’évaluation des risques et des expositions a C. psittaci, agent de I'ornithose-psittacose, en
milieu professionnel (secteur avicole). |l fait suite au projet « ChlamCan » financé par I’AFSSA
en 2008-2009 et portant sur l'investigation de la filiere canard vis-a-vis des infections a
C. psittaci.
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La bactérie Chlamydia psittaci est responsable d’'une zoonose, nommée chlamydiose aviaire
chez les oiseaux et psittacose chez I'Homme. L’infection a C. psittaci constitue
principalement un probleme de santé publique humaine. En effet, les oiseaux, hotes
principaux de la bactérie, ne présentent que rarement des symptémes, ce qui rend
I’exposition a la bactérie invisible pour les personnes en contact.

La psittacose n’est pas une maladie a déclaration obligatoire en France, les données
épidémiologiques disponibles sont donc trés probablement sous-estimées. Le diagnostic de
la psittacose reste difficile a établir en raison de symptomes peu spécifiques, des limites des
tests de diagnostic actuellement disponibles (faible sensibilité, réactions croisées,
prélevements invasifs...) et de la disponibilité des prélevements. En effet, il est nécessaire de
disposer de sérums appariés pour mettre en évidence une éventuelle séroconversion, tandis
qgue les prélévements de choix pour la PCR (lavages broncho-alvéolaires, crachats) peuvent
étre invasifs, non réalisés ou trop tardivement et/ou impactés par la mise en place d’un
traitement antibiotique.

Les cas de déces de psittacose sont désormais rares, mais un retard a la mise en place d’un
traitement antibiotique adapté peut conduire a une issue fatale. En France, l'infection a
C. psittaci concerne principalement les professionnels de la filiere avicole, et tout
particulierement la filiere canards Mulard, espece la plus utilisée pour la production du foie
gras. Les cas rapportés concernent plus particulierement les personnels d’abattoirs et de
couvoirs, des cas humains plus ou moins graves ayant notamment été rapportés en
2008-2009 dans deux abattoirs (I'un abattant uniquement des canards et le second traitant
d’autres espéces de volailles) et dans un couvoir de canards dans I’'Ouest de la France.

Plusieurs études ont permis de mettre en évidence une prévalence importante de C. psittaci
chez les canards Mulard [1, 2] et de poser des hypothéses sur les voies de contamination
possibles pour ces oiseaux. Cependant, ces études se focalisaient principalement sur les
animaux, or ceux-ci sont régulierement manipulés par le personnel tout au long du
processus d’élevage.

Dans le cadre de cette thése, un suivi en filiere canard Mulard plus focalisé sur I’exposition
des professionnels a été réalisé, avec des prélevements sur les animaux et des préléevements
d’air effectués a chaque intervention nécessitant la manipulation des animaux par I’'Homme.
Des prélevements environnementaux ont également été réalisés afin d’évaluer la possible
contamination des animaux via I'environnement, et des études in vitro complémentaires ont
été effectuées pour tester les possibilités de survie de C. psittaci. Des suivis sur les animaux
et le personnel volontaire ont également été effectués plus spécifiquement dans les deux
abattoirs ayant eu a faire face a des cas fatals de psittacose.
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REGNE PHYLUM CLASSE ORDRE FAMILLE

Chlamydiaceae
Criblamydiaceae
Parachlamydiaceae
Rhabdochlamydiaceae
Simkaniaceae
Bactéries 8 Chlamydiaewy Chlamydiaewy Chlam vdialest) Waddliaceae
Candidatus Clavichlamydiaceae
Candidatus Piscichlamydiaceae
Candidatus Parilichlamydiaceae

Candidatus Actinochlamydiaceae

Figure 1 : Classification de I'ordre des Chlamydiales.
(d'apres Pawlikowska-Warych and Deptula [3])
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1. Les Chlamydiales

Les Chlamydiales constituent un ordre de bactéries au sein du phylum des Chlamydiae
(Figure 1). Récemment, Gupta et al. ont proposé de séparer la classe des Chlamydiae en
deux ordres : Chlamydiales et Parachlamydiales [4]. La classification actuellement en vigueur
comprenant un ordre unique a été considérée dans ces travaux de these.

L’ordre des Chlamydiales comprend au total dix familles dont quatre Candidatus récemment
détectés chez des poissons[3, 5, 6]. On distingue habituellement la famille des
Chlamydiaceae regroupant des souches dites pathogenes, des autres familles de
Chlamydiales nommées aussi Chlamydia-like, regroupant des souches principalement
d’origine environnementale parfois associées a des tableaux cliniques chez I'animal et/ou
I'Homme.

= Chlamydiaceae
Cette famille comprend un genre établi nommé Chlamydia (C.) qui regroupe onze espéces
(voir 1.2.). Un second genre (Candidatus Amphibiichlamydia) composé de deux espéces a
récemment été proposé. L'espéce Candidatus A. salamandrae a été détectée a ce jour chez
des salamandres, alors que l'espéce Candidatus A.ranarum a été détectée chez des
grenouilles-taureaux [7, 8].

= Criblamydiaceae
Les Criblamydiaceae sont composées de deux espéces récemment décrites, Criblamydia
sequanensis qui a été isolée d’'un échantillon d’eau provenant de la Seine [9] et Estrella
lausannensis isolée d’un échantillon d’eau de surface brute dans une usine de traitement en
Espagne. Ces souches ont été isolées grace a la réalisation de techniques de co-culture avec
des amibes (Acanthamoeba), protozoaires trés ubiquistes de I'environnement (voir 3.) [10].

=  Parachlamydiaceae

Ces bactéries sont présentes naturellement au sein des amibes libres, principalement les
genres Acanthamoeba et Hartmannella. Cette famille contient cing genres : Parachlamydia,
Neochlamydia, Protochlamydia, Mesochlamydia et Metachlamydia [11].

Les Parachlamydiaceae sont suspectées d’étre a I'origine d’avortements chez les bovins, de
conjonctivites chez les ovins ou encore de pathologies diverses chez I'Homme, notamment
des problémes respiratoires, oculaires et d’avortement [12]. Parachlamydia acanthamoeba a
été mise en évidence dans des placentas d’ovins et de bovins [13]. Lors d’une étude menée
en Suisse sur des bovins, 46/343 tissus placentaires issus d’avortements se sont révélés
positifs par PCR en temps réel spécifique des Parachlamydiaceae. Cependant, seuls neuf de
ces échantillons ont présenté un Cq inférieur a 40, la charge bactérienne était donc faible et
on ne peut exclure qu’une autre cause soit a I'origine de I'avortement [14]. De plus, le
pouvoir abortif de ces bactéries n’a pas pu étre reproduit expérimentalement a ce jour.
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Les Parachlamydiaceae ont également été détectées dans le tractus génital d’animaux, et
dans des frottis vaginaux de femmes. Une étude sérologique menées sur des femmes a
montré qu’aucune réponse sérologique vis-a-vis des Parachlamydiaceae n’était détectée
chez des patientes n’ayant pas eu d’avortement, alors que 7/269 femmes ayant avorté
présentaient un taux d’IgG supérieur ou égal a 64 [15].

®*  Rhabdochlamydiaceae
Cette famille contient un genre unique et deux espeéces, initialement identifiées chez des
isopodes et des arthropodes. Depuis, quelques rapports ont fait état d’'une pathogénicité
potentielle de ces especes chez les mammiferes, et cette famille est, entre autres, suspectée
d’étre impliquée dans des cas de pneumonies chez I'Homme [6].

= Simkaniaceae

La premiére bactérie isolée de cette famille, Simkania negevensis, a été identifiée suite a la
contamination d’une culture cellulaire. D’autres espéces composant cette famille ont depuis
été isolées chez des insectes et des poissons [3, 6]. Les études sérologiques suggerent une
prévalence importante de ces bactéries chez I’'Homme, notamment en lien avec des
pneumonies communautaires ou des bronchopathies. Il a été montré que Simkania pouvait
infecter et se multiplier dans les macrophages humains [16]. Des micro-organismes
apparentés ont été détectés dans des sources d’eau froide [16].

=  Waddliaceae
La famille des Waddliaceae est composée d’un genre unique et de deux espéces qui ont
respectivement été isolées de bovins, chez lesquels elles pourraient causer des avortements
ainsi que des maladies foetales (Waddlia chondrophila) [17, 18], et de chauves-souris
malaysiennes (W. malaysiensis) [19]. Récemment, une troisitme espéce nommée
W. cocoyoc a été proposée apres la détection d’une bactérie phylogénétiquement proche
des Waddlia chez des chauve-souris au Mexique [20].
Il a été démontré in vitro que I'espece W. chondrophila était capable de survivre dans un
grand nombre de cellules humaines, dont les macrophages et les cellules endométriales,
supposant qu’elle pourrait étre impliquée dans des pathologies humaines, notamment des
avortements. Chez I'animal, W. chondrophila a été isolée a partir de placentas et de foetus
de bovins [13], et un avortement engendré par W. chondrophila a pu étre reproduit
expérimentalement chez les bovins ou l'inoculation intramusculaire de deux fecetus a
entrainé la mort de I'un d’eux dans un délai de deux semaines [21].
Une étude sérologique a été menée chez des femmes et a montré une prévalence de
W. chondrophila d’environ 30 % chez des patientes ayant subi un avortement, contre
seulement 7 % environ chez les femmes n’ayant pas avorté [15].
De I’ADN de W. chondrophila a également été détecté dans des échantillons respiratoires de
patients atteints de pneumonies et de bronchiolites [6].
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= Candidatus Clavichlamydiaceae

L'unique espece de cette famille, candidatus Clavichlamydia salmonicola, a été détectée
chez des saumons d’élevage en eau douce (Salmo salar) en Norvége et en Irlande et
présentant, pour la plupart, des kystes au niveau des cellules épithéliales des branchies et de
la peau [22, 23]. La prévalence par PCR en temps réel de cette espece chez les saumons en
eau douce s’échelonnerait de 80 a 100 %. Il a de plus été montré que, lorsque les animaux
contaminés étaient transférés dans de I'eau de mer, la bactérie devenait non détectable au
bout de quatre a six semaines [23].

= Candidatus Piscichlamydiaceae
L'espéce candidatus Piscichlamydia salmonis a initialement été détectée a partir de
branchies prélevées sur des saumons d’élevage (Salmo salar) [24], mais a également été
détectée chez des ombles chevaliers (Salvelinus alpinus) [25].

= Candidatus Parilichlamydiaceae

Ce candidatus a été détecté chez de nombreux poissons marins et est divisé en deux genres :
candidatus  Parilichlamydia et candidatus Similichlamydia. L'espéce candidatus
Parilichlamydia carangidicola a été détectée chez la sériole chicard (Seriola lalandi) [26],
I’espece candidatus Similichlamydia latridicola chez le trompettiste rayé (Latris lineata) [27],
I'espece candidatus S. labri chez la vieille commune (Labrus Bergylta) [28] et I'espéce
candidatus S. laticola chez le barramundi (Lates calcarifer) [29]. Dans tous les cas, cette
bactérie cause les mémes lésions que les autres Chlamydiales détectées chez des poissons, a
savoir des kystes qui se forment dans les cellules épithéliales.

= Candidatus Actinochlamydiaceae
L'espece candidatus Actinochlamydia clariae a été détectée chez le poisson-chat africain
(Clarias gariepinus) [30].

Ces derniéres années, de nombreuses bactéries dites atypiques, car distinctes des souches
connues au moment de leur description, ont été identifiées grace aux nouvelles approches
d’analyses moléculaires et de séquencage [31]. Ces bactéries ont notamment été mises en
évidence chez des oiseaux marins [32-34], des poissons chez lesquels des Iésions ont pu étre
observées dans les cellules épithéliales [3], ou a partir de prélevements environnementaux
grace a la technique de co-culture avec des amibes [10]. Ces découvertes pourraient, a
terme, conduire a la description de nouvelles familles, genres et/ou espéces [35].
Cependant, en raison de leur parasitisme intracellulaire obligatoire, ces organismes restent
difficiles a isoler et a caractériser.
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1.1 Histoire des Chlamydiaceae et classification

Dans I"évolution, les ancétres des Chlamydiales auraient été parmi les premiers a se séparer
du tronc commun des bactéries, il y a environ 2 milliards d’années [36]. Les Chlamydiales
dites pathogeénes (Chlamydiaceae) se seraient ensuite séparées des Chlamydiales
environnementales il y a environ 700 millions d’années. Chaque groupe aurait alors évolué
en s’adaptant a son environnement : les Chlamydiales environnementales devenant plus
résistantes pour s’adapter a des conditions environnementales variables, et les Chlamydiales
pathogenes s’adaptant a la vie intracellulaire, vraisemblablement procaryote dans un
premier temps, puis eucaryote. Les Chlamydiales environnementales conservent cependant
des traits communs avec les Chlamydiales pathogenes, indiquant la possibilité pour ces
premieres de contaminer des cellules de mammiféres. Les bactéries appartenant a la famille
des Chlamydiaceae, aussi nommées Chlamydia, présentent un grand nombre de génes
communs avec les cyanobactéries et les plantes, laissant penser a un ancétre commun [37,
38].

L’histoire des Chlamydiaceae est complexe du fait de la grande diversité d’especes, d’hotes
et de pathologies induites existante.

Des documents archéologiques évoquent des cas de trachome, maladie due a
C. trachomatis, dés I’Antiquité chez les Sumériens de la basse Mésopotamie ayant vécu
entre 50 et 17 siecles avant Jésus Christ, en Egypte ancienne et également en Chine [39].

En 1879, Ritter est le premier a décrire une épidémie de pneumonies atypiques en Suisse
chez des personnes exposées a des oiseaux tropicaux [40]. Cependant, le terme de
psittacose ne sera utilisé pour la premiére fois qu’en 1893, aprés qu’un rapport soit édité
faisant état de la transmission d’un agent infectieux du perroquet a ’'Homme et causant un
état grippal. Le nom psittacose sera choisi d’apres le latin « psittacus » qui signifie perroquet,
car l'origine de la maladie semble alors étre essentiellement liée a une exposition a des
Psittacidés (famille d’oiseaux comprenant notamment les perroquets et les perruches). Lors
de cette épidémie, une bactérie appartenant au genre des Salmonelles a d’abord été isolée
et considérée comme l'agent responsable de la maladie. Il sera démontré plus tard qu’il
s’agissait en fait d’un agent opportuniste, Salmonella typhimurium [41].

En 1907, Halberstadter et von Prowazek observent pour la premiere fois des micro-
organismes intracellulaires dans des inclusions au sein de cellules conjonctivales provenant
d’un patient atteint de trachome. Classée parmi les protozoaires, cette famille de micro-
organismes sera alors nommée Chlamydozoaceae selon le grec ancien « Chlamys » signifiant
« manteau », dont les particules semblent étre entourées. A ce moment, aucun lien n’est
encore effectué avec I'agent responsable de la psittacose.
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En 1930, suite a de nombreuses épidémies de psittacose en Europe et aux Etats-Unis, des
souches sont finalement isolées a partir d’oiseaux malades mais également de patients [42].
Pour la premiére fois, un rapprochement est proposé entre I'agent responsable de la
psittacose, aujourd‘hui nommé C. psittaci, et celui responsable de la Lymphogranulomatose
vénérienne (LGV) causée par C. trachomatis [41]. Ces micro-organismes, alors considérés
comme des virus, ont été classés dans le groupe Psittacose-Lymphogranulome vénérien par
Bedson en 1930 [40].

Tandis que les cas de psittacose étaient jusqu’alors liés a une exposition a des Psittacidés,
des cas humains associés a un contact avec d’autres especes aviaires ont par la suite été
recensés, et les infections en lien avec les oiseaux autres que les Psittacidés ont été
distinguées sous le nom d’ornithose. Des cas humains ont notamment été recensés suite a
une exposition a des poulets en 1932, a des fulmars boréal en 1938 ou encore a des pigeons
en 1940 [41]. Dans les années 1940, plusieurs cas humains en lien avec des canards Pékin
seront également rapportés [43]. La distinction entre psittacose (maladie causée par une
exposition aux Psittacidés) et ornithose (causée par une exposition a d’autres familles
aviaires) s’est par la suite révélée inutile car, hormis du point de vue épidémiologique, ces
deux pathologies étaient extrémement similaires [44].

En 1934, Thygeson va, pour la premiére fois, attirer I'attention sur le fait que les agents du
trachome et ceux du groupe psittacose-Lymphogranulomatose vénérienne se ressemblent
et un rapprochement est a nouveau proposé en 1942 [45]. Il faudra attendre les années 60
pour que les agents des trois maladies (Trachome, psittacose, LGV) soient finalement
regroupés par Meyer au sein du groupe Psittacose-Lymphogranulome vénérien-Trachome.
Meyer proposera également le nom de Bedsionae pour ces micro-organismes, en rapport
avec Sir Samuel Bedson, qui fat le premier a décrire le cycle de développement de ces agents
en 1930.

En 1966, Moulder apporte la preuve que ces micro-organismes sont bien des bactéries et
non des virus, car ils sont composés a la fois d’ARN et d’ADN et leur cycle de développement
differe de celui des virus [46]. Une nouvelle famille au sein du groupe des Rickettsiaceae est
alors créée, les Chlamydiaceae, composée d’un genre unique Chlamydia.

En 1971, les Chlamydiaceae sont séparées du groupe des Rickettsiaceae et placées dans un
ordre nommé Chlamydiales [47]. La famille est alors composée de deux especes,
C. trachomatis et C. psittaci, séparées selon des critéres épidémiologiques (C. trachomatis
regroupe les souches infectant I'Homme et C. psittaci celles infectant les animaux) et
morphologiques, notamment au niveau des inclusions. De plus, C. trachomatis accumule le
glycogéne dans les inclusions ce qui n’est pas le cas de C. psittaci, et la plupart des souches
de C. trachomatis sont sensibles au sulfadiazine, alors que les plupart des souches de
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C. psittaci sont, au contraire, résistantes [48]. Durant les années qui suivirent, des souches
ne s'apparentant a aucune de ces deux espéces seront isolées et étudiées.

A partir des années 1980, le développement des méthodes de classification reposant sur
I'analyse de I’ADN va aider a préciser la classification au sein des Chlamydiaceae et deux
nouvelles especes vont venir agrandir la famille, a savoir C. pneumoniae [49] et C. pecorum
[50].

Une grande modification dans la classification des Chlamydiales sera proposée en 1999 par
Everett et al., qui a proposé la création de cing nouvelles espéces au sein de la famille des
Chlamydiaceae, a savoir C. abortus, C. caviae, C. felis, C. muridarum et C. suis, ainsi que la
création de deux nouvelles familles au sein de I'ordre des Chlamydiales [5]. Le nombre total
d’espéces au sein de la famille des Chlamydiaceae s’élevait alors a neuf, réparties en deux
genres : Chlamydia et Chlamydophila. Cette classification, qui reposait sur I'analyse des
séquences d’ADN ribosomiaux 16S et 23S, n’a pas suscité l'unanimité au sein de la
communauté scientifique et a largement été critiquée [51]. En effet, celle-ci était basée
uniquement sur de faibles différences de séquences au niveau de ces genes et certaines
especes ne contenaient qu’un nombre réduit de souches. De plus, bien qu'il soit reconnu
qgue l'analyse du géne 16S rRNA soit pertinente pour les études portant sur |'évolution, elle
n'est pas forcément suffisante pour la spéciation [52]. Par ailleurs, dans cette proposition de
classification, il a été arbitrairement défini que pour que deux especes appartiennent au
méme genre, elles devaient présenter au moins 95 % d'homologie au niveau de ces genes.
Cependant, le maximum d'hétérogénéité existant entre les espéces C. pneumoniae,
C. psittaci et C. trachomatis est compris entre 5 et 6 % (soit 94 % d'homologie). Les criteres
établis n’étaient donc pas satisfaits pour ces trois especes. D'autre part, la répartition des
espéeces en deux genres distincts masquait la grande identité de ces organismes d'un point
de vue biologique. Cette classification intégrant la création de deux genres au sein de la
famille des Chlamydiaceae a été abandonnée, mais les neuf espéces pressenties ont été
conservées et regroupées au sein d’un genre unique, Chlamydia [53].

Depuis, deux nouvelles especes (C. avium et C. gallinacea) ainsi qu’une espéce Candidatus
(C. ibidis) sont venus agrandir cette famille [54, 55].
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52 C. psittaci GR9 (CP003791)

19 C. abortus S26/3 (CR848038)

99
42

44

—l

C. caviae GplIC (AE015925)
C. felis Fe/C-56 (AP006861)

C. gallinacea 08-1274/3 (GQ398026)

C. avium 10DC88 (CP006571)
C. pecorum E58 (CP002608)

79

C. pneumoniae TW-183 (AE009440)

C. ibidis 10-1398/6 (NR118019)

100

C. suisR22 (U68420)
C. trachomatis D/IUW-3/CX (U68441)

¥|— C. muridarum MoPn (U68436)

Figure 2 : Arbre phylogénétique basé sur la comparaison du géne 16S rRNA des douze

espéces de Chlamydiaceae actuellement décrites.
(Logiciel MEGA 6, NJ method et bootstrap 500)
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1.2 Les différentes espéces composant la famille des Chlamydiaceae

Les Chlamydiaceae sont de petites bactéries parasites intracellulaires obligatoires, a Gram
négatif. Elles sont classées, selon I'arrété du 18 juillet 1994 (modifié par les arrétés des
17 avril 1998 et 30 juin 1998) fixant la liste des agents pathogéenes, en classe 2 pour toutes
les especes de Chlamydiaceae, a |'exception de C. psittaci qui est de classe 3 pour les
souches d’origine aviaire. Pour ces derniéres, une manipulation en laboratoire confiné de
type 3 est obligatoire. Un arbre phylogénétique basé sur la comparaison du gene 16S rRNA
des douze especes de Chlamydiaceae actuellement décrites est présenté en Figure 2.

= C trachomatis

Cette espece infecte principalement 'Homme, provoquant différentes infections selon le
sérovar impliqué. Un sérovar représente un groupe de souches partageant les mémes
caractéristiques antigéniques. Un premier groupe de sérovars est composé de souches de
C. trachomatis responsables du trachome, maladie se traduisant par des infections oculaires
et pouvant entrainer la cécité dans les cas les plus séveres [56]. Un second groupe rassemble
les souches responsables d’infections uro-génitales, souvent asymptomatiques mais tres
contagieuses, qui peuvent entrainer des complications graves telle que la stérilité. Il s’agit de
I'infection sexuelle la plus fréquente chez les adolescents dans le monde [57]. Une
transmission verticale de ces souches de C. trachomatis est également possible lors de
I'accouchement, provoquant alors des infections oculaires ou pulmonaires du
nouveau-né [58]. Et enfin, le dernier groupe de sérovars concerne les souches responsables
de la Lymphogranulomatose vénérienne (LGV), une infection sexuellement transmissible.

= C. pneumoniae

C. pneumoniae est la seconde espéce dont I’h6te principal est 'Homme. La transmission de
la bactérie se fait de personne-a-personne par voie aérienne et engendre des infections des
voies respiratoires supérieures, souvent d’origine communautaire. L'infection est
asymptomatique dans 60 a 80 % des cas [59], et on estime que plus de 50 % des individus
sains sont porteurs d’anticorps spécifiques de C. pneumoniae [60].

Cette espéce a également été détectée chez des animaux, tels que des chevaux [61], des
koalas [62] ou encore des oiseaux [63].

= (. caviage
C. caviae a principalement été isolée a partir de tissus conjonctivaux de cobayes. Un modeéle
d’infection expérimentale du tractus génital de cobayes par C. cavige est utilisé pour
reproduire et étudier les infections a C. trachomatis chez 'Homme [5, 64].
Dans de rares cas, C.caviage pourrait étre transmise a I'Homme et entrainer une
pneumopathie atypique (Heijne et al., données non publiées).
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=  C. muridarum
Cette espece infecte principalement les rongeurs chez qui elle est responsable d’infections
respiratoires. Les souches principales, MoPn et SFPD, ont été respectivement isolées chez
des souris et des hamsters [5]. D’autres souches ont depuis été isolées (MoPn-Weiss, Nigg,

Nigg2, Nigg3...).

= (. felis
Cette bactérie est responsable de la chlamydiose féline, endémique chez le chat, et est
I’agent le plus commun des conjonctivites chez cet animal. Elle peut également entrainer des
rhinites, des boiteries et des problemes de reproduction [65].

= (. suis

C. suis est principalement isolée chez des porcs qui hébergent le plus souvent la bactérie au
niveau intestinal de facon asymptomatique. La bactérie peut également, dans certains cas,
entrainer des maladies diverses parmi lesquelles des broncho-pneumonies, des arthrites,
des péricardites et des problemes de reproduction dont I'avortement [66]. Des souches de
C. suis porteuses d’'un géne de résistance a la tétracycline nommé tetC ont été isolées en
Europe, notamment en Italie [67], en Belgique et a Chypre, ainsi qu’en Israél [68] et aux
Etats-Unis [69].

= (C abortus

C. abortus est I'agent principalement responsable de la chlamydiose abortive chez les
ruminants. Les ovins sont les hotes de choix, cependant la bactérie a également été détectée
chez les caprins et les bovins. La chlamydiose abortive entraine principalement des
avortements et des mortalités néonatales [70], cependant C. abortus peut également causer
d’autres pathologies parmi lesquelles des conjonctivites, des arthrites ou des pneumonies.
C. abortus a également pu étre détectée chez d’autres espéces animales, tels que des
chevaux [5], des porcs [66] ou encore des oiseaux [71]. Le potentiel zoonotique existe bien
gu’il soit faible, et on recense quelques cas d’avortements chez des femmes éleveuses
d’ovins [72, 73].

= (C pecorum

C. pecorum est une espéce principalement détectée chez les ruminants, particulierement les
bovins, et chez les porcs. Elle est communément détectée dans des féces d’animaux sains ne
présentant pas de signes cliniques et hébergeant la bactérie au niveau intestinal. Elle a de ce
fait longtemps été considérée comme peu virulente. Cette espéce a cependant été associée
dans certains cas a des avortements, des conjonctivites, des encéphalomyélites, des
pneumonies ou encore des polyarthrites [74, 75]. C. pecorum a également été détectée chez
des koalas, chez lesquels elle cause des troubles de la reproduction [76], ainsi que chez des
oiseaux [77]. Cette espéece est tres hétérogene, a la différence de C. abortus.
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- , E x hA
Génotype Sous-génotype speces hote

majoritaires
VS§1
A 6BC Psittacidés
84/55
B Pigeons
C Canards et oies
NJ1 .
D 9N Dindes
E Pigeons
F Psittacidés et dinde
(isolats uniques)
E30
E/B 06-859 Canards
KKCP
M56 Bovins
WC Rats musqués et

ligvres

Génotypes aviaires / Génotypes non aviaires

Tableau 1: Présentation des génotypes validés de C. psittaci et des espéces hotes
principales.
(d'apres Sachse, et al. [78])

Gpérr;:t;’sze: Origine des isolats
1V Corneille
6N Corbeau
Matll6 Ara vert et perruche
R54 Labbe brun
YP84 Perruches
CPX0308 Cigogne orientale

Tableau 2 : Présentation des génotypes proposés de C. psittaci et de I'origine des isolats.
(d'aprés Sachse, et al. [78])
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= C psittaci

C. psittaci est I'espéce de Chlamydiaceae la plus répandue chez les oiseaux, et également
celle présentant le pouvoir pathogene le plus élevé pour I’'Homme parmi les Chlamydia
d’intérét vétérinaire. Cette bactérie, qui a été détectée chez plus de 460 especes d’oiseaux
parmi 30 ordres différents [79], est en effet responsable d’'une zoonose. L'infection est
nommeée chlamydiose aviaire chez I'animal et psittacose chez 'Homme. Il existe a ce jour
neuf génotypes principaux de C. psittaci (sept génotypes aviaires et deux non-aviaires)
présentant chacun une spécificité d’hote et pouvant étre subdivisés en sous-génotypes
(Tableau 1). S’ajoutent six génotypes proposés établis sur la base du séquencage du gene
ompA codant pour une protéine membranaire majeure [78] (Tableau 2).

Les souches de C. psittaci M56 et WC ont respectivement été détectées chez des bovins lors
d’une épidémie d’entérite [5] et chez des rats musqués et des lievres au Canada [80]. Il
existe également des évidences de contamination par C. psittaci de juments victimes
d’avortements [81, 82], ainsi que chez des porcs, des chiens [83], des reptiles [84] ou encore
des rats de laboratoire [85]. C. psittaci a également été détectée dans des échantillons de
semences et de lavages de prépuce de taureaux en Allemagne avec une prévalence plus
importante que celle de C. abortus et C. pecorum [86].

= (. avium
Cette espéce, nouvellement décrite, a été isolée a ce jour principalement a partir de
préléevements collectés de pigeons mais aussi de Psittacidés. Bien qu’elle ait été isolée a
partir de cas présentant des signes cliniques, la bactérie a principalement été détectée a
partir de feces d’oiseaux sains en apparence. Le portage intestinal asymptomatique semble
trés répandu chez les oiseaux, tandis que le potentiel zoonotique de cette nouvelle espéce
reste inconnu pour le moment [54, 87].
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= (. gallinacea

C. gallinacea est une nouvelle espéce qui a majoritairement été détectée a ce jour chez des
poulets, pintades et dindes en Europe et en Asie [54, 88-92], le plus souvent chez des
animaux ne présentant pas de signes cliniques. Des données récentes suggerent une
prévalence importante de cette espéce chez les volailles. La premiere souche de
C. gallinacea a été isolée dans le cadre d’une investigation vétérinaire effectuée dans un
abattoir francais ou des cas humains de pneumopathies atypiques avaient été signalés. Le
potentiel zoonotique de cette espéce a été suspecté dans ce cas particulier, mais une
exposition a C. psittaci ne peut cependant étre totalement exclue du fait de l'abattage
occasionnel de canards dans cette entreprise [88].

= (Candidatus C. ibidis
Deux souches ont récemment été isolées d'ibis sacrés sauvages (Threskiornis aethiopicus)
issus d'un groupe échappé d’un parc animalier en France. L’analyse du génome complet
d’une de ces souches a permis d’établir la position particuliére de celle-ci au sein de la
famille des Chlamydiaceae [55]. Cependant, elle a été classée au rang de Candidatus car
seuls deux isolats obtenus a partir d’oiseaux capturés sur un méme site sont disponibles
pour le moment.
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Figure 3 : Aspect microscopique d'une inclusion de C. trachomatis LGV 404 contenant des
corps élémentaires (CE), des corps réticulés (CR) et des corps réticulés en division.
La barre représente 1 pum.
Adapté de www.chlamydiae.com
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1.3 Caractéristiques biologiques des Chlamydiaceae

1.3.1.Les différentes formes biologiques de Chlamydiaceae et leurs
structures

Les Chlamydiaceae se présentent sous trois formes métaboliques distinctes: le corps
élémentaire (CE), le corps intermédiaire (Cl) et le corps réticulé (CR) (Figure 3).

. Le corps élémentaire (CE) : il s’agit de la forme infectieuse de la bactérie,
extracellulaire et métaboliquement inactive. Le CE est immobile et sphérique, dense aux
électrons, d’une taille moyenne de 0,3 um de diametre. Son noyau est homogene et
distinctement séparé des éléments cytoplasmiques par une zone translucide [40]. La paroi
est rigide et constituée d’une double membrane. La membrane extérieure est composée de
phospholipides, de lipides, de lipopolysaccharides (LPS) et de protéines, dont la Major Outer
Membrane Protein (MOMP) codée par le gene ompA et qui représente 60 % de la masse de
la membrane. Les deux membranes sont reliées par des ponts disulfures créés entre les
résidus de cystéine des protéines membranaires, notamment la MOMP. De par sa structure
solide et sa faible perméabilité, I'enveloppe des CE est résistante a certaines agressions
chimiques et mécaniques. lls peuvent donc survivre jusqu’a plusieurs semaines a l'extérieur
d'un hoéte.

. Le corps réticulé (CR) : il s’agit de la forme intracellulaire et métaboliquement
active. D’une plus grande taille que le CE (environ 1 pm de diameétre), il est moins condensé
et plus riche en ARN. Les CR parasitent la machinerie cellulaire notamment en s’associant a
I'appareil de Golgi et aux mitochondries, dans le cas de C. psittaci mais pas de C. trachomatis
ou C. pneumoniae [93], afin de se fournir en Adénosine TriPhosphate (ATP) grace a une
ATP-translocase. Cependant, ils sont autonomes pour la production d’ADN, de protéines et
de lipides. lls se multiplient au sein de la cellule hote par fission binaire [41].

= Le corps intermédiaire (Cl): d’une taille comprise entre 0,3 et 1 um de
diametre, il s’agit de la forme intermédiaire des Chlamydia, lors de la transformation des CR
en CE. lls sont constitués d’'un noyau central dense aux électrons et entouré de fibres
nucléaires individuelles [40].
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Figure 4 : Cycle de développement des Chlamydia.
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Un débat existe depuis plusieurs décennies quant a la présence ou non de peptidoglycane
(PG) chez les Chlamydia, un complexe composé de peptides et de polysaccharides formant
un maillage qui entoure la membrane plasmidique de la majorité des bactéries. Le PG est
nécessaire a la division cellulaire, permet de maintenir la forme de la bactérie et de réguler
la pression osmotique, et constitue un ancrage stable pour les protéines membranaires et
transmembranaires. Bien que des analyses génétiques ainsi que la sensibilité des Chlamydia
a certains antibiotiques ciblant le PG (tels que les B—lactames) semblent démontrer la
présence de ce dernier, toutes les tentatives pour le détecter ou l'isoler avaient jusqu’a
présent échoué, créant ce qui fut appelé « 'anomalie Chlamydia ». Cependant, une part de
plus en plus importante de la littérature semble s’accorder sur la présence d’une voie de
biosynthese complete du PG chez Chlamydia. De plus, une étude publiée en 2014 a permis
de marquer le PG dans les corps intracellulaires en division de C. trachomatis grace a des
sondes peptidiques [94]. Cependant, méme si les Chlamydia sont capables de synthétiser du
PG, elles n’en restent pas moins uniques de par I'absence de la protéine cytosquelettique de
type tubuline FtsZ, normalement nécessaire a la division des bactéries possédant un PG [95].

1.3.2. Le cycle de développement des Chlamydiaceae

Le cycle de développement des Chlamydia est biphasique et unique dans le regne bactérien,
en dehors des autres espéces composant I'ordre des Chlamydiales. Il se déroule comme
schématisé sur la Figure 4.

Le CE se fixe a la membrane de la cellule hote et y pénétre par endocytose ou il inhibe la
fusion avec les lysosomes et autres organites endocytiques par des mécanismes encore
méconnus. La chromatine se décondense et le CE se métamorphose en CR,
métaboliquement actif et enfermé dans la vacuole provenant de I'endocytose nommée
inclusion, dont la membrane posséde une constitution différente de celle de la membrane
cellulaire [96]. Aprés environ 10 h, les CR se multiplient par fission binaire et chaque CR peut
en engendrer une centaine. La vacuole grandit a mesure que le nombre de CR augmente.
Aprés 18 a 24 h, les CR devenus nombreux se détachent de la membrane issue de
I’endocytose, ce qui semble déclencher leur transformation en CE, en passant par le stade de
Cl. En fin de cycle, on observe la formation de CE plus ou moins matures. La transformation
des CR en CE se faisant de fagon non synchronisée, on peut observer la présence simultanée
des deux formes dans les inclusions. Les CE sont ensuite libérés dans le milieu extérieur par
la lyse cellulaire intervenant en fin de cycle et se déroulant de fagon rapide (environ 20 min
en moyenne pour C. trachomatis). Un second mécanisme de sortie a été observé chez
C. trachomatis et consiste a la libération d’'une partie ou de la totalité des Chlamydia
contenues dans une inclusion, a I'intérieur d’une vacuole a double membrane séparées par
une faible quantité de cytoplasme. Ce mécanisme d'extrusion laisse la plupart du temps la
cellule intacte, mais son déroulement est plus lent que la lyse cellulaire (environ 2 a 3 h pour
C. trachomatis) [97]. Les CE libérés sont ensuite préts a engendrer un nouveau cycle sur une
nouvelle cellule hote [40].
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1.3.3. La persistance des Chlamydiaceae

Il a été montré dans certains cas une persistance des CR a I'intérieur de la cellule hote avec
une interruption du cycle de développement, notamment avec les espéeces C. trachomatis,
C. pneumoniae, C. psittaci et C. pecorum. Ces CR ont subi des changements métaboliques et
structurels, et sont alors nommés Corps Aberrants (CA) [98]. Les CA sont plus gros que des
CR, non infectieux, mais toujours viables car il est en effet possible de détecter de I’ARN ainsi
que de I’ADN a partir de ces échantillons [99]. Ces CA ont notamment été mis en évidence
dans le cas d’un traitement antibiotique prolongé sur un modeéle in vivo d’infection a
C. pneumoniae [100] et chez C.trachomatis avec des antibiotiques de la classe des
B-lactames a des doses physiologiques. Les B-lactames ne sont pas utilisés dans le cas d’une
infection a Chlamydia, mais sont trés souvent prescrits pour le traitement de nombreuses
autres pathologies bactériennes et pourraient, par ce biais, entrainer une forme persistante
d’une infection sous-jacente a Chlamydia [101]. Une action similaire de la pénicilline a été
démontrée dans le cas des souches Cal-10 (génotype E) et DC15 (génotype A) de C. psittaci
en culture cellulaire. Dans chaque modéele, la formation de CA était réversible lorsque le
traitement antibiotique était interrompu [102, 103]. Les CA présentent une résistance aux
antibiotiques supérieure a celle des CR, et pourraient donc représenter une forme de
résistance aux stress environnementaux.

Il a été montré in vitro que la présence d’interféron-y pouvait, selon les doses, soit inhiber la
viabilité de C. trachomatis, C. pneumoniae et C. psittaci, soit entrainer la formation de
CA[99, 103, 104]. De méme, des CA ont été observés in vitro dans le cas d’un choc
thermique, d’une privation en nutriments (acides aminées, fer) [103, 105, 106], d’une co-
infection [107-109], d’une infection avec un phage [110], ou encore d’une infection
chronique [111, 112].

Il est soupgonné que ces formes de persistance existent également in vivo. Lors d’infection a
C. trachomatis chez I’'Homme par exemple, il est souvent tres difficile d’isoler les organismes,
alors que la présence d’ADN ou d’antigenes peut étre détectée. Des CA de C. trachomatis
ont déja été observés a partir de prélevements endocervicaux [113] ainsi que d’éjaculats et
de sécrétions prostatiques de patients atteints de prostatite chronique due a Chlamydia. Des
corps similaires chez C. pneumoniae ont également été observés dans des échantillons de
valves aortiques de patients atteints de sténose dégénérative. Cependant, ces observations
de CA ne suffisent pas a prouver la possibilité d’une persistance in vivo, car leur viabilité dans
ces conditions reste incertaine [114].
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1.3.4. Caractéristiques génétiques des Chlamydiaceae

Le génome des Chlamydiaceae se compose d’un brin d’ADN circulaire d’environ 1 Mb et
codant pour plus d’un millier de protéines [115]. A ce jour, des plasmides ont été détectés
chez quasiment toutes les espéces de Chlamydiaceae (C.trachomatis, C. pneumoniae,
C. psittaci, C. caviae, C.suis, C. felis, C. muridarum et C. pecorum). Leur réplication est
strictement liée a celle de la bactérie, et ils ne sont pas conjugatifs, c’est-a-dire qu’une
bactérie ne peut pas le transférer par conjugaison a une autre. lls ne codent pas, pour la
majorité, pour des génes de résistance et n‘ont pas de capacité d’intégration [116]. Ces
petites molécules d’ADN (environ 7,5 kb) ont été utilisées afin de constituer des outils de
détection de C. trachomatis, espéce pour laquelle 7 a 10 copies de plasmides sont présentes
par Chlamydia. Cependant, un nouveau variant de C. trachomatis déleté d’une portion
d’ADN plasmidique incluant la zone ciblée par cet outil a échappé a la détection et a
notamment été responsable d’'une épidémie en Suéde en 2006 [117]. L'ubiquité de ces
plasmides au sein des Chlamydia suggere des fonctions importantes, cependant celles-ci
restent pour le moment inconnues.

1.3.5. Mécanismes d’infection de I’héte et facteurs de virulence

Les mécanismes moléculaires permettant aux Chlamydia de s’attacher, pénétrer puis se
maintenir dans leurs cellules hotes sont encore trés peu connus, bien que de nombreuses
études soient réalisées afin de comprendre les mécanismes impliqués dans I'adaptation de
la bactérie a I'environnement intracellulaire. De nombreuses hypothéses ont été émises,
impliquant des mécanismes parfois totalement différents. Cependant, étant donné la grande
diversité de cellules (cellules épithéliales, fibroblastes, cellules dendritiques, macrophages...)
et d’hotes pouvant étre infectés par Chlamydia, il est trés vraisemblable que ces bactéries
aient acquis durant leur évolution divers mécanismes activés en fonction de I'espéce et de la
souche de Chlamydia impliquée, ainsi que de la cellule et de I'hote cibles [118]. Les
processus d’attachement de la bactérie a la surface et d’entrée dans la cellule semblent étre
bien différents et impliquent des mécanismes et des molécules distinctes [119, 120]. Il
semblerait que la bactérie s’attache a la cellule héte tout d’abord suite a un rapprochement
médié par des interactions électrostatiques, puis peut-étre par reconnaissance de
récepteurs spécifiques présents sur la membrane cellulaire [118]. Plusieurs molécules ont
été proposées comme adhésines potentielles, a savoir la MOMP, HSP70, OmcB, des
glucosaminoglycanes ou encore la clathrine [121]. Il a également été suggéré que les
Chlamydia se fixaient préférentiellement au niveau de microvillosités, migraient a leur base
pour étre ensuite internalisées [122].
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Il semble que les Chlamydia se concentrent a la surface cellulaire sur des zones particulieres
nommeées « radeaux lipidiques ». Ces domaines sont riches en cholestérol et en
glycosphingolipides et pourraient étre impliquées dans les mécanismes d’entrée dans la
cellule hote par agrégation de ces domaines et polymérisation de I'actine cellulaire [121].

Les Chlamydia possedent un systeme de sécrétion de type Il (T3SS) sous forme de
« seringue » qui permet le transport de protéines effectrices de la bactérie au cytosol de la
cellule hote [123]. Ces T3SS sont observables sur environ la moitié de la surface de la
bactérie avec une répartition non uniforme, a raison de 20 a 40 projections arrangées de
facon hexagonale. Le T3SS, ainsi que les protéines effectrices associées, semblent étre
impliqués dans la virulence de la bactérie. Les protéines effectrices Inc ont initialement été
détectées chez C. psittaci. Bien qu’elles présentent des séquences différentes, elles
partagent en commun la présence d’'un domaine bilobé hydrophobe de 50 a 80 acides
aminés. Ce domaine leur assure un ancrage dans la membrane de linclusion, et leur
extension cytoplasmique assure les interactions avec les protéines de I'héte. Il a été montré
gue les protéines IncA des Chlamydiaceae présentaient des domaines SNARE-like, qui sont
des récepteurs a des protéines SNARE de I'hote, essentielles dans les mécanismes de fusion
membranaire [124]. De plus, la protéine IncA de C. psittaci interagit notamment avec la
protéine cellulaire G3BP1, ce qui entraine une production moindre de protéine C-myc,
facteur important de croissance cellulaire et des mécanismes d’apoptose [124]. De méme, la
protéine effectrice IncB interagit durant les premieres heures de la formation de I'inclusion
avec les dynéines, complexes protéiques associés a des microtubules, via la protéine
cellulaire Snapin, apportant un indice sur I'induction de modifications du cytosquelette par
C. psittaci afin d’amener la cellule a supporter la croissance de la bactérie [125, 126]. Les
protéines Inc ont donc certainement un réle central dans les interactions héte-pathogeéne.

Il a également été démontré récemment que la protéine SINC (Secreted Inner Nuclear
membrane-associated Chlamydia protein) excrétée par C. psittaci a pour cible I’'enveloppe
nucléaire a la fois de la cellule héte, mais aussi des cellules saines voisines, et pourrait
contribuer a la virulence sévere de C. psittaci [127]. Le T3SS pourrait également jouer un réle
important dans l'inhibition de la fusion des vacuoles avec les lysosomes et autres organites
endocytiques [128].

La zone de plasticité (ZP) des Chlamydia est connue pour héberger des genes induisant des
facteurs de virulence tels que le domaine MAC/perforine, des génes codant pour des
cytotoxines ou la phospholipase D, et de nombreux autres genes probablement impliqués
dans les interactions entre la cellule hote et I'agent pathogéne. Cette zone possédant un fort
indice de réorganisation génique est située a proximité de I'origine et de la terminaison de la
réplication et présente une taille et une organisation tres différente selon I'espéce de
Chlamydia considérée [123, 125].
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Les pmp (Polymorphic Membrane Protein), une grande famille de protéines probablement
unique aux Chlamydiae, semblent constituer des facteurs majeurs de virulence, intervenant
aussi bien dans I'adhésion des CE a la cellule hote, que dans le transport moléculaire et dans
les fonctions associées a la membrane cellulaire. Ces protéines sont caractérisées par un
haut niveau de mutations et sont réparties en 6 sous-familles (A, B/C, D, E/F, G/I et H), la
sous-famille G/I étant la plus vaste. Ces protéines sont au nombre de 21 chez C. psittaci,
dont 14 appartenant a la sous-famille G/I, certaines étant spécifiques a C. psittaci. Les pmp
possedent toutes la méme structure constituée, entre autres, d’'un nombre de répétitions
variable des tétrapéptides GGA(I,L,V) et FxxN [123]. Ces protéines pourraient étre liées au
grand spectre d’hote de C. psittaci et/ou a son évolution pour s’adapter a I'environnement
de I'hote [125]. Des différences génétiques entre les génes pmp des différentes souches de
C. psittaci pourraient expliquer en partie la variabilité de tropisme et de virulence des
génotypes [129].

D’autres protéines sont suspectées de représenter des facteurs de virulence, telles que les

protéines de choc thermique ou HSP (Heat Shock Protein), ou la protéase CPAF (Chlamydial
Protease-like Activity Factor).
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1.3.6. Les bactériophages des Chlamydiaceae

Les bactériophages sont des virus n’infectant que les bactéries. Les bactériophages des
Chlamydiaceae appartiennent au genre Chlamydiamicrovirus, au sein de la famille des
Microviridae. Le premier phage de Chlamydia identifié et nommé Chpl a été observé dans
des CR de C. psittaci en 1982, isolés dans le cadre d’'une épidémie de psittacose en lien avec
une exposition a des canards en Angleterre [130].

Cing autres phages ont depuis été décrits, a savoir Chp2 (isolé de C. abortus et d’'une souche
de C. psittaci infectant les ovins), Chp3 (C. pecorum), @CPG1 (C.caviae), ©CPAR39
(C. pneumoniae) et Chp4 (C. abortus) [131]. Le phage Chp1l a été tres peu étudié depuis sa
découverte, mais des études in vitro et in vivo ont été réalisées sur d’autres phages de
Chlamydia, notamment Chp2, Chp3, $CPG1 et @CPAR39. Ces études ont permis de mettre
en évidence que ces phages étaient majoritairement lytiques [132], a I'exception de
@CPAR39 lorsqu’il infecte C. pneumoniae [133, 134].

Des travaux effectués sur le bactériophage @CPG1 ont montré qu’il présentait une structure
et un génome assez proche de ceux de Chpl, particulierement concernant la protéine
structurelle majeure VP1. De plus, des séquences trés similaires a celles du phage @CPG1
infectant C. caviae ont été retrouvées dans le génome de C. pneumoniae, laissant penser que
des membres d’un méme groupe de phages pourraient infecter des espéces de Chlamydia
différentes, mais également que des séquences génomiques du phage auraient la capacité
de s’insérer dans le génome des Chlamydiaceae [135]. Une étude in vitro a permis de
montrer que la présence du phage $CPG1 pouvait entrainer une forme persistante de
C. cavige avec la formation de CR anormaux (CA) [110]. Afin d’infecter les formes
métaboliquement actives des Chlamydia (ce qui leur est nécessaire pour leur
développement), les bactériophages auraient la capacité de se lier aux formes
extracellulaires (les CE) et ainsi de pénétrer dans la cellule héte pour y infecter les CR
métaboliquement actifs. Cela entrainerait la formation de CA qui seraient le siege de la
multiplication du virus, puis seraient lysés. Le virus se propagerait alors aux autres
Chlamydia. Bien que les CR infectés deviennent métaboliquement moins actifs, la lyse de la
cellule héte entrainerait la dispersion dans I'organisme du contenu cellulaire, ce qui pourrait
entrainer une réponse inflammatoire accrue et expliquer la survenue de symptémes plus
importants en présence du bactériophage a I'échelle de I’h6te. Cependant, I'infection des CR
par le phage pourrait également étre a I'origine d’'un « équilibre » expliquant les infections
chroniques ou latentes [110]. Une seconde étude réalisée sur cobaye a d’ailleurs permis de
mettre en évidence que le phage ¢CPG1 se multipliait in vivo et diminuait la réponse
inflammatoire entrainée par une infection a Chlamydia chez I'animal [132].

Le phage Chp2 retarde les cycles de développement de C. abortus en bloquant la division des
CR et en empéchant la transformation des CR en CE [136], et le phage @CPAR39 entraine
également la formation de CA de C. pneumoniae [133].
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1.4 Les infections a Chlamydia chez les oiseaux

Les oiseaux peuvent étre infectés principalement par trois especes de Chlamydia, a savoir
C. psittaci, longtemps considérée comme la seule espéce a tropisme aviaire, et les deux
especes récemment décrites C. avium et C. gallinacea. La présence d’autres especes de
Chlamydia telles que C. pecorum [77], C. pneumoniae [63] et C. abortus [71] a cependant été
observée de fagon anecdotique chez des oiseaux.

1.4.1. Les infections a C. psittaci

L'infection causée par C. psittaci a longtemps été nommeée psittacose car les Psittacidés
étaient les principaux vecteurs de l'infection. Des cas survenus en lien avec d’autres familles
d’oiseaux ont ensuite conduit a I'utilisation du mot ornithose pour les infections impliquant
des oiseaux autres que les Psittacidés. Les travaux menés par la suite ont abouti a la
conclusion que ces différentes pathologies étaient dues a un méme micro-organisme.
Désormais, le nom usuel de la maladie animale est plutot chlamydiose aviaire [44].

1.4.1.1. Pathogénie
C. psittaci peut étre a la fois détectée chez des animaux sains et des animaux présentant des
symptdémes, cependant les infections asymptomatiques représentent la majorité des cas. Les
animaux porteurs excretent la bactérie de fagon intermittente dans les feces et les
sécrétions respiratoires.

La période d’incubation de C. psittaci chez I'animal peut varier de trois jours a plusieurs
semaines [137]. Le portage de la bactérie est principalement intestinal [138] et les organes
les plus touchés lorsque I'infection se développe sont ceux du systeme respiratoire, bien que
I’ensemble des organes tels que la rate, le foie ou les poumons puissent étre contaminés en
cas de dissémination.

Le développement de l'infection peut étre induit par un stress, incluant une mauvaise
nutrition, une densité d’animaux trop élevée, une manipulation des animaux ou une co-
infection. Dans ce dernier cas, les symptomes et |'excrétion de C. psittaci seraient le plus
souvent exacerbés. En effet, des études ont évoqué cette hypothése a plusieurs reprises,
comme chez la dinde dans le cas d’une co-infection avec Escherichia coli [139] ou avec un
pneumovirus [140], mais également chez des perroquets avec un adénovirus [141, 142],
chez des perruches avec un reovirus [143], chez des canaris en présence d’un parasite [144]
et enfin chez des volailles co-infectées par le virus de la variole aviaire [145], par un
pneumovirus ou encore par Ornithobacterium rhinotracheale [146]. Mais il pourrait
également arriver que la présence d’une co-infection masque la présence de C. psittaci,
notamment car cette premiére serait plus facile a mettre en évidence [147].
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Peu d’infections expérimentales a C. psittaci ont actuellement été menées, celles existantes
ayant principalement été réalisées sur des dindes [140, 148], des Psittacidés [149] et des
poulets [150, 151]. D’une maniére générale, toutes les infections expérimentales ont montré
une augmentation de I'excrétion et/ou de la contamination des organes par C. psittaci au
cours du temps jusqu’a un plateau, puis une diminution.

Deux études ont été menées respectivement sur des poussins SPF [152] et des ceufs de
poules SPF [153] lors desquelles les animaux ont été infectés par voie respiratoire pour les
poussins et par injection pour les oeufs, soit avec C. psittaci soit avec C. abortus. Ces deux
études ont menées a des conclusions similaires, a savoir que 1/ l'infection a C. psittaci est
généralement plus sévére qu’une infection a C. abortus, 2/ C. psittaci se dissémine plus et
plus rapidement dans les organes internes, 3/ la transcription de certaines génes tels que
groEL, incA ou cpaf est plus importante dans le cas d’une infection a C psittaci et
4/ C. psittaci échappe plus efficacement aux réponses immunes de I’h6éte que C. abortus.

Récemment, une infection expérimentale a été menée sur des canetons Mulard. Trois
groupes de canetons ont été infectés oralement avec des doses variables d’un inoculum de
C. psittaci (génotype E/B). Dans chacun de ces lots, 7/41 animaux ont été inoculés
uniquement avec du PBS et laissés en contact du reste du groupe. Un groupe totalement
inoculé par du PBS a servi de témoin. Cette infection expérimentale a montré 1/ que la
contamination par voie orale entrainait une infection systémique avec la détection de
C. psittaci dans I'ensemble des organes, particulierement le caecum, le foie, et la rate mais
sans symptdomes ni lésions, 2/ que la colonisation des organes atteignait un plateau au bout
de quelques jours dépendamment de la dose infectieuses puis diminuait et 3/ que les
animaux témoin laissés au contact des animaux infectés présentaient un niveau d’infection
équivalent lors de leur euthanasie a 10 jours post-infection [154].

~56 ~



~57 ~



e
o R I

Ectoparasites hématophages 1

(Vecteurs mécaniques) I
4 Aérosols :

I
Ar !
1
Transmission '

horizontale

1 Morsures,
blessures
7/

Transmission
verticale | -
-

W

v

Féeces,
sécrétions

Figure 5 : Schéma des différentes voies de transmission de C. psittaci chez I'animal.
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1.4.1.2. Voies de transmission

La transmission entre les animaux se fait majoritairement de facon horizontale par le biais
d’aérosols contaminés et par voie orale (Figure 5). Théoriquement, certaines espéces de
Chlamydia et C. psittaci ciblent le tractus gastro-intestinal chez tous leurs hotes, incluant les
mammiféres et les oiseaux, et sont ensuite transmises via la voie orale-fécale [138, 154,
155]. Une étude menée en 2010 dans des élevages de canards a conduit a I'hypothése d’'une
contamination de ces oiseaux via I’environnement, par ingestion de matériel contaminé par
les lots précédents ayant partagés les mémes parcours. Il a en effet été montré que
C. psittaci pouvait rester viable jusqu’a plusieurs mois dans les feces excrétées dans
I’environnement (voir 1.4.1.6.) et I'excrétion chez les canards suivis n’a été mise en évidence
qgue pour les lots qui avaient accés a un parcours herbeux extérieur. Le seul lot qui s’est
révélé négatif sur I'’ensemble du suivi était un lot mis en place dans un batiment neuf avec
acceés a un parcours inutilisé jusqu’alors [156].

Il a été montré qu’un passage de la bactérie des voies respiratoires aux plumes était possible
durant la toilette [79]. La transmission au sein du nid 'est également, de par la régurgitation
pour certaines especes ou par souillure du nid par les fientes. Les morsures et plaies peuvent
également étre une voie d’entrée pour la bactérie [40]. On estime que certaines especes
d’oiseaux sauvages pourraient constituer des réservoirs naturels en étant porteurs de la
bactérie et excréteurs, sans présenter de symptémes [34]. lIs pourraient ainsi contribuer a la
contamination des parcours ouverts dans le cas d’élevages de volailles domestiques, par
exemple. Une transmission est possible par le biais d’ectoparasites hématophages (tels que
les arachnides, les poux et les mites), mais ils semblent plutét constituer un vecteur

mécanique qu’un réel réservoir [44].

La transmission verticale a été démontrée chez la dinde [157], le poulet [158, 159], le
canard [160], la mouette et les Psittacidés [44]. Cependant, il semble que la majorité des
embryons infectés ne survivent pas [44]. Les petits infectés et survivants pourraient étre
porteurs a bas bruit et constituer des réservoirs. Une excrétion précoce chez ces jeunes
pourrait contribuer a contaminer I'environnement et favoriser la transmission intra-lot [156].
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Espéces d'oiseaux Pays Types de préléevements Méthode de détection Prévalence Référence
Pigeons 11 pays Selon étude Sérologies (Selon étude) 194%-956%
d'Europe [161]
PCR 3,4%-50%
Pigeons Pays-Bas Féeces PCR 7,9% [162]
Pigeons Suisse Ec cloacaux et pharyngés  PCR 8,4% [163]
Pigeons Chine Sérums ELISA 10%
, [164]
Ec pharyngés Immunofluorescence 267 %
Pigeons Thailande  Eccloacaux et trachéaux  PCR 10,8 % [165]
Pigeons Japon Feces PCR 22,9% [77]
Pige ons Pologne Ec cloacaux et pharyngés  PCR 6.6% [166]
Pigeons symptomatiques Iran Sang PCR 17,8%
Muscle PCR 56% [167]
Foie PCR 15.6 %
Pigeons Iran Ec pharyngés PCR 0,7% [168]
Pigeons, Canaris, Albanie Sang Immunofluorescence indirecte et .
Phasianidés, Psittacidés PCR pour les positifs douteux 3,2% [169]
Psittacidés Costa-Rica Ec cloacaux et pharyngés  PCR 34% [170]
Psittacidés Costa-Rica Sérums ELISA 124% [171]
Psittacidés Pologne Ec trachéaux PCR 10,3 % [172]
Psittacidés Slovénie Ec cloacaux Immuno-dosage 152 % [173]
Psittacidés Brésil Ec cloacaux et trachéaux  PCR
0,
Sérums FC 24,7 % [174]
Psittacidés Brésil Sérums FC
4 0,
Ec cloacaux PCR 65,4 % [175]
Psittacidés Brésil Ec cloacaux Immunofluorescence directe 31.7%
Sérums ELISA 825% [176]
Psittacidés Chine Sérums Hémagglutination indirecte 354% [177]
Divers (principalement Japon Ec cloacaux, feces, PCR
Psittaciformes et organes ou sang 56% [178]
Ciconiiformes)
Oiseaux migrateurs Suede Feces, Ec cloacaux PCR
(principalement 1,2% [179]
Anseriformes et Laridae)
Oiseaux captifs Slovénie Ec cloacaux et pharyngés  PCR
(principalement 2,4% [180]
Psittaciformes)
Oiseaux de Zoos Japon Ec cloacaux PCR
N 7,2% [84]
(131 espeéces)
Rapaces Suede Ec cloacaux PCR 1,3% [181]
Oiseaux marins France Ec cloacaux PCR
(principalement
11,8 % 34
Charadriiformes et 0 [34]
Suliformes)
Oies Chine Sérums Hémagglutination indirecte 256 % [182]
E
Canards Mulard France c c.Ioaca.ux et PCR 58 9% 2]
conjonctivaux
Canards Mulard France Ec c.Ioaca'ux et PCR 58 % [183]
conjonctivaux
Canards Pékin et de France Ec conjonctivaux PCR
15% [160]

Barbarie (reproducteurs)

Tableau 3 : Sélection de résultats d'études de prévalence de C. psittaci chez les oiseaux.
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1.4.1.3. Epidémiologie

Il a été montré que plus de 460 especes d’oiseaux appartenant a 30 ordres différents étaient
sensibles a une infection a C. psittaci. L'ordre des Psittaciformes est I'ordre le plus touché
avec environ 45 % d’espéces sensibles [79]. La bactérie a pu étre détectée chez des oiseaux
divers présentant ou non des symptomes a travers le monde. Différentes études de
prévalence ont été réalisées sur différentes espéces d’oiseaux, conduisant a des résultats
variables. Une sélection de résultats obtenus est présentée dans le Tableau 3. Les études ont
été principalement menées sur les pigeons, pour lesquels la prévalence varie de 0,7 % a
95,6 %, et sur les Psittacidés pour lesquels les prévalences varient de 3,4 % a 82,5 %.

La chlamydiose aviaire est importante de par les problemes de santé publique humaine
gu’elle entraine, mais aussi, dans une moindre mesure, par les pertes économiques
importantes qu’elle peut engendrer dans les filieres avicoles (saisies de carcasses en
abattoir, chute de ponte, mortalités et frais vétérinaires). Les données disponibles
proviennent essentiellement d’études de terrain et/ou d’investigations menées suite a des
signalements de cas humains. Bien que la majorité des animaux ne présentent pas de
symptomes, on observe parfois I'apparition de cas cliniques, notamment chez des dindes qui
semblent les plus touchées en Europe et particulierement en Allemagne et en Belgique ou
I'infection semble endémique avec une morbidité pouvant aller jusqu’a 80 % [184, 185]. Une
étude menée en France et en Belgique sur des dindes a permis de détecter des infections a
C. psittaci dans I'ensemble des trois fermes suivies en cinétique, en association avec des
problemes respiratoires chez les animaux suivis [146]. En Belgique I'infection des poulets par
C. psittaci semble également assez répandue [186].

En France, l'infection des dindes est sporadique [139], et les poulets semblent beaucoup plus
infectés par C. gallinacea que par C. psittaci, bien que des cas de portage aient été
décrits [187]. Le canard Mulard semble étre |'espéce la plus concernée, des études
démontrant une prévalence importante, la bactérie ayant été détectée chez plus de la
moitié des animaux testés [1, 2, 183].

1.4.1.4. Tableau clinique

La majorité des oiseaux infectés ne présentent pas de signes cliniques et hébergent donc la
bactérie de facon asymptomatique. Cette notion de portage a tout d’abord été évoquée
dans les années 30, lorsque des scientifiques se sont rendus compte que la prévalence de
I'agent de la psittacose (alors considéré comme un virus) était importante chez les oiseaux
de compagnie, mais qu’ils ne présentaient pour autant pas tous des symptomes. Ainsi, des
hotes exposés au méme micro-organisme réagissaient de fagons totalement
différentes [188].

Cependant, dans le cas d’une extériorisation, différents symptomes peuvent étre observés
avec une intensité variable en fonction de la souche impliquée, de la charge bactérienne, de
I’éventuelle présence d’une co-infection ainsi que de la sensibilité de I’hdte et des facteurs
de stress auxquels |'oiseau a été exposé [184].
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En général dans les cas cliniques, la chlamydiose aviaire est décrite comme provoquant des
symptémes «pneumo-entériques » avec signes respiratoires, déchargement nasal purulent,
diarrhée, polyurie et léthargie [41]. De la fiévre, de I'anorexie et un état de choc entrainant
la mort peuvent également étre observés [40]. Les fientes peuvent étre jaune-verdatres,
traduisant une haute concentration en pigments biliaires.

Des lésions macroscopiques et histopathologiques peuvent étre observées, cependant
celles-ci ne sont pas spécifiques. Le plus souvent, une augmentation de la taille de la rate et
du foie est observée, avec une inflammation et éventuellement la présence d’ecchymoses
hémorragiques et de nécroses ponctuelles a la surface de ces organes. Une infection des
alvéoles pulmonaires ainsi qu’une congestion pulmonaire peuvent également étre observées
[41].

De maniéere générale chez les Psittacidés, il existe trois formes d’infection [156] :

= La forme suraiglie traduite par une atteinte rapide de I'état général de
I’'animal entrainant la mort dans les heures qui suivent,

= La forme aiglie classique avec des symptomes généraux, digestifs et
respiratoires. Il arrive que I'animal meure en 8 a 10 jours mais la guérison est
possible,

= La forme subaiglie ou chronique avec une prédominance de symptémes
respiratoires et oculaires et un état général faible. L’animal peut succomber
dans les 3 a 4 semaines, mais peut également vivre en étant porteur de la
bactérie (infection chronique).

On observe généralement un tableau clinique complet chez les perroquets et les macaos,
parfois accompagné de troubles du systéeme nerveux central. Les cacatoes présentent
souvent des conjonctivites et des kerato-conjonctivites ainsi que des urates jaunes. En plus
de tous ces symptomes, les perruches peuvent présenter des sinusites. L'incidence de la
maladie sur les canaris et les pinsons semble faible, méme s’ils peuvent occasionnellement
présenter des problémes respiratoires ainsi que des conjonctivites [41, 144].

Chez le canard, I'infection est trés majoritairement asymptomatique et souvent découverte
suite a la survenue de cas humains. Cependant, il est arrivé par le passé que des canards
infectés par C. psittaci présentent des tremblements d’intensités variées, une démarche
instable, des décharges nasales séreuses a purulentes, une dépression et un abattement,
ainsi que des conjonctivites [189].
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Le pigeon est principalement porteur sain de la bactérie, cependant une extériorisation est
possible lors d’une co-infection notamment. Les symptomes sont principalement
respiratoires, parfois accompagnés d’une baisse de performance de vol. Les pigeons peuvent
également présenter des infections chroniques se traduisant par des boiteries, torticolis,
opisthotonos (contracture généralisée), convulsions et tremblements [41].

Les poulets semblent relativement résistants a C. psittaci et la majorité des infections sont
asymptomatiques. Les infections aiglies, qui se traduisent par des signes cliniques associés a
de la mortalité, n’apparaissent généralement que chez les jeunes individus. Les symptomes
observés sont conjonctivites, halétements intermittents, perte de poids et faible
augmentation du taux de mortalité [41].

Enfin, chez les dindes, il est possible d’observer des pneumonies, des aérosacculites ou
encore des péricardites [190], ainsi qu’un ébouriffement des plumes, de la dépression, de
I'anorexie, de la cachexie, et une diarrhée légere accompagnée de féces jaunes [41]. Les
glandes nasales latérales sont rapidement infectées et peuvent le rester pendant 60
jours [40].
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Figure 6 : Coloration par immunofluorescence directe (kit commercial IMAGEN Chlamydia,
Thermo Scientific) d'un tapis de cellules BGM infectées par C. psittaci.
Les inclusions sont colorées en vert. Observation au grossissement x 200.
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1.4.1.5. Diagnostic
Le diagnostic d’'une infection a C. psittaci chez un oiseau se fait par le biais de la détection
et/ou de l'isolement de I'organisme, ou par analyse sérologique.

1.4.1.5.1. Prélévements

Chez les animaux vivants, les écouvillons sont les prélevements de choix, avec la réalisation
le plus souvent d’un écouvillon cloacal ou pharyngé, mais aussi trachéal, des choanes ou
conjonctival. Un prélevement sanguin peut également étre effectué, ainsi que des
prélevements de feces, des grattages conjonctivaux ou des exsudats péritonéaux. Il est
important de conserver les prélevements dans de bonnes conditions afin de préserver la
viabilité des bactéries. Il a été montré qu’un milieu sucrose/phosphate/glutamate (SPG)
initialement développé pour les Rickettsies était adapté au transport des échantillons pour la
conservation des Chlamydia avant analyse.

Chez les animaux morts, une autopsie est pratiquée et les tissus de choix sont le foie, les
poumons, la rate ou encore les intestins.

1.4.1.5.2. Coloration directe
Il est possible d’utiliser des colorations afin d’observer, par un examen direct, les inclusions
ou les différentes formes biologiques de C. psittaci. Cependant, ces techniques sont assez
peu sensibles et sont aujourd’hui trés peu utilisées. Les colorations les plus couramment
utilisées sont la coloration de Giemsa, de Gimenez, de Stamp et de Macchiavello.

1.4.1.5.3. Culture et isolement
Les Chlamydiaceae sont des bactéries parasites intracellulaires obligatoires. La culture sur
ceuf embryonné et la culture cellulaire sont les deux principales techniques utilisées.
La culture sur ceuf consiste a injecter I'inoculum dans le sac vitellin d’'un ceuf embryonné de
6 a 7 jours et exempt d’organismes pathogenes spécifiques (EOPS). Le développement de la
bactérie entraine le plus souvent la mort de 'embryon dans les 3 a 10 jours. La membrane
vitelline contenant les Chlamydia est alors collectée et analysée [191]. Si la mort de
I'embryon n’a pas lieu, jusqu’a deux passages peuvent étre réalisés avant de déclarer un
échantillon comme étant négatif.
Une autre méthode consiste a cultiver les Chlamydiaceae sur un tapis cellulaire. Pour cela,
plusieurs lignées cellulaires peuvent étre utilisées, par exemple la lignée Buffalo Green
Monkey (BGM) ou la lignée de McCoy [184]. Les cellules sont cultivées en monocouche et
I'inoculation des Chlamydia est favorisée par une centrifugation lente. Les inclusions de
Chlamydia peuvent ensuite étre colorées par immunofluorescence directe faisant apparaitre
les inclusions en vert grace a I'application d’un antisérum conjugué a de la fluorescéine sur le
tapis cellulaire infecté (Figure 6). Avant de mettre en culture ces prélevements, aussi bien
sur ceufs que sur cellules, il est nécessaire de les traiter avec des antibiotiques n’affectant
pas les Chlamydiaceae tels que la streptomycine, la vancomycine et la kanamycine [192].
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Ces techniques colteuses demandent du temps, de [I'expertise et nécessitent Ia
manipulation en structure confinée de type 3 pour I'espece C. psittaci. De plus, I'isolement
des souches nécessite une bonne conservation des échantillons durant le transport et
jusgu’a leur traitement. Ces techniques sont le plus souvent réalisées uniquement dans les
laboratoires de référence.

Les travaux actuels s’attachent a développer un milieu de culture axénique pour les
Chlamydiaceae afin de faciliter leur étude biologique en s’affranchissant des
« interférences » cellulaires [193, 194].

1.4.1.5.4. Méthodes de détection sérologiques

Les tests sérologiques peuvent reposer sur la détection d’anticorps ou d’antigénes.

Les méthodes de détection sérologiques reposant sur la détection des anticorps permettent
de rechercher la présence d’'Immunoglobulines de type G (IgG) et/ou d’Immunoglobulines de
type M (IgM), la présence des premiers démontrant qu’un contact avec I'agent infectieux
s'est déja produit et la présence des seconds traduisant un contact récent et donc
probablement une infection en cours. Certains tests reposant sur la recherche des
immunoglobulines indifféremment du type, il n’est pas toujours possible de savoir s’il s’agit
d’une infection récente ou ancienne. Des résultats faussement négatifs peuvent étre
observés si les tests sont effectués avant I'apparition de la séroconversion, et un traitement
antibiotique peut réduire voire masquer complétement la réponse immune. Peu de tests
commerciaux sont disponibles, la plupart des méthodes ayant été développées par des
laboratoires de recherche. Les tests existants présentent une sensibilité et une spécificité
peu satisfaisantes, car il existe des réactions croisées dans la détection des antigénes des
différentes espéces de Chlamydiaceae.

La Fixation du Complément (FC) est la seule méthodologie pour laquelle il existe une norme
AFNOR (NF U47-007). Ce test repose sur la détection des anticorps anti-C. psittaci dans un
sérum issu d’un oiseau. Le complément, composé d’un ensemble de protéines, est ajouté au
sérum a tester en présence d’un antigéne. Si des anticorps spécifiques sont présents dans le
sérum, ils se fixent a I'antigéne et captent le complément ajouté. La seconde étape consiste
a ajouter au milieu un systeme hémolytique composé d’anticorps et d’hématies qui va
interagir avec le complément si celui-ci est resté libre dans le milieu et alors entrainer une
lyse visible des hématies (sérum négatif), ou bien celles-ci vont rester intactes si le
complément a été capté par le complexe antigene/anticorps, n’entrainant aucune lyse
(sérum positif).
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Des méthodes d’Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay (ELISA) initialement développées
pour la détection de C. trachomatis chez 'Homme ont été transposées pour le diagnostic de
la chlamydiose aviaire. Un antigéne est fixé sur un support et mis en présence de
I’échantillon. Si le complexe anticorps-antigene se forme, une fluorescence due a un
anticorps secondaire est alors détectée. Ces tests étaient assez peu spécifiques et généraient
souvent des résultats faussement positifs, bien que les kits aient été améliorés ces dernieres
années et que des tests internes plus élaborés aient été développés dans certains
laboratoires de recherche. Chez un animal présentant des signes cliniques, un résultat
fortement positif en ELISA permet cependant d’orienter le diagnostic, alors que pour un
oiseau ne présentant pas de symptémes, un résultat positif en ELISA indique seulement la
nécessité de répéter I'analyse [192].

Un ELISA utilisant des antigénes spécifiques de la protéine Pgp3, codée par le géne
plasmidique ORF 3 commun a la plupart des especes de Chlamydiaceae, a été développé et
s’est montré plus spécifiqgue que la FC ainsi que d’autres tests ELISA. Cette protéine
hautement antigénique pourrait représenter une cible de choix dans I’élaboration de tests
diagnostic, a la fois pour I’'animal mais aussi pour ’'Homme [195]. D’autre part, Rahman et al.
ont mis au point un set de peptides permettant, par le biais d’une analyse de type ELISA, de
tester des sera vis-a-vis de neuf espéces de Chlamydiaceae (C. gallinacea et C. avium,
récemment décrites, n"ont pas été incluses). Ce systeme est trés sensible et spécifique de
I'espece, voire du type pour C. suis, C. pecorum, C. trachomatis et C. psittaci [196].

L'immunofluorescence indirecte peut étre utilisée a la fois pour la détection d’anticorps et
d’antigenes. Dans les deux cas, la technique implique la formation d’'un complexe
antigene-anticorps marqué par un second anticorps couplé a un fluorochrome. Une seconde
technique de détection des antigénes utilisée pour le diagnostic de la chlamydiose aviaire est
I'immunofluorescence directe (IFD), basée sur la détection directe de I'antigene recherché
grace a un anticorps couplé a un fluorochrome.

D’autres outils ont également été développés dans le cadre de la recherche, tel que le test
d’immunodiffusion sur gel d’agar, la technique d’agglutination au latex ou encore la
technique d’agglutination des CE, mais sont trés rarement utilisés ou uniquement dans les
laboratoires de recherche les ayant développés (diffusion restreinte).
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Spécificité Geéne ciblé Nom des amorces et sondes Références

Chlamydiales 16S rRNA panCh16F2/panCh16R2/panCh16S [197]
23S rRNA TQF/TQR/probe [198]

Chlamydiaceae 23S rRNA CHL23SUP/CHL23DN/CHL23LCR [199]
23S rRNA Ch23S-F/Ch23S-R/Ch23S-p [200]

incA F1-incA-Cpsi/R1-incA-Cpsi/Cpsi-incA-NM [201]

C. psittaci ompA CppsOMP1-F/CppsOMP1-R/CppsOMP1-S [202]
ompA CPsittF/CPsittR/CPsitt Probe [203]

Tableau 4 : Sélection de systemes de PCR en temps réel existants et spécificité.
(adapté de Sachse, et al. [204])
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1.4.1.5.5. Méthodes de détection des acides nucléiques

Les techniques de PCR ont petit a petit remplacé les méthodes d’isolement car elles
présentent I'avantage d’étre plus rapides et de s’affranchir en partie du risque biologique,
les échantillons étant inactivés avant d’étre testés [137]. De plus, la grande stabilité de ’ADN
rend possible I'analyse de prélévements mal conservés. La PCR conventionnelle consiste a
amplifier une séquence ciblée grace a des amorces, puis a visualiser cette amplification
apres migration sur gel d’agarose. Cette technique peut égaler la sensibilité de I'isolement
par culture. La PCR en temps-réel repose quant a elle sur I'amplification d’une séquence
d’ADN donnée grace a des amorces spécifiques et mesurée tout au long de la réaction, grace
a une sonde couplée a un fluorochrome ou a un agent intercalant. Cette technique permet
d’obtenir de fagon rapide une courbe de cinétique d’amplification et de déterminer la
guantité d’ADN initialement présente grace a ['utilisation d’'une gamme d’ADN de
concentration connue. Elle est devenue la méthode de diagnostic de choix ces dernieres
années pour sa rapidité et sa sensibilité supérieure a celle de la PCR conventionnelle.

Il existe a ce jour différents systémes d’amplification pour la détection par PCR des
Chlamydiaceae et plus spécifiguement des souches aviaires. Des kits commerciaux ont
principalement été développés dans le cadre de la détection de C. trachomatis, les systémes
disponibles pour C. psittaci et les autres souches aviaires ont été développés par des
laboratoires de recherche et sont disponibles dans les publications ou textes de référence.
De ce fait, la comparaison des spécificités et des limites de détections de ces différents
systémes n’est pas disponible. Une sélection de systemes de PCR en temps réel couramment
utilisés pour la détection de C. psittaci est présentée dans le Tableau 4.

1.4.1.5.6. Typage de C. psittaci

Les méthodes de typage des souches de C. psittaci ont évolué ces 20 derniéres années. Le
typage des souches de C. psittaci était initialement réalisé par immunofluorescence a I'aide
d’anticorps monoclonaux ciblant spécifiquement des épitopes de la MOMP (sérotypage).
Cette technique avait permis de mettre a jour six sérovars aviaires (A a F) et deux sérovars
non aviaires (M56 et WC) [205, 206]. Suite au développement des techniques de biologie
moléculaire, la PCR RFLP (Restriction Fragment Length Polymorphism) a permis, par le biais
d’'une PCR conventionnelle en amplifiant le géne ompA puis en le digérant avec deux
enzymes de restriction séparément (Alul et Mboll), de générer des profils de restriction
corrélés avec les résultats de sérotypage [207]. Un séquencage partiel ou total du géne
ompA est ensuite venu compléter les connaissances et un nouveau génotype a été
proposé (E/B) [208].

Une puce a ADN (ou micro-array) reposant sur I'hybridation entre une séquence du géne
ompA et une sonde marquée a été mise au point. Cette technique a initialement été
développée pour le typage de I'ensemble des especes composant la famille des
Chlamydiaceae [200] et a ensuite été plus précisément développée pour le typage de
C. psittaci. A I'aide de cette puce permettant de tester simultanément un grand nombre
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d’échantillons, six potentiels nouveaux génotypes ont été proposés (1V, 6N, Mat116, R54,
YP84, CPX0308) ainsi que des sous-génotypes pour les génotypes A, D et E/B [78] (voir
Tableau 1).

Les techniques de MLVA (Multi-Locus VNTR Analysis) puis de MLST (Multi-Locus Sequence
Typing) ciblant d’autres régions que le géne ompA ont ensuite été développées. La
technique MLVA repose sur I'analyse des VNTR (Variable Number of tandem repeats) ou
minisatellites. Les VNTR sont des séquences composées d’'une petite suite de nucléotides
(moins de 100 pb) répétée en tandem un nombre variable de fois. L'étude des VNTR permet
de mieux différencier les souches bactériennes entre elles.

La technique MLST repose quant a elle sur I'analyse de séquences d’ADN codant pour des
génes de ménage, c’est-a-dire des génes qui sont toujours exprimés, sans mécanismes de
régulation. Dans le cas de Chlamydia, sept génes de ménage sont utilisés, a savoir enoA,
fumC, gatA, gidA, hemN, hflIX et oppA. Cette méthode avait initialement été proposée pour
le typage de C. trachomatis [209]. Les méthodes MLVA et MLST sont complémentaires et ont
permis de mettre en évidence une association entre les génotypes de C. psittaci et les
espéces hotes [210].

La diminution des colits de séquencage tend a remplacer les méthodes précédemment
listées, et permet dorénavant d’avoir accés a I'ensemble du génome des souches [211]. A ce
jour, 28 génomes complets de souches de C. psittaci sont disponibles [125].

Les différentes souches de C. psittaci présentent des virulences variées selon I'espece hote,
I'individu infecté et les facteurs de stress [212]. La virulence des souches varie entre les
génotypes, mais semble également pouvoir différer entre les souches d’'un méme
génotype [148]. D’une maniére générale, les souches les plus virulentes semblent étre :

- Celles appartenant au génotype A (infectant particulierement les Psittacidés et les
dindes) [148, 213, 214],

- Celles appartenant au génotype D, particulierement présentes chez les dindes [150,
215], bien qu’une étude ait montré que deux souches de ce méme génotype
présentaient des virulences tout a fait opposées [148],

- Celles appartenant au génotype C, principalement hébergées par les canards, avec
une virulence pouvant étre tant6t tres forte ou tantot tres faible [212].

Au contraire, les souches appartenant aux génotypes B et E semblent engendrer des

infections moins prononcées [215]. Cependant, quelle que soit leur virulence, toutes les
souches semblent se répandre de la méme facon au sein d’un lot [213].
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1.4.1.6. Survie et résistance de C. psittaci

C. psittaci est sensible a beaucoup de désinfectants [212]. Il est par exemple possible
d’utiliser de 'ammonium quaternaire dilué au 1/1000° du Lysol® 1%, ou encore une
solution fraiche diluée au 1/32° d’eau de Javel. Cependant, la plupart des désinfectants sont
irritants pour les voies respiratoires, il est donc nécessaire de les utiliser dans des zones
ventilées et il est recommandé de ne pas les mélanger [137]. C. psittaci est relativement
sensible a la chaleur, notamment a une chaleur humide a 121°C pendant au moins 15 min,
ou a une chaleur seche de 160-170°C durant au minimum 1 h [212]. Cette bactérie est
cependant résistante aux basses températures et a la dessiccation. En effet, une étude
réalisée en 2006 a montré que C. psittaci pouvait survivre 15 jours sur une surface seche
[216].

Il a été évoqué que l'infectiosité de C. psittaci pouvait persister jusqu’a deux mois dans la
nourriture de canaris, jusqu’a huit mois dans la litiere de volaille et jusqu’a deux a trois
semaines sur les surfaces dures et dans la paille [217]. La température pourrait avoir un effet
sur linfectiosité de C. psittaci, comme cela a été étudié pour C. trachomatis. En effet,
C. trachomatis a été cultivée sur ceufs puis a été conservée a +4°C et -70°C. L'infectiosité de
C. trachomatis a chuté de plus de 80 % au-dela de 48 h a +4°C puis a continué a diminuer.
A -70°C, une chute initiale a également été observée, mais le taux s’est ensuite stabilisé dans
le temps [218]. De plus, il a été montré qu’une activité métabolique des CE de C. trachomatis
a I'extérieur d’une cellule hote était possible pendant un temps significatif a 37°C, si le milieu
comportait les nutriments nécessaires [219].

1.4.1.7. Traitement

De maniére générale, en cas de signes cliniques, les animaux peuvent étre traités a |'aide
d’antibiotiques appartenant a la famille des tétracyclines, principalement la doxycycline qui
est mieux absorbée et qui est éliminée plus lentement par I'organisme que les autres
antibiotiques de cette famille [137]. Le traitement doit étre long en raison de la durée du
cycle de multiplication de la bactérie et une concentration d’antibiotique dans le sang
supérieure a 1 pg/mL durant toute sa durée semble étre optimale pour un traitement
efficace [41]. Les antibiotiques peuvent étre administrés dans I'eau de boisson, dans la
nourriture, par voie orale ou encore par voie intraveineuse. Il est important de considérer
gue les oiseaux malades ne s’abreuvent et ne s’alimentent pas forcément correctement, la
voie orale ou intraveineuse devant donc étre privilégiée durant les premiers jours du
traitement [137]. Il a été observé qu’un traitement antibiotique n’éradiquerait pas
systématiquement l'infection et engendrerait parfois un effet bactériostatique. L'animal
présenterait alors un portage chronique de la bactérie et/ou l'infection serait masquée, ce
gui entrainerait une excrétion retardée dans le temps [220].
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1.4.1.8. Prophylaxie

Les principales mesures préventives a respecter afin d’éviter la dissémination de C. psittaci
sont le contréle des oiseaux lors des importations et leur mise en quarantaine, a savoir
45 jours dans le pays d’origine suivis de 30 jours dans le pays destinataire. Il est judicieux de
ne pas mélanger les lots d’animaux ainsi que les espéces aviaires.

En élevage, le respect de régles simples d’hygiene peut suffire a limiter la transmission de la
maladie : respect des vides sanitaires, nettoyage des batiments et du matériel d’élevage,
isolement des animaux a traiter, etc.

Il nest pas souhaitable d’utiliser les antibiotiques en prophylaxie, car cela pourrait
engendrer |'apparition de souches résistantes de C. psittaci comme cela a été observé chez
des souches porcines de C. suis ayant acquis un gene de résistance a la tétracycline.
L'utilisation préventive des antibiotiques pourrait également entrainer I'émergence de
souches résistantes d’autres bactéries présentes dans I'organisme [137].

Il n’existe pas, a ce jour, de vaccin commercialisé contre la chlamydiose aviaire. Des études
expérimentales ont été menées sur un vaccin utilisant un ADN plasmidique exprimant la
protéine MOMP qui a induit une réponse immunitaire chez la dinde [221], ainsi que chez la
perruche [149]. Plus récemment, des études ont montré que |'antigene spécifique du gene
pmpD pourrait représenter un bon candidat pour I'élaboration d’un vaccin, aussi bien chez
C. trachomatis [222] que chez C. psittaci [223]. Le géne pmpD est le moins variable de la
famille des pmp, aussi bien au niveau des séquences nucléotidiques que protéiques, et
possede un fragment N-terminal accessible en surface. De plus, tout comme pour la MOMP,
les anticorps spécifiques de I'antigéne pmpD sont neutralisants. En effet, ces anticorps
entrainent une neutralisation de linfectivité de C. trachomatis in vitro en empéchant
I'attachement des CE a leurs cellules cible [222]. Récemment, une équipe a mis au point un
vaccin recombinant HVT (HerpesVirus of Turkeys) exprimant le géne pmpD-N codant pour la
partie N-terminale du géne pmpD. L'utilisation de ce vaccin génétiquement modifié sur des
poulets EOPS infectés avec la souche CB7 de C. psittaci a montré une diminution de
I’excrétion pharyngée et des lésions macroscopiques chez ces animaux. De plus, le vaccin
HVT recombiné reste efficace contre sa cible initiale, le virus de la maladie de Marek
(MDV) [223]. Ces travaux représentent une avancée importante dans la recherche d’un
vaccin contre C. psittaci, et également un espoir pour les autres espéces de Chlamydia.
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1.4.1.9. Reglementation

La chlamydiose aviaire était précédemment classée dans la liste B de I'OIE en tant que
maladie transmissible considérée comme importante du point de vue socio-économique
et/ou sanitaire au niveau national et dont les effets sur le commerce international des
animaux et des produits d’origine animale ne sont pas négligeables. Elle était également par
le passé reconnue comme Maladie Réputée Contagieuse (MRC) selon le décret du 13 juillet
1937, mais fut supprimée lors de I'abrogation de celui-ci. Elle a depuis été ajoutée en 2006 a
la liste des Maladies a Déclaration Obligatoire (MDO) pour toutes les espéeces aviaires. Elle a
été classée comme danger sanitaire de deuxieme catégorie pour les especes animales,
catégorie qui regroupe les dangers sanitaires d’intérét collectif réglementés ou devant faire
I’'objet d’un signalement a I’OIE ou a la Commission Européenne, selon l'arrété du 29 juillet
2013.

~73 ~



1.4.2. Les infections a C. avium

L'espece C. avium a, jusqu’a ce jour, été principalement détectée chez des pigeons, ainsi que
chez des Psittacidés. En France, une étude menée sur des pigeons urbains a mis en évidence
la présence de C. avium dans 2/125 échantillons positifs vis-a-vis des Chlamydiaceae par
PCR [87]. Une étude similaire menée en Allemagne a permis de détecter des Chlamydia
atypiques dans 19,5 % des échantillons positifs, et C. avium a pu étre précisément identifiée
dans quatre de ces échantillons [224]. En Allemagne également, 4/27 (14,8 %) lots de
pigeons testés lors d’une troisieme étude se sont révélés positifs a cette nouvelle
espece [54]. Enfin en Thailande, des prélevements effectués sur des pigeons sauvages ont
permis de mettre en évidence la présence de C. avium chez I'un d’entre eux [165].

La prévalence chez les Psittacidés n’a pu étre établie car seuls quelques cas ont été
rapportés a ce jour. Le portage de la bactérie semble étre principalement asymptomatique,
mais son pouvoir pathogene ne peut étre écarté, notamment dans le cas d’une co-infection
avec C. psittaci. En Allemagne, des cas cliniques liés a C. avium chez des Psittacidés ont été
observés, avec une mortalité associée [54]. La bactérie a été détectée dans les féces ou dans
les tissus d’oiseaux malades. La détection de cette espéce est trés récente, les données
disponibles sont donc trés réduites en termes de données épidémiologiques, d’impact sur
les élevages ou encore de diversité.

La détection par PCR en temps réel de C. avium est réalisée en premiére intention avec un
systeme ciblant le géne 23S rRNA tels que décrits en Tableau 2, puis l'identification est
réalisée grace a un systeme spécifique de cette espece [225].

1.4.3. Les infections a C. gallinacea

Jusqu’a présent, C. gallinacea a principalement été détectée a partir de féces issus de
poulets, mais également de dindes, de pintades et plus rarement de canards et de
pigeons [226]. Cette bactérie semble trés prévalente chez les volailles en Europe et en Asie,
ou la présence de cette espece s’avere étre méme parfois supérieure a celle de C. psittaci
[90, 226]. Le pouvoir pathogéne de cette nouvelle Chlamydiaceae reste inconnu car la
majorité des animaux hébergeant cette bactérie ne présente aucun signe clinique.
Cependant, il est possible que cette espéece participe a l'apparition de symptémes
notamment en association avec C. psittaci [54]. Comme pour C. avium, les données
disponibles sur cette espéce récemment décrite sont peu nombreuses. Des systéemes de
détection par PCR en temps réel spécifiques de C. gallinacea ciblant les génes enoA et
16S rRNA ont été publiés et sont utilisés, pour identification, aprés une premiére étape de
détection a I'aide d’une PCR ciblant le géne 23S rRNA [90, 187].
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1.5 Les infections a C. psittaci chez ’Homme

1.5.1. Voies de transmission

La transmission de I'animal a I’'Homme se fait principalement par l'inhalation d’aérosols
contaminés provenant de fientes, de sécrétions respiratoires ou de salive, y compris via les
plumes et les tissus d’oiseaux infectés. Méme une bréve exposition a I'agent pathogéne peut
suffire a provoquer une infection. La contamination par contact bouche-bec est également
possible bien que rare [137], de méme que la morsure par un animal contaminé [40]. La
possibilité d’'une contamination par voir percutanée a été évoquée [227]. Cependant, le
contact direct avec un animal contaminé n’est pas la seule voie de contamination. En effet,
les activités en plein air ou encore de jardinage peuvent également étre a risque,
notamment lors de la tonte du gazon sans bac de récupération qui aérosolise des bactéries
présentes dans I'environnement, comme cela a été rapporté en Australie [228, 229].

La transmission inter-humaine a été suspectée a plusieurs reprises lors de cas groupés, par
exemple dans un cadre familial au Japon [230] ou la transmission entre deux sceurs a été
soupconnée, la premiéere ayant été en contact avec des perroquets et étant déja atteinte de
fibromyalgie. En Ecosse [231], trois membres d’une méme famille ainsi qu’'un membre du
personnel médical ont été infectés au contact d’un patient, et aux Etats-Unis 'infection par
C. psittaci d’'une patiente a été confirmée suite a 'exhumation de son pére mort quelques
jours plus tot [232]. En Suéde également, une forte suspicion de contamination
inter-humaine a récemment été évoquée suite a une exposition a des fientes issues
d’oiseaux sauvages. Les investigations épidémiologiques et sérologiques menées ont suggéré
gu’un patient sévérement malade ait pu étre a l'origine de l'infection détectée chez dix
autres personnes [233, 234].

1.5.2. Epidémiologie

Bien que les souches de C. psittaci présentent des virulences différentes in vitro et in vivo,
tous les génotypes peuvent potentiellement infecter 'Homme. La prévalence de Ia
psittacose chez 'Homme est difficile a estimer du fait d’un recensement souvent trés
incomplet des cas, la maladie n’étant pas a déclaration obligatoire dans tous les pays (dont la
France), mais aussi en raison d’un diagnostic difficile a établir (symptomes non spécifiques,
tests sérologiques disponibles peu satisfaisants, prélevements non effectués ou trop
tardivement) ou d’infections asymptomatiques ou discretes, ces derniéres ne nécessitant
pas forcément de suivi médical.

Les premiéres observations de la transmission d’un agent pathogéne de Psittacidés a

'Homme datent de la fin du 19°™ siécle. En effet, en 1879, une épidémie a été rapportée
suite a une exposition a des oiseaux tropicaux en Suisse. En 1893, la transmission a I'Homme

d’un agent infectieux provenant du perroquet a été rapportée a Paris [41].
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Dans les années 1929-1930, de nombreuses épidémies de psittacose ont été recensées en
Europe et aux Etats-Unis, majoritairement en lien avec des Psittacidés mais pas seulement
[235]. Entre 1930 et 1938, 174 cas de psittacose ont été rapportés des fles Féroé. Le taux de
mortalité était alors de 20 %, atteignant méme les 80 % lorsqu’il s‘agissait de femmes
enceintes. Ces cas ont été attribués a la capture de jeunes fulmars et a leur préparation pour
la consommation, ces jeunes fulmars s’étant eux-mémes probablement contaminés aupres
de perroquets [40]. En 1939, une meére et sa fille habitant New-York pourraient avoir
développé une psittacose suite au contact avec un pigeon sauvage infecté qu’elles avaient
recueilli [161]. Ce n’est que dans les années 1950 que l'importance des volailles dans la
transmission de C. psittaci est devenue évidente suite a un nombre important de cas
humains en lien avec une exposition a des volailles infectées [41, 235, 236].

Des cas de psittacose sont recensés partout dans le monde : aux Etats-Unis entre 1985 et
1995, 1 132 cas ont été recensés par le Center for Disease Control and Prevention (CDC).
Entre 1988 et 2003, ce nombre s’élevait a 935 [137]. Mais il apparait que ces chiffres sont
probablement sous-estimés et que I'incidence de la psittacose pourrait étre plus importante.
En Asie, des cas ont notamment été rapportés a Hong-Kong en lien avec une exposition a des
perroguets, mais également en lien avec des poulets et des oies achetés sur des marchés
d’animaux vivants [142, 237], a Taiwan suite a une exposition a des cacatoes [238], au
Vietnam [239] et au Japon [230] avec des perroquets également. Un cas de co-infection chez
un patient a été observé en Asie [237]. Ce patient, infecté par C. psittaci via un perroquet,
présentait également une infection au virus de l'influenza A. En Océanie, d'importantes
épidémies communautaires ont été recensées en Australie, dans la province de Blue
Mountains [229, 240] et également a Victoria chez des personnes travaillant au contact de
volailles [241, 242]. Enfin, les recensement de cas en Europe sont également nombreux, avec
par exemple des cas rapportés au Royaume-Uni suite a un cours pratique pour vétérinaires
en 1980 ou suite a un contact avec des canards en abattoir en 1985 [220, 243], en Hongrie
chez des personnes travaillant en abattoirs de volailles en 2005 [244], en Slovaquie avec le
déces de la propriétaire d’une boutique d’oiseaux [245], en Allemagne dans un élevage
mixte (canard, oies et poulets) en 2005 ainsi que dans un élevage de canards en 2007 [246,
247], aux Pays-Bas suite a une foire avicole en 2007 [248], dans une clinique vétérinaire
apres un cours pratique avec des perroquets [249] et chez trois patients en choc septique et
nécessitant une intubation [250], en France également lors d’une exposition-vente d’oiseaux
exotiques en 2008 [251] ou en lien avec des volailles [187, 252-255], en Belgique avec trois
cas humains liés a des pigeons et dont le diagnostic fut difficile a établir en 2010 [256] et
chez un couple et leur fille ayant récemment acquis un tourtereau en 2013 [257], en Ecosse
dont la source est inconnue en 2011 [231], et enfin en Suéde avec plusieurs cas recensés en
2013 pour lesquels la source exacte de contamination reste également floue [233, 234].

En France, des cas sont régulierement rapportés, souvent en rapport avec une exposition
avec des Psittacidés, des pigeons ou encore des canards [252-255, 258], mais parfois aussi
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suite a une exposition a d’autres volailles. En effet, suite a I'hospitalisation de plusieurs
personnes ayant manipulé des poulet infectés, des investigations ont été menées et ont
soulevé I'hypothése d’une contamination de ces poulets par C. psittaci suite a leur passage
sur des parcours précédemment occupés par des canards [187].

Entre 2005 et 2013, le Centre National de Référence (CNR) pour les infections a Chlamydia,
qui assure une surveillance passive, a recensé 177 cas de psittacose sur notre territoire (92
cas certains, 56 probables et 29 possibles). Entre 2002 et 2008, le Programme Médicalisé des
Systémes d’Information (PMSI) a recensé 207 cas hospitalisés avec un diagnostic principal lié
ou associé a une psittacose [259].

1.5.3. Tableau clinique

La période d’incubation chez I'Homme varie en général de 5 a 14 jours, mais des périodes
plus longues ont été rapportées [137].

Les symptomes généraux peuvent aller d’'un simple état grippal incluant fiévre, frissons,
maux de téte, anorexie, mal de gorge et photophobie pour les cas les plus légers, a une
pneumonie atypique se traduisant par une toux non productive et des difficultés et/ou
douleurs respiratoires pour les cas les plus sévéres. Des diarrhées, nausées et vomissements
peuvent également intervenir en début d’infection. Moins couramment, on peut observer
des endocardites, des myocardites et/ou des complications rénales. Des cas d’encéphalites,
de méningites et de myélites ont également déja été décrits [41], ainsi que des lymphomes
oculaires [137]. A la radiographie, les poumons présentent une infiltration. L'atteinte
pulmonaire peut étre sous-estimée a l'auscultation [137]. Le taux de mortalité est
aujourd’hui trés faible si le diagnostic et le traitement sont effectués suffisamment t6t, mais
avant l'utilisation de I'antibiothérapie celui-ci avoisinait les 15-20 % [137]. Des cas fatals sont
cependant encore a déplorer, souvent chez des personnes atteintes par d’autres pathologies
qui peuvent affaiblir le patient et ses défenses immunitaires (par exemple un cancer ou une
myélofibrose) et constituer une cause aggravante (comme le diabéte ou I'asthme) [228, 233,
234, 239, 240, 244, 255, 260].

1.5.4. Diagnostic

Le diagnostic de la psittacose chez I'homme repose principalement sur des analyses
sérologiques en association avec un tableau clinique. Les méthodes de coloration directe, de
culture et d’isolement de la bactérie, et de détection des acides nucléiques présentées en
1.4.1.4. peuvent également étre utilisées. Le diagnostic est difficile, surtout si le contact du
patient avec un oiseau n’est pas ou pas assez clairement signalé suite a I'établissement de
I'anamnese. La réalisation d’'une radiographie pulmonaire permet souvent de déceler une
opacification diffuse du parenchyme pulmonaire qui abonde dans le sens d’une infection a
C. psittaci en la présence d’autres symptomes évocateurs.
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1.5.4.1. Prélevements
Les prélevements classiquement utilisés pour le diagnostic de la psittacose sont des sérums
appariés afin de mettre en évidence une séroconversion. La bactérie peut également étre
isolée ou détectée a partir d’expectorations, de lavages broncho-alvéolaires, de liquides
pleuraux et de sang coagulé durant la phase aiglie de I'infection et avant la mise en place
d’un traitement antibiotique. Cependant, ces prélévements sont invasifs et donc rarement
réalisés, au profit d’'une sérologie.

1.5.4.2. Méthodes de détection sérologiques

Auparavant, la méthode de choix pour le diagnostic de la psittacose était la FC. Aujourd’hui,
la technique de Micro ImmunoFluorescence (MIF), plus sensible que la FC, est
principalement utilisée. Des kits commerciaux permettent de détecter et différencier les
anticorps dirigés contre trois especes de Chlamydia (C. psittaci, C. pneumoniae et
C. trachomatis) produites sur membranes vitellines ou culture cellulaire. Les kits sont
composés de spots correspondants a des cultures de chacune de ces trois espéces, ainsi que
d’un spot correspondant a une culture non infectée, permettant de comparer les intensités
de réaction et de s’affranchir au maximum des réactions croisées entre les especes de
Chlamydiaceae. |l est également possible d’utiliser des systemes ELISA, ou le test
commercialisé RecomLine, un test immunoenzymatique sur membrane a base d’antigénes
recombinants (MOMP, OMP2, TARP, CPAF, HSP60 et YwbM) pour la détection des I1gG et des
IgA spécifiques de C. trachomatis, C. pneumoniae et C. psittaci.

1.5.4.3. Analyse de risque et définitions de cas
Une analyse de risque consiste a identifier les dangers (dans ce cas une contamination de
'Homme par C. psittaci), évaluer les risques associés (c’est-a-dire la probabilité que ce
danger se produise) et déterminer les moyens appropriés pour éliminer et/ou maitriser ces
risques.

Les définitions des différents cas de psittacose (confirmé, probable) sont décrites par le CDC
[137].

Un patient est considéré comme un cas confirmé si le tableau clinique est compatible avec
I'infection et si le cas a été confirmé en laboratoire par une des méthodes suivantes :
= |solement de C. psittaci a partir de prélévements respiratoires ou du sang ;
= Mise en évidence d’une augmentation du titre d’lgG anti-C. psittaci avec un facteur
supérieur ou égal a 4 entre les sérums appariés espacés de 2 a 4 semaines par les
techniques de FC ou de MIF.
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Un patient est considéré comme un cas probable si le tableau clinique est compatible avec la
psittacose et si I'un au moins des résultats de laboratoire suivants est présent :
= Un titre en IgM supérieur ou égal a 32 dans au moins un sérum effectué apres
I’'apparition des symptomes ;
= La détection d’ADN de C. psittaci a partir d’un préléevement respiratoire par PCR.

L'INRS donne cependant une définition un peu différente dans son guide EFICATT (Exposition
Fortuite a un agent Infectieux et Conduite a Tenir en milieu de Travail) (visible sur le site de
I"INRS : http://www.inrs.fr/eficatt/eficatt.nsf/%28allDocParRef%29/FCCHLAMYDOPHILA?OpenDocument)

Un patient est considéré comme un cas confirmé si 'une au moins des conditions suivantes
est respectée :
= Recherche directe de C. psittaci positive par PCR ou par isolement ;
= Observation d’une séroconversion ou d’une augmentation du titre d’lgG avec un
facteur supérieur ou égal a 4 entre les sérums appariés.

Un patient est considéré comme un cas probable sil’'un au moins des résultats de
laboratoire suivants est présent :

= Détection d’'lgM ;

= Détection d’un titre d’lgG supérieur ou égale a 128.

Ces définitions de cas peuvent étre adaptées en fonction des situations, mais on considére
en général, tout comme le préconise I'INRS, qu’une détection de C. psittaci par PCR en
temps réel en présence de symptdémes évocateurs confirme la présence de la bactérie et
donc d’une infection active en cours.

1.5.4.4. Méthodes d’analyse de la contamination aérienne

Dans la majorité des cas, 'lHomme se contamine via I'inhalation d’aérosols contaminés. Il est donc
important d’avoir des méthodes permettant d’évaluer la contamination aérienne a C. psittaci. Pour
cela, deux types de prélevements principaux sont utilisés, a savoir les prélévements d’air, ou les
prélevements de poussieres. De maniére générale pour les bactéries, les prélevements d’air sont mis
en culture sur des géloses. Cette méthode ne s’applique cependant pas a C. psittaci qui est une
bactérie parasite intracellulaire obligatoire. Il est donc nécessaire dans ce cas de récupérer les
bactéries pour ensuite les mettre en culture sur ceufs embryonés ou cellules, ou bien détecter I’ADN
de la bactérie par PCR. Van Droogenbroeck et al., ont évalué différents milieux pour les prélevements
d’air dans le but d’évaluer la contamination a C. psittaci. Il s’est avéré que la méthode la plus efficace
était une impaction sur un milieu semi-liquide [261].

Les prélevements de poussieres sont notamment utilisées dans les filieres avicoles pour la détection
d’agents pathogénes tels que des Salmonelles et s’effectuent grace a des chiffonnettes ou
pédichiffonnettes qui sont utilisées respectivement pour récupérer la poussiére sur les murs et
surfaces ou sur le sol. Les poussiéres sont ensuite remises en suspension et mises en culture ou
utilisées pour une détection par PCR.
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1.5.5. Traitement

Les cas légers a moyens peuvent étre traités avec de la doxycycline par voie orale (100 mg
toutes les 12 h) ou par tétracycline hypochloride (500 mg toutes les 6 h) avec une durée
minimale de traitement de 10 jours [137]. Pour les cas plus sévéres, le traitement est
effectué avec de la doxycycline par voie intraveineuse (4,4 mg/kg/jour en deux injections
sans dépasser 100 mg par dose) pendant 10 a 14 jours apres la baisse de la fievre. Les
patients ne pouvant pas étre traités par tétracycline (enfants de moins de 8 ans, femmes
enceintes et personnes présentant une allergie a cet antibiotique) peuvent recevoir des
macrolides. Le traitement préventif aux antibiotiques n’est généralement pas utilisé mais
peut étre envisagé dans certains cas [137]. Dans les cas les plus sévéres, il peut arriver que la
mise en place d’un systéme d’oxygénation par membrane extracorporelle (ECMO) soit
nécessaire [237, 253].

1.5.6. Reglementation et prévention

Les souches aviaires de C. psittaci sont considérées comme des agents biologiques de
groupe 3 selon la directive européenne 2000/54/CE concernant la protection des travailleurs
contre les risques liés a I'exposition a des agents biologiques au travail. Cela signifie que ces
agents biologiques peuvent provoquer une maladie grave chez 'Homme et constituer un
danger sérieux pour les travailleurs, qu’ils peuvent également représenter un risque de
propagation dans les collectivités mais qu’il existe généralement des prophylaxies ou des
traitements efficaces.

La psittacose n’est pas une maladie a déclaration obligatoire en France, elle est cependant
inscrite sur la liste des maladies professionnelles indemnisables depuis 1988. Seules les
infections cliniques avec sérologie de confirmation sont prises en compte, le nombre de cas
par an évalué par ce biais est donc probablement sous-estimé. De 2005 a 2014, 24 cas ont
été recensés par la MSA (Mutualité sociale agricole) chez les salariés non agricoles. Le
nombre de cas recensés par ce biais chez les salariés agricoles est de 46 depuis 2000, dont
10 cas en 2003 (communication personnelle de Gaétan Deffontaines, Médecin du travail a la
caisse centrale de la MSA). Il n’y a pas de systéme de surveillance actif pour la psittacose, le
CNR des infections a Chlamydia situé a Bordeaux effectuant une surveillance passive et non
exhaustive des infections a C. psittaci.

Afin de limiter les risques d’infection, il est important de sensibiliser les personnes étant en
contact régulier avec des oiseaux ou leurs sécrétions, dans le cadre professionnel (via
I'entreprise) ou privé (via le vétérinaire), particulierement les personnes immuno-

,,,,,

(Visible sur le site de 'INMA : http://www.inma.fr/files/file/zoonoses/ornithose_fichezoo.pdf).
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La mise en place de protections collectives et le port d’Equipements de Protection
Individuelle (EPI), notamment de masques ventilés ou a filtration (pas de masque chirurgical,
inutile dans ce cas de figure), de gants, de blouses et de charlottes sont fortement
recommandés. Les animaux au contact du public doivent étre surveillés et régulierement
testés. Les personnes amenées a manipuler ces bactéries ou des animaux infectés en
laboratoire doivent respecter I'obligation de manipuler en systeme confiné de type 3 avec le
port d’EPI réglementaires.
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Figure 7 : Répartition des différentes espéces de volailles pour la production de
viande [262].
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Durée d’incubation : Poulet : 7 jours Poulet : 14 jours Poulet : 18 jours Age d’abattage :
Poulet : 21 jours Dinde : 28 jours Dinde : 28 jours Dinde : 26 — 55 jours Poulet : 40 jours
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Canard : & 84 jours
% 70 jours

Figure 8 : Production des volailles de chair.
(d’aprés Guérin [263], Thierry [264])
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2. Description des filieres avicoles en France
Les filieres avicoles en France sont séparées en trois grandes catégories : la volaille de chair,

pour la consommation de viande, la volaille de ponte, pour la production d’ceufs et
d’ovo-produits, et les palmipéedes gras utilisés pour la production du foie gras.

2.1 Les volailles de chair

La France était le premier producteur européen de volaille de chair en 2013, avec 35 a 40 %
de la production exportée [265]. La production est répartie sur I'ensemble du territoire, mais
65 % des abattages sont réalisés dans les régions Pays-de-la-Loire et Bretagne. Parmi les six
espéces utilisées pour la production de viande de volailles, le poulet est largement
majoritaire et représente 80 % de la production, devant le canard et la dinde (Figure 7).

La France se place ainsi au quatriéme rang de la production européenne de poulets avec un
total d’environ 1,15 millions de Tonnes Equivalent Carcasses (TEC) en 2013. La France est au
deuxiéme rang pour la production de viande de dinde, et au premier rang européen pour la
viande de canard. Les Francais sont les deuxiémes plus gros consommateurs de viande de
volailles en Europe, avec une consommation moyenne de 25,8 kg/habitant/an en 2013,
provenant a 55 % d’hypermarchés et supermarchés. La viande de volaille est la deuxiéme
viande la plus consommée en France derriere le porc et devant le boeuf, avec 30 % de la
consommation totale.

L’élevage des volailles de chair (principalement poulet, dinde et canard) se fait selon trois
phases avec des parameétres zootechniques (alimentation, densité, lieu d’élevage,
luminosité, température...) variables. Lors de la phase de démarrage, les jeunes agés d’un
jour sortent du couvoir et sont mis en place dans |'élevage. Pendant cette phase, la
température et la luminosité sont élevées et les acceés a I'aliment et a I'’eau doivent étre
nombreux. La seconde phase est celle dite de croissance. L’aliment distribué est plus riche
afin d’avoir une forte croissance des animaux. Enfin, la derniére phase est la finition,
pendant laquelle I'aliment est moins riche énergétiquement. Les animaux sont ensuite
abattus (voir les étapes d’abattage sur la Figure 12). Les durées de ces différentes étapes
varient selon l'espéce considérée, et selon le mode de production, a savoir standard,
labellisé, bio, plein-air etc... Les durées moyennes des différentes étapes pour I'élevage
standard des principales espéces de chair sont présentées en Figure 8.
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Elevage

Couvaoir }% Démarrage | Croissance Ponte % Abattoir (Viande) |
Durée d’incubation : 4 semaines 12 semaines 49 semaines Age d’abattage :
21 jours et sexage a 1 jour 65 semaines

| Eufs / ovoproduits ‘

Figure 9 : Production des ceufs de consommation et ovoproduits.
(d’aprés Guérin [263], Thierry [264])
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2.2 Les volailles de ponte

La France se place au premier rang de la production européenne d’ceufs avec 15,2 milliards
d’ceufs produits en 2013 [266]. La région Bretagne représentait a elle seule 42 % du cheptel
de poules pondeuses en 2010. La consommation des frangais s’élevait en 2013 a
230 ceufs/habitants/an ou 14 kg/habitants/an avec plus de 40 % de la consommation sous
forme d’ovo-produits (pates alimentaires, patisseries, desserts lactés...).

La production de volailles de ponte se fait en trois phases. La phase de démarrage est assez
similaire a celle de la production de poulets de chair. Les poulettes d’un jour sont sexées en
couvoir puis mises en place dans I'élevage. Durant la phase de croissance, I'équilibre
alimentaire est assuré afin d’obtenir une croissance optimale des animaux, mais pas trop
importante au niveau du systeme digestif. Les périodes d’éclairage sont également étudiées
de maniére a contréler I'apparition de la maturité sexuelle des poules. Les poules entrent en
phase de ponte vers I'dge de 16 semaines. La production va augmenter jusqu’a atteindre le
pic de production, puis redescendre jusqu’a la réforme et I'abattage des animaux vers I'age
de 65 semaines (voir les étapes d’abattage sur la Figure 12). Les ceufs produits durant la
phase de ponte seront soit valorisés en ceufs de consommation, soit en ovo-produits. Les
durées des différentes phases de production sont présentées dans la Figure 9.
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2.3 Les palmipédes a foie gras

2.3.1. Statistiques sur la production du foie gras en France

La production du foie gras se base sur une prédisposition naturelle des palmipédes utilisée
au maximum de ses capacités. En effet, chez les oiseaux, le foie est le premier site de
lipogenese, contre le tissu adipeux chez les mammiferes. Ainsi, les palmipedes ont une
tendance naturelle a I’hyperphagie et a la stéatose hépatique. Il a été démontré que la
stéatose était réversible sous deux semaines, méme apres plusieurs cycles de gavage [267].
La production du foie gras remonte a I'Egypte ancienne, ou I'oie fut le premier oiseau a étre
domestiqué et gavé. Aujourd’hui en France, trois espéces de palmipédes sont utilisées pour
la production du foie gras: I'cie grise des Landes (Anser anser), le canard de Barbarie
(Cairina moschata) et le canard Mulard. Le canard représente 98 % de la production, avec
moins de 5 % de canards de Barbarie. En 2013, 70 % de la production mondiale du foie gras
était frangaise, la production ayant augmenté de 21,5 % en 10 ans [268]. Le foie gras est
globalement produit sur tout le territoire, avec une forte concentration dans I'Ouest. Ce
produit est trés apprécié puisque 80 % des francais en consomment, avec une moyenne de
270 g/personne/an en 2013 [268].

2.3.2.L’élevage du canard Mulard [267]

La grande majorité du foie gras francais provient de I’élevage du canard Mulard, hybride
stérile obtenu par le croisement d’'une femelle Pékin (Anas platyrhynchos) et d’un male de
Barbarie (Cairina moschata).

2.3.2.1. Elevage des reproducteurs

Les femelles Pékin atteignent leur maturité sexuelle a I'age de 22-24 semaines. Elles sont
alors séparées en lots de 300 a 350 canes et placées sur paille ou sur caillebotis. Lorsque le
taux de ponte dépasse les 50 %, les femelles sont inséminées a raison de deux fois par
semaine. La production moyenne d’ceufs a couver (OAC) est de 180 a 240 ceufs pour une
durée de production d’environ 40 semaines. La durée séparant la production de deux ceufs
est en moyenne de 24 h. Les femelles n’ont acces a un nid que la nuit afin d’éviter qu’elles
ne se salissent trop et surtout pour éviter le phénoméne de couvaison qui entrainerait une
chute de ponte. Les males de Barbarie atteignent leur maturité sexuelle plus tard, vers I'age
de 27-28 semaines. Jusqu’a I'age de 27 semaines, ils sont élevés en présence des femelles,
puis ils sont séparés et placés dans des cages individuelles, bien que la présence de quelques
femelles soit maintenue afin de les stimuler. Les semences de chaque male sont collectées
guotidiennement et mises en commun, afin d’étre utilisées fraiches, le jour méme, pour
I'insémination des femelles. Les males ont une durée de production d’environ 25 semaines.
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Figure 10 : Elevage du canard mulard pour la production du foie gras.
Les différentes interventions de ’Homme sont indiquées en fonction de I’dge de I'animal.
(Crédit photo Pauline Bernard)
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Figure 11 : lllustrations de I’élevage des canards Mulard.

A) Lot de canetons Mulard élevés en batiment fermé avec mangeoires (fleche continue) et
abreuvoirs (fleche pointillée) ouverts.

B) Lot de canards Mulard desserrés sur un parcours herbeux découvert.
(Crédit photos Pauline Bernard)
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Deux lots de males successifs sont nécessaires pour la durée de production d'un lot de
femelles.

Les ceufs a couver sont récupérés chaque jour, placés sur des plateaux et transportés au
couvoir. lls sont alors incubés pendant 32 jours a une température de 37,2°C. Un mirage
effectué au 7°™ jour permet d’estimer la fertilité, c'est-a-dire le nombre d’ceufs fécondés
sur la totalité des ceufs collectés. Pour le canard Mulard, ce taux de fertilité est d’environ
70 %. Mais seulement 70 a 80 % de ces ceufs fécondés donneront naissance a un caneton
vivant. En effet, certains canetons meurent durant l'incubation, et d’autres durant le
béchage de I'ceuf, sans réussir a en sortir ((Eufs béchés non éclos (OBNE)). Environ 55 % des
canetons sont des males, qui seront utilisés pour la production du foie gras. Les femelles,
dont le foie est de moins bonne qualité du fait de son aspect veiné, sont éliminées ou
utilisées pour la production de viande.

2.3.2.2. Elevage des canards Mulard
Les différentes étapes de I'élevage des canards mulards sont présentées sur la Figure 10.

2.3.2.2.1. Pré-gavage

Les canetons sont mis en place sur les élevages a I'dge d’un jour. Les animaux peuvent
éventuellement étre débecqués et dégriffés a I'dge de 2 semaines, si cela n’a pas déja été
effectué au couvoir sur demande de I'éleveur. Une premiére vaccination contre Pasteurella
multocida est effectuée a I'dge de 3- 4 semaines, puis le rappel est administré a I'age de
7-8 semaines. Durant leurs quatre premiéres semaines de vie, les animaux sont nourris a
volonté et élevés dans des batiments fermés (Figure 11A). Durant les semaines 4 a 8, la
nourriture est toujours disponible a volonté mais les canards sont desserrés et placés sur un
parcours extérieur découvert (Figure 11B), sans acces a un batiment durant I'été. A partir de
la semaine 8 et jusqu’au départ en gavage, les animaux sont rationnés soit par rationnement
horaire (le temps d’accés a la nourriture est limité), soit par rationnement de quantité (ils
sont nourris avec 80 a 90 % de la ration habituelle). Ce rationnement permet aux canards de
prendre des repas tres courts dans le temps, ce qui prépare le fonctionnement hépatique et
également les voies alimentaires au futur gavage. Les canards subissent une mue a I'dge de 7
et 12 semaines environ qui entraine la perte du plumage et les affaiblit, les rendant aussi
plus vulnérables.

2.3.2.2.2. Gavage
Les canards sont transférés en ateliers de gavage a I’dge de 12 semaines et seront nourris a
raison de 23 a 24 repas de 250 a 500 g pris matin et soir, soit environ 12 jours de gavage.
L'aliment utilisé est un mélange d’eau et de mais broyé, administré par le biais d’une
machine ou parfois manuellement. Le vide sanitaire entre deux lots est de 72 h minimum
pour le gavage au sol et 48 h pour les autres types de structures.

~ 89 ~



4 n

Réception des volailles

Déchargement
L Attente guai )
H

Accrochage [ Anesthésie gazeuse ]

Electronarcose [ Accrochage ]

Saignée P — ;

|
Echaudage

Plumaison

[ Eviscération ]

‘¢ n

Découpe /
Conditionnement
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des palmipédes a foie gras.
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2.3.2.2.3. Abattage

Les canards sont transférés a I'abattoir vers I'age de 14 semaines. Les différentes étapes
d’abattage des volailles, et les étapes spécifiques de I'abattage des palmipédes a foie gras
sont présentées en Figure 12. Les animaux sont conduits a |’abattoir et déchargés sur le quai.
Dans la majorité des cas en France, les animaux sont ensuite accrochés vivants par les pattes
sur la chaine d’abattage puis étourdis par électronarcose : les volailles passent dans un bain
contenant un électrolyte et recoivent une décharge électrique. Parfois, les animaux
(principalement les volailles de chair) sont anesthésiés par gaz puis accrochés une fois
étourdis. S’en suit la saignée, puis I'’échaudage afin de faciliter la plumaison qui se fait en
grande partie mécaniquement, bien que la totalité ne soit pas éliminée et qu’un plumage
manuel complémentaire soit souvent nécessaire. Pour les palmipédes a foie gras, une
machine de plumaison spéciale est utilisée afin de retirer plus précautionneusement les
plumes de I'abdomen pour ne pas endommager le foie. Les palmipédes a foie gras passent
ensuite dans des bains de cire successifs afin d’éliminer le duvet et les plumes restantes sur
la carcasse. Les volailles sont ensuite éviscérées. Le foie, d’'un poids réglementaire minimum
de 300 g, est prélevé pour les palmipedes a foie gras, et les carcasses sont valorisées en
piéces de découpe (magret, cuisse...) et conditionnées.

~901 ~



?\_P\ST\DA

"\a
Qg,

Q

>

Q@
of

Foraminifera @
Polycystinea *

Telonemia

Haptophyta g’ y

Centrohelida 7

Cryptophyta

Kathablepharidae,/
Rigidifilida

Collodictyonidae

Glaucophyta Discoba

Chloroplastida

Rhodophycea @# @&Gjﬁ

W

Breviatea

R

ARCHAEBACTERIA EUBACTERIA

EXcy,,

Malawimonadidae

m /ﬁ Metamonada

Arg
4

‘%s

chtyostella

/gr%
@ ’%ungl

%Nucleariida

Ichthyosporea
Choanomonada $

ﬁ N
o

o)
P
>4
<
8
S

Metazoa
Apusomonadidae

Ancyromonadida

Figure 13 : Phylogénie des eucaryotes.

(Adl, et al. [269])

~92 ~



3. Les amibes libres de l’environnement et leurs interactions avec les
micro-organismes

3.1 Généralités sur les amibes

Le nom « amibe » provient du grec « amoibé » qui signifie transformation. Les amibes sont
des micro-organismes eucaryotes unicellulaires du régne des protistes qui ont été décrits
pour la premiére fois en 1755, et dont la famille fut définie en 1841 par Felix Dujardin [270].
La classification des eucaryotes comprenant les amibes ou Amoebozoa est présentée en
Figure 13.

Toutes les especes possédent le point commun d’une forme amiboide et d’'un mouvement
rampant. Les amibes possédent un corps déformable émettant des prolongements appelés
pseudopodes qui leur permettent a la fois de se déplacer et de se nourrir par phagocytose.

Il existe deux grands groupes d’amibes :

= Les amibes parasites
Ces amibes sont capables de survivre dans I’environnement mais s’y développent peu. Leur
lieu de développement principal est plutot constitué par I'appareil digestif de certaines
espéeces animales, dont 'Homme. Elles peuvent étre pathogenes, et donc a l'origine de
maladies, ou commensales, c’est-a-dire naturellement présentes dans le systeme digestif
sans causer de pathologies.

= Les amibes libres ou telluriques

Ces amibes sont totalement indépendantes des animaux et survivent trés bien dans
I’environnement, notamment |'eau et les sols humides ou elles sont ubiquitaires. Ces
espéces représentent la majeure partie des amibes. Certaines espéeces sont amphizoides,
c’est-a-dire qu’elles peuvent étre tantot libres et tantot parasites, causant dans ce cas
principalement des pathologies graves touchant le cerveau, les yeux, la peau... Dans ce cas,
I'infection ne se fait pas par le biais d’une ingestion, mais plutdét par effraction ou
inhalation [16]. Les principales amibes libres de I’'environnement appartiennent aux genres
Hartmannella, Vahlkampfia, Naegleria, Acanthamoeba et Balamuthia, les trois derniers
étant pathogenes pour ’'Homme.
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Figure 14 : Trophozoites d'Acanthamoeba castellanii cultivés en milieu liquide PYG.
Microscopie optique, la barre représente 20 um.
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Figure 15 : Schéma de la structure d'un trophozoite d'Acanthamoeba.
La barre représente 1 um.
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3.2 Les Acanthamoeba

3.2.1. Classification

Les Acanthamoeba sont un genre d'amibes de la famille des Acanthamoebidae et de la
classe des Variosea au sein du phylum Amoebozoa.

3.2.2. Biologie

Les Acanthamoeba sont trés répandues dans I'environnement. Elles sont de forme ronde ou
ovale, non flagellées et d'une taille allant de 13,5 a 22,5 um de diameétre. Elles sont
présentes sous deux formes différentes morphologiquement.

= Le trophozoite ou forme végétative (Figure 14)

Il s'agit de la forme métaboliquement active des amibes, majoritaire lorsque les conditions
environnementales sont favorables (température, nutriments, densité, pH...). Les
trophozoites se reproduisent de facon asexuée par fission binaire, avec un temps de
réplication variant de 8 a 24 h selon l'isolat [16]. Elles se nourrissent en « broutant » via la
phagocytose et la pinocytose les bactéries présentes a la surface des biofilms, aidant ainsi a
la régulation de ces populations. Cette phagocytose est trés rapide (environ 40 sec entre le
contact et I'internalisation de la particule) et le turn-over de la membrane est élevé, environ
10 a 50 % par heure [271]. Certaines bactéries tirent cependant profit de ce mode de
nutrition en résistant a la digestion intracellulaire par des mécanismes similaires a ceux leur
conférant une résistance vis-a-vis des macrophages [272].

La structure simplifiée du trophozoite est présentée en Figure 15.

Le trophozoite est composé de deux cytoplasmes différents, I'endoplasme central d'une
texture fluide, et l'ectoplasme périphérique sous forme d'un semi-gel. Cette structure
permet notamment a I'amibe de se déplacer via le mouvement amiboide. L'endoplasme
s'infiltre par I'ectoplasme a I'extrémité du pseudopode naissant et permet I'extension de
I'amibe. Ensuite, par un systéme de polymérisation et dépolymérisation de fibres du
cytosquelette, I'endoplasme arrivé en périphérie se gélifie et se change en ectoplasme.
L'ectoplasme arrivé en arriere de I'amibe se fluidifie et devient donc endoplasme pour
perpétuer le mouvement. Les déplacements du trophozoite ne se font pas au hasard dans
I'environnement, en effet ceux-ci sont motivés par la détection de plusieurs produits
bactériens par des phénomenes de chimiotactisme [273].
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Figure 16 : Kyste d’Acanthamoeba castellanii en culture en milieu liquide PYG.
Microscopie optique, la barre représente 5 um.
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= Le kyste (Figure 16)

Lorsque les conditions deviennent défavorables, les trophozoites rentrent en forme
dormante : le kyste. Des changements morphologiques et biologiques s'effectuent durant
I'enkystement, avec un ralentissement du cycle de réplication, une diminution de la surface
cellulaire d’environ 65 %, une condensation et une déshydratation entrainant une
diminution du volume de 80 % et la formation d'une double paroi solide. Lors de ce
processus, une période de pré-enkystement démarre au bout de 4 a 6 h. Puis au bout de
20 a 24 h, la paroi externe est synthétisée, suivie de la paroi interne. La synthése de I'ADN
dans le kyste est maintenue a un faible niveau. Ces kystes sont tres résistants et peuvent
rester viables durant des années [274]. IIs peuvent notamment résister a la dessiccation, la
famine, aux antibiotiques et a une variété d’agents chimiques et physiques [275]. La
dissémination dans I'environnement est également facilitée via cette structure plus petite,
plus solide et plus légere que le trophozoite. Par le passé, la classification des especes
d'Acanthamoeba était effectuée selon la morphologie du kyste, mais il s'est avéré que
celle-ci pouvait varier selon les conditions environnementales. Aujourd’hui, une classification
selon le séquencage d’une portion du géne 18S est plutot utilisée.

Lorsque les conditions de croissance deviennent a nouveau favorables, les kystes peuvent se
retransformer en forme métaboliquement active. Pour cela, le trophozoite se sépare de la
paroi puis s'en extrait totalement via un ostiole ouvert.

Il est également possible d'observer des formes intermédiaires appelées pseudokystes.
Celles-ci apparaissent lorsque les trophozoites sont mis en présence de produits chimiques a
faible concentration. Les cellules s'arrondissent et se détachent de leur support. Les
pseudokystes sont composés d'une simple membrane externe lisse et épaisse, ils sont plus
résistants que les trophozoites, mais moins que les kystes. Il est impossible pour ces formes
intermédiaires de se transformer en kystes, ils doivent au préalable repasser par le stade de
trophozoite [16].
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3.2.3. Ecologie

Les amibes libres et particulierement les Acanthamoeba sont ubiquitaires, c’est-a-dire
gu’elles sont extrémement répandues dans I'environnement. On les retrouve dans la mer,
les sédiments océaniques [276, 277], les plages, les eaux stagnantes, les rivieres [278] et les
lacs [279], dans la poussiere [280], la terre [281], le pollen [282], I'air [283, 284] et méme en
Antarctique [285] et dans le désert de Néguev en Israél [286].

Les amibes résistent aux traitements de potabilisation de I'eau [287] et des études ont
notamment montré qu’on pouvait les détecter dans 80 % du réseau d’eau domestique aux
Etats-Unis [288], ainsi que dans des réseaux hospitaliers [280, 289], des tours
aéro-réfrigérantes [290], dans des élevages de volailles [291], des réfrigérateurs [292], sur
des surfaces en abattoirs [293], des piscines [282], des climatisations, dans les bouteilles
d’eau minérale [294], sur des légumes [295], sur des lentilles de contact [296], des
instruments chirurgicaux et méme des unités ophtalmologiques [282], de soins dentaires
[297] et d’hémodialyse [298].

3.2.4. Culture

En conditions polyxeniques ou xeniques, les amibes se multiplient en présence de bactéries
vivantes ou mortes dans un milieu pas ou peu nutritif. Les bactéries de choix incluent des
souches non mucoides de Klebsiella pneumoniae, d'Enterobacter et d'Escherichia coli [299].
La culture se fait sur gélose, avec un tapis bactérien. Les amibes initiales sont placées au
centre de la gélose d'ou elles vont se multiplier et migrer de facon centrifuge au fur et a
mesure que le tapis bactérien est phagocyté. Il est ensuite possible d'isoler une espece
d'amibe en particulier en effectuant des repiquages d'une seule cellule qui va alors produire
un clone.

La culture peut également étre effectuée en milieu axénique, c'est-a-dire en absence de
bactéries. Cette culture se fait principalement en milieu liquide trés nutritif, particulierement
le PYG (Peptone Yeast Glucose). Ce milieu est souvent supplémenté en antibiotiques afin
d’éviter les contaminations bactériennes. Les températures d'incubation se situent
généralement entre 25 et 35°C.

Les Acanthamoeba représentent des candidats de choix pour étudier les interactions entre
amibes et micro-organismes du fait que ces amibes poussent facilement et rapidement dans
des milieux de culture simples.
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3.2.5. Pathogénicité

Certaines espéces d’Acanthamoeba peuvent étre pathogénes a la fois pour les animaux et
pour les Hommes. Chez I'Homme, elles causent principalement trois types d'infection [16] :
La kératite amibienne [300], I'encéphalite granulomateuse amibienne (EGA) et I'amibiase
cutanée.

Des Acanthamoeba ont déja été isolées dans la paroi stomacale d’'une femme décédée a la
suite d’un ulcere perforant [275], a partir d’échantillons nasaux, buccaux et pharyngés de
patients dans un cabinet dentaire [301] et a partir de prélevements d’urines de patients dans
un état critique dans une unité de soins intensifs [302]. Les amibes seraient dans ce cas a
I'origine d’infections opportunistes, mais il n’est pas impossible qu’elles puissent également
étre en partie impliqguées dans les pathologies observées telles qu’otites, rhino sinusites,
pneumonies, vasculites...

Les Acanthamoeba peuvent également infecter les animaux. En effet, celles-ci ont

notamment été détectées dans des feéces de bovins en Iran [282] et d’écureuils aux fles
Canaries et au Maroc [303].
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3.3 Interactions des Acanthamoeba avec les micro-organismes

De nombreux micro-organismes sont capables de survivre voire de se multiplier a l'intérieur
des amibes libres et notamment les Acanthamoeba. Ces micro-organismes sont
communément nommés endosymbiotes, bien qu’ils ne le soient pas toujours strictement,
certains n’étant que des parasites occasionnels, et d’autres présentant des propriétés
lytiques. Ces micro-organismes incluent des virus, des levures, des protozoaires et surtout
des bactéries. Certaines espéces de bactéries ont méme pu étre isolées a l'aide de
co-cultures d’échantillons environnementaux avec des amibes libres, comme par exemple
Criblamydia sequanensis [9]. Environ 25 % des souches d'Acanthamoeba isolées présentent
des endosymbiotes. La majorité de ces endosymbiotes survivent au sein des trophozoites,
mais certains peuvent également survivre dans les kystes, ce qui leur confere une protection
plus importante vis-a-vis de I'environnement.

Les micro-organismes pouvant interagir avec les Acanthamoeba sont listés en Tableau 5.

3.3.1. Interactions avec les virus

Plusieurs familles de virus ont pu étre isolées chez des amibes libres, particulierement des
virus géants tels que les Mimiviridae. Les virus appartenant a cette famille et au genre
Mimivirus infectent, pour la plupart, des amibes du genre Acanthamoeba et potentiellement
d’autres cellules eucaryotes. L’Acanthamoeba polyphaga mimivirus (APMV) a été isolé pour
la premiere fois en 1992 suite a une épidémie de pneumonie, a partir d’'une co-culture
d’Acanthamoaeba polyphaga sur un échantillon d’eau provenant de la tour
aéro-réfrigérante d’'un hopital en Angleterre [304, 305]. L’Acanthamoeba castellanii
mamavirus, proche de 'APMV mais d’une taille encore plus importante, a été isolé chez
Acanthamoeba castellanii provenant d’une tour aéro-réfrigérante a Paris [306], et
I’Acanthamoeba polyphaga moumouvirus a été isolé en 2008 a partir d’échantillons d’eau
d’'une tour aéro-réfrigérante industrielle du Sud-Est de la France par co-culture avec
A. polyphaga [307].

Le marseillevirus est un autre virus géant mais plus petit que le mimivirus et appartenant a la
famille des Marseilleviridae, isolé en 2008 par co-culture avec A. polyphaga a partir d’eau et
de biofilms provenant d’une tour aéro-réfrigérante de Paris [305, 308].

Les deux especes de Pandoravirus, Pandoravirus salinus et Pandoravirus dulcis ont été
isolées par co-culture avec des Acanthamoeba a partir de sédiments provenant
respectivement du Chili et d’Australie [309]. Récemment, un nouveau genre de virus proche
des Pandoravirus, le Pithovirus, a été isolé a partir d’'une couche de pergélisol datant de
30 000 ans [310].
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Les amibes libres joueraient un role dans la survie des Coxsackieviridae, mais également
dans leur transmission a I'Homme car celles-ci libérent les micro-organismes lorsqu'elles
entrent en interaction avec les macrophages humains [311]. De méme, quatre sérotypes
différents d’adénovirus ont été détectés dans 34 souches d’Acanthamoeba qui pourraient
donc jouer un réle dans la dissémination de ces virus et dans leur transmission a I’'Homme
[312]. Enfin, certains entérovirus seraient capables de se fixer a la paroi des amibes et d'y
survivre pendant 52 a 75 jours, ce qui favoriserait leur transport [313].

3.3.2. Interactions avec les levures

Une étude réalisée en 2001 a permis de mettre en évidence que la levure Cryptococcus
neoformans pouvait étre phagocytée par Acanthamoeba et s'y répliquer jusqu'a causer la
mort de I'hote. La lyse de la cellule entraine probablement la libération de nutriments qui
permettent la multiplication du champignon. Les mécanismes mis en jeu par Cryptococcus
pour résister a la phagocytose semblent tres similaires a ceux intervenant pour résister aux
macrophages humains. Cette levure ne nécessitant pas d’étre internalisée pour se
reproduire, cette aptitude représenterait plus un mécanisme de défense vis-a-vis des
prédateurs environnementaux [314].

3.3.3. Interactions avec les protozoaires

Il a été montré que certaines espéces d'amibes libres pouvaient internaliser jusqu'a six
oocystes (la forme infectieuse du parasite) de Cryptosporidium par trophozoite. Cela facilite
leur transport et leur transmission, ils sont ensuite relachés petit a petit dans le milieu [315].
De méme, les oocystes de Toxoplasma gondii peuvent étre internalisés par Acanthamoeba
puis libérés. Il a été montré de facon expérimentale que l'infection de souris par des
oocystes internalisés ou non ne changeait pas l'infectiosité de ceux-ci. Les amibes joueraient
donc un réle de dissémination dans I’environnement aquatique pour ces protozoaires [316].

3.3.4. Interactions avec les bactéries

Les amibes libres peuvent avoir deux roles dans le cas du portage de bactéries, celui de
"cheval de Troie" lorsque les bactéries survivent simplement au sein des amibes, leur
conférant parfois une protection vis-a-vis de I’environnement, et celui de réservoir
lorsqu'elles s'y multiplient également. Les mécanismes mis en jeu par les bactéries pour
infecter et résister aux amibes semblent trés proches de ceux impliqués pour infecter et
résister aux macrophages de mammiféeres. Il est donc envisagé que cette capacité a infecter
des protozoaires environnementaux puisse les assister dans leur adaptation aux cellules
phagocytiques de mammiféres, et donc de I’'Homme.
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De nombreuses bactéries sont capables de survivre voire de se multiplier dans les
Acanthamoeba. Parmi celles-ci, Legionella pneumophila fut la premiére bactérie pour
laquelle cette propriété endosymbiotique fut découverte dans les années 1980. Cette
bactérie, causant la maladie du Légionnaire chez 'Homme, est répartie mondialement et
tres présente dans tous les milieux aquatiques. Sa capacité a se multiplier de fagon
extracellulaire n’ayant pu étre observée qu’in vitro dans des conditions tres particuliéres, il
semblait donc que sa multiplication dans I’environnement soit dépendante d’autres
organismes. Une étude in vitro réalisée en 1983 a permis de mettre en évidence qu’elle
pouvait notamment se reproduire au sein d’Acanthamoeba palestinensis [317]. Il semblerait
qgue les protozoaires, et notamment les amibes libres, représentent une niche de
reproduction pour les Légionnelles de I'environnement. Il a également été possible d’isoler
de nouvelles espéces de Legionella a partir de co-culture en présence d’A. polyphaga [318].

Parmi les endosymbiotes, on retrouve un grand nombre de bactéries pathogénes pour
I"'Homme et/ou I'animal, telles que E. coli souche 0157:H7 [319], Shigella [320], Salmonella
[321, 322], Afipia felis [323], Vibrio cholerae [324], Porphyromonas gingivalis et Prevotella
intermedia, deux bactéries parodontopathogénes [325], Burkholderia pseudomallei,
responsable de la mélioidose [326], Burkholderia cepacia [327], Coxiella burnetii, agent de la
fievre Q [328] ou encore Staphylococcus aureus [329].

L'ordre des Rickettsiales comprend plusieurs espéces capable d’infecter des amibes et
notamment Acanthamoeba, comme par exemple I'espece récemment proposée Candidatus
Jidaibacter acanthamoeba [330], ou Rickettsia belli qui présente de nombreux génes trés
similaires a ceux d’autres bactéries se multipliant au sein d’amibes, laissant penser que des
transferts de genes auraient pu avoir lieu au sein des ancétres des amibes libres entre les
différentes bactéries intracellulaires les infectant, conduisant éventuellement a leur
adaptation a la vie dans les cellules eucaryotes [331]. Ces échanges auraient, entre autres,
eu lieu avec les Chlamydiales, comme le suggere la présence d’un opéron similaire chez ces
deux groupes de bactéries [332].

Francisella tularensis, bactérie responsable de la zoonose nommée tularémie, est également
capable de croitre au sein d’Acanthamoeba castellanii entrainant parfois la lyse d’une partie
des cellules hotes. La bactérie se multiplie plus rapidement en présence d’A. castellanii que
seule, dans un méme milieu [333]. De plus, Bacillus anthracis, responsable de la maladie du
charbon ou Anthrax, peut également germiner et se multiplier au sein d’A. castellanii [334].
Ces résultats laissent penser que les Acanthamoeba pourraient constituer un réservoir
environnemental pour ces bactéries trés dangereuses, et que les amibes pourraient donc
étre utilisées en tant qu’arme de bioterrorisme [275].
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Les mycobactéries pathogénes sont trés souvent hébergées par des amibes. Une étude a
montré que 26 especes de mycobactéries étaient capables de rentrer dans les trophozoites
d’A. polyphaga et d'y survivre pendant au moins cing jours. Celles-ci pouvaient également
survivre au moins 15 jours dans les kystes ce qui leur confére une protection notamment vis-
a-vis du chlore [335]. Certaines mycobactéries sont méme capables de survivre pendant
plusieurs années dans les kystes [272]. De plus, la multiplication de ces bactéries au sein des
amibes semble favoriser I'expression de certains genes de virulence et pourrait aboutir a la
sélection de souches plus résistantes et donc plus difficiles a traiter. Ceci pourrait donc
représenter un réel risque sanitaire, notamment dans les hopitaux ou les amibes sont
détectées dans les réseaux d'eau [272].

3.3.5. Interactions avec les Chlamydiales

La plupart des Chlamydiales environnementales sont capables de survivre voire de croitre
dans les amibes libres de I'environnement. Une étude réalisée en 2000 sur quatre souches
d’Acanthamoeba a permis de mettre en évidence de nombreux endosymbiotes, dont 5 % de
Chlamydiales [336].

Les Parachlamydiaceae font partie des Chlamydiales dont les hotes naturels sont les amibes.
Parachlamydia acanthamoebae fut isolée pour la premiere fois d’Acanthamoeba provenant
d’un écouvillon nasal prélevé sur un individu sain [38]. Depuis, ces bactéries ont été souvent
isolées d’amibes provenant de sources variées (prélévements humains, eau, sol, boues
d’épuration...) [6]. L'espece Protochlamydia amoebophila fut également isolée
d’Acanthamoeba provenant d’échantillons de sol des Etats-Unis. Cette espéce est capable de
croitre aussi bien dans les trophozoites que dans les kystes. La nature endosymbiotique de
ces bactéries leur aurait permis de sélectionner des traits de virulence au cours de
I’évolution afin de s’adapter a lI'infection de macrophages, ce qui expliquerait leur intérét
médical actuel [332]. Certaines especes de Parachlamydiaceae sont capables de bloquer
I’enkystement de leurs hétes [16].

Les Simkaniaceae ont été détectées pour la premiére fois en tant que contaminants d’une
culture cellulaire en 1993 [38]. Leur hote naturel n’était donc pas connu, cependant ces
bactéries poussent trés bien dans les amibes, laissant supposer que ces dernieres
constituent un réservoir environnemental. Simkania negevensis est capable d’infecter les
trophozoites d’A. polyphaga de facon pérenne, car des inclusions ont pu étre observées
méme des mois apres l'infection initiale. Cette espéce peut également infecter les kystes.
Apres 79 jours passés a +4°C avec un enkystement de leur hoéte, les bactéries conservaient
une infectiosité supérieure a 50 % a celle de l'inoculum initial, alors qu’elles étaient
incapables de survivre plus de 12 jours seules a cette température, méme en milieu nutritif
SPG [337].
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Les Waddliaceae sont également capable de croitre au sein des Acanthamoeba ainsi que
d’autres amibes [338]. Des espéces de Chlamydiales récemment décrites ont pu étre mises
en évidence grace a la co-culture avec des Acanthamoeba. C'est notamment le cas de
Criblamydia sequanensis, isolée a partir de prélevements d’eaux de la Seine et capable de se
multiplier dans les Acanthamoeba avec une augmentation de 2 log en environ cinqg jours [9].
De méme pour Estrella lausannensis, isolée de prélevement d’eaux d’une usine de
traitement [10].

La possible survie des especes de Chlamydiaceae au sein des Acanthamoeba a été étudiée.
Une premiére étude a été menée afin d’observer les interactions entre C. pneumoniae et
A. castellanii [339]. Cette étude fut motivée par le fait que C. pneumoniae présentait des
modes d’infections et des conséquences sur ’'Homme similaires a Legionella pneumophila,
bactérie déja bien connue pour se multiplier au sein des amibes libres ; et également par
I’existence de rapports faisant état de co-infections avec C. pneumoniae et des amibes chez
I'Homme. L’infection d’A. castellanii par C. pneumoniae a pu étre détectée pendant les 14
jours de l'essai et la charge bactérienne est restée relativement stable, alors qu’une culture
paralléle de C. pneumoniae seule a montré une baisse rapide de l'infectiosité. La microscopie
électronique en transmission (MET) a révélé une phagocytose des bactéries par les amibes
des 4 h post-infection, et I'apparition d’inclusions typiques a partir du troisieme jour,
contenant tous les stades de développement. De grosses inclusions entrainant la lyse de la
cellule héte et la dispersion des CE dans I'environnement ont pu étre observées. A partir du
10%me jour, des inclusions plus petites contenant quelques CE, mais surtout des formes
aberrantes sont observées. Le maintien de I'infection des amibes par C. pneumoniae pourrait
donc étre le résultat d’'un cycle de développement normal avec l'infection de nouvelles
amibes au cours du temps, mais également d’une infection persistante. La lyse des amibes
au bout de 14 jours a permis de récupérer les corps élémentaires normaux qui se sont
révélés infectieux et aptes a redémarrer de nouveaux cycles de développement. Il semble
donc que cette espece de Chlamydia soit capable de survivre et de faiblement se reproduire
au sein d’A. castellanii. L'intérét pour la bactérie résiderait dans I'utilisation de I’ATP délivré
par la cellule hote ainsi que dans la protection vis-a-vis de I’environnement extérieur.

Une seconde étude a permis d’observer la survie de C. trachomatis au sein de différentes
souches d’Acanthamoeba [340]. En effet, cette bactérie a déja été détectée dans des isolats
d'A. castellanii provenant de cornées infectées de patients [341]. Lors de cette étude, des
bactéries ont pu étre détectées par immunofluorescence directe avec un kit commercial
méme apres sept jours d’incubation a 33°C et 37°C. Aucun effet cytopathique n’a été
observé sur les amibes. Le suivi de l'infection par PCR en temps réel n’a pas permis de
mettre en évidence de réplication, le taux d’ADN étant resté constant au cours du temps.
Ces résultats semblent indiquer que C. trachomatis est capable de survivre au sein des
Acanthamoeba, mais pas de s’y multiplier, bien qu’il soit impossible d’exclure une tres faible
réplication non détectée dans le cadre de cette étude.
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Enfin, une troisieme étude a été réalisée avec I'espéce C. abortus [342]. Celle-ci est trés
proche de C. pneumoniae dont la survie dans les Acanthamoeba a été prouvée, et c’est une
bactérie trés fréquemment impliquée dans des avortements de ruminants, posant la
guestion du possible mode de contamination via I'environnement. C. abortus a donc été
utilisée pour infecter A. castellanii selon plusieurs ratios ou MOI (1:1, 50:1, 100:1 et 200:1) et
les cultures ont été incubées a 25°C. Les analyses par MET et Microscope confocal a balayage
laser (CLSM) ont permis de mettre rapidement en évidence la formation d’inclusions, mais
contenant des CE dont la structure était déja modifiée, laissant penser que les bactéries
étaient dégradées par les amibes. Celles-ci ont ensuite disparues rapidement des amibes
indépendamment des MOI. L’analyse par PCR en temps réel a montré une forte diminution
de la quantité d’ADN durant les 96 premieres heures, puis un taux d’ADN resté stable
pendant une semaine. L'expérience a été renouvelée a 34°C et 36°C, et également en
ajoutant des antibiotiques au milieu de culture, mais sans modification des résultats. Les
analyses ont montré que l'infection avait tendance a engendrer un enkystement des amibes
au bout de un a trois jours. Dans un second temps, I'enkystement des amibes infectées a
donc été forcé en les plagant dans un milieu de culture adapté, et la présence ou non de
Chlamydia dans les kystes a été recherchée. Cet essai s’est révélé négatif. Les Acanthamoeba
ne semblent donc pas représenter un réservoir naturel pour C. abortus. La bactérie est
phagocytée par 'amibe mais rapidement digérée. Cependant, il n’est pas totalement exclu
gue quelques bactéries puissent résister a la phagocytose.

Aucune expérience similaire n’a pour le moment été effectuée sur C. psittaci, bien que cette

bactérie présente des modes d’infection assez proches de ceux de C. pneumoniae et
C. trachomatis, dont la survie au sein des Acanthamoeba a été mise en évidence.
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Tableau 5 : Micro-organismes pouvant interagir avec les Acanthamoeba.

technique de co-culture

Micro-organismes Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence
Adénovirus Acanthamoeba Détection de 4 sérotypes d'adénovirus dans des [312]
souches d'Acanthamoeba issues de sources
d'eau
APMV A. polyphaga Isolé d'un échantillon d'eau par la technique de  [304, 305]
co-culture
Coxsackieviridae A. castellanii Etude in vitro [311]
Survie et libération des particules virales en
présence de macrophages humains
Entérovirus A. castellanii Etude in vitro [313]
Adhésion des virus en surface des amibes, role
de transport
§ Mamavirus A. polyphaga Isolé d'un échantillon d'eau par la technique de [306]
5 co-culture
Marseillevirus A. polyphaga Isolé d'un échantillon d'eau par la technique de [308]
co-culture
Moumouvirus A. polyphaga Isolé d'un échantillon d'eau par la technique de [307]
co-culture
Pandoravirus
Pandoravirus salinus Acanthamoeba Isolé d'un échantillon de sédiments par la [309]
technique de co-culture
Pandoravirus dulcis Acanthamoeba Isolé d'un échantillon de boue par la technique [309]
de co-culture
Pithovirus A. castellanii Isolé d'un échantillon de pergélisol par la [310]
technique de co-culture
¥ | Cryptococcus neoformans A. castellanii Etude in vitro [314]
§ Survie et multiplication de la levure jusqu'a lyse
3 de I'amibe
Cyrptosporidium Acanthamoeba Etude in vitro [315]
] Survie des oocystes dans I'amibe et libération
'§ progressive dans I'environnement
§ Toxoplasma gondii A. castellanii Etudes in vitro et in vivo [316]
g Pas de baisse d'infectivité sur un modéle murin
avec des oocystes internalisés
Achromobacter xylosoxidans A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Acinetobacter spp. A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
A. castellanii de co-culture
Aeromonas spp.
A. caviae A. castellanii Etude in vitro [344]
Survie dans les amibes
A. hydrophila A. castellanii Etude in vitro [344]
- Survie dans les amibes
:g A. salmonicida A. polyphaga  Etude in vitro [345]
‘g Survie et multiplication dans I'amibe
«@ A. veronii A. castellanii Etude in vitro [344]
Survie dans les amibes
Afipia spp.
A. felis A. polyphaga  Etude in vitro [323]
Survie et multiplication dans I'amibe
A. broomae Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [346]
d'eau de réseau hospitalier
Amoebophilus asiaticus Acanthamoeba Isolée d'un échantillon de sédiments par la [347]

~ 106 ~




Bactéries

Micro-organismes Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence
Bacillus spp.
B. anthracis A. castellanii Etude in vitro [334]
Multiplication et germination dans I'amibe
B. cereus A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie dans I'amibe et lyse partielle
Bosea spp.
B. eneae A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [348]
de co-culture
B. massiliensis A. polyphaga  Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [348]
de co-culture
B. vestrisii A. polyphaga  Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [348]
de co-culture
Bradyrhizobium japonicum Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [346]
d'eau de réseau hospitalier
Brevundimonas spp.
B. diminuta A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
B. vesicularis A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Burkholderia spp.
B. cepacia A. polyphaga Etude in vitro [327]
Survie et multiplication dans I'amibe
B. pickettii Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [349]
du sol de la douche d'une unité de
physiothérapie
B. pseudomallei A. castellanii Etudes in vitro [326]
A. astronyxis Survie dans les amibes
A. polyphaga
Caedibacter acanthamoebae A. polyphaga Détectée dans une A. polyphaga provenant [350]
d'une lentille de contact
Campylobacter spp.
C. coli A. castellanii Etude in vitro [351]
Survie et multiplication dans I'amibe
C. hyointestinalis A. castellanii Etude in vitro [351]
Survie et multiplication dans I'amibe
C. jejuni A. castellanii Etudes in vitro [351, 352]
Survie et multiplication dans I'amibe
C. lari A. castellanii Etude in vitro [351]
Survie et multiplication dans I'amibe
Chlamydiales spp.
Parachlamydiaceae spp.
Parachlamydia acanthamoeba Acanthamoeba Détectée dans un isolat d'Acanthamoeba [38]
provenant d'un écouvillon nasal de patient sain
Protochlamydia amoebophila  Acanthamoeba Détectée dans des Acanthamoeba provenant [38]
d'un échantillon de sol
Simkaniaceae spp.
S. negevensis A. polyphaga  Etude in vitro [337]
Survie et multiplication dans I'amibe, survie
dans les kystes
Waddliaceae spp.
W. chondrophila Acanthamoeba Etudes in vitro [338]
Survie et multiplication dans I'amibe
Criblamydia sequanensis A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [9]
de co-culture
Estrella lausanensis A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [10]

de co-culture
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Bactéries

Micro-organismes Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence
Chlamydiaceae spp.
C. pneumoniae A. castellanii Etude in vitro [339]
Survie et faible multiplication dans I'amibe
C. trachomatis A. castellanii Etude in vitro [340]
Survie dans I'amibe
Chromobacterium violaceum A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Chryseobacterium meningosepticum  A. polyphaga  Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Citrobacter freundii A. castellanii Etudes in vitro [353]
Survie et multiplication dans I'amibe
Coxiella burnetti A. castellanii Etude in vitro [328]
Survie et sporulation dans I'amibe
Delftia acidovorans A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Enterobacter spp.
E. aerogenes A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
E. amnigenus A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
E. cancerogenus A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
E. cloacae A. castellanii Etude in vitro [345, 353]
Survie et multiplication dans I'amibe
Escherichia coli 0157:H7 A. polyphaga Etude in vitro [319]
Survie et multiplication dans I'amibe
Flavobacterium spp.
F. johnsoniae Acanthamoeba Isolée d'un échantillon d'eau de réseau [347]
hospitalier par la technique de co-culture
F. succinicans Acanthamoeba Isolée d'un échantillon d'eau de réseau [347]
hospitalier par la technique de co-culture
Franscisella tularensis A. castellanii Etude in vitro [333]
Survie et multiplication dans I'amibe conduisant
majoritairement a la lyse cellulaire. Meilleure
croissance en présence d'amibes que la bactérie
seule dans le méme milieu.
Hafnia alvei A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Helicobacter pylori A. castellanii Etude in vitro [354]
Survie et multiplication dans I'amibe
Klebsiella spp.
K. oxytoca A. castellanii Etudes in vitro [353]
Survie et multiplication dans I'amibe
K. pneumoniae A. castellanii Etudes in vitro [353]
Survie et multiplication dans I'amibe
Kluyvera cryocrescens A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Legionella spp. Acanthamoeba Niche de multiplication dans I'environnement [317, 318,
355-357]
Listeria spp.
L. ivanovii A. castellanii Etude in vitro [358]
Survie dans I'amibe
L. monocytogenes A. castellanii Etude in vitro [359]
Survie dans I'amibe
L. seeligeri A. castellanii Etude in vitro [358]
Survie dans I'amibe
L. welshimeri A. castellanii Etude in vitro [358]

Survie dans I'amibe
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Bactéries

Micro-organismes Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence
Methylobacterium mesophilicum A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Mezorhizobium amorphae Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [346]
d'eau de réseau hospitalier
Molibuncus curtisii Acanthamoeba Etude in vitro [360]
Survie et multiplication dans I'amibe en milieu
aérobie (bactérie anaérobie)
Morganella morganii A. polyphaga  Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Mycobacterium spp. A. polyphaga Etudes in vitro [335, 361-
A. castellanii Survie dans les trophozoites, et également dans 363]
les kystes pour certaines espéces
Virulence de M. avium accrue en présence
d'A. castellanii
M. avium peut étre cultivée en présence de
molécules sécrétées par A. polyphaga
Ochrobactrum anthropi A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Odyssella thelassonicensis A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [364]
de co-culture
Pantoea agglomerans A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Paracaedibacter spp.
P. acanthamoebae Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [350]
d'un échantillon de sol
P. symbiosus Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [350]
d'un écouvillon nasal humain
Pasteurella multocida A. polyphaga Etude in vitro [365]
Survie et multiplication dans I'amibe
Porphyromonas gingivalis A. castellanii Etude in vitro [325]
Survie et multiplication dans I'amibe
Prevotella intermedia A. castellanii Etude in vitro [325]
Survie et multiplication dans I'amibe
Procabacter acanthamoeba Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [366]
d'un prélévement cornéen de patient atteint de
kératite
Providencia spp.
P. alcalifaciens A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
P. rettgeri A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Pseudomonas spp.
P. aeruginosa A. polyphaga  Survie et multiplication dans I'amibe [367]
P. alcaligenes A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
P. fluorescens A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
A. polyphaga de co-culture
P. mendocina A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
P. putida A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
A. polyphaga  de co-culture
Rahnella aquatilis A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Rhodococcus spp.
R. equi A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
R. erythropolis A. castellanii Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]

de co-culture
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Bactéries

Micro-organismes Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence
Rickettsiales spp.
R. belli A. polyphaga Etude in vitro [331]
Survie dans I'amibe
Candidatus Jidaibacter Acanthamoeba Détectée dans une Acanthamoeba provenant [368]
acanthamoeba d'un prélevement cornéen de patient atteint de
kératite
Rothia dentocariosa A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
Salmonella spp.
S. enterica Acanthamoeba Etude in vitro [321]
Survie et multiplication dans I'amibe
S. typhimurium A. polyphaga  Etude in vitro [322]
Survie et multiplication dans I'amibe
Serratia spp.
S. ficaria A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
S. marcescens A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
S. plymuthica A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
S. proteamaculans A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Shigella spp.
S. boydii A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
S. dysenteriae A. castellanii Etude in vitro [320]
Survie et multiplication dans I'amibe
S. sonnei A. castellanii Etude in vitro [320]
Survie et multiplication dans I'amibe
Sphingobacterium multivorum A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
Staphylococcus spp.
S. aureus A. castellanii Etude in vitro [329]
Survie et multiplication dans les trophozoites et
les kystes
S. epidermidis A. castellanii Etude in vitro [329]
Survie et multiplication dans les trophozoites et
les kystes
S. pasteuri A. polyphaga Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
Stenotrophomonas maltophilia A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]
de co-culture
Streptococcus pneumoniae A. polyphaga  Etude in vitro [345]
Survie et multiplication dans I'amibe
Taylorellae spp.
T. asinigenitalis A. castellanii Etude in vitro [369]
Survie dans I'amibe
T. equigenitalis A. castellanii Etude in vitro [369]
Survie dans I'amibe
Vibrio spp.
V. cholerae A. polyphaga  Etude in vitro [324]
Survie et multiplication dans I'amibe
V. mimicus A. castellanii Etude in vitro [370]

Survie et multiplication dans les trophozoites et
les kystes
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Bactéries

Micro-organismes

Hotes connus  Caractéristiques de l'interaction Référence

V. parahaemolyticus

Yersinia spp.
Y. enterocolitica

Y. pseudotuberculosis

A. castellanii Etude in vitro [371]
Pas d'internalisation mais la présence en co-
culture de A. castellanii améliore la survie de la
bactérie par la sécrétion de facteurs

A. castellanii Etudes in vitro [353]
Survie et multiplication dans I'amibe
A. polyphaga Isolée d'un échantillon d'eau par la technique [343]

de co-culture
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En France, I'infection a C. psittaci en élevages avicoles constitue principalement un probléeme
de santé publique, les animaux infectés ne présentant pas de symptomes, le plus souvent.
Une étude menée par I'INVS dans I'Ouest de la France en 2008-2009 et dont I'objectif était
de recenser les cas graves de psittacose avait montré que l'infection a C. psittaci concernait
principalement les professionnels, souvent au sein de la filiere avicole. Les cas étaient
particulierement recensés dans la filiere canard Mulard, espéce la plus utilisée en France
pour la production du foie gras.

Des études antérieures avaient mis en évidence la présence de C. psittaci dans les élevages
de canards Mulard [1, 2]. Durant toute la période d’élevage, les animaux sont manipulés a
de nombreuses reprises par les professionnels, lors des transferts entre les différents
ateliers, lors des vaccinations, des interventions spécifiques, etc. Afin d’affiner nos
connaissances sur cette zoonose d’importance en santé publique, les objectifs de cette theése
ont visé a évaluer I'exposition des professionnels aux Chlamydiaceae dans la filiere avicole,
avec un focus particulier sur la filiere canard Mulard, et a étudier les caractéristiques de
survie de la bactérie dans I'’environnement a I'aide de modeles in vitro. Pour cela, deux
études ont été mises en place :

1/ Etude de la circulation des Chlamydiaceae en filiere avicole et de |’exposition des
professionnels a C. psittaci.

Pour cela, un protocole de prélevements a été mis en place dans trois établissements ayant
eu a faire face a des cas plus ou moins séveres de psittacose en 2008-2009, a savoir un
couvoir et un abattoir spécialisés dans la filiere canards, et un abattoir de volailles spécialisé
dans I'abattage d’especes autres que le canard. Pour évaluer le niveau de portage des
Chlamydiaceae, des prélevements ont été réalisés sur les animaux/ceufs a différentes
périodes de I'année afin de prendre en compte I'effet saison. Des prélevements d’air ont été
effectués a proximité des postes de travail dans le but d’apprécier le niveau de
contamination de I'air ambiant par C. psittaci. De plus, un suivi du personnel volontaire a été
réalisé dans les deux abattoirs afin d’observer le niveau de portage de C. psittaci par les
professionnels du secteur, en fonction des lieux et des postes occupés, et également pour
recenser d’éventuels cas de psittacose.

Un suivi de sept lots de canards Mulard a été mis en place, avec des prélevements réalisés
sur les animaux a chaque étape de I'élevage (du couvoir a |'abattoir) nécessitant leur
manipulation par I’'Homme. Des prélevements d’eau, de sol, d’air ambiant et de poussiéres
ont également été réalisés, ceci dans le but d’évaluer la contamination de I'environnement
par C. psittaci et de voir s’il pourrait constituer une voie de contamination pour les animaux,
comme évoqué lors d’une étude précédente [1]. Un questionnaire portant a la fois sur les
pratiques d’élevage et sur les pratiques de désinfection et de nettoyage du matériel et des
installations a été soumis aux éleveurs a I'occasion de ce suivi, afin d’évaluer I'impact de ces
pratiques sur la présence de C. psittaci dans I’environnement.
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2/ Etude des caractéristiques de survie de C. psittaci a I'aide de modéles in vitro.

Afin d’évaluer si I'environnement pourrait constituer une voie de contamination pour les
animaux en élevage, des études in vitro complémentaires ont été réalisées. Afin
d’investiguer les modes de survie possibles de C. psittaci dans |'environnement, une
premiere étude a été réalisée afin d’observer la survie de la bactérie seule selon différentes
conditions de température. Dans un second temps, une série d’essais a été réalisée afin
d’observer les éventuelles interactions entre C. psittaci et une amibe libre de
I’environnement, protozoaire trés ubiquiste qui pourrait représenter un hote de choix pour
la bactérie.
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1. Prévalence des Chlamydiaceae en filieres avicoles et exposition des
professionnels

Le couvoir, les cing élevages (A a E) ainsi que les deux abattoirs de volailles (un abattoir
spécialisé dans le canard (A) et un abattoir spécialisé dans les volailles autres que le canard
(B)) suivis dans le cadre de cette étude se situent tous dans la méme zone géographique, a
savoir la région Pays de la Loire. Trois élevages (A, B et D) ainsi que les abattoirs A et B sont
situés en Vendée (85), un élevage (E) se trouve en Loire Atlantique (44), et le dernier
élevage (C) ainsi que le couvoir se situent dans le Maine et Loire (49). L'ensemble des
élevages de canards Mulard sont affiliés a la méme Organisation Professionnelle Avicole
(OPA), ils sont supposés avoir des pratiques d’élevage homogenes. Les canetons proviennent
tous du couvoir suivi, et sont tous abattus dans I'abattoir A.

1.1  Suivis mensuels de lots en couvoir et en abattoir A (canards)

1.1.1. En couvoir

1.1.1.1. Préléevements effectués
Des préléevements ont été réalisés dans le couvoir de canards Mulard d’avril 2012 a
avril 2013. Une fois par mois, 15 ceufs béchés non éclos (OBNE) issus d’'un méme lot ont été
récupérés de facon arbitraire, ainsi que 15 écouvillons cloacaux réalisés sur les canetons
agés d’un jour sélectionnés au hasard et provenant de ce méme lot. Cing prélevements
d’airs ont également été réalisés lors de cingq étapes clés nécessitant la manipulation des
ceufs ou des animaux de ce lot par I’'Homme: la réception des ceufs, I'incubation, le mirage,
I’éclosion et le sexage. Les prélevements d’air ont été réalisés par impact sur une gélose
semi-liquide a un débit de 100 L/min durant 10 min avec I'appareil MAS100 NT® (MBV,
Switzerland), comme décrit par Van Droogenbroeck et al. [261].
Suite a une panne du collecteur d’air en février 2013, seuls deux prélevements d’air ont pu
étre effectués durant ce mois, et les prélévements du mois de mars 2013 ont été remplacés
par deux pédichiffonnettes portées par un employé lors de I’éclosion et du sexage.
L'ensemble des prélevements a été envoyé au laboratoire, puis stocké jusqu’a analyse
a -80°C pour les écouvillons et les OBNE et a +4°C pour les prélevements d’air et les
pédichiffonnettes.

1.1.1.2. Extraction d’ADN

1.1.1.2.1. Ecouvillons cloacaux
Les écouvillons cloacaux ont été soumis a une extraction d’ADN avec le kit QIAamp DNA Mini
Kit (QIAGEN) selon le protocole du fabricant nommé « buccal swab spin protocol» et
présenté en Annexe 1.
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1.1.1.2.2. OBNE
Les OBNE ont été autopsiés et des échantillons de foie, de rate, de poumons et d’intestins
ont été prélevés et soumis a une extraction d’ADN avec le kit QIAGEN selon le protocole du
fabricant nommé «Tissues » et présenté en Annexe 1.

1.1.1.2.3. Prélévements d’air et pédichiffonnettes
Les prélevements d’air ont été centrifugés durant 1 h a 10°C et 32 000 g, puis le culot a été
repris dans 400 puL de PBS et soumis au méme protocole d’extraction que les écouvillons
cloacaux.
Les deux pédichiffonnettes réalisées en mars 2013 suite a la panne du collecteur d’air ont
été traitées comme indiqué en 1.3.2.2.

1.1.1.3. Analyse par PCR en temps réel

Tous les ADN obtenus ont été analysés par PCR en temps réel ciblant le gene ribosomial
23S rRNA et spécifique de I'ensemble des bactéries de la famille des Chlamydiaceae [200].
Un témoin positif (souche Loth de C. psittaci) et un témoin négatif (eau stérile) ont été
systématiquement inclus. Les échantillons présentant une valeur de Cq supérieure a 40 ont
été considérés comme négatifs. En effet, un test réalisé au laboratoire dans le but de valider
la méthode de diagnostic par PCR en temps réel ciblant le géne 23S rRNA a mis en évidence
gu’une valeur de Cq égale a 40 correspondait a 1 IFU dans le milieu réactionnel (données
non publiées).

Les ADN ayant donné un résultat positif ont été analysés avec une seconde PCR ciblant le
gene incA et spécifique de I'espece C. psittaci [201].
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1.1.2. En abattoir de canards (Abattoir A)

1.1.2.1. Préléevements effectués

Des préléevements ont été effectués dans I'abattoir A de mars 2012 a mars 2013. Une
matinée par mois, 'ensemble des lots de canards gras (canards Mulard) abattus ont fait
I'objet d’un préléevement aléatoire de 15 écouvillons cloacaux effectués sur la chaine
d’abattage aprés I'étape de plumaison. En paralléle, 10 prélévements d’air ont été effectués
comme indiqué en 1.1.1.1. a raison de deux prélevements espacés dans le temps effectués
sur le quai de déchargement des animaux, dans les vestiaires du personnel, a I'étape
d’accrochage des volailles, lors de la plumaison et lors de I’éviscération.

1.1.2.2. Extraction d’ADN et analyse par PCR en temps réel
Les écouvillons cloacaux et les préléevements d’air ont été soumis aux mémes protocoles
d’extraction que présentés en 1.1.1.2. Les deux prélévements d’air effectués dans un méme
lieu ont été poolés avant extraction. Les ADN ont ensuite été analysés par PCR en temps réel
selon les mémes étapes qu’en 1.1.1.3.

1.1.2.3. Génotypage et séquencage
Le géne ompA de six échantillons positifs vis-a-vis de C. psittaci et présentant une valeur de
Cq inférieure a 34 a été séquencé a I'aide des amorces 5GPF/3GPB [88]. Les séquences
obtenues ont été comparées entre elles et par rapport a des séquences de référence des
différents génotypes de C. psittaci (Accession numbers AF269281, X56980, Y16561,
AF269265, L25436, AF269266, EF375557, X12647, AY762613, EU159263, AB284062 et
AF269259) par alignement grace a I'outil Multalin (http://multalin.toulouse.inra.fr/multalin/).
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1.2 Etude ponctuelle dans deux abattoirs de volailles A et B

Publications n°1 et n°2

1.2.1. Prélevements animaux

En février 2013, des prélevements ont été effectués sur tous les lots de volailles abattus
durant une semaine dans les abattoirs A (abattant uniquement des canards) et B (abattant
d’autres especes de volailles, principalement du poulet et de la dinde mais pas de canards).
Pour chaque lot, 15 écouvillons cloacaux ont été prélevés arbitrairement par le personnel de
I'abattoir aprés I'étape de plumaison. Les prélevements ont été envoyés au laboratoire puis
stockés a -80°C jusqu’a analyse.

Des prélevements supplémentaires ont été effectués selon le méme protocole dans
I'abattoir B en novembre 2012, juin et septembre 2013, et également durant une journée en
décembre 2012 a I'occasion de I'abattage de volailles festives.

1.2.1.1. Extraction d’ADN
Les écouvillons cloacaux ont été soumis au méme protocole d’extraction d’ADN qu’indiqué
en Annexe 1.

1.2.1.2. Analyse par PCR en temps réel

Tous les ADN ont été soumis a la PCR en temps réel ciblant le géne 23S rRNA telle que
décrite en 1.1.1.3. Les ADN positifs ont ensuite été analysés par la seconde PCR ciblant le
géne incA et spécifique de I'espéce C. psittaci, mais également par une PCR en temps réel
ciblant le géne 16S rRNA et spécifique de I'espece C. gallinacea [90]. Un témoin positif
(souche Loth de C. psittaci pour la PCR 23S rRNA et la PCR incA, et la souche 08-1274/3 de
C. gallinacea pour la PCR 16S rRNA) et un témoin négatif (eau stérile) ont été
systématiquement inclus. Les échantillons dont le Cq était supérieur a 40 ont été considérés
comme négatifs.

Chaque lot contenant au moins un animal positif a été considéré comme positif, et un lot
contenant au moins 50 % d’animaux positifs avec un Cq moyen < 35 a été considéré comme
moyennement a fortement positif.

1.2.1.3. Génotypage et séquencage
Le géne ompA des échantillons positifs vis-a-vis de C. psittaci ou C. gallinacea a été séquencé
a I'aide des amorces 5GPF/3GPB ou Chomp191/371 respectivement [88, 372]. Les séquences
obtenues ont été comparées entre elles et par rapport a des séquences de référence des
différents génotypes de C. psittaci (Accession numbers AF269281, X56980, Y16561,
AF269265, L25436, AF269266, EF375557, X12647, AY762613, EU159263, AB284062 et
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AF269259) ou par rapport a une séquence connue de C. gallinacea (Accession number
GQ398038) par alignement grace a I'outil Multalin.

Les échantillons positifs par la PCR 23S rRNA spécifique des Chlamydiaceae mais négatifs
vis-a-vis de C. psittaci et de C. gallinacea ont été soumis au séquencage partiel du gene
16S rRNA a l'aide des amorces 16S1 [373] et rp2 [9]. Les séquences obtenues ont été
analysées grace a 'outil BLAST (NCBI).

1.2.2. Prélevements humains

Dans les deux abattoirs A et B, I'ensemble du personnel a été convié a une réunion détaillant
les objectifs de I'étude et son déroulement. Une fiche d’information leur a été remise. Les
personnes volontaires ont été recensées par la maitrise des entreprises en collaboration
avec la médecine du travail. Un consentement écrit a été requis pour chacun.

Le personnel volontaire a été soumis a un entretien médical avec un questionnaire portant
sur leur expérience, les postes occupés, I'ancienneté, les éventuelles expositions extra-
professionnelles aux oiseaux, les antécédents etc. A l'occasion de cet entretien, un
écouvillon pharyngé a été prélevé, ainsi qu’un échantillon de sang renouvelé au bout de 30
jours (Jo et Jzg). Pour des raisons techniques, les prélévements humains n’ont pas pu étre
effectués en parallele des prélevements animaux et ont été réalisés en avril et mai 2013
pour I'abattoir A et en mai et juin 2013 pour I'abattoir B.

1.2.2.1. Extraction d’ADN et détection par PCR en temps réel
Les écouvillons pharyngés ont été soumis a une extraction d’ADN a l'aide du systéme
automatisé MagNA Pure (Roche Diagnostics, Meylan, France). Les ADN ont été analysés a
I'aide de PCR spécifiques de Chlamydiaceae puis de C. psittaci telles que décrites en 1.1.1.3.
Ces analyses ont été réalisées par le CNR Chlamydia (Bordeaux).

1.2.2.2. Sérologie

1.2.2.2.1. Micro immunofluorescence
Un test de MIF commercialisé (Chlamydia MIF, Focus, Eurobio, France) a été utilisé pour
analyser les sera. Cet essai détecte les réponses aux IgG et IgM vis-a-vis de C. psittaci,
C. trachomatis et C. pneumoniae. Les résultats présentés pour les IgG correspondent a la
plus forte dilution du sérum donnant une fluorescence. Concernant les IgM, seule la dilution
au 1/16°™ a été testée et le résultat est positif ou négatif. Ces analyses ont été réalisées par
le CNR Chlamydia (Bordeaux).
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1.2.2.2.2. RecomLine
Les sera ont également été analysés grace au test commercialisé RecomLine Chlamydia IgG
strip assay (Mikrogen, Neuried, Allemagne). Ce test sous forme de bandelette permet de
détecter des réponses vis-a-vis d’antigénes recombinants spécifiques de C. psittaci,
C. trachomatis et C. pneumoniae. Un score est attribué en fonction des réactions observées
pour chaque antigene et le score final permet de donner un résultat négatif, douteux ou
positif pour chacune des trois especes de Chlamydia.
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Figure 17 : Schéma du processus d'élevage du canard Mulard, date et type des interventions
aupres des animaux et prélevements effectués.
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1.3  Suivi de sept lots de canards Mulard du couvoir a |I'abattoir

Publication n°3

Cette étude a été menée aupres de sept lots de canards Mulard (A1, A2, B, C, D1, D2 et E)
répartis dans cinq élevages (A a E). Quatre des cing élevages (A a D) inclus lors de cette
étude ont été sélectionnés suite a la détection par PCR en temps réel de C. psittaci dans la
guasi-totalité voire la totalité de 10 écouvillons cloacaux réalisés sur les animaux agés de
8 semaines présents dans les élevages en novembre 2012. Un élevage supplémentaire a été
ajouté a l'étude car il avait fait 'objet de prélevements réguliers toujours trés positifs
vis-a-vis de C. psittaci. De janvier a juillet 2013, des préléevements ont été effectués dans
chaque lot a chacune des étapes nécessitant la manipulation des animaux par I’'Homme, du
couvoir a I'abattoir.

1.3.1. Prélevements effectués

Le détail des prélevements effectués est présenté en Figure 17. Les prélévements ont été
expédiés au laboratoire puis stockés a +4°C (air, eau, sol et (pédi)chiffonnettes) ou a -80°C
(écouvillons et OBNE) avant analyse.

1.3.1.1. Couvoir
Au couvoir pour chaque lot, 15 OBNE ont été prélevés arbitrairement, 15 écouvillons
cloacaux ont été effectués au hasard sur les canetons agés d’un jour et des prélevements
d’air ont été réalisés au moment de I’éclosion et du sexage.
En fonction des lots, les canetons pouvaient provenir de deux parquets différents au couvoir.
Dans ce cas, et selon la disponibilité du personnel, les prélevements ont été effectués soit
sur les deux parquets, soit sur un seul.

1.3.1.2. Elevages de pré-gavage
Dés la mise en place des canetons agés d’un jour dans les élevages (de janvier 2013 pour le
premier lot a avril 2013 pour le dernier), des prélevements ont été effectués a chaque étape
nécessitant I'intervention de I’'Homme auprés des animaux, tels que présentés en Figure 17,
a savoir : la mise en place des canetons d’un jour sur I’élevage, les éventuels débecquages et
dégriffages, la vaccination contre P. multocida et son rappel ainsi que le transfert dans les
ateliers de gavage.
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Lors de la mise en place, les canetons ont été distribués soit:

- dans un méme batiment de démarrage (lots B, C, D1 et D2),

- dans plusieurs batiments, auquel cas le batiment le plus grand et contenant le plus
d’animaux possible a été choisi pour le suivi (lots Al et A2),

- dans un unique batiment mais mélangé avec des canetons provenant d’un autre
couvoir (lot E). Dans ce cas, il est possible que des prélevements aient été effectués
par la suite sur des animaux provenant de l'autre couvoir, bien qu’ils aient été en
minorité.

A chaque temps de prélevement, 15 écouvillons cloacaux ont été effectués arbitrairement
sur les animaux. Afin de tenter d’isoler les souches de C. psittaci impliquées, les écouvillons
ont été effectués en double lors du rappel de vaccination, car cette étape correspondait au
pic d’excrétion classiquement décrit lors des précédentes études. Deux échantillons d’air ont
également été réalisés a chaque étape de la mise en place jusqu’au transfert en ateliers de
gavage.

Des prélevements environnementaux ont été réalisés en élevages de pré-gavage a raison de
deux échantillons d’eau de boisson et cing échantillons de sol (fientes, paille, terre...)
prélevés a chaque étape de la mise en place jusqu’au rappel de vaccination, excepté lors du
dégriffage/débecquage ou seuls les prélevements d’eau ont été réalisés. De plus, des
pédichiffonnettes ont été portées sur I'ensemble de la surface du batiment et/ou du
parcours extérieur a chaque étape de la mise en place jusqu’au rappel de vaccination, et une
chiffonnette a été passée sur les murs du batiment de desserrage lors du transfert en atelier
de gavage, si celui-ci abritait encore les animaux et/ou n’avait pas encore été nettoyé.

1.3.1.3. Ateliers de gavage
Compte tenu de la taille importante des lots suivis (de 2 500 a 8 000 canards), ceux-ci ont été
transférés dans plusieurs ateliers de gavage. Un seul atelier par lot a été sélectionné pour la
poursuite du suivi, pour des raisons pratiques et économiques. Pour des questions
d’homogénéité avec I'étude précédente [1], seuls les ateliers de gavage en cages
individuelles ont été retenus et, dans la mesure du possible, I'atelier accueillant le plus grand
nombre de canards et se situant proche de I'abattoir A a été sélectionné.
Pour les lots Al et D1, les canards ont été mélangés en atelier de gavage avec des animaux
provenant d’autres lots non inclus dans I'’étude, mais ces derniers ne représentant qu’une
minorité.
Pour chaque lot, 15 écouvillons cloacaux ont été réalisés arbitrairement au cours du gavage
et lors de I'’enlévement pour le transfert a I’abattoir. Deux prélevements d’air ont également
été effectués lors de la mise en place en gavage, au cours du gavage et a I'enlévement.
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1.3.1.4. Abattoir A
Lors de I'abattage, 15 écouvillons cloacaux ont été réalisés arbitrairement pour chaque lot
aprées I'étape de plumaison. Des analyses d’air ont également été effectuées au niveau du
guai de déchargement et du poste d’accrochage des volailles.

1.3.2. Extraction d’ADN

Les écouvillons cloacaux, les OBNE et les prélevements d’air ont été traités comme indiqué
en1l.1.1.2.

1.3.2.1. Prélevements d’eau et de sol

Les prélevements d’eau et de sol ont été soumis a des étapes d’extraction supplémentaires
afin de collecter également ’ADN d’éventuelles amibes enkystées. Tout d’abord, 35 mL de
chaque échantillon d’eau ont été centrifugés durant 1 h a 26 500 g, puis le culot a été repris
dans 500 uL de PBS. Un échantillon de 5 g de chaque prélévement de sol a été mélangé dans
10 mL de PBS et 500 uL de surnageant ont été prélevés apres sédimentation. Les deux types
de prélevements ont ensuite été soumis a cing cycles de chocs thermiques consécutifs de
2 min dans un bain d’éthanol a -80°C puis 1 min 30 dans un bain sec a 99°C. Apres remise en
suspension, les prélevements ont été ribolyzés selon trois cycles de 15 sec a 6 000 rpm et
15 sec de repos (Precellys 24). Un pulse a été effectué afin de faire tomber les billes de
ribolyse au fond du tube, et 200 uL de surnageant ont été utilisés pour effectuer une
extraction d’ADN selon le méme protocole que les écouvillons cloacaux, mais adapté pour
un volume de 200 pL (valeurs en rouge dans le protocole présenté en Annexe 1).

1.3.2.2. Pédichiffonnettes et chiffonnettes
Les paires de pédichiffonnettes et les chiffonnettes ont été placées dans des sacs en
plastique avec 30 mL de PBS puis malaxées afin de remettre les poussieres en suspension.
Une extraction d’ADN a été effectuée sur 400 pL de surnageant selon le protocole utilisé
pour les écouvillons cloacaux.

1.3.3. Analyse par PCR en temps réel

Tous les ADN issus des différents prélevements ont été soumis a la premiere PCR en temps
réel spécifique des Chlamydiaceae et ciblant le geéne 23S rRNA, puis a la PCR spécifique de
C. psittaci ciblant le gene incA pour les échantillons positifs. Un témoin positif (souche Loth
de C. psittaci) et un témoin négatif (eau stérile) ont été systématiquement inclus. Un
contréle interne d’inhibition (Tagman exogenous internal positive control, Applied
Biosystems) a été inclus pour I'analyse des prélévements environnementaux (eau, sol et
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(pédi)chiffonnettes). En cas d’inhibition, la PCR a été réalisée de nouveau en diluant
I'échantillon au 1/10°™. Les échantillons présentant une valeur de Cq supérieure a 40 ont
été considérés comme négatifs.

1.3.4. Génotypage de C. psittaci

Les ADN les plus concentrés (Cq < 30) provenant a la fois d’écouvillons cloacaux et de
prélevements environnementaux ont été analysés afin de déterminer le génotype de
C. psittaci impliqué. Le gene ompA a été amplifié a I'aide des amorces 3GPF/5GPB [372]. Les
séquences ont été analysées tel que précisé en 1.1.2.3.

1.3.5. Détection et séquengage du bactériophage Chp1

1.3.5.1. Par PCR en temps réel

L’'ensemble des échantillons obtenus dans le cadre du suivi effectué en élevage a été soumis
a une analyse par PCR en temps réel ciblant le gene ORF 1, codant pour la protéine majeure
VP1 du bactériophage Chpl infectant C. psittaci. Les amorces utilisées étaient
VP1_Chpl_forw (5-CCG CCT TTT GTT AAG GGT GA-3’) et VP1_Chpl_rev (5-ATG AAC GCC
AAA ATG ACC TTG-3’) et la sonde VP1_Chp1l_probe (5’-FAM-GTT TAT GTT GAT TTA GCG GCT
TCA-TAM-3’). Ces amorces/sonde ont été dessinées dans le cadre de ce projet grace a I'outil
Primer Express et soumises a un protocole d’amplification classique.

1.3.5.2. Par PCR conventionnelle et séquen¢age

Afin de valider la détection du bactériophage Chpl et de comparer les séquences obtenues,
deux nouveaux couples d’amorces de PCR conventionnelle ont été dessinés grace a 'outil
PRIMER-BLAST. Les amorces VP1-forw (5’-TGG TAC GAC TGT TGC CCA AA-3’) et VP1-rev (5'-
CAG GCT GCT CTC CCA AAT GA-3’) ciblant le gene ORF 1 et les amorces VP2-forw (5’-TTT GGC
GGT CTT GCT TCA GG-3’) et VP2-rev (5’-CAG GCA ACA ACT TGC CAG C-3’) ciblant le gene
ORF 2, codant pour la protéine mineure VP2. Pour chaque lot suivi, les ADN issus des
écouvillons cloacaux et ayant donné les résultats les plus positifs par le biais de la PCR en
temps réel spécifique des Chlamydiaceae ont été soumis a une PCR conventionnelle avec ces
deux couples d’amorces selon le cycle suivant : une étape initiale de dénaturation a 95°C
durant 10 min, puis 30 cycles d’amplification consistant en 30 sec de dénaturation a 95°C,
30 sec d’hybridation des amorces a 58°C et 1 min d’élongation a 72°C et enfin une
incubation de 10 min a 72°C.

Une sélection de sept ADN ayant engendré les signaux les plus forts lors de la migration sur
gel d’agarose a été envoyée pour séquengage a Eurofins Genomics. Les séquences obtenues
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ont été comparées entre elles et par rapport a une séquence référence (Access number
D00624.1) par alignement grace a I’outil Multalin.

1.3.6. Détection des amibes

Tous les ADN issus de prélevements d’eau et de sol ont été analysés par PCR conventionnelle
a l'aide de deux couples d’amorces ciblant le gene 18S rRNA selon le cycle suivant: une
étape initiale de dénaturation a 94°C durant 1 min 30, puis 40 cycles d’amplification
consistant en 30 sec de dénaturation a 94°C, 1 min d’hybridation des amorces a 62°C et
2 min d’élongation a 72°C et enfin une incubation de 10 min a 72°C. Les amorces utilisées
étaient Amo_1400_F/Amo_1540_R spécifiques de I'embranchement des Amoebozoa et
Vahl_560_F/Vahl_730_R spécifiques des Vahlkampfiidae [374].

1.3.7. Questionnaire soumis aux éleveurs

Un questionnaire a été soumis en face-a-face aux éleveurs et portait sur I'organisation de
I’exploitation, les pratiques d’élevages et les pratiques de nettoyage et désinfection. Une
copie du questionnaire avec les réponses apportées par les éleveurs est présentée en
Annexe 3.

1.3.8. Analyses statistiques des résultats

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel SPSS (Statistical Package for Social
Science, version 22, IBM) par V. Siarkou et L. Angelis (Aristotle University of Thessaloniki,
Gréce). La p-value était fixée a 0,05 pour tous les tests. Seuls des tests non paramétriques
ont été utilisés a cause du manque de normalité des données.

De possibles corrélations ont été analysées grace au test non paramétrique de corrélation de
Spearman entre les variables indépendantes d’excrétion et de niveau d’excrétion de
C. psittaci, de contamination de I'air et de I'environnement, d’excrétion du bactériophage
Chp1l ainsi que d’autres variables portant sur les pratiques d’élevage, de nettoyage et
désinfection et les activités des travailleurs. L’effet du lieu de vie des animaux sur |’excrétion
de C. psittaci a été analysé grace aux tests non paramétriques de Mann-Whitney et
Kruskal-Wallis. Le test de Mann-Whitney a également été utilisé pour analyser I'impact de la
présence des amibes dans l'environnement sur la contamination par C. psittaci des
préléevements environnementaux. Et le test de Kruskal-Wallis a permis d’analyser I'impact
des types d’intervention et du mois de I'année sur la prévalence de C. psittaci.
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2. Etude de la survie de Chlamydia psittaci par des modeéles in vitro

2.1  Culture cellulaire

Les cellules de rein de singe de lignée BGM (Buffalo Green Monkey) ont été cultivées en
milieu Minimum Essential Medium (MEM, Sigma-Aldrich) supplémenté en L-glutamine et en
Sérum de Veau Feetal (SVF, Sigma-Aldrich) a 5 % et incubées dans une étuve a 37°C avec 5 %
de C02

2.2 Infection des cellules par C. psittaci

Les tapis cellulaires confluents ont été infectés par C. psittaci. Lors d’infection en tubes
bijoux (tubes de culture contenant une lamelle de verre), une centrifugation lente a été
réalisée a 3400 g durant 1 h et a 37°C afin d’améliorer le rendement de l'infection. Cela a
également été appliqué aux plaques de culture P6 a 1 000 g. Apres centrifugation, le milieu a
été remplacé par du milieu frais UltraMDCK (Ozyme) supplémenté a 1 % d’acides aminés
(MEM Non-essential Amino Acid Solution, Sigma-Aldrich) et a 1% de vitamines (MEM
Vitamin Solution, Sigma-Aldrich), et les cultures infectées ont été incubées a 37°C sans CO,.

2.3 Titrage par Immunofluorescence directe (IFD)

Pour le titrage de lI'inoculum de départ, celui-ci a été rapidement décongelé dans un bain
marie a 37°C. Puis, quatre dilutions allant de 10™ a 10° ont été préparées et 200 uL de
chacune de ces dilutions ont été utilisés pour infecter des cellules BGM cultivées en tube
bijoux.

La coloration par IFD a été effectuée avec le kit commercial IMAGEN Chlamydia (Thermo
Scientific) sur les lamelles des tubes bijoux 24 h aprés infection. Ce temps d’incubation a été
établi au préalable selon la vitesse de multiplication de C. psittaci, le but étant d’observer les
inclusions lorsqu’elles sont d’une taille suffisante, mais avant que les cellules ne soient
lysées. La coloration permet alors d’estimer le titre bactérien par comptage au microscope a
la dilution la plus aisée, c’est-a-dire celle présentant un nombre d’inclusions par champ
facilement comptable. Le nombre d’inclusions a été compté dans 20 champs sélectionnés au
hasard sur la lamelle, puis le titre bactérien a été déterminé selon la formule suivante :
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Titre bactérien estimé = 5 * Nombre moyen d’inclusions par champ * rapport de
grossissement * 10%

Le titre est exprimé en IFU/mL (Inclusion Forming Unit par mL).

Il est nécessaire de multiplier par 5 afin d’obtenir un titre en mL, car 200 pL ont été utilisés
pour l'infection.

Le rapport de grossissement a été déterminé en fonction de |'objectif utilisé pour le
comptage.

10% représente I'opposé de la dilution d’inoculum utilisée pour le comptage.

2.4 Etude de la survie de C. psittaci souche 06-859 maintenue a différentes

conditions de température

Un inoculum de la souche 06-859 de C. psittaci (génotype E/B) a été préparé sur cellules
BGM.

2.4.1. Mise en place des échantillons

Trois températures ont été testées : -20°C, +4°C et +20°C. Afin de faciliter I’étape de titrage
effectuée aux différents temps de prélevements, I'inoculum de C. psittaci souche 06-859 a
été dilué de 10 a 10”7 et les dilutions ont été placées a chaque condition de température.
Ces dilutions ont été effectuées en cascade dans du PBS et ont toutes été préparées a partir
d’'un méme inoculum de départ, puis aliquotées et réparties dans les différentes enceintes
en quintuplicat (S1 a S5).

2.4.2. Prélevements

Des prélevements ont été effectués a J,, J7, Jo, J1a, J16, J21, J30 €t Jeo aprés la mise en place des
échantillons dans leurs enceintes respectives. A chaque temps de prélevement, 200 uL de
chaque dilution (102 3 107) de chaque série (S1 a S5) et a chaque température (-20°C, +4°C
et +20°C) ont été utilisés pour infecter un tapis cellulaire en tube bijou. Le titrage a été
réalisé par IFD comme indiqué en 2.3.
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2.4.3. Analyse statistique des résultats

Les résultats de cette étude (avec les titres bactériens exprimés en log;o) ont été analysés
selon un modele mixte. La température (considéré comme une variable catégorielle avec
trois valeurs distinctes, -20°C, +4°C et +20°C, +4°C étant considérée comme la valeur de
référence) et le jour (également considéré comme une variable catégorielle) ont été traités
comme des effets fixes, et les répétitions traitées comme des effets aléatoires. Les analyses
statistiques ont été réalisées avec le logiciel R 3.2.2 par Benoit Durand (ANSES, EPI) [375].
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2.5 Etude des interactions entre C. psittaci et A. castellanii

Les interactions entre C. psittaci et A. castellanii ont été étudiées afin de tenter de
déterminer si cette association pourrait permettre une survie dans I'environnement de la
bactérie. Un total de trois essais indépendants a été réalisé.

2.5.1. Lyse mécanique de I'inoculum de C. psittaci

La souche de C. psittaci 06-859 a été utilisée. Un premier essai non abouti de co-culture
entre C. psittaci et A. castellanii avait mis en évidence par microscopie la présence de
structures cellulaires dans lesquelles les Chlamydia étaient enfermées. Une étape
supplémentaire de lyse mécanique a donc été réalisée sur l'inoculum afin de libérer les
Chlamydia piégées et de les rendre disponibles pour I'infection des amibes. Pour cela, 500 pL
d’inoculum ont été rapidement décongelés dans un bain marie a 37°C puis centrifugés
40 min a 20 000 g afin de récupérer 'ensemble des Chlamydia. Le culot a été repris dans
500 uL de PBS et soumis a deux étapes de congélation a -80°C et décongélation a 37°C. La
suspension a été centrifugée 10 min a 500 g afin d’éliminer les gros débris cellulaires, et le
surnageant a été de nouveau centrifugé 40 min a 20 000 g. Le culot contenant les Chlamydia
a ensuite été repris dans 500 pL de PBS, et 10 pL de cet inoculum lysé ont été utilisés afin
d’effectuer un nouveau titrage par IFD.

2.5.2. Culture de A. castellanii

Les trophozoites d’A. castellanii ont été cultivés a 25°C en milieu axénique PYG (la recette est
précisée en Annexe 2) supplémenté en antibiotiques (pénicilline a 100 U/mL et
streptomycine a 100 pg/mL) dans des flasques de culture de 175 cm?. Un passage a été
effectué toutes les semaines, lors duquel le tapis de trophozoites était décollé en tapant la
flasque. Ensuite, 10 mL de suspension ont été récupérés et transférés dans une nouvelle
flasque de 175 cm? contenant 65 mL de PYG frais supplémenté en antibiotiques.

2.5.3. Infection de A. castellanii par C. psittaci

Les amibes ont été placées dans des puits de plagques de culture P6 a raison de
5.10° amibes/puits, dans 2 mL de PYG 0,1X sans antibiotiques. Ces plaques ont ensuite été
incubées quelques heures a 25°C afin de laisser le temps aux trophozoites d’adhérer a la
surface. Ensuite, A. castellanii a été infectée par C. psittaci et les plaques de culture ont été
centrifugées pendant 1 h a 25°C et 1 000 g. Le milieu a ensuite été remplacé par 2 mL de
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PYG 0,1X frais et les plaques ont été incubées a 25°C. Le reliquat d’inoculum lysé de
C. psittaci a été aliquoté et congelé a -80°C.

2.5.4. Essai 1 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par PCR

Dans ce premier essai, des tapis d’A. castellanii ont été infectés par C. psittaci selon quatre
MOI (nombres de Chlamydia pour une amibe) : 1, 50, 100 et 200. Les MOI ont été calculées
en fonction du titre de départ de l'inoculum, avant lyse mécanique. Le titre réel de
I'inoculum lysé calculé durant I'essai a permis de réévaluer ces MOI lors de I'analyse des
résultats. Les tapis d’amibes ont été récupérés par grattage et analysés par PCR en temps
réel afin de 1) détecter 'ADN d’éventuelles Chlamydia internalisées et 2) suivre I'évolution
du titre pour évaluer si les Chlamydia présentes semblent étre dégradées ou survivre, voire
se multiplier.

2.5.4.1. Prélevements

Les prélevements ont été effectués a J;, J,, Js3, J4 et Jg post-infection. Chaque veille de
prélevement, une aliquote d’inoculum congelée a été utilisée pour infecter un puits de
plague P6 contenant un tapis cellulaire BGM, afin de constituer un témoin positif pour la
détection par PCR. A chaque temps de prélévement, une plaque P6 contenant 4 MOI et un
témoin négatif, ainsi qu’un témoin positif ont donc été utilisés. Le milieu de culture a été
éliminé et remplacé par 1 mL de PBS frais. Les amibes (ou cellules pour le témoin positif) ont
été récupérées par grattage a l'aide d'un rateau. Les suspensions ont ensuite été
centrifugées 10 min a 500 g afin de ne récupérer que les amibes et les Chlamydia
internalisées et/ou fixées a la membrane des amibes. Le culot a été repris dans 500 pL de
PBS puis soumis a une extraction d’ADN.

2.5.4.2. Extraction d’ADN
Afin d’extraire I’ADN des Chlamydia éventuellement internalisées par les amibes, la méthode
d’extraction efficace sur les kystes décrite en 1.3.2.1. a été utilisée. Les amibes infectées
étaient sous forme de trophozoites, cependant certaines se sont décollées durant
I'incubation et pourraient s’étre enkystées, il était donc préférable d’effectuer une lyse
active sur les kystes.

2.5.4.3. PCR en temps réel
Les ADN obtenus ont été analysés par PCR en temps réel spécifique des Chlamydiaceae
ciblant le géne 23S rRNA.
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2.5.5. Essai 2 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par culture

Suite aux résultats obtenus dans I'Essai 1, de nouvelles co-cultures ont été réalisées et
analysées par IFD afin de détecter si les Chlamydia présentes dans les grattages de tapis de
A. castellanii étaient viables et infectieuses. Les milieux de culture ont également été
analysés afin de détecter les Chlamydia libres et suivre |’évolution du titre bactérien.

La souche de C. psittaci 06-859 a été soumise a une lyse mécanique comme indiqué en 2.5.1.
et a été utilisée pour infecter A. castellanii selon le protocole indiqué en 2.5.3. Les MOl ont
été fixées a 1, 50, 100 et 200 a partir du titre de I'inoculum lysé de la précédente expérience
(1,0.10° IFU/mL).

Les préléevements ont été effectués a Jy, J,, J3 et J; post-infection.

Pour chaque temps de prélevement, une plaqgue de culture P6 (contenant les quatre MOI et
un témoin négatif) a été utilisée pour I'analyse par IFD. Le milieu de culture a été 6té et
récupéré dans des microtubes, et les amibes ont été collectées par grattage dans 1 mL de
PBS. Les suspensions ont ensuite été centrifugées 10 min a 500 g afin de ne récupérer que
les amibes et les Chlamydia internalisées et/ou fixées a la membrane des amibes. Le culot a
été repris dans 250 uL de Triton-X-100 a 0,04 % afin de lyser les amibes et de libérer les
éventuelles bactéries internalisées. Le traitement au Triton-X-100 a été effectué durant
15 min a température ambiante en pipetant régulierement les suspensions. Puis, les tubes
ont été centrifugés a nouveau pendant 10 min a 1 000 g afin de culoter les gros débris et les
surnageants ont été collectés. Des tubes bijoux ont été infectés avec 200 pL de chaque
surnageant ou milieu d’incubation préalablement récupérés. L'IFD a été effectuée selon le
protocole décrit en 2.3.
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2.5.6. Essai 3 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par MET

Suite a la détection par IFD de C. psittaci dans les grattages d’amibes de I'Essai 2, de
nouvelles co-culture ont été réalisées et analysées par MET afin de visualiser d’éventuelles
Chlamydia internalisées par A. castellanii.

Les co-cultures ont été réalisées comme indiqué en 2.5.3. a une unique MOI de 200, a raison
de six puits de plaque P6 ainsi que deux puits témoin ne contenant que des amibes.

2.5.6.1. Fixation des co-cultures

Les prélevements ont été effectués a 24h post-infection. Le milieu a été 6té et trois lavages
successifs avec 1 mL de PBS a température ambiante ont été réalisés. Chaque co-culture a
ensuite été fixée grace a une solution de fixation a 2,5 % de glutaraldehyde (Glutaraldehyde
solution 25%, Sigma-Aldrich) et 2% de paraformaldehyde (Paraformaldehyde,
Sigma-Aldrich). Les fixations ont été réalisées durant 30 min a température ambiante puis 30
min a +4°C. La solution de fixation a ensuite été enlevée et un rincage au PBS effectué. Les
tapis d’amibes ont été récupérés dans 500 pL de PBS a I'aide d’un rateau et placés dans des
tubes Eppendorf de 1,5 mL a raison de 3 puits de plaque P6 par tube pour les co-cultures et
2 puits pour le témoin négatif. Les tubes ont été centrifugés afin de sédimenter les amibes et
placés a +4°C.

2.5.6.2. Analyse par MET
Les fixations ont été envoyées au laboratoire chargé de réaliser les analyses par MET aux
Etats-Unis (Pr Hsia, Ru-Ching, Core Imaging Facility, University of Maryland).
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Résultats
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Ecouvillons OBNE Air
. cloacaux
Mois de
prélevement [Nbpos/ Cq [Nbpos/ Cq [Nbpos/ Cq
Nb tot' moyen| Nbtot’ moyen| Nbtot’ moyen
0/15 - 0/60 - 0/5 -
Avril
0/15 - 0/60 - 0/4 -
Mai 0/15 - 0/60 - 0/5 -
Juin 0/15 - 0/60 - 1/5 39,8
N Juillet 0/15 - 1/60 38,7 0/5 -
o n
N Aot 0/15 - 0/60 - 0/5 -
Septembre 0/15 - 0/60 - 0/5 -
Octobre 0/15 - 0/60 - 0/5 -
Novembre 0/15 - 0/60 - 0/5 -
Décembre 0/15 - 0/60 - 0/4 -
Janvier 0/15 - 0/60 - 0/5 -
0/15 - 0/60 -
- Février 0/15 - 0/60 - 0/2 -
P2y 0/15 - 2/60 39,5
(]
Mars 0/15 - 1/60 38,8 0/2 -
0/15 - 0/60 -
Avril 0/5 -
0/15 - 0/60 -

1 Nombre d'échantillons positifs surle nombre total de prélevements testés

Tableau 6 : Résultats des PCR ciblant le géne 23S rRNA pour les prélevements effectués

durant un an en couvoir de canards.
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1. Prévalence des Chlamydiaceae en filieres avicoles et exposition des
professionnels

1.1  Filiere canards Mulard : suivis ponctuels et mensuels pendant un an

1.1.1. En couvoir

D’avril 2012 a avril 2013, des prélevements (écouvillons cloacaux, OBNE et prélevements
d’air) ont été réalisés chaque mois dans le couvoir de canards. Les résultats des analyses par
PCR en temps réel de 'ensemble des échantillons sont présentés dans le Tableau 6.

En avril et décembre 2012, le prélevement d’air habituellement effectué lors de la réception
des ceufs n’a pas pu étre fait par manque de temps du personnel du couvoir en charge de la
réalisation des prélevements. Deux lots ont été prélevés en avril 2012. Les prélévements
effectués de janvier a avril 2013 ont été réalisés sur les lots mis en place dans le suivi de lots
de canards Mulard présenté en 1.3. Cela explique que plusieurs lots aient été suivis pour un
méme mois.

Les écouvillons cloacaux réalisés sur les canetons agés de un jour se sont tous révélés
négatifs, de méme que les prélévements d’air, a I'exception d’un prélevement effectué en
juin 2012 lors du sexage des animaux qui s’est avéré étre tres faiblement positif (Cq proche
de 40). Parmi les organes collectés par autopsie des OBNE, quatre organes se sont révélés
positifs. Les quatre organes étaient un intestin prélevé en juillet 2012, une rate et un
poumon prélevés sur deux OBNE distincts en février 2013 et un foie prélevé en mars 2013.
Chacun de ces organes ne présentait qu’une faible positivité par PCR avec un Cq compris
entre 38 et 40.

Ce suivi réalisé mensuellement durant un an dans un couvoir n’a pas permis de mettre en

évidence une forte contamination des ceufs ou de I'air ambiant, ni une excrétion chez les
canetons agés de un jour.
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Ec cloacaux Air
Mois Lot [Nbpos/ cq [Nbpos/
1 1 Cq moyen
Nb tot™ moyen| Nb tot
1-1 0/15 -
1-2 0/15 - 39,77
Mars 1-3 0/15 A /5 Quai de déchargement
1-4 3/15 39,3
1-5 0/15 -
2-1 0/15 -
il | 22| O3 ] 0/5 -
2-3 0/15 -
2-4 | 0/15 -
3-1 3/15 36,2
3-2 0/15 -
. 3-3 0/15 -
Mai 34| 3/15 360 0/5 |
3-5 0/15 -
3-6 0/15 -
4-1 0/15 -
4-2 0/15 -
Juin 4-3 | 0/15 - 0/5 -
4-4 0/15 -
4-5 0/15 -
2 5-1 0/15 -
8 5-2 0/15 -
Juillet 5-3 0/15 - 0/5 -
5-4 | 0/15 -
5-5 | 0/15 -
6-1 | 0/15 -
N 6-2 0/15 -
Aolt 63| o5 ] 0/5 -
6-4 0/15 -
7-1 0/15 -
7-2 1/15 39,0
Septembre| 7-3 | 0/15 - 0/5 -
7-4 0/15 -
7-5 0/15 -
8-1 1/15 39,9
8-2 0/15 - 39,13
Octobre 8-3 0/15 - 15 Quai de déchargement
8-4 0/15 -
9-1 0/10 -
9-2 0/15 -
Décembre | 9-3 1/15 34,4 0/5 -
9-4 5/15 35,0
9-5 9/15 35,9
. 10-1 0/15 - 39,87
Janvier |10-2| 4/15 30,9 1/5 . )
Quai de déchargement
10-3 5/15 35,8
11-1 4/15 38,4
11-2 0/15 -
™ Février |11-3| 3/15 39,0 0/5 -
o 11-4 4/15 39,4
(V]
11-5 8/15 38,2
12-1| 3/15 37,8
122 3/15 375 38,79
Mars 2/5 Quai de déchargement
12-3 3/15 38,6 Accrochage des volailles
12-4| 2/15 38,8

1 Nombre d'échantillons positifs sur le nombre total de prélevements testés
Tableau 7 : Résultats des PCR ciblant le géne 23S rRNA pour les prélevements effectués
durant un an en abattoir de canards.
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1.1.2. En abattoir A (canards exclusivement)
Tous les mois durant un an de mars 2012 a mars 2013, des écouvillons cloacaux ont été
réalisés sur 'ensemble des lots abattus sur une journée dans I’abattoir A, spécialisé dans
I'abattage de canards.
Les prélevements n’ont pas pu étre effectués en novembre 2012 suite a un probleme de
planning. De plus, dans le lot 9-1 seuls 10 animaux au lieu de 15 ont été prélevés en raison
du faible effectif de ce lot et de la vitesse élevée de la chaine d’abattage.

Les résultats de I’'analyse par PCR en temps réel de I'ensemble des prélevements sont
présentés dans le Tableau 7.

Un total de 55 lots a été analysé et parmi ceux-ci, 18 lots ont présenté au moins un
écouvillon cloacal positif par PCR en temps réel vis-a-vis des Chlamydiaceae. Parmi ces
18 lots, seulement trois présentaient un Cq moyen inférieur a 35, mais avec un nombre
d’animaux positifs limité. L'occurrence de lots positifs était plus importante sur les mois de
décembre a mars, les mois d’été de juin a ao(t étant au contraire tous négatifs.

Les préléevements d’air étaient majoritairement négatifs. La présence de Chlamydiaceae n’a
pu étre mise en évidence par PCR que dans cing d’entre eux, tous présentant des valeurs de
Cq trés faibles, proches de 40. Ces prélévements avaient été effectués en mars et octobre
2012, et janvier et mars 2013, sur le quai de déchargement pour les quatre premiers, ainsi
que lors de l'accrochage des volailles pour le dernier. Ces deux postes de travail
correspondent a des zones ou les canards sont encore vivants et trés agités et/ou manipulés.
Le séquencage du gene ompA de six ADN issus d’écouvillons cloacaux prélevés en décembre
2012 et janvier 2013 a mis en évidence uniqguement le génotype E/B, sous-génotype 06-859.

1.2 Etudes ponctuelles dans deux abattoirs de volailles A et B

Publications n°1 (publiée le 6 février 2015) et n°2

Les professionnels des filieres avicoles sont fréquemment concernés par la psittacose, et
tout particulierement les employés des abattoirs. En 2008-2009, deux abattoirs de volailles
de I'Ouest de la France ont eu a faire face a des cas fatals de psittacose impliquant une
souche de C. psittaci classiqguement isolée de canards. Le premier abattoir (abattoir A) est
spécialisé dans I'abattage de canards (abattoir chez lequel un suivi sur une année a été
réalisé, voir 1.1.2.). Le second (abattoir B) abat différentes espéces de volailles, a I’exception
des canards.

Des écouvillons cloacaux ont été effectués en double sur 15 animaux choisis au hasard pour
chaque lot abattu durant une semaine en février 2013 dans ces deux abattoirs. Des
prélevements supplémentaires ont été réalisés selon le méme protocole dans I'abattoir B en
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novembre 2012, juin 2013 et septembre 2013. Les ADN extraits des écouvillons ont été
analysés dans un premier temps a I'aide d’'une PCR en temps réel ciblant la famille des
Chlamydiaceae. Dans un second temps, les ADN positifs ont été analysés avec deux PCR en
temps réel spécifiques de C. psittaci et C. gallinacea, respectivement.

Un suivi médical a été mis en place auprés du personnel volontaire de ces deux abattoirs,
consistant en une visite médicale avec un questionnaire portant sur le poste occupé,
I'ancienneté, les antécédents et les expositions extra-professionnelles aux oiseaux, et la
réalisation de prélevements (un écouvillon pharyngé et deux prises de sang espacées de
30 jours).

Les écouvillons pharyngés ont été analysés par PCR en temps réel ciblant C. psittaci, et les
sérums par la technique de micro immunofluorescence (MIF) et a I'aide d’un kit commercial
ciblant des antigenes recombinants de Chlamydia (RecomLine).

Les résultats ont montré une prédominance de I'espéce C. psittaci chez les canards et une
prédominance de l'espéce C. gallinacea chez les autres volailles (particulierement chez les
poulets, dindes et pintades). La majorité des lots d’animaux hébergeait au moins un animal
positif par PCR, avec toutefois en général de faibles charges bactériennes détectées. La
présence de plusieurs lots fortement positifs a cependant été observée dans les deux
abattoirs. En particulier, une Chlamydia atypique, bien différente de C. psittaci, a été
détectée chez deux lots de canards fortement excréteurs provenaient d'un méme élevage.
Les prélevements supplémentaires effectués sur les lots de canards mis en place par la suite
dans ce méme élevage n’ont pas permis de détecter a nouveau cette Chlamydia atypique qui
avait été mise en évidence par le passé chez des goélands sauvages.

Les résultats du suivi médical ont mis en évidence une possible épidémie au sein de
I'abattoir A, avec I'hospitalisation d’'un membre du personnel en activité depuis peu. Au
contraire, seules de tres faibles réponses sérologiques ont été observées dans |'abattoir B,
mais il est a noter que les tests sérologiques utilisés ne ciblent pas C. gallinacea, I'espéce
guasi exclusivement détectée chez les animaux testés en provenance de cet établissement.
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One sentence summary: C. psittaci has a certain preference for ducks, whereas C gallinacea is predominant in chickens and gainea fowl.
Editor: Gearg Hicker

ABSTRACT

Chlamydia psittad and C. gallingcea are obligate intracellular bacteria infecting poultry. We conducted a survey in two poultry
slaughterhouses that were processing either exclusively ducks [A) or various poultry species except ducks (B). Cloacal swabs
were collected from all incoming poultry flocks in the course of a week, and blood samples and pharyngeal swabs were
taken from workers. Swabs were examined using PCR and sera were analyzed with two immunoassays. PCR testing revealed
the presence of C. psittact in 938 duck flocks and the complete absence of C. gallinacen in these flocks (slanghterhouse A),
whereas 16/33 Chlamydiaceas-positive poultty flocks handled in slaughterhouse B harbored C. gollinacea only. In an episode
of psittacosis in slaughterhouse A, where one PCR-positive worker presented clinical signs, seroconversions were detected
in 10 workers. In contrast, serological responses of slaughterhouse B workers to C. psittac were generally low. This is in line
with the almost complete absence of C. paittaci in handled flocks, where in additional sampling campaigns the agent was
detected only once in the course of a year. Our study indicates that C. psittaci has a certain preference for ducks, whereas C.
gallingcea was the predominant chlamydial agent in chickens and guinea fowl flocks.

Key words: Chlamydiaceas; C. psittac; C. gallinaces; slaughterhouse; duck; poultry; workers

INTRODUCTION

Awian chlamydiosis is 2 zoonotic disease known for centuries
and caused by Chlamydia psitteci, 2 small obligate intracellular
bacterium. Widespread throughout the world, C. peittaci can in-
fect more than 450 bird species from 30 different onders (Kaleta
and Taday 2003). In birds, clinical signs vary considerably in

saverity and depend on the species and age of the bird, as well as
the infecting strain involved. However, most C. psittac infections
remain asymptomatic.

HAwian strains of C. psittad are currently divided into 15 outer
membrane protein A (OmpA) genotypes (Sachse et al, 2009),
each one tending to be associated with certain species of birds.
The main genotypes encountered in birds are designated by the
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letters A to F Genotype A is usually found in psittacine birds,
penotype B is most often associated with pigeons, but has also
been reported in psittacines and turkeys, genotype C occurs in
ducks and geese, genotype D has primarily been isolated from
turkeys, genotype E ocours in pigeons and has also been isolated
from sick ratites, ducks and turkeys, genotype F has been found
in one turkey and a psittacine bird and genotype EB has bean
reported in ducks, turkeys and pipeons.

Trensmission to humans cocurs through inhalation of
aercsolized excretions (feces, ocular, nasal or respiratory secre-
tions) (Smith et al, 2011). The infection, named psittacosis in
humans, can lead to flu-like symptoms, such as fever, cough or
headache, as well as severe respiratory problems. [f undiagnosed
and untreated, mortality can be as high as 15% (CFSFH 2009).
Psittacosis is usually diagnosed using 3 combination of clinical
signs and serology. The most commonly used criterion is a rising
titer to C. psittaci in paired sera.

The risk of psittacosis is highest among individuals in direct
contact with birds, e.g. poultry sector workers, veterinarians,
pet shop employees and pet bird owners. Outbreaks of the dis-
ease are regularly reported (Tiong et al., 2007; Gaede et al., 2008;
Petrovay and Balla 2008; Laroucau et al, 2009a; Rehn et al., 2013;
Williams et al., 2013; Lagae et al., 2014).

Until recently, C. psittaci was considered to be the sole
causative agent of avian chlamydicsis, but new evidence sug-
pests that more chlamydial agents may be inwolved as two
more avian chlamydiae, C. awium and C. gallinacea (Sachse
et al, 3014), and one Condidatus taxon O ibidis [(Worimore
et al, 2013) were described. 5o far, €. avium has been encoun-
tered in pigeons and psittacine birds, whereas C. gallinecen has
been most frequently found in chickens, guinea fowl] and turkeys
(Sachse et al., 2014).

In France, duck-related cases of psittacosis are regularly re-
ported, but severe or fatal cases are rare (Laroucaw et al., 2009a;
Belchior et al., 2011; Carlier et al., 2014). The present study was
prompted by two fatal cases among poultry slaughterhouse
workers in 2008 and 2009 (Belchior et al., 3010). One of the slaugh-
terhouses processed exclusively ducks, whereas the other han-
dled various bird species, but no ducks. In both cases, geno-
type E/B of C. psittad, a duck-associated penotype commonly
identified in French duck flocks, had been detected by DNA se-
quencing in human samples. To characterize the epidemioclog-
ical situation prevailing in 2013, a systematic survey was con-
ducted inboth slaughterhouses with the aim of examining poul-
try birds for the presence of Chlemydigceas, identify the chlamy-
dial species involved and assess the exposure of personnel to C.
psittaci using PCR and semnlogical testing.

MATERIAL AND METHODS

Animals

Sampling

In February 2013, samples from all incoming flocks in two French
slaughterhouses (A and B) were collected in the course of 1 week.
In slaughterhouse B, additional rounds of sampling were con-
ducted in Movember 2012, a5 well a5 in June and September 2013.
Slaughterhouse A was handling only ducks, while B processed
all types of poultry except ducks (chicken, turkey, guinea fowl,
ete.). From each flock, 15 animals were randomly selected and
subjected to cloacal swabbing just after plucking. Swabs were
sent to the laboratory and stored dry at —80°C until processing.

Direct detection of Chlamydiaceae by real-time PCR

DMA extraction was performed on cloacal swabs using the
QlAamp DMNA Mini Kit (QIAGEM, Courtaboeuf, France). All
DMA samples were analyzed as previously described using
Chlamydiaceae-specific real-ime PCR tarpeting the 235 rEMA
gene (Ehricht et al., 2006). All positive DNA samples were then
tested with C. psittaci-specific real-time PCR targeting the incA
gene (Menard et al., 2006) and with C. gallinacea-specific PCR tar-
geting the 165 rRNA gene (Zocevic et al., 2012).

All samples with a gquantification cycle (Cq) ower 20 with
the Chlamydiaceae PCR were considered as negatives. All flocks
with at least one PCR-positive animal were classified as posi-
tives and those with at least 50% of positive animals and 2 mean
Cq = 35 were considered as moderately to highly positive flocks.

Fartial sequencing of ompA and 165 rRNA gene loci

The ompA gene of C. psittad - positive samples was amplified us-
ing CTU/CTL or Chompl%L/371 primer sets as previously de-
scribed (Laroucau et al., 20090).

All samples testing Chlamydiaceas PCR positive, but C. peittad
and C. pallinacea PCH negative were subjected to partial am-
plification of the 165 rAMNA gene using primers 1651 [%-
CGGATCCTGAGAATTTGATC-3) (Pudjistmoko et al, 1997 and
p? (Y-CTACCTTGTTACGACTTCAT-3) (Thomas, Casson and
Greub 2006). Sequencing of the PCR products was carried out
at MWGC (Biotech France, Roissy, France). The GenBank acces-
sion numbere are as follows: LME26319 to LNG26326 for ompA
sequences and LNE51093 for the 165 rANA sequence.

Humans

Sampling

A total of 60 workers took part in this study, 28 from slaugh-
terhouse A and 32 from slaughterhouse B, All participants
provided informed consent. Further detsils are presented in
Table 1. Participants provided a pharyngeal sweb and a blood
sample renewed after 30 days (Op and Dag). They also filled out a
medical questionnaire giving years of experience, job activities,
protective equipment worn, exposure to birds outside of thair
professional activities and possible history of psittacosis.

Direct detection of Chlamydia spp. from throat swabs

DMA was extracted from pharyngeal swabs using the automated
MagMA Pure DNA extraction kit (Roche Diagnostics, Meylan,
France) | De Martino et al.,, 2006). All samples were tested with
Chlamydiaceae-specific and C. psittad-specific real-time PCRs as
described abowve.

Serology

Immumafiworescence: A commercial immunofluorescence  test
[Chlamydia MIF, Focus, Eurohio, France] was used for detection
of specific antibodies. This assay measures responses to [g and
[gG subrlasses. Each well contains four spots, one yolk sac con-
trol and three individual antigen spots consisting of elementary
bodies of C. psittad, C. trachomatis and C. preumonige suspended
in @ yolk sac matrix. Each mun included a positive (murine searum)
and negative (human serum) control. The reciprocal of the high-
est serum dilution giving apple-green fluorescence was defined
as serum endpoint titer for IgG. For IgM, one dilution was tested
(L1186}, and the result was assessed qualitatively, Le. positive or
negative. A 4-fold IgG rise was considered as evidence of an ac-
tive infection.
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Table 1. Description of the poultry worker parel that took part in the sarvey

Working area

Peittacosis
history

MNon-gocupational
EX[OSLTES 10

Cutting /

Tansport  Maintenance  Slaughtering  packaging

Humber of

Mean

age

Humbercf HNbof Nbof

Shughterhouse  voluntesrs men  women

. psittad

Cleaning  Administration

new workers®

1k

40
45

2B

2B

10

19

14

12

a2

*Hew worker = ksa than one year in the company.

Hulinetal. | 3

Recombinant protein strip assay: Sera were also examined using
the recomline Chlomydia IgG strp assay (Mikrogen, Neuried,
Germany), which carries purified recombinant antigens [MOME,
CMF2, TARF, CPAF, HSPG0 and YwhM) of C. psittaci, C. trachomatiz
and C. pnewmonize. Analysis and interpretation were conducted
as recommended by the manufacturer.

RESULTS
Examination of bird samples

In February 2013, a total of 38 flocks were sampled in slaughter-
house A in the course of 1 week, 1e. 23 flocks of fattening ducks
and 15 flocks of thin ducks. The results of PCR testing are pre-
sented in Table 2. In 23/38 flocks (15 fat duck flocks and & thin
duck flocks), at least one animal per flock was tested positive by
Chlamydizgcene-specific PCR. The number of positive amimals m
these flocks was genemlly low, and the samples exhibited Cq val-
ues below 35, All samples with sufficient chlamydial DMNA con-
centration proved C. psittacl positive, except for samples from
the two fattening duck flocks of 13-532/34 and 13-532/35. Indeed,
these samples from the same farm were diagnosed as Chlamydi-
aceae positive, but C. psittac and C. gallinaces negative. Sequenc-
ing of 165 rRMA of one sample from each of the two flocks pro-
duced identical results. However, the dendrogram in Fig. 1 shows
the distant position of this sequence (13-532/34_.0012) in com-
panson with representatives of the established Chlamydiaceas
spp. A BLAST search revealed that the sequence is closely related
(95% identity) to an atypical strain of Chliomydiacese that was
found in Glaucows-winged gulls (Larus glaucescens) (GenBank ac-
cession no. GU0GES10) (Christerson et al, 2010).

In slaughterhouse B, all incoming poultry flocks on a given
week were sampled quarterly for one year. Results are presented
in Table 3. In summary, 31-33 flocks were analyzed in each sam-
pling penod, of which 9-21 flocks tested positive for Chlamydi-
aceae, with 3-5 flocks identified as moderately to highly positive
for C. gallmacea in each sampling period.

In February 2013, a total of 33 flocks were sampled that in-
cluded 20 chicken flocks (among them 13 Chlamydisceae posi-
tive), B guinea fowl (5 Chlomydioceae positive), 1 turkey (Chlamy-
diaceae negative), 1 cock (Chlamydiacese negative), 2 hen flocks
(both Chlamydiacess positree) and a mixed flock (Chlamydizceae
positive). All the samples contsining sufficient amounts of
chlamydial DMA tested C. gallmacea positive. Most of these flocks
were classified as low positive, and only three qualified a= mod-
erately to highly positive.

Taking all four sampling periods together, a single flock (13-
2812/30, in September 2013) was found to harbor C. paittaci,
which was genotyped E'E subtype 06-850 (data not shown). In
all other positive flocks, C. gallinaces turned out to be the sole
chlamydial agent. Table 3 also shows the results of ompA geno-
typing of samples from seven positive poultry flocks. Partial
ompA sequences were almost identical within flocks, but dif-
fered between flocks in all cases (sequences arbtranly designed
51 to S8).

Examination of human samples

Pharyngeal swabs

Among the 28 workers of slaughterhouse A that were examined,
only two were posttive by PCE, both in the first sampling period
(Table 4). Fharyngeal swabs of all 32 workers of slaughterhouse
B proved negative. The sample with the hoghest Chlamydiaceae-
specific DMA content was from a 34-yr-old man (Id-13), who
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Table 2. Information and results on investigated duck flocks in slaughterhouse A on February 2013,

Chlamydiacea PCR

Period Id Duck bread Number of birds Nbpos/Nbtot measnCg C. peittaci PCR C. gallinaces PCR

February 2013 13-53%71 2144  Fattening duck 1369 1115 m 01 01
13-53%/2 8145  Fattening duck 1113 05 - - -
13-532/3 8146  Fattening duck 1303 115 39 11 o1
13-532/4 8147 Fattening duck 1116 o1s - - -
13-53%/% 8148  Fattening duck 1331 0As - - -
13-53%%6 8149 Broiler duck 084 1115 40 01 01
13-53%7 8150  Broiler duck 3353 015 - - -
13-53%/8 8151  Broiler duck 4302 o1s - 01 o1
13-532/9 8152  Broiler duck a2 o1s - - -
13-53210 8157  Fattening duck 1291 o1s - - -
13-532111 815 Fattening duck 1310 1115 40 01 01
13-53%/12 8159  Fattening duck 1004 1% 38 12 o2
13-53213 8161 Fattening duck 1043 4115 39 14 04
13-53%/14 8162 Fattening duck 1334 215 39 12 oz
13-53211% 8163  Broiler duck LEZG 1715 il 01 01
13-53216 8164  Broiler duck BE00 05 - - -
13-53217 8169  Fattening duck GB& owis - - -
13-53%/18 8170 Fattening duck 1294 115 40 01 o1
13-532/19 8171 Fattening duck 1344 115 38 01 o1
13-53%/20 8172 Fattening duck 765 15 - - -
13-53%71 8174  Broiler duck 2960 1115 m 01 01
13-53%72 8175  Broiler duck 3372 05 - - -
13-53%73 8176  Broiler duck FE o1s - - -
13-53%/24 8181 Fattening duck 1069 518 38 T W5
13-53%/25 8182 Fattening duck 2715 518 38 L5 W5
13-53%/2¢ 8183  Fattening duck 793 EAS 38 45 o5
13-53%27 8184  Fattening duck 1326 11115 38 911 011
13-53%/28 8186  Broiler duck LELE 315 39 03 o3
13-53%/79 8187  Broiler duck &80 115 39 01 o1
13-53%/30 81BE  Broiler duck 7o 115 39 01 o1
13-53%/31 8193  Fattening duck 1323 o1s - - -
13-532/37 8194  Fattening duck 1156 15 m 02 02
13-53%/33 8195 Fattening duck B3r wis - - -
13-53%/3 8196  Fattening duck 1063 518 1 05 W5
13-53%/35 8197  Fattening duck 1329 1015 33 110 010
13-532/3 8198  Broiler duck 3010 TAS 38 o7 o7
13-53/37 8199  Broiler duck 5322 415 ar 04 074
13-53%/38 8200 Broiler duck BEE4 015 - - -

Total 3B flocks TS/5T0 (13.2%) 2675 (347%) LTS ()

presented flu-hke symptoms and had to be hospitalized. He had
been hired less than a month before the time of sampling and
was involved in different operations, such as hanging, pluck-
ing of carcasses as well as evisceration. In the swab sample, C.
p=ittact was clearly identihed by real-time PCR, but there was not
sufficient DNA to determine the ompA genotype. Also due to low
DNA content, the other Chlamydiacege-positive sample (1d_31, Cg
39) could not be further charactenized using C. psittaci-specific
PCE. This individual had no symptoms at the time of sampling
and reported no history of paittacosis.

Sera

While during the first sampling penicd (Dg), none of the sera
from slaughterhouse A were tested positive by immunoflucres-
cence, posidve responses against O psittac were observed for
10 persons 20 days later in the second sampling period at Dag
(Table 4). Four of them had IgM titers (associated or not with

1gG) and seven showed an IgG tter increase (dilutions 1/32 to
1/256). Cough or flu-like symptoms were recorded at Dy for four
individuals. Mone of them was hospitalized. For the PCR-positive
worker, only a single serum sample from the first sampling time
was available, which turned out to be negative. In the serum of
the second FCR-positive worker (Id_31), only IgM was detected at
Dap. Among the 10 serologically positve workers, only one was
& newly hired employee (less than 3 weeks in the company) and
most of them had their workplace in the slaughtering area.

In sera of slaughterhouse B workers, no IgM titer against
C. psittanl was detected by immuncfluorescence throughout the
sampling period. At Dy, two volunteers presented IgG titers at
116 and 1/756 dilutions. At Du, shightly positive responses (di-
lutions 1/16 to 1/32) were observed for five persons. Interestingly,
one worker (Id_54) presented a high 195 response (dilution 1/258)
at both sampling periods. All of them worked in the slaughtering

area.
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Figure 1. Dendrogram based on the analysis of the neardy complete 165 fANA pene sequences (about 1410 nt) from 13-532734 0012 and from the type strains of
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All lgG-positive sera from immunofluocrescence were re-
tested using the recomline Chlamydia strip immunosssay,
which carmes antigens of C. trachomatis, C. pneumomige and C.
psittaci. Results are presented inm Table 4. Simalar results were
observed between both sampling periods (D and D). Results
on slaughterthouse A sera obtained with recomline Chlamydia
did not strictly correlate to those from immunoflucrescence. In-
deed, only two clearly positive responses to C. psittac were ob-
served for two workers, whereas the most intense positive re-
actions were observed with C. pneumonia antigens. Among the
workers of slaughterhouse B, only one worker (Id_54) showing
a high immunoflucrescence tter was diagnosed positive for C.
paittaci with the recomline test. For the other positives in IgG
immuncflucrescence, the readouts of the iImmunoassay stnps
gave a negative result for one worker (Id_45) and positive signals
for C. pneumomiae and/or C. trachomatis for the four others.

DISCUSSION

The present study confirmed the emerging notion that epi-
demiology and etiology of avian chlamydiosis are more com-
plex than previously conceived because, in addition to C. peittac,
more chlamydial agents are imwvolved (Sachse and Laroucau
2014). While C. psittaci was mainly detected in duck flocks sam-
pled in slaughterhouse A, there was a clear predominance of
C. gallinacea in slaughterhouse B, where different poultry species
except ducks were processed. The speces of C. gallingcea
was only recently added to the family Chlamydiacese (Sachse
et al., 2014}, with chicken and turkey assumed to be its preferen-
tial hosts. The findings of an investigation in four countries sug-
gested that its prevalence could even surpass that of C. psittaci in
poultry flocks. In cur study, C. psittaci was only detected in one of
the 129 non-duck flocks at one time point during the one-year
sampling peniod, whereas . gallmaces was highly prevalent in
the majonty of flocks at all ime points. The present findings are
in contrast to data reported from a study conducted 1 a Bel-
gian slaughterhouse where more than 50% of the slaughtered
chickens and turkeys were tested positive for C. psittact by PCR
and culture {Dickx et al., 2010). Reports on cutbreaks in chicken
farms caused by C. psittod or zoonotic transmissions ascribed

to comtact with C. psittaci-infected chickens are generally rare
(Lagae et al., 2014; Laroucau et al, 2014), whereas C. psittaci infec-
tions and sequelse in turkeys, ducks or mixed flocks have been
reported more frequently (Hinton et al., 1993; Haas et al., 2007;
Gaede et al., 2008; Laroucau et al,, 2009a; Dick=x et ol , 2010; Dickx
and Vanrompay 2011; Carlier et al, 2014). Epidemiological data
differ considerably between indmadual studies and countnes. It
15 probable that emvironment and farming practices, including
cleaning and disinfection procedures, have a strong Impact on
circulation and persistence of Chlamydiacese on farms. Recently,
an outbreak of peittacosis among women involved mn pluckang
of chickens was reported in France. In view of the rare occur-
rence of C. psittact in French chicken flocks as confirmed in this
study and since a duck-assocated genotype was identfied in the
C. peittac-infected chickens, it was suggested that repeated
grassland rotations between duck and chicken flocks on that
farm could be an explanation for the presence of C. psittac in
those chickens (Laroucan et al., 2014).

In contrast, field studies in asymptomatic French duck flocks
revealed widespread dissemination of C. psittaci (Léon et al., 2004;
Vonimore et al., 2014). Under free-range conditions, animals re-
main mtermittent shedders most of the tme. The intensity of
shedding seems to decrease over tme and become weaker prior
to the time of slaughter (Vorimore et al, 2014). However, the
shedding can be affected by vanous factors, such as the time
point of exposure to chlamydiae, the health status of ammals
and the use of antibiotics, which can delay or render unde-
tectable any shedding. In the present study, none of the duck
flocks was found to be highly infected by C. psittan. Typically,
only a few binds were PCR positive with low chlamydial loads,
with the exception of teo strongly positive flocks from the same
farm (Table 2). The latter indicates that workers can be tran-
siently exposed to high amounts of excreted chlamydiae, which
may remam unnoticed m the absence of continuous chlamydia
monitonng.

Interestingly, these two duck flocks harbored Chlamydiacess,
but neither C. psittact nor C. gallingcea. Partizl sequencing of the
165 rRMA gene revealed an atypical sequence not closely related
to the established chlamydial species (Fig. 1), but highly simi-
lar to a non-classihed Chlamydigceae spp. detected In common
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Table 3. Information and results of Chlamydiaceae detection in slaughterhouse B.

November 2012
Chlamydizcea PCR
Id Bird species Number of birds  Nb pos/Mb tot Mean Cg  C. psittaci PCR C. gallingcea PCR. - ompA genotype
[Acc Number)
12410271 Chicken 4750 015 - - -
1241022 Chicken 450 014 - - -
12410273  Chicken 2000 1715 3B o1 01
12-4102/4  Chicken Joo 1115 40 w1 01
1241025 Chicken 900 s 36 oy w7
13-4102%  Chicken 080 1715 T o1 01
12-4102/77  Chicken na ols - - -
124102/8  Chicken 240 015 - - -
12-4102/9  Guinea fowl 4050 015 - - -
12410210 Chicken 580 12115 B o1z 11712
12410211 Chicken 1000 s E£] w1 0l
12410212  Turkey 240 11715 3 o1 911
12410213  Chicken 150 £ s 19 40 o3 FIg]
12410214 Chicken 720 4715 K o4 24
12410215  Chicken 2000 015 - - -
12410216 Chicken 720 15715 m 15 15115 51 (LME26319),
52 (LME2E320)
12-4102/17  Guinea fowl 4002 4715 40 o4 344
12410218 Chicken + Guinea fowl 150 9715 3B oo 79
12410219 Chicken 1200 4115 £ o4 304
12-4102/20 Chicken 720 4715 K o4 24
12-4102/71 Chicken 314 15715 m 15 15115 53 (LME2E3T1)
12-4102/72 Guinea fowl 1760 115 k] w1 -
12-4102/73  Guinea fowl 3024 115 £ w1 01
12-4102/24 Mot specified 107 015 - - -
12-4102/25 Chicken 720 015 - - -
12-4102/26 Mot specified 119 115 £ w1 01
13-4102/27 Chicken 1440 115 o w2 02
12-4102/28 Chicken 90 015 - - -
12-4102/29 Chicken 1500 515 3B s 55
12-4102/30 Chicken 90 615 £ e /G
12410231 Chicken 480 115 3B 15} 11
Total 108/464 (13.2%) /108 27108
February 2013
Chlemydizoea PCR
Id Bird species Mumber of birds MNbposfMbtot meanCg C. psittad PCR C. gallingcea PFCR ompA genotype
[Acc Number)
13-666/1 Chicken 90 s £ w3 13
13-666/2 Chicken 1440 015 - - -
13-666/3 Chicken 1680 1515 34 s 15715
13-666/4 Chicken 1060 415 40 o4 04
13-666/5 Chicken 90 015 - - -
13-66E/G Chicken 120 1015 T 010 10710
13-666T Chicken 720 4715 3B o4 414
13-66E/E Chicken 1700 515 £ s k'
13-666/D Guinea fowl 3372 4115 £ o4 404
13-666/10  Guinea fowl 1388 15 3B w2 12
13-666/11  Turkey 240 01s - - -
13-666/12 Chicken 120 015 - - -
13-666/13  Chicken 720 0F1s - - -
13-666/14  Guinea fowl 1584 w15 - - -
13-666/15 Guinea fowl 3500 115 £ w1 01
13-666/16  Guinea fowl 2016 015 - - -
13-666/17  Chicken 384 15 40 w1 01
13-666/18  Chicken 2000 015 - - -
13-666/19  Chicken + Guinea fowl 550 13/15 34 w13 13113 54 (LME2E3ZT)
13-666/20  Chicken 120 115 36 w1 11
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February 2013
Chlamydiaces PCR
1a Bird species Number of birds Nb pos/MNb tot Mean Cqg C. psitted PCR . gallinacea PCR ompA genotype
[Acc Number)
13-666/21 Chicken S0 1% - - -
13-666/22 Chicken 1440 615 38 e 56
13-666/23 Chicken 30 1% - - -
13-666/24 Guinea fowl 016 215 38 w2 112
13-666/25 Chicken il 416 39 o4 o4
13-666/26 Chicken 120 15415 31 s 15115
13-666/27 Guinea fowl 4320 1% - - -
13-666/28 Chicken 960 615 35 e 46
13-666/29 Chicken L] 115 38 o1 o1l
13-666/30 Chicken 2500 4115 39 o4 14
13-666/31 Chicken 480 1% - - -
13-666/32 Guinea fowl 3696 4115 39 o4 4
13-666/33 Chicken 480 515 35 e s
Total 109/496 (22.0%) og B4M109
June 3013
Chlamydiaces PCR
1d Bird species Number of birds Nb pos/Mb tot Mean Cg C. psitted PCR C. pallingcea PCR ompA genotype
[Acc Number)
13-1661/1 Chicken 1680 11 - - -
13-1661/2 Chicken E40 O/14 - - -
13-1661/3 Chicken 960 4115 39 o4 04
13-1661/4 Chicken 1200 115 39 w1 01
13-1661/% Chicken 440 1115 38 w1 01
13-1661/6 Chicken 1680 {175 L9 - - -
13-166L7 Chicken 2500 1% - - -
13-1661/8 Chicken 1440 15 - - -
13-1661/9 Chicken T0 1% - - -
13-1661/10 Guinea fowl Lt] 1015 36 oo 910 55 (LME26327)
13-1661/11 Chicken Q30 115 38 o1 11
13-1661/12 Guinea fowl 3700 1% - - -
13-1661/13 Chicken 1680 w7 - - -
13-1661/14 Chicken 960 15 - - -
13-1661/15 Chicken 12 {175 L9 - - -
13-1661/16 Chicken 1200 1% - - -
13-1661/17 Mot spedified 110 15415 34 o1s 15115
13-1661/18 Guinea fowl 1152 1% - - -
13-1661/19 Mot spedified 300 15415 7 o5 1515 56 (LMNGIE324)
13-1661/20 Chicken 2000 1% - - -
13-1661/271 Mot specified 120 14714 k3l 4 14114
13-1661/22 Chicken 1680 {175 L9 - - -
13-1661/73 Chicken 960 {175 L4 - - -
13-1661/24 Chicken 960 1% - - -
13-1661/2% Mot specified B0D 115 40 w1 11
13-1661/26 Chicken 1070 {175 L9 - - -
13-1661/27 Chicken 1280 {175 L4 - - -
13-1661/28 Chicken 480 1% - - -
13-1661/29 Chicken 1680 {175 L4 - - -
13-1661/30 Guinea fowl 024 s - - -
13-1661/31 Chicken 3000 /14 - - -
13-1661/32 Chicken 288 1% - - -
Total G475 (13.0%) a2 E5fe2
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Table 3. Continued.

September 2013
Chlemydizcea PCR
Id Bird species Mumber of birds MNb pos/MNb tot MeanCg  C. psittoci PCR C. gallingces PFCR ompA genotype
{Acc Number)
13-28121 Chicken 188 115 39 ol 01
13-28122 Guinea fowl 2080 015 - - -
13-281273  Guinea fowl Bid 015 - - -
13-2812/4  Chicken 720 0415 - - -
13-2810/% Chicken 430 55 39 5
13-2B12%  Chicken 1728 1315 38 013 a3
13-2812/7  Chicken 3400 &5 39 e %
13-2E18  Chicken 720 415 39 [ 12
13-2B12/9 Mot specified L50 14115 34 04 14114 57 (LM&26325)
13-2B1210 Chicken 96 15118 7 015 1515 5B (LN&26326)
13-2E12111 Chicken 1330 9415 38 e a9
13-2B1212 Chicken 720 315 38 w3 23
13-2812113  Chicken + Guinea fowl na 17 40 ol 01l
13-2812/14 Chicken + Guinea fowl na 28 38 o2 12
13-28121% Chicken 1200 015 - - -
13-2B12116 Guinea fowl 1680 015 - - -
13-2812/17  Chicken + Guinea fowl 130 11115 ksl 011 211
13-2E12118 Chicken 1670 115 38 ol 11
13-2B1219 Chicken a2 15 38 o2 02
13-281/20 Chicken + Guinea fowl 468 015 - - -
13-2B12/71 Chicken 1040 015 - ol 01
13-2812/77 Chicken 3024 015 - - -
13-2B1/73 Chicken 1380 315 35 w3 23
13-2812/24 Mot specified 38 0415 - - -
13-2B12/7%  Guinea fowl 1000 0415 - - -
13-2B12/26 Not specified 26 0415 - - -
13-2B12/27 Chicken 720 0415 - - -
13-2812/28 Mot specified 14 151 - - -
13-2812/79 Not specified 52 515 34 W5 55
13-2812/30 Mot specified 140 14115 34 M4 1014
13-2812/31 Chicken 1680 15 38 o2 2
13-2812/37 Guinea fowl na 0415 - - -
13-2812/331 Chicken 480 14715 32 014 13714
Total 122/481 (25.6%) nn 95172

na nat available.

scoters (Christerson et al, 2010). Contact between wild sea birds
and mule ducks 15 possible in this case due to the proximaty of
farm and sea and since mule ducks are frequently bred in wet
open ranges. Attempis to 1solate the comesponding strain were
unsuccessful, and additional samples taken 3 months later on
the same farm and in two different duck flocks revealed cnly C.
pEittact.

Although exposure to C. psittad in slaughterhouses appears
to be generally low in view of the diagnostic data, chinical cases
among workers are regularly occumng. In 2008 and 2009, C.
psittoct genotype E'B was identified in both fatal human cases in
slaughterhouses A and E. This genotype is frequently detected
in French duck flocks and has been associated with human
cases of psittacosis (Laroucau et al, 2009; Carlier et al, 2014;
Vorimore et al,, 2014). In slaughterhouse B, 2 unique and excep-
tional slaughter trial involving some ducks was conducted in
2008, before the onset of clinical signs m the fatal case. Human
infection probably occwrred duning the handling of these ducks.
But, on the other hand, identification of a C. psittaci-positive
chicken flock in this study as well as in & recent psittacosis out-

break (Laroucsau et al , 2014) suggests that this source should also
be taken into account, even though the chicken is not a typical
host of C. psittaci.

The diagnostc data obtamed from staff of both slaughter-
houses reflect the differences in exposure to chlamydial agents
(Table 4). While in slaughterhouse A &11 individuals had el-
evated IgG tters for C. psittzo by immunofluorescence, with
two of them having specific antibodies to C. peittac (plus three
with borderline titers) using the recomLine, and with taro other
workers shown to be camers (one of them showmng flu-hke
symptoms), the situation in the other slaughterhouse was dif-
ferent. The fact that only one of six workers was seropositive
and no carmer was identified 15 in line with the preponder-
ant absence of C. psittnd (minor exception see abowve), which
we attnibute to the handbng of fowl-like birds and the ab-
sence of ducks in slaughterhouse BE. Compared to the study
by Dicker et al. (20109, we found a lower proportion of seropos-
itiwe and/or PCR-positive workers, which we think is due to
the lower prevalence of C. psittact infection in the flocks of the
present study.
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The recent description of C. gellinaces in poultry (Sachse
et al., 2014) has raized the question of its eticlogical role and pos-
sible zoonobic potential This study confirmed the high preva-
lence of C. gallinacea in fowl-hike birds, such as chicken, suinea
fowl and turkey. However, the lack of specific serological tools
precluded the identification of any humeoral immune response
to this agent We, therefore, emphasize the necessity to develop
new species-specific serclogical assays for all Chlamydia spp. be-
cause these tests will be required to successfully address the un-
resolved 1ssues.

Concerming cccupational safety, regardless of the Chlomyd:-
acese species nvolved, slaughterhouse workers should take ap-
propriate precautionary measures, 1e. wear masks and gloves
when handling poultry, and inform their doctor of any previous
contact with birds when flu-like symptoms appear However,
there iz no guaranteed protection. In the slaughterhouses ex-
amined here, extractor fans were installed and protective equip-
ment was made available to staff after the two fatal cases in
200E-2009. Mevertheless, the identification of an ongoing case of
psittacosis during this study suggests that those measures have
not been suffident Asymptomatic C. psittaci infection is highly
prevalent in duck flocks (Vorimore et al, 2014). Since protective
equipment 15 sometimes poorly tolerated by workers, particu-
larly at work stations that require hagh physical actoaty, reduc-
ing excretion levels of birds might be a wseful additional mea-
sure. Any change in workflow should be entically examined for
its impact on pathogen transmission pathways. Avian chlamy-
diosis 15 an imvisible disease, generally percemved as controllable,
but its consequences can be severe.
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RESUME

Chiamydia ¢C.) prittaci et Chlamydia (C.) gallinacsa sont deux espéces de bactaries appartenant a la fammille des
Chlanvdiaceas et powvant mfecter les voladles. 51 C. prittacd est conmme pour &be responsable dune zoonoze
nommes psittzcose chez 1'Homme, le pouvelr zoonotique de O gallinacsa. espéce récemment dacrite, n'est pas
clairement étzbli 3 ce jour. Des cas de psittacose atant ragulierement siznalés dans les abattoirs de volailles
frangals, et afin d'apprécier le mvean d’exposition awx Chilamydiaceae des professionnels de 1a fillére, une étude
a eté mize en place dans deux abattowrs : le premier specializé dans 1'abattage de canards (Abattor A). le second
traitant toutes sortes de volailles, exceptéd le canard (Abattowr B). En févtier 2013 et durant une semaine, tous las
lots de wvolalles abats dans ces deux abattoirs ont été analvsés par PCE. Des sums sérclogiques et des
ecowvillons pharvngzes ont ézalement ata réalizes sur les personnels volontaires entre avyil et jum 2013, Alors que
I'analyv=e de: pralé&vements sur les lots de volailles a permus de methe en évidence quasi exclusivement l'espéce
C. privtaci dans 1'abattoir A seuls 'espéce O gallinacea a été détectée dans 1'zbattoir B. De fagon intéressante.
I'analv=e des pralevements humains a miz en evidence un dabut de fover de psittacoze dans abattear A, tandis
que de faibles réponses sérclogiques vis-a-vis de £ prittaci ont été détectées chez le persomel de 'abattoir B.
Dz outils de diagnostic sérologique specifiques a C. gallingesa sont encore manquants. Au regard de la forte
prevalence des Chlanmdiaceas mize en évidence dans les lots de volailles analyses, 1 est fortement recommande
au personnel avant a manipuler les velailles (canards et autres) de porter des équipements de protection adaptés.

ABSTRACT

Exposition to Chlamydiacear in slaughterhouses: investigation in two French pouliry slanghterhouses
Chlamydia (C.p pzirtaci and Chlamwndia (C.0 gallinacea are two species that can both infect poulty birds.
Wherezs C. prirtaci 15 known to be responsible of a zoonotic dizease called psittacosis for humans. the zoonotic
potential of C. gallinacea has not been determuined vet. As psitfacosis cases are regularly reported in French
slanghterhonses and in order to assess the exposition of professionals to these bactena. a swrvey has been
condueted in two French poulny slaughterhouses: cne specialized m ducks exclusively (Slaughterhonze A), the
second one processing different poulty species except ducks (Slanghterhouse B). Cloacal swabs were tzken on
all meoming poultry flocks duwring 2 given week m Febmary 2013 and analyzed by real-time PCE. All voluntary
slaughterhouse workers have also been subjected to blood sampling: and a throat swabbing. The predominance
of C. psittaci was lughlizhted m duck flocks (Slauzhterhouse A). while only C. gallinacea was detected in the
other poultry burd species (Slauzhterhouse B). Interestingly, apalize of the iman samples showed a owrent
event of psittacosis n slaughterhouse A, while only very low serclogical responses were cbserved m
slanghterhouse B. However. no serclogcal test 15 cwrently available for the specific idennfication of a O
gallinarea exposure. Nevertheless. due to the lugh prevalence of both species m poulty birds, it's recommended
to Wear appropriate protective equipment dwing activities assoclated with live animals.
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INTRODUCTION

La chlanmrdiose aniaire. nommee egalement psittacose
chez 'Homume, est une zoonose connue depuwis des
siécles et due a . poivaci. une bacténme parasite
mfracellulare oblizatoire appartenant a la fammlle des
Chilamyvdiaceas. Mondialement répandue, . peiraci
peut mfecter plus de 430 espéces d o1seaux paroa plus
de 30 ordres differents (Kaletza et Tadav, 2003
L'mfection est le plus sowrent asymptomatique chez
les apimaux Cependant. en fonction de 1'espace
aviare. de 'aze de 'annmzl ou encore de la souche
bactérienne miphouée. des sigmes chnigues vanables
peuvent afre obserivas.

La tranzoumssion 3 UHomme ze fait par le bias
d'aeérosols contammeés. La psittzcose entrame alors
des svmptdmes psendo-grippaux peu specifiques ainsi
que des problemes respiratoires séverss qui peuvent
saverer fatals dans de rares cas. Le diazmestic
difficile a atablir, repose classiquement sur la mise en
eévidence d’anticoms anti-C. priract.

S1 C. poittaci a longtemaps eté considérée comme le
principal agent de la chlamydiose aviaire. de recentes
eétudes ont miz en évidence d'autres espéces: O
aviem principalement détectée cher des pizeons, C
gallmacea 1dentfiee chez les wvolalles, notamment
des poulets et des dindes (Sachze et al, 2014) et C
ibidis uniquement mise en éidence a ce jour chez des
1has (Verimors et al., 20130,

Le nsque d'mfection a O peiffaci est plus eleve chez
les personnes en contact resulier avec des oseaws
notamment dans wn cadre professionnel {(eleveurs.
veténnawres, personnel dabattoir. ). En France. des
cas en hien avec une exposttion a des canards mulards,
espace utilisée powr la production du fole gras. sont
ragulierement recemsds (Laroucau et al. 2009 :
Belchior et al, 2011 ; Carleer st al., 2014}

Afin d'apprecier 'expositon des professionnels aux
Chilamyvdiaceas en abaton de velailles, 1me étude a
et menee en 2013 dans deux abattowrs mamipulant des
espaces aviames différentes. Cette etude a porte sur
I'analy=e des lots de velalles abattus, ainsi que sur la
suivi du personnel volontare.

1. MATERIELS ET METHODES
L1. Prélevement: animanx

En févmer 2013 et dwant une zemaine, des
prelevements ont été effectues sur tous les lots de
volalles abatmies dans deux abattowrs francas. Le
premier {Abattolr A} est spacializa dans 1'abattage de
canards. tandis que le second (Abattowr B) abat toutes
sortes de volailles, 3 Uexception du canard {poulets,
dindes. cogs. pintades.. b Pouwr chague lot, 15
anmmanx zélectionnés arbiffamrement ont été sounus 3
m ecouvillonnagze cloacal aprés la plumason. Les
prelévements ont eéte stockeés a -80°C en attendant
d'étre analvsés.

1.1.1. Detecion divecte par PCR en temps reel
L'extraction d"ADMN a ete effectuse al'aide du Qiamp
DA M Eit (QIAGEN, Cowtaboeuf. France). Laz
ADN ont ata anzalysés 3 'aide dune PCE. en temps
réel zpacifique de la famulle des Chlamvdiaceas
{Ebricht et al.. 2006). Les ADN posiafs ont ensuite
été re-testés a 'aide de PCE speécifiques des espéces
O poinaci (Ménard et al., 2006} et £ gallinacea
(Zocevic et al . 20127

Tous les echaptllons: dont le Cg (Cuantfication
cwvela) atait supérewr a 40 ont été considerés comme
nezanfs. Les lots comportant au moms wn anmmal
positif par PCE ont até clasze: comme posinfs. et
cenx contenant au moins 30 %o d’échantllons posinfs
aver une moverme du Cg<il ont &te consideéres
comme movennement a fortement pozinfs.

1.1 2 Caracrérisanon meoléculaire

Le géne ompA des échannllons positifs vis-a-vis de C
prittaci ou £ gallinacea a ate zequence a l'aide des
amorces CTUCTL on Chompl®1/371 (Larcucan et
al., 20050 ; Denammr et al.. 19910,

Pour les echannllons Chlampdiacese posmnfs mais
n'appartenant ni a l'espéce O peirtaci m a Uespéce O
gallimacea, le géne 165 1EMNA a2 été partiellemyent
amplifié 3 Uaide des amerces 16517p2 (Thomas et
al., 2006 ; Pudpatmeko et al., 19977,

1.2, Prelévements humains

Le personnel volontawre des dewx abattons a ete
medicalement examing entre atvril et juin 2013, Las
participants ont répondu 3 un questonnamwe general
portant sur lews expenences professionnelles. les
postes oceupes, leurs antecedents medicaw: et les
évenmelles expositions extra-professionnelles a O
prittaci.

A 'occasion de cet entretien, wn écownvillon pharmze
a ete effectuéd. ainsi qu'une pnze de sang. qui a &2
rencuvelée au bout de 30 jours (T, et ).

1.2 1 Detecrnion divecte par PCR en temps réel

Lez ecowvillons pharvmgés ont &2 sounus 3 ume
extraction d’ADN a 'ade du svsteme MMagA Pue
{Fuoche Thagnestics, Mevlan, France) Les ADM eont
été analvsas a 1'aide de PCE en temps reel specifiques
ciblant les Chlamndicceas ou C poiraci. comume
dec1it preced emment.

1.2 2 Seérologie

Un test dinminoflucrescence commercialize a été
utilisé (Chlamydia MIF, Focus, Ewrobie. France) pour
la détection danticoips specifiques. Cet eszal mesure
des réponses aux sous-clazses Ighd et 26 vis-3vis de
wols especes de Chlmpdia: O poittaci.  C
rachomariz et O pnewmonias. Le résultat pour les
I=G équraut 3 lz réciproque de la plus haute dilution
du z2rum domnnant une fincrescence. Conceimant les
IeM. wniquement la dilution au 116" a été testée,
donnant un résultat positif ou négatif Omn considare
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quune multoplication par quatre du taux d'IgG est la
prewre dune infechon zchve.

L EBESULTATS ET DISCUSSION

1.1. Prélevements animanx

Drans 'abattowr A 23 des 38 lots de canards analyses
se sont revelés posinfs vis-a-v1s des Chlanndioceas
(Tableaun 1. Tous les lots posinfs présentaient un Cg
moven fable. a 'excepton de deux lots 1ssus d'une
meme exploitation. Tandis que espece O psinaci a
eta idenfifidge dans [enzemble des lots faiblement
posinfs pour lesquels une identficanon de 1espace
etait posmble, pour les deux lots fréres les analvses
maléculaires ont monfre existence dune zouche
n'appartenant mi a lespace O prittaci. m a espace C.
gallimacea. L' analyse de 1a séquence partizlle du géne
185 FMA a monte qu'ld s'amszait dune sonche
proche d'wme Chlanndicceas atpique (93 %
d’homelegie) détectse chez wn  oiseau marin
(Chnsterson et al., 2010). Les prélévements effactuss
dans ce meéme elevage par la sute n'ont
malhewrensement pas perous de deétecter a nowrvean
cette souche particuliére. Une contamunation de ces
canards vi1a la faume sawmaze powrait efre une
exphration a la présence poncmelle de cette zouche
atypique.

Chez les canards. le potage asyvmptomatigne de C
prittaci est trés prévalent et dans les elevages.
différents schémas d'excréfion ont été mis en
evidence a ce jouwr (Vonmore et al. 2014 D'une
facon geneérale les canards excretent prncipalement
alors qu'ils sont sur les parcours. |'excrénon tendant a
dmimuer dans le temps powr atteindre des miveaux
residnels en fin de chaine. Les resultats obtenus dans
le cadre du sum1 ous en place dans abattowr A
mentrent qu’il est possible que des lots fortement
excréteurs pussent étre mampulss occasionnellement
par le personnel

Doz Chlamydiaceae ont été détectdes dans 11 des 33
lots de volailles analysés dans I abattoir B, mpliquant
mzjoritairement des poulets et des pintades (Tableaun
I} Tous les lots posinfs présentalent un Cg moven
faible, a 'exception de trois lots pour lesquels ume
charge bactenenne plis importante 2 eté mize en
evidence. Seule U'espece O gallinacea etait prazente
dans ces lots. Le typage des souches, base sur le
sequengage partie]l du gene ompd a pu etre réaliss
dans deux des oz lots positfs. Au semn d'un méme
lot. des séquences identiques ont &t obtenues mais les
séquences atatent differentes dun lot 2 1aute.
illustrant et confimnant la drcerzité des souches an
zein de cette espece. [l est imtéressant de moter que
lespace O psimaei n'a até muse en évidence dans
aucun des lots de poulats et de dindes amaly=és. Les
travaux condwts jusqu'a présent dans les lots de
volailles tendent 3 monftrer que O priraci est twes
prevzlente chez les canards tandis que O gallinacea
est lespece prée-dominznte chez les poulets et les

pintades. Ces données diffarent des tavaux
récemment publies par une équpe belge qui avat
montre que plus de 50 %5 des lots de poulets et de
dindes analvsés dans un abatteolr étalent posinfs vis-a-
iz de O poimtaci (Dickx et al., 20103 Les razultats
varient d'une émde 3 une autre et d'un pays a autre.
Sur notre territodre, la mise en avidence de espéce O
pritiaci chez des volailles autres que des canards est
extrémement rare. En ma 2013, swte a des cas
groupes de psittzcose. les muvestipations menses
avalent permus d'menmuner des  poulets. Le
genotipage de la souche de O poiftac implhquee.
amsl que l'znalvse des lots de volailles présents sur
Iexploitation et leur rotation. avalt permus de snggerer
que cefte contamunation zecidentells s expliquart par
le partaze des parcows entre des poulets et des
canards, chez lesquels ce méme gepotype avait été
majontzirement ous en evidence (Larcucan et al.,

20140
1.1, Prelévements humains

Dans l'abattorr A. 28 persomnes ont particlpé a
I'étude. Des résultats posinfs ont éte obtenus par PCE
pour deux ecounvillons pharmnges dont 1'un provenamt
dun hooune de 34 ans, recemment embauche. qm
prezentzit des symptomes grippanx au moment de
Iexamen et qui 2 di étve bospitalizé par la swte.
Alors que les résultats d' mnmmncflucrescence étaient
nézatifs pour l'enzemble des volontaires 3 Jo 10
personnes ont présenté une augmentztion du taux
dTzM et'on 416 a J;p. Ces séroconversions mettent
en evidence une expociiion a £ psiffaci. lustrant la
posabilite du passage occasiommel de lots plus
excratenrs sur la chaine d"abattage.

Dans l'zbattoor B. 32 wolontawes ont participe a
I'étude, mais seules de faibles réponses zérologiques
Tis-3-v1s de O privtac ont été detectdes. Ces rasultats
sont en zocord aves anabrse des lots de volalles sur
une semaine qui @ meonhe la seule circulation de
gallinacea dans ces lots. Cependant. il n’exaste pas. a
ce jour, de test sarologique permettant d'apprécier une
exposition a cette nowvelle espece de Chlanndiaceas.

CONCLUSION

Cette émde mentre gque les exposiions aux
Chianiydiaceae sont différentes en fonction des
espéces avlalres considérées. En effet, O primaci est
majontzirement detectée chez les canards. tandis que
C. gallinacea est plus prévalente chez les poulets et
les pintades. Le suil sur une semaine a mus en
eildence un nombre hmité de lots de wvolalles tras
excratenrs. cependant des Chlampndioceas ont ete
détectées dans la majomts des lots analvzas. Tamdis
que le pouvelr zeonotique de O gallinarss n'est pas
clarement etabli a ce jour. il est recommands aux
prefessionnels, par mesure de pracaution. de porter
des équipements de protection adéquats lors de la
manipulation des volalles.
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Tableau 1. Fesultats de datectnion des Chlanndiaceae par PCE swr 'ensemble des lots zbattu: dwant mme
semaine dans les abattoirs & et B

Lota Lota X

]
Canard gras 23 B 15 (85%) 2w
Canard maigre 15 T B -
Pralet 20 T 13 (5%) 2 (1
Chapon - - - -
Pintads ] 3 3 E% -
Dimde i 1 - -
Coq 1 1 - -
Poule 2 - 2100 -
Powlet + Pintade i - 1 {100} 1 [10%)

Tableau 2. Fesultats sevoloziques et de detection des Chlanpdiacsae par PCE sur le personnel volontaire des
abattonrs A et B

i ] i Immurofiuorescence
Abatioir St [;::gs] Ancienmet zxz Signas cliniquas Réauttats PCR . -

s In Chiamydiacese Copsittaci KM 196G IgM  igG

M 46 1965 Transpart Toam - heg Neg Meg <16 Meg 32

M M Facervian {20 jours) Abalage  Sympimes grippaum WO Pos [CF32) Pos(CoF3f)  Meg <16 MDD KD

M 45 /o Abattage Tow - K Heq Weqg <16 Meg 128

M o bl Maimenance - - Meg Heg Meg <16 P Z5%

M 43 2000 Abattge Figwre, boux - heg Neg heg <16 Meg =6

A M = 11 Mairenance - - Meg Heg Meg <16 PE <16
M | 1220 Abalizge - - Heg Meg Meg <16 Meg 235

M 5 WOUVEIL [3 5emaines) Transpart - - K Neqg Weg <16 P <16

M 4 1231 Abattage  Symphdmes grppaux - K Heg Weg <16 Meg 55

M 3 10 ans {autre compagnie)  Transport - - [l okid Neg Neg <16 Pos <16

M 3 bl Abattage - - Meg Heg Meg <16 Meg 128

M 47 122 Abattage - - heg Heg Meg <16 Meg 15

F = 004 Abatage - - Keq NEg Weg <16 Meg 16

B M el 2000 Abattage - - K Heg Weg <16 Meg 16
F * Mouveay [3 mois) Abattage Figwre - Meg Heg Meg 16 Meg 32

M 3 Mouveay [2 mois) Abattage - Mal de gorge Meg Neg Meg <16 Meg 32

WD - nan realizs

Onzieme: Jowrnees de la Recherche Avicele et Palmipédes a Foie Gras, Tours, les 25 ot 20 mars 2015
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1.3  Suivi de sept lots de canards Mulard du couvoir a I’abattoir

Publication n°3 (publié en mars 2016 )

Un suivi a été mis en place auprés de 7 lots de canards Mulard (A1, A2, B, C, D1, D2 et E)
répartis dans cing élevages du Nord-Ouest de la France (A, B, C, D et E). Ces lots ont été
suivis du couvoir a I'abattoir. Des prélevements animaux, d’air et environnementaux ont été
réalisés lors de chaque action nécessitant la manipulation des animaux par 'Homme, cela
dans le but d’évaluer non seulement I'excrétion des animaux, mais aussi I'exposition des
professionnels aux Chlamydia. Les différents prélevements effectués regroupent des
écouvillons cloacaux, des OBNE qui ont été autopsiés, des prélevements d’air ainsi que des
prélevements environnementaux réalisés en élevages (eau, sol et poussieres).

Les préléevements effectués au couvoir (écouvillons, OBNE et préléevements d’air) ont
guasiment tous donné des résultats négatifs par PCR en temps réel, a I'exception de cing
organes tres faiblement positifs provenant de cinqg OBNE différents issus de trois lots (A1,
CetE).

L'analyse par PCR des écouvillons cloacaux effectués en élevages et lors du gavage a révélé
I'excrétion de C. psittaci dans I'ensemble des lots suivis, et seul le génotype E/B a été
détecté. Trois schémas d’excrétions différents ont été observés chez les canards: 1/ la
détection d’une excrétion massive précoce vers I'dge de 4 semaines, 2/ une excrétion
massive vers |'age de 8 semaines correspondant au desserrage sur parcours et 3/ une
excrétion tardive intervenant en fin d’élevage, lors du gavage et a I'abattage. Dans les trois
cas, 'excrétion atteint un maximum puis décroit au cours du temps, avec parfois une faible
excrétion d’un petit nombre d’animaux lors de I'abattage.

Les prélevements d’air étaient positifs principalement lors des fortes excrétions des
animaux, le plus souvent lors de la réalisation des vaccinations contre Pasteurella. Ces
interventions se déroulent dans des batiments clos et les animaux sont particulierement
stressés. De méme, les prélévements environnementaux étaient principalement positifs
lorsqu’une excrétion massive était détectée chez les animaux.

La présence du bactériophage Chp1l infectant C. psittaci a été recherchée tout d’abord par
PCR en temps réel dans I'ensemble des prélevements, puis par PCR classique sur les
échantillons les plus positifs. Ce virus pourrait impacter la virulence de la bactérie sur I’hote.
Le bactériophage Chpl a été détecté par PCR dans |'ensemble des lots suivis,
particulierement lorsque les animaux étaient les plus excréteurs de C. psittaci. Alors que les
séquences du géne ORF 1 étaient toutes identiques, des mutations ponctuelles ont été
observées dans le gene ORF 2 pour les sept échantillons séquencés. Au final, trois nouvelles
séquences d’une portion du géne ORF 2 ont été identifiées.
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Les résultats obtenus dans le cadre de cette étude démontrent une exposition des
professionnels a C. psittaci invisible (aucun animal n’a présenté de symptOmes) et
imprévisible (différents schémas d’excrétion ayant été observés), bien qu’aucun cas humain
n‘ait été recensé durant le suivi de ces lots. Dans ces conditions, la mise en place
d’équipements de protection individuelle et collective est vivement recommandée, en
particulier le port de masques pour I'ensemble des acteurs intervenant dans la filiere. Les
préléevements environnementaux effectués en élevages se sont révélés positifs
majoritairement lorsqu’une excrétion massive était détectée chez les animaux. Cependant,
ces prélevements environnementaux ont été effectués sur les lieux occupés par les animaux
et non pas avant leur arrivée. Il n’est des lors pas possible de conclure sur une origine de
contamination environnementale. Des amibes ont été détectées par PCR classique dans la
majorité des prélevements environnementaux effectués dans le cadre de ce suivi. Ce
protozoaire pourrait contribuer a la survie de C. psittaci dans I’environnement.

~ 163 ~



Publication n°3:

contamination as potential sources of worker exposure throughout the mule duck breeding
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Assessment of Chlamydia psittaci Shedding and Environmental
Contamination as Potential Sources of Worker Exposure throughout
the Mule Duck Breeding Process

V. Hulin,® P. Bernard,® F. Vorimore,® R. Aaziz,” D. Cléva,” J. Robineau,” B. Durand,® L. Angelis,” V. 1. Siarkou,9 K. Laroucau®

Uinlversity Paris-Est, ANSES Andmal Health Laboratony, Bactaral Zoonoses Lnit, Malsons-Alfort, France?; Mational Vetesinany School, Onirs, Mantas, France®™ Vaternany
Practice, L'Die, France®; SAS BEreheset, La Poltesinigre, France?; Unlversity Parls-Est, AMSES Animal Health Laboratony, Epldermiclogy Unit, Malsons-afort, France®
Department of Informatics, Arstotie University of Thessaloni, Thessalonikl, Greece®; Laboratory of Microbiclogy and infectious Diseases, School of vetesinary Medicine,
Faculty of Health Sclences, Arstotle University of Thessalonlid, Thessalonikl, Gresca®

Chlamydia psittaci is an obligate intracellular bacterium responsible for avian chlamydiosis, otherwise known as psittacosis, a
zoonotic disease that may lead to severe atypical pneumonia. This study was conducted on seven mule duck flocks harboring
asymptomatic birds to explore the circulation and persistence of C. psittaci during the entire breeding process and assess the
potential sources of worker exposure. Cloacal swabs and air samples were taken on each occasion requiring humans to handle
the birds. In parallel, environmental samples, including dust, water, and soil, were collected. Specific real-time PCR analyses re-
wvealed the presence of C. psittac in all flocks but with three different shedding patterns involving ducks abowt the age of 4, 8, and
12 weeks with heavy, moderate, and low excretion levels, respectively. Air samples were only positive in flocks harboring heavy
shedders. Dust in flocks with heavy or moderate shedders carried chlamydial loads strongly associated with the loads detected in
avian and soil samples. Environmental contamination, significantly correlated with shedding dynamics, was considered to be the
most probable source of exposure. The high prevalence of bacteriophage Chpl in all flocks, mostly jointly present with chla-
mydia, suggests an important factor in C, psiffaci persistence, thus creating a greater risk for humans. A survey conducted in
these flocks regarding farming practices and activities showed that disinfection seems to be the most promising practice for re-
ducing C. psittaci prevalence in ducks and that the place and the duration of action during operations seem to be potential risk

factors. Strict adherence to good practices is strongly recommended.

hlarydia psittact, a member of the Chlamydiaceae family, is an

obligate intracellular bacterium known worldwide to cause
“psittacosis” (also called “ormithosis™ or, more generally, “avian
chlamydiosis™), which is the most important potentially zoonotic
animal chlamydiosis. The disease mainly affects psittacine birds
and domestic poultry and is usually systemic with chinical signs
that vary greatly in severity depending on the species and age in
weeks, as well as the virulence of the chlamydial strain involved (1,
2). Awian strains of Chlanmydia psittact are separated in 13 ompAd
genotypes named A to F, E/B, 1V, 6N, Matllé, R54, YPB4, and
CPX308 (3). These avian genotypes present relatrve host specific-
ity, and most of them have also been identified in cases of zoonotic
transmission {4-7).

Transmission to humans occurs through inhalation of con-
taminated acrosols resulting from avian respiratory tract excre-
tions and droppings and can cause a primarily respiratory disease
complex. which may lead to severe atypical pneumonia and death
in the most severe cases (8, 9). The risk of psittacosis 15 highest
among individuals in direct contact with birds, e.g., poultry sector
waorkers, veterinarans, pet shop employees, and pet bird owners.
A number of recent reports suggest that numerous cases of psitta-
cosis are linked to domestic poultry and that turkeys, ducks, and
chickens could be important reservoirs of infection in humans, for
example. in poultry farm, hatchery, slaughterhouse, and process-
ing plant workers (6, 10—15). Because of the severity and poten-
tially fatal outcome of human psittacosis and the serious hazard to
waorkers, European Directive 2000/54/EC (16) and the Approved
List of Biological Agents of the Advisory Commuttee on Danger-
ous Pathogens (17) have classified C. psitfac as a “hazard group 37
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human pathogen. This underlines the need for further awareness
and efficient risk assessment and management.

Most of the human cases of psittacosis reported in France to
the public health authonties are linked to ducks, and especally to
mule ducks, a hybrid species related to the production of foie gras
(6, 15). More recently, a study conducted in mule duck breeding
farms revealed significant shedding of C. psittad, in mostly asymp-
tomatic birds, revealing a hidden risk for workers (18). The latter
study also leads to a hypothesis about how ducks become contam-
inated: although some of the ducklings could inherit a low level of

infection from their parents, the majority seems to armive perfectly
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FIG 1 Interventions, samples, ages of dudks (in weeks), and living areas.

healthy on the breeding farm and become infected later, possibly
by the environment.

Because within-flock C. psittac circulation data are essential to
implementing optimal management practices, we performed a
field study on seven naturally infected but asymptomatic mule
duck flocks. We sought to (1) describe C, psittaci shedding dynam-
ics, (i) determine environmental contamination, and (iii) iden-
tify circulating C. psittact diversity. In order to assess the potential
sources of worker exposure, cloacal swabs and air and environ-
mental samples {dusters, water, and soil) were taken on each oc-
casion on which humans were required to handle birds dunng the
entire breeding process, Le., from the hatchery to the slaughter-
house. C. psiftaci bacteriophage Chpl and amoebae were also
screened for in order to understand their possible involvement in
chlamydial persistence in the field, as previously suspected (19,
20). Furthermore, a questionnaire survey was conducted on duck
farms to gather information on routine cleaning and disinfection
practices and on farming activities in an attempt to explain the
maintenance of the microorganism in its environment.

MATERIALS AND METHODS

Sam This study was conducted in seven mule duck flocks (A1, AL B,
C, D, D2, and E} from five breeding farms (A to E) in western France.
From January to July 3013, sampling was performed for each flock at each
stage of the production process, from the hatchery to the slanghterhouse.
A synthesis of the samples collected is presented in Fig. 1.

(i} Avian samples. In the hatchery, 15 randomly selected 1-day-old
ducklings (per flock) were subjected to doacal sampling and 15 dead
embryos (unhatched epgs) were subjected to necropsy. Spleen, liver, lang,
and intestine samples were taken during necropsy.

After the introduction of ducklings on farms (at the age of 1 day), 15
randomly selected ducks (per flock) were subjected to cloacal swab sam-
pling whenever birds had to be handled by workers. Samples were taken
during introduction, trimming of nails and beaks, vaccination against
Pastenrella mudtocida, booster vaccination, transfer to the force-feeding
room, force-feeding, transfer to the slanghterhonse, and slanghtering just
after phacking [ Fig. 1).

(i} Air samples. Airsamples (n = 123; Table 1) were collected using a
microbial air sampler MAS-100 NT device (MBV, Switzerland). The de-
vice was placed 3s close as possible to the worker. Each sampling period
lasted 10 min with the air pumped at a flow of 100 liters per min and
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impacted a semiliquid agar as previously described (21). Two air samples
were taken at each stage, except in the slaughterhowse where four samples
were taken: two at the loading dock and two in the hanging area, which are
two places where the birds are handled and in an agitated state.

(fii} Environmental samples (dusters and waterand soil samples). In
order to detect the presence of & psitaci in the environment of the flocks,
196 environmental samples were obtained, in total, from the stages before
transfer for force-feeding (Table 1). First of all, dusters {n = 39; Table 1)
were used in farm buildings and runs. Pairs of foot-dusters {n = 34) were
wormn to cover the entire building area or the areas surrounding bird feed-
ers and watering places in fiedds and were used for 2ll stages except for the
transfer to force-feeding, where 2 wall-duster (n = 5) was wiped on the
building walks. The wall-duster was not used on flocks A2 (because of early
slanghtering owing toa herpesvirus infection) and E (becanse the building
had not been occupied for 2 long time and had already been cleaned ). Two
water samples from the watering places were obtained at each sampling
time from introduction until the booster vaccination stage (n = 52; Table
1. Finally, soil samples {straw, droppings, or soil obtained from five dif-
ferent places frequented by the birds) were taken during the introduction,
vaccination, and booster vaccination stages (n = 105; Table 1)

DNA extraction. Cloacal swabs were subjected to DMA extraction
using a (lAamp DNA minikit {(iagen, Courtaboeuf, France) according
to the manufscmrer-recommended “buccal swab spin” protocol. DNA
wis eluted with 150 pl of ehation buffer and stored at — 20°C before anal-
ysis. Air samples were centrifuged at 32,000 x g for | h at 10°C, the
sediments were suspended in 400 pl of phosphate-buffered saline
{PBS). Dusters were placed in plastic bags with 30 ml of PBS and
kneaded until the dusts were well mixed, and then 400 pl of supernatant
wis collected. Both air and dust suspensions were then subjected to the
same DMA extraction protocol as the cdoacal swabs.

Water and soil samples were subjected to supplementary extraction
steps in order to also collect DNA from possibly encysted amoebae.
Briefly, for the water samples, 35 ml was centrifuged at 26,500 = gfor 1 h,
and the sediment was then collected in 500 pl of PES. For the soil samples,
approximately 5 g of sample was mixed with 10 ml of PBS and allowed to
sediment, and then 500 pl of supernatant was collected. Subsequently,
both water and soil suspensions were subjected to five consecutive ther-
mal shocks (2 min at —&0°C in an ethanol bath and 1 min 20 21 9°C in 2
dry bath) and then ribolyzed, and 200 pl of supernatant was collected and
subjected to the same extraction protocol as the other samples.

Tissue samples (spleen, liver, intestine, and lung) collected from the
unhatched eggs were submitted to DNA extraction using the QlAamp
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TABLE 1 Results of chlamydia detection in avian and environmental samples from five duck farms®

Chlamafioree dotection
Cloacl swals
235-AFCH IncA-TtPCE Al sampis  Dmshers Water smples  Soll ampis
Fiock and Date: Age Moo Mimn No. BMefzan Mo Mo Mean Bo. hizn Mo Mezn
amgpe Action {dayimaiy) Flace [days) postotal Cf  postot@® Cq  Genohype  posfobl Og posfotdl Oq  postotl Of  postoll O
Al
13-02731  Impiemeniation Wns Starter tmbding 1 ois BA L HA W1 MA DT KA 15 w7
13- 04581 Mall brimming D&N2N3 Starier bml 14 1515 355 0N Bk 2 KA W1 MHA 02 HA NI
13-055001 Vaocnadion %023 Starter mbding + endiosemes 17 151 UI 155 IS EMB_DSESS L2 3BT LN 28D W2 KA 55 B3
13-0904/1 Vaocinafion boost 2103 Crzadoar are 57 IS s 1303 341 oz KA 212 3KE DT KA 15 A0
13-11531 Tramsds L=3 Cezadioar area a IWLE Erie i [ ] 331 [ r] MA W1 HA HD KD
13-11552 Stari of foce-feeding L&3 2 HA NI KD NI
13-1328/1 Force-fieding 133 o Bi15 o e 364 oz WA MND KD HD
13-13282 Tramsfir 21013 9 1515 EL ] 356 oz HA ND WD HD
13-13283 Slmghlering P B E] 1715 F}3 1N B9 o HA MND KD HD
Al
13-074%1 Impiemeniation a3 Starter mbding 1 oils BlA oz HA W1 MA DT KA 15 B
13-09042 Mall and begk trimming 180213 Starter tmbding 12 ois BA L HA W1 MA DT HA  HD
13-1B1 VaocnaSon LR Starter tmBding + enciosems IF 15LE 25 1505 265 E/B_D&-E5F L2 TE12 A3 a2 0 55 1E
13153761 VaccinaSion hoast 003 Cresdioar are L) Tils e &7 i1 2 HA 32 MA DT HA& 15 BE
13-1538/1 Slmghlering 1013 s S T W3 ELE} o HA ND WD HD
B
1302737 Implemontation Jman3 Surmer miding 1 ofls BA 2 HA W1 MA DT K& 05 HA
13-04582  Mall timming 402N3 Starter tmbding 15 oils BlA oz KA W1 HA iz HA  HD
13-05502 Vaocnadion 150213 Starter mbding + endosums 16 615 Iy e 317 ESB_DSESS 02 KA L1 362 0z KA 05 HA
13-10302  VaccinaSon boost 2EN3N3 Oreidoar are L) 1S 350 lwL 344 EB_DSESS 02 HA W2 MHA DT HA& 35 Il
13-13284 Traraifr 133 Oreidoar are 3 5i15 3o HE 330 2 KA W1 MA  HD NI
13-13285 Start of fhoce-faading 133 oz WA MND KD HD
13-1328% Force-fimxding I3 ?} 1515 E- T ] ITE oz HA ND WD HD
13-157672  Tramsdhr 0SNS5 k) 515 ¥}l s 31 [ r] MA NI D KD
1315763 Slmghiering D&NE3 1515 BT Bk o HA NI KD NI
<
13-04583  Impiemeniation 23 Starter tmbding 1 s 3EE HA L HA W1 MA DT KA 05 HA
1307452 Mall brimming 25M2N3 Starier tmbding 13 orls BA il KA W1 HA 02 HA NI
13-07423 Vaccinasion a3 Starter mbding n 151 B4 1565 255 EE_ESD 2 36610 ®7 e &5 B3
13-10303 Vaocinafion boost 180313 Crzadoar are 43 1415 T 1404 334 oz HA 172 3=0 T Ml 45 LA
13-1306M4  Transfir Fas3 Crzadoar arm 83 5il5 I AE ETA] L HA W1 MA ND HD
13- 153765 Start of fce-feading ITNaEN3 2 HA NI KD NI
13-1458/1 Farce-fisxding 130513 05 1515 s W M& 2 MA NI HD HD
13- 14582 Transfir 21013 k) S o 13 3T oz HA ND WD HD
13- 14583 Slmghlering 21013 1715 -] HA o HA MND KD HD
ul]
13-04584  Impiementation 402N3 Starter tmbding 1 5 xE 0z HA oz KA W1 HA DT KA 05 HA
13-07434  Vaocnadion a3 Starter tmbding n oils BlA oz KA W1 HA iz KA 05 HA
13- 10304 VaccinaSon boost B3 Oreidoar are L orls BA 2 KA 042 HA 02 K& 05 HA
1315768 Tramair aEN3 Oreidoar are % Ti5 rf - 370 2 KA W1 MA  HD NI
13- 1377 Start of fonce-faxding VOSN3 oz WA MND KD HD
13-14584 Force-fisding L5053 L &5 ERE - ITs oz HA ND WD HD
13-14585 Tramsdhr 21IMEN3 w3 515 IT s 365 [ r] MA NI D KD
1371453/ Slmghiering 10EN13 1515 o N 0 o MA NI HD HD
Dz
13-11533 Impiemeniation 113 Starter tmbding 1 ois BA L HA W1 MA DT KA 05 HA
13-153768 Vaccnasion D&NE3 Suarer imbding + endoseTE 18 ofls BA ol HA W1 MA 02 HA s HA
13-15587 VaocinaTion boost 130&3 Crzadoar are 55 1415 ILE 1304 311 E/B_DSESS W2 HA W2 MA T A 15 ws
13-206001  Transfir 0s0TN3 Crzadoar are % &5 T 34 3l oz KA L1 337 HND HD
13-20:02  Start of fonce-faading 0s0TN3 L HA MND KD HD
1320603 Farce-fxd ing BENTN3 05 15 I3 T4 2 HA NI KD NI
13-20504 Trarafer LT3 5 15 33 1 35T 2 MA NI HD HD
13-20605 Slmghlering EITn3 1515 ME 1IN 355 o HA ND WD HD
E
1307435 Implemontation 28M2N13 Surmer miding 1 ofls BA 2 HA W1 MA DT K& 05 HA
13-0904.3 Mall timming DEN3 Starter mbding + endosemes 9 oils BlA ol KA W1 HA iz HA  HD
13-0904M Vaocnadion 2103 Crzadoar are n oils BlA oz KA W1 HA iz KA 05 HA
13-11554  VaccinaSon boost 113 Oreidoar are 43 orls BA 2 KA 042 HA 2 T 15 e
13- 14587 Tramafir ITasn3 Crzadoar are TS 151 I3 155 31T E/B_DSESS NI M KD HD
13-14588 Slart of fomce-faxding ITasn3 oz WA MND KD HD
13-15383 Force-fimxding 1013 B4 1HLE 3Es w2 34T ESB_DSESS 02 HA MND KD HD
13-15584 Transdhr 10EN3 k1Y 615 I S 364 [ r] MA NI D KD
13-15385 Slmghloring 290513 Tils o 17 380 o MA NI HD HD
“ NI, mot dome; WA, not applicable. No. posfiotal = oumber of positive swabs'total momber of tesed swabs {moept as noted in footnote b).
* Mo pos'total = number of positive swabs'mamber of Chiarpdisnsses PCR-positive saahs.
* =, nx amplification on dectrophoresis; +, amplification oo electrophoresis.
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Chilamydia pitted in Ducks

TABLE 1 (Continued)

Barteriopiage detacfion Amocha detection”
Choacal swabs Alr mmglos Duslers ‘Water sameples Sall sampis: Water Sall
Ho Mean Bz, B, Mizn Mo Pelizan Ha. PMefean
positotal o poshotal [} posioal g posfiotal g positmtal Cq Amo Vil Ama vanl
s MA {113 H& 11 54 oz MNA X5 LR + - + +
s 385 1z 81 11 6B iz %] NI} + -
14715 &5 n 73 11 w2 2 A 55 3T + + - -
14715 353 {113 H& e 52 oz MNA | 1e] ERE ) + + + -
13715 =7 oz HA 11 BB HD R

o HA KD D NI}
&IN5 357 {113 H& MDD M NI}
Ans Hs5 {113 H& MDD M NI}
415 5B Ie] HA KD HD NI}
s MA {113 H& 11 T4 oz MNA 5 E4 - - + +
ms 383 1z 13 o HA iz %] NI} + -
12715 72 n 361 n M7 [ A 55 351 + + - -
10715 356 1z 7 {1103 H& oz MNA 5 3L + + + -
415 363 14 W5 KD HD R
s MA o HA 11 132 2 A s LY + - + +
s HA {113 HA o HA [ A HI} + -
115 3eD0 oz HA 11 IZE iz o] o3 P& - - + -
15715 3a7 o HA n 353 iz %] 55 365 - + +
s 337 1z ®’0 11 a7 M2 HI}

1z E.1 MDD M NI}
s 3B oz HA KD HD R
N5 31z o HA ND D NI}
s 357 o HA KD M2 HI}
s 339 oz HA o L iz ", 15 356 + - + -
ms 32l o HA 11 Al iz o4 NI} + -
15715 b L) n M4 11 nd el 355 55 314 + - - +
15715 ni3 bl 3.1 e M9 oz MNA X5 E4 + - + -
1715 4 o HA 11 S HD NI}

1z w5 ND D NI}
s 355 {113 H& MDD M NI}
TS 2 oz HA KD HD R
&5 5 o HA KD D NI}
s MNA oz HA o L iz o] o3 P& + + + +
s MA 1z 3.1 11 369 iz o4 15 360 + + + +
s 32 {113 HA 1z 155 [ A o5 Bk + + + +
1715 3zl bl Ha 11 mn9 M NI}

1z 333 KD HD NI}
14715 36 1z 156 KD M2 HI}
13715 3z 2 B3 MDD M NI}
14715 H3 e 34 KD HD R
s MA {113 H& 11 azr oz MNA o5 P& + + - +
s 336 1] HA 11 IEE iz o] o3 P& + - + +
14715 uH5 n 63 n ME iz o4 15 351 + + + +
N5 37 1z ®B5 11 139 M2 HI}

{113 H& MDD M NI}
415 359 o HA KD HD NI}
ms rl o HA ND D NI}
s 381 o H& MDD M NI}
s MA o HA 11 7E 2 A | 3 3LE + - - +
ms 339 o H& 11 ]5 oz MNA NI} - -
s MNA oz HA 11 a0 iz o] o3 P& + - - -
kL] 32l o HA n 359 2 3 15 311 + + + -
14715 15 i ] KD M2 HI}

bl 3\5 MDD M NI}
15715 35 m 71 KD HD NI}
14715 3rl n L5 ND D NI}
15715 330 LY L) MDD M NI}
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DM A minikit according to the mamfacturer’s “tissue protocol.” DNA was
elated with 200 pl of dution buffer and stored at —20°C before analysis.

Diirect detection of chlamydiae from DNA samples. For all DNA
samples, a first screening was performed using a Chlamydiacene-specific
real-time PCR targeting the 235 rRNA gene (235-rtPCR) (22). Each reac-
tion mix contained 2 pl of ssmple DNA template, 10 pl of 23 Universal
Mastermix (Applied Biosystems), 0.5 pl of each primer {25 mM) and 2 pl
of the probe (1 mM), and 5 pl of deionized water. DMA samples found to
be positive in the 235-rtPCR were further analyred by a C. psitaci-specific
real-time PCR targeting the incA pene (23). A positive control (C. psiftac
Loth strain} was systematically included, and an internal control for po-
tential PCR inhibition { Taghan exogenous internal positive control: Ap-
plied Biosystems) was used for the environmental samples { dusters, water,
and soil}. All ssmples with a quantification cycle {Cq) over 40 were con-
sidered as negatives. A sample with a 20 < Cq = 30 value was regarded as
highly positive, while 30 < Cq = 35 was regarded as moderate, and Cq =
35 was regarded as low positive.

Genotyping. The most concentrated C. psimaci-positive DNA samples
(Cq < 30), obtained from cloacal swabs and environmental DMNA sam-
ples, were further analyzed to determine the genotypes involved. The
onipA gene taken from positive samples was amplified using the 3GPF/
SGPR primer set as previously described (24). The PCR products were
sequenced at MWG (Biotech France, Roissy, France).

Detection of C. psittaci bacteriophage Chpl. All DNA samples were
screened for the presence of the bacteriophage Chpl. Initially, a real-time
PCR assay targeting a 168-pb fragment of the gene encoding the major
capsid protein VPl (ORF 1) was performed with the primers VP1_
Chpl_forw (5'-COGOCTTTTGTTAAGGGTGA-3) and VP_Chpl_rev
(5"-ATGAACGCCAAAATGACCTTG-3 ) and the VPI_Chpl_probe
(5" -FAM-GTTTATGTTGATTTAGCGGCTTCA-TAM-3"). Sequencing
of both strands of fragments of ORF 1 gene (521 ph), as well as the ORF 2
gene enceding the minor spike protein VP2 (433 pb), was performed on
the most Chpl-concentrated DMNA samples using the primer pairs
VP _forw (3"-TGOTACGACTGTTGOOCAAA-3 WV _rev (5"-CAGG
CTGCTCTOCCAAATGA-3") and VP2_forw (5 -TTTGGCGGTCTTGE
TTCAGG-3 NVP2_rev (5"-CAGGCAACAACTTGCCAGC-3'), respec-
tively, to confirm the presence of the . psiftaci-specific bacteriophage
(Chpl) in the samples. Amplification conditions consisted in an initial
denaturation step at 05°C for 10 min followed by 30 cycles of amplifica-
tion consisting of denataration at 95°C for 30 5, annealing at 58°C for 305,
and extension at 72°C for 1 min. This was followed by incubation at 72°C
for 10 min.

Deetection of amoebae. All PN A samples from water and soil were also
screened for the presence of free-living amoebae. FCR analyses were per-
formed by amplification of the 185 rRMA gene with primers specific for
Amoebozoan (Amo_1400_F/Amo-1540-R) and Vallkamphidee (Vah]_
560 FiVahl 730 _R), as described previously (25).

Survey on farming practices and activities. Appropriate information
regarding the manzgement, the feeding and watering practices, the clean-
ing and disinfection procedures (in the different buildings and fields and
of the equipment used on the breeding farms), the health stams of birds,
and the infection-limiting precantions and antimicrobial treatments were
collected by filling in a questionnaire during farm visits {( Table 2}. Farmers
were also asked about the proximity of other breeding farms and the
presence of other avian species (wild or farm birds).

Statistical analysis. The correlation among dependent variables of
interest: the prevalence of . psittaci shedders and the C. psittaci excretion
level (shedding), the C. psittaci contamination and boad in air and envi-
ronmental samples, the prevalence and excretion level of bacteriophage
Chpl, and the independent variables expressing the ducks” apes, manage-
ment practices { feeding and watering practices, ceaning and disinfection
practices), and worker activities were tested with the use of the nonpara-
metric Spearman’s correlation coefficent (Spearman’s tho) test. Mann-
Whitney and Kraskal-Wallis nonparametric tests were carried out to in-
vestigate the effect of the breeding space, as a two-level {indoors and
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outdoors) or three-level (indoors, enclosure, and outdoor expansion
area) factor, respectively, on . psittaci shedding patterns, as dependent
variables of interest. A series of nonparametric Mann-Whitney tests was
also performed in order to determine whether the C. psittaci contamina-
tion of environmental samples {water and soil} differed based on the
ocourrence of amoebae in the respective samples. Moreover, the impact of
the intervention, 2s a multilevel factor, on C. psittaci prevalence and shed-
ding was explored using the Kruskal-Wallis nonparametric test accomipa-
nied by a post hoc homogeneous subsets stepwise procedure, which is able
to find specific significant differences among factor levels. The impact of
the month of the year on . psirtaci shedding, also as a multilevel factor,
was explored using the Kruskal-Wallis nonparametric test. The signifi-
cance level of all tests was 0.05. Nonparametric tests were used for all
analyses due to the lack of normality in their distribution. Graphical
methods such as scatterplots and boo plots were used in order to visualize
correlation and differences. Statistical analysis was performed using SPSS
{ Statistical Package for Social Science) software {version 22; IBM Co, New
York, NY)L.

RESULTS

. psittaci was detected in each of the seven mule duck flocks
studied, although none of the birds sampled dunng this study
presented clinical signs of avian chlamydiosis. Flock A2 was
slaughtered early, before the force-feeding process, due to a sus-
picion of a herpesvirus infection causing high mortality in the
flock.

Prevalence of C. psittaci shedders and excretion level during
the whole breeding process. In the hatchery, all cloacal swahs
obtained from |-day-old ducklings were negative for chlamydiae
when tested with the 235-tPCR. Moreover, only five organs taken
from five different dead embryos (unhatched eggs) from flocks
Al, C and E were weakly positive (respectively, a lung [Cq 38.8]
and an intestine [Cg 38.1], a spleen [Cq 39.5] and a lung [Cq 38.5],
and a liver [Cg 38.9]).

In the farms, all flocks presented C. psittaci-positive birds
{shedders) during the breeding process, with the prevalence of
shedders reaching up to 100% (15/15) and decreasing to 6.7%
{1/13), until reaching the slaughterhouse {Table 1). The higher
levels of C. psittact shedding (lower Cq values) occurred at the
peak of shedder prevalence (statistically significant negative cor-
relation between positive birds and mean Cq values; Spearman’s
rho = —0.636, P < 0.001; see Fig. 51 in the supplemental mate-
rial). Three different shedding patterns were ohserved (Fig. 2).
The first pattern was observed in flocks Al. AZ, and C harboring
birds with heavy shedding (mean Cq of 25) about the age of 4
weeks, which for flocks Al and A2 coinaded with the first access of
the ducks to a small outdoor enclosure near the livestock building.
A second pattern was observed in flocks Band D2 with a moderate
shedding (mean Cqvalues of 32.8 and 35.1) around § weeks of age,
which coincided with a period when the birds were in the outdoor
expansion area. Finally, a third pattern observed in flocks D and
E was characterized by a low (mean Cq values up to 37) and late
shedding detected during the force-feeding process at around 12
weeks of age. A statistically significant positive correlation was
observed between mean Cq values and age (Spearman’s rho =
0654, P = 0.,001), whereas there was no statistical correlation
between C. psittaci prevalence or shedding and months of the year
(P = 0.05). Only the E/B genotype of C. psiftac was detected, with
the subgenotype E/B_06-85% 1dentified in most of the flocks tested
(Al A2, B, D1, and E) and the subgenotype E/B_E30 in flock C. At
the slaughterhouse, In most cases, in addition to the low preva-
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TABLE 2 Survey on farming practices and activities in farms A, B, C, D, and E

Chiamydia psittoc in Ducks

Farm

Item Observed practices A B C D E
Interactions between two batches

Mo of different ages on site Twu different ages present concarrently on site X X X X X

Only one age
Interval between new batches One new batch every 7 to B wiks X X X X X
Management of enclosore (outdoor area adjacent to starter
building)*
Use of lime: depending on the breeder, spreading of lime for Mo

each depopalation period or once a year, over the whole

Yes, whole enclosure for each batch

enclosure or only in part {immediate somoandings, around Yes, in part for each batch x
hatches, etc.); spreading takes place on 2 moist surface with Yes, whole enclosure once a year X
about 0.5 to 1 kg of lime per m* Yes, in part (sorrounds and entrances) once 2 year X
Surface scraping of enclosure Yes, once 1 year in spring x X
Mo x X
Depopulation 5 wihs XX x
3 to 5 wks X
Management of outdoor expansion area®
Use of lime Yes, whole ran once 2 year L |
Mo L X
Surface scraping of Yies, once 1 year in spring L O S
Mo X X
Depopualation: more than 3 wks on most breeder farms, but 7 o B wks x
highly variable ( from 0 days to & wks) 6 to 7 wks x
3t 6 whs x X
MNone x
Cleaning and disinfection of starter building
Cleaning with a high-pressare cold water pump nsing an alkaline  Application of a foam detergent with 2 contact timeof  x
foam detergent, Agromounsse, applied to partitions and & [, then action with high-pressure cold water pomp
ceilings Application of 2 foam detergent with 2 contact time of L S S X
15 min, then action with high-pressure cold water
pump
Disinfection using a disinfectant containing quaternary Yes, two disinfections, one after washing and one X
ammoniom and ghitaraldehyde at a dilution of 1% (2 before arrival of next ducklings
bactericide by contact in 5 min, 2 vinacide in 15 min} Yes, one disinfection after washing, followed by one x
fomigation {Fumagri, orthophenylphenol)
Yes, 1 disinfection after washing X x X
Use of lime (all or part, frequency). Yes, throughout for each batch L S S X
Mot systematically x
Cleaning of starter equipment product recommended by Washing with water and disinfection by soaking 24 h I
professional agricultoral body (0.5% sodium hypochborite) with sodium hypochlorite
Washing with water and disinfection by soaking a few X
hours with sodium hypochlorite
Washing with water and disinfection by soaking 24 h x
with acid descaler-detergent
Washing with water and disinfection {quaternary X
ammonium and glutaraldehyde) by spraying with
all-ronnd disinfectant
Washing with water and disinfection by spraying with x
sodiom hypochlorite
Cleaning of piping Use of an alkaline (sodinm hypochlorite) 30 min, then x
rinsing, then an acid descaler-detergent for 30 min
Use of an alkaline (sodiom hypochlorite) 30 mintolh  x
Rinsing with water S X
Depopulation of starter boilding 1 wik L S
Iwks X
Up o 3 wks X
Cleaning and disinfection of expansion faclity
Remaoval of litter Yes X X X
Mot systematically after each batch, but regularky x
[more than twice a year)
Twice 2 year x
{Continned an following page]
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TABLE 2 (Continued)
Farm
Item Ohserved practices A B D E
Washing with high-pressure cold water pomp Yis, all surfaces x X
Mot systematically: only all partitions x
Mot systematically: only base of partitions X
Carried ont once a year in full
Application of an alkaline foam detergent ( Agromonsse) applied Yes, contact time > 15 min x x X
‘to partitions and ceiling Mo X
Disinfection wsing a disinfectant containing quaternary Yes, two disinfections, one after washing and one x
ammeninm and ghitaraldehyde before arrival of ducks
Yes, one disinfection after washing X
Carried ont once a year
Mever L |
Spreading of lime (all or part, frequency); spreading was carried Yes, throughout for each batch x x
out on 2 medst surface with about 0.5 to 1 kg of Eme per m® Yes, throughout for each batch except if depopulation X
interval is too shaort {in winter)
Mo X
Cleaning of expansion facility equipment Systematic cleaning with cold water without x
disinfection
Washing with cold water withont disinfection not L X
systematic
Washing once a year with water, then disinfection with
sodimm hypochlorite by soaking 1/2 day
Cleaning of piping Use of an alkaline (sodinm hypochlorite) 30 min, then x
rinsing, then an acid descaler-detergent 30 min
Rinsing with water, no use of products L X
Depopulation of expansion facility 3t 4 whs X
1 wik X
A few days x x
Mone
Interactions between animals of the same batch
Access to building throughout rearing phase (summer) Mo, no shelter beyond 3 wis of age X
Mo, no shelter beyond 5 wis of age X
Sometimes no X
Always yes x
Access to building throughout rearing phase (winter) Mo, no shelter beyond 6 wis of xge X
Always yes L & X
Startup density (docksim?) 12 docksim® X
14 ducks'm®
19 docksim® X
M. of drinkers available at introduction (one drinker available per One drinker for less than 100 ducklings or drinking X
mno. of docklings) mipples available
One drinker for more than 100 but less than 150 x
ducklings
One drinker for maore than 150 ducklings X X
Feeders available at introduction (1 feeder available per no. of One feeder for less than 50 ducklings or chain feeders X X
ducklings) One feeder for more than 50 but kess than 70 ducklings x
One feeder for more than 70 ducklings X
Management of straw in starter building Straw added every day L & X X
Mortality over first 4 days (%) =l L &
=02 X
0.2 to 0.5 X
Density of animals in enchosure adjacent to expansion boilding 2 ducks'm? X
[ducks'm?) 5 ducks'm? X
10 ducks'm? x x
Time in enclosure adjacent to expansion building (weeks) 1 week x X
2 weeks X x
Surface of outdoor ran area available per duck (m?duck) 30 mduck X
15 m*/duck
5 m*/duck X X
{Continned on following page)
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Chiamydia psittac in Ducks

TABLE 2 (Continued)
Farm
Item Observed practices A B C D E
Time on outdeor run area {wis) 7 x
B X
] I X
Drrinking troughs available for 2,000 ducks Three drinking troughs X
Four drinking tronghs X X
Five drinking troughs x X
Feeding tronghs available for 2,000 docks Three feeding troughs X
Five feeding troughs LA S |
Fight feeding troughs X
Density in expansion boilding (docks'm®) 7 ducks'm® X PR
14 docks/m® X
15 docks/m® X
Manzgement of straw in outdoor mn faclity Every day X I X X
Ewvery second day X
Interactions between humans and animals
Setup
No. of persons present when animals are handled 1 X X
2 L S |
3
4
5
&
7
10
Origin of persons { private company, neighbors, other breeders) Farm’s own personnel L S S | X

Drration of operations

Place of operation (open-air vs indoor facility)

Debeaking (only for farm C)
No. of persons present when animals are handled

Origin of persons { private company, neighbors, other breeders)

Dmration of operations

Place of operation (open air vs indoor facility)

Declawing/debeaking
No. of persons present when animals are handled

Persannel from neighboring ready-for-gavage farms
Workers from a private company specializing in the
handling of poultry and rabbits

lte2h

172 day

1 day or several 172 days
More than 1 day
Closed building

Building with wide-open doors

Open-air faclity

oW & b —

7
10
Farm’s own personnel

Personnel from neighboring ready-for-gavage farms
Workers from a private company specializing in the
handling of poultry and rabbits

1te2h

172 day

1 day or several 172 days
More than 1 day
Closed building

Busilding with wide-open doors

Open air

|
2
3
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TABLE 2 (Continued)

Item

Origin of persons {private company, neighbors, other breeders)

Drration of operations

Place of operation (open-air vs indoor faclity)

Primary vaccination
No. of persons present when animals are handled

Origin of persons {private company, neighbors, other breeders)

Drration of operations

Place of operation (open-air vs indoor facility)

Booster vaccination
No. of persons present when animals are handled

Origin of persons {private company, neighbors, other breeders)

Drration of operations

Place of operation (open-air vs indoor faclity)

Transfer to force-feeding
No. of persons present when animals are handled

10

Farm’s own personnel

Personnel from neighboring ready-for-gavage farms

Workers from a private company specializing in the
handling of poultry and rabbits

1te2h

1/2 day

1 day or several 172 days

More than 1 day

Closed building

Building with wide-open doors

Open air

oW A W b —

Fi

10

Farm’s own personnel

Personnel from neighboring ready-for-gavage farms

Workers from a private company specializing in the
handling of poultry and rabbits

1te2h

112 day

1 day or several 172 days

Maore than 1 day

Closed building

Building with wide-open doors

Open air

[ T IR TR

Fi

10

Farm’s own personnel

Personnel from neighboring ready-for-gavage farms

Workers from a private company specializing in the
handling of poultry and rabbits

l1tozh

112 day

1 day or several 172 days

Maore than 1 day

Closed building

Building with wide-open doors

Open air

1
2
3
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TABLE 2 (Continued)

Chdamydia psittac in Ducks

Farm

Item Ohserved practices A B C D E
4
5
] X X
7
10 X X

Origin of persons {private company, neighbors, other breeders) Farm’s own personnel

Personnel from neighboring ready-for-gavage farms X
Workers from a private company specializing in the X X X
handling of poultry and rabbits

Draration of operations lto2h T X X x X
142 day
1 day or several 12 days
More than 1 day

Place of aperation (open-air vs indoor facility) Closed building
Building with wide-open doors X x
Open air X X

% Usa for | o 3 weeks starting from day 13 ar 4 weeks depending on weather conditions.

¥ Use for B weeks From age 4 weeks with rotatian of two ar thres runs of | Ha sach (highly variable depending on available surface areal.

lence of shedders, the level of C. psittac shedding was particularly
low (mean Cq of 39) (Table 1.

Air and environmental contamination by C. psiffaci. All air
samples collected at the hatchery and the slaughterhouse were
found to be negative. Positive air samples with a generally low load
of C. psittaci (Cq of 35.7 to 37.7) were detected in three flocks (Al
A2, and C) (Table 1), when the birds were heavy shedders (low
mean Cq of 25) (statistically significant negative correlation be-
tween Cq values of shedders and positive air samples; Spearman’s
rho = —0.479, F = 0.003). Dusters were detected positive (Cq
values ranging from 28 to 39.7) in flocks Al, A2, and C, as well as
in flocks B and D7 harboring the heavy and moderate shedders,
respectively (Table 1). The dusters were not taken at the transter-
to-slaughterhouse step for erther flock A2 (because of the herpes-
virus outbreak) or flock E (because the building was already
cleaned and had been empty for & weeks ). Similarly, the soil sam-
ples originating from flocks Al, A2, B, C and D2 were positive (Cq
values ranging from 28.9 to 40). Chlamydia was detected in water
samples (Cq values ranging from 27.9 to 39.4) obtained from
flocks A2, C, D2, and E, whereas none of the environmental sam-
ples obtained from flock D'l were positive (Table 1. A statistically
significant positive correlation was observed between the preva-
lence of shedders and the positive environmental samples: dusters
(Spearman’s rho = (L6389, P < (L001), water samples { Spearman’s
tho = 0.4%6, P = (LO10), and so1l samples {Spearman’s rho =
(L.E18, P = 0.001). As expected, the soil samples were mainly pos-
itive when the birds were heavy shedders (statistically significant
negative correlation between Cq values of shedders and positive
soil samples; Spearman’s tho = —0.726 with F = 0.011). More-
ower, there was a strong relationship between C. psittaci load in soil
samples and those in dusters and water samples; in fact, there was
a perfect match between the orderings of the corresponding Cq
values, yielding a Spearman’s rho equal to 1. Sequenang of the
ompA gene confirmed the presence of an E/B genotype of C. psit-
taci in the environmental samples harboring the same subgeno-
types as those identified in the birds (E/B_06-859 or E/B_E30)
(Table 1.
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Presence of bacteriophage Chpl and amocbae in avian and
environmental samples. The bacteniophage Chpl was detected in
all flocks, based on the real-time PCR assay targeting the ORF |
gene. The bacteriophage was mostly detected (with Cq values
ranging from 30 to 40) when birds were heavy chlamydial shed-
ders. Specifically. the higher levels of C. psittact shedding (lower
Caq values) occurred at the peak of prevalence of Chpl shedders
{statistically significant negative correlation between Cq values of
. psittaci shedders and cloacal swabs positive for Chpl; Spear-
man's tho = —{0.329 with P = 0.047). Also, there was statistically
significant positive correlation between the prevalence of C. psit-
tact and Chpl shedders (Spearman’s rtho = 0.846 wath P < (0.001).
However, though some Chlamypdiaceae-positive DNA samples
were negative for Chpl, this phage was also detected on Chiarmy-
diaceas-negative samples. Sequencing of the ORF | and ORF 2
genes was performed on DNA collected on swabs from six of the
seven flocks (A1, B, C, D1, D2, and E). Sequences were aligned and
compared to the corresponding Chpl sequence {accession num-
ber NC_001741). AlORF | fragments were identical to the ORF 1
sequence of Chpl, but three different sequences with three point
mutations were obtained for the ORF 2 gene (detected in flock B
for the first, in flock C for the second, and in flecks A1, D1, D2, and
E for the third) compared to the ORF 2 sequence of Chpl (see Fig.
52 1n the supplemental matenal ). The three new sequences of ORF
2 were submuitted to the European Nucleotide Archive {accession
numbers LNS06837 to LN906839).

Free-living amoebae were detected in DNA samples from both
water and soil, with a higher prevalence for Amoehozoan (38/52
and 41/105 water and soil samples tested, respectively) than for
Vahlkampfidae (16/52 and 27/105). However, no significant dif-
ference was found between the values of C. psittac contamination
in the environmental samples and the occurrence of amochae
{Amoebozoan and Vahlkampfiidae) in the corresponding samples
{F = 0,05 1n all nonparametric Mann-Whitney tests performed).

Evaluation of farming practices and activities. (Juestions
concerning the management practices routinely applied in each
breeding farm or flock were grouped according to the interactions
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FIG 2 Levels of shedding in fiocks Al, A2, B, C, D1, D2, and E. The percentages of positive animals are represented by histograms, and the mean Cq of each

sampling time is indicated by 2 mark with the associated standard deviation.

between two batches (cleaning and disinfection practices) or be-
tween birds of the same batch (feeding and watering, as well as
bird density), while the interactions between humans and birds
were additionally categorized according to the farming activities
(interventions) (Table 2). In order to conduct statistical analysis,
numerical scores were given for each practice or activity, which
were correlated with the prevalence and level of C psittac shed-
ding (Table 1) and were evaluated for all spaces separately {out-
doors or indoors ) or overall (outdoors and indoors). In cach farm,
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none of the outdoor areas were adjacent to the outdoor areas of
another farm. Only farm [ raised another avian species in parallel
(pheasants), whereas measures aganst wild animals or birds were
taken in all cases but without real efficiency. Water came from
public networks and occasionally from wells, except for farm C,
where it came only from a well. The water network was acid-
treated regularly, except in farm B. All farmers used the same
cleaning andfor disinfection products supplied by the same com-
pany but applied them in different ways and at different frequen-
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cies. The analysis showed that the prevalence of C. psittac shed-
ders was inversely related to the level of disinfection. Lower
percentages of C. psittac shedders were generally associated with
high levels of disinfection applied to starter-building facilities; a
negative correlation (Spearman’s tho = —0.352, F = 0.048), sig-
nificant with respect to the significance level of (L05, was detected
(see Fig. 53 in the supplemental material). The practice of using an
alkaline detergent for cleaning in the expansion building was not
followed by farms A and Charboring the heavy C. psittaci shedders
(Table 2). Expansion buildings were regularly limed, again with
the exception of farms A and C. The manure was removed from
the bullding after each flock except in farm C, where 1t was re-
moved only twice a year. Furthermore, every farm except farm C
underwent a depopulation period of varying durations. Finally,
regarding worker activities, a significant correlation {Spearman’s
tho = —0,629, F =< 0.001) was found between the place of inter-
ventions (open air versus cdlosed building) and the prevalence of C
psittaci shedders; the prevalence was higher when the correspond-
ing operations took place in the open air (see Fig. 54 in the sup-
plemental material). Moreover, a negative correlation was ob-
served between the duration of operations and Cq values of C
psittaci shedding (Spearman’s tho = —(0.458, P = 0.035); the load
of shedding was higher (low Cq values) when the operation lasted
for one or more than | day (see Fig. 55 in the supplemental mate-
rial}.

DISCUSSION

Thus study was carried out on seven mule duck flocks to explore
psittaci circulation from the hatchery to the slaughterhouse and to
identify and evaluate possible roonotic pathways and means of C.
psiftact persistence in these environments. All flocks explored in
this study harbored positive birds at different moments during the
breeding process, confirming the high prevalence of C psittact in
mule ducks in France. We chose to analyze cloacal swabs in order
to describe . psittaci shedding dynamics in infected birds since
chlamydiae may survive as commensals in the gastrointestinal
tracts of virtually all natural hosts and persist for long periods
without any overt inflammation or pathology (26). It is worth
mentioning that quite similar shedding levels were obtained from
cloacal and pharyngeal swabs collected and analyzed in parallel in
a previous survey conducted on ducks (). Only the E/B genotype
was detected in these flocks. This genotype has been found to be
common in duck farms and has already been implicated in duck-
associated human cases of psittacosis in France (6).

In this study, three different patterns of C. psittaci shedding
were highlighted involving birds about the age of 4, 8, and 12
weeks with heavy, moderate, and low excretion levels, respec-
tively. The pattern corresponding to the heavy and early shedding
detected in 4-week-old birds was novel compared to those identi-
fied in a previous study conducted on other duck breeding farms
from the same geographical area (18). The latter study raised
many questions as to whether the environment could play an im-
portant role in maintaining infection in duck farms. In most of the
cases in the present study. the peak of C. psiftact shedding was
detected in ducks that concomitantly had access to an outdoor run
(from 1 to 4 weeks, depending on flocks). In birds of flocks Al and
Al, the heavy shedding coincided with their first access to a small
outdoor field (enclosure) near the livestock building. whereas the
moderate shedding presented by the birds of flocks B and D2
comncided with the period when they were on the outdoor run
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{outdoor expansion area). The exception to this rule was flock C,
which harbored birds with heavy shedding before access to an
outdoor run, but applied the most incomplete cleaning and dis-
infection practices (further discussed below). Other exceptions
were flocks D1 and E. where the peak of shedding occurred later.
In farm E, a doxycycline-based treatment had been administered
in the birds” drinlang water due to severe dyspnea at 4 weeks
without any chlamydia being detected in bird samples collected
before this age. This antibiotic is active against chlamydiae, and
this probably delayed the bacterial replication and the shedding
once the birds were exposed to chlamydiae. Concerning flock D1,
it 1s noteworthy that, in contrast to all other flocks, including flock
D2, C psittac was not detected in any environmental sample col-
lected outdoors (Table 1). The different environmental exposure
of flocks [ and D2, since they were on separate outside fields,
could explain their different shedding patterns (middle and late).
In any case, variables, i.e., the prevalence and level of C. psiftaci
shedding, analyzed and evaluated for all breeding spaces, showed
significant differences between indoors and outdoors (F = (LOLE
for the prevalence and P < 0.001 for the Cq values) (see Fig. 564
and B in the supplemental material}. Specifically, significant dif-
ferences were found between indoors, enclosures, and outdoor
expansion areas concerning the level of C. psitfact shedding (P =<
(0.001) with the higher levels (lower Cq values) corresponding to
enclosures (see Fig. 56C in the supplemental matenal ). Moreover,
a significant effect of the “intervention” factor was also found on
the prevalence (P = 0.008) and level (F = 0.001) of C. psiftaci
shedding (see Fig. 57 in the supplemental matenal). It 1s probable
that some interventions may induce more stress for birds and lead
to heavier shedding, but this cannot explain all the differences in
the prevalence or the excretion level in bards and other factors,
such as the “outdoor™ factor, that seem to critically impact shed-
ding (Table 1). As has been previously reported, the presence of
coinfections could exacerbate chlamydial shedding (27-30). Un-
like the cases described in these latter studies, it is interesting that
the herpesvirus infection that emerged in flock A2 (resulting in
premature slaughtering) did not increase the level of C. psiftaci
shedding from ducks, which therefore had the same shedding pat-
tern as those of flock Al

Vertical transmission of . psitfaci was already reported in
chickens and turkeys (9, 31, 32). In our study, only five samples
from dead embryos (unhatched eggs) were found positive,
whereas all cloacal swabs (n = 105) obtained from 1-day-old
ducklings at the hatchery were negative for chlamydiae. More-
over, only a few (5 of 105; Table 1) cloacal swabs recovered at
introduction and at the nail-trimming stages were positive, sug-
gesting a limited role of both vertical and honzontal (possibly by
inhalation) transmission pathways between duck flocks. Taking
into account all the above-mentioned findings and keeping in
mind that chlamydiae are able to persist within the gastrointesti-
nal tract in a commensal relationship (26}, environmental con-
tamination and transmission seemed to constitute the most prob-
able main pathway in duck flocks. In this study, environmental
samples such as soil and water obtained from different places fre-
quented by the birds during the first four breeding stages were
maostly positively correlated with the occurrence and prevalence of
. psittaci shedders at the respective stages. The strong association
between positive soil samples and high shedding level, as well as
the perfect relationship shown between the chlamydial load in soil
samples and the loads in dusters and water samples, indicate that
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the contaminated soil may be the most significant source of trans-
mission, even after the shedder birds have been removed from the
breeding facilities. Clearly, we can assume that infected birds, pos-
sibly infected ducklings from heavily shedding laying flocks (18],
introduce chlamydiae into a farm, contaminating its environ-
ment. In the hypothesis where chlamydiae are able to survive long
enough in the farm environment, uninfected flocks arriving at the
same places (indoors and especially outdoors) could then become
infected.

In our survey, none of the C. psittac-infected ducks presented
symptoms. The absence of dlinical signs coupled with the exs-
tence of various C. psittact shedding patterns in birds could make
the exposure to C. psittact for workers unpredictable, increasing
the nisk since ducks are frequently handled during the breeding
process. Therefore, in order to assess the exposure risks and iden-
tify the sources of contamination, it was interesting to analyze
environmental samples from flocks at each occasion requiring
workers to handle the birds. Among other sources, air samples and
dusters from these specific stages were analyzed, since zoonotic
transfer mostly occurs through inhalation of contaminated aero-
sols or contaminated dust particles created from avian excretion
(33). Air samples were positive in three flocks (Al, AZ. and C)
harboring carly and heavy shedders. Sampling was carried out
dunng the primary vaccination conducted in closed buildings.
Consequently, C. psiftaci exposure via aerosols for workers at
these farms is real, and the wearing of personal protective equip-
ment appears to be essential. The exposure seems to be higher in
breeding farms than at hatcheries and slaughterhouses, since no
positive air samples were found at the latter. However, human
cases have already been reported in duck hatcheries and slaugh-
terhouses (34, 35). In our study, only a few birds were positive
with a low level of shedding at the slaughterhouse, which concurs
with findings obtained in this same slaughterhouse in 2003 (36).
Confirmed or regularly suspected cases of psittacosis among
workers in this slaughterhouse could be explained by the accur-
rence of heavily shedding ducks not detected in these two inde-
pendent surveys, even if two duck flocks highly positive for Chila-
mypdiaceae but not for C. psittact were identified in a previouws study
(36}, or by the fact that exposure to a small number of chlamydiae
is enough for active infection in workers. Regarding the hatchery,
the differences could possibly be explained by the different prev-
alences of vertical contamination from parental flocks. Mean-
while, contaminated dust is known to play an important role in
worker exposure. A lot of dust 15 raised dunng several activities
(handling birds during vaccinations, bird transfers, etc.) which
could be a source of aerial contamination. In our study, dusters
detected positive in the flocks with the heavy (Al A2, and C) and
also the moderate (B and D2) shedders (Table 1) were carrying a
chlamydial load strongly associated with the loads detected in
avian and soil samples. It is worth mentioning that, in a retrospec-
tive investigation conducted on a duck farm, & months after the
clinical onset in birds and in a duck farmer who presented with a
particularly severe pneumonia due to . psittac, dust was found to
be the only positive among other environmental and avian sam-
ples (15]).

Since chlamydiae are obligate intracellular bacteria, they could
either survive in the cellular structures in which they have been
excreted (8] or with the assistance of a host, for example, amoebae.
It has indeed been observed that some Chlamydia species are able
to survive and even multiply in free-living amoebae (37-39). It is
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thus possible that C. psittac could also survive in this host. Enwvi-
ronmental samples taken for this study (water and soil samples;
Table 1} were also tested for the presence of amoebae, and higher
prevalence rates were found for Amoebozoan than for Vahlkamp-
fiidae. However, the link between chlamydial contamination and
the presence of amocbae was less evident, obviously owing to the
ubiquitous nature of the amoebae, Further in vitro studies on chla-
mydial survival in the presence of amoebae could validate or re-
fute the hypothesis concerning the role of amoebae as reservoirs
for . psiftaci in the environment. Furthermore, it has also been
sugpested that naturally occurring bactenophage infection may be
vet another persistence induction mechanism (20). In this con-
text, chlamydial infection might be kept at a very low level for
prolonged periods (e.g., in the gut) and could be triggered once
the phage population was greatly reduced and after the immune
response in the local site has abated. Such a scenario would be
consistent with long-suspected latent or inapparent in vive chla-
mydial infections (40}. In our study, the C. psittaci bacteriophage
Chpl was identified in all flocks, mostly in the joint presence of
chlamydia. Interestingly, the higher levels of C. psitfac shedding
occurred at the peak of prevalence of bacteniophage shedders, im-
plying that Chpl infection may be a nonnegligible factor in .
psittaci biology and pathogenesis in ducks. However, the phage
was not detected in duck C. psittac strain suspensions available in
our laboratory (data not shown), in line with previous observa-
tions under which the presence of phage may go undetected in i
vitro cultures for long periods of time (41). Chpl was also detected
in 82% of DMA taken from dusters, 29% of DNA from air, 7%
from water and 34% from soil recovered from farm environments
{Table 1). Chpl infection, although often “cryptic,” is probably an
integral part of duck chlamydiosis in some countries, eg., the
United Kingdom (41). Remarkably, infection with C. psittac bac-
teriophage Chpl was reported for the first time in 1982 in the
context of a severe outbreak of human psittacosis at a duck-pro-
cessing plant in East Anglia (United Kingdom), with the Chpl
being suspected of amplifying the virulence of C. psitfac strains
involved (43). The high prevalence of this bactenophage in the
mule duck breeding process could thus generate a greater risk of
human contamination.

Intraflock contamination could occur at any time, thus ex-
plaining the different shedding patterns observed. This probably
depends, in addition to the birds’ immune status, partly on anti-
microbials periodically administered, as seems to have happened
at farm E, where late shedding occurred after a doxycycline-based
treatment, but mainly on the cleaning and disinfection procedures
implemented. The survey conducted at these farms regarding the
management practices routinely applied showed that farms that
apply the most incomplete cleaning and disinfection protocols
were usually those with the heavy shedders, such as farms A and C.
Interestingly, whereas the use of alkaline detergent and lime for
cleaning could affect environmental contamination, the applica-
tion of disinfectant containing quaternary ammonium and glu-
taraldehyde seems to be the main practice that could reduce the
prevalence of C. psittact in ducks. These findings were expected.
since chlamydiae, although remaining infectious in organic mate-
rial for many months, seem to be susceptible to disinfectants (&),
However, it would have been interesting to further examine envi-
ronmental samples recovered from farm facilities after the re-
maoval of birds and before the arrival of new flocks in order to
evaluate the efficiency of different disinfection protocols. Finally,
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regarding worker activities, the place (open ar versus closed
building) and the duration of operations seem to be potential risk
factors. The need to handle birds in closed buildings and the risk
associated with this practice should dictate the obhgatory use of
personal protective equipment (e.g.. clothing that does not retain
dust, gloves, and face shields). Besides, the knowledge of the nsk
arising from prolonged exposure emphasizes the need for modi-
fication and adaptation of such work protocols and the strict ob-
servance of good practices proposed (44). Future research should
focus on these topics.

Conclusion. This study allowed a precise monitoring of mule
duck flocks with a closeup on activities implying the interaction of
humans with birds in order to assess the potential sources of
worker exposure. It confirms the high prevalence of C. psittaci in
mule duck flocks in France. The absence of clinical signs, along
with the existence of various C. psittacs shedding patterns in ducks,
together mean that exposure to O psittaci for workers is unpre-
dictable and yet considerable. Emvironmental contamination sig-
nificantly correlated with shedding dynamics seems to be the most
probable main pathway transmission. The high prevalence of
Chpl bacteriophage in mule ducks could be an important factor
in C. psittac persistence, thus creating a greater risk of human
contamination. Cleaning and disinfection procedures could have
an impaortant impact on persistence and on environmental con-
tamination. The obligatory use of personal protective equipment
and the strict observance of good practices are essential to protect
workers from exposure during the mule duck breeding process.
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Figure 18 : Evolution du titre bactérien moyen des séries S1 a S5 de C. psittaci exprimé en
logy avec les écart-types, en fonction du temps et de la température d’incubation.
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2. Etude de la survie de Chlamydia psittaci par des modeéles in vitro

2.1 Etude de la survie de C. psittaci souche 06-859 maintenue a différentes

conditions de température

Plusieurs revues font état de la possibilité de la survie des CE de C. psittaci dans
I’environnement, qui pourraient alors représenter une source de contamination notamment
pour les animaux. Nous avons fait le choix de tester I'effet de la température sur la survie de
C. psittaci en l'incubant a différentes conditions visant a mimer des conditions de
températures auxquelles elles pouvaient étre exposées sur les parcours d’élevage.

Une suspension de la souche 06-859 de C. psittaci a été diluée en PBS puis incubée a trois
conditions de température : -20°C, +4°C et +20°C. Des prélevements ont été effectués de Jop a
Jeo a raison de deux fois par semaine durant les deux premiéres semaines, puis une fois par
semaine jusqu’a Jzo et ensuite a Jgo. Les prélévements ont été analysés par IFD afin de suivre
I’évolution du titre bactérien. L’essai a été réalisé avec cinq répétitions.

Les résultats de I'étude sont présentés en Figure 18.

Apres titrage par IFD a Jo, le titre de l'inoculum de C. psittaci 06-859 a été estimé a
9,4.10° IFU/mL.

La tendance observée est identique pour les trois températures testées avec une
décroissance du titre bactérien au cours du temps. Cependant, cette perte d’infectivité est
plus brutale pour les échantillons incubés a -20°C et +20°C, puisque le titre perd en moyenne
4 3 5 log en 21 jours, contre 2 log a +4°C, pour le méme temps d’incubation. Pour les trois
conditions de température testées, des corps infectieux étaient toujours détectés au bout de
deux mois d’incubation. A Jgo, le titre bactérien des échantillons placés a +4°C a diminué
d’environ 3 log par rapport au titre initial (Jo), contre 6 log pour les échantillons incubés a -
20°C et 7 log pour les échantillons placés a +20°C.

L’analyse statistique a permis de mettre en évidence une différence significative (p <0.0001)
entre les titres bactériens déterminés a +4°C et a -20°C, ainsi qu’entre les titres bactériens
déterminés a +4°C et a +20°C (p < 0.0001). Comme attendu, la durée d’incubation a
également un effet significatif sur le titre bactérien.

~ 181~



30

31

32
/\//* —e—MOI 5

33 \\/ P MOI 10

——MOI 20

34 _7\%"&.—5-’

Cq obtenu par PCR en temps réel

35 T T T T T T T 1
0 24 48 72 96 120 144 168 192

Temps (exprimé en heures)

Figure 19 : Evolution de la valeur de Cq obtenue par PCR en temps réel ciblant le géne
23S rRNA en fonction du temps et de la MOI considérée.
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2.2  Etude des interactions entre C. psittaci et A. castellanii

Les Chlamydia étant des bactéries parasites intracellulaires obligatoires, leur survie a plus ou
moins long terme dans I'environnement semble étre conditionnée par une interaction avec
un hote présent dans le sol. De nombreuses especes de Chlamydiales sont capables de
survivre, voire de croitre, dans des amibes libres de I’environnement, en particulier
C. pneumoniae, C. abortus et C.trachomatis [339, 340, 342]. En raison de la mise en
évidence par PCR d’amibes dans des prélévements environnementaux collectés en élevages
de canards Mulard (voir 1.3.), les interactions possibles entre C. psittaci et une espéce
d’amibe tellurique, A. castellanii, ont été investiguées.

A partir d’un tapis d’amibes inoculées avec une suspension de C. psittaci, trois essais
indépendants ont été réalisés. Lors du premier (Essai 1), la présence de la bactérie a été
recherchée par PCR a partir des tapis d’amibes obtenus par grattage.

Pour la seconde expérience (Essai 2), le surnageant de culture et le tapis d’amibes obtenu
par grattage ont été remis en culture sur cellules afin de détecter et dénombrer les bactéries
viables.

Enfin, lors du troisieme essai (Essai 3), la présence de C. psittaci dans les amibes a été
recherchée par microscopie électronique.

2.2.1.Essai 1 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par PCR

Le titre de l'inoculum lysé et utilisé pour infecter le tapis d’amibes a été estimé a
1,0.10° IFU/mL.

Les tapis d’A. castellanii ont été infectés par lI'inoculum de C. psittaci avec différentes
MOI : MOI 0.1, MOI 5, MOI 10 et MOI 20. La MOI 0.1 n’ayant donné que des résultats tres
faiblement positifs par PCR (données non présentées), cette condition a été écartée de
I'analyse et seuls les résultats obtenus pour les MOI 5, MOI 10 et MOI 20 sont présentés en
Figure 19.

De I'ADN de Chlamydiaceae a été détecté dans le tapis d’amibes par PCR en temps réel a
chaque temps de prélevement et pour chacune des trois MOI. L’évolution du Cq en fonction
du temps d’incubation est relativement stable, toujours compris entre Cq 33 et 34 pour la
MOI 5, entre Cq 31 et 35 pour la MOI 10 et entre Cq 32 et 34 pour la MOI 20.
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Figure 20 : Proportions de C. psittaci dans le surnageant (en rouge) et dans le grattage d'amibes (en
vert) par rapport a l'inoculum de départ (en bleu) a J; pour les quatre MOI testées.
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Figure 21 : Evolution du titre bactérien dans le surnageant et le grattage au cours du temps pour

chaque MOI.
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2.2.2. Essai 2 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par culture

Les tapis d’A. castellanii ont été infectés par C. psittaci selon quatre MOI : MOI 1, MOI 50,
MOI 100 et MOI 200. Des prélevements ont été réalisés a J4, J,, J3 et J; post-infection et le
surnageant et les tapis d’amibes obtenus par grattages ont été remis en culture sur cellules
et analysés par IFD.

Les résultats de titrage obtenus a J; post-inoculation des amibes sont présentés en Figure 20.

La proportion de Chlamydia n’ayant pas été éliminée lors du changement de milieu aprés la
centrifugation d’inoculation, et donc détectée dans le surnageant ou dans le grattage du
tapis d’amibes, est de plus en plus faible lorsque la MOI augmente. En effet, cette proportion
s’éleve a 34 % de I'inoculum de départ pour la MOI 1, et seulement a 7 % pour la MOI 200.
La proportion de C. psittaci détectées dans le grattage d’amibes est toujours trés faible,
guelle que soit la MOI.

L’évolution au cours du temps des titres bactériens pour chaque MOI, déterminés par IFD
(exprimés en IFU/puits de plague de culture P6) dans le surnageant et le grattage du tapis
d’amibes est présentée en Figure 21.

Les titres bactériens déterminés aussi bien dans le surnageant que dans le grattage sont
relativement stables au cours du temps pour toutes les MOI, a I'exception du grattage de la
MOI 1 dont le titre bactérien est devenu nul a J; Plus la MOI est importante, plus les titres
bactériens calculés, aussi bien dans le grattage que dans le surnageant, sont élevés. Un écart
important est observé entre les titres bactériens déterminés pour la MOI 1 et ceux calculés
pour les trois autres MOI.
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Figure 22 : Clichés d’A. castellanii en microscopie électronique.
A) Cliché d’une A. castellanii non infectée (témoin négatif).
B) Cliché d’une A. castellanii infectée par C. psittaci a 24 h pi.
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2.2.3. Essai 3 - Infection de A. castellanii par C. psittaci et analyse par MET

Des clichés de microscopie électronique ont été réalisés apres fixation d’amibes infectées
par C. psittaci (MOI 200), a 24 h pi.

Tandis que des vacuoles quasi vides sont observées pour les amibes non infectées
(Figure 22A), les clichés de microscopie montrent des vacuoles remplies de corps sphériques
pour les amibes infectées par C. psittaci (Figure 22B).

Ces corps sphériques sont peu denses aux électrons, certains semblant méme « vides »
(Figure 22B), et mesurent environ 0,3 um de diametre (Figure 23).
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Figure 23 : Cliché de microscopie électronique des corps sphériques observés dans une vacuole
d’A. castellanii infectée par C. psittaci a 24 h pi.
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La chlamydiose aviaire, maladie provoquée par C. psittaci, est un facteur important de pertes
économiques dans l'industrie avicole de certaines régions du monde, mais représente
surtout un risque zoonotique pour les personnes exposées aux oiseaux. En effet, en France,
les cas humains les plus sévéres sont trés fréquemment liés a une exposition a des volailles
et tout particulierement a des canards [376]. L'infection chez I’'animal étant principalement
asymptomatique, elle est souvent détectée suite au signalement de cas humains qui peuvent
s’avérer dramatiques si le diagnostic et/ou le traitement ne sont pas mis en place
rapidement.

Dans le cadre de cette thése, des suivis ont été réalisés sur des volailles a différents stades
de I'élevage (couvoir, pré-gavage et gavage pour la filiere canard, et abattoirs impliqués dans
I'abattage de différentes especes aviaires) afin d’évaluer la prévalence des Chlamydiaceae
chez ces oiseaux et de caractériser les souches circulantes. Des prélevements d’air ainsi que
des suivis sérologiques et biologiques du personnel volontaire ont été effectués en parallele
afin d’évaluer I'exposition des professionnels travaillant au contact de ces animaux. Des
prélévements environnementaux ainsi que des essais in vitro visant a étudier la survie de
C. psittaci ont été réalisés afin de tenter de mieux caractériser les modes de contamination
possibles des oiseaux, ce qui pourrait, a terme, permettre de maitriser le risque de
contamination par C. psittaci chez I'animal et donc de réduire I'exposition des
professionnels.

1. C. psittaci chez les canards vs C. gallinacea chez d’autres espéeces de
volailles.

Les suivis effectués en filiere canards Mulard ont confirmé une prévalence importante de
C. psittaci chez cette espéce en France, comme cela avait déja été évoqué lors de
précédentes études [1, 2], avec cependant des niveaux d’excrétion variables chez les
animaux en fonction des stades de productions et des élevages. Le typage des préléevements
positifs a uniquement mis a jour le génotype E/B, avec une prédominance du sous-génotype
06-859. Ce génotype circule dans les élevages de canards en France et a été associé a
plusieurs reprises a des cas de contamination humaine [1, 161, 253]. Le séquencage du géne
ompA utilisé comme méthode de génotypage dans le cadre de ces travaux semble adapté
car, si la méthode de MLVA permet généralement de distinguer les génotypes, ce
séquencage reste la méthode la plus discriminante pour les souches appartenant aux
génotypes C et E/B, classiquement isolées chez les canards [377].

La problématique de la chlamydiose chez le canard Mulard est principalement francaise et
peut notamment s’expliquer par I'existence d’'un cheptel important, puisque le canard
représente plus de 92 % de la production mondiale du foie gras [378]. Aucun symptome
évocateur de chlamydiose tel que classiquement décrit n’a été observé dans le cadre de ces
suivis. Avant les années 90, des signes cliniques, tels que des tremblements, des
conjonctivites, des décharges nasales purulentes ou encore de fortes mortalités, étaient
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décrits dans les lots de canards infectés par C. psittaci [189]. Depuis, les infections sont
principalement asymptomatiques et trés souvent découvertes fortuitement en lien avec des
cas humains ou dans le cadre d’études spécifiques. Cette différence ne peut étre
formellement expliquée a ce jour, mais il est possible que les Chlamydia impliquées dans les
cas cliniques décrits dans le passé correspondaient a des souches plus virulentes
(génotype A, par exemple) que celles circulant désormais dans les élevages (génotypes E/B
et C). Le typage des souches n’était que rarement réalisé a I'époque, les anticorps
monoclonaux nécessaires au sérotypage n’étant détenus que par un nombre trés limité de
laboratoires de recherche. Les symptomes observés pourraient aussi étre imputés a la
présence de co-infections qui seraient moins présentes de nos jours, en raison de leur
disparition naturelle ou de par l'utilisation de vaccins, ou encore a la sélection génétique qui
a pu avantager des animaux plus résistants.

En parallele, des prélevements ont été réalisés dans un second abattoir, abattant différentes
espéces de volailles a I'exception du canard (Abattoir B). Hormis un unique lot de poulets,
dans lequel C. psittaci a été détectée a |'occasion de prélévements supplémentaires
effectués en fin d’année lors de I'abattage de volailles festives, seule I'espece C. gallinacea a
été détectée chez les volailles analysées dans cet abattoir. Ces souches particuliéres avaient
initialement été détectées en Allemagne dans le cadre d’investigations conduites sur des lots
de volailles [246] et avaient ensuite été isolées par le laboratoire a partir de poulets suite au
signalement de pneumonies atypiques recensées chez des personnes travaillant dans un
abattoir en Charente [88]. Notre étude a été la premiere a souligner I'importance de
C. gallinacea chez les poulets et les dindes. Depuis, une étude menée en Asie a également
montré une forte prédominance de C. gallinacea chez les poulets [226]. Ces résultats
contrastent avec ceux obtenus dans deux abattoirs belges ou, au contraire, I'espece
C. psittaci a été mise en évidence dans de nombreux lots de poulets et de dindes [186, 379].
La présence de C. gallinacea n’avait cependant pas été recherchée. |l semble gu’il y ait un
effet géographique sur la distribution de C. psittaci en élevages avicoles, trouvant peut-étre
son origine dans les pratiques d’élevage ou la circulation de Chlamydia dans les lots de
reproducteurs et dans I'’environnement des élevages.
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2. Une exposition des professionnels a C. psittaci réelle tout au long de la
filiere canards Mulard : a un niveau moindre en couvoir par rapport a
I’abattoir et plus fréquente en élevages

Les suivis ponctuels et mensuels réalisés au couvoir n’ont révélé qu’une trés faible présence
de C. psittaci chez les animaux ou les ceufs analysés, ainsi que dans les prélévements d’air
réalisés a différents postes de travail. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus dans
une étude menée par I'ITAVI et I’ANSES de Ploufragan en 2013 (« PalmiCouv »), dans
laquelle des préléevements de poussieres et des écouvillons cloacaux effectués sur des
canetons agés d’un jour dans 13 couvoirs de canards se sont tous révélés négatifs vis-a-vis
de C. psittaci par PCR (Données LNR non publiées). Pourtant, des cas de contamination
humaine ont été rapportés en 2009 dans le couvoir suivi [1, 258]. La détection d’un
prélevement d’air et de quatre OBNE trés faiblement positifs au couvoir laisse entrevoir la
possibilité d’une exposition des professionnels, a bas niveau, sans qu’aucun cas suspect de
psittacose n’ait été signalé durant la période de ce suivi, ni méme depuis les derniers cas
signalés en 2009. Pour expliquer les contaminations humaines signalées en couvoir, ou
encore en amont chez les éleveurs de reproducteurs, la possibilité d’une sur-excrétion
massive de C. psittaci chez des lots de reproducteurs qui contamineraient a leur tour leur
descendance et exposeraient ainsi les employés a été évoquée [1]. Les causes de cette sur-
excrétion chez I'animal sont encore inconnues, mais pourraient notamment étre expliquées
par la présence d’infections concomitantes. En effet, de nombreuses études ont évoqué le
role des co-infections dans I'augmentation de la virulence de C. psittaci [142, 144-147, 237].
Ainsi, le personnel du couvoir pourrait se contaminer via la manipulation d’ceufs issus de
parentaux fortement excréteurs, lors de I'incubation de ces ceufs ou bien lors de I'éclosion.
Une étude belge a en effet montré que 29 % (7/24) des lots de coquilles d’ceufs de poule
prélevés en élevages étaient positifs vis-a-vis de C. psittaci par PCR [159]. De plus,
I'incubation expérimentale, mimant les conditions d’incubation en couvoir, d’ceufs dont les
coquilles avaient été enduites avec une suspension de C. psittaci a montré la pénétration de
la bactérie dans tous les ceufs testés (15/15) [159]. Cependant, dans le couvoir suivi dans le
cadre de cette thése, les ceufs sont décontaminés a leur arrivée puis incubés en atmosphere
« propre ». De plus, la contamination in ovo entraine le plus souvent la mort de 'embryon,
les ceufs embryonnés sont d’ailleurs classiguement utilisés pour isoler les souches de
Chlamydia. Une contamination du personnel du couvoir par la manipulation des ceufs
semble peu probable du fait des procédures de désinfection en place, mais possible lors de
I’éclosion de lots qui auraient été contaminés in ovo et auraient survécus. Un tel épisode de
contamination a été rapporté dans ce couvoir en 2009, avec la mise en évidence d’OBNE
fortement contaminés par C. psittaci [1].

En élevages, I'ensemble des sept lots de canards Mulard suivis se sont révélés positifs
vis-a-vis de C. psittaci et différents schémas d’excrétion ont été mis en évidence. Les
prélevements d’air réalisés en élevages étaient positifs en corrélation avec le niveau
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d’excrétion des animaux. L'exposition des professionnels a ce niveau de la filiere est donc
réelle, mais invisible car aucun animal n’a présenté de symptémes, et imprévisible du fait
des différents schémas d’excrétion.

En abattoir (A), la présence de Chlamydia a été mise en évidence dans 48% (48/100) de
I'ensemble des lots analysés lors des différentes études. Mais le plus souvent, le nombre
d’animaux positifs ainsi que la charge bactérienne détectée étaient tres faibles. Le méme
constat a été fait dans un autre abattoir également spécialisé dans I'abattage de canards,
avec 33 % (13/39) de lots faiblement positifs prélevés sur une période de deux mois et demi
(Données LNR non publiées). Cependant, en plus des deux lots exceptionnels détectés
fortement positifs sur la chaine d’abattage, le suivi mené en élevages a montré qu’un lot de
canards traité avec des antibiotiques comportait un nombre non négligeable d’animaux
toujours excréteurs au moment du gavage et a son arrivée a I'abattoir (voir 4.). Différents
facteurs, tels qu’une contamination tardive (via I'environnement, la faune sauvage...) [1] ou
encore un traitement antibiotique [220], peuvent agir sur I'excrétion des animaux et
conduire a l'arrivée sur la chaine d’abattage de lots représentant un risque plus important
pour le personnel exposé.

La présence de Chlamydia n’a pu étre mise en évidence que dans cing prélévements d’air
réalisés dans |’abattoir A. Néanmoins, une limite du suivi de la contamination aérienne
réside dans les séquences d’analyse réalisées. En effet, seuls deux prélévements de 10 min
ont été faits par poste de travail en utilisant un appareil et un milieu d’impaction validés
pour la détection des Chlamydia [261]. Cette analyse menée seulement sur une courte
période sur une journée de travail refléete uniquement la contamination aérienne au contact
du lot traité au moment du prélévement. Des capteurs individuels et portatifs existent et
permettraient d’évaluer en continu I'exposition de chaque travailleur. Les prélevements d’air
positifs a I'abattoir provenaient du quai de déchargement et dans la zone d’accrochage des
volailles. A ces deux postes de travail, les animaux sont vivants et parfois trés agités. Le
déchargement des caisses contenant les canards se fait, dans cette entreprise, dans un
couloir permettant aux camions de circuler. Cet acces forme un couloir d’air dans lequel le
vent s’engouffre et peut entrainer une aérosolisation des bactéries excrétées. Les animaux
sont en général placés par trois ou quatre par caisse, et ces caisses sont déchargées et
entassées les unes sur les autres sur le quai. Les canards, le plus souvent stressés, fientent
énormément, souillant a la fois leurs congéneres situés dans les cages inférieures ainsi que le
qguai de déchargement. Les fientes présentes au sol peuvent ensuite étre transportées dans
le reste de I'abattoir, via les bottes par exemple, et les oiseaux manipulés par le personnel
affecté a 'accrochage ont le plus souvent leur plumage souillé. Ces postes de travail sont
donc particulierement a risque pour les travailleurs [380].
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3. Des réponses sérologiques vis-a-vis de C. psittaci chez les
professionnels en abattoir, particulierement chez ceux travaillant au
contact de canards

Les résultats de I'analyse de lots de volailles ont montré que I'exposition directe des
professionnels a C. psittaci est réelle tout au long de la filiéere canards Mulard, mais tres
faible en couvoir, alors qu’elle semble plus fréquente en abattoir.

Dans I'abattoir A, parmi les personnes volontaires pour un suivi biologique et sérologique,
I'une d’entre elle présentait un syndrome grippal lors de la mise en place de I'étude et a d{
étre hospitalisée. Cet homme de 34 ans travaillait dans I'abattoir depuis moins d’un mois.
L’écouvillon pharyngé collecté a Jo s’est révélé positif vis-a-vis de C. psittaci par PCR, alors
gu’aucune trace d’anticorps n’a été détectée a partir du prélevement sanguin collecté au
méme moment, prélévement qui n’a malheureusement pas été renouvelé au bout de 30
jours. Des réponses sérologiques vis-a-vis de C. psittaci ont été détectées chez dix autres
membres du personnel et d’autres cas suspects, non intégrés dans le suivi mis en place, ont
été signalés par linfirmiere de cet abattoir sur cette méme période, suggérant une
exposition récente du personnel a C. psittaci.

D’une maniére générale, il s’avere que les cas les plus séveres de psittacose concernent le
plus souvent les nouveaux travailleurs, personnes naives vis-a-vis de I'agent pathogene tel
qgue lintérimaire hospitalisé, ainsi que les personnes immunodéprimées. Une étude
sérologique menée dans le Sud-Ouest et I'Ouest de la France en 2008-2009 avait ainsi
montré que le nombre de personnes séropositives était plus important en novembre et
décembre, période correspondant aux pics d’activités dans la filiere avicole et nécessitant le
recrutement de personnels temporaires [381]. Il semblerait qu’une immunité se mette en
place chez les personnes en contact régulier avec les oiseaux, les tests sérologiques
effectués sur ces personnes mettant en évidence la présence d’anticorps, sans toutefois que
des signes cliniques ne soient associés [220, 235, 241, 242, 380]. Dans le cadre de notre
étude, les prélevements sérologiques effectués dans cet abattoir sur une personne ayant
contracté une psittacose grave en 2011 étaient négatifs, et parmi les personnes présentant
des réponses sérologiques vis-a-vis de C. psittaci, certaines travaillaient dans I'entreprise
depuis plusieurs années voire plusieurs dizaines d’années. Des réinfections sont possibles,
comme déja évoqué dans le cas d’un vétérinaire qui a contracté une infection a C. psittaci
par deux fois en I'espace de deux ans [382]. Ces résultats suggerent que, s’il existe une
immunité acquise chez I'Homme suite a une infection par C. psittaci, celle-ci est
probablement de durée limitée et pourrait étre spécifique d’'un génotype donné [220].

Dans cet abattoir, huit des dix personnes présentant un résultat positif par PCR ou par
sérologie travaillaient au poste d’éviscération. Ce poste avait déja été identifié comme un
poste a haut risque de par I’exposition du personnel a I'appareil digestif des oiseaux, dans
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lequel la concentration de C. psittaci peut étre importante [220, 227, 235, 241, 380, 383].
Cependant, en raison de la nécessité de polyvalence du personnel au sein des abattoirs, un
employé peut étre amené a occuper différents postes au cours d’une journée de travail.
Parmi les personnes volontaires suivies et occupant des postes de découpe et de
conditionnement, aucune n’a été diagnostiquée positive par sérologie ou par PCR.
Cependant il ressort que quelques personnes ne travaillant pas au contact direct des
animaux, comme le personnel de maintenance, présentaient des réponses sérologiques a un
niveau parfois équivalent a celui de personnes travaillant au contact des canards. Cela
témoigne d’une exposition du personnel a la bactérie dans les zones communes de
I’établissement, possiblement par les flux d’air, ou encore par le biais de travaux de
maintenance conduits sur les chaines d’abattages.

Dans I'abattoir B, des réponses sérologiques faibles vis-a-vis de C. psittaci ont été détectées
chez cing membres du personnel, tous en contact avec des volailles vivantes. Mais les
investigations conduites dans cet abattoir ont surtout montré la prédominance de I'espéce
C. gallinacea dans les lots de volailles analysés, avec le passage régulier sur la chaine
d’abattage de lots fortement excréteurs (voir 2.). Les tests sérologiques utilisés dans le cadre
de nos investigations sur le personnel volontaire (MIF, RecomlLine) sont des tests
commercialisés qui ciblent I'espéce C. psittaci. Le test RecomLine repose sur la détection
d’une sélection d’antigenes recombinants de Chlamydia, alors que la MIF mesure la réponse
vis-a-vis de I'’ensemble des antigénes exposés a la surface de la bactérie [259]. Ces tests sont
connus pour manquer de sensibilité et ces deux méthodes présentent le désavantage d’une
lecture subjective (recherche de points de fluorescence ou de précipités, évaluation de
I'intensité d’une bande). Des recoupements avec les autres bactéries composant la famille
des Chlamydiaceae sont parfois observés [259], et la forte prévalence de C. pneumoniae
dans la population globale peut également masquer dans certains cas la réponse sérologique
spécifique vis-a-vis de C. psittaci. Dans ce contexte, les réponses sérologiques mesurées chez
le personnel de I'abattoir B peuvent étres dues a un réel contact avec des souches de
C. psittaci, mais également a des réactions croisées possibles avec C. gallinacea ou encore
C. pneumoniae. D’une facon générale, des tests sérologiques plus sensibles et plus
spécifiques sont nécessaires afin d’affiner les connaissances. Des travaux sont actuellement
en cours pour identifier et caractériser des antigenes d’intérét pour chacune des especes de
Chlamydiaceae, y compris les deux nouvelles espéces C. avium et C. gallinacea [196].

En comparaison avec les résultats sérologiques, le nombre d’écouvillons pharyngés positifs
par PCR s’est révélé étre tres faible. En effet durant ce suivi, hormis I'intérimaire hospitalisé,
seul un chauffeur, qui transportait des volailles vivantes depuis plus de 10 ans, avait un
écouvillon pharyngé prélevé a J, tres faiblement positif vis-a-vis des Chlamydiaceae (Cq de
39,4), sans que des anticorps n’aient été détectés a Jo et J3o. Les tests sérologiques
témoignent d’une exposition a la bactérie alors que la PCR met en évidence I’ADN. Pour les
personnes dont les résultats sérologiques témoignent d’une infection en cours (présence
d’lgM), un résultat négatif par PCR peut s’expliquer par le type de prélevements et le
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moment auquel il a été réalisé. Chez un patient, un signal positif par PCR peut étre obtenu a
partir d’'un écouvillon pharyngé collecté dans les huit jours suivants le début des signes
cliniques [384]. Des prélevements plus invasifs tels que des lavages broncho-alvéolaires
meénent le plus souvent a de meilleurs résultats. Dans le cadre de notre suivi, la majorité des
personnes volontaires ne présentait aucun symptome. Parmi les personnes présentant des
anticorps vis-a-vis de C. psittaci, seules quelques-unes ont fait état de symptdmes grippaux
lors des entretiens. Les formes inapparentes ou peu expressives de la maladie ont dominé
parmi le personnel.

Les abattoirs A et B ont eu a faire face a des cas de psittacose ces dernieres années, dont
deux cas fatals parmi les membres de leur personnel en 2008 et 2009 (Données non publiées
et [255]). Pour ces deux cas, une souche de C. psittaci d’'un génotype classiquement isolé
chez le canard (génotype E/B) a été identifiée. Si I'origine de la contamination dans
I'abattoir A est assez évidente de par la prévalence importante de la bactérie chez le canard,
elle I'est beaucoup moins pour I'abattoir B. Deux hypotheéses pouvant expliquer I'origine de
la contamination de ce cas fatal survenu dans cet abattoir peuvent étre émises. Tout
d’abord, il est possible qu’un ou plusieurs lots de volailles hébergeant C. psittaci soient
passés sur la chaine d’abattage sur laquelle travaillait cette personne. Les résultats des
investigations faites dans cet abattoir montrent cependant que la présence de C. psittaci
dans les lots de volailles autres que le canard est anecdotique, cette espéce n’ayant été mise
en évidence que dans un unique lot de poulets testé lors de I'abattage de volailles festives
(voir 1.). Néanmoins, la présence d'une souche de C. psittaci présentant un génotype
classiquement isolé chez le canard (génotype E/B) a récemment été mise en évidence chez
des patientes, ainsi que dans le lot de poulets dont provenaient les volailles qu’elles avaient
manipulées. Suite aux investigations menées autour de ce cas groupé de psittacose, il a été
supposé que les poulets s’étaient probablement contaminés sur I'élevage via le parcours
extérieur qui avait préalablement été occupé par un lot de canards [187]. Méme si la
rotation de lots appartenant a différentes espéces aviaires sur un méme parcours n’est pas
recommandée, il arrive que des éleveurs intercalent un lot de canards entre deux bandes
d’autres espéces de volailles afin de compléter leurs revenus. Ces pratiques pourraient
expliquer la présence occasionnelle de C. psittaci chez les volailles autres que le canard qui
pourraient constituer une source potentielle de contamination pour les professionnels.
Cependant, cela semble rare en France au regard de nos données qui montrent que
C. gallinacea est I'espece principalement détectée chez ces volailles, données récemment
confirmées par une étude menée en Asie [226].

La seconde hypothése qui pourrait expliquer la contamination du cas fatal survenu dans cet
abattoir serait I'abattage pour test d’un lot unique d’une trentaine de canards, effectué un
mois avant |'apparition des premiers signes cliniques chez le patient. Une bréeve exposition a
C. psittaci peut étre suffisante pour qu’une personne se contamine, d’autant plus si celle-ci
est « naive » vis-a-vis de la bactérie.

Un retard a la consultation, et donc a la mise sous traitement, associé a une éventuelle santé
fragile peuvent expliquer les cas fatals, qui restent cependant rares sur notre territoire.
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4. Caractérisation de I'excrétion de C. psittaci en élevages de canards
Mulard: role de I'environnement, gestion des Ilots et des
batiments/parcours, co-infections et utilisation des antibiotiques

Pour tous les élevages de canards Mulard sélectionnés lors de notre étude, la présence de
C. psittaci avait été mise en évidence quelques mois avant le début du protocole lors de
prélevements effectués sur les lots alors en place dans ces élevages (données non
présentées). Deux des schémas d’excrétion (nommés schémas « classique » et « tardif »)
mis en évidence dans ce suivi avaient déja été observés lors d’une précédente étude menée
sur des lots de canards Mulard, provenant de la méme région mais d’élevages différents [1].

Un troisieme schéma d’excrétion dit « précoce » a été décrit pour la premiére fois dans le
cadre de cette these. Ce schéma implique des animaux chez lesquels une excrétion massive
est détectée dés I'age de 3 a 4 semaines pour la quasi-totalité des animaux. Les résultats du
guestionnaire, soumis a I'ensemble des éleveurs et portant sur les pratiques d’élevage ainsi
que sur les procédures de nettoyage et de désinfection, ont permis d’apprécier I'impact de
certaines pratiques sur le niveau d’excrétion des animaux. Ainsi, les lots Al et A2, présentant
une excrétion précoce, avaient accés a un petit parcours adjacent au batiment de
démarrage, qui n’était chaulé en partie qu’une fois par an et dont la surface n’était jamais
grattée, a la différence des autres élevages qui effectuaient un chaulage aprés chacun des
lots mis en place. Aussi, il s'est avéré, pour ces deux lots, que le sol du batiment de
démarrage n’était pas non plus systématiquement chaulé. A noter gu’il arrive parfois que les
animaux préts a étre transférés en atelier de gavage soient rassemblés la veille de leur
transfert dans le batiment de démarrage (alors vide), ce batiment n’étant pas
systématiquement nettoyé avant la mise en place du nouveau lot de canetons. Ces
procédures de désinfection non systématiques et/ou non exhaustives pourraient expliquer
la contamination détectée chez ces jeunes animaux. Cette derniére explication conviendrait
également au troisieme lot (lot C) qui présentait un schéma d’excrétion précoce, bien que ce
lot n"ait alors pas acces a un parcours extérieur. Les pratiques de nettoyage appliquées dans
cet élevage étaient moins complétes que dans les autres exploitations. De plus pour ce lot,
13 % (2/15) des écouvillons cloacaux étaient positifs lors de la mise en place (Cq moyen
de 35). Alors que tous les écouvillons cloacaux étaient négatifs au moment de I'éclosion,
deux tissus prélevés sur des OBNE provenant de ce lot se sont révélés faiblement positifs par
PCR. Il est donc possible que la contamination mesurée dans ce lot a I’age de 4 semaines
résulte d’'une contamination verticale comme évoqué lors d’'une étude précédente [1]. Il est
ensuite possible que ces animaux contribuent alors a la contamination de leur
environnement (y compris de I’eau de boisson et de la nourriture) et indirectement a celle
des autres animaux du lot.

En parallele d’'une infection entretenue par les lots de canards qui se succedent dans les
élevages, les parcours ouverts pourraient également étre contaminés par la faune sauvage.
Des Chlamydia atypiques ont été détectées chez des canards lors de notre suivi en
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abattoirs (voir 1.), ou deux lots provenant d’un méme élevage étaient porteurs d’une
Chlamydia similaire a celle détectée par le passé chez des oiseaux marins [32]. Les tentatives
pour isoler cette souche ont été vaines, seule I'espéece C. psittaci a été mise en évidence dans
les lots suivants (données non présentées). Ces résultats suggerent le fait que la faune
sauvage puisse interagir avec les oiseaux d’élevage et que des échanges de Chlamydia soient
possibles, méme si cette souche atypique ne semble pas s’étre implantée dans I'élevage. Il
n’est pas rare d’observer des oiseaux sauvages sur les parcours de canard Mulard, bien que
des systémes effaroucheurs soient régulierement mis en place sur les élevages mais avec
une efficacité assez faible. C'est d’ailleurs a la suite de I'observation d’ibis sacrés sur des
parcours de canards qu’une étude avait été initiée, afin de voir si ces oiseaux sauvages
hébergeaient des souches de C. psittaci et si leur présence pouvait expliquer les
contaminations observées en élevages. Alors que la présence d’un génotype de C. psittaci
classiqguement isolé chez le canard avait pu étre mise en évidence chez un spécimen
(génotype C), cette étude avait surtout permis de mettre au jour une Chlamydia atypique
trées répandue chez ces ibis et avait abouti a la description d’une nouvelle espece,
Candidatus C. ibidis [55]. D’'une facon générale, il semble que les souches aviaires de
Chlamydia soient plus ou moins inféodées a une espece aviaire donnée, méme si cela n’est
pas exclusif. La prévalence de C. psittaci en élevages de canards étant importante, on peut
imaginer qu’une contamination d’oiseaux sauvages partageant les mémes parcours que les
volailles ou leur environnement soit aussi possible.

Une autre origine possible de contamination des volailles a été soulevée par Ling et al. en
2014 suite aux investigations menées sur des lots de vaccins vivants produits sur ceufs et
destinés a la filiere avicole. En effet, la présence de C. psittaci a pu étre mise en évidence
dans 26,7 a 46,7 % des lots de vaccins testés, notamment produits pour lutter contre la
maladie de Newcastle et la variole aviaire [164]. La transmission de la bactérie a des poulets
par l'intermédiaire de vaccins contaminés a été évoquée. Cependant, dans le cadre de
I’élevage du canard Mulard, la souche bactérienne (pasteurella multocida) intervenant dans
la composition du vaccin contre la pasteurellose est cultivée sur gélose et ne présente donc
pas de risque en ce qui concerne la chlamydiose aviaire, C. psittaci étant un agent pathogéne
intracellulaire obligatoire.

Il semble que plusieurs facteurs puissent interférer sur I'excrétion de la bactérie par les
canards. Notamment, la présence de co-infections a souvent été évoquée comme un facteur
pouvant accroitre la virulence d’une infection a C. psittaci. Lors de notre suivi de lots de
canards Mulard, un lot (lot A2) a d( étre abattu prématurément avant le gavage en raison
d’une suspicion d’herpés virose, suite a des signes cliniques compatibles (forte mortalité,
diarrhée aqueuse profuse souvent verdatre, animaux prostrés) et suite a la confirmation par
PCR de la circulation de ce virus dans un élevage voisin. Lors du rappel de vaccination de ce
lot, intervenu alors que les animaux étaient agés de 8 semaines, la moitié des écouvillons
cloacaux se sont révélés positifs vis-a-vis de C. psittaci (avec un Cg moyen = 33,8).
Contrairement a nos attentes, la présence de ce virus ne semble pas avoir induit une

~ 199 ~



sur-excrétion de C. psittaci, puisque seuls 20 % des écouvillons étaient encore positifs lors de
I’'abattage des animaux alors agés de 13 semaines (avec Cq moyen = 37,7).

Un second facteur qui pourrait agir sur I'excrétion de C. psittaci par les canards serait
I'utilisation d’antibiotiques. Dans notre étude, le schéma dit « tardif » caractérisé par une
excrétion massive en fin de processus d’élevage a été observé dans deux lots. Il est
important de noter qu’un des lots concernés (lot E) avait fait I'objet d’un traitement a la
doxycycline pendant six jours alors que les animaux étaient agés de 4 semaines, en raison de
dyspnées et de toux sans mortalité associée. La doxycycline, antibiotique de la famille des
tétracyclines, est utilisée pour lutter contre de nombreuses infections bactériennes, vy
compris C. psittaci. Le traitement administré aux canards de ce lot a pu retarder I'excrétion
de C. psittaci [220], notamment en induisant la formation de corps aberrants, c’est-a-dire de
formes viables mais non infectieuses [102, 103]. Aucune excrétion de C. psittaci n’avait
cependant été détectée dans ce lot a I'occasion des prélevements effectués en amont du
traitement (lors de la mise en place dans I'élevage et lors du dégriffage réalisé a I'age de
9 jours). Dans le contexte de cet élevage, il est possible que le traitement antibiotique ait eu
une action sur la circulation a bas bruit de C. psittaci (la présence de la bactérie avait été
détectée a plusieurs reprises dans cet élevage lors de précédentes séries de prélévements).
Les animaux pourraient ainsi avoir été exposés aux Chlamydia plus tardivement et/ou a une
charge bactérienne moindre. Il est assez difficile de supprimer completement |’excrétion
dans un lot, surtout en condition d’élevage en plein air. Un essai non publié avait été réalisé
dans ce méme élevage en 2008, au cours duquel 20 animaux marqués avaient été prélevés
avant et aprés un traitement de 6 jours a la doxycycline, puis une semaine apreés la fin du
traitement. L'analyse des écouvillons cloacaux avait montré une diminution de I'excrétion
dans le lot, mais en fin de traitement prés de la moitié des individus étaient toujours positifs.
Ce nombre avait chuté a deux individus faiblement excréteurs une semaine apres la fin du
traitement. Ces animaux, méme faiblement excréteurs, peuvent constituer un réservoir
d’infection pour les autres individus.

D’une facon générale, au regard des résistances croissantes détectées chez les bactéries
vis-a-vis de différentes classes d’antibiotiques, I'utilisation des antibiotiques doit étre
raisonnée, d’autant plus que des cas de résistance a la tétracycline ont d’ores et déja été
décrites chez des souches de C. suis [67-69].

Les bactériophages pourraient représenter un moyen de contréle des infections a Chlamydia
et leur utilisation présenterait une alternative a l'usage des antibiotiques. Le bactériophage
Chp1, spécifique de C. psittaci, a été détecté pour la premiere fois en Angleterre en 1982
suite a une épidémie particulierement virulente de psittacose en lien avec des canards [130].
Il avait alors été évoqué que ce bactériophage puisse jouer un role dans la virulence de
C. psittaci, en tant qu’«amplificateur ». Depuis, les études menées sur d’autres phages de
Chlamydia semblent plutot montrer que le virus diminuerait la réponse inflammatoire chez
I'animal [110, 132-134, 136]. Les différents phages de Chlamydia détectés a ce jour
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présentent des structures et des propriétés similaires et le phage Chpl pourrait de méme
agir comme un « régulateur » sur les souches de C. psittaci. Lors de nos suivis en élevages de
canards, la présence du phage Chp1 a été détectée dans tous les types de prélevements avec
une prévalence importante, et principalement en association avec la présence de C. psittaci.
Le role du bactériophage Chp1 reste a élucider.

5. Etude de la survie de Chlamydia psittaci dans I’environnement a l'aide
de prélevements et de modeéles in vitro

La survie des Chlamydia dans I’environnement est trés peu documentée dans la littérature
et seules quelques revues font état de la possibilité pour les corps élémentaires (CE) de
survivre notamment dans les fientes pendant plusieurs semaines voire plusieurs mois [217].
Les préléevements environnementaux effectués en élevages de canards Mulard ont permis de
mettre en évidence des Chlamydia dans I'eau de boisson, dans les poussiéres et au niveau
du sol, avec un sous-génotype identique a celui retrouvé chez les animaux, et en corrélation
avec le niveau d’excrétion détecté chez les canards. De plus, les élevages sélectionnés pour
ce suivi présentaient tous des antécédents de détection de C. psittaci chez les animaux, et le
méme sous-génotype avait d’ores et déja été identifié lors de précédentes investigations
conduites dans deux d’entre eux (D et E) (données non présentées), suggérant une
persistance de la bactérie dans les exploitations. L’hypothése d’une contamination des
animaux via I'environnement pose la question de la survie des Chlamydia, celles-ci étant des
bactéries parasites intracellulaires obligatoires.

Divers parametres extérieurs peuvent impacter la survie de la bactérie dans I’'environnement
(hygrométrie et humidité du sol, température, nutriments disponibles...). Nous avons fait le
choix de tester l'effet de la température, en incubant une suspension d’une souche de
C. psittaci initialement isolée d’un canard a différentes conditions de température choisies
pour mimer des conditions plus ou moins extrémes auxquelles seraient exposées les
Chlamydia sur un parcours (-20°C, +4°C et +20°C). Les résultats montrent que le titre
bactérien chute au cours du temps, mais des bactéries viables et infectieuses étaient
toujours détectées au bout de deux mois d’incubation, quelle que soit la condition de
température testée. Dans le cadre d’une infection expérimentale menée sur des canetons
Mulard, I'inoculation par voie orale de 10% IFU/animal avait suffi & induire une excrétion
cloacale massive de la bactérie chez la majorité des animaux de ce lot dix jours aprés
I'infection, y compris pour les animaux non inoculés mis au contact [154]. L'infection se
diffuse donc tres vite au sein d’un lot et une dose réduite pourrait suffire a conduire au
développement d’une infection parmi les animaux.
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Les suspensions bactériennes testées ont été maintenues dans un milieu non nutritif (PBS), il
est possible qu’une forme de persistance ait pu apparaitre, comme cela a déja été évoqué
pour des Chlamydia privées de certains nutriments [103, 105, 106]. Celles-ci n’auraient alors
pas été détectées dans notre étude car les CA constituent une forme viable mais non
infectieuse et ne forment donc pas d’inclusions. Ainsi, si des CA se sont formés lors de notre
étude, les titres bactériens auraient pu étre sous-estimés. Il a été montré lors de plusieurs
études in vitro que la formation de CA était réversible lorsque les conditions redevenaient
favorables [101-103, 106, 385].

La survie de la bactérie était significativement meilleure a +4°C avec une perte de 3 log du
titre bactérien en deux mois, contre 6 log a -20°C et 7 log a +20°C. Ces résultats semblent
concorder avec l'observation selon laquelle les animaux sont plus excréteurs durant les
saisons « froides » que les saisons « chaudes » ([34, 55, 183, 240, 386] et données non
publiées), tendance également observée lors de nos suivis réalisés en abattoirs. De méme,
une étude menée en France en 2008-2009 et recensant les cas suspects de psittacose a mis
en évidence un nombre plus élevé (multiplication par trois) de cas répertoriés d’octobre a
décembre [381]. Une meilleure survie de la bactérie dans les conditions de température des
saisons « froides » pourrait étre a I'origine de cet « effet saison ».

Les amibes libres de I'environnement constituent également une piste intéressante pour la
survie de C. psittaci, car les bactéries pourraient y trouver refuge en attendant d’étre de
nouveau ingérées par leurs prochains hotes. Ces protozoaires sont particulierement
abondants dans les dix premiers centimétres du sol et sont d’autant plus nombreux que les
sols sont humides et riches en matieres organiques. |l a été montré que C. trachomatis,
C. pneumoniae et, dans une moindre mesure, C. abortus pouvaient survivre dans les amibes,
a défaut de s’y multiplier [339, 340, 342]. Plusieurs espéces de Chlamydiales possedent aussi
un tropisme naturel pour les amibes.

Les investigations menées sur les prélevements environnementaux réalisés dans le cadre du
suivi des lots de canards Mulard (voir 4.) ont conduit a la détection par PCR d’amibes en
co-présence de C. psittaci. Afin d’étudier les interactions entre A. castellanii et C. psittaci,
des co-cultures ont été réalisées et la bactérie a pu étre détectée par PCR dans les tapis
d’amibes infectées, ainsi que par immunofluorescence suite a la remise en culture sur
cellules des amibes infectées et préalablement lysées. Ces résultats témoignent seulement
de la présence de la bactérie dans les prélevements analysés, la bactérie pouvant étre a
I'intérieur des amibes ou a leur surface uniquement. Contrairement aux protocoles
classiques mis en ceuvre avec des bactéries plus « conventionnelles », un traitement
antibiotique n’a pas été mis en place afin d’éliminer les bactéries non internalisées avant la
collecte des prélevements. Les antibiotiques actifs contre C. psittaci nécessitent un temps
d’exposition minimum et/ou ciblent principalement les Chlamydia lorsqu’elles sont en phase
de multiplication, donc intracellulaires. Les clichés de microscopie électroniques réalisés a
24 h pi ont mis en évidence la présence de corps sphériques au sein de vacuoles d’amibes
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infectées. Les caractéristiques de ces corps (densité aux électrons, taille) correspondent aux
caractéristiques des CR, suggérant que les Chlamydia internalisées sous forme de CE aient pu
se transformer, ou que I'amibe ait ingéré les Chlamydia sous cette forme puisque I'inoculum
était composé a la fois de CE et de CR. Néanmoins, méme si sur certains clichés la présence
de Chlamydia « intactes » au sein des amibes est visible, la majorité des corps sphériques
présents semblent « vides ». Ces observations pourraient résulter d’'une perte de densité
électronique ou s’expliquer par le fait que les Chlamydia sont dégradées par les amibes.
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Figure 24 : Schématisation des résultats obtenus dans le cadre des différentes études.
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deux abattoirs de volailles ; 9 : Suivi de lots de canards Mulard ; 0 : Modeéles in vitro
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Les résultats originaux obtenus tout au long de la filiere avicole, grace aux différentes études
menées du couvoir a l'abattoir, sont synthétisés dans la Figure 24. Ces approches
épidémiologiques ont été complétées par des études in vitro destinées a investiguer la survie
de C. psittaci.

En conclusion, nos travaux ont apportés des informations originales relatives a I'exposition
des professionnels impliqués dans I'ensemble de la filiere avicole, conduisant a des
recommandations pratiques pour :

- Limiter la contamination des lots au cours de la période d’élevage (désinfection
systématiques des batiments et/ou des parcours entre les lots, vide sanitaire et
utilisation raisonnée des antibiotiques). En cas de pratiques d’élevages a risques, des
schémas d’excrétion précoce peuvent étre observés chez les canards des I'dge de
3 ou 4 semaines.

- Mieux controler I'exposition des éleveurs et des personnels travaillant sur la chaine
d’abattage (notamment ceux travaillant au déchargement et a l'accrochage des
volailles, ainsi qu’a I'éviscération).

- Améliorer I'identification des Chlamydia circulant chez les volailles (nouvelles espéces
de Chlamydia, caractérisation fine des souches de C. psittaci et C. gallinacea).

- Aborder la question de la survie de C. psittaci dans I’environnement a I'aide

d’approches complémentaires in vitro (effet de la température, survie dans les
amibes).
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Conclusion et perspectives
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Lors de ces travaux de thése, nous avons confirmé la prévalence importante de C. psittaci
dans la filiere canards Mulard, avec la détection de la bactérie dans tous les lots suivis. Les
profils d’excrétion mis en évidence auparavant ont de nouveau été observés, et un nouveau
profil a été décrit pour trois des sept lots suivis. Toutefois, aucun animal n’a présenté de
symptomes évocateurs de la maladie. C. psittaci ne semble pas étre un probleme majeur de
santé animale en France. Néanmoins, nos résultats démontrent une réelle exposition des
professionnels a la bactérie tout au long de la filiere avicole, avec la détection de réponses
sérologiques et/ou biologiques chez des membres du personnel a I'abattoir, ou encore la
détection de C. psittaci dans des prélevements d’air réalisés en élevages de canards. A
I'abattoir, certains postes tels que I’éviscération, le déchargement et I'accrochage des
volailles semblent les plus a risque de contamination. Les données de prévalence concernant
la psittacose restent toutefois trés incompléetes, notamment en raison du fait que la maladie
n‘est pas a déclaration obligatoire en France. Une étude menée a grande échelle sur le
personnel de couvoirs, d’élevages, d’ateliers de gavages et d’abattoirs permettrait de
disposer de données épidémiologiques et d’apprécier plus finement le taux d’exposition des
professionnels a C. psittaci. Dans cet objectif, la collection de sérums issus d’adhérents
volontaires a la MSA, prélevés en 2012-2013 et incluant des salariés et exploitants agricoles
en activité et dgés de plus de 25 ans issus de différents secteurs d’activité (culture, élevage,
travaux forestiers, paysagisme, artisanat, coopératives agricoles...), constitue un
échantillonnage tres intéressant qui mériterait d’étre exploité afin d’affiner les données sur
la psittacose, notamment.

La forte prévalence de C. psittaci en élevages de canards, associée a la mise en évidence
d’'une exposition réelle des professionnels, impliquent de trouver des solutions afin de
réduire le risque de psittacose au sein de la filiere avicole. Un des premiers axes a renforcer
serait la sensibilisation des personnels aux risques encourus. L'information des personnes
exposées est primordiale, car il est nécessaire d’identifier le risque pour le maitriser. Les
résultats obtenus lors d’études telles que celles menées dans le cadre de cette thése doivent
étre communiqués aux professionnels de la filiere, mais également aux professionnels de
santé. Les personnes travaillant a proximité d’oiseaux doivent étre encouragées a consulter
un médecin des |'apparition des premiers signes cliniques, afin d’éviter les cas graves de
psittacose.

Une plaquette d’information a été réalisée dans ce sens par la MSA et I'INRS a destination
des professionnels et détaille les risques encourus et les précautions nécessaires afin d’éviter
au maximum l'exposition a C. psittaci dans le contexte professionnel.

L'aménagement des infrastructures pour permettre une bonne hygiéne du personnel et
limiter la dissémination de la bactérie dans les parties dites « propres » ou communes est
important. Egalement, le respect de bonnes pratiques peut permettre de réduire I’exposition
des professionnels, comme par exemple un nettoyage du matériel et des locaux en utilisant
un détergent actif contre C. psittaci, 'application d’eau sur les sols pour éviter en partie la
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formation d’aérosols ou encore I'élimination réguliere, avec les précautions adéquates, des
déchets biologiques (carcasses, fientes, litiéres...).

Suite aux deux déceés survenus dans les abattoirs A et B, diverses mesures ont été prises dans
ces entreprises afin de réduire I'exposition du personnel. En particulier, un systéme de
ventilation a été installé dans I'abattoir A au niveau du poste d’accrochage et une infirmiére
a été engagée pour informer les nouveaux arrivants du risque infectieux inhérent a un travail
a proximité de volailles. Les travailleurs sont aussi fortement invités, voire obligés pour les
postes les plus exposés tels que le déchargement ou I'accrochage des volailles, a porter des
équipements de protection individuelle. Cependant, le personnel rencontre parfois des
difficultés a porter les masques de protection, évoquant une géne inspiratoire, une
transpiration excessive ou encore des difficultés de communication. Lorsque les masques
sont portés, ils peuvent aussi I'étre de maniere incorrecte, en couvrant seulement la bouche
par exemple. Ces mesures ne sont donc pas suffisantes et il est nécessaire d’envisager
d’autres approches pour diminuer voire supprimer |'excrétion de C. psittaci par les canards
afin de réduire au maximum I’exposition des professionnels.

Mieux comprendre les voies de contamination des animaux semble dés lors primordial afin
d’agir sur la source de l'infection. Des corrélations ont pu étre établies entre I'excrétion des
canards et les procédures de nettoyage et désinfection en place dans les différents élevages.
L'analyse de prélévements environnementaux (poussiéres, eau et sol) a montré que
C. psittaci était présente dans I'environnement, en lien avec le niveau d’excrétion détecté
chez les canards. Ces travaux renforcent I’hypothése de I'impact de I'environnement sur la
présence de C. psittaci dans les lots de canards Mulard. Des préléevements
environnementaux réalisés dans les batiments et sur les parcours avant l'arrivée des
animaux puis durant leur séjour auraient permis de statuer sur la contamination initiale de
I’environnement et de suivre son évolution, en paralléle de I'excrétion détectée chez les
canards. Des prélévements auraient également pu étre réalisés apres |'application des
procédures de nettoyage et de désinfection pour évaluer leur efficacité sur la présence de
C. psittaci.

Peu de données sont actuellement disponibles quant a la survie de C. psittaci dans
I’environnement. Comme attendu, la présence d’amibes a été mise en évidence dans la
majorité des échantillons d’eau et de sol réalisés en élevages de canards. Les études in vitro
conduites sur les interactions entre C. psittaci et A. castellanii semblent montrer que la
bactérie pourrait pénétrer au sein de I'amibe. Toutefois, on ignore toujours si C. psittaci peut
y survivre, ou si elle est simplement ingérée puis dégradée par I'amibe. Afin de mieux
comprendre ces interactions, il conviendrait de réaliser de nouvelles co-cultures, avec
I'observation quotidienne des tapis d’amibes et le marquage par immunofluorescence des
Chlamydia qui permettrait notamment de suivre I’évolution de l'infection. La réalisation en
paralléle de clichés de microscopie sur les tapis d’amibes préalablement fixés permettrait
d’observer la structure fine des Chlamydia.
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Néanmoins, nos travaux ont montré que C. psittaci pouvait survivre, en conditions
expérimentales basiques (milieu non nutritif), pendant au moins deux mois, notamment
lorsqu’elle était maintenue a basse température (+4°C). Il est donc possible aussi que la
bactérie n’ait pas nécessairement besoin d’un hote pour survivre dans I’environnement et
gue la rotation des lots de canards sur un méme parcours suffise a entretenir I'infection et a
maintenir la présence de C. psittaci dans I’environnement.

A ce titre, les mesures adoptées par I'arrété du 15 janvier 2016, suite a la recrudescence de
cas d’influenza aviaire en élevages de canards dans le Sud-Ouest de la France, pourraient
constituer une belle opportunité pour étudier le role de I'environnement dans la présence
de C. psittaci en élevages. En effet, le ministére de I’Agriculture a décidé d’imposer un vide
sanitaire total et prolongé d’au moins deux mois dans 17 départements, interdisant
I'implantation de nouveaux lots de canetons sur tous les élevages, ceci afin de pouvoir
nettoyer et décontaminer progressivement I'ensemble des batiments et des parcours. On
pourrait imaginer effectuer des prélévements dans une sélection d’élevages concernés par
ces mesures, dans le but de voir I'efficacité de ce vide sanitaire sur la présence de C. psittaci
dans I'environnement, en paralléle de sa présence chez les nouveaux lots mis en place.

Les moyens de lutte reposent essentiellement sur des mesures d’hygieéne ou sur I'usage
d’antibiotiques, qui doivent étre utilisés avec modération en raison du risque d’émergence
de souches résistantes [387, 388]. Ces 20 dernieres années, différents types de vaccins
incluant des molécules d’ADN [149, 221] ou encore des protéines recombinantes [223] ont
notamment été testés expérimentalement, mais aucun n’a abouti a ce jour a une
commercialisation.

Des composés naturels ou chimiques comme alternatives aux antibiotiques font
actuellement I'objet de travaux et pourraient constituer un moyen de lutte efficace contre
les agents pathogénes d’une fagon générale. Ces molécules pourraient étre utilisées en tant
gue traitement, mais également en prophylaxie. L’huile essentielle d’origan testée in vitro
puis in vivo en tant que complément alimentaire a permis d’inhiber avec succes le
développement de bactéries intestinales pathogénes chez le poulet telles que Salmonella et
E. coli [389, 390]. Egalement, une étude a montré qu’une préparation composée
intégralement de molécules végétales, le Respitol-B, et particulierement l'un de ses
composants principaux le menthol, était efficace pour inhiber in vitro le développement de
plusieurs bactéries, levures et champignons d’intérét vétérinaire dans la filiere
volailles [391]. L’huile essentielle de menthe, des terpenes ou encore des flavonoides se sont
révélés efficaces pour inhiber in vitro le développement de C. trachomatis et C. pneumoniae
[392-394], et des composés chimiques dérivés du 3-isoxazolidone et portant divers agents
chélateurs ont présenté in vitro un effet inhibiteur sur le développement de C. trachomatis
[395]. Il serait maintenant intéressant de tester I'action de ces différents composés sur des
Chlamydia d’intérét vétérinaire, tels que C. abortus, C. pecorum, C. felis et C. psittaci.
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Les amibes pourraient aussi constituer une piste intéressante pour neutraliser une infection
au sein d’un élevage. L'idée que certains de ces protozoaires puissent servir d’hote
protecteur providentiel pour Chlamydia a été évoquée, mais il pourrait tout autant étre
envisagé d’utiliser les amibes, connues pour se nourrir de bactéries, afin de « nettoyer » les
élevages et faire baisser la pression infectieuse. A ce titre, il serait intéressant d’étudier les
interactions entre C. psittaci et une amibe particuliere, Willaertia magna souche C2c maky,
notamment utilisée comme biocide biologique pour traiter des eaux contaminées par
Legionella dont elle est capable d’inhiber le développement [396]. L’étude des interactions
entre cette amibe et C. psittaci avait été envisagée dans le cadre de cette thése, en
collaboration avec un partenaire industriel, mais n’a malheureusement pu aboutir en raison
de contraintes administratives.

Les bactériophages étaient auparavant largement utilisés a travers le monde pour traiter
certaines maladies infectieuses d’origines bactériennes, mais furent partiellement voire
complétement abandonnés au profit des antibiotiques. Cependant, face a I'émergence de
souches résistantes, la phagothérapie redevient aujourd’hui au centre des préoccupations,
notamment pour traiter certaines pathologies humaines. Son utilisation pour faire baisser la
pression infectieuse de C. psittaci en élevages est une piste qu’il conviendrait d’investiguer.
Lors de notre étude menée sur des lots de canards Mulard, le bactériophage Chpl a été
détecté dans la majorité des préléevements effectués, particulierement en co-présence de
C. psittaci. Le rble de ce bactériophage reste flou, son isolement et son maintien en culture
permettraient d’étudier in vitro et in vivo son impact sur une infection a C. psittaci, comme
cela a notamment été décrit pour le bactériophage @CPG1, infectant C. caviae [110, 135].

L'efficacité de I'ensemble de ces candidats (composés chimiques, naturels, amibes,
bactériophages) devra tout d’abord étre démontrée in vitro sur C. psittaci. lls pourront
ensuite étre testés in vivo en utilisant notamment le modele expérimental développé sur des
canetons Mulard par le laboratoire, qui vise a reproduire, via une inoculation par voie orale,
un portage asymptomatique a I'image du constat établi sur le terrain.

C. psittaci n’est pas, cependant, la seule espéce de Chlamydia hébergée par les volailles.
En effet, nos résultats mettent en évidence, pour la premiére fois, une prévalence de
C. gallinacea tres supérieure a celle de C. psittaci chez les volailles autres que le canard,
notamment les poulets, les dindes et les pintades. Ces données mettent en avant cette
nouvelle espéce dont il convient dorénavant de tenir compte, au niveau des élevages et de
son éventuel impact sur la santé des professionnels. |l est a présent nécessaire de faire
évoluer les outils de diagnostic en intégrant C. gallinacea dans la liste des pathogénes a
rechercher, afin de déterminer son impact chez les personnes travaillant au contact des
volailles.

Peu de données sont encore disponibles quant aux conséquences d’une infection et/ou d’un
portage de C. gallinacea chez les animaux, aussi un modele expérimental pourrait étre
développé avec des poulets EOPS afin d’étudier le déroulement de linfection et les
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éventuels signes cliniques qui peuvent en résulter, telle qu’une perte de poids déja évoquée
lors d’'une précédente étude sur des volailles [226], ou encore des troubles de la
reproduction, évoqués dans le cas d'un portage intestinal de C. pecorum chez des
ruminants [85]. L'impact d’une co-infection C. gallinacea - C. psittaci serait également
intéressante a investiguer, afin d’observer une éventuelle synergie entre ces deux especes
qui pourrait mener a une virulence exacerbée chez I'animal.

Une Chlamydia atypique a été détectée a I'abattoir chez deux lots de canards provenant
d’'un méme élevage, et le séquengage du gene ompA a montré une forte homologie de
séquence avec une Chlamydia initialement détectée chez un goéland. Il semble que de
nombreuses Chlamydia non encore décrites circulent, particulierement chez les oiseaux
sauvages. La détection et la caractérisation de ces Chlamydia atypiques pourrait mener a la
description de nouvelles familles et/ou espéces de Chlamydiales, comme cela a notamment
été le cas récemment pour C. avium et C. gallinacea. Ces bactéries pourraient représenter
un risque pour la santé vétérinaire mais aussi pour la santé publique. Afin de détecter ces
Chlamydia atypiques, il est important de maintenir une approche de dépistage généraliste
en utilisant des outils de détection a large spectre en premiére intention, pour ensuite
identifier I'espece avec des outils plus spécifiques.

En conclusion, ces travaux de thése ont démontré une prévalence importance de C. psittaci
chez le canard Mulard, au contraire des autres volailles qui hébergent trés majoritairement
C. gallinacea. L'exposition des professionnels aux Chlamydia est réelle, tout au long du
processus d’élevage des volailles, mais plus particulierement en élevages de canards Mulard
et a I'abattoir, bien que des cas de psittacose soient parfois signalés dans les couvoirs.
L'infection est principalement asymptomatique chez les volailles, et les lots de canards
présentent des schémas d’excrétion variables, aussi il convient pour les professionnels de se
protéger a chaque contact avec les animaux. La compréhension des voies de contamination
des animaux semble primordiale afin de réduire la prévalence de C. psittaci en filiére avicole
et donc I'exposition des professionnels. L’hypothése d’une contamination environnementale
se fait de plus en plus claire, avec notamment la mise en évidence d’un lien existant entre les
procédures de nettoyage et désinfection et I'excrétion des canards, la description de la
survie de C. psittaci en dehors de tout hote vivant, ou encore la mise en évidence d’une
possible survie de C. psittaci au sein d’A. castellanii. Des outils permettant de détecter plus
spécifiguement les réponses immunitaires induites par C. gallinacea doivent étre développés
afin d’étudier I'impact de cette espéce chez 'Homme. La mise au point de moyens de lutte
efficaces permettant de réduire voire de supprimer I'excrétion chez les volailles est
également nécessaire, dans le but de diminuer I'exposition des professionnels.
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Annexe 1 : Protocoles d’extraction de I’ADN avec le kit QlAamp DNA Mini Kit
(QIAGEN) issus du « QlAamp DNA Mini and Blood Mini Handbook » du 04/2010.

1) Protocole “Buccal Swab Spin Protocol”

Protocol: DNA Purification from Buccal Swabs (Spin Protocol)

This protocol is for purification of total (genomic, mitochondrial, and viral) DNA from buccal
swabs using a microcentrifuge. For total DNA purification using a vacuum manifold, see
“Protocol: DNA Purification from Buccal Swabs (Vacuum Protocol)” on page 40.

Important points before starting

m Due to the increased volume of Buffer AL that is required for the buccal swab protocol,
fewer preparations can be performed. Additional Buffer AL can be purchased separately (see
Ordering Information on page 71).

m This protocol is recommended for the following swab types: C.E.P. (Omni Swabs from
Whatman Bioscience, www.whatman.com ), cotton, and DACRON (Daigger, Puritan®
applicators with plastic stick and cotton or DACRON tip from Hardwood Products Company,
www.hwppuritan.com , or from Hain Diagnostika, www.hain-diagnostika.de ).

m To collect a sample, scrape the swab firmly against the inside of each cheek 6 times. Air-
dry the swab for at least 2 h after collection. Ensure that the person providing the sample
has not consumed any food or drink in the 30 min prior to sample collection.

m All centrifugation steps are carried out at room temperature (15-25°C).

Things to do before starting

m Prepare a 56°C water bath for use in step 3.

m Equilibrate Buffer AE or distilled water to room temperature for elution in step 10.

m Ensure that Buffer AW1, Buffer AW2, and QIAGEN Protease have been prepared according
to the instructions on page 17.

m If a precipitate has formed in Buffer AL, dissolve by incubating at 56°C.

Procedure

1. Place buccal swab in a 2 ml microcentrifuge tube. Add 400 pl (cotton and DACRON
swab) or 600 pl (Omni Swab) PBS to the sample.

The Omni Swab is ejected into the microcentrifuge tube by pressing the stem end towards
the swab. Cotton or DACRON swabs are separated from the stick by hand or with scissors.
QlAamp Mini spin columns copurify RNA and DNA in parallel when both are present in the
sample. RNA may inhibit some downstream enzymatic reactions, but not PCR. If RNA-free
genomic DNA is required, 4 pl of an RNase A stock solution (100 mg/ml) should be added to
the sample prior to the addition of Buffer AL.

2. Add 20 ul QIAGEN Protease stock solution (or proteinase K) and 400 pl (200 pL) (cotton
or DACRON swab) or 600 pl (Omni Swab) Buffer AL to the sample. Mix immediately by
vortexing for 15 s.

In order to ensure efficient lysis, it is essential that the sample and Buffer AL are mixed
immediately and thoroughly.

Note: Do not add QIAGEN Protease or proteinase K directly to Buffer AL.
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3. Incubate at 56°C for 10 min. Briefly centrifuge to remove drops from inside the lid.

4. Add 400 pl (200 pL) (cotton or DACRON swab) or 600 pl (Omni Swab) ethanol (96—-100%)
to the sample, and mix again by vortexing. Briefly centrifuge to remove drops from inside
the lid.

5. Carefully apply 700 pl of the mixture from step 4 to the QlAamp Mini spin column (in a 2
ml collection tube) without wetting the rim. Close the cap, and centrifuge at 6000 x g (8000
rpm) for 1 min. Place the QlAamp Mini spin column in a clean 2 ml collection tube
(provided), and discard the tube containing the filtrate.*

Close each spin column in order to avoid aerosol formation during centrifugation.

6. Repeat step 5 by applying up to 700 pl of the remaining mixture from step 4 to the
QlAamp Mini spin column.

7. Carefully open the QlAamp Mini spin column and add 500 pl Buffer AW1 without
wetting the rim. Close the cap and centrifuge at 6000 x g (8000 rpm) for 1 min.

Place the QlAamp Mini spin column in a clean 2 ml collection tube (provided), and discard
the collection tube containing the filtrate.*

8. Carefully open the QlAamp Mini spin column and add 500 pl Buffer AW2 without
wetting the rim. Close the cap and centrifuge at full speed (20,000 x g; 14,000 rpm) for 3
min.

9. Recommended: Place the QlAamp Mini spin column in a new 2 ml collection tube (not
provided) and discard the old collection tube with the filtrate. Centrifuge at full speed for 1
min.

This step helps to eliminate the chance of possible Buffer AW2 carryover.

10. Place the QlAamp Mini spin column in a clean 1.5 ml microcentrifuge tube (not
provided), and discard the collection tube containing the filtrate. Carefully open the
QlAamp Mini spin column and add 150 ul Buffer AE or distilled water. Incubate at room
temperature for 1 min, and then centrifuge at 6000 x g (8000 rpm) for 1 min.

Elution with 100 pl buffer increases the final DNA concentration in the eluate significantly,
but may slightly reduce the overall DNA yield. Elution with volumes of less than 100 ul is not
recommended as the overall DNA yield decreases dramatically.

A second elution step with the same 150 ul eluate containing the DNA will increase vyield
significantly. However this is not recommended when using the eluate for PCR.

For long-term storage of DNA, eluting in Buffer AE and placing at —20°C is recommended.
One buccal swab typically yields 0.5-3.5 pg of DNA in 150 pl of buffer (3—23 ng/ul), with
A260/A280 ratios of 1.7-1.9 (measured in water).
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2) Protocole “Tissues”

Protocol: DNA Purification from Tissues (QlAamp DNA Mini Kit)

This protocol is for purification of total (genomic, mitochondrial, and viral) DNA fromtissues
using the QlAamp DNA Mini Kit.

Important points before starting

m All centrifugation steps are carried out at room temperature (15-25°C).

m Use carrier DNA if the sample contains <10,000 genome equivalents (see page 18).

m Avoid repeated freezing and thawing of stored samples, since this leads to reduced DNA
size.

m Transcriptionally active tissues, such as liver and kidney, contain high levels of RNA which
will copurify with genomic DNA. RNA may inhibit some downstream enzymatic reactions,
but will not inhibit PCR. If RNA-free genomic DNA is required, include the RNase A digest, as
described in step 5a of the protocol.

Things to do before starting

m Equilibrate the sample to room temperature (15-25°C).

m Heat 2 water baths or heating blocks: one to 56°C for use in step 3, and one to 70°C for use
in step 5.

m Equilibrate Buffer AE or distilled water to room temperature for elution in step 11.

m Ensure that Buffers AW1 and AW2 have been prepared according to the instructions on
page 17.

m If a precipitate has formed in Buffer ATL or Buffer AL, dissolve by incubating at 56°C.

Procedure

1. Excise the tissue sample or remove it from storage. Determine the amount of tissue.
Do not use more than 25 mg (10 mg spleen).

Weighing tissue is the most accurate way to determine the amount.

If DNA is prepared from spleen tissue, no more than 10 mg should be used.

The yield of DNA will depend on both the amount and the type of tissue processed.

1 mg of tissue will yield approximately 0.2—1.2 ug of DNA.

2. Cut up (step 2a), grind (step 2b), or mechanically disrupt (step 2c) the tissue sample.

The QlAamp procedure requires no mechanical disruption of the tissue sample, but lysis
time will be reduced if the sample is ground in liquid nitrogen (step 2b) or mechanically
homogenized (step 2c) in advance.

2a. Cut up to 25 mg of tissue (up to 10 mg spleen) into small pieces. Place in a 1.5 ml
microcentrifuge tube, and add 180 pl of Buffer ATL. Proceed with step 3.

It is important to cut the tissue into small pieces to decrease lysis time.

2 ml microcentrifuge tubes may be better suited for lysis.

2b. Place up to 25 mg of tissue (10 mg spleen) in liquid nitrogen, and grind thoroughly with
a mortar and pestle. Decant tissue powder and liquid nitrogen into 1.5 ml microcentrifuge
tube. Allow the liquid nitrogen to evaporate, but do not allow the tissue to thaw, and add
180 ul of Buffer ATL. Proceed with step 3.
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2c. Add up to 25 mg of tissue (10 mg spleen) to a 1.5 ml microcentrifuge tube containing
no more than 80 pl PBS. Homogenize the sample using the TissueRuptor or equivalent
rotor—stator homogenizer. Add 100 pl Buffer ATL, and proceed with step 3.

Some tissues require undiluted Buffer ATL for complete lysis. In this case, grinding in liquid
nitrogen is recommended. Samples cannot be homogenized directly in Buffer ATL, which
contains detergent.

3. Add 20 ul proteinase K, mix by vortexing, and incubate at 56°C until the tissue is
completely lysed. Vortex occasionally during incubation to disperse the sample, or place in
a shaking water bath or on a rocking platform.

Note: Proteinase K must be used. QIAGEN Protease has reduced activity in the presence of
Buffer ATL.

Lysis time varies depending on the type of tissue processed. Lysis is usually complete in 1-3
h. Lysis overnight is possible and does not influence the preparation. In order to ensure
efficient lysis, a shaking water bath or a rocking platform should be used. If not available,
vortexing 2—3 times per hour during incubation is recommended.

4. Briefly centrifuge the 1.5 ml microcentrifuge tube to remove drops from the inside of
the lid.

5. If RNA-free genomic DNA is required, follow step 5a. Otherwise, follow step 5b.
Transcriptionally active tissues, such as liver and kidney, contain high levels of RNA which
will copurify with genomic DNA. RNA may inhibit some downstream enzymatic reactions,
but will not inhibit PCR.

5a. First add 4 pl RNase A (100 mg/ml), mix by pulse-vortexing for 15 s, and incubate for 2
min at room temperature. Briefly centrifuge the 1.5 ml microcentrifuge tube to remove
drops from inside the lid before adding 200 ul Buffer AL to the sample.

Mix again by pulse-vortexing for 15 s, and incubate at 70°C for 10 min. Briefly centrifuge
the 1.5 ml microcentrifuge tube to remove drops from inside the lid.

It is essential that the sample and Buffer AL are mixed thoroughly to yield a homogeneous
solution.

A white precipitate may form on addition of Buffer AL. In most cases it will dissolve during
incubation at 70°C. The precipitate does not interfere with the QlAamp procedure or with
any subsequent application.

5b. Add 200 pl Buffer AL to the sample, mix by pulse-vortexing for 15 s, and incubate at
70°C for 10 min. Briefly centrifuge the 1.5 ml microcentrifuge tube to remove drops from
inside the lid.

It is essential that the sample and Buffer AL are mixed thoroughly to yield a homogeneous
solution.

A white precipitate may form on addition of Buffer AL, which in most cases will dissolve
during incubation at 70°C. The precipitate does not interfere with the QlAamp procedure or
with any subsequent application.

6. Add 200 pl ethanol (96-100%) to the sample, and mix by pulse-vortexing for 15 s. After
mixing, briefly centrifuge the 1.5 ml microcentrifuge tube to remove drops from inside the
lid.

It is essential that the sample, Buffer AL, and the ethanol are mixed thoroughly to yield a
homogeneous solution.

A white precipitate may form on addition of ethanol. It is essential to apply all of the
precipitate to the QlAamp Mini spin column. This precipitate does not interfere with the
QlAamp procedure or with any subsequent application.
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Do not use alcohols other than ethanol since this may result in reduced yields.

7. Carefully apply the mixture from step 6 (including the precipitate) to the QlAamp Mini
spin column (in a 2 ml collection tube) without wetting the rim. Close the cap, and
centrifuge at 6000 x g (8000 rpm) for 1 min. Place the QIAamp Mini spin column in a clean
2 ml collection tube (provided), and discard the tube containing the filtrate.*

Close each spin column to avoid aerosol formation during centrifugation.

It is essential to apply all of the precipitate to the QlAamp Mini spin column.

Centrifugation is performed at 6000 x g (8000 rpm) in order to reduce noise.

Centrifugation at full speed will not affect the yield or purity of the DNA. If the solution has
not completely passed through the membrane, centrifuge again at a higher speed until all
the solution has passed through.

8. Carefully open the QlAamp Mini spin column and add 500 pl Buffer AW1 without
wetting the rim. Close the cap, and centrifuge at 6000 x g (8000 rpm) for 1 min.

Place the QlAamp Mini spin column in a clean 2 ml collection tube (provided), and discard
the collection tube containing the filtrate.*

9. Carefully open the QlAamp Mini spin column and add 500 pl Buffer AW2 without
wetting the rim. Close the cap and centrifuge at full speed (20,000 x g; 14,000 rpm) for 3
min.

10. Recommended: Place the QlAamp Mini spin column in a new 2 ml collection tube (not
provided) and discard the old collection tube with the filtrate. Centrifuge at full speed for 1
min.

This step helps to eliminate the chance of possible Buffer AW2 carryover.

11. Place the QlAamp Mini spin column in a clean 1.5 ml microcentrifuge tube (not
provided), and discard the collection tube containing the filtrate. Carefully open the
QlAamp Mini spin column and add 200 ul Buffer AE or distilled water. Incubate at room
temperature for 1 min, and then centrifuge at 6000 x g (8000 rpm) for 1 min.

12. Repeat step 11.

A 5 min incubation of the QlAamp Mini spin column loaded with Buffer AE or water, before
centrifugation, generally increases DNA vyield.

A third elution step with a further 200 ul Buffer AE will increase yields by up to 15%.
Volumes of more than 200 ul should not be eluted into a 1.5 ml microcentrifuge tube
because the spin column will come into contact with the eluate, leading to possible aerosol
formation during centrifugation.

Elution with volumes of less than 200 ul increases the final DNA concentration in the eluate
significantly, but slightly reduces the overall DNA yield (see Table 5, page 26). Eluting with 4 x
100 pl instead of 2 x 200 ul does not increase elution efficiency.

For long-term storage of DNA, eluting in Buffer AE and placing at —20°C is recommended,
since DNA stored in water is subject to acid hydrolysis.

Yields of DNA will depend both on the amount and the type of tissue processed.

25 mg of tissue will yield approximately 10—30 pg of DNA in 400 pl of water (25-75 ng/ul),
with an A260/A280 ratio of 1.7-1.9.

For more information about elution and how to determine DNA yield, length, and purity,
refer to pages 25—-26 and Appendix A, page 51.
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Annexe 2 : Préparation du milieu PYG (Peptone Yeast Glucose)

Préparer tout d’abord le milieu PY (Peptone Yeast)

Pour cela, préparer les solutions stocks suivantes :

CaCl,.2H,0a 0,05 M

MgS0,4.7H,0a 0,4 M

Na,HPO4.7H,03 0,25 M

KH,P0O;a 0,25 M

Fe(NH;4),(S04),.6H,0 a 0,005 M (Attention, ce produit est sensible a la lumiere)

Préparer ensuite le mélange PY dans I'ordre suivant afin d’éviter la précipitation (pour 1 L de

PY):

Proteose peptone 20,0g
Yeast extract 10¢g

Eau déionisée 900,0 mL
Solution de CaCl, 8,0 mL
Solution de MgS0O, 10,0 mL
Solution de Na;HPO, 10,0 mL
Solution de KH,PO,4 10,0 mL
Na citrate.2H,0 10g
Solution de Fe(NH4),(S04), 10,0 mL

Ajuster le volume final a 1 L. Le pH doit étre de 6,5. Autoclaver la solution a 121°C.

Préparer une solution de glucose a 2 M et la filtrer afin de la stériliser.

Préparer le milieu PYG avant utilisation en ajoutant 5 % de solution de glucose au milieu PY.

Il est également possible d’ajouter des antibiotiques afin d’éviter les contaminations

bactériennes, par exemple de la Streptomycine a 100 mg/mL et de la Pénicilline a
100 000 U/mL.
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Annexe 3 : Résultats du questionnaire soumis aux éleveurs de pré-gavage

Interaction entre deux bandes

. ) Elevages
Item Pratiques observées AlIBlCID
Nombre d'ges différents sur site f:gjlsé(;lgerents présents en permanence sur l'exploitation XXX |Xx[X
Intervalles de mises en place Une mise en place toutes les 7 a 8 semaines XX [X|x[x
Gestion du parcours adjacent au batiment de | Utilisation pendant 1 & 3 semaines a partir de 15j voire 4 semaines en fonction de la
desserrage météo
Utilisation de chaux : selon les éleveurs épandage | Non
de chaux & chaque vide sanitaire ou une fois par | Oui en totalité & chaque bande X
an, sur la totalité du parc ou en partie seulement | Qui en partie & chaque bande X
(abords, au niveau des trappes...). L'épandage | Qui en totalité une fois par an X
s'effectue sur une surface humide a environ 0,5 & 1 Oui tie (t t entré foi
kg de chaux par m? ui en partie (tours et entrées) une fois par an X
Grattage du parcours en surface Qui une fois par an au printemps X X
Non X X
Vide sanitaire > Semaines XX X
3 & 5 semaines X
Parcours desserrage Utilisation pendant 8 semaines a partir de 4 semaines en rotation de 2 ou 3 parcs
9 de 1ha chacun (trés variable en fonction de la surface disponible)
Utilisation de chaux Oui en totalité une fois par an X | X
Non X [ X [X
Grattage du parcours en surface Oui une fois par an au printemps X[ X |x
Non X X
Vide sanitaire : il est supérieur a 3 semaines dans ! 4 8 semaines X
) . o 6 & 7 semaines X
la plupart des élevages, mais est extrémement 346 semaines x X
variable (de 0 jours a 8 semaines)
aucun X
Nettoyage et Désinfection du batiment démarrage
Application  d'une mousse détergente avec un temps de
Lavage effectué a l'eau froide a la pompe a haute | contact de 6h puis lavage a I'eau froide & la pompe & haute | x
pression avec utilisation d'un détergent moussant | pression
alcalin : Agromousse ® appliqué sur les parois et | Application d'une mousse détergente avec un temps de
plafond contact de 15 min puis lavage a I'eau froide a la pompe a haute XX [x|x
pression
L. . , L R Oui 2 désinfections, une aprés le lavage et une avant l'arrivée
Désinfection au moyen d'un désinfectant a base ; X
\ ! ) i des canetons suivants
d’ammonium quaternaire et de glutaraldéhyde ® Oul PRI - — —
- : s ui 1 désinfection aprés le lavage suivi d'une fumigation
dilution 0,5L/100m?3 bactéricide par contact en 5 . . - X
. A . (fumagri®, orthophénylphénol)
minutes, virucicide en 15 minutes e -
Oui 1 désinfection apres le lavage X
Utilisation de chaux (tout ou partie, fréquence...). Oui en toFallte_a chague bande X X X
Non systématique X
Lavage a l'eau et désinfection par trempage une journée avec de X
I'hypochlorite de sodium
Lavage a l'eau et désinfection par trempage quelques heures X
- , avec de I'hypochlorite de sodium
Nettoyage du  matériel de  démarrage — o - - p
. " ) . : Lavage a l'eau et désinfection par trempage une journée avec du
Produit conseillé par 'OPA : (hypochlorite de | . . . X
) OO détergent détartrant acide)
sodium) dilution : 0,5L/HL — - - -
Lavage eau et désinfecton (ammonium quaternaire et «
glutaraldéhyde) par pulvérisation avec du
Lavage eau et désinfection par pulvérisation avec de <
I'hypochlorite de sodium
Passage d'une base (hypochlorite de sodium) 30 minutes puis «
ringage puis d'un détergent détartrant acide 30 minutes
Nettoyage des Canalisations Passage d'une base (hypochlorite de sodium) 30 minutes a 1 X
heure
rincé a l'eau X [ x X
1 semaine X [x|x
Vide sanitaire du batiment de démarrage 2 semaines X
Jusqu'a 3 semaines X
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Nettoyage et désinfection batiment desserrage

Retrait du fumier

Oui

Non systématique aprés chaque bande, mais régulier (plus de 2
fois par an)

Effectué 2 fois par an

Lavage effectué a I'eau froide a la pompe a haute
pression

Qui sur toutes les surfaces

Non systématique : uniquement I'ensemble des parois

Non systématique : uniquement le bas des parois

Effectué 1 fois par an en totalité

Application d'un détergent moussant alcalin
(Agromousse ®) appliqué sur les parois et plafond

Oui temps de contact >15 min

Non

Désinfection au moyen d’un désinfectant & base
d’ammonium quaternaire et de glutaraldéhyde

Oui 2 désinfections, une aprés le lavage et une avant l'arrivée
des canards

oui 1 désinfection apres le lavage

Effectué une fois par an

Jamais

Epandage de chaux (tout ou partie, fréquence...).
L'épandage s'effectue sur une surface humide a
environ 0,5 a 1 kg de chaux par m?

Oui en totalité a chaque bande

Oui totalité a chaque bande sauf si le vide sanitaire est trop court
(ca arrive I'hiver)

Non

Nettoyage du matériel de desserrage

Lavage systématique a I'eau froide sans désinfection

Lavage non systématique a I'eau froide sans désinfection

Lavage une fois par an a l'eau puis désinfection avec de
I'hypochlorite de sodium en trempage 1/2 journée

Nettoyage des canalisations

Passage d'une base (hypochlorite de sodium) 30 minutes puis
rincage puis d'un détergent détartrant acide 30 minutes

Rincé a l'eau sans utilisation de produits

Vide sanitaire du batiment de desserrage

3 a4 semaines

1 semaine

quelques jours

aucun
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Interaction entre les animaux d'une méme bande

. ) Elevages
Item Pratiques observées BICID
Non, & 3 semaines d'age plus d'abris X
Acces a un batiment toute la durée d'élevage (été) Non g 5 semaines d'age plus d'abris X
Parfois non
Oui toujours X
Acces a un batiment toute la durée d'élevage (hiver) Nop, a 6 semaines d'age plus d'abris
Oui toujours X | X [x
12 canards /m? X
Densité au démarrage (canards/m?) 14 canards /m? X
19 canards /m? X
1 point d'eau pour moins de 100 canetons ou présences de
Quantité de points d'eau disponibles & la mise en | pipettes X
place (1 point d'eau disponible pour combien de | 1 point d'eau pour plus de 100 canetons mais moins de 150
canetons?) canetons X
1 point d'eau pour plus de 150 canetons X
1 point d'alimentation pour moins de 50 canetons ou présence
Points d'alimentation disponibles a la MEP de chaines X
(1 point d'alimentation disponible pour combien de | 1 point d'alimentation pour plus de 50 canetons mais moins de
canetons?) 70 canetons X
1 point d'alimentation pour plus de 70 canetons X
Gestion du paillage du batiment de démarrage. Paillage effectué tous les jours XX |X
<01% X | X
Mortalité sur les 4 premiers jours % <02 %
de0,220,5 % X
e ) 2 canards /m?
Densité d'animaux sur le parcours adjacent au >
o ) 5 canards /m
batiment de desserrage (canards/m?)
10 canards /m? X X
Temps de présence sur le parcours adjacent au | 1 semaine X
batiment de desserrage (en semaines) 2 semaines X
2
Surface du parcours de desserrage disponible par 30 mZ/ canard
) 15 m% canard X
canard (m?canards) >
5 m? canard X
) 7 semaines
Temps de présence sur le parcours de desserrage 8 -
; semaines X
(en semaines) .
9 semaines X
3 abreuvoirs X
Abreuvoirs disponibles pour 2000 canards 4 abreuvoirs X
5 abreuvoirs X
3 mangeoires X
Mangeoires disponibles pour 2000 canards 5 mangeoires X | X
8 mangeoires
7 canards /m? X | x
Densité dans le batiment de desserrage canard/m? | 14 canards /m? X
15 canards /m?
Gestion du paillage du batiment de desserrage Tous les jours - X X
Tous les deux jours X
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Interaction homme animal

Item

Pratiques observées

Elevages

AlB]C|D]E

Mise en place

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

X

X

DA (B |W|IN[—

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

14 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air

Débec

uage simple (concerne que I'élevage C)

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

1

DB~ |wW(N

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

14 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air

dégriffage/débecquage

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

DR |WIN[—

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

1a 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air
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Primo-Vaccination

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

DB (WIN[—

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

1a 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air

Rappel de vaccination

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

DO |B|WIN|—

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

14 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air

Transfert en gavage

Nombre de personnes présentes lors des

manipulations animales

DO DWW |—

7

10

Origine des personnes (entreprise privée, voisins,
autres éleveurs).

Eleveurs appartenant a I'exploitation

Autres éleveurs de PAG voisins

Salariés d'une entreprise privée spécialisée en manipulation de
volaille et lapin

Temps passé lors de l'intervention

14 2 heures

1/2 journée

1 journée ou plusieurs 1/2 journées

Plus d'une journée

Lieu d'intervention (Plein air vs en batiment fermé)

En batiment fermé

En batiment avec les portes grandes ouvertes

Plein air
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- Introduction

Avian chlamydiosis, or psittacosis for human, is a zoonotic disease caused by Chlamydia psittaci. This small bacterium can infect more than 460 bird species from more than 30
orders (Taday & Kaleta, 2003). The infection is mostly asymptomatic in birds but can cause severe atypical pneumonia for humans and leads to death in the most extreme
cases. Contamination from birds to human occurs through inhalation of contaminated aerosols and secretions.

In France, most of the human cases are linked to the professional occupation involving. These last years, mule ducks, mainly used for the foie gras production, have been
frequently associated to human psittacosis cases (Laroucau et al., 2009).

A study led in 2010 (Vorimore, 2010) highlighted a frequent asymptomatic carriage of C. psittaci by mule duck flocks in France.

The aim of the present study is to assess the risk exposure for professionals in contact with aerosols generated by infected mule duck flocks.

- Material & Methods

* Farms * Sampling times
Follow-up of 7 mule duck flocks (1 to 7) in 5 breeding farms from

s@j P
hatchery to slaughterhouse. ;:féi‘:@& f f -pdlp dz@ -eff"
¥ &
KEraw VLA
A i ‘ o N n s s3-4 se8  s12 s13 s14
& \ 3 *:. .‘*’\A‘-‘.- e L 1 ) 1 1 1 1

LA b 1 1 15 1 1 T 1

fg " b
‘ A In building On field Forced-feeding
H
<

PN Breeding

Location of the breeding farms (%), the hatchery (*) % .
and the slaughterhouse (#) Detection
A Chlamydiaceae-specific real-time PCR targeting the 23S rRNA gene was
used in this study (Ehricht et al., 2006). Positive samples were all re-analysed

with a C. psittaci-specific real-time PCR assay (Menard et al., 2006).

* Samples

Air samples and cloacal swabs on 15 randomly selected
ducks were taken each sampling time requiring animal
handling during the duck breeding process . Samples were
submitted to a DNA extraction using the QlAamp DNA mini
kit (Qiagen).

* Genotyping
Sequencing of the ompA gene from positive samples when possible.

- Results

* Animals

o No Chlamydiaceae were detected in the hatchery (eggs and dead or alive animals).
o Chlamydiaceae have been found in all followed duck flocks even though all animals were healthy.
o Only the C. psittaci species has been detected (genotype E/B).

Three different patterns of shedding (results of cloacal swabs) were highlighted.
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£ w0 500 ; £ u o 1 ; £y 500 i
E o« 200 gg E o« o §= E w o tens 100 §=
¢ ol * * | 300 i S . { } 200 E e 4l g & 0 E
2 200 g 3 - 200 g x £ 200 § 3
2 21 & I L 2 I I 5e
100 e 10 “ 100 ool
0 n B g0 0 I I L0 0 I 000
o w2 wa we w2 Wiz wia 0w wa w w2 wia wia o1 wa w w2 wis wis
W Positive animaks (%) I Positive animals (%) W Positive animaks (%)
Age of ducks (weeks) @ Estimated average titer Age of ducks (weeks) @ Estimated average tter Age of ducks (weeks) @ Estimatod average
Pattern 1 : High shedding at about 4 weeks of age when ducks || Pattern 2 : High shedding at about 8 weeks of age when ducks || Pattern 3 : Late shedding during the force-feeding period and
are on field and lasting until the forced-feeding period (Flocks are on field (Flocks 3 and 6). at the slaughtering (Flocks 5 and 7).
1,2and4).

* Air samples : Air samples were positive only when sampling was done in a closed space and when animals were diagnosed as highly shedders (mainly during vaccination)

* Humans: No related human cases reported

-~ Conclusion

This study highlights a high prevalence of C. psittaci in mule ducks flocks. Thus, the exposition for workers is real and the most dangerous case is when animals do not show
clinical signs. Furthermore, the flocks followed in this study presented different patterns of shedding. Consequently, it is almost impossible to predict or anticipate the risk of
exposition to C. psittaci. In this situation, the use of personal protective equipment is highly recommended.

A questionnaire has been filled out by breeders during the study about breeding practices, rotation of flocks, disinfection, cleaning... The results highlighted that cleaning,
disinfection and crawl space practices of buildings and fields were the most discriminating practices and could help to explain the shedding differences between flocks.
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(1) Université Paris-Est, Anses, Laboratoire de santé animale, Unité zoonoses bactériennes, 94706, Maisons-Alfort, France
(2) Ecole nationale vétérinaire, Oniris, 44300, Nantes, France
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- Introduction

La chlamydiose aviaire, ou psittacose pour les humains, est une zoonose causée par Chlamydia psittaci. Cette petite bactérie intracellulaire obligatoire peut infecter plus de
460 especes d'oiseaux parmi 30 ordres différents (Taday & Kaleta, 2003). Linfection est principalement asymptomatique chez I'animal mais peut causer de graves
pneumopathies atypiques chez ’'Homme et mener a la mort dans les cas les plus graves. Les transmission de I'animal a ’'Homme se fait par inhalation d’aérosols contaminés
ou de sécrétions.

La majorité des cas humains en France sont liés a une exposition réguliére a des oiseaux, principalement dans le cadre de I'activité professionnelle. L'espéce principalement
mise en cause dans les sévéres cas humains recensés ces derniéres années est le canard mulard, hybride stérile utilisé pour la production du foie gras (Laroucau et al., 2009).
Une étude menée en 2010 (Vorimore, 2010) a permis de mettre en évidence un portage asymptomatique fréquent de C. psittaci dans les lots de canards mulard en France.
L'objectif de la présente étude est d’appréhender le risque pour les professionnels exposés aux aérosols contaminés générés par les lots de canards mulard.

- Matériel & Méthodes

* Elevages « Calendrier des prélévements
Suivi de 7 lots de canards mulards (numérotés de 1 a 7) dans 5

:  canards m \ & &
élevages, du couvoir a I'abattoir. a:;“‘ & & & »
P . ,‘f & f f f f j’:ﬁ
NETID 24 7 :
v A\ N n s 56-8 512 513 514
\ ¢ 1 1 1

Q‘/ 3 : | s34
ke \'-\ W \i T ) } T T T T
‘\\ g; = En batiment Sur parcours Gavage
—atteer L . Pré-gavage
Y
Localisation des élevages ), du couvoir (] et de I'abattoir () * Détection
1) Tous les échantillons sont soumis a une PCR en temps réel spécifique des
* Prélévements Chlamydiaceae ciblant le géne 23S rRNA (Ehricht et al., 2006).

2) Tous les échantillons positifs sont ré-analysés avec une PCR en temps réel
spécifique de C. psittaci (Menard et al., 2006).

Prélevements d’air et écouvillons cloacaux sur 15 canards
sélectionnés au hasard dans chaque lot.

Prélevements effectués a chaque intervention de 'Homme. (>
Extraction d’ADN a partir des prélevements avec le QlAamp
DNA mini kit (Qiagen).

* Génotypage
Séquencgage du gene ompA des échantillons positifs lorsque cela est possible

- Résultats

* Animaux

o Aucune Chlamydiacea n’a été détectée dans les prélevements du couvoir (ceufs et animaux vivants ou morts avant I'éclosion).
o Des Chlamydiaceae ont été détectées dans tous les lots suivis alors méme qu’aucun animal ne présentait de signes cliniques.
o Seule I'espéce C. psittaci a été détectée (génotype E/B).

Trois schémas d’excrétion différents (résultats des écouvillons cloacaux) ont été observés.
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Schéma 1 : Pic d’excrétion a environ 4 semaines lorsque les Schéma 2 : Forte excrétion a environ 8 semaines alors que les Schéma 3 : Excrétion tardive lors du gavage et de I'abattage
canards sortent sur parcours et qui se poursuit jusqu’a canards sortent sur parcours (Lots 3 et 6). (Lots S et 7).
I'abattage (Lots 1,2 et 4).

* Prélévements d’air : Les prélévements d’air se sont révélés positifs lorsque les prélévements étaient effectués dans un endroit clos et que les animaux étaient
fortement excréteurs (principalement lors de la vaccination)

* Humains : Aucun cas humain en relation avec cette étude n’a été recensé

- Conclusion

Cette étude a permis de confirmer la forte prévalence de C. psittaci en élevages de canards mulard. De ce fait, I'exposition des employés est réelle et d’autant plus
dangereuse que le portage par les animaux est le plus souvent asymptomatique. Les lots suivis dans cette étude présentaient différents schémas d’excrétion soulignant la
difficulté de prédire ou d’anticiper le risque d’exposition a la bactérie. Dans ce contexte, I'utilisation d’équipements de protection individuelle (EPI) adéquats est fortement
recommandée.

Un questionnaire soumis aux éleveurs durant cette étude concernant leurs pratiques d’élevages (rotation des lots, mesures sanitaires, ...) a mis en évidence que les pratiques
de désinfection et de vide sanitaire des batiments et des parcours étaient les plus discriminantes et pourraient aider a expliquer les différences d’excrétion des lots.
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Avian chlamydiosis is a factor of economic loss to the poultry industry as well as a risk for zoonotic transmission to human. Chlamydia psittaci is
the primary avian chlamydial pathogen. Although being mainly asymptomatic in birds, it can cause a disease called “psittacosis” in humans, with
severe atypical pneumonia that leads to death in the most severe cases. Persons affected are mainly those whose occupations put them in regular
contact with birds, and a number of recent reports in France have confirmed that most of the human cases seemed to be linked to poultry.

Currently there is evidence suggesting that avian chlamydiosis in poultry involves a new chlamydial agent, namely C. gallinacea.

In order to evaluate the presence of Chlamydiaceae in poultry and the exposure of workers, surveys were conducted on seven mule duck flocks

and in two French poultry slaughterhouses.

— Material & Methods
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— Follow up in mule duck fa
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Samples were taken at each time humans have to handle animals
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=) Early and high shedding at the age of 4 weeks

= 3 shedding patterns identified

= Shedder flocks mainly in farms, without clinical signs

= Only C. psittaci

unpredictable & invisible exposure of
professionals to C. psittaci
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A

= Frequent worker exposure to C. psittaci and C. gallinacea

= Host preference: Ducks (C. psittaci) - Other poultry species (C. gallinacea)

Workers

Slaughterhouse A ]

Slaughterhouse B

Conclusion

i) host preference of C. psittaci and C. gallinacea for the ducks or other poultry species, respectively, in French flocks, and

ii) permanent but invisible exposure to C. psittaci for workers during all the poultry breeding process stages.
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La chlamydiose aviaire, causée par la bactérie Chlamydia psittaci, représente un risque zoonotique
important. L'infection chez I'animal est principalement asymptomatique, mais chez I’'Homme elle
peut entrainer des pneumopathies atypiques séveres et causer la mort dans les cas les plus graves.
Les personnes infectées sont principalement celles exposées régulierement a des oiseaux,
particulierement dans le cadre professionnel. En France, de nombreux cas humains sont liés a une
exposition a des canards Mulard, espéece utilisée pour la production du foie gras. Afin d’évaluer la
prévalence des Chlamydiaceae chez les volailles et de caractériser les souches circulantes, des suivis
ont été réalisés a différents stades de I'élevage (couvoir, pré-gavage et gavage pour la filiere canard,
et abattoirs impliqués dans I'abattage de différentes espéces aviaires). Des préléevements d’air et de
poussiéres ainsi que des suivis sérologiques et biologiques de personnels volontaires ont été
effectués en paralléle afin d’évaluer I'exposition des professionnels travaillant au contact des
volailles. Des prélévements environnementaux ainsi que des essais in vitro visant a étudier la survie
de C. psittaci ont été réalisés afin de tenter de mieux caractériser les voies de contamination des
oiseaux, ce qui pourrait, a terme, permettre de maitriser le risque de contamination par C. psittaci
chez I'animal et donc de réduire I'exposition des professionnels. Les résultats ont démontré une
prévalence importance de C. psittaci chez le canard Mulard, au contraire des autres volailles qui
hébergent tres majoritairement C. gallinacea. L'exposition des professionnels aux Chlamydia est
réelle, tout au long du processus d’élevage des volailles, mais plus particulierement en élevages de
canards Mulard et a I'abattoir, aussi il convient pour les professionnels de se protéger a chaque
contact avec les animaux. L’hypothése d’une contamination environnementale des animaux se fait
de plus en plus claire, avec notamment la mise en évidence d’un lien existant entre les procédures de
nettoyage et désinfection et I'excrétion des canards, la description de la survie de C. psittaci en
dehors de tout hote vivant, ou encore la mise en évidence d’'une possible survie de C. psittaci au sein
d’A. castellanii. La mise au point de moyens de lutte efficaces permettant de réduire voire de
supprimer I'excrétion chez les volailles est également nécessaire, dans le but de diminuer I'exposition
des professionnels.

Mots clés: Chlamydiaceae, C. psittaci, psittacose, chlamydiose, canard Mulard, volailles,
C. gallinacea, abattoir, couvoir, amibe, survie

Circulation of Chlamydiaceae in poultry industries, worker exposure and study of the survival of
Chlamydia psittaci
Avian chlamydiosis is a factor of economic loss to the poultry industry as well as a risk for zoonotic
transmission to human. Chlamydia psittaci is the primary avian chlamydial pathogen with zoonotic
potential. Although being mainly asymptomatic in birds, it can cause a disease called “psittacosis” in
humans, with severe atypical pneumonia that leads to death in the most severe cases. Persons
affected are mainly those whose occupations put them at risk of exposure, and a number of recent
reports in France have confirmed that most of the human cases seemed to be linked to poultry,
especially mule ducks. Currently there is evidence suggesting that avian chlamydiosis in poultry
involves a new chlamydial agent, namely C. gallinacea. In order to evaluate the presence of
Chlamydiaceae in poultry and the exposure of workers, we conducted four studies in the poultry
industries, in duck hatchery, breeding farms and slauhgterhouse, as well as a studie in two poultry
slaughterhouses including samples from voluntary workers. Results showed an important
asymptomatic carriage of C. psittaci by mule ducks and a real, invisible and unpredictable exposure
of workers. The species C. gallinacea was really prevalent in poultry othe than ducks and we still
ignore its impact on human. Contamination of animals on farm seems to be mainly made via the
environment. In vitro studies have been done to examine the survival of C. psittaci as a function of
temperature in a non-nutritiv middle and showed that viable bacteria were still detectable after two
months. Finally, the possible interactions between C. psittaci and an amoeba, Acanthamoeba
castellanii, were studied and seem to show that the bacteria was able to enter the amoeba but we
still ignore if it can survive or not.
Key words : Chlamydiaceae, C. psittaci, psittacosis, chlamydiosis, mule duck, poultry, C. gallinacea,
slaughterhouse, hatchery, amoeba, survival
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