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Introduction : 

 

Le diabète par sa charge de morbidité et de mortalité constitue un problème de santé publique 

et un lourd fardeau économique et social de portée mondiale [1][2][3]. 

En 2021, on comptait 529 millions de diabétiques dans le monde et le nombre de diabétiques 

devrait croitre de 59·7% pour atteindre 1,31 milliard de malades en 2050 [4]. 

Le mauvais contrôle glycémique peut entrainer de graves complications qui tendent à 

progresser insidieusement et dont les plus fréquentes sont la neuropathie, l’artériopathie, la 

néphropathie et la rétinopathie [5]. 

L’ulcère du pied diabétique ou pied diabétique est une complication majeure et sévère causée 

principalement par la neuropathie et l’artériopathie [6][7]. 

Jusqu’à 39% de diabétiques développeront une ulcération du pied durant leur vie dont plus de 

50% s’infecteront et seront responsables de plus de 20% des hospitalisations chez les 

diabétiques [8]. 

Ces infections du pied constituent un facteur de risque majeur d’amputations. Le pied 

diabétique infecté est la première étiologie des amputations des membres inférieurs [7][9] et 

toutes les 30 secondes, une personne dans le monde subit une amputation du membre inférieur 

due au diabète, précédée dans 85 % des cas d’un ulcère au pied [9].  

Les dépenses liées à la prise en charge du diabète et des UPD n’ont cessé d’exploser depuis 

des années. Elles s’élevaient en 2021 à 966 milliards de dollars à l’échelle mondiale soit une 

augmentation de 316% au cours des 15 dernières années [4]. Le coût de l’UPD représentait à 

lui seul 33% de l’ensemble de ce budget [11]. 

Les taux de mortalité associés au développement d'un UPD sont estimés à 5% au cours des 12 

premiers mois [12].  

Le Staphylococcus aureus constitue la première étiologie microbienne des infections du pied 

diabétique (IPD) dans la plupart des régions du monde [13]  pouvant représenter plus de 40% 

des germes isolés [14] [15].    

C’est un germe hautement pathogène caractérisé par sa capacité à acquérir rapidement de 

nouveaux mécanismes de résistance aux antibiotiques [16], et par la multiplicité de ses 

mécanismes de virulence [17]. L’émergence et la diffusion mondiale de souches de S.aureus 

résistante à la méticlline (SARM), souvent multirésistantes à d’autres classes d’antibiotiques,  

complique la prise en charge des infections dont il est l’étiologie [18]. 
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La prise en charge du pied diabétique infecté par le SARM est difficile et aboutit dans 

beaucoup de cas à des complications par défaut de cicatrisation et à l’amputation qui en 

résulte [19]. 

A côte de son pouvoir pathogène indiscutable et notamment dans les IPD, S.aureus est avant 

tout une bactérie commensale qui peut coloniser la peau et les muqueuses de l’homme [18].  

Le nez en constitue le principal site de portage et environ un tiers de la population générale 

porte de façon asymptomatique et permanente le S.aureus au niveau des fosses nasales 

antérieures [20]. D’autres sites anatomiques tels que l’oropharynx, la peau ou encore le tube 

digestif peuvent également constituer des réservoirs potentiels [20]. 

Il est aujourd’hui bien établi que cette colonisation nasale est un facteur de risque d’infection 

ultérieure chez le porteur et participe activement à la dissémination du S.aureus dans 

l’environnement communautaire et hospitalier [21]. 

Les sujets diabétiques font partie des populations à risque de portage nasal à S.aureus [22].   

Dans les IPD, le taux de portage nasal de S.aureus  peut atteindre 41.9% [23] et 40.85% pour 

le SARM [24].  

Contrairement à la colonisation nasale, la colonisation digestive à S.aureus est très peu 

documentée dans la littérature et son rôle en tant que facteur de risque d’infection est toujours 

à l’étude. Elle peut être associée une colonisation nasale mais peut aussi être retrouvée de 

manière exclusive chez les porteurs [25]. Les rares travaux disponibles rapportant le taux de 

portage digestif à S.aureus ne concernaient pas les IPD [26].   

 

L’étude du dépistage nasal et digestif chez les diabétiques permet d’identifier les porteurs de 

S.aureus et de SARM au niveau du nez et de l’appareil digestif afin de proposer des stratégies 

de prévention efficaces et une prise en charge précoce des IPD causées par la souche de 

portage [27][28]. En effet, la concordance génétique entre les souches nasales et celles d’IPD 

peut atteindre 92.1% [29] 

L’éradication du portage nasal par une décontamination nasale à l’aide de topiques tels que la 

mupirocine a prouvé son efficacité dans la réduction du risque infectieux dans de multiples 

situations cliniques (infections du site opératoire, patients en réanimation, hémodialiysés) 

[21]. Elle a permis de réduire la survenue d’infections invasives chez les porteurs et  la 

transmission croisée entre patients [27][30].  
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En revanche, Il n’existe à l’heure actuelle aucune recommandation officielle pour la 

décontamination digestive du S.aureus quelle que soit la population cible [27].  

 

Notre travail intitulé : « Relation entre le portage nasal et digestif de Staphylococcus 

aureus et l’infection des plaies du pied chez le diabétique » s’articule autour des objectifs 

suivants :  

Objectif principal :  

Estimer la fréquence de l’association entre le portage nasal et digestif de Staphylococcus 

aureus et l’infection des plaies du pied chez le patient diabétique par le même isolat de ce 

germe. 

 

Objectifs secondaires : 

 Etudier les facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus ainsi que ceux associés au 

portage nasal et digestif de S.aureus avec le même antibiotype que les souches cliniques   

 Comparer génétiquement les souches de S.aureus présentes dans le nez, les selles et sur les 

plaies de pied chez les diabétiques afin de rechercher une identité entre les souches nasales, 

digestives et les souches isolées de la plaie du pied 

 Etudier la sensibilité aux antibiotiques de toutes les souches de S.aureus isolées à la fois du 

portage et de l’infection de plaie du pied diabétique 

 Mettre en évidence les facteurs de virulence produits par toutes les souches isolées de 

S.aureus 

 Connaitre les différents clones de toutes les souches isolées de S.aureus (portage et 

infection) 
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Chapitre 1 : Diabète et complications  

 

1. Définition du diabète : 

Le diabète est une affection métabolique caractérisée par la présence d’une hyperglycémie 

chronique résultant d’une déficience de sécrétion d’insuline et/ou d’anomalies de l’action de 

l’insuline sur les tissus cibles du fait d’une résistance à l’insuline [31][32]. 

 

2. Epidémiologie du diabète : 

À l'échelle mondiale, 529 millions d’adultes (de 20 à 79 ans) vivaient avec le diabète en 2021 

avec une prévalence moyenne de 6.1% [04]. Plus de 90 % de diabétiques de par le monde ont 

le diabète de type 2 [04]. 

Entre 2021 et 2050 le nombre de diabétique devrait croitre de 59·7% pour atteindre 1,31 

milliard d’adultes en 2050 soit une prévalence de 9·8% [04].    

Le diabète est une cause importante de mortalité. En 2017, parmi les 217 millions d’individus 

atteints de diabète de type 2, 3.2 millions de patients étaient décédés après seulement 03 ans 

du diabète ou de ses complications [33].L'OMS prévoit qu'en 2030, le diabète sera la 7 
e
 cause 

de décès dans le monde [34]  

Environ 80% des diabétiques vivent dans les pays à revenu faible et moyen [33].et la région 

MENA (Moyen-Orient et Afrique du Nord) est la seconde région, après l’Océanie, la plus 

affectée par le diabète dans le monde avec une prévalence de 9.3% en 2021[04].   .  

En Algérie, la prévalence du diabète en Algérie continue d’augmenter. Elle est estimée à 

14.4% de la population entre 18 et 69 ans soit environ 04 millions de personnes atteintes [35]. 

 

3. Classification des états diabétiques : 

3.1. Diabète de type 1 : 

Le diabète de type  1 est un diabète insulinodépendant survenant le plus souvent avant l’âge 

de 20 ans. Il représente environ 5 % des diabètes. C’est une maladie métabolique secondaire à 

une destruction des cellules beta pancréatiques insulino-sécrétrices entraînant une carence 

absolue en insuline [36] [37]. 
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3.2. Diabète de type2 : 

Le diabète de type2 ou diabète non insulinodépendant survient le plus souvent à un âge adulte 

plus tardif (50 ans le plus souvent) et représente environ 95% des diabètes. Ses mécanismes 

physiopathologiques comprennent une résistance accrue des tissues périphériques à l’action 

de l’insuline et/ou une insuffisance de sécrétion d’insuline par les cellules beta- du pancréas 

[38].  

 

3.3.  Autres type de diabète [31] [39] [40] : 

 Diabète gestationnel 

 Diabète MODY (Maturity Onset Diabetes of the Young);  

 Diabète LADA (Latent Auto Immune Diabetes in Adults) ; 

 Diabète iatrogène liés à la prise des médicaments ; 

 Diabète secondaire à certaines maladies. 

 

4. Clinique et diagnostic du diabète : 

Les signes clinques du diabète sont les mêmes quel que soit le type de diabète. Mais ils ne se 

présentent as de tous de la même manière ni avec la même intensité. Les principaux 

symptômes sont : fatigue ; somnolence ; augmentation du volume et de la fréquence des 

urines ; soif intense ;faim exagérée, perte de poids inexpliquée ; flou visuel ; cicatrisation 

lente [39] [41]. 

 

Le diabète peut être diagnostiqué par l’un de critères biologiques suivants [31]: 

Tableau 1 : Critères biologiques pour définir le diabète 

Marqueur  Valeur  

Hémoglobine glyquée (HbA1c) ≥ 6.5% 

Glycémie à jeun ≥ 7.0 mmol/l 

Glycémie post-prandiale (test de tolérance au 

glucose) : glycémie 2h après prise de 75g de 

glucose   

≥ 11.0 mmol/l 

Glycémie à tout moment chez les patients ≥ 11.1 mmol/l 

Diabète gestationnel : 

Glycémie entre la 24e et 28e semaine de 

grossesse  à jeun et après prise orale de 75g 

de sucre (HGPO) 

A jeun : ≥ 5.1 mmol/l 

1h post HGPO : ≥ 10 mmol/l ou  

 2h post HGPO : ≥ 8.5 mmol/l  
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5. Complications métaboliques : 

Les complications du diabète sont nombreuses [5]: 

5.1. Complications métaboliques aigues : 

Trois types de complications métaboliques aigues peuvent émailler l’évolution du diabète : 

L’acidocétose diabétique [42], le coma hyperosmolaire [42][43] ainsi que les liées au 

traitement : acidose lactique [44] et  accident hypoglycémique [42]. 

5.2. Complications métaboliques chroniques : 

5.2.1. Complications microangiopathiques : 

5.2.1.1. Neuropathie diabétique : 

La neuropathie diabétique est la complication dégénérative la plus courante du diabète sucré   

et constitue la cause principale d’UPD. Sa prévalence est estimée à 50 % après 25 ans de 

diabète  et augmente avec l’âge,  la durée du diabète et le déséquilibre glycémique [45] [46]. 

Elle crée des zones hyperpression qui conduisent fréquemment à l’apparition de l’UPD [47]. 

5.2.1.2. Néphropathie diabétique : 

Les atteintes rénales sont hétérogènes et fréquentes et touchent  jusqu’à 50 % des diabétiques 

au cours de leur vie. Le diabète est la première cause d’insuffisance rénale [48] [49] [50]. 

5.2.1. 3. Rétinopathie diabétique : 

Première cause de cécité avant l’âge de 50 ans, la rétinopathie diabétique est une complication 

redoutable du diabète de type 2 [51] qui touche 50 % des diabétiques de type 2 [52].   

5.2.2. Complications macroangiopathiques :  

C’est une atteinte vasculaire qui concerne les artères musculaires de calibre > 200 microns. 

Elle se distingue dans le diabète par sa précocité (athérosclérose accélérée), sa plus grande 

fréquence et sa sévérité [53]. Le diabète est un puissant facteur de risque de pathologie 

cardiovasculaire [54]. La prévalence des événements cardiovasculaires s’élève à plus de 20 % 

après 65 ans chez les diabétiques de type 2 [55].  

Les complications macroangiopathiques chez le diabétiques englobent : l’insuffisance 

cardiaque et la cardiomyopathie diabétique [56][57], la cardiopathie ischémiques[55], 

l’atteinte cérébrovasculaire [55], l’artériopathie périphérique (AOMI) [58][59], l’atteinte 

carotidienne [60]. 
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Chapitre 2 : Pied diabétique et infection  

 

1. Définition de l’ulcère du pied (UPD) : 

Le pied diabétique se caractérise par une ulcération ou une destruction des tissus profonds du 

pied, associée à une neuropathie et/ou une artériopathie périphérique des membres inférieurs. 

Il s’infecte à l’occasion d’une invasion tissulaire avec multiplication de microorganismes, 

qu’il y ait ou pas une réponse inflammatoire [61][62].  

 

2. Définition de l’infection du pied diabétique : 

C’est un état pathologique provoqué par l’invasion et la multiplication de micro-organismes 

dans les tissus accompagnés d’une destruction tissulaire et/ou d’une réponse inflammatoire de 

l’hôte [63]. Elle se subdivise en infection superficielle (infection de la peau qui ne s’étend pas 

à une structure inférieure au derme) et infection profonde  (infection qui se propage aux tissus 

sous cutanés avec formation d’abcès, des signes d’arthrite septique, d’ostéomyélite , de 

ténosynovite septique ou de fasciite nécrosante) [64][65].  

 

3. Epidémiologie de l’UPD : 

Jusqu’à 34 % des personnes atteintes de diabète développeront une UPD au cours de leur vie, 

une proportion précédemment sous-estimée à 25 % [6][8]. La prévalence de l’UPD varie 

selon les pays et le type de population.  

La méta-analyse de Zhnag [66] évaluait la prévalence mondiale (en dehors de l’Amérique 

Latine)  moyenne de plaies du pied diabétique à 6,3 %. L’Amérique du nord présentait le taux 

le plus élevé (13.9%) et l’Océanie le taux le plus faible (3.0%). Les prévalences en Asie, 

Europe, et Afrique étaient de 5.5%, 5.1%  et 7.2% respectivement. Concernant les pays, la 

Belgique avait la plus forte prévalence (16.6%) et l’Australie était le pays le moins affecté 

(1.5%).  

L’étude de Carro et al [67], concluait à une prévalence moyenne de 14.8% en Amérique 

Latine qui pouvait atteindre 32.1% pour l’Uruguay. 
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4. Epidémiologie du coût de l’UPD :  

Aux Etats-Unis 10.9 milliards de dollars ont été dépensées annuellement entre 1998-2014 

pour la prise eh charge des UPD [68]. Le coût d’une prise en charge d’une plaie de pied peut 

atteindre 33000 dollars dans ce pays [69] et celui  d’une amputation d’orteil et d’une 

amputation transtibiale aux États-Unis serait respectivement de 45 513 dollars et de 82 657 

dollars [70]. 

La revue systématique de Tchero et al [71] évaluait les dépenses liées à la prise en charge du 

pied diabétique dans 05 pays d’Europe (France, Espagne, Italie, Allemagne et Royaume-Uni). 

Le coût total d’un ulcère non infecté était de 6174 $ en 2002 et de 14 441 $ en 2005, et pour 

un ulcère infecté il variait de 2637 à 2957 $ [71]. 

 

5. Facteurs favorisant l’UPD : 

Les principaux facteurs de survenue d’un ulcère de pied sont [8][72][73]: 

 Âge de la population supérieur à 60 ans,   

 Sexe masculin  avec un risque relatif deux fois plus élevé que chez la femme , 

 Race et origine ethnique : les populations amérindiennes, hispaniques et noires (africaine 

ou américaine) présentent une prédisposition reconnue et supérieure pour le diabète   

 Statut socio-économique : bas revenus, mauvais accès aux soins, individu vivant seul 

négligence et absence de compliance, une mauvaise hygiène des pieds, faible niveau 

d’éducation et littérature en santé limitée,  

 Durée et type du Diabète : le DT2 , qui présente un risque supérieur au DT1 est prédicteur 

de récurrence de l’UPD.   

 Difformités des pieds et neuroarthropathie de Charcot  

 Facteurs biomécaniques : traumatismes majeurs ou même mineur (non perçue par le 

patient) , mauvais chaussage (chaussures serrées ou trop lâches),  marche pieds nus, chutes, 

accidents, corps étrangers dans la chaussure, limitation de la mobilité articulaire, 

proéminences osseuses, cals. 

 Antécédent d’UPD et/ou d’amputation d’un membre inférieur, 

 Neuropathie périphérique , 

 Artériopathie des membres inférieurs : elle joue un rôle significatif dans les récurrences  

 Rétinopathie : la baisse de l’acuité visuelle compromet une identification correcte des 

lésions par le patient et favorise les traumatismes.  
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6. Facteurs de risque d’infection de l’UPD : 

De multiples  facteurs favorisent le développement de l’infection de l’UPD [74][75][76] : 

 Présence d’un ulcère ou d’une plaie : la risque de développer une infection est supérieur de 

2000 fois chez les patients avec ulcère par rapport aux patients sans ulcère,  

 Plaie chronique du pied (> 30 jours),  

 Plaie profonde pénétrant l’os,  

 Plaie récidivante,  

 Plaie post-traumatique, 

 Amputation préalable du membre inférieur,  

 Neuropathie sensitive périphérique évoluée,  

 Insuffisance rénale et transplantation rénale, 

 Causes traumatiquesde l’UPD, 

 Marche pieds nus. 

 

7. Physiopathologie de l’ulcère du pied diabétique : 

La pathogénie d’une plaie de pied chez le diabétique est un processus complexe et 

multifactoriel [77] qui découle d’une cascade d’événements survenant sur un pied à risques  

[78] et impliquant trois facteurs principaux, à savoir la neuropathie, l’ischémie et l'infection 

[78][79].Les autres facteurs associés sont liés à la biomécanique du pied, l’hyperpression 

plantaire, les traumatismes majeurs ou mineurs, la  difformité du pied et les atteintes 

musculosquelettique diabétiques [76][77]. 

D’autres mécanismes relatifs à l’immunopathie diabétique y apportent également  leur 

contribution : diminution de l'expression de diverses croissances facteurs, une inflammation 

soutenue et une apoptose accrue peuvent expliquer la genèse de ces entités résistantes au 

traitement [80][81]. 
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Figure 1 : Physiopathologie de l’UPD [6] 

 

7.1. Neuropathie périphérique : 

Principal facteur étiologique, le pied diabétique est avant tout la conséquence de la 

neuropathie périphérique [77][82]. Les mécanismes physiopathologiques de développement 

des ulcères combinent les neuropathies :sensitive(le plus fréquentes), motrice, neurovégétative 

et douloureuse [83][84][85].  

7.2. Ischémie : 

L’artériopathie est le deuxième facteur de risque de survenue de plaie [86].L’atteinte artérielle 

conduit à un ralentissement de la cicatrisation des ulcères, secondaire à la limitation des 

apports en oxygène, nutriments et facteurs endogènes essentiels à la cicatrisation et la lutte 

contre l’infection [87]. Cette artériopathie réduit également la pénétration des antibiotiques au 

niveau des tissus ischémiés [88]. 
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7.3. Infection: 

De multiples facteurs se conjuguent pour favoriser la colonisation bactérienne de la plaie et le 

développement du processus infectieux [77][82][88]: 

 Déficit des mécanismes cellulaires de défense majoré par l’hyperglycémie,  

 Amplification des phénomènes d’apoptose par  l’hyperglycémie, 

 Retard du diagnostic et de prise en charge de la plaie à cause de l’indolence liée à la 

neuropathie  

 La chronicité de la lésion 

 Hypoxie liée à l’artériopathie   

 Absence de mise en décharge de la plaie, facteur déterminant de l’évolution vers 

l’infection 

 

8. Classification des UPD : 

Plusieurs classifications ont été proposées pour le diagnostic, l’évaluation de la gravité et la 

prise en charge des plaies de pied chez les diabétiques [89][90][91].Trois classifications sont 

largement utilisées dans le monde :  

 La classification de Wagner-Megitt [92] 

 La classification IWGDF/IDSA [93] : classification PEDIS du groupe du groupe de travail 

international sur le pied diabétique et de la société américaine des maladies infectieuses 

(IWGDF : International Working Group on Diabetic Foot ; IDSA : Infectious Diseases 

Societey of America) : c’est la classification la plus utilisée aujourd’hui. 

 La classification de l’Université de Texas [58][94]. 

 

Tableau 2 : Classification de Wagner-Meggit [92] 

Stade  Lésion  

0 Pied à risque élevé 

1 Ulcère superficiel et non infecté 

2 Ulcère profond sans atteinte osseuse 

3 Ulcère profond avec infection et atteinte des tendons/fascia et/ou des os 

4 Gangrène limitée (orteils, talon) 

5 Gangrène étendue (humide ou sèche) 
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Tableau 3 : Classification de l’IWGDF 2019 [93] 

Diagnostic d’une 

infection d’UPD   

 

Au moins deux signes parmi : 

Tuméfaction locale ou induration, sensibilité ou douleur locale, chaleur 

locale, écoulement purulent, érythème périlésionnel d’au moins 0,5 cm 

dans toutes les directions depuis la bordure de la plaie 

Et : 

Aucun signe d’une réponse inflammatoire cutanée accompagnant un 

diagnostic différentiel (par exemples : traumatisme, goutte, 

neuroarthropathie de Charcot, fracture, thrombose, stase veineuse, etc.) 

Classification 

clinique 

 

1 : UPD non-

infectée 

Aucun signe systémique ni signes et symptômes locaux d’infection 

2 : infection 

légère 

Absence de SRIS Et Érythème limité < 2 cm dans toutes les directions 

depuis la bordure de la plaie et atteinte limitée à la peau et/ou au tissu 

sous-cutané 

3 : infection 

modérée 
Absence de SRIS Et Érythème étendu ≥ 2 cm dans toutes les directions 

depuis la bordure de la plaie et/ou atteinte des tissus plus profonde que la 

peau et le tissu sous-cutané (tendon, muscle, articulation ou os exposé) 

4 : infection 

sévère 
Présence de SRIS Et Érythème étendu ≥ 2 cm dans toutes les directions 

depuis la bordure de la plaie et/ou atteinte des tissus plus profonde que la 

peau et le tissu sous-cutané (tendon, muscle, articulation ou os exposé) 

Ajouter (O) à 3 

ou 4a 

Infection impliquant l’os (ostéite ou ostéomyélite) 

 

UPD : ulcération plantaire diabétique ;  

SRIS : syndrome de réponse inflammatoire systémique,   

a : Si l’infection osseuse est démontrée en l’absence de ≥  2 signes d’inflammation locale ou 

systémique, l’infection doit être classée 3(O) (si moins de deux critères de SRIS)ou 4(O) (si au moins 

deux critères de SRIS). 
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Figure 2 : Représentation schématique des grades de l’UPD selon la classification de Wagner 

[95] 

 

9. Clinique de l’infection du pied diabétique (IPD) : 

Le diagnostic d’une infection de pied diabétique est clinique et non microbiologique 

[63][88].La classification IWGDF/IDSA  [93] définit les critères cliniques pour définir une 

IPD . 

  

Figure 3 : Ulcère du pied diabétique[96]      Figure 4 :Ulcère de l'avant-pied, de stade Wagner 3[97]. 
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10. Epidémiologie microbienne des IPD : 

L’épidémiologie microbienne des IPD est variable selon la nature du prélèvement, la 

profondeur de la plaie, la localisation géographique et l’histoire de la plaie (aigue ou 

chronique) [13]. Une variété d’espèces microbiennes peut être isolée à partir des lésions de 

pied : les cocci à gram positif, les bacilles à Gram négatif aérobies et aérobies facultatifs et les 

bactéries anaérobies sont fréquemment isolées des lésions de pied [10].Les IPD sont souvent 

polymicrobiennes [10][98][99].Selon la littérature, S.aureus est le germe par excellence 

responsable des IPD[10].Il prédomine dans de nombreuses séries [100][101][102][103][104]. 

Les autres germes les plus fréquemment isolés sont :  Pseudomonas aeruginosa [104][105], 

Escherichia coli [106][107] , Klebisella pneumoniae [104] , Proteus spp [108], Enterococcus 

spp [102], les Streptococcus  β-hémolytiques A et B [109][110]. 

S.aureus est la 1
e
 bactérie impliquée dans les pays occidentaux [13][110][111] et en Amérique 

Latine [67]. Il est alors souvent responsable d’infections monomicrobiennes [111]. 

Dans les pays chauds d’Asie et d’Afrique, les bacilles à Gran négatif aérobies jouent un rôle 

plus important. P.aeruginosa et E.coli sont alors plus fréquemment  isolés d’infections 

polymicrobiennes [112][113][114][115]. 

Les bactéries anaérobies sont volontiers retrouvés dans les plaies profondes avec écoulement 

malodorant, les suppurations des membres ischémiques, les gangrènes voire les ostéomyélites. 

La littérature décrit très peu leur présence. Leur prévalence est certainement mal évaluée en 

raison des exigences techniques liées à leur recherche [116]. 

Dans les infections des plaies aigues non encore traitées par les antibiotiques, les cocci à 

Gram positif aérobies sont les germes prédominants et les infections sont le plus souvent 

monomicoribennes. S.aureus étant nettement prédominant devant les streptocoques beta-

hémolytiques du groupe A ou B et les entérocoques [112][117]. 

Les plaies chroniques, en particulier chez les patients ayant reçu une antibiothérapie à large 

spectre, se distinguent par la fréquence des infections polymicrobiennes impliquant les 

bacilles à Gram négatif seuls ou en association avec les cocci à Gram positif ou les bactéries 

anaérobies. Les facteurs de virulence produits par ces populations bactériennes entretiennent 

une inflammation chronique qui empêche la cicatrisation et contribue à la chronicité de 

l’infection [112][117]. 
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11. Biofilms et IPD : 

Les biofilms constituent l’une des principales causes d’échecs dans le traitement des IPD par 

l’antibiothérapie conventionnelle. De plus, l’absence de signes cliniques spécifiques, et la 

difficulté du  diagnostic microbiologique compliquent leur identification [118][119]. 

En effet,  les UPD qui sont caractérisées à la fois par la fréquence des plaies chroniques et  par 

la complexité de leur microbiome et sa nature polymicrobinne, fournissent un environnement 

idéal au sein duquel les micro-organismes peuvent coopérer et s’organiser en biofilm 

polymicrobien [118][119].  

De plus les tissus nécrotiques et les débris présents dans les UPD favorisent l’adhésion des 

bactéries et la formation du biofilm [119]. La difficulté de distinguer entre colonisation et 

infection bactériennes et l’absence de spécificités cliniques compliquent et retardent le 

diagnostic des IPD à biofilms [118][119].  

 

Les biofilms retardent la guérison des plaies [118], favorisent et entretiennent une 

inflammation chronique et permettent une résistance accrue aux défenses de l’hôte et aux 

antibiotiques ce qui aboutit à la progression et la chronicité de l’UPD [119][121] . 

 

Un nombre limité d’études étudiait le biofilm dans les IPD. Selon Zubair et al [122] 77.1% 

des patients avec UPD avaient une IPD à biofilm et sa présence était associé avec le sexe, la 

présence d’une neuropathie ou d’une ostéomyélite, la durée de l’ulcère, la nécrose, et la taille 

de l’ulcère. Malik et al [123] trouvait un taux d’IPD à biofilm de 67.9% et identifiait  le 

mêmes facteurs de risque décrits par Zubair et al[122] .  

La lutte contre les biofilms représente un défi majeur pour la prise en charge des IPD. Si 

l’antibiothérapie conventionnelle est souvent inefficace, le débridement constitue le moyen de 

prévention disponible le plus efficace à ce jour. Des thérapies innovantes ont été développées 

et sont testées [124]. 

 

12. Hospitalisation : 

L’hospitalisation pour UPD n’est pas systématique [94]. L’IWGDF a émis des 

recommandations qui déterminent les critères plaidant en faveur d’une hospitalisation [93].  
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13. Complications de l’IPD : 

13.1. Ostéite -ostéomyélite du pied diabétique : 

Les atteintes osseuses compliquent 44 à 68 % des infections du pied  et représente un facteur 

de risque majeur d’amputation des membres inférieurs [93][125]. Le diagnostic est clinique, 

radiologique et microbiologique [88][126][127].  

13.2. Pied de Charcot : 

Le pied de Charcot est  une neuroarthropathie progressive aboutissant à la destruction  des os 

et des articulations du pied dont le diabète est la première cause [128][129][130].  

 

 

 

Figure 5 : Neuroarthropathie de Charcot [131] 

 

 

12.3. Amputation : 

Dans le monde, une personne diabétique est amputée du membre inférieur chaque 30 

secondes [132][133]. Le risque d’amputation est 155 fois plus important chez  le diabétique 

avec infection au pied par rapport au non diabétique [74]. Jusqu’à 85 % des amputations du 

membre inférieur chez les diabétiques sont précédées par un ulcère [78].  

En Algérie 10 à 15 % de diabétiques  subissent annuellement des amputations à cause des 

ulcères de pied [35]. 
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13.4. Récidive : 

Les patients ayant présenté une plaie chronique du pied sont à très haut risque de récidiver [6]. 

Le risque de récidive est évalué à 40%  à un an [78], 60 % à 03 ans [134], 70% à cinq ans 

[135] [136]. 

 

13.5. Décès : 

En 2021, le diabète a été responsable de 6.7 millions de décès soit une personne décédée toute 

les cinq secondes [4]. Le risque de décès s’installe dès que l’infection est bien établie. Ce 

risque est 2.5 fois plus élevé chez le diabétique avec ulcère de pied après 05 ans par rapport au 

diabétique sans ulcère. La mortalité est liée aux complications de l’infection, à l’amputation et 

au traitement de suppléance rénale [6]. La mortalité après 05 ans chez les patients avec des 

problèmes de pied (ulcère et infection) avoisineraient les 50% [137]. La mortalité liée à 

l’amputation dépasse 70% à 05 ans pour tous les diabétiques et atteint 74% après 02 ans pour 

ceux bénéficiant d’un traitement de suppléance de l’insuffisance rénale [6]. 
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Chapitre 3 : Diagnostic bactériologiques des infections du pied 

diabétique : 

 

1. Prélèvements bactériologiques : 

Les prélèvements ne doivent être faits qu’en présence d’une infection cliniquement parlante 

[138][139]. Les méthodes de prélèvement dépendent de la nature des lésions [140]. 

Aucun consensus n’existe concernant la meilleure technique à utiliser pour faire le 

prélèvement microbiologique [99][141]. 

Les prélèvements idéaux sont les prélèvements profonds par biopsie tissulaire, curetage ou 

aspirations à l’aiguille fine. Ces prélèvements souffrent néanmoins d’une mauvaise sensibilité 

et sont de réalisation plus difficile [142][143]. Les écouvillons et les prélèvements superficiels 

doivent être évités car souvent contaminés par les bactéries de colonisation. 

Ils sont le plus souvent pratiqués en raison de la difficulté de faire des prélèvements plus 

profonds [138][144]. 

Les prélèvements doivent être répétés uniquement si l’infection ne guérit pas malgré la mise 

sous antibiotiques ou si l’infection est sévère [99]. 

 

1.1. Écouvillonnage superficiel de la plaie : 

L’écouvillonnage sans débridement est la méthode la plus utilisée mais la plus déconseillée en 

raison de la contaminions du prélèvement par les bactéries commensales. La distinction entre 

les bactéries de colonisation et celles réellement responsables de l’infection est alors difficile 

[145][146]. 

Il consiste à faire passer l’écouvillon sur une surface de 1 cm
2
 de plaie dans un mouvement de 

zigzag combiné avec un mouvement de rotation. L'écouvillon doit être placé dans un milieu 

de transport. Cette méthode n’est pas adaptée à la recherche des bactéries anaérobies [140]. 
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Figure 6 : Critères à considérer avant d’envisager  une culture devant une plaie chronique [147] 

 

1.2. Prélèvements après débridement : 

La préparation de la plaie par débridement doit être une étape obligatoire avant tout 

prélèvement à visée bactériologique [10]. Le débridement qui consiste à exciser les parties 

molles nécrosées, les tissus dévitalisés et contamines ainsi que les tissus fibreux pour ne 

laisser en place que du tissu sain permet d’éliminer la flore bactérienne qui colonise la partie 

superficielle des lésions [140]. 

L'importance du débridement dépend  du type d'ulcération. Il est appuyé jusqu'a parvenir au 

tissu sain en cas d’ulcérations à prédominance neuropathique  et très prudent et se limitant à 

un simple drainage en cas d’ulcères ischémiques [127]. 

Réalisé au bloc opératoire par un chirurgien spécialisé dans les conditions d'asepsie 

rigoureuses,  le débridement chirurgical est le prélèvement le plus performant en termes de 

documentation microbiologique [127][140].En revanche, le débridement mécanique est 

pratiqué au lit du malade par un médecin ou un infirmier spécialisé, au moyen d'un scalpel ou 

d'une curette stérile après nettoyage avec de la gaze imbibée de sérum physiologique et 

application préalable d’antiseptiques[127]. 

 

1.2.1. Curetage – écouvillonnage profond de l'ulcère : 

Cette technique consiste à  prélever du tissu par grattage de la base de l'ulcère avec une 

curette stérile. Les produits de curetage sont récupères par écouvillonnage. L'écouvillon est 

immédiatement place dans un milieu de transport permettant une culture aérobie et anaérobie 

[140][145]. 
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1.2.2. Biopsie tissulaire : 

C'est la méthode de référence. La préparation de la plaie par débridement est indispensable. 

Deux à trois fragments de tissu sont prélevés et places immédiatement dans un flacon stérile 

additionne de quelques gouttes de sérum physiologique stérile pour éviter la dessiccation 

[140][145]. 

1.2.3. Aspiration à l'aiguille fine ou au cathéter long 

Cette technique permet récupérer par ponction les suppurations des infections collectées des 

plaies profondes. Après désinfection, le pus est récupéré par ponction au travers d'une zone 

saine et si l’aspiration ne ramène aucun liquide 1 a 2 ml de sérum physiologique sont injectés 

et ré-aspirés a l'aide d'une seconde aiguille. 

La seringue ayant servi au prélèvement est rapidement adressée au laboratoire sans l'aiguille, 

purgée d'air, bouchée hermétiquement et stérilement [140][145]. 

 

 

 

Figure 7 : Méthodes non invasives de prélèvement des plaies à visée bactériologique, devant 

être réalisées après le débridement [145]. 
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1.3. Prélèvements pour ostéite : 

Dans le cas d’une suspicion d’ostéite, le débridement est obligatoire et doit être chirurgical, 

fait au bloc opératoire par un chirurgien spécialisé (en particulier orthopédiste).  

La biopsie osseuse, méthode de référence, est la seule pratiquée dans ce cas. Les suppurations 

de plaies n’ont aucune valeur diagnostique[127][138]. La concordance entre des prélèvements 

tissulaires profonds (même ceux collectés à proximité ou au contact de l’os) et osseux est le 

plus souvent inférieure à 50 %. [127][142]. 

La biopsie osseuse est encore plus justifiée en cas d’échec d’une première antibiothérapie et  

doit être réalisée après une fenêtre thérapeutique de 15 jours minimum [88]. C’est un geste 

simple mais rarement pratiqué [126]. Elle est réalisée dans des centres spécialisés par des 

médecins/ chirurgiens spécialistes et peut être effectuée :   

- Soit par un geste chirurgical au bloc opératoire (cinq prélèvements au maximum sont alors 

recommandés au niveau de la lésion) [148] ou  au lit du malade par le clinicien [149]. 

- Soit par ponction percutanée radio- ou échoguidée au travers de la peau saine effectuée par 

un radiologue après désinfection. Plusieurs zones peuvent être prélevées [138][145] 

La répétition des cultures est indiquée chez les personnes dont l’évolution est défavorable 

sous antibiothérapie adéquate [127]. 

1.4. Prélèvements à réaliser en cas de sepsis : 

Les hémocultures aérobies et anaérobies sont réalisées devant toute suspicion de sepsis et 

dans le grade 4 de la classification IWGDF2019 [93].. 
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Figure 8 : Différentes approches diagnostiques en fonction du type de plaie du pied 

diabétique [140]. 

 

2. Mise en culture des prélèvements : 

Examen direct après coloration de Gram [10]: Une coloration de Gram doit être réalisée 

sur chaque prélèvement. . Elle permet de détecter et d’apprécier l’abondance  des 

polynucléaires neutrophiles, de visualiser  la morphologie des bactéries présentes, et de 

déterminer l’aspect monomicrobien ou polymicrobien de la suppuration. 

Mise en culture [127][148] : Le mode et la nature du prélèvement, le grade clinique, la 

notion d’antibiothérapie doivent être connus du microbiologiste avant la mise en culture. 

Sur chaque échantillon, une culture aérobie et, éventuellement, une culture anaérobie sont 

réalisées. 

La mise en en culture nécessite l’utilisation de milieux spécifiques incubés dans différentes 

atmosphères (aérobies, anaérobies, CO2) : 

- Gélose au sang frais et Gélose au sang cuit supplémentée en facteurs de croissance  , 

incubées sous CO2 pour la recherche des germes aérobies. 

- Gélose au sang désoxygénée ou gélose Columbia désoxygénée et supplémentée en 

hémine et vitamine K1 , incubées en anaérobiose. 
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- Gélose lactosée sélective (Mac Conkey, Hektoen) pour la recherche des bacilles à 

Gram négatif non exigeants, incubée en atmosphère aérobie. 

- Gélose Chapman pour les staphylocoques, incubée en atmosphère aérobie. 

- Bouillon d’enrichissement pour les bactéries aérobies (BGT bouillon glucosé 

tamponné) et anaérobies (bouillon trypticase soja) 

  

Les suppurations issues des écouvillons de débridement (superficiel et profond) et des 

aspirations à l’aiguille sont ensemencés directement dur les milieux solides de cultures 

aérobies et anaérobies. 

Les bouillons d’enrichissement sont ensemencés dans le cas des aspirations à l’aiguille et des 

prélèvements osseux. 

Etant solides, les biopsies tissulaires et les prélèvements osseux nécessitent un traitement 

préalables avant leur mise en culture. Ils doivent d’abord être découpés au scalpel et ensuite 

broyés soit manuellement à l’aide d’un mortier ou dans des appareils de broyage (type 

Stomacher ; MinMix) dans du sérum physiologique [10]. Découpage et broyage doivent se 

faire sous poste de sécurité microbiologique de type II (PSM II). La recherche des bactéries 

anaérobies dans ce contexte est obligatoire.  

La durée de l’incubation est variable.Les cultures seront examinées après 24 et 48 

d’incubation pour les bactéries aérobies et jusqu’à 5-7 jours pour les bactéries anaérobies. Les 

prélèvements osseux sont incubés jusqu’à quatorze jours du fait de l’importance des bactéries 

en biofilms et en variants à petites colonies du S.aureus (SCV) [10]. 

3. Interprétation des cultures : 

L’interprétation des cultures n’est pas souvent aisée.  Les plaies chroniques sont souvent 

colonisées par des bactéries commensales et la distinction entre une colonisation et une 

infection authentiques est très difficile voire impossible [10][150]. En effet, il n’existe à ce 

jour aucun consensus fixant un seuil critique permettant la définition d’une colonisation 

critique qui pourrait entraver la cicatrisation de la plaie ou pourrait être le point de départ de 

l’extension de l’infection [99].  

Certains experts ont suggéré une concentration bactérienne supérieure ou égale à 10
5
 unités 

formant colonie (UFC) par gramme ou mm
3
 de tissu [99][145] mais cette quantification de la 
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charge bactérienne est souvent inadaptée dans les plaies chroniques et l’interprétation doit 

obligatoirement tenir compte du potentiel de virulence des bactéries et des possibilités de 

défenses immunitaires de l’hôte[99].  

Des seuils plus bas (10
2 

UFC/ml) sont capables de provoquer des dégâts tissulaires plus 

importants avec le S.aureus ou les Streptocoques beta- hémolytiques [151]. 

L’interprétation des résultats dépend des éléments suivants [10][140][146] :les signes 

cliniques et l’ancienneté de la plaie (aigue ou chronique),  la nature de l'échantillon et de la 

qualité du prélèvement, la nature et la virulence des bactéries (résultats de la coloration de 

Gram), la présence d’une réaction inflammatoire significative à l’examen direct 

(polynucléaires neutrophiles), le nombre de morphotypes bactéries, le nombre de cultures 

positives au(x) même(s) germe(s).  

La présence d’une forte réaction inflammatoire décrit la présence d’une infection évolutive et 

son absence est fortement indicatrice d’une colonisation. Les cultures monomicrobiennes sont 

plus faciles à interpréter d’autant plus qu’il s’agit de bactéries à haut pouvoir pathogène [10]. 

Dans les plaies superficielles, les bactéries commensales ou de colonisation ne sont pas prises 

en considération.  Il s’agit notamment des bactéries à Gram positif des genres : 

Corynebctaerium, Bacillus, entérocoques, Staphylocoques à coagulase négative  mais aussi 

des BGN comme le Pseudomonas aeruginosa ou d’autres BGN non fermentants [10][112]. 

Cependant, ces bactéries peuvent aussi se comporter comme des pathogènes opportunistes 

lorsqu'elles sont détectées dans des prélèvements profonds osseux [140][148]. 

La concordance entre les prélèvements superficiels ou profonds à l'aiguille fine et la biopsie 

osseuse est généralement faible [138]. 

L’isolement répété d’une même bactérie commensale ou peu virulente dans des prélèvements 

répétés et de qualité, ou si le patient présente un état septique inquiétant doit considérer leur 

implication [140]. S.aureus et les Streptocoques beta-hémolytiques sont des bactéries 

pathogènes et hautement virulentes toujours à prendre en considération en culture pure ou 

même en association [145][154].Ils peuvent lors être associés à des entérobactéries (E.coli, 

K.pneumoniae, Proteus spp sont les plus fréquents) , au P.aeruginosa voire des bactéries 

anaérobies(Bacteroides spp. Finegoldia magna sont les plus incriminés) [112]. 

Le tableau ci-dessous montre les corrélations clinicobactériologiques entre les types de plaies 

et les bactéries impliquées et identifiées [140]. L’identification et les antibiogrammes se 
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limiteront à 02 voire 03 espèces considérés comme pathogènes [10]. Au delà de 03 espèces, le 

prélèvement est considéré comme contaminé et il est recommandé de refaire le prélèvement 

après discussion avec le clinicien [10][148]. 

 

Tableau 4 : Corrélation clinicobactériologique entre les types de plaies et les bactéries 

impliquées et identifiées [140] 

Type de plaie du pied Pathogènes  

Plaie superficielle récente sans 

antibiothérapie récente 

Staphylococcus aureus, streptocoques β-

hémolytiques 

Plaie chronique (≥ 1 mois) ou 

antérieurement traitée par antibiotiques 

Staphylococcus aureus, streptocoques β-

hémolytiques, entérobactéries 

Plaie traitée par des céphalosporines 

d'évolution défavorable 

Enterococcus spp 

Lésion macérée Pseudomonas spp. (en association avec d'autres 

micro-organismes) 

Plaie de longue durée (ulcère ≥ 6 mois), 

traitement antérieur par des 

antibiotiques à large spectre 

Polymicrobisme :  

cocci à Gram positif aérobie (Staphylococcus 

aureus, streptocoques β-hémolytiques, 

staphylocoques à coagulase négative, 

entérocoques), 

corynébactéries, 

entérobactéries, Pseudomonas spp., bacilles à 

Gram négatif non fermentatifs  

 ±agents fongiques 

Odeur nauséabonde, nécrose, gangrène Cocci à Gram positif aérobie, 

entérobactéries, Pseudomonas spp., bacilles à 

Gram négatif non fermentatifs, anaérobies 

stricts 
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Figure 9 : Interprétation des résultats bactériologiques sur prélèvement de pied diabétique 

[140] 

 

 

 

Figure 10 : Conduite à tenir pour l’interprétation des résultats microbiologiques obtenus au 

cours d’une ostéite du pied chez un patient vivant avec un diabète sucré [127] 
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Chapitre 4 : Approches thérapeutiques et préventives de l’IPD : 

 

I. Approches thérapeutiques : 

L’objectif ultime du traitement de l’UPD est d’atteindre une fermeture et une cicatrisation 

rapide de la plaie afin de prévenir les conséquences en aval à savoir l’infection, l’amputation 

et une détérioration de la qualité de vie [152][153].  

1. Approche multidisciplinaire:  

La prise en charge du pied diabétique est complexe et nécessite une collaboration 

multidisciplinaire [7][152]. Des équipes spécialisées et compétentes doivent être prévues et 

comprennent : diabétologues, infectiologues, microbiologistes,radiologues,médecins 

nucléaires,chirurgiens vasculaires et orthopédistes, rééducateurs, podologues et infirmier(e)s 

spécialisé(e)s [7]. Des cliniques et des centres de pied spécialisés sont à même d’assurer ces 

compétences multidisciplinaires avec un personnel qualifié [8]. 

2. Eléments de prise en charge:  

2.1. Prise en charge ambulatoire: 

La prise en charge ambulatoire repose sur les éléments suivants [72][76]  : 

2.1.1. Mise en décharge : 

Elément fondamental et central du traitement, la mise en décharge est l’élément indispensable 

à la cicatrisation, elle prévient l’infection de la plaie ou stoppe son aggravation [154][155]. 

Elle consiste à supprimer toute hyperpression au niveau de cette plaie [166]. 

Plusieurs techniques ou dispositifs de décharges sont disponibles : l’alitement, l’utilisation 

cannes  de béquilles, des déambulateurs, des fauteuils roulants, les chaussures de décharge, les 

dispositifs ou bottes amovibles,  les dispositifs inamovibles [62][167]. 

 

2.1.2. Soins locaux:  

Les soins locaux permettent de réduire la charge bactérienne au niveau de la plaie [158]. Ils 

englobent : le nettoyage de la plaie [112] [161], le recouvrement de la plaie par pansement 

[131], le débridement médical [159][160]. 
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2.1.3. Antibiothérapie :   

L’antibiothérapie ne doit pas être systématique. Elle est indiquée en présence de pus ou d’au 

moins deux des manifestations cliniques suivantes : rougeur, chaleur, tuméfaction ou 

induration, douleur [94][150]. 

2. 2. Prise en charge hospitalière : 

2. 2.1. Antibiothérapie : 

L’antibiothérapie  doit être réservée aux plaies cliniquement infectées [65] [93] et avoir pour 

objectif la disparition des signes cliniques d’infection sans obligatoirement stériliser le 

prélèvement bactériologique [70].  

Le choix de l’antibiotique dépend du spectre d’activité, de son efficacité, de la sensibilité des 

germes en cause et des effets indésirables. L’antibiothérapie empirique doit prendre en 

considération l’épidémiologie de la résistance aux antibiotiques des germes les plus 

fréquemment isolées dans l’hôpital ou la région [150].  

L’utilisation de la voie orale doit être la règle. Le recours à la voie intraveineuse trouve son 

intérêt dans les infections sévères, en cas d’ischémie, lorsque les molécules utilisées ne sont 

pas administrables per os ou que l’état du patient est incompatible avec la prise orale 

[143][161]. 

La durée de l’antibiothérapie n’est pas consensuelle. Pour les atteintes superficielle,une 

évolution clinique favorable est habituellement observée après 1-2 semaines de traitement 

antibiotiques . En revanche, les infections plus profondes ou les atteintes osseuses exigent des 

délais bien plus longs pouvant atteindre 6-12 semaines [162]. 

L’antibiothérapie locale n’est pas recommandée excepté lorsque la plaie ne cicatrise pas et 

que l’infection est subclinique [163]. 
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Tableau 5 : Antibiothérapie empirique des IPD selon IWGDF 2019 [93] 

Sévérité de 

l’infection 

Facteurs 

additionnels 

Pathogènes 

fréquents  

Traitement empirique 

Légère  Absence de signes de 

complications 

CGP 

 

PéniM (Dicloxacilline ou 

flucloxacilline); C1G 

Allergie aux β-

lactamines ou 

intolérance  

CGP 

 

Clindamycine,Fluoroquinolones,  

Cotrimoxazole, Macrolide, 

Doxycycline 

Exposition récente 

aux antibiotiques 

 

 

CGP+BGN 

 

 

Amox-clavulanate ou 

Ampicilline-sulbactam ou  

Cotrimoxazole, 

Fluoroquinolones 

Facteurs de risque de 

SARM 

 

 

SARM Linézolide ,  

Cotrimoxazole, 

Doxycycline 

Macrolide 

Modérée ou 

sévère  

 

Absence de signes de 

complications 

 

CGP±BGN Amox-clavulanate ou 

Ampicilline-sulbactam , 

C2G/C3G  

Antibiothérapie 

récente 

 

CGP±BGN 

 

Ticarcilline-clavulanate, 

Pipéracilline-tazobactam, 

C3G ; Ertapénème (avis) 

Ulcère macéré ou 

climat chaud 

 

 

BGN y compris 

Pseudomonas 

 

 

Ticarcilline-clavulanate, 

Pipéracilline- tazobactam 

Dicloxacilline ou flucloxacilline 

+ciprofloxacine 

Imipénème , méropénème ou 

doripénème 

Ischémie, nécrose ou 

presence de gaz 

 

 

CGP±BGN± 

Anaérobies 

 

 

Inhibiteurs de β-lactamases; 

carbapénèmes ; 

C2G/C3G+clindamycine ou 

métronidazole 

Facteurs de risque de 

SARM 

 

 

SARM Considérer l’utilisation de : 

Glycopeptides, linézolide; 

daptomycine; acide fusidique; 

doxycycline 

doxycycline 

Facteurs de risque de 

BGN résistants  

BLSE carbapénèmes ; Fluoroquinolones ; 

aminosides; colistine 
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2.2.2. Mise en décharge 

A l’hôpital, l’alitement est le moyen de décharge le plus efficace. Il repose sur un arrêt 

complet de l’activité ou sur une alternance entre périodes de repos en position allongée et 

périodes d’activité. Les autres dispositifs sont utilisés selon l’état du patient et la nature de la 

plaie [155][156][157]. 

2.2.3. Débridement : 

Le débridement chirurgical est la technique de détersion la plus efficace [160][164]. 

2.2.4. Chirurgie :   

Le chirurgien n'intervient qu'en seconde intention lorsque les soins médicaux sont inefficaces 

ou le pronostic vital ou fonctionnel engagé [164][165].La chirurgie garde un rôle 

prépondérant dans la prévention et le contrôle de l'infection, dans la reconstruction osseuse et 

des tissus mous, dans le sauvetage d'un membre ou dans l'exécution d'une amputation [166]  

[167][168].   

2.2.5. Revascularisation : 

La revascularisation est pratiquée pour le traitement de l’AOMI . Son objectif est d’éviter 

l’amputation du membre grâce l’amélioration de la cicatrisation du trouble trophique et ce en 

assurant la restauration d’un flux sanguin suffisant direct dans le pied [169][170]. 

 

2.2.6. Contrôle de l’équilibre glycémique, évaluation et amélioration de l’état 

nutritionnel et prise en charge des comorbidités, vaccination antitétanique [82][155] 

 

2.2.7 Thérapies adjuvantes : 

De nombreuses thérapies adjuvantes sont utilisées ou en cours d’évaluation et pourraient 

offrir des traitements d’appoint particulièrement intéressants : thérapie par pression négative ; 

oxygénothérapie hyperbare ; greffe de peau synthétique ; débridement non chirurgical 

(enzymatique, autolytique, hydrothérapie, thérapie Maggot) ; Facteurs de croissance topiques 

(EGF, VEGF, PDGF, FGF) ; stimulation électrique [131][171][172]. 
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II. Prévention des UPD :  

Elle s’appuie sur plusieurs éléments complémentaires qui permettent le dépistage des patients 

à risque lésionnel et la mise en place de mesures de prévention nécessaires [70] :  

1. Contrôle métabolique et correction des facteurs de risque cardiovasculaire et prise en 

charge des complications [82] [173]. 

2. Identification des patients à risque podologique : 

Certains diabétiques, plus à risque que d’autres, nécessitent une vigilance particulière. Ce sont 

les sujets [93] [146] [174] : 

 Avec risque podologique élevé avec : antécédents d’ulcération ou d’amputation ,  

neuropathie, AOMI ,  déformations des pieds  

 Alcoolo-tabagiques ; 

 Présentant une macro-angiopathie sévère (notamment les patients greffés rénaux) ; 

 Agés, en raison de l’association de la neuropathie avec les troubles statiques liés au 

vieillissement. 

3. Dépistage des pieds à risque : 

Toutes les personnes atteintes du diabète devraient être examinées au moins une fois par an à 

la recherche d’éventuels problèmes de pieds [93]. Les patients ayant des facteurs de risque 

démontrés doivent être examinés plus fréquemment, tous les 01 à 06 mois [93] [143].  

 

4. Gradation du risque podologique [93]. : 

 

5. Éducation thérapeutique podologique : 

Elle s’adresse non seulement aux patients mais également à leur entourage .Les diabétiques 

doivent apprendre à reconnaitre les problèmes potentiels qui peuvent survenir à leurs pieds et 

être au courant des mesures qu’ils doivent prendre en conséquence [175].  

 

6. Orthèses plantaires :  

Elles permettent le contrôle des mouvements anormaux du pied, la décharge des zones 

d'hyperpression plantaire, la diminution des forces de cisaillement, l'amélioration de 

l'absorption des chocs ainsi que le soutien et la stabilisation des déformations [62][155][176]. 
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7. Pédicurie  

Des soins de podologie réguliers permettent de diminuer les contraintes des zones 

d’hyperappuis de 30 % et de prévenir des complications au niveau des ongles [174][177]. 

 

8. Chaussage adéquat : 

Les chaussures et dispositifs de chaussage adaptés réduisent l’incidence des UPD de 50 % 

[178].Un chaussage adapté diminue le risque de récidive d’ulcération du pied  sauf s’il n’est 

pas porté. Le chaussage est un processus individualisé dont la prescription se fait au mieux 

dans les équipes multidisciplinaires. Il est différent selon l’âge du patient, les déformations 

des pieds et le risque de complications [155] [179]. 

9. Chirurgie préventive 

Le recours à la chirurgie préventive peut s’envisager dans deux situations : les troubles 

statiques du pied chez un patient diabétique sans signes de pied « à risque », et les gestes 

préventifs chez un patient diabétique présentant un pied à risque ayant ou non des antécédents 

d’ulcérations [164] [180].  
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Chapitre 5 : Caractéristiques générales du Staphylococcus aureus  

 

1. Taxonomie : 

Appartenant autrefois à la famille des Micrococcaceae , le genre Staphylococcus est 

aujourd’hui  rattaché à la famille des Staphylococcaceae [181]. Il compte  au moins 50 

espèces, dont une vingtaine sont isolées chez l'homme [181][182]. 

 

La classification  des Staphylococcus  est complexe [182]. Le séquençage de l'ARNr 16S a pu 

identifier 11 génogroupes ou clusters dont le S. aureus [182][183]. 

Chez l’homme, le Staphylococcus aureus ou le staphylocoque doré est l’espèce pathogène 

majeure fréquemment responsable d’infections.  

 

En 2019, les travaux de l’ESCMID (European Society of Clinical Microbiology and 

Infectious Diseases) ont permis de définir le complexe S.aureus qui comprend 03 espèces : 

S.aureus,S.argentus,S.schweitzeri ; le S.aureus étant subdivisée en 02 sous-espèces aureus et 

anaerobius [184]. 

 

En pratique courante, la classification des espèces est basée sur la production de la coagulase 

libre.  Il est classique d’opposer S.aureus qui produit une coagulase et est presque toujours 

pathogène, aux autres staphylocoques non producteurs de coagulase (SCN : staphylocoques à 

coagulase négative) qui sont plus rarement responsables d’infections [185].  

Tableau 6 : Taxonomie du Staphylococcus aureus [181][184] 

Domaine  Bacteria  

Phylum  Firmicutes  

Classe  Bacilli 

Ordre  Bacillales 

Famille  Staphylocococcaceae 

Genre  Staphylococcus 

Complexe  Aureus 

Espèce  Aureus 

Sous-espèce  Aureus 
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2. Habitat : 

Les staphylocoques sont des hôtes normaux de la peau et des muqueuses de l’homme et des 

animaux [181][186] mais d’autres sites sont fréquemment colonisés par le S.aureus : la peau, 

l’orophrynx, rectum, périnée même les voies digestives. Cette colonisation joue un rôle 

important dans la dissémination de la bactérie dans l’environnement [187]. 

 

1. Transmission: 

La transmission manuportée est le principal mode de dissémination des staphylocoques. Elle  

est surtout interhumaine directe mais peut se faire indirectement à travers des objets ou des 

surfaces contaminées [181][186]. La voie orale par ingestion d’alimentes contaminés (laits et 

viandes) est fréquente et provoque des toxi-infections alimentaires collectives [188]. 

 

2. Caractères bactériologiques : 

Les staphylocoques sont des cocci à Gram positif, immobiles à métabolisme fermentatif  qui 

possèdent toujours une catalase bien que de rares souches de Staphylocoques dépourvues de 

catalase aient été décrites [189].Ils Ce sont des aéro-anaérobies facultatifs , sensibles à la 

lysostaphine et ne produisent pas d’oxydase [181][182]. 

 

 

Figure 11 : Gram de Staphylococcus aureus  [140] 

Ce sont des bactéries non exigeantes qui cultivent facilement sur milieux ordinaires en 

aérobiose comme en anaérobiose en formant, sur milieux solides, des colonies rondes à 
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contour régulier lisses, luisantes et bombées, plus ou moins pigmentées en jaune or d'où 

l'appellation Staphylococcus aureus ou staphylocoque "doré" [140]. Ils sont capables de 

croître en milieu hypersalé sélectif de Chapman [181].  

La production de la coagulase libre permet de distinguer le S.aureus, pathogène par 

excellence des SCN , espèces presque toujours commensales chez l’homme [185]. 

5. Pouvoir pathogène : 

Grâce à son énorme potentiel pathogène, S.aureus est associé à une grande variété 

d’infections aussi bien en communauté qu’à l’hôpital. Il est responsable d’infections 

suppuratives superficielles et profondes ainsi que de syndromes particuliers liées à l’action de 

certaines toxines [190]. 

5.1. Les infections suppuratives superficielles et profondes :   

S.aureus est le premier germe responsables d’un large éventail d’infections de la peau et des 

tissus mous [191][192] qui sont le plus souvent bénignes mais peuvent parfois menacer le 

pronostic vital ( fasciite nécrosante et staphylococcie maligne de la face) [193]. Ces infections 

peuvent se compliquer par extension loco-régionale ou par diffusion hématogène pour donner 

des atteintes plus sévères : bactériémies et sepsis, endocardites,  pneumopathie, ostéomyélites, 

arthrites, abcès profonds (splénique, hépatique) [194]. 

S.aureus est la principale étiologie d’infections ostéoarticulaires [195] et d’endocardites 

infectieuses et le second germe impliqué dans les bactériémies et sepsis derrière E.coli [196].   

Les pneumopathies staphylococciques sont rares mais graves en raison du risque de 

complications à type d’abcès, de nécrose pulmonaire extensive ou d’évolution vers des 

pleurésies enkystées [194]. 

5.2. Infections non suppuratives d’origine toxinique : 

5.2.1. Epidermolyse staphylococcique aigue : 

L’épidermolyse staphylococcique aigue ou staphylococcal scalded skin syndrome (SSSS) ou 

syndrome de la peau ébouillantée est un ensemble de syndromes d’exfoliation superficielle de 

la peau provoqué par la production d’exfoliatines de S.aureus et comprenant 03 entités 

cliniques : le syndrome d’exfoliation généralisée [197][198] , l’impétigo bulleux [199] , et 

fièvre scarlatiniforme staphylococcique [186][190]. 
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5.2.2. Infections associées à la leucocidine de Panton Valentine (PVL) : 

Les souches de S.aureus PVL+ sont classiquement associée aux infections cutanées primitives 

et notamment la furonculose chronique et dans une moindre mesure aux pneumonies 

nécrosante et ostéomyélites voire de puprura fulminans [198][200]. Depuis les années 1990, 

ces isolats sont responsables  d’infections communautaires à S.aureus résistant à la méticilline 

ayant largement diffusé dans le monde [201]. 

5.2.3. Syndrome choc toxique staphylococcique : 

Il est provoqué par la toxine TSST-1 et plus rarement les entérotoxines (surtout l’entérotoxine 

B). Ce syndrome associe une fièvre supérieure à 39 °C, une hypotension artérielle et une 

érythrodermie scarlatiniforme généralisée, suivie 7 à 14 jours plus tard d’une desquamation 

intense et d’une atteinte multi-viscérale [198][202]. 

5.2.4 Intoxications alimentaires : 

Elles sont provoquées par l’ingestion d’entérotoxines staphylococciques produites dans 

l’aliment. Elles sont bénignes dans la majorité des cas   mais la survenue d’un choc toxique 

staphylococcique est possible en cas d’intoxination massive [194][198]. 

5.3. Infections associées aux soins : 

S.aureus est une bactérie hospitalière redoutable responsable d’une grande part des infections 

nosocomiales survenant dans les situations à risque : en réanimation, après chirurgie, chez les 

porteurs de cathéters et de matériel étranger. Il peut être la cause de : septicémies ; infections 

sur cathéter ; pneumopathies associées à la ventilation mécanique, endocardites ; infections 

osseuses ; infections oculaires ; infections neuroméningées par inoculation [194]. 

 

5.4. Infections associées aux biofilms : Grâce à sa capacité à sécréter des biofilms, le 

S.aureus peut être responsable d’une large variété d’infections associées aux 

matériels(cathéters, valves, pacemaker, prothèses,dérivations) qui sont chroniques et rebelles 

aux antibiotiques [190][203]. 

 

6. Facteurs de virulence :  

La pathogénie de S. aureus et l’aspect multifactoriel des infections sont liés à la synthèse de 

nombreux facteurs de virulence [204][205]. La diversité de ces facteurs de virulence  

staphylococciques peut s’expliquer par la grande plasticité du génome de S. aureus [186]. 
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6.1. Paroi cellulaire : 

Le peptidoglycane du S. aureus  possède une activité endotoxine-like proche du 

lipopolysaccharide des BGN [206][207]. Les acides lipoteichoïques interviennent  dans 

l’adhésion bactérienne [208]. 

 

6.2.Capsule :  

S. aureus expirme une capsule polysaccharidique qu’on retrouve dans la majorité des isolats 

cliniques (90%) mais qui est généralement perdue après culture. La capsule inhibe 

l’opsonisation et la phagocytose par les neutrophiles [206][207]. 13 sérotypes capsulaires ont 

été identifiés à ce jour chez S.aureus,  les sérotypes 5 et 8 sont majoritaires en médecine 

humaine [209]. 

6. 3. Facteurs d’adhésion :  

6.3.1. Les MSCRAMMs : pour « Microbial Surface Components Recognizing Adhesive matrix 

Molecules » :   Ce sont des les adhésines associées au peptidoglycane de la bactérie par des liaisons 

covalentes [210] [211][212]. On distingue :  

- Les protéines de liaison à la fibronectine (FnBPA et FnBPB) [212][213].  

- La protéine de liaison au collagène (Cna) [212][213].  

- Les protéines de liaison au fibrinogène (ClfA et ClfB) (Clumping Factor) [214]. 

6.3.2. Les SERAMs : pour « Secretable Expanded Repertoire Adhesive Molecules »  

Ces  adhésines sécrétées se fixent aux protéines de la matrice extracellulaire [214]. Elles 

regroupent :  

- Eap « extracellular adherence protein » : Elle favorise, d’une part l’internalisation de la 

bactérie par les cellules phagocytaires, et d’autre part, l’adhésion aux produits de  dégradation 

de la matrice extracellulaire [214][215]. 

- Emp « extracellular matrix binding protein », Efb « extracellular fibrinogen binding 

protein »: Elle se lie au fragment C3 du complément, empêchant l’activation de ce dernier 

ainsi que l’opsonisation [214]. 
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- La protéine A : C’est un facteur de virulence pléiotropique qui exerce des rôles multiples 

dans l’interaction avec l’hôte lors d’une infection. Elle empêche l’opsonisation et la 

phagocytose par interaction avec les IgG ; mais est également capable d’activer le 

complément et les lymphocytes B [216]. 

6.4. Substances élaborées et secrétées :  

6.4.1. Toxines : 

6. 4.1.1. Les toxines formant des pores ou « pore-forming toxins » (PFTs) : 

Elles détruisent les cellules en formant des pores au niveau des membranes [217][218]. On 

distingue deux grands groupes de PFTs :  

 Toxines à hélice alpha  ou alpha-PFTs : Elles comprennent la delta-hémolysine [218] et les 

PSM peptides (phenol-soluble peptides) [219]. 

 Les toxines à brins bêta ou bêta-PFTs ou leucotoxines : Leurs cibles cellulaires majeures 

sont les leucocytes (polynucléaires neutrophiles, monocytes, macrophages et 

lymphocytes). Ce groupe inclut l’alpha-toxine ou alpha-hémolysine ainsi que les 

leucotoxines à deux composés [198][204]. 

A. L’alpha-toxine ou alpha-hémolysine : Sécrétée par 80 à 90 % des souches de S. aureus, 

l’alpha-hémolysine cible les globules rouges ainsi que de nombreuses autres cellules [220]. 

B. Les leucotoxines à deux composés : Elles sont constituées de deux protéines différentes 

qui agressent en synergie : une protéine de classe S  et une protéine de classe F [221][222]. 

B.1. La gamma-hémolysine [221]. 

B.2. La leucocidine de Panton Valentine (PVL) : La PVL est formée de deux composés : 

LukS-PV et LukF-PV. Le gène pvl est porté par un bactériophage qui n’est retrouvé que 

chez 1 à 2 % des souches cliniques de S. aureus.  La PVL induit la lyse de plusieurs types 

cellulaires comme les polynucléaires neutrophiles, les monocytes, et les macrophages [222] 

[223]. 

6.4.1.2 : Les épidermolysines ou exfoliatines :  

Leur cible majeure est la desmogléine-1, une protéine de jonction cellulaire importante des 

desmosomes du stratum granulosum de l’épiderme. Elles induisent une perte d’adhérence 
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cellulaire entre les zones épithéliales du stratum spinosum et du stratum granulosum, à 

l’origine d’un décollement intra-épidermique [17][205]. 

6.4.2. Les superantigènes :  

Un superantigène est une protéine bactérienne responsable d’une stimulation massive et 

indistincte du système immunitaire avec une production et libération masive de cytokines pro-

inflammatoire (TNF-α, IL-1, IL-2 et IFN-α). Les superantigènes  identifiés chez S. aureus, 

comprennent la toxine du choc toxique staphylococcique (TSST-1) et les entérotoxines [100] 

[198]. 

La toxine du choc toxique staphylococcique (TSST-1) : C’est est une exotoxine d’origine 

chromosomique codée par le gène tst. La TSST-1 est un mitogène non spécifique des 

lymphocytes T humains et animaux, elle induit la production d’interleukine 1, elle est 

pyrogène et létale [224]. 

Les entérotoxines : Les entérotoxines staphylococciques (SE) sont des toxines émétiques 

produites par 30 à 60 % des souches de S. aureus. Il en existe  05 sérotypes majeurs SEA, 

SEB, SEC, SED et SEE Le séotype B est le plus virulent [100][205]. 

6.4.3. Enzymes : 

De nombreuses enzymes sont produites par S.aureus : staphylocoagulase ou coagulase 

libre [182] ; staphylokinase  ; catalase, hyaluronidase,  désoxyribonucléases  ; bêta-hémolysine 

[198] ; inhibiteurs de protéases (chemotaxis inhibitory protein of Staphylococcus aureus ou CHIPS ; 

les inhibiteurs des C3 convertases comme : staphylococcal complement inhibitor – SCIN , 

«extracellular complement-binding protein – Ecb ) [225] ;  lipases, protéases, estérases [17]. 
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Tableau 7 : Facteurs de virulence majeurs de S. aureus avec leurs ligands [226] 
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Figure 12 : Sémiologie de l’infection par S.aureus [226] 

 

7. Régulation de la virulence :  

Plusieurs systèmes régulateurs contrôlent l’expression des facteurs de virulence chez 

Staphylococcus aureus [204][227]:    

 Le locus agr ou accessory gene regulator : C’est le régulateur le plus important. Il joue 

un rôle crucial dans le pouvoir pathogène en régulant la production de facteurs de 

virulence, la formation de biofilm, voire même la résistance hétérogène à la méticilline 

chez S.aureus . Il  code une voie de signalisation à deux composants  qui est activé par un 

peptide autoinducteur (AIP) et active la sécrétion de multiples facteurs de virulence. 

 Le locus sae ( staphylococcus aureus exoprotein expression)  

 Le facteur Sar A (staphylococcal accessory regulator)  

 Le facteur sigma   
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Chapitre 6 : Diagnostic bactériologique des infections à 

Staphylococcus aureus  

 

Le diagnostic est direct et repose sur l’isolement de la bactérie. La recherche d’anticorps n’a 

pas d’intérêt dans le diagnostic d’une infection active. 

1. Prélèvements et transport :  

Les prélèvements sont variés et dépendent du site d’infection. Les écouvillons sont fortement 

déconseillés dans la mesure du possible. Les prélèvements de qualité sont ceux obtenus par 

ponction ou par aspiration [10].  

2. Examen direct :  

L’état frais sans coloration retrouve des cocci isolés ou en diplocoques immobiles. La 

coloration de Gram met en évidence  des cocci à Gram positif isolés, en diplocoques ou en 

tétrades avec un aspect caractéristique en amas (ou en grappe de raisin) [140][181]. 

3. Isolement en culture [140][181]:  

Les staphylocoques sont des bactéries non exigeantes qui cultivent rapidement en 18h  en 

bouillon ou sur milieux solides simples en aérobiose.   

Sur gélose nutritive : les colonies de taille variable (1 à 3 mm après 18 heures d'incubation)  

sont rondes lisses, à contour régulier opaques et luisantes légèrement bombées. 

Sur gélose au sang, l’aspect typique jaune doré peut être observé, et les souches typiques de 

S.aureus sont entourées d'une hémolyse bêta.  

Sur milieu de Chapman : les colonies sont  jaunes pour le S.aureus  à cause de la dégradation 

du mannitol  

Sur milieux chromogènes : Diverses géloses sélectives utilisant des substrats enzymatiques 

chromogènes spécifiques pour la détection du S.aureus ou du SARM sont disponibles [181]. 
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Figure 13 : Culture pure de S.aureus sur gélose au sang frais [228] 

 

4. Identification de S.aureus :  

Identification du genre : La production de la catalase permet d’orienter vers le genre 

Staphylococcus et de le différencier en cas de doute du  genre Streptococcus [181]. 

Identification de l’espèce : En raison de son important pouvoir pathogène , l’espèce S.aureus 

doit être identifiée en premier lieu et distinguée des autres espèces commensales à coagulase 

négative qui sont souvent des contaminants des prélèvements sauf dans des situations 

exceptionnelles [185]. 

S. aureus peut être correctement identifié par l’un des trois caractères suivant [181][140] : la 

production d’une coagulase libre ; la production d’une nucléase ou désoxyribonucléase 

thermostable ; la présence par agglutination des antigènes de surface ( le facteur d’affinité 

pour le fibrinogène , la protéine A et les antigènes capsulaires). 
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Autres moyens d’identification : En cas de non disponibilité des techniques précédentes ou 

de résultats non concluant (discordants ou douteux) d’autres moyens diagnostiques sont 

disponibles : 

 Les galeries biochimiques miniaturisées d'identification : type API Staph®, ID 32 

Staph® et RAPIDEC Staph® (bioMérieux) : l’identification se fait à l’aide d’un logiciel du 

fournisseur après lecture visuelle des différentes réactions colorimétriques obtenues après 

18h d’incubation [140][181]. 

 Automates : Des systèmes automatisés basées sur des tests biochimiques miniatures sont 

aujourd'hui largement utilisés dans les laboratoires de routine. Ils emploient des plaques 

(système BD Phoenix (BD Diagnostics) ; Microscan Walkaway(Beckmann) ou des cartes 

(système Vitek2(bioMerieux) permettant de faire l’identification et même l’antibiogramme 

dans le cadre de dispositifs combinés [229]. 

 La spectrométrie de masse MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser Desorption 

Ionization-Time of Flight) : Elle repose l’obtention d’un spectre de masse après séparation 

des protéines  en fonction du rapport masse/charge (m/z). Le microorganisme est alors 

identifié, au moyen d’algorithmes en comparant son spectre à une base de données de 

spectres de référence connus [181][230]. 

 Biologie moléculaire : 

L’amplification génique : L’identification par PCR pouvant être associée à la détection de 

la résistance à la méticilline s’applique soit directement à partir des prélèvements soit à 

partir d’une culture pure [231]. La détection du  gène tuf  identifie le genre Staphylococcus 

alors que l’identification de l’espèce S.aureus repose sur  la détection du gène nuc codant 

la nucléase, ou femA impliqué dans le métabolisme du peptidoglycane [140]. 

Séquençage de nouvelle  génération (NGS ou Next generation sequencing) [232]. 

Séquençage de l’ARN ribosomal 16S [181]. 

Ces deux dernières techniques ne sont pas adaptées aux laboratoires de routine et sont 

réservées aux centres de références et aux laboratoires de recherche [181]. 
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5. Recherche des toxines : 

Les entérotoxines, la TSST-1, les exfoliatines A et B, et la PVL peuvent être recherchées par 

PCR [233][234][235].  

D’autres techniques sont employées pour leur mise en évidence [229][236] :  

 Recherche et le typage des entérotoxines staphylococciques dans les aliments contaminés 

dan le cadre de toxi-infections alimentaires: agglutination de particules de latex,  méthodes 

immunoenzymatiques type ELISA , au mieux par spectrométrie de masse type MALDI -

TOF dans les laboratoires de référence . Cette dernière technique  offre les meilleures 

performances diagnostiques .   

 Recherche de TSST-1 : agglutination de particules de latex.  

 Détection des exfoliatines A et B : test multiplex en cytométrie (cytometry assisted 

multiplex immunoassay) 

 Détection de la PVL : par agglutination de particules de latex ou test 

immunochromatogrpahique 
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Chapitre 7 : Antibiotiques antistaphylococciques  

 

1. β-lactamines : 

Les β-lactamines sont des antibotiques qui empêchent la synthèse de la paroi bactérienne en 

inhibant de façon compétitive la dernière étape de la synthèse du peptidoglycane (la 

polymérisation) par analogie structurale entre leur structure et le dipeptide D-alanyl-D-alanine 

du précurseur du peptidoglycane [237][238]. 

Résistance acquise aux β-lactamines : 

Résistance à la pénicilline : 

Aujourd’hui plus de 90% des souches de S.aureus sont résistantes à la pénicilline G par 

acquisition d’une pénicillinase plasmidique inductible codée par le gène blaZ. Cette 

pénicillinase détruit les pénicillines G, les aminopénicllines, les carboxypénicillines, les N-

acyl-uréidopénicillines mais n’a aucune action sur les pénicillines M, les inhibiteurs de 

pénicillinase (acide clavulanique), les céphalosporines et les carbapénèmes qui restent actives 

[16]. 

Résistance à l’oxacilline ou résistance à la méticilline : 

La résistance à la méticilline chez les staphylocoques est le résultat de l’acquisition et 

l’expression d’une PLP additionnelle (protéine liant la pénicilline) appelée PLP2a codée par 

les gènes inductibles mec (mecA surtout, ou mecC) portés par un élément génétique mobile 

particulier appelé cassette staphylococcique chromosomique ou SCC pour « Staphylococcal 

Cassette Chromosome »). La PLP2a présente une affinité réduite pour les beta-lactamines. 

Une souche de S.aureus résistante à la méticilline (SARM) est résistante à toutes les β-

lactamines sauf la ceftaroline et le ceftobiprole qui peuvent avoir une activité [16] [239]. 

Deux autres mécanismes peuvent être responsables d’une sensibilité diminuée à la méticilline 

sans pour autant donner une méticillinorésistance : hyperproduction de bêta-lactamase 

(pénicillinase) (souches BORSA) ; modification des PLP endogènes (souches MODSA) : des 

modifications des PLP1,  PLP2,  PLP3 ou  PLP4 affectent l’activité de la β-lactamines 

spécifique de la PLP cible [240]. 
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2. Aminosides : 

Les aminosides sont des antibiotiques bactéricides concentration-dépendants qui inhibent la 

synthèse protéique en se fixant sur la sous-unité 30S du ribosome. Ils interfèrent également 

avec le métabolisme de plusieurs molécules et notamment les systèmes de transport de la 

chaine respiratoire altérant ainsi les enveloppes bactériennes [238][240].  

La résistance acquise des staphylocoques aux aminosides est surtout dûe à la production 

d’enzymes inactivatrices. Le S.aureus, produit trois enzymes associées à 03 phénotypes 

typiques [240][241]: 

 La phosphotransférase APH(3’)-III : confère une résistance à la kanamycine, à 

l’amikacine et à la néomycine : c’est le phénotype K. 

 La nucléotidyltrasnférase ANT(4’)(4’’)-I : confère une résistance à la kanamycine et à la 

tobramycine : c’est le phénotype KT. 

 L’enzyme bifonctionnelle phospho- et acétyltransférase APH(2’’)-AAC(6’) : cette 

enzyme qui possède deux fonctions confère une résistance à la kanamycine, à la 

tobramycine et à la gentamicine : c’est le phénotype KTG). 

 

3. Les macrolides et apparentés : Macrolides, Lincosamides, Streptogramines ou 

Synergistines :  

Antibiotiques bactériostatiques à large spectre qui inhibent la synthèse protéique en se fixant 

sur la sous-unité 50S du ribosome. Ils inhibent l’élongation de la chaine polypeptidique en 

synthèse par blocage de la translocation [238][240]. 

Les principaux mécanismes de résistance aux macrolides et apparentés englobent :  

 La méthylation ribosomale (phénotype MLSB) médiée par les gènes erm : c’est le 

mécanisme le plus fréquent [242]. 

 L’efflux des macrolides (pompe MsrA) ou des lincosamides (pompes vga(A),Lsa) [243].  

 L’inactivation enzymatique des macrolides (la phosphotransférase mph(C) ; des 

lincosamides ( lincosamides nucéloidyltrasnférases lnu(A),lnu(B) ; des streptogramines 

(acétyltransférases vat(A), vat(B), vat(C))  [241][244][245]. 
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Tableau 8 : Principaux mécanismes de résistance aux macrolides et apparentés chez S.aureus 

[241]. 

Mécanisme  Gènes  Phénotype  14-,15-

M 

16-M L S 

Méthylation 

ribosomale 

erm(A), erm(C) MLSB inductible  

MLSB constitutif  

R 

R 

S 

R 

S 

R 

S 

S 

Efflux msr(A) MSB R S S S 

vga(A) LSA S S I S/I 

Inactivation  

enzymatique 

lnu(A) L S S R S 

vat(A), vat(B), 

vat(C), vgb(A), 

vgb(B) 

S ou LS S S S ou I R 

 

 

4. Glycopeptides (vancomycine, teicoplanine) et lipoglycopeptides (dalbavancine, 

télavancine, oritavancine) : 

Ce sont des antibiotiques qui  inhibent la synthèse de la paroi bactérienne en se fixant  sur le 

motif dipeptidique terminal D-Ala-D-Ala des précurseurs du peptidoglycane [238]. 

Concernant les mécanismes de résistance, on distingue :  

4.1. Souches de sensibilité diminuée aux glycopeptides : on distingue les VISA ( ou GISA 

et les hétéro-VISA :  

VISA ou GISA [241][242] : Le terme VISA regroupe des souches exhibant des CMI 

intermédiaires à la vancomycine (CMI 4-8ug/ml). Le terme GISA désigne l’ensemble des 

souches présentant une CMI intermédiaire à la vancomycine ou à la téicoplanine (CMI 16 

ug/ml).   

Hétéro-VISA [240][241]: Ce terme désigne une population sensible à la vancomycine mais 

qui renferme des sous-populations intermédiaires à la vancomycine (CMI 4-8ug/ml). Ces 

souches sont pour leur grande majorité intermédiaire à la teicoplanine (CMI 16 ug/ml) , voire 

résistantes (CMI ≥ 32 ug/ml).  Les mécanismes conduisant à l’apparition des VISA et Hétéro-

VISA ne sont pas élucidés mais toutes ces souches ont une paroi épaissie. Des mutations 

affectant les systèmes à deux composants VraSR,GraSR et WalKR qui interviennent dans le 

métabolisme du peptidglycane ont été idenfiées. 
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4.2. Souches résistantes aux glycopeptides ou VRSA ( Vancomycin resistant 

Staphylococcus aureus) [240] [246]  :Exceptionnellement rapportées dans le monde, les 

souches VRSA sont résistantes à la vancomycine et la teicoplanine (CMI de la vancomycine ≥ 

16 mg/L) suite à l’acquisition par des plasmides de l’opéron vanA à partir de souches 

d’entérocoques présentant une résistance de haut niveau aux glycopeptides. 

5. Fluoroquinolones : 

Les fluoroquinolones sont des antibiotiques rapidement bactéricides qui inhibent la synthèse 

de l’ADN bactérien en ciblant des enzymes essentielles à la survie bactérienne les 

topoisomérases de types II  et IV [247]. Chez le S.aureus, les mutations qui affectent la sous-

unité ParC topoisomérase IV au niveau de la région QRDR (quinolone resistance-

determining region)  constituent le mécanisme de résistance le plus fréquent. La surexpression 

de 03 pompes à efflux chromosomiques de la famille des pompes MFS (major facilitator 

superfamily) appelées NorA (la plus fréquente), NorB et Nor C entraine également une 

résistance aux fluorquinolones [243][248]. 

6. Rifamycines (rifampicine) : 

La rifampicine est un antibiotique bactéricide qui bloque l’initiation de la transcription des 

ARNm en inhibant l’ARN polymérase-ADN dépendante de la bactérie. Des mutations sur le 

gène rpoB qui code la sous-unité β de l’ARN polymérase-ADN dépendante en altèrent la 

structure et  entraînent la résistance [249][250]. 

7. Tétracyclines et Glycylcyclines (tigécycline) :  

Les tétracyclines (et les Glycylcyclines) sont des antibiotique bactériostatique,  qui inhibent la 

synthèse protéique en se fixant sur la sous-unité ribosomale 30S et en bloquant l’entrée de 

l’amino-acylARNt dans le site A du ribosome [251].  La résistance aux tétracyclines se 

développe par deux mécanismes[251][252] : système d’efflux, énergie-dépendant, spécifiques 

des tétracyclines représentés par les gènes TetA(K) et TetA(L)  ; protection du ribosome par 

une protéine soluble  produite par les déterminants TetO et Tet M .  

8. Sulfamides et triméthoprime : 

Les sulfamides et le triméthoprime sont des antibiotiques bactériostatiques qui bloquent à des 

étapes successives la synthèse de l’acide folique et inhibent ainsi la synthèse des porines et 

par conséquent de l’ADN bactérien [253].  
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Une modification par mutation de la DHPS ou de la DHFR (phénotype DfrB)  confère 

respectivement une résistance aux suflamides et au triméthoprime. Trois gènes de résistance 

au triméthoprime acquis par échange horizontal ont également été décrits chez le S.aureus : 

DfrA ; DfrK et DfrG [246]. 

9. Fosfomycine : 

La fosfomycine inhibe la synthèse de la paroi cellulaire  à une étape précoce de la synthèse du 

peptidoglycane, dans la phase cytoplasmique. Elle inhibe l’enzyme MurA, (UDP-N-

acétylglucosamine énolpyruvyl transférase), responsable de la première étape de la synthèse 

du peptidoglycane, par analogie structurelle avec son substrat le phsopho-énol-pyruavte (PEP) 

[254]. Chez le S.aureus les mutations des gènes de systèmes de transport GlpT  et UhpT et 

l’inactivation de la fofosmycine par la protéine FosB  d’origine plasmidique constituent les 

mécanisme les plus fréquents [255]. 

10. Oxazolidinones (linézolide) : 

Le linézolide, premier représentant de la seule famille d’antibiotiques développée ces 

dernières décennies appelées les oxazolidinones,  inhibe la synthèse protéique à un stade très 

précoce la traduction par blocage de la formation du complexe d’initiation [253][256].La 

résistance met principalement en jeu deux mécanismes : une résistance chromosomique par 

mutations ponctuelles de l’ARNr23S (dont la plus fréquente est G2576T)  ou des protéines 

ribosomales L3 et L4 [246][256] ; une résistance extrachromosomique par acquisition de 

divers éléments mobiles représentés par les gènes cfr, optrA et poxtA [246][257]. 

11. Lipopeptides (daptomycine ) : 

La daptomycine est l’unique représentant commercialisé de la famille des lipopeptides 

cycliques. En se complexant au calcium, elle s’insère dans la membrane cytoplasmique ce qui 

entraine une dépolarisation rapide du potentiel de membrane par fuite massive des ions 

potassium aboutissant à une inhibition rapide de la synthèse des protéines et des acides 

nucléiques avec mort cellulaire sans bactériolyse [246][258]. 

12. Phénicolés : 

Antibiotiques bactériostatiques à large spectre qui bloquent la synthèse protéique en se fixant 

en empêchant la formation de liaisons peptidiques par la peptidyltransférase [259]. 

L’inactivation enzymatique par la chloramphénicol acétyltransférase (CAT) est le mécanisme 
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de résistance le plus fréquent chez le S.aureus [259].Les autres mécanismes de résistance 

sont : efflux actif par le transporteur fexA (chloramphenicol/florfenicol exproter) ou NorA 

(résistance associée aux fluorquinolones) ; méthylation par les proétines cfr responsables de la 

résistance au linézolide [259][260]. 

13. Acide fusidique : 

L’acide fusidique est un antistaphylococcique de choix qui agit sur la synthèse protéique en 

inhibant le facteur d’élongation EF-G [253].La résistance est surtout chromosomique par 

mutation du facteur d’élongation G codé par le gène fusA. La résistance par transfert 

horizontal, bien plus rare est liée à l’acquisition des gènes fusB, fusC et fusD codant des 

protéines empêchant la fixation de l’acide fusidique à sa cible [246]. 

14. Mupirocine:   

C’est un antibiotique topique utilisé uniquement par voie locale pour la décontamination des 

porteurs de S.aureus et non pour le traitement des infections. Elle Inhibe la synthèse protéique 

par liaison spécifique et réversible à isoleucyl-tRNA synthétase [261]. La résistance de haut 

niveau à la mupirocine est principalement dûe à des mutations ponctuelles du gène codant 

l’isoleucyl-tRNA synthétase [261][262]. 

 

Figure 14 : Cibles bactériennes des antibiotiques anti-SARM [226] 
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Chapitre 8 : Staphylococcus aureus résistant à la méticilline 

(SARM)  

 

1. Emergence du SARM : 

La première souche de S. aureus résistante à la méticilline a été identifiée en 1961 dans un 

hôpital en Angleterre [263]. Depuis cette date et jusqu’au début des années 1990, les SARM 

sont restées confinées à l’hôpital et étaient considérées comme des bactéries résistantes 

exclusivement hospitalières [264]. L’épidémie à SARM de 1993 au sein d’une population 

aborigène d’Australie a démenti cette hypothèse : une souche communautaire de SARM est 

isolée pour la première fois [265]. La description des souches communautaires USA 400 

(1997-1999) et ensuite USA 300 aux Etats-Unis en 2000 et leur diffusion dans tous les 

continents ont fait des SARM un grave problème émergent de santé publique mondial [264]. 

 

 

 

Figure 15 : Prévalence mondiale du SARM [226] 

 

2. Caractéristiques moléculaires du S.aureus résistant à la méticilline (SARM) : 

La résistance à la méticilline chez les staphylocoques est le résultat de l’acquisition et 

l’expression d’une PLP additionnelle (protéine liant la pénicilline) appelée PLP2a codé par les 

gènes mec (mecA surtout, ou mecC) portés par un élément génétique mobile particulier appelé 
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cassette staphylococcique chromosomique ou SCC pour « Staphylococcal Cassette 

Chromosome  » [266].  

2.1. Gènes mec : Selon la leur structure, 04 types de gènes mec ont été identifiés : mecA, 

mecB, mecC, et mecD ; chacun d’eux se subdivisant également en allotypes [267]. 

Gène mecA : Le gène mecA représente de loin le principal support de la méticillino résistance 

chez S.aureus  et rend compte de la pandémie à SARM.  Il en existe deux allotypes mecA1 et 

mecA2. L’origine exacte et l’évolution du gène mecA demeurent toujours inconnues même si 

le S.sciuri était suspecté [268]. 

Gène mecC : Identifié en 2007 en Angleterre,  à partir de mammite bovine, le gène mecC est 

le second déterminant produisant la PLP2a responsable d’infections humaines à SARM [269]. 

Il pose un véritable défi diagnostique car les tests de détection de la PLP2a et la PCR du gène 

mecA n’arrivent pas à le mettre en évidence. Des PCR spécifiques pour le gène mecC ont été 

mise au point pour surmonter cette difficulté . Deux allotypes mecC1 et mecC ont été 

rapportés [270]. 

Gènes mecB, mecD :  mecB et mecD ont été retrouvés chez des souches animales de 

Macrococcus caseolyticus un proche parent génétique des Staphylococcus classé comme 

Staphylococcus caseolyticus jusqu'en 1998 [270]. 

2.2. Hypothèses sur l’origine des gènes mec et cassettes : 

L’origine exacte des cassettes SCCmec et des gènes mec demeure inconnue [298]. Jusqu’à 

présent les éléments SCCmec sont spécifiques du genre Staphylococcus et n’ont pas été 

retrouvés dans d’autres genres bactériens [270]. L’hypothèse d’un transfert génétique entre les 

staphylocoques à coagulase négative et S.aureus semblerait la plus plausible [271] [272]. 

2.3. L'élément génétique mobile SCCmec et son organisation structurelle :  

La casette chromosomique SCCmec est élément génétique mobile de 21 à 60 kb qui renferme 

en dehors des gènes mec, d’autres éléments génétiques responsables de la résistance à d’autres 

d'autres classes d’antibiotiques que les β-lactamines tels que le transposon Tn554 (résistance 

aux macrolides), le plasmide pT181 (résistance aux tétracyclines), plasmide pUB110  

(résistance aux aminosides ) [273]. 
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Le SCCmec est un élément caractéristique des SARM qui se comporte comme un îlot de 

résistance aux β-lactamines se compose des éléments suivants : le complexe du gène mec ; le 

complexe des gènes de recombinases ccr et la région J [270]. 

Le complexe du gène mec : Il est composé du gène mec et de ses gènes régulateurs (le gène 

répresseur mecI et le gène anitrépresseur mecR1), et d’une séquence d’insertion IS431.  Le 

gène mecR1 détecte la présence de β-lactmaines et dégrade après activation le répresseur mecI 

favorisant ainsi l’expression de mecA [240]. 

A ce jour cinq classes différentes de complexe mecA ont été décrites selon les séquences 

d'insertion et les éléments de régulation en amont et en aval du gène mec [274]. 

Le complexe des gènes de recombinases ou complexe ccr : Les gènes ccr (cassette 

chromosome recombinase), ainsi que les cadres de ouverts de lecture qui les entourent, 

constituent le complexe du gène ccr. Les recombinases sont indispensables aux fonctions 

d’intégration-excision responsables de la mobilité de la cassette. Trois gènes ccr 

phylogénétiquement distincts ont  été identifiés chez S.aureus: ccrA, ccrB, et ccrC. Le 

complexe ccr est constitué soit d’une paire de gènes ccrA et ccrB soit d’un gène unique ccrC 

[274][275]. 

Les régions J : Classés en J1, J2 et J3 selon leur ordre d’emplacement sur la cassette,  les 

régions J sont disposées dans le même ordre dans les différentes SCCmec. La région J1 est 

située du côté droit de la cassette en amont du gène ccr , la région J2 entre les complexes mec 

et ccr et la région J3 en aval du complexe mec à la jonction chromosomique gauche adjacente 

à l’orfX [274]. La région J contient le transposon Tn554 alors que la région J3 contient 

souvent des déterminants plasmidiques de résistance aux antibiotiques comme la tétracycline, 

les aminosides [274][276]. 

 

2.4. Nomenclature des SCCmec :  

Bien qu’ils se composent des mêmes éléments structuraux,les SCCmec sont des structures 

hautement diversifiée dans leur organisation structurale et contenu génétique . 

Ces variations sont à las base de la classification des SCCmec en types et en sous-types selon   

le «International Working Group on the Classification of Staphylococcal Cassette 

Chromosome Elements (IWG-SCC) » [274]. 
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La nomenclature établie par le IWG-SCC permet aujourd’hui de définir 13 types de SCCmec 

parmi les SARM [270][274] .Les SCCmec de types I à VIII sont les plus répandus en 

médecine humaine . Les SCCmec de types I , II ou III  sont plus particulièrement présents 

dans les souches de SARM hospitalières (HA-MRSA) tandis que les types de  IV à VIII ont 

été identifiés CHEZ des SARM communautaires (CA-MRSA) [270]. 

 

 

 

Figure 16 : Illustration des SCCmec rapportées selon Lakhundi et al [270] 
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2.5. Définition du SARM  communautaire ou CA-MRSA :  

Une infection à SARM est dite communautaire si elle remplit les quatre conditions suivantes 

[264]: l’infection est diagnostiquée chez un patient non hospitalisé ou hospitalisé depuis 

moins de 24heures; le patient n’a pas d’antécédent d’infection ou de colonisation à SARM; 

absence dans l’année qui précède d’antécédent d’hospitalisation, de séjour dans une unité de 

long séjour, d’intervention chirurgicale, de dialyse; le patient n’est pas porteur d’un cathéter 

ou autre matériel médical d’abord transcutané.  

Classiquement associées aux infections cutanées primitives, à la pneumonie nécrosante, et aux 

ostéomyélites, des souches des CA-MRSA ont été isolées à partir de sepsis, d’infections 

oculaires, d’endocardites, d’abcès du foie et de fasciite nécrosantes [277].  

 

2.6. Lignées ou clones de SARM :  

2.6.1. Les SARM hospitaliers (HA-MRSA) :  

Cinq complexes clonaux (CC) pandémiques de HA-MRSA ont été décrits [264][278] :  

 CC5 (clone Allemand, clone NewYork/Japon(USA100) et clone pédiatrique) ;  

 CC8 (clone archaïque, cloneNewYorkV,clone hongrois, clone ibérique, clone brésilien et 

clone lyonnais) ;  

 CC22 (EMRSA-15) ;   

 CC30 (EMRSA-16) ; 

 CC45 (clone Berlinois). 

2.6.2. Les SARM communautaires (CA-MRSA) :  

Cinq complexes clonaux (CC) pandémiques de CA-MRSA ont également été décrits [279]:  

 Clone Midwest(MW2) ou USA400 ou ST1 ,premier SARM communautaire décrit aux 

États-Unis ;  

 Clone Sud-Ouest Pacifique/Océanie,ST30 ;   

 clone européen ,ST80, prédominant en Europe ;  

 Clone pacifique : ST59 ;  

 Clone USA300(ST8) caractérisé par sa grande capacité de dissémination.  
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2.6.3. Souches animales LA-MRSA (Livestock-associated-MRSA) : 

L’émergence de plusieurs souches animales de SARM ou LA-MRSA responsables 

d’infections humaines fait craindre une propagation non contrôlée de SARM dans le monde 

[280].Initialement décrite en Europe en 2005[281], une nouvelle espèce animale ST398 

appartenant à une nouvelle lignée CC 398 responsable d’infections chez le bétail a pu 

s’adapter à la transmission humaine et s’est rapidement propagée en Asie, Australie et les 

Amériques [270].  

 

 

 

Figure 17 : Distribution mondiale et diversité génétique du SARM [270] 
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Chapitre 9 : Typage du Staphylococcus aureus  

 

1. Intérêt du typage épidémiologique de S.aureus :  

Le plus souvent, le typage épidémiologique sera réalisé à la demande des cliniciens et/ou des 

bactériologistes avec les principaux objectifs suivants [282] [283] :  

- Comparer plusieurs souches (issues de patients différents ou du même patient) dans le but de 

: affirmer ou infirmer l’existence d’une épidémie ; distinguer une rechute d’une réinfection.  

- Déterminer l’origine de la contamination; 

- Contrôler l’efficacité des stratégies de prévention ou de traitement des infections associées 

aux soins. 

2. Méthodes de typage de  S.aureus  

Parmi les marqueurs épidémiologiques utilisés pour le S.aureus, on distingue les marqueurs 

phénotypiques et les marqueurs génotypiques. 

2. 1. Typage phénotypique : marqueurs épidémiologiques phénotypiques :   

L’antibiotypie : c’est la détermination du profil de résistance aux antibiotiques sur 

antibiogramme [284]. 

La sérotypie : elle définit les souches selon structure des polysaccharides capsulaires. 13 

sérotypes capsulaires existe chez S.aureus dont 85-90% appartiennent aux deux sérotypes 5 

ou 8 [285][286]. 

La lysotypie : évalue la sensibilité à différents phages lytiques. Les souches humaines de 

S.aureus se subdivisent en 23 groupes phagiques dont le groupe II est le plus fréquent [287]. 

Le biotypage: elle détermine les biotypes du S.aureus en évaluant la synthèse de la 

staphylolysine et de la β-hémolysine, la coagulation du plasma bovin, et le type de croissance 

sur milieu contenant le crystal violet [286].  

En raison de leur pouvoir discriminant très limité, les résultats obtenus avec ces méthodes  

doivent être complétés par la réalisation d’un typage moléculaire [286][278]. 
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2.2. Typage moléculaire : 

2.2.1. Techniques basées sur l’électrophorèse : 

Electrophorèse en champ pulsé (PFGE) [288][289]:  

Elle est basée sur l’utilisation d’enzymes de restriction reconnaissant des sites de coupure sur 

l’ADN bactérien, générant un nombre restreint d’ADN de grande taille . L’obtention des 

profils électrophorétiques ou pulsotypes formés de peu de fragments et bien individualisés 

permet d’atteindre un pouvoir discriminant très élevé. 

Multi-locus enzyme electrophoresis (MLEE) [290][291] : 

C’est l’étude de la variation des iso-enzymes métaboliques (entre 12 et 20) de typage en 

mesurant leur mobilité électrophorétique sur gel d’agarose.   

 

2.2.2. Techniques basées sur l’amplification génique :  

PCR (Polymerase Chain reaction) en temps réel [392] : 

C’est est une technique sensible et spécifique reposant sur l’amplification de la cible en 

utilisation des amorces fluorescentes. La formation d’un signal fluorescent analysé en 

permanence par un système optique permet de suivre le résultat en permanence. C’est une 

technique globalement qualitative qui peut être utilisée en simplex ou en multiplex.  

Rep-PCR (Repetitive Palindromic Extragenic Elements PCR) [293] [294]:  

Elle est basée sur l’amplification de séquences répétitives (rep-PCR) de tailles différentes 

présentes dans les génomes bactériens.  

RAPD (random amplification polymorphic DNA) et AP-PCR (Arbitrarily Primed PCR) 

[295][296] 

La RAPD repose sur l’amplification aléatoire et rapide  de segments alétoires d’ADN. L’AP-

PCR est une variante de la RAPD au cours de laquelle l'amplification, est effectuée en trois 

parties différentes dont chacune possède une longueur et une concentration qui lui est propre. 
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AFLP (amplified fragment length polymorphism) [297][298]:  

Elle correspond à l’étude du polymorphisme de longueur de fragments amplifiés. Elle se 

déroule en plusieurs étapes : digestion de l’ADN génomique par deux enzymes de restriction, 

ligation des d'adaptateurs double brin aux extrémités des sites de coupure et amplification des 

fragments en utilisant des amorces complémentaires.  

MLVA (Multiple locus variable number of tandem repeats analysis) [299][300] : 

C’est une méthode d’analyse génétique du polymorphisme du nombre de motifs dans des 

répétitions en tandem ou motifs VNTR (variable number of tandem repeats). 

Typage agr [301][302] : 

L’analyse des variations de ces régions hypervariables du régulateur agr permet  de subdiviser 

le S. aureus en au moins 4 groupes agr: agr I à IV.  

 

2.2.3. Techniques basées sur le séquençage : 

Typage spa ou spa-typing [303][304] 

Cette méthode consiste à analyser le polymorphisme de la région hypervariable X du gène spa 

codant pour la protéine A spécifique de S. aureus.  

Multi-locus sequence typing (MLST) [305][306]: 

Décrite pour la première fois par Enright , cette technique caractérise les souches bactériennes 

d’une même espèce en utilisant les séquences d’ADN de plusieurs gènes de ménage. Chez le 

S.aureus, sept gènes de ménages ont été retenus pour le typage (arcC, aroE, glp, gmk, pta, tpi 

et yqiL).  Le profil allélique de ces sept loci est caractéristique de chaque isolat et permet de 

déterminer le « sequence type » (ST). 

Après amplification par PCR des gènes de ménage et séquençage des amplicons obtenus,  

l’analyse des données est établie en comparant les profils alléliques avec la base de données 

d’allèles sur le site web MLST (http://www.mlst.net).   Pour chacun des allèles séquencés, un 

numéro d'allèle est obtenu après comparaison avec la base de données MLST et la 

combinaison des numéros de tous les allèles permet de définir le ST de la souche.  
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La MLST a un pouvoir discriminant très élevé et une très bonne reproductibilité. En revanche, 

c’est technique chronophage très lourde et coûteuse  pour un laboratoire de routine et ne peut 

être pratiquée que dans des laboratoires spécialisés équipés d’un séquenceur type Sanger ou 

NGS. 

SCCmec Typing [270][307] 

Le typage se fait surtout par des  PCR simplex spécifiques du type. À ce jour, aucune méthode 

PCR fiable n'est disponible pour identifier tous les SCCmec types et sous-types dans une 

seule réaction.  

Séquençage du génome entier ou Whole-Genome Sequencing [308][309]: 

Le séquençage correspond à la détermination de l'enchaînement nucléotidique d'un fragment 

d'ADN ou d'ARN.Longtemps réservé aux laboratoires de recherche, le séquençage du génome 

entier WGS (Whole-Genome Sequencing ) ou séquençage de nouvelle génération NGS (Next 

generation sequencing) est un séquençage à haut débit permettant  d’étudier  la variabilité 

génétique sur totalité de génome contrairement au séquençage classique de Sanger qui analyse 

des séquence génomiques de taille restreinte. 

 

2.2.4. Puces à ADN ou biopuces ou micro-arrays [310][311]: 

C’est une technique d’hybridation réalisée sur une surface inerte solide de petite taille  (en 

général un lame de verre ou en silicium) qui utilise des centaines de sondes d’hybridation 

complémentaires de séquences spécifiques de l’ADN bactérien. Elle permet d’identifier et de 

typer  simultanément dans la même réaction, les gènes de toxines, et des facteurs de virulence, 

des gènes métaboliques, différents gènes de régulation, des gènes de résistance aux 

antibiotiques.  
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Chapitre 10 : Portage nasal du Staphylococcus aureus   

 

Le portage nasal de S.aureus est un phénomène dynamique résultant de l’interaction 

complexe entre des facteurs bactéries et d’autres liés à l’hôte [22][415] 

1. Localisation: 

Les fosses nasales antérieures sont le site de portage préférentiel du S. aureus, mais une étude 

récente a montré que le S.aureus pouvait être isolé avec une fréquence élevée dans des zones 

postérieures de la cavité nasale, suggérant que le vestibule postérieur ou l'ensemble du 

vestibule  nasal peuvent herberger le S. aureus [20]. D'autres études ont indiqué que S. aureus 

pouvait pénétrer dans les tissus nasaux d'individus en bonne santé et coloniser l’épithélium 

nasal [313].  

En dehors du  portage nasal, S.aureus peur également coloniser l’oropharynx, la peau  (creux 

axillaire, région inguinale, périnée), le tube digestif, le rectum et les voies génitales (région 

cervico-vaginale [187][314]. 

2. Epidémiologie : 

La prévalence du portage nasale de S.aureus dans la population générale varie selon les 

études. Elle dépend principalement de la population étudiée (communauté, hôpital), de l’âge 

des patients, du contexte clinique [22]. Dans la majorité des cas, il s’agit de Staphylococcus 

aureus sensible à la méticilline (SASM). Le portage nasal du SARM dans la population 

générale est plus rare. Il est plus important à l’hôpital, le SARM  étant un germe hospitalier 

par excellence [27]. 

Selon Lucet et al (2002)  entre  20 à 50 % de la population générale est porteuse de S. aureus 

au niveau du nez à un moment donné avec une tendance à la réduction de ce taux dans les 

études récentes [315].  

Gagnaire et al (2019), estime le portage nasal moyen de la population générale à  24% avec 

des prévalences plus élevées chez les enfants comparativement aux adultes (environ 50% dans 

les premiers mois de vie) [316].  

Plus récemment, d’après Sharara et al (2021), le portage nasal dans la population générale se 

situe entre 15 et32% pour le MSSA  et 1à 3%  pour le MRSA [21]. 
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Figure 18 : Prévalence mondiale du portage nasal de S.aureus entre 2005 et 2012 [317] 

 

3. Classification des porteurs au niveau du nez [318][319] : 

La réalisation de prélèvements répétés chez le même malade permet de distinguer trois types 

de porteurs dans la population générale :  

Les porteurs permanents ou persistants : représentent approximativement 20% (entre 12-

30 %) de la population. Ils sont colonisés le plus souvent par une seule souche de S. aureus 

sur une longue période. Leur charge bactérienne est plus importante. Ils  sont à risque de 

développer des infections à S.aureus et constituent également des disséminateurs de la 

bactérie. Le portage permanent est retrouvé aussi bien chez les enfants que chez les adultes. Il 

est souvent plus important chez les enfants avec un pic vers l’âge de 10ans. 

Les porteurs intermittents représentent environ 30% de la population (entre 16-79%). 

colonisés par différentes souches au cours du temps.  

Les non porteurs estimés à environ 50% (16-69%) : n’ont jamais été colonisés par la 

bactérie.  

 

Selon Nouwen et al [320] un sujet est considéré comme porteur si au moins un écouvillon 

nasal  sur  deux réalisés à une semaine d’intervalle s’avère positif. Deux écouvillons réalisés 
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au delà d’une semaine d’intervalle définissent un porteur intermittent s’ils sont positifs ou un 

non porteur s’ils sont négatifs. La durée permettant de définir le portage permanent n’est pas 

consensuelle.  

 

 

 

Figure 19 : Sites de colonisation par le SARM [321] 

 

4. Contamination du nez :  

Les mains constituent le principal vecteur de contamination du nez par le S.aureus. La 

transmission manuportée peut être directe ou indirecte (via des objets ou des surfaces 

contaminés). Elle est facilitée par le grattage du nez, les gouttelettes de salive, les surfaces 

contaminées. La contamination est essentiellement interhumaine directe (contact avec patients 

infectés, contact mère-enfant, contact avec personnels de santé) [319]. 
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5. Microbiote nasal : 

La cavité nasale humaine héberge une communauté bactérienne complexe et dynamique mais 

qui est principalement stable au niveau du genre [319][322]. 

Les genres Corynebacterium, Propionibacterium, Staphylococcus, et Moraxella sont les plus 

fréquemment présents dans le nez chez l'homme [323]. D'autres genres sont moins fréquents 

(Escherichia coli, Proteus spp, Klebsiella spp )[324] Fait intéressant, les cavités nasales sont 

également colonisées par diverses espèces anaérobies [325]. 

Selon la prédominance d’espèces, de genres ou familles de bactéries, sept états 

communautaires ou community state types (CST) ont été individualisés au sein du microbiote 

nasal. S.aureus domine le CST1 [20].  

De nombreux facteurs peuvent affecter la composition du microbiote nasal [20][22][319]: les 

variations saisonnières liées (température, humidité,niveaux de pollen ou de poussière) ; le 

polymorphisme génétique (l'interleukine 4, la β- défensine 1 et les gènes de lectines liant le 

mannose), la localisation anatomique dans le nez, la présence de bactériophage et les 

interférences bactériennes. 

Tableau 9 :  “Community state types of the human nose” selon Laux et al [20] 

CST  Bactéries prédominantes Prévalence (%) 

CST1  S. aureus 12.4 

CST2  

 

Enterobacteriaceae : Escherichia 

spp , Proteus spp, Klebsiella spp. 

9.0 

CST3  S. epidermidis 22.5 

CST4  Propionibacterium spp 28.7 

CST5  

 

Corynebacterium spp:  

C. accolens , C. pseudodiptheriticu, 

C. propinquum  

11.2 

CST6  Moraxella spp : M. lacunata        

M. nonliquefaciens  

5.6 

CST7  Dolosigranulum pigrum 10.7 
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6. Mécanisme de colonisation nasale par S.aureus : 

S.aureus  produit une large gamme de facteurs d’adhésion qui lui permettent de se fixer non 

seulement aux cellules mortes kératinisées de la cavité nasale antérieure mais également aux 

cellules ciliées vivantes de la cavité nasale postérieure [326][327][328]. 

Le processus de fixation est complexe et multifactoriel avec différentes phases allant de la 

colonisation nasale initiale à la colonisation nasale prolongée [319]. Les acides teichoΪques de 

la paroi (WTA) et le clumping factor B (ClfB) sont les principaux facteurs de virulence 

associés au portage nasal du S.aureus [329][330]. 

Les WTA assurent la fixation initiale en adhérant à leur récepteur, le SREC1 (scavenger 

receptor class-F member 1) localisé sur la cavité nasale postérieure [319]. Les MSCRAMMs 

tels que : le clumping factor B (ClfB), le iron-regulated surface determinant A (IsdA), et  la 

serine-aspartate repeat-containing protein D (SdrD) renforcent cette phase initiale et sont 

impliqués dans la persistance à long-terme de la colonisation. 

Le ClfB se fixe à la cytokératine 10 et la loricrine, deux protéines de la matrice extracellulaire 

exposées à la surface  les cellules épithéliales squameuses du nez [331][332].lsdA est un 

sidérophore impliqué dans la capture du fer et de l’hémoglobine, adhère en plus de la 

cytokératine 10 et la loricrine, à une autre protéine de la matrice appelée involucrine [333].  

SdrD cible la desmogléine 1, une cadhérine desmosomale surtout présente sur la muqueuse 

[326]. 

7. Facteurs de risque de colonisation nasale à S.aureus : 

Plusieurs situations liés à l’hôte augmentant le risque de colonisation nasale ont été décrits 

dans la littérature [22][317][334] : 

L’âge : la prévalence est  plus élevée chez les enfants et les adultes jeunes par rapport aux 

adultes et aux personnes âgées. 

Le contexte clinique : hémodialyse ; greffe d’organes ; infection par VIH ; diabète surtout 

insulinodépendant ; obésité; toxicomanie par voie intraveineuse; granulomatose avec 

polyangéite ; arthrite rhumatoïde ; infections de la peau et des tissus mous ; lésions cutanées 

chroniques (telle que la dermatite atopique) ; furonculose récurrente . 

L’hémodialyse et la greffe d’organe sont les facteurs de risque les plus importants.  
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8. Portage nasal comme facteur de risque d’infection : 

Le portage nasal de S. aureus est un facteur de risque majeur d’infection ultérieure à cette 

bactérie [335][336].  

Dans les infections du site opératoire après chirurgie orthopédique, gynécologique, et 

cardiaque  ce risque est multiplié par 9 [335][337] et dans 80% des cas, les souches nasales et 

d’infections sont reliées génétiquement[338] . En hémodialyse comme en dialyse péritonéale, 

le risque de portage nasal augmente d’un facteur 4 le risque d’infection à S. aureus, et 80 à 90 

% des patients infectés étaient porteurs nasaux de S. aureus au préalable [339][340]. Cette 

relation portage nasal-infection est également bien établie pour les infections en réanimation 

(sepsis, infections sur cathéters veineux centraux) et les infections de la peau et de tissus mous 

[334][335][337][340]. 

 

9. Portage nasal et infection du pied diabétique: 

Bien que le diabète soit un facteur de risque reconnu de portage nasal de S.aureus et 

particulièrement de SARM [341], très peu d’études ont évalué l’association entre ce portage 

et la probabilité de survenue d’IPD par la souche nasale [342][343]. 

De plus, les conclusions de ces études étaient peu concluantes en raison soit d’un faible 

échantillonnage soit de l’absence de typage moléculaire des souches isolées du nez et d’IPD 

[342][343]. 

Le taux de portage décrits dans ces études  s’élevait à 41.9% pour le S.aureus [23] et 40.85% 

pour le SARM [24] et lien génétique entre les souches de portage et celles du pied pouvait 

atteindre 92.1% [29]. 

 

10. Techniques microbiologiques de dépistage du portage nasal : 

Le prélèvement se fait par écouvillonnage au niveau du vestibulum nasi des narines 

antérieures en effectuant au moins 05 rotations. Les écouvillons floqués offrent la meilleure 

sensibilité de détection [344]. 
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La mise en culture se fait sur sélectifs pour les staphylocoques tel que le milieu de Chapman 

ou encore mieux sur milieux chromogènes spécifiques pour S.aureus. Ces milieux permettent 

de s’affranchir des risques de contamination liés à aux bactéries commensales du microbiote 

nasal [317].  

La détection directe du génome à partir du prélèvement par test d’amplification génique type 

PCR en temps réel est possible et permet d’obtenir un résultat en moins de 02 heures. Il 

n’offre pas en revanche la possibilité d’isoler la souche pour l’étude de la sensibilité aux 

antibiotiques et le typage moléculaire [317] [345]. 

 

11. Intérêt du  dépistage nasal et décontamination : 

L’identification des porteurs de S.aureus et de SARM au niveau du nez permet de proposer 

des stratégies de prévention chez les patients à risque majeure d’infection ultérieure [27][28]. 

La décontamination est une approche préventive qui consiste à éradiquer le portage pour 

réduire le risque infectieux [27][315] par deux moyens [27][30]: la prévention des infections 

invasives chez les porteurs et  la réduction de la transmission croisée entre patients .  

L’efficacité de la décontamination dans certaines populations à risque est bien documentée 

[345]. Qu’elle soit universelle ou ciblée, elle a prouvé son efficacité dans la réduction des 

infections associées aux soins à bactéries multirésistantes dont le SARM [21], en réanimation 

et surtout chez les hémodialysés et les patients en dialyse péritonéales[346][347]. 

Les stratégies actuelles de décolonisation sont basées sur l’application nasale de topiques 

antibiotiques ou antiseptiques (mupirocine, retapamuline, povidone-iodée) et  la toilette 

cutanée avec une solution d’antiseptiques (chlorhexidine gluconate , hypochlorite de sodium) 

[21][348] . Les risqué associés à la  de décontamination sont la toxicité des antiseptiques et la 

sélection de résistance à la mupirocine, molécule la plus utilisée. Des résistances à la 

mupirocine ont d’ailleurs abouti à des échecs de la décontamination [349][350]. 
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Chapitre 11 : Portage digestif du Staphylococcus aureus 

 

1. Introduction :  

La colonisation digestive à Staphylococcus aureus est très peu documentée dans la littérature 

et peu de données évaluant le portage digestif par rapport à la colonisation nasale dans une 

même population sont disponibles. En effet, la majorité des travaux ont porté sur la 

colonisation à SARM [25][351]. De plus, les prévalences retrouvées dans les différentes 

études dépendent en partie de l’origine du prélèvement [25][26]. 

 

2. Epidémiologie du portage digestif :  

Les premières descriptions de la colonisation digestive à S. aureus remontent aux années 50 et 

60[26].L’étude d’Acton et al publiée en 2009 [26] fut la première revue systématique traitant 

cette question. Dans cette étude, la prévalence du portage intestinal à S. aureus était estimée à 

20% dont 9 % de SARM  avec environ un tiers de porteurs exclusifs au niveau digestif . 

Dans la revue systématique de Claassen-Weitz et al (2016) [352] la prévalence était de 31% 

dans la communauté dont 86% de MSSA  et de 5% à l’hôpital dont 10% de MRSA.  

La revue systématique de Gagnaire et al (2017) retrouvait une prévalence de 25% et qu’elle 

pouvait varier en fonction des catégories d’individus. Ainsi, la prévalence était de 14% chez 

les patients communautaires, de 21% chez les patients hospitalisés et qu’elle pouvait atteindre  

38 % chez les nouveaux nés [25]. 

La colonisation digestive dépend également de l’âge des patients. Il ressortait du travail de 

Claassen-Weitz et al , que la colonisation digestive était acquise très tôt dès la naissance et 

qu’elle diminuait  avec l’âge [352]. Pour Dong et al [353] le taux le plus élevé concernait les 

adolescents (6.15%) et le plus bas les personnes âgées (2.7%). 

 

3. Physiopathologie de la colonisation digestive à S.aureus :  

La physiopathologie du portage digestif à S.aureus a été très peu étudiée [351]. L’interaction 

du S.aureus avec la muqueuse semble nécessaire à l’établissement de la colonisation 

intestinale. Il a été démontré que le mucus du caecum facilitait la colonisation du tractus 

intestinal par le SARM [354]. À partir de l’intestin, le S.aureus peut atteindre n’importe quel 

site par translocation à travers la muqueuse et l’épithélium intestinal [351][355].  
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Cette translocation peut être due à l’augmentation de la perméabilité intestinale causée par la 

régénération épithéliale régulière, une perturbation de l’intégrité de l’appareil digestif due à 

des maladies inflammatoires, une infection , une chirurgie, une modification du microbiote 

intestinal ou une immunodépression [356]. 

La sécrétion de certains facteurs de virulence du S.aureus pourrait également participer à ce 

processus notamment la alpha-toxine qui peut perturber la fonction barrière de l’épithélium 

intestinal en altérant les jonctions intercellulaires [357]. 

Un phénomène intéressant appelé « survie en silence » (the silent survival) correspond à une 

migration silencieuse du S.aureus digestif  à l’intérieur des cellules immunes compétentes 

[358]. Cette survie paradoxale dans les cellules phagocytaires et dendritiques participe à sa 

dissémination à d’autres parties du corps et peut entraîner des infections sévères sans signes 

cliniques préalables [359][360]. 

 

4. Portage digestif du S.aureus et risque d’infection :  

Contrairement à la colonisation nasale dont l’impact clinique est bien décrit, l’impact clinique 

de ce réservoir en association ou non avec le réservoir nasal est peu étudié [25]. 

Le travail d’Acton était le premier à suggérer une implication du portage digestif du S.aures 

dans la survenue d’infection chez les sujets colonisés. Des furonculoses, des infections 

abdominales, des infections en réanimation et après transplantation hépatiques étaient associés 

à une colonisation digestive à S.aureus [26]. 

Selon, Albrecht et al [361], le portage digestif pouvait être l’origine d’infections de la peau et 

tissus mous, il pouvait, .d’après Senn et al, être à l’origine  d’épidémies d’infections 

hospitalières durables dans le temps. 

Pour Squier et al [362], la double colonisation rectale et nasale augmenterait significativement 

le risque d’infections ultérieures principalement à SARM en réanimation.   

La colonisation digestive joue également un rôle important dans la contamination de 

l’environnement par le S.aureus et surtout par le SARM. Uns dissémination qui aggrave 

davantage la colonisation dans la population et expose les anciens porteurs au risque de 

recolonisation [363][364].  
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5. Intérêt du dépistage digestif :  

Le portage digestif est souvent associé à un portage nasal mais peut être aussi exclusif et dans 

ce cas le dépister en plus du nez permet de mieux détecter les patients colonisés à S. aureus.  

Certaines études ont d’ailleurs montré que le dépistage du site digestif, associé à un dépistage 

nasal permettait d’identifier jusqu’à 50% de porteurs de S. aureus [363]. 

 

6. Techniques microbiologiques de dépistage du portage digestif : 

Les  critères de définition du portage digestif du S.aureus ainsi que les techniques de 

prélèvements ne sont pas standardisés [25][351]. Les selles et différents types d’écouvillons 

(rectal, périnéal et rectovaginal)  ont été utilisés pour le dépistage  [25][26].  

La recherche se fait par mise en culture sur milieu sélectif type Chapman ou sur milieu 

chromogène.  

 

7. Décontamination du portage digestif à S. aureus  

Il n’existe à l’heure actuelle aucune recommandation officielle pour la décontamination 

digestive du S.aureus quelle que soit la population cible [27]. 

Les stratégies de décolonisation basées sur la mupirocine et la chlorhéxidine ont  un effet 

marginal sur le portage digestif du S.aureus dont le SARM comme l’illustraient certaines 

études [365][366]. L’impact des antibiotiques administrés par voie orale ou de la 

décontamination digestive sélective se heurtent au risque de sélection de l’antibiorésistance 

[367]. 

Les probiotiques pourraient constituer une alternative intéressante à l’antibiothérapie. L’étude 

d’Eggers et al avait permis de montrer que la souche de Lactobacillus rhamnosus HN001 

pouvait réduire de 83 % la quantité de S. aureus dans les selles de patients colonisés [368]. De 

plus, la prescription de probiotiques à base de Bacillus vivants pourrait tirer profit de l’effet 

inhibiteur des fengycines sécrétées pour lutter contre l’implantation digestive du S.aureus 

[369]. 
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Chapitre 1 : Matériels et méthodes 
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I. Période et lieu de l’étude : 

L’étude qui s’est étalée sur une période de 05 ans entre le 1
e
 janvier 2015 et le 31 décembre 

2020 a été réalisée au niveau du :   

-Service d’endocrinologie de l’hôpital Ibn Sina du CHU d’Annaba 

-Laboratoire central de microbiologie de l’hôpital Dorban du CHU d’Annaba 

 

II. Caractéristiques cliniques et épidémiologiques de la population d’étude :  

1. Population d’étude : 

-Tous les patients diabétiques (405 patients) consultés, diagnostiqués, hospitalisés, traités et 

suivis pour une infection de plaie du pied diabétique au niveau du service d’endocrinologie du 

CHU d’Annaba. 

-Toutes les souches de S.aureus isolées à partir des prélèvements cliniques et dépistage (201 

souches) : suppurations et prélèvements osseux issus de pied, prélèvement nasal, prélèvement 

de selles.  

 

2. Critères d’inclusion :  

- Patients des deux sexes âgés de 18 ans et plus 

- Patients hospitalisés au service d’endocrinologie du CHU d’Annaba pour une plaie du pied 

et/ou de la cheville inaugurale ou récidivante. 

 

3. Critères de non inclusion : 

- Patients dont l’âge est inférieur à 18 ans 

- Patients non diabétiques hospitalisés au niveau du service d’endocrinologie   

- Patients diabétiques n’ayant pas de plaie hospitalisés au niveau du service d’endocrinologie   

- Patients n’ayant pas donné leur consentement verbal pour la réalisation des prélèvements de 

dépistage. 

 

4. Type d’étude : 

Il s’agit d’une étude prospective transversale à double visée descriptive et analytique. 

Les données cliniques et bactériologiques concernant les patients inclus ont été colligées de 

façon prospective par le clinicien et le microbiologiste en charge du patient et du prélèvement. 
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5. Collecte des données : 

Données cliniques : 

Les données avaient été colligées sur la base d’un questionnaire élaboré par nous même puis 

testé et validé (modèle joint en annexe). 

Le questionnaire avait été dûment renseigné à partir des dossiers des patients remplis par les 

médecins traitants que nous avions directement consultés au niveau du service 

d’endocrinologie  

Données microbiologiques : 

Les données des examens microbiologiques (examen  cytobactériologique et identification 

des bactéries isolés et identifiées avaient été recueillies à partir des registres de données du 

laboratoire : registre des prélèvements dits divers pour les suppurations de plaies et les 

prélèvements de nez, registre des coprocultures, registre des hémocultures. 

Les données de l’antibiogramme avaient été recueillies à partir du logiciel WHO NET version 

5.6. 

 

6. Traitement des données 

La saisie, le contrôle et le traitement des données ont été  réalisées sur Microsoft Excell 2016 

et Epi info version 7.2. 

 

 

III. Etude bactériologique :  

1. Prélèvements : 

Pour chaque patient admis au service d’endocrinologie et diagnostiqué pour une IPD, les 

prélèvements suivants devaient être réalisés : 

1.1.Prélèvements cliniques : 

1.1.1. Prélèvements de pus de pied : 

Les suppurations de pied avaient recueillies par les techniques suivantes 

 Ecouvillonnage de la plaie :  

Après avoir raclé ou cureté le tissu à la base et sur les bords de l’ulcère avec une curette ou un 

scalpel stérile (débridement mécanique), une gaze imbibée de sérum physiologique stérile 

avait été appliquée. La technique consistait à passer un écouvillon de coton sur une surface de 

1 cm
2
 de la plaie, dans un mouvement en zigzag combiné à une rotation en évitant de toucher 

les bords de la plaie. 
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Deux écouvillons : un pour l’examen direct (coloration de Gram), l’autre pour la mise en 

culture sur milieu adéquat avait été réalisé pour chaque lésion. 

 Aspiration à la seringue,  

1.1.2. Prélèvement osseux : biopsie osseuse dans le cadre d’une ostéite associée 

 

 

Tableau 10 : Répartition des prélèvements de pied issus des IPD 

Type de prélèvement Effectif Fréquence(%) 

Ecouvillonnage 371 91.61 

Aspiration à la seringue 26 06.42 

Biopsie osseuse 08 01.97 

Total 405 100 

 

 

 

1.2.Dépistage du portage :  

1.2.1. Prélèvement nasal :  

L’écouvillon avait été imbibé dans de l’eau physiologique stérile puis introduit dans chaque 

narine du patient avec la tête inclinée en arrière, à une profondeur d’environ 1 à 2 cm.  

Deux écouvillons au niveau des fosses nasales : un écouvillon coté gauche, un écouvillon coté 

droit avaient été recueillis. 

1.2.2. Prélèvement de selles : 

Les selles avaient été recueillies, après consentement verbal des patients, dans un récipient 

stérile, aucune préparation particulière du patient n’était requise.  

Aucun consentement verbal n’ayant été obtenu pour la réalisation d’un écouvillonnage rectal. 

 

 

Tableau 11 : Répartition des prélèvements de portage effectués 

Prélèvement de portage Effectif 

Ecouvillon nasal 353 

Selles 232 
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2. Traitement des prélèvements : 

2.1. Prélèvements de Pied : 

Seule la recherche des bactéries aérobies a été effectuée ; la culture des bactéries anaérobies 

n’étant pas disponible dans notre laboratoire faute de moyens.  

L’analyse bactériologique de chaque prélèvement reposait sur les étapes suivantes :  

- Examen microscopique direct après coloration de Gram 

- Mise en culture sur différents milieux : gélose au sang frais, gélose au sang cuit, milieu de 

Chapman, gélose lactosée sélective (Mac Conkey)  

- Bouillon d’enrichissement cœur-cervelle (BHIB) pour les suppurations recueillies par 

aspiration et pour les biopsies osseuses.   

 

2.2. Prélèvement nasal et prélèvement de selles : 

Ensemencement sur milieu sélectif de Chapman et identification des colonies jaunes à la 

recherche du S.aureus (S.aureus acidifie le mannitol avec virage du milieu au jaune).  

 

3. Identification bactérienne :  

L’identification biochimique des bactéries avait fait appel aux techniques suivantes : 

méthodes conventionnelles, méthodes automatisées sur Microscan Walkaway (Beckmann 

Coulter®) : plaques d’identification simple et combinée avec antibiogramme.      

 

4. Etude de la sensibilité aux antibiotiques : 

La sensibilité aux différents antibiotiques avait été testée  par méthode de diffusion en milieu 

gélosé et sur automates.  

La réalisation, par méthode de diffusion, et l’interprétation de l’antibiogramme avaient obéi 

aux recommandations du CLSI-M100-2023 (Clinical Laboratory Standards Institute) [370]. 

La liste des antibiotiques testés est présentée dans les annexes. 
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5. Biologie moléculaire : 

5.1. PCR conventionnelle : 

Une amplification de la cible par PCR conventionnelle simplexe à la recherche de chacun des 

gènes mecA, pvl et tst codant respectivement la PLP2a, la PVL et la TSST-1 avait été 

effectuée pour 201 souches de S.aureus réparties entre souches cliniques et souches de 

portage. 

Seules les souches de portage présentant le même antibiotype que les souches cliniques 

correspondantes chez le même patient avaient été soumises à l’étude. Au total 96 patients 

répondant à cette similitude entre souche clinique et souche de portage était concernés.   

Le tableau ci-dessous indique la répartition des souches étudiées.   

 

 

Tableau 12 : Répartition des souches étudiées pour la recherche des gènes mecA, pvl et tst 

(n=201) 

Effectif patients (n= 96) Origine souches  Effectif souches (n=201) 

69 Nez-Pied 138 

18 Selles-Pied 36 

09 Nez-Selles-Pied 27 

 

 

Tableau 13 : Liste des amorces utilisées pour la recherche des gènes mecA, pvl et tst [371] 

[372][373] 

Amorce Séquence 

mecA -F 5’-TGGCTATCGTGTCACAATCG-3’ 

mecA -R 5’-CTGGAACTTGTTGAGCAGAG-3’ 

pvl -F 5’-ATCATTAGGTAAAATGTCTGGACATGATCCA-3’ 

pvl -R 5’-GCA TCA AGT GTA TTGGATAGCAAAAGC-3’ 

tst -F 5’-ATGGCAGCATCAGCTTGATA-3’ 

tst -R 5’-TTTCCAATAACCACCCGTTT-3’ 
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Tableau 14 : Programme d’amplification pour PCR conventionnelles des gènes mecA, pvl et 

tst [371][373][374] 

  

Gène  Dénaturation 

initiale 

Dénaturation/hybridation/ 

élongation 

Nombre de 

cycles 

Extension 

finale 

mecA 5 min à 94°C 1 min à 94°C/1min à55°C/1 min à 

72°C 

30 cycles 7 min à 72°C 

pvl 6 min à 95°C 30 sec à 94°C/30 sec à55°C/1 min à 

68°C 

30 cycles 7 min à 72°C 

tst 15 min à 95°C 2 min à 94°C/2min à 55°C/1 min à 

72°C 

35 cycles 7 min à 72°C 

 

 

 

 

5.2. MLST pour typage moléculaire du S.aureus : 

La MLST avait été appliquée en vue de typer et de comparer les souches avec même 

antibotiype issues à la fois du portage combiné nasal-digestif et celles issues du pied.  

Le séquençage des gènes de ménage amplifiés par PCR a été effectué par la méthode de 

Sanger en utilisant le séquenceur ABI 3130XL, Applied Biosystem ®  avec le BigDye 

3.1 comme réactif.  

Les gènes de ménages de S.aureus étudiés par MLST sont : arcC, aroE, glp, gmk, pta, tpi, 

and yqiL codant respectivement les enzymes suivantes : carbamate kinase, shikimate 

deshydrogénase, glycérol kinase, guanylate kinase, phosphate acétyltransférase, 

triosephosphate isomérase, et  acétyl coenzyme A acétyltransférase. 

27 souches ; 09 provenant de chacun des 03 sites (nez, selles, pied) avaient été ainsi 

soumises à l’analyse.   
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Tableau 15 : Liste des amorces utilisées pour MLST de S.aureus [306] 

Amorce Séquence 

arcC-F 5’-TTG ATT CAC CAG CGC GTA TTG TC-3’ 

arcC-R 5’-AGG TAT CTG CTT CAA TCA GCG-3’ 

aroE-F 5’-ATC GGA AAT CCT ATT TCA CAT TC-3’ 

aroE-R 5’-GGT GTT GTA TTA ATA ACG ATA TC-3’ 

glp-F 5’-CTA GGA ACT GCA ATC TTA ATC C-3’ 

glp-R 5’-TGG TAA AAT CGC ATG TCC AAT TC-3’ 

gmk-F 5’-ATC GTT TTA TCG GGA CCA TC-3’ 

gmk-R 5’-TCA TTA ACT ACA ACG TAA TCG TA-3’ 

pta-F 5’-GTT AAA ATC GTA TTA CCT GAA GG-3’ 

pta-R 5’-GAC CCT TTT GTT GAA AAG CTT AA-3’ 

tpi-F 5’-TCG TTC ATT CTG AAC GTC GTG AA-3’ 

tpi-R 5’-TTT GCA CCT TCT AAC AAT TGT AC-3’ 

yqi-F 5’-CAG CAT ACA GGA CAC CTA TTG GC-3’ 

yqi-R 5’-CGT TGA GGA ATC GAT ACT GGA AC-3’ 

 

 

 

Tableau 16 : Programme d’amplification pour MLST de S.aureus [305][306]  

 

Etape Température  Temps Nombre de cycles 

Dénaturation initiale  94 °C  2 min  

Dénaturation 94 °C 30 sec  

30 
Hybridation 55 °C 30 sec 

Elongation 72 °C 30 sec  

Extension terminale  72 °C  5 min  
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Figure 20: Répartition de toutes les souches de S.aureus isolées et étudiées à partir d’IPD et 

des sites de portage 

 

 

 

Patients avec IPD n=405 

 

Selles n=09 Pied n=09 Nez n=09 Nez n=78 

Etude génotypique 

Selles n=27 Pied n=96 

MLST n= 27 PCR mecA, pvl, tst n=201 

Antibiogramme 

n=256 

Antibiogramme 

n=151 

 

Nez à S.aureus 

n=115 
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IV. Tests statistiques employés : 

1. Partie descriptive : 

Les variables qualitatives avaient été présentées sous forme de fréquences, de taux et de 

prévalences 

Les variables quantitatives avaient été présentées sous forme de moyennes et écarts types avec 

détermination de l’étendu (minimum et maximum) et de la médiane 

  

2. Partie analytique : 

Les tests statistiques employés étaient les suivants : 

 Le test de Shapiro-Wilk : permet de tester la distribution normale de la population 

d’étude. 

 Les tests étudiant le lien entre différentes variables à savoir :  

Les tests  Khi 2 (X
2
) de Pearson et Khi 2 (X

2
)  corrigé de Fisher : tests permettant de   

contrôler l’indépendance statistique de deux ou plusieurs critères de classification 

quantitatifs.  

Le test T de Student : consiste à comparer les moyennes de deux populations à 

l’aide des données de deux échantillons indépendants 

Le seuil de signification avait été fixé pour les tests de Khi 2 et de Student  à 0,05. 

 

IV. Limites de l’étude : 

Comme tout travail de cette nature, notre étude s’est heurtée à de nombreux écueils lors de sa 

réalisation. Nous citerons les principales limites suivantes :  

 La difficulté du suivi en temps réel de chaque patient en raison de l’éloignement 

géographique du service d’endocrinologie qui se trouve dans un autre hôpital distant du 

notre.  

 Les limites de l’échantillonnage : difficulté d’obtenir des prélèvements de portage pour 

tous les patients : éloignement de la structure, difficulté d’obtenir le consentement éclairé 

surtout pour le dépistage digestif 

 L’épuisement des réactifs de la MLST ce qui explique le nombre réduit de souches typées 

par cette technique. 



 Page 84 
 

 

 

 

 

 

 

Chapitre 2 : Résultats 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Page 85 
 

1. Partie descriptive : 

1.1. Fréquence des IPD : 

Tableau 17 : Prévalence des IPD dans le service d’endocrinologie  

Patients  Effectif  Prévalence (%) 

Avec IPD 405 39.32 

Sans IPD 625 60.68 

Total  1030 100 

 

Durant la période d’étude, 1030 patients avaient été consultés et hospitalisés dans le service 

d’endocrinologie pour diverses pathologies dont 405 présentaient des IPD soit 39.32% des 

patients.  

 

Tableau 18 : Fréquence des IPD documentés parmi la population d’étude (n=405)   

IPD Effectif  Fréquence (%) 

Culture positive  343 84.69 

Culture négative  62 15.31 

Total  405 100 

 

Sur les 405 patients hospitalisés pour IPD, 343 avaient une culture microbiologique positive 

représentant ainsi 84.69% des cas.  

 

Tableau 19 : Fréquence des IPD documentées selon le germe parmi la population d’étude 

(n=405)  

IPD Effectif  Fréquence (%) 

IPD (culture positive) 343 84.69  

IPD à S.aureus 256 63.21 

IPD à MRSA 171 42.22 

IPD à d’autres germes 87 21.48 

 

Les IPD à S.aureus étaient nettement majoritaires représentant 63.21% dont 42.22% d’IPD à 

MRSA. Les IPD à d’autres germes totalisaient 21.48% des cas.  
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1.2. Fréquence des portages nasal et digestif du S.aureus : 

 

Tableau 20 : Fréquence du portage nasal de S.aureus  

Patients Prélèvements 

de nez 

Nez SA+ 

 

Nez SARM+ 

 

Effectif Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

IPD SA+  239 92  38.49 50  20.92 

IPD SA- 114 23  20.17 11  09.65 

Total  353 115  32.58 61  17.28 

 

La fréquence du portage nasal à S.aureus chez l’ensemble de la population dépistée était de 

32.58% dont 17.28 % de MRSA. Elle s’élevait à 38.49% chez les patients avec IPD à 

S.aureus. 

 

 

 

Tableau 21: Fréquence du portage nasal de souches de S.aureus avec le même antibiotype 

que les souches cliniques (n=78) parmi les patients avec IPD à S.aureus  

Patients Prélèvements 

de nez  

Nez SA+ 

 

Nez SARM+ 

 

Effectif Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

IPD SA+  239 78  32.63 44  18.41 

 

32.63% des patients avec IPD à S.aureus portaient une souche nasale présentant le même 

antibiotype que la souche clinique. 
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Tableau 22 : Fréquence du portage digestif de S.aureus  

Patients  Selles Selles SA+ 

 

Selles SARM+ 

 

Effectif Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

IPD SA+  178 30  16.85 12  06.74 

IPD SA- 54 06  11.11 02  03.70 

Total  232 36  15.52 14  06.03 

 

 

La fréquence du portage digestif à S.aureus concernait 15.52% de la population d’étude  (36 

cultures positives sur 232 selles obtenues et traitées). Elle était plus importante parmi les 

patients avec IPD à S.aureus (16.85% : 30 cultures positives sur 178 selles obtenues et 

traitées). 

 

 

 

Tableau 23 : Fréquence du portage digestif de souches de S.aureus avec le même antibiotype 

que les souches cliniques (n=27) parmi les patients avec IPD à S.aureus  

Patients  Selles Selles SA+ Selles SARM+ 

Effectif Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

IPD SA+  178 27 15.17 11 06.18 

 

Chez les patients avec IPD à S.aureus, 15.17% portaient une souche exhibant un 

antibiogramme identique que la souche clinique.    
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Tableau 24 : Fréquence du double portage digestif portage nasal et digestif  

Patients Prélèvements 

combinés 

nez-selles  

Nez-Selles SA+ 

 

Nez-Selles SARM+ 

 

Effectif Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

IPD SA+  178 09  05.06* 03  01.68* 

IPD SA- 54 00 00 00 00 

Total 232 09  03.88 03 01.29 

* Les souches identifiées du double portage nasal et digestif présentent le même 

antibiogramme que la souche du pied pour chaque patient. 

 

Le portage combiné nasal et digestif n’était identifié que chez les patients avec IPD à 

S.aureus. Il représentait 03.88 % de l’ensemble de la population dépistée avec une fréquence 

de 05.06 %  parmi les patients avec IPD à S.aureus.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Page 89 
 

1.3. Caractéristiques cliniques et épidémiologiques de la population d’étude (n=405) :  

 

Tableau 25 : Répartition selon l’âge  

Tranches d’âge (années) Effectif Fréquence (%) 

[19-29] 08 01.98 

[30-39] 13 03.21 

[40-49] 57 14.07 

[50-59] 120 29.63 

[60-69] 132 32.59 

[70-79] 55 13.58 

[80-89] 18 04.45 

> 89 02 0.49 

Total 405 100 

Moyenne (Ecart-type) 59.31  ±  12.02 

Extrêmes (min-max) 19-93 

Test Shapiro-Wilk 

pour la distribution normale 
W=0.9893 

rejette la normalité (P=0.0046) 

 

 

 

Figure 21 : Répartition selon l’âge 

L’âge moyen de nos patients était de 59.31  ±  12.02 avec des extrêmes allant de 19 à 93 ans. 

Les patients âgés de plus de 50 ans étaient les plus touchés par les IPD (80.74%) ; les tranches 

d’âge [50-59] (29.63%) et [60-69] (32.59%) étant les plus représentées. 
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Tableau 26 : Répartition selon le sexe  

Sexe  Effectif (%) Fréquence (%) 

Masculin 281  69.38 

Féminin 124  30.62 

Total 405  100 

Sex ratio M/F 2.27 

 

Avec un sex ratio M/F de 2.27 les hommes étaient nettement plus touchés que les femmes par 

les IPD. 

 

 

 

 

Tableau 27: Répartition selon le type de diabète  

Type de diabète Effectif  Fréquence (%) 

Type 1 66 16.3%  

Type 2 339 83.7%  

Total  405 100.0%  

 

Présent chez 83.7% de nos patients, le diabète de type 2 était largement prédominant 
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Tableau 28 : Répartition selon la durée d’évolution du diabète  

Durée du diabète Effectif  Fréquence (%) 

Inaugural  10  02.47 

< 01 an 08  01.97 

[1-5] ans 33  08.15 

[5-10] ans 104 25.68 

> 10 ans 250  61.73 

Total  405 100 

Moyenne (Ecart-type) 15.35 ± 9.67  

Extrêmes (min-max) 00-47  

 

 

 

Figure 22 : Répartition selon la durée d’évolution du diabète  

Caractérisée par une ancienneté moyenne estimée à 15.35 ± 9.67 ans, les IPD étaient 

nettement plus fréquents chez les patients avec un diabète évoluant depuis plus de 10 ans.  
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Tableau 29 : Répartition selon les antécédents  

Antécédents Effectif Fréquence % 

Hosp.IPD < 01 an 140  36.65%, (n=382) 

Même pied  79  56.43% (n=140) 

Même lésion  29  36.71%, (n=79) 

ATB < 06 mois 172  46.99%, (n=366) 

Amputation 74  20.05%, (n=369) 

 

 

 

Figure 23 : Répartition selon les antécédents  

Une hospitalisation antérieure pour IPD dans l’année précédente était rapportée chez 36.65% 

des patients dont 36.71% présentaient la même lésion que celle décrite dans notre série. De 

même, 20.05% des patients étaient déjà amputés au niveau d’un membre inférieur.  

 

Tableau 30 : Valeur moyenne (%) de l'hémoglobine glyquée (HbA1c) d’admission (n=285) 

HbA1c Minimum Maximum Médiane Moyenne Ecart Type 

Admission 6.30 10.80 8.40 8.31 1.31 

Le dosage de l’HbA1c était uniquement disponible pour 285 patients au moment de 

l’admission. La valeur moyenne était de 8.31±1.31%.  
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Tableau 31 : Fréquence de l’HbA1c équilibrée (< 7%)  

HbA1c Effectif  Fréquence (%) 

HbA1c équilibrée 69 24.21 

HbA1c non équilibrée 216 75.79 

Total  285 100 

 

Seuls 24.21% des patients avaient une HbA1c équilibrée (< 7% ) au moment de l’admission. 

 

Tableau 32 : Répartition selon les complications macroangiopathiques (n=360) 

Macroangiopathie Effectif Fréquence  (%)  

Présente 118  31.58  

IDM 22  06.11 

AVC 21 05.83 

AOMI 78  21.67 

SC 21  05.83 

 

 

Figure 24 : Répartition selon les complications macroangiopathiques  

Les complications macroangiopathiques étaient présentes chez 31.58% de nos patients. 

L’AOMI était la complication prédominante (21.67%) suivie par l’IDM (06.11%). L’AVC et 

la sténose carotidienne avait des prévalences équivalentes (05.83%). 
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Tableau 33 : Répartition selon le nombre de complications macroangiopathiques 

Nombre  Effectif   Fréquence (%)  

01 94  79.66 

02 24  20.34 

Total  118  100 

 

20.34% de nos patients souffraient de 02 complications macroangiopathiques. 

 

Tableau 34 : Répartition selon les complications microangiopathiques  

Microangiopathie Effectif Fréquence (%)  

Présente  244  67.03 (n=364) 

Néphropathie 145  39.08 (n=371) 

Neuropathie 171  46.98 (n=364) 

Rétinopathie 106  29.12  (n=364) 

 

 

Figure 25 : Répartition selon les complications microangiopathiques  

Une micro-angiopathie était retrouvée chez 67.03% des patients. La neuropathie occupait le 

premier rang des microangiopathies suivie de la néphropathie (39.08%). La rétinopathie était 

la complication la moins fréquente (29.12%).  
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Tableau 35: Répartition selon la nature de la néphropathie (n=371)  

Néphropathie Effectif Fréquence(%)  

Microalbuminurie 79  21.29  

Protéinurie 33  08.89  

Insuffisance rénale 33  08.89  

 

 

 

Figure 26 : Répartition selon la nature de la néphropathie (n=371) 

 

Une insuffisance rénale était présente chez 08.89% des patients avec néphropathie.  
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Tableau 36 : Répartition selon la nature de la neuropathie (n=364) 

Neuropathie Effectif  Fréquence (%) 

Sensitivomotrice 100  27.47  

Végétative 25 06.87  

Douloureuse 46 12.64  

 

 

xc 

Figure 27 : Répartition selon la nature de la neuropathie (n=364) 

 

L’atteinte sensitivomotrice occupait le premier rang des neuropathies (27.47%) suivie par 

l’atteinte douloureuse (12.64).  
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Tableau 37 : Répartition selon la nature de la rétinopathie (n=364)  

Rétinopathie Effectif Fréquence (%) 

Simple 76  20.88 (n=364) 

Préproliférante 21  05.77 (n=364) 

Proliférante 09  02.47 (n=364) 

 

 

 

Figure 28 : Répartition selon la nature de la rétinopathie (n=364)  

 

Seulement 02.47% de nos patients souffraient d’une rétinopathie proliférante. Une atteinte 

simple était diagnostiquée chez 20.88% de nos patients. 
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Tableau 38 : Répartition selon la nature des FRCDV   

FRCDV Effectif Fréquence (%) 

Présence 244  66.67% (n=366) 

Hypertension 168  46.93% (n=358) 

Dyslipidémie 134  33.92% (n=395) 

Obésité 90  24.26% (n=371) 

Alcoolisme 08  02.13% (n=375) 

Tabac 81  21.71% (n=373) 

Sédentarité 30  08.13% (n=369) 

 

 

 

Figure 29 : Répartition selon la nature des FRCDV   

 

Deux tiers des patients présentaient au moins un FRCDV. L’hypertension artérielle était de 

loin le facteur le plus représenté totalisant 46.93% des cas suivie par la dyslipidémie (33.92%) 

et l’obésité (24.26%). 
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Tableau 39 : Répartition selon le  nombre de FRCDV parmi la population   

Nombre de FRCDV Effectif(%) Fréquence (%) 

00 122  33.33 

01 94  25.68 

02 82  22.40 

03 54  14.76 

04 12  03.28 

05 02  00.55 

Total 366 100 

 

 

Figure 30 : Répartition selon le nombre de FRCDV parmi la population   

66.67 % de nos patients avait au moins un FRCDV et 40.99% en  présentaient au moins deux.   

 

Tableau 40 : Répartition selon le pied touché  

Pied Effectif Fréquence (%) 

Droit 218 53.83 

Gauche 166 40.99 

Deux pieds  21 05.18 

 

53.83 % des plaies siégeaient au niveau du pied droit. Une atteinte bilatérale des pieds était 

présente chez 05.18% de nos patients.   
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Tableau 41 : Répartition selon le grade Wagner de la plaie 

Grade Wagner Effectif  Fréquence (%) 

1 73 19.57 

2 156 41.82 

3 119 31.91 

4 25 06.70 

5 00 00 

Total  373 100 

 

 

 

Figure 31 : Répartition selon le grade Wagner de la plaie 

 

Représentant respectivement 41.82% et 31.91% des plaies, les grades 2 et 3 de Wagner étaient 

les plus fréquemment observés dans notre série. Le grade 1 totalisait 19.57% des cas alors que 

le grade 5 était absent chez tous nos patients.        
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Tableau 42 : Répartition selon le nombre de plaies  

Nombre plaies Effectif  Fréquence (%) 

01 230 57.93 

02 112 28.21 

03 48 12.09 

04 07 01.77 

Total  397 100 

 

 

 

Figure 32 : Répartition selon le nombre de plaies  

 

57.93% de nos patients souffraient d’une plaie unique au moment du diagnostic, 28.21% 

présentaient 02 plaies et seuls 01.77% avaient 04 plaies. 
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Tableau 43 : Répartition selon la localisation des plaies  

Localisation plaie Effectif Fréquence (%) 

Orteil 310  49.52 

Face plantaire 141 22.52 

Face dorsale 63  10.06 

Médio pied 42  06.71 

Méta 31  04.95 

Talon 26  04.16 

Cheville 13  02.08 

Total 626  100 

 

 

 

 

Figure 33 : Répartition selon la localisation des plaies  

 

Les orteils représentaient la localisation prédominante de nos IPD (49.52%) suivie de la face 

plantaire (22.52%).La face dorsale arrivait en 3e position (10.06%) et la cheville était le site le 

moins fréquemment affecté (02.08%). 
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Tableau 44 : Durées moyennes de lésion et de séjour (en jours)  

Durée Minimum Maximum Médiane Moyenne Ecart Type 

Lésion 3 210 13 17.32 14.14 

Séjour 8 148 22 25.59 14.39 

 

La durée moyenne d’évolution de la plaie au moment du diagnostic était de 17.32±14.14 

jours. La durée moyenne d’hospitalisation s’élevait à 25.59± 14.39 jours. 

 

Tableau 45 : Répartition selon les signes cliniques  

Caractéristique  Effectif  Fréquence (%) 

Ecoulement  174  48.88% (n=356) 

Inflammation  198    55.62% (n=356) 

Contact osseux 113    33.53 (n=337) 

Ostéite 90    26.71 (n=337) 

 

 

Figure 34: Répartition selon les signes cliniques  

Un écoulement purulent était noté chez 48.88 de  nos patients et une atteinte osseuse 

diagnostiquée chez 26.71% d’entre eux.  
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Tableau 46 : Durée moyenne de l’antibiothérapie  

Durée Minimum Maximum Médiane Moyenne Ecart Type 

Antibiothérapie 07 92 21 24.56 12.79 

 

La durée moyenne de l’antibiothérapie prescrite à l’hôpital était de 24.56±12.79 jours.  

 

 

Tableau 47 : Répartition selon la durée de l’antibiothérapie  

Durée (jours) Effectif  Fréquence (%) 

<15  100 24.69 

15-30 178 43.95 

>30   127 31.36 

Total  405 100 

 

Presque la moitié des patients (48.95%) avaient reçu une antibiothérapie pour une durée entre 

15 et 30 jours,  environ un tiers des patients (31.36%) pour une durée supérieure à 30 jours 

contre 24.69% pour une durée inférieure à 15 jours. 

 

 

Tableau 48: Répartition selon le nombre d’antibiotiques prescrits en traitement empirique 

Nombre d’ATB Effectif  Fréquence (%) 

01 171    42.22 

02 148    36.54 

03 86      21.24 

04 00 00 

Total  405  100 

 

En antibiothérapie empirique, une monothérapie était prescrite chez 42.22% de nos patients 

contre 36.54% et 21.24% pour la bithérapie et la trithérapie respectivement. Aucun patient 

n’avait reçu de quadrithérapie d’emblée.   
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Tableau 49 : Répartition par classes d’antibiotiques prescrits en traitement empirique  

Molécules Effectif  Fréquence  

Bêta-lactamines 324   44.69% 

Imidazolés 168    23.17 

Fluoroquinolones 100     13.79 

Glycopeptides 65     08.97 

Macrolides et apparentés 53    07.31 

Acide fusidique 08  01.1 

Aminosides 07    00.97 

Total  725 100 

  

 

 

Figure 35 : Répartition par classes d’antibiotiques prescrits en traitement empirique  

 

Les β-lactamines étaient les antibiotiques les plus prescrits (44.69%) suivis des imidazolés 

(23.17%) et des fluoroquinolones (13.79%). Les glycopeptides représentaient 08.97% et les 

aminosides 00.97% des antibiotiques utilisés.  

 

 

44,69%

23,17%

13,79%

8,97%

7,31%

1,10% 0,97%

Bêta-lactamines

Imidazolés

Fluoroquinolones

Glycopeptides

Macrolides et apparentés

Acide fusidique

Aminosides



 Page 106 
 

Tableau 50: Répartition selon les molécules d’antibiotiques prescrites en traitement 

empirique   

Molécules Effectif Fréquence  

C3G(céfotaxime+ceftizoxime) 202    27.86 

Métronidazole 168   23.17 

Ciprofloxacine  100    13.79 

Oxacilline 73   10.07 

Vancomycine 65    08.97 

Pristinamycine 53    07.31 

Céfalexine 18    02.48 

Amoxicilline-clavualnante 15       02.07 

Imipénème 15      02.07 

Acide fusidique 08     01.10 

Gentamicine 04     00.56 

Amikacine  03        00.41 

Amoxcilline 01     00.14 

Total 725 100 

 

Les (C3G) parentérales, le métronidazole (23.17%), la ciprofloxacine (13.79%) et l’oxacilline 

(10.07%) constituaient l’essentiel de l’antibiothérapie empirique.  

 

 

Tableau 51 : Répartition selon le nombre d’antibiotiques prescrits après documentation 

microbiologique  

Nombre 

d’antibiotiques 

Antibiothérapie 

documentée 

Fréquence (%) 

01 142 35.06 

02 127 31.36 

03 117 28.89 

04 19     04.69 

Total  405 100 

 

Après documentation microbiologique, 35.06% des patients avaient reçu une monothérapie, 

31.36% une bithérapie et 28.89% une trithérapie. Une quadrithérapie avait dû être utilisée 

dans 04.69% des cas.  
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Tableau 52 : Répartition par classes d’antibiotiques prescrits après documentation 

microbiologique  

Classe  Effectif  Fréquence(%) 

Bêta-lactamines 266  32.32 

Glycopeptides 165   20.05 

Imidazolés 159  19.32 

Fluoroquinolones 114  13.86 

Macrolides et apparentés 76  09.23 

Aminosides 26  03.16 

Colistine 09  01.09 

Acide fusidique 08 00.97 

Total  823  100 

  

 

 

Figure 36 : Répartition par classes d’antibiotiques prescrits après documentation 

microbiologique  

Les β–lactamines (32.32%), les glycopeptides (20.05%), les imidazolés (19.32%) et les 

fluoroquinolones (13.86%) étaient majoritairement prescrits après documentation 

microbiologique. Les macrolides comptaient moins de 10% des prescriptions (09.23 %).  
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Tableau 53 : Répartition selon les molécules d’antibiotiques prescrites après documentation 

microbiologique  

Molécules Effectif (%) Fréquence (%) 

Vancomycine 165  20.05 

Métronidazole 159  19.32 

Ciprofloxacine 114  13.86 

Imipénème 102  12.39 

C3G(céfotaxime+ceftizoxime) 91  11.05  

Pristinamycine 76  09.23 

Oxacilline 31  03.77 

Gentamicine 25  03.04 

Amoxicilline-clavualnante 18  02.19 

Amoxcilline 12  01.46 

Céfalexine 12  01.46 

Colistine 09  01.09 

Acide fusidique 08  00.97 

Amikacine 01  00.12 

Total 823 823 

 

La vancomycine (20.05%) et le métronidazole (19.32%) figuraient en tête des molécules 

prescrites après documentation microbiologiques. Les autres antibiotiques les plus utilisées 

étaient par ordre décroissant : la ciprofloxacine (13.86%), l’imipénème (12.39%) et les C3G 

(céfotaxime+ceftizoxime) (11.05%). 
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Tableau 54 : Répartition selon l’évolution de l’IPD  

Caractéristique  Effectif  Fréquence (%) 

Aggravation  164   40.49 (n=405) 

Amputation 125    30.86% (n=405) 

Amputation majeure 27    06.66 (n=405) 

Amputation mineure 98  24.20 (n=405) 

Décès 17    04.20% (n=405) 

 

 

 

Figure 37 : Répartition selon l’évolution de l’IPD 

 

L’aggravation (évolution vers une infection plus profonde et extension, atteinte ostéo-

articulaire, pied de Charcot) de la lésion concernait 40.49% des cas.  

30.86% de nos patients avaient subi une amputation ; les amputations mineures représentant 

78.4% des cas contre 21.6% pour les amputations majeures. 

Une ostéite compliquait 26.71% des cas et  le taux de mortalité était de 04.20%. 
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1.4. Profil bactériologique :  

 

Tableau 55 : Répartition selon le nombre de germes isolés  

Nombre de germes Effectif Fréquence (%) 

01 germe 179  52.19 

02 germes 135 39.36 

03 germes 29 08.45 

Total  343 100 

 

 

 

Figure 38 : Répartition selon le nombre de germes isolés  

 

52.19% des IPD étaient monomicrobiennes. Les cultures positives à 02 germes représentaient 

39.36% des cas et seuls 08.45% des IPD renfermaient 03 germes.  
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Tableau 56 : Répartition selon la nature des bactéries isolées 

Nature bactérie Effectif  Fréquence (%) 

Monomicrobienne à Gram positif 151  44.02 

Monomicrobienne à Gram négatif 26  07.58 

Polymicrobienne à Gram positif 15  04.37 

Polymicrobienne à Gram négatif 30 08.75 

Mixte polymicrobienne : Gram 

positif, Gram négatif et/ou levures 

121  35.28 

Total  343  100 

 

 

 

Figure 39 : Répartition selon la nature des bactéries isolées 

 

Selon la nature des bactéries isolées, les cultures positives étaient majoritairement 

monomicrobiennes à Gram positif (44.02%) ou polymicrobiennes mixtes composées de Gram 

positif, Gram négatif et/ou levure (35.28%). 
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Tableau 57 : Répartition des germes isolés des IPD  (n=536) 

 

Germes isolés Effectif Fréquence (%) 

Cocci à Gram positif   

Staphylococcus aureus 256    47.76 

S. agalactiae 14      02.61 

S. pyogenes 09      01.68 

E.faecalis 14      02.61  

E.faecium 07      01.31  

Bacilles à Gram négatif      

Entérobactérales      

Escherichia coli 62     11.57 

Klebsiella pneumoniae 35      06.53 

Klebsiella oxytoca 03      0.56 

Enterobacter aerogenes 02      0.38 

Enterobacter cloacae 05      0.93 

Citrobacter koseri 01      0.19 

Citrobacter freundii 03      0.55 

Serratia marcescens 08      01.49 

Morganella morgannii 28       05.22 

Proteus mirabilis 32       05.97 

Proteus vulgaris 08      01.49 

Providencia stuartii 02     00.38 

Bacilles à Gram négatif 

non fermentants 

     

Pseudomonas aeruginosa 27     05.04 

Acinetobacter baumannii 14     02.61 

Candida spp 06   01.12 

Total  536 536 
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Figure 40 : Répartition  des principaux germes isolés des IPD  (n=536) 

 

Durant la période d’étude, 536 germes avaient été isolés à partir de suppurations de pied chez 

343 patients : 530 bactéries et 06 levures soit un ratio de 1.56 germes par patient. 

Les cocci à Gram positif (CGP) représentaient 55.97% (300) des isolats contre 42.91(230) 

pour les bacilles à Gram négatif (BGN) (230) et enfin 01.12% pour les levures(06).   

Les 05 espèces prédominantes étaient, par ordre décroissant, S.aureus (47.76%), E.coli 

(11.57%), K. pneumoniae (06.53%), P. mirabilis (05.97%), M.morgannii (05.22%), 

P.aeruginosa (05.04%). 
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Tableau 58 : Répartition selon le nombre de germes isolés chez les patients avec IPD à 

S.aureus 

 

Nombre de germes Effectif Fréquence (%) 

S.aureus seul 142 55.47 

S.aureus + 01 germe   86 33.59 

S.aureus + 02 germes   28 10.94 

Total  256 100 

 

 

 

Figure 41 : Répartition selon le nombre de germes isolés chez les patients avec IPD à 

S.aureus 

 

Dans les IPD à S.aureus , l’atteinte monomicrobienne concernait 55.47% des cas. S.aureus 

était associé à un germe et à deux germes dans 33.59% et 10.94 % des cas respectivement.   
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1.5. Résistance bactérienne aux antibiotiques : 

1.5.1 Résistance aux antibiotiques des souches cliniques : 

 

Tableau 59 : Taux de résistance des souches cliniques de S.aureus aux antibiotiques (n=256)  

Antibiotique  Effectif  Taux (%) 

PEN G 240 93.75  

OXA 171 66.79 

KAN 167 65.23  

TOB  141 55.08  

GM  115 44.92 

ERY  117 45.7  

CLI  90 35.16 

QDA 11 04.29 

CIP  127 49.61 

SXT  97 37.89 

RIF  16 06.25 

TET  114 44.53 

CHL 33 12.89 

FA
* 129 50.39 

FOS  05 05.32 (n=94) 

MUP  00 00 (n=94) 

LZD  00 00 (n=94) 

DAP  00 00(n=94) 

VAN  00 00 

* : Interprétation selon le CA-SFM 2023 [375] 
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Figure 42 : Taux de résistance des souches cliniques de S.aureus aux antibiotiques  

 

Le taux de résistance à la méticilline était le plus important (66.79%) derrière celui de la 

pénicilline G (93.75%). Les aminosides, les fluoroquinolones, les macrolides, les cyclines et 

le cotrimoxazole étaient par ordre décroissant les molécules les plus affectées par la résistance 

acquise. Aucune souche résistante ou de sensibilité intermédiaire aux glycopeptides (VISA ou 

VRSA) n’avait été signalée. De même, toutes les souches isolées étaient sensibles à la 

mupirocine, au linézolide, et à la daptomycine. 
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Tableau 60 : Evolution annuelle du taux de résistance à la méticilline des souches cliniques 

de S.aureus   

Année  Effectif SARM Effectif S.aureus Taux de SARM (%) 

2015 48 59 81.35 

2016 36 48 75 

2017 28 43 65.12 

2018 20 38 52.63 

2019 25 43 58.14 

2020 14 25 56 

 

 

 

 

Figure 43 : Evolution annuelle du taux de résistance à la méticilline des souches cliniques de 

S.aureus   

 

La proportion des SARM avait nettement diminué depuis 2015. Elle était passée de 81.35% 

en 2015 ; à moins de 60% pour la période 2018-2020. 
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Tableau 61 : Taux de résistance des Entérobactérales aux antibiotiques (n=189) 

Antibiotique  Effectif  Taux  (%) 

CTX 107 56.61 

ATM 107 56.61 

FEP  85 44.97 

ERT 02 01.06 

IPM 02 01.06 

GM 76 40.21 

AK  27 14.28 

NAL 122 64.55 

CIP 98 51.85 

SXT 105 55.55 

CHL 21 14.79 

FOS 30 21.43 

FT 24 25.26 

COL* 00* 00 

* : Les souches avec résistance naturelle à la colistine ont été exclues. 

 

Figure 44 : Taux de résistance des Entérobactérales aux antibiotiques  

Le taux de résistance des Entérobactérales aux C3G (56.61%) était le plus important parmi 

les antibiotiques prescrits suivi par celui du cotrimoxazole (55.55%) et de la ciprofloxacine 

(51.85%). Affichant un faible taux de résistance de 01.06%, les carbapénèmes retenaient une 

excellente activité sur nos souches.  
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Tableau 62 : Taux de résistance des souches d’E.coli aux antibiotiques (n=62) 

Antibiotique  Effectif Taux (%) 

AMP 51 82.26 

CZ 43 69.35 

AMC 24 38.71 

FOX 03 04.84 

ATM 35 56.45 

CTX 35 56.45 

FEP  32 51.61 

ERT 01 01.61 

IPM 01 01.61 

GM 25 40.32 

AK 05 08.06 

NAL 45 72.58 

CIP 38 61.29 

SXT 39 62.90 

CHL 09 14.52 

FOS 06 13.04 (n=46) 

COL 00 00 

 

 

Figure 45 : Taux de résistance des souches d’E.coli aux prinicipaux antibiotiques  

La résistance aux C3G (56.45%) était équivalente à celle décrite pour les Entérobactérales. 

En revanche elle était plus importante pour le cotrimoxazole (62.90 %) et la ciprofloxacine 

(61.29%).  
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Tableau 63 : Taux de résistance des souches de K.pneumoniae aux antibiotiques (n=35) 

Antibiotique  Effectif Taux (%) 

CZ 29 82.86 

AMC 16 45.71 

FOX 01 02.86 

ATM 28 80 

CTX 28 80 

FEP  27 77.14 

ERT 01 02.86 

IPM 01 02.86 

GM 20 57.14 

AK 08 22.86 

NAL 25 71.43 

CIP 23 65.71 

SXT 25 71.43 

CHL 07 22.58    (n=31) 

FOS 07  26.92  (n=26) 

COL 00 00 

 

 

Figure 46 : Taux de résistance des souches de K.pneumoniae aux principaaux antibiotiques  

La résistance aux C3G était nettement plus importante chez K.pneumoniae comparée à E.coli 

et à l’ensemble des Entérobactérales. Cette tendance était similaire pour la gentamicine, les 

fluoroquinolones et le cotrimoxazole. 
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Tableau 64 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches de P. aeruginosa (n=27) 

Antibiotique  Effectif  Taux (%) 

PIP 11 40.74 

TCC 11 40.74 

TZP 11 40.74 

ATM  11 40.74 

CAZ  11 40.74 

FEP 03 11.11 

IPM  01 03.70 

CIP  05 18.52 

GM  05 18.52 

AK 03 11.11 

TOB 05 18.52 

COL  00 00 

 

 

 

Figure 47 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches de P. aeruginosa  

 

Avec un taux de résistance de 03.70%, l’imipénème retenait une excellente activité sur nos 

souches de P.aeruginosa contrairement aux C3G dont l’efficacité était grandement affectée 

(40.74% d’antibiorésistance). Aucune souche résistante à la colistine n’avait été isolée. 
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Tableau 65 : Répartition des BMR et BHRe parmi les souches cliniques (n=530): 

Bactéries BMR BHRe 

Effectif  Fréquence(%)  Effectif Fréquence (%)  

Entérobactérales 121 22.83 02 0.27 

P.aeruginosa 05 0.94 00 00 

A.baumannii 03 0.57 08 01.51 

S.aureus 171 32.26 - - 

Total  300 56.60 10 01.88 

  

Tableau 66 : Répartition des BMR et BHRe chez les Entérobactérales (n=189) : 

Phénotype de 

résistance  

Effectif  Fréquence (%)  

C3GR 107 56.61 

BLSE 82 43.39 

CHN 25 13.22 

ERC 02 01.06 

Autres que C3GR  14 07.41 

BMR 121 64.02 

BHRe 02 01.06 

 

Tableau 67 : Répartition des BMR chez P.aeruginosa (n=27) 

Phénotype de 

résistance 

Effectif  Fréquence(%)  

CAZR 11 40.74 

BLSE 00 00 

CHN 11 40.74 

PARC 01 03.70 

BMR 05 18.52 

 

Plus de la moitié de nos souches étaient des BMR (56.60%). La fréquence des BHRe 

demeurait faible n’atteignant pas 2%. 

La fréquence des BMR parmi nos Entérobactérales était très élevée 64.02% contrairement à 

P.aeruginosa (18.52%). Les souches productrices de BLSE prédominaient (43.39%) chez les 

Entérobactérales.    
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1.5.2. Résistance aux antibiotiques des souches de portage : 

 

 

Tableau 68 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus (n=115)  

Antibiotique  Effectif  Taux (%)  

PEN G 107 93.04  

OXA 61 53.04 

KAN 60 52.17 

TOB  54 46.96 

GM  50 43.48  

ERY  28 24.35 

CLI  24 20.87 

QDA 01 0.87 

CIP  57 49.56 

SXT  16 13.91 

RIF  01 0.87 

TET  48 41.74 

CHL 25 21.74 

FA 43 37.39 

FOS  02 02.90 (n=69) 

MUP  00 00 (n=69) 

LZD  00 00 (n=69) 

DAP  00 00 (n=69) 

VAN  00 00 (n=69) 
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Figure 48 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus  

 

Même si la méticillinorésistance était moins marquée chez les souches nasales (53.04%) par 

rapport aux souches cliniques (66.79%), la forte résistance à d’autres classes d’antibiotiques 

et notamment aux aminosides (> 40%), aux fluoroquinolones (49.56%) aux cyclines (41.74%) 

et à l’acide fusidique (37.39%) constituait également un trait caractéristique de nos isolats 

issus du nez.  Aucune souche de VISA, hétéro-VISA ou VRSA n’avait été isolée.  
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Tableau 69: Taux de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques (n=78)  

Parmi les 115 souches nasales obtenues de S.aureus, 78 étaient isolées chez des patients avec 

IPD à S.aureus et affichaient le même profil de sensibilité aux antibiotiques que les souches 

clinique chez le même patient.  Les taux de résistance aux antibiotiques de ces 78 souches 

étaient les suivants : 

 

Antibiotique  Effectif  Taux (%) 

PEN G 73 93.59 

OXA 44 56.41 

KAN 46 58.97 

TOB  40 51.28 

GM  37 47.43 

ERY  18 23.08 

CLI  16 20.51 

QDA 00 00 

CIP  43 55.13 

SXT  09 11.54 

RIF  01 01.28 

TET  35 44.87 

CHL 19 24.36 

FA 31 39.74 

FOS  02 02.90 (n=69) 

MUP  00 00 (n=69) 

LZD  00 00 (n=69) 

DAP  00 00 (n=69) 

VAN  00 00 (n=69) 
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Figure 49 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques  

 

Les taux de résistance aux antibiotiques suivants étaient inférieurs à ceux observées avec les 

souches cliniques : l’oxacilline, l’érythromycine, la clindamycine , le cotrimoxaozle et l’acide 

fusidique. La résistance aux fluoroquinolones y était en revanche plus importante .  

La mupirocine retenait une activité intacte sur nos isolats. Aucune souche résistante ou de 

sensibilité diminuée à la vancomycine n’avait été détectée.  
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Tableau 70 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches digestives de S.aureus 

(n=36) : 

Antibiotique  Effectif  Taux (%)  

PEN G 34 94.44  

OXA 14 38.89  

KAN 13 36.11  

TOB  12 33.33  

GM  10 27.78  

ERY  07 19.44    

CLI  07 19.44 

QDA 04 11.11 

CIP  13 36.11 

SXT  04 11.11 

RIF  00 00 

TET  07 19.44 

CHL 06 16.67 

FA 07 19.44 

FOS  00 00 (n=27) 

MUP  00 00 (n=27) 

LZD  00 00(n=27) 

DAP  00 00(n=27) 

VAN  00 00(n=27) 
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Figure 50 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches digestives de S.aureus (n=36)  

 

Le taux de SARM  parmi les souches digestives (38.89%) était largement inférieur à celui 

observé chez les souches cliniques et nasales. Il en était de même avec les autres classes 

d’antibiotiques.  
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Tableau 71 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches digestives de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques (n=27)  

Parmi les 36 souches digestives obtenues de S.aureus, 27 étaient isolées chez des patients 

avec IPD à S.aureus et affichaient le même profil de sensibilité aux antibiotiques que les 

souches clinique chez le même patient.  Les taux de résistance aux antibiotiques de ces 27 

souches étaient les suivants : 

 

Antibiotique  Effectif  Taux (%) 

PEN G 27 100 

OXA 11 40.74 

KAN 10 37.04 

TOB  09 33.33 

GM  08 29.63 

ERY  05 18.52 

CLI  05 18.52 

QDA 04 14.81 

CIP  10 37.04 

SXT  04 14.81 

RIF  00 00 

TET  04 14.81 

CHL 06 22.22 

FA 05 18.52 

FOS  00 00 

MUP  00 00 

LZD  00 00 

DAP  00 00 

VAN  00 00 
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Figure 51 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches digestives de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques  

 

Ces souches étaient également plus sensibles aux antibiotiques que les souches nasales et 

cliniques. L’oxacilline, l’amikacine et la ciprofloxacine étaient les antibiotiques les moins 

actifs.  
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Tableau 72 : Taux de résistance des souches de S.aureus du double portage nasal-digestif aux 

antibiotiques (n=09) 

Antibiotique  Effectif  

PEN G 09/09 

OXA 03/09 

KAN 03/09 

TOB  03/09 

GM  03/09 

ERY  02/09 

CLI  02/09 

QDA 00/09 

CIP  03/09 

SXT  00/09 

RIF  00/09 

TET  03/09 

CHL 03/09 

FA 03/09 

FOS  00/09 

MUP  00/09 

LZD  00/09 

DAP  00/09 

VAN  00/09 

 

Les souches issues du double portage nasal-digestif étaient les plus sensibles aux antibiotiques 

parmi toutes les souches isolées (clinique et de portage). La résistance aux antibiotiques 

concernait au maximum un tiers de ces isolats toutes molécules confondues.   
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1.5.3. Phénotypes de résistance aux antibiotiques des souches de S.aureus : 

Tableau 73 : Principaux phénotypes de résistance aux antibiotiques des souches cliniques de 

S.aureus 

Phénotype de résistance Effectif  

Sensible  16 

P 59 

P-K 05 

P-KTG-MLSB-SXT-FQ 02 

MRSA 03 

MRSA-K 02 

MRSA-SXT 02 

MRSA-FQ 03 

MRSA-KT-TE-FQ 02 

MRSA-KT-MLSB-TE-SXT-FQ-FA 02 

MRSA-KT-TE 02 

MRSA-KT-E TE-SXT-FA  02 

MRSA-KTG-MLSB 03 

MRSA-KTG-FQ  02 

MRSA-KTG-MLSB-TE-SXT-FA 02 

MRSA-KTG-MLSB-TE-SXT-FQ-FA 24 

MRSA-KTG-MLSB-TE-FQ-FA 04 

MRSA-KTG-MLSB-TE-SXT-FQ-FA-FOS 02 

MRSA-KTG-MLSB-TE-SXT-FQ-RIF-FA 03 

MRSA-KTG-MLSB-TE-CHL-FQ-FA 07 

MRSA-KTG-MLSB-SXT-FQ-FA 05 

MRSA-KTG-MLSB-PT-CHL-SXT-FQ 02 

MRSA-KTG-TE-FQ 09 

MRSA-KTG-TE-FQ-FA 02 

MRSA-KTG-TE-CHL-FQ-FA 07 

MRSA-KTG-TE-SXT-FQ-FA 03 

 

Les phénotypes de résistance aux antibiotiques des souches cliniques de S.aureus se 

distinguaient par leur grande hétérogénéité. Les phénotypes suivants étaient les plus 

fréquents : P, MRSA-KTG-MLSB-TE-SXT-FQ-FA, MRSA-KTG-TE-FQ. 
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Tableau 74 : Phénotype de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus avec 

le même antibiotype que les souches cliniques (n=78)  

Phénotype de résistance Effectif 

Sensible 05 

P 21 

P-K 04 

P-FA 03 

MRSA-K 01 

MRSA-FQ 04 

MRSA-SXT 01 

FQ-FA 01 

MRSA-K-FQ-E 01 

MRSA-KT-FQ-FA 02 

MRSA-KT-FQ-TE 02 

MRSA-KTG-TE 02 

MRSA-KTG-FQ-TE 10 

MRSA-KTG-FQ-FA 02 

MRSA-KTG-FQ-TE-FA 03 

MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE 02 

MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE-FA 02 

MRSA-KTG-FQ-MLSb-SXT-FOS 01 

MRSA-KTG- MLSb-TE-SXT-FA 01 

MRSA-KTG-FQ-MLSb-TE-SXT-FA 02 

MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE- -FA-CHL 08 

Total  78 

 

 

Les phénotypes P,MRSA-KTG-FQ-TE et MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE- -FA-CHL dominaient 

les profils de résistance aux antibiotiques des souches nasales de S.aureus avec le même 

antibiotype que les souches cliniques. 

 

 

 



 Page 134 
 

Tableau 75 : Phénotypes de résistance aux antibiotiques des souches digestives de S.aureus 

avec le même antibiotype que les souches cliniques (n=27)  

Phénotype de résistance Effectif 

P 15 

P-AK-FA 01 

MRSA-FQ 01 

MRSA-TE 01 

MRSA-KT-FQ-SXT 01 

MRSA-KTG-FQ- PT 01 

MRSA-KTG-FQ-E-PT 01 

MRSA-KTG-FQ- PT-SXT-CHL 01 

MRSA-KTG-FQ- TE-FA-CHL 01 

MRSA-KTG-FQ-E- PT-SXT-CHL  02 

MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE- -FA-CHL 02 

Total  27 

 

Le phénotype P était très largement majoritaire parmi les phénotypes de résistance aux 

antibiotiques des souches digestives de S.aureus avec le même antibiotype que les souches 

cliniques. 

 

 

Tableau 76 : Phénotype de résistance aux antibiotiques des souches de S.aureus du double 

portage nasal-digestif aux antibiotiques 

Phénotype de résistance Effectif 

P 06 

MRSA-KTG-FQ- TE-FA-CHL 01 

MRSA-KTG-FQ- MLSb-TE- -FA-CHL 02 

Total  09 

 

Comme pour les souches digestives, les souches du double portage nasal-digestif affichaient 

principalement le phénotype P (06 souches sur 09). 
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1.6. Biologie moléculaire : 

Légendes  pour l’interprétation des résultats de la PCR: 

MT : Marqueur de taille (1000 pb).  

T+ : Témoin positif,  

T - : Témoin négatif,  

1,  2, 3… : Numéro de la souche bactérienne testée. 

 

1.6.1. Caractérisation moléculaire des gènes mecA, pvl et tst :  

Tableau 77 : Répartition des gènes mecA, pvl et tst chez les patients avec souches de S.aureus 

avec antibiotype identique au niveau du portage et du pied  (n=96) 

Gène Nez (n=78) Selles (n=27) Pied (n=96) 

Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

Effectif Fréquence 

(%) 

mecA  44 56.41 11 40.74 52 54.17 

pvl 05 06.41 01 03.70 05 05.21 

tst 01 01.28 01 03.70 02 02.08 

 

 

                                 MT 1     2     3    4    5    6    7      8    9    10  T+ T- 

 

                                 Figure 52 : Résultats de l’amplification par PCR du gène mecA 

 

310 pb(mecA) 
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                                     MT 1   2    3    4    5    6   7    8  T+ T- 

 

Figure 53 : Résultats de l’amplification par PCR du gène pvl 

 

MT 1  2   3   4   5   6   7   8  9  10  11 12 13 14 15   

 

Figure 54 : Résultats de l’amplification par PCR du gène tst 

433 pb(pvl) 

T+ 

T- 

350 pb (tst) 

7 (+) 

45 (+)  

46 (+) 

53 (+) 
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1.6.2. Typage moléculaire par MLST des souches de portage combiné nasal-digestif et 

des souches cliniques avec même antibiotype : 

 

Tableau 78 : Profil moléculaire, selon le site d’isolement, établi par MLST des souches de 

double portage nasal-digestif et des souches cliniques présentant le même antibiotype (n=27) 

 

Site mec A pvl tst CC 

Nez n=09 03/09 00/09 00/09 CC5 : 04/09 

CC8 : 02/09 

ND* : 03/09 

Selles n=09 03/09 00/09 00/09 CC1 : 01/09 

CC5 : 03/09 

CC8 : 02/09 

Singleton : 01/09  

ND* : 02/09 

Pied n=09 03/09 00/09 00/09 CC5 : 01/09 

CC8 : 02/09 

Singleton : 03/09 

ND* : 03/09 

Total n=27 09/27 00/27 00/27 CC1 : 02/27 

CC5 : 08/27 

CC8 : 06/27 

Singleton : 04/27 

ND* : 07/27 

 

ND* : MLST effectuée mais génotype non déterminé (test ininterprétable) 

 

Le typage moléculaire des 27 souches étudiées par MLST avait donnée les résultats suivants : 

le CC5 (08 souches) était le génotype le plus fréquent suivi par le CC8 (06 souches). 02 

souches appartenaient au CC1 et 04 souches étaient des singletons.   
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Tableau 79 : Profil moléculaire , selon le patient,  établi par MLST des souches de double 

portage nasal-digestif et des souches cliniques présentant le même antibiotype (n=27) 

Patient 

 

Site   mec A pvl tst CC Phénotype de 

résistance aux ATB 

01 Nez  Présence  Absence  Absence  ND MRSA-KTG-FQ- TE-

FA-CHL 

 Selles  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- TE-

FA-CHL 

 Pied  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- TE-

FA-CHL 

02 Nez  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

 Selles  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

 Pied  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

03 Nez  Absence  Absence  Absence  CC5 P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  CC5 P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  CC5 P 

04 Nez  Absence  Absence  Absence  ND P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  Singleton P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  ND P 

05 Nez  Absence  Absence  Absence  CC1 P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  CC5 P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  Singleton  P 

06 Nez  Absence  Absence  Absence  CC1 P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  CC5 P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  Singleton P 

07 Nez  Absence  Absence  Absence  ND P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  ND P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  ND P 

08 Nez  Présence  Absence  Absence  CC8 MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

 Selles  Présence  Absence  Absence  ND MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

 Pied  Présence  Absence  Absence  ND MRSA-KTG-FQ- 

MLSb-TE- -FA-CHL 

09 Nez  Absence  Absence  Absence  CC5 P 

 Selles  Absence  Absence  Absence  CC1 P  

 Pied  Absence  Absence  Absence  Singleton P 

Le lien génétique, établi par l’identification du même complexe clonal, entre les souches du 

double portage (nasal –digestif) et la souche issue du pied chez le même patient était confirmé 

chez 02 patients sur 09. 
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Figure 55 : Résultats de l’amplification par PCR des gènes de ménage pour MLST 
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2. Partie analytique : 

2.1. Evaluation des dépistages nasal et digestif dans l’identification des IPD à S.aureus : 

 

Tableau 80 : Sensibilité, spécificité, valeur prédictive positive et valeur prédictive négative 

du portage nasal  

 IPD SA +  IPD SA - Total   

Nez SA + 92 23 115 VPP : 80% 

Nez SA - 147 91 238 VPN : 38.23% 

Total  239 114 353  

 Sensibilité :38.49% Spécificité :79.82%   

 IPD SARM +  IPD SARM -  Total  

Nez MRSA + 50 14 64 VPP : 78.12% 

Nez MRSA - 110 179 279 VPN : 64.16 % 

Total  160 193 353  

 Sensibilité :31.25% Spécificité :92.75%   

 

 

La VPP du dépistage nasal du S.aureus chez les patients avec IPD à S.aureus dans notre série 

était élevée (80%) et confirme le rôle important du dépistage nasal pour l‘identification des 

patients avec IPD à S.aureus. En revanche notre VPN était faible (38.49%) et ne permet pas 

d‘exclure avec une forte probabilité le risque de survenue d‘IPD à S.aureus. 
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Tableau 81 : Sensibilité, spécificité, valeur prédictive positive et valeur prédictive négative 

du portage digestif  

 IPD SA + IPD SA - Total  

Selles SA + 30 06 36 VPP : 83.33 

    Selles SA - 148 48 196 VPN: 24.49 

Total 178 54 232  

 Sensibilité :16.85% Spécificité :88.89%   

 IPD SARM + IPD SARM - Total  

Selles MRSA + 12 02 14 VPP : 85.71% 

Selles MRSA - 114 104 218 VPN : 47.71% 

Total 126 106 232  

 Sensibilité :09.52% Spécificité :98.11%   

 

 

Comme pour le dépistage nasal, la forte VPP (83.33%) du dépistage digestif du S.aureus chez 

les patients avec IPD à S.aureus permet de prédire avec forte probabilité la survenue d’IPD à 

S.aureus alors que la faible VPN ne permet pas d’en écarter le diagnostic. 
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2.2. Evaluation des facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus : 

Les variables associées à une p-value signifcative (<0.05) sont dépeintes en rouge 

2.2.1. Facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus parmi la population d’étude : 

Tableau 82 : Principaux facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus parmi la population 

d’étude (n=405=  

Variable  Pied 

S.aureus + 

(n=256) 

Pied 

S.aureus – 

(n=149) 

p-value Odds 

Ratio 

95% CI 

Durée diabète 15,29±1,41 15,46±5,66 0,648 - - 

HbA1c admission 8,30±0,56 8,31±0,85 0,905 - - 

ATCD hosp.  92 47 0.429 1,193 0,771-1,846 

ATCD ATB 106 54 0.424 1,199 0,769-1,868 

Aggravation  113 50 0.037 1,565 1,028-2,382 

Durée de séjour 27,04±1,41 23,13±7,78 < 0,0001 - - 

Néphropathie  96 48 0,325 1,246 0,804-1,933 

Neuropathie  100 58 0.971 0,992 0,636-1,547 

Rétinopathie  64 31 0.492 1,194 0,720-1,978 

HTA  110 56 0.511 1,158 0,747-1,795 

Obésité  46 34 0.159 0,692 0,415-1,155 

Tabac  53 26 0.401 1,253 0,351-8,859 

Orteil 185 125 0,112 0,768 0,555-1,063 

Face plantaire 99 42 0,039 1,531 1,022-2,294 

Face dorsale 37 26 0,484 0,827 0,487-1,406 

Contact osseux  80 32 0.045 1,648 1,010-2,689 

Ostéite   64 26 0.101 1,549 0,918-2,613 

Amputation  90 35 0.015 1,766 1,118-2,790 

02 germes 84 49 0,0001 0,379 0,230-0,623 

03 germes 29 01 0,0018 10,987 1,474-81,907 

BMR+BHRe 187 44 0,0001 2,649 1,602-4,379 

 

Dans notre série, les IPD à S.aureues constituaient un facteur de risque d’amputation ; elles 

étaient caractérisées par une plus grande tendance vers l’aggravation, une durée de séjour 

(27.04±1.41 jours) et une durée d’antibiothérapie (25.96±0.71jours) plus importantes par 

rapport aux autre IPD. Elles étaient surtout localisées au niveau de la face plantaire, se 

distinguaient par la présence d’un contact osseux, une plus grande multirésistance aux 

antibiotiques et pouvait être associées à la présence d’autres germes que le S.aureus. 
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2.2.2. Facteurs de risque associés au portage nasal de S.aureus avec le même antibiotype 

que les souches cliniques : 

Tableau 83: Principaux facteurs de risque associés au portage nasal de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques (n=78)  

Variable S.aureus 

nez 

(n=78) 

S.aureus 

pied 

(n=239) 

p-value  Odds Ratio CI 95% 

Durée diabète 14.81±08.48 15.12±01.41 0.587 - - 

HbA1c admission 08.49±0.71 08.29±0.57 0.031 - - 

ADO 48 149 0.899 0.966 0.571-1.635 

INS 16 45 0.743 1.112 0.588-2.106 

ATCD hosp   27 84 0.956 0.985 0.571-1.697 

ATCD AMP 15 40 0.536 1.234 0.634-2.401 

ATCD ATB 30 94 0.803 0.932 0.537-1619 

Durée de lésion 19.92±09.89 17.59±02.12 0.002 - - 

PEC initiale 46 134 0.789 1.074 0.635-1.816 

Aggravation  21 102 0.014 0.495 0.282-0.868 

Macroangiopathie  22 65 0.886 1.044 0.583-1.869 

Néphropathie  31 88 0.624 1.145 0.666-1.967 

Neuropathie  31 90 0.559 1.184 0.672-2.088 

Rétinopathie  22 56 0.352 1.332 0.728-2.436 

HTA  32 100 0.689 0.896 0.523-1.534 

Obésité  15 41 0.673 1.155 0591-2.257 

Tabac  22 49 0.131 1.586 0.872-2.884 

Ostéite   17 57 0.797 0.920 0.488-1.734 

Amputation  14 84 0.005 0.404 0.214-0.763 

01 germe 40 137 0.351 0.784 0.469-1.309 

02 germes 29 77 0.420 1.245 0.730-2.123 

03 germes 09 25 0.833 1.116 0.497-2.507 

BMR+BHRe 51 170 0.338 0.767 0.445-1.321 

MRSA 44 160 0.093 0.639 0.379-1.077 

 

Dans notre série, une association statistiquement significative entre le portage nasal de 

S.aureus et l’IPD par le même germe avec le même antibiotype était établie pour les facteurs 

suivants : l’ HbA1c d’admission, la durée d’évolution de la lésion et une évolution vers 

l’aggravation de la lésion.  
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2.2.3. Facteurs de risque associés au portage digestif de S.aureus avec le même 

antibiotype que les souches cliniques : 

Tableau 84 : Facteurs de risque associés au portage de souches digestives de S.aureus avec le 

même antibiotype que les souches cliniques (n=27)  

Variable S.aureus 

selles 

(n=27) 

S.aureus 

Pied 

(n=178) 

p-value OR  95%CI 

Durée diabète 16.81±7.07 15.23±1.41 0.008 - - 

HbA1c admission 8.22±0.85 8.39±0.57 0.241 - - 

ATCD Hosp 10 68 1.000 1.020 0.433-2.401 

ATCD AMP 06 33 0.599 1.292 0.478-3.489 

ATCD ATB 09 69 0.821 0.863 0.348-2.137 

Durée de lésion 16.50±11.31 18.77±2.12 0.028 - - 

PEC initiale 15 101 0.757 0.878 0.388-1.990 

Aggravation  09 73 0.530 0.719 0.306-1.689 

Macroangiopathie  05 49 0.619 0.672 0.235-1.925 

Néphropathie  10 66 1.000 1.039 0.435-2.480 

Neuropathie  13 72 0.483 1.372 0.566-3.325 

Rétinopathie  09 43 0.204 1.903 0.735-4.923 

HTA  11 78 0.828 0.857 0.362-2.029 

Tabac  07 37 0.607 1.380 0.532-3.581 

Ostéite   05 43 0.620 0.691 0.241-1.979 

Amputation  04 58 0.073 0.360 0.119-1.089 

01 germe 17 98 0.442 1.388 0.602-3.199 

02 germes 07 62 0.512 0.655 0.262-1.634 

03 germes 03 18 0.744 1.111 0.304-4.058 

BMR+BHRe 14 131 0.024 0.386 0.169-0.882 

SARM 11 126 0.003 0.284 0.1234-0.653 

 

Chez nos patients, les facteurs de risque identifiés de colonisation digestive chez les patients 

avec IPD à S.aureus avec le même antibiotype étaient les suivants : l’isolement d’un SARM, 

l’isolement d’une BMR , une durée d’évolution du diabète de 16.81±7.07 jours , une durée 

d’évolution de la lésion de 16.50±11.31 jours. 
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Chapitre 03 : Discussion 
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1. Prévalence des IPD : 

La prévalence des IPD dans le service d’endocrinologie dans notre série était de 39.32%.  

Dans la littérature, elle varie selon zone géographique, la méthodologie appliquée. Elle évolue 

également dans le temps à l’intérieur d’un pays [13]. 

Dans notre série, cette prévalence concernait seulement les patients diagnostiqués, 

hospitalisés et suivis au niveau du service d’endocrinologie. Elle ne reflètait pas la prévalence 

globale de tous les cas d’IPD dans notre région qui étaient diagnostiqués et suivis en 

ambulatoire. Il est ainsi difficile de comparer notre résultat avec les chiffres décrits dans la 

littérature mais on peut conclure que les IPD constituent une part conséquente de l’activité du 

service d’endocrinologie dans notre hôpital puisqu’ils représentent environ 40% des motifs de 

prise en charge des diabétiques. 

A l’échelle mondiale, Zhang et al avait publié en 2017 [66] une méta-analyse évaluant la 

prévalence de l’IPD en analysant les données issues de 67 études totalisant plus de 800000 

patients diabétiques à travers 05 continents (Amérique du Nord, Europe, Afrique, Asie et 

Océanie). La prévalence mondiale de l’IPD était de 6.3% et l’Amérique du Nord affichait la 

plus forte prévalence (13%). En Europe la prévalence était de 5.1% contre 5.5% en Asie.  

En Afrique, la méta-analyse réalisée par Rigato et al [376] sur une série de 34 études publiées 

concluait à une prévalence africaine de 13% avec une très forte hétérogénéité. A titre 

d’exemple, deux travaux effectués en Ouganda trouvaient des prévalences de 4 et 54%.  

L’Afrique du Nord et l’Afrique subsaharienne avaient des prévalences similaires estimées à   

12.6 et 13.1% respectivement. Rigato et al notait également que la prévalence des IPD 

augmentait régulièrement au cours des 15 dernières années. 

Une autre méta-analyse conduite par Abbas et al [133] en Afrique subsaharienne situait la 

prévalence des IPD dans cette région entre 4 et 61%. 

En Afrique du Nord, les prévalences sont également très hétérogènes et varient au sein d’un 

même pays. Les prévalences rapportées étaient de 10.1% en Algérie [377], 29.3% et 61.3% en 

Egypte [378] [379] ;et 56% en Libye [380]. 

En Europe , nous citerons les prévalences suivantes : 9.7% en Italie [381] ,14.5% en France 

[98], 10.4% en Norvège [382] et 16.6 % en Belgique [383] 
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Tableau 85 : Prévalence de l’IPD selon les études 

Auteur [Réf] Année  Lieu  Prévalence 

Van Acker et al [383] 2000 Belgique 16.6 

Benotmane et [377] 2004 Algérie 10.1 

Richard et al [98] 2008 France  14.5 

Iversen  et al [382] 2008 Norvège 10.4 

Hu et al [384] 2014 Arabie Saoudite 9.9 

Demirseren et al [385] 2014 Turquie  3.1 

Assaad Khalil et al [378] 2015 Egypte 29.3 

Chiwanga et al [386] 2015 Tanzanie 15 

Benkhadoura et al [380] 2016 Libye 56 

Zhang et al [66] 2017 Monde (méta-analyse) 6.3 

Acquati et al [381] 2016 Italie 9.7 

Tindong et al [387] 2018 Cameroun  11.8 

Rigato et al [376] 2018 Afrique (méta-analyse) 13 

Khalifa et al [379] 2019 Egypte  61.3 

Mané et al [388] 2019 Sénégal 46.67 

Negash [389] 2022 Ethiopie  11.2 

Notre série 2023 Algérie 39.32 
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2. Caractères cliniques et épidémiologiques de la population d’étude :  

2.1. Age :  

La moyenne d’âge de nos patients était de 59.31±12.2 (min : 19 ; max : 93). 80.74% des 

patients étaient âgés de 50 ans et plus.  

En accord avec la plupart des études, les IPD surviennent plus fréquemment chez des adultes 

âgés de sexes masculins avec un mauvais contrôle glycémique [390][391]. 

La fréquence élevée des IPD parmi les personnes âgées est la conséquence de multiples 

raisons : la plus grande fréquence du DT2 qui se distingue par un âge de survenue plus tardif 

que le DT1 (à partir de 40 voire 50 ans pour le DT2) et une durée d’évolution  plus longue, la 

présence de multiples comorbidités (dont les complications métaboliques chroniques)  et un 

état immunitaire réduit chez cette catégorie d’âge [44][131][392]. 

L’âge avancé est considéré comme un facteur de risque indépendant de développement d’IPD. 

Le risque d’ulcération du pied augmente de 02 à 04 fois avec l’âge chez les diabétiques 

[393][394]. 

Une étude rétrospective conduite à Liverpool montrait que l’âge avancé prédisait une survie 

plus courte chez les patients diabétiques avec de nouveaux épisodes d’IPD [395] 

La fréquence élevée d’IPD parmi les sujets âgés d’au moins 50 ans était rapportée au Koweit 

[396] ; en Chine[391]et en Malaisie [397]. 

 

2.2. Sexe : 

Notre population d’étude était majoritairement composée de patients de sexe masculin 

(69.38%) avec un sex-ratio de 2.27. 

La majorité des études dans la littérature démontraient une nette prédominance d’IPD parmi 

les hommes [13][398][399][400]. Le sexe masculin et le mauvais contrôle glycémique sont 

des facteurs de risqué indépendant d’infection et de non guérison des IPD [401] [402]. 

Certaines caractéristiques pourraient expliquer la faible fréquences chez les femmes : une 

neuropathie moins sévère, une mobilité articulaire augmentée, une plus faible pression sur le 

pied, une meilleure tendance à assurer soi-même des soins et une bonne hygiène des pieds 

comparés aux hommes [110][403][404]. 

En revanche, la prépondérance des IPD chez les hommes serait liée au fait que les hommes 

pratiquent  des activités physiques et des métiers qui exercent plus de pression sur les pieds et 

les exposent davantage aux  lésions et aux traumatismes répétés[66][105][399][405]. 
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2.3. Type de diabète : 

En concordance avec les données de la littérature [75][376][406] [407] le DT2 était largement 

prédominant parmi nos patients représentant 83.7% des cas. 

En effet, le DT2 est la frome de DT prépondérante parmi la population générale représentant 

jusqu’à 80% des types de DT en Afrique et 90% aux Etats-Unis expliquant ainsi la plus 

grande fréquence des UPD parmi les diabétiques de type 2 [44]. 

De plus, la longue durée d’évolution qui caractérise le DT2 majore le risque de complications 

métaboliques chroniques qui participent à la physiopathologie de l’UPD[44][131]. 

 

2.4. Durée d’évolution du diabète : 

La durée moyenne d’évolution du DT chez nos patients était assez importante évaluée à 15.35 

± 9.67. Elle était compatible avec le type de DT prédominant dans notre population et 

concordait globalement avec celle décrite dans la littérature [75][98][104][402][408] 

De surcroît, plus la durée d’évolution du diabète est longue plus les patients développeront 

des complications métaboliques chroniques qui aboutiront à la formation d’UPD [44][131] 

L’âge avancé de notre population rend compte de la prépondérance des patients avec une 

durée de diabète > 10 ans (61.73 %). 

Les tableaux ci-dessous décrivent, selon la littérature, l’âge moyen, le sexe ratio H/F, la 

prévalence du DT2, la durée d’évolution du DT (dont une durée d’évolution) ainsi que la 

fréquence des patients avec UPD dont la durée du diabète dépasse 10 ans. 
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Tableau 86 : Age moyen, sexe ratio H/F, prévalence du DT2, durée d’évolution du DT chez 

les patients avec IPD selon les études 

Auteur [Réf] Année  Lieu  Age moyen 

(ans) 

Sexe ratio 

(H/F)  

Prévalence 

DT2 

Durée DT 

Richard et al [98] 2008 France  68 2.3 14.89 17 

Mendes et al [402] 2012 Portugal 62.7 ±12.7 5.12 - 23.0 ±12.8 

Islam et al [409] 2013 Trinidad et 

Tobago 

56.9±12.4 - - - 

Pemayun et al [410] 2015  Indonésie  52.6± 7.0 0.68 - 05 

Benmoussa et al [411] 2016 Tunisie  59.5 2.4 - - 

Ertugrul et al [406] 2017 Turquie  61.11± 11.75 2.46 93.3 09(5-19) 

Pemayun et al [412] 2017 Indonésie 54.3 ± 8.6 1.03  6.4 ± 4.9 

Jia et al [75] 2017 Australie  62.9 2.12 90.9 19.7(±11.) 

Son et al [413] 2017 Corée(Sud) 62±12.1 
 

2.63 - - 

Sanchez et al [414] 2017 Mexique  58.9 ± 11.5 1.53  15.8 ± 7.6 

Sekhar et al [415] 2018 Inde 61.4 ± 9.7 2.51 88.8 18.1 ± 4.5 

Saltoglu et al [416] 2018 Turquie 62  2.04 - 15 

Rigato et al [376] 2018 Afrique  55.8±11.9 1.79 88.6 9.5±5.9 

Jouhar et al [407] 2020 Liban 66.9± 12.2 2.24 98 - 

Zhang et al [417] 2020 Chine - 1.61 - 13.15 ± 8.064 

Hamid et al [418] 2020 Soudan - 2.73 86.4 - 

Machado et al [419] 2020 Portugal  63.2 (± 11.8) 3.92 73.2 18.5  

Bundo et al [420] 2021 Espagne 72.2 (12.7) 2.28 - - 

Yan et al [421] 2022 Chine 49.81 1.75 - 10.13 

Tosun  et al [422] 2022 Turquie 59.71 (9.31)  
 

- - 19.29 (9.83)  
 

Negash et al [389] 2022 Ethiopie  - 1.24 74.2 - 

Notre série  2023 Algérie 59.31±12.02 2.27 83.7 15.35 ± 9.67 
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Tableau 87 : Durée d’évolution de DT supérieure à 10 ans chez les patients avec IPD selon 

les études 

Auteur [Réf] Année Lieu Prévalence (%) 

Sugandhi et al [113] 2014 Inde  58 

Hu et al [384] 2014 Arabie Saoudite 41.2 

Garcia et al [106] 2015 Mexique 44 

Benkhadoura et al [380] 2016 Libye  65.5 

Lin et al [341] 2018 Taiwan  57.91 

Megallaa et al [423] 2019 Egypte 64.4 

Hamid et al [418] 2020 Soudan 70.8 

Notre série  2023 Algérie 61.73 

 

 

2.5. Antécédents :  

Une histoire d’hospitalisation pour IPD dans l’année précédente concernait 36.65% de nos 

patients. Parmi eux 56.43% avaient une lésion au même pied dont 36.71% présentaient la 

même lésion. Une prise d’antibiotiques dans les 06 derniers mois était connue chez 46.99% 

des patients et  20.05% des patients avaient déjà subi une amputation. 

Une histoire d’ulcération ou d’amputation antérieures pouvait prédire l’amputation selon 

certaines études [424][425][426]. De la même manière, une consommation antérieure 

d’antibiotiques était un facteur de risque de sélection de bactéries multirésistantes[427] 

La fréquence d’amputation antérieure chez les patients avec un nouvel épisode d’IPD est 

extrêmement variable dans la littérature. Si certaines séries trouvaient des prévalences 

extrêmement faibles de l’ordre de 1% (travaux de Stoekenbroek et al. [428] ;  Abbot et al 

[429] avec 1% et 1.3% respectivement) ; d’autres en rapportaient des taux très importants : 

24.4% selon Ertugrul et al [406] , 29.1% selon Jia et al [75] et 39% selon Machado et al[419]. 

En effet, la prévalence des amputations était différente d’un pays à l’autre  et variait même au 

sien d’un même pays [430][431]. 
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Tableau 88 : Antécédents rapportés chez les patients avec IPD selon les études  

Auteur [Réf] Année Lieu IPD AMP ATB 

Mendes et al [402] 2012 Portugal - - 65.3 

Pemayan et al   [410] 2015 Indonésie  34.0 14.8 - 

Reveles et al [14] 2016 Etats unis - - 58 

Ertugrul et al [406] 2017 Turquie  52.2 24.4  

Jia et al  [75] 2017 Australie  67.8 29.1 - 

Son et al [413] 2017 Corée du 

sud  

- - 71.7 

Najari et al [109] 2019 Iran - - 83.8 

Fournier et al  [432] 2020  Canada  36.9 30.6 - 

Jouhar et al  [407] 2020 Liban - - 66 

Machado et al  [419] 2020 Portugal - 39 60.2 

Carro et al [67] 2020  Amérique 

Latine 

62.8 39 52 

Bundo et al [420] 2021 Espagne  27.3 08.9 - 

Notre étude  2023 Algérie 36.65 20.05 46.99 

 

 

2.6. Valeurs moyennes de l’HbA1c : 

Dubsky et al [135] avait montré qu’une valeur de HbA1c supérieure à 7.5% était un facteur de 

risque important de récidive de l’UPD. Il confirmait également qu’un mauvais contrôle 

glycémique à long terme était un facteur d’émergence de bactéries multirésistantes aux 

antibiotiques. Plusieurs études trouvaient qu’une valeur de HbA1c ≥ 10% était associée aux 

récidives de l’UPD et aux infections du pied [433][434]. 
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Tableaux 89: Valeurs moyennes de l’HbA1c dans les IPD selon les études  

Auteur Année  Lieu  HbA1c (%) 

Richard et al [98] 2008 France  7.2 

Hu et al [384] 2014 Arabie Saoudite 9.2±2.2 

Pemayun et al [410] 2015  Indonésie  11.3±2.8 

Ertugrul et al [406] 2017 Turquie  08(6-9) 

Jia et al [75] 2017 Australie  8.4±2 

Son  et al [413] 2017 Corée du Sud 8.0±1.8 

Saltoglu et al [416] 2018 Turquie 8.9 

Rigato et al [376] 2018 Afrique  9.1±2.3 

Machado et al [419] 2020 Portugal  8.0  

Yan et al [421] 2022 Chine 8.86 

Notre étude  2023 Algérie  8.31±1.31 

 

 

2.7. Complications microangiopathiques du diabète : 

2.7.1. Neuropathie : 

La prévalence de la neuropathie parmi les diabétiques avec UPD est assez élevé, variant entre 

16 et 66% dans la littérature [389]. Notre prévalence était légèrement inférieure à la moyenne 

africaine décrite dans la méta-analyse de Rigato et al (52.7%) [376]. Des valeurs dépassant 

80% avaient été rapportées par certains auteurs en Australie [75], en Egypte [379][423] , en 

Chine [435] et au Portugal [419]. 

2.7.2. Néphropathie: 

L’incidence de la microalbuminruie était significativement associée avec la présence de la 

rétinopathie et la neuropathie périphérique selon Bhavya et al [436]. 

Hurley et al dans une étude prospective des facteurs de risqué d’IPD  conduite en Irlande, 

trouvait une association statistiquement significative entre la baisse du débit de filtration 
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glomérulaire et la probabilité d’avoir des troubles sensoriels ou des anomalies vasculaires lors 

du dépistage des pieds à risque [437]. 

La prévalence de la néphropathie dans la littérature est hautement hétérogène. Elle oscillait 

entre des valeurs faibles (7% en Australie [75] , et 12.26% aux Etats-Unis [13] et des valeurs 

extrêmement élevées (65.42% en France [98] et 86.1% en Egypte [423]. Notre prévalence 

dépassait la moyenne africaine estimée à 15.8% [376]. 

2.7.3. Rétinopathie:  

L’importance de la rétinopathie diabétique comme facteur de risque de développement des 

UPD avait été rapporté par bien des investigations depuis 1975 quand Walsh 

et al. présumait une possible association entre ces deux complications [438]. 

Karam et al retrouvait également une association significative entre la présence de la 

rétinopathie et les grades avancés de l’UPD. La sévérité de la rétinopathie était plus 

importante chez les patients avec des grades avancés de l’UPD [439]. 

Si la prévalence de la rétinopathie dans notre population était équivalente à la moyenne 

Africaine [376] , elle était largement inférieure à la plupart des études rapportées dans la 

littérature (France[98] ; Indonésie [410], Egypte [423], Portugal [419],Chine [421][435]. 

Dans la méta-analyse de Zhang et al , la rétinopathie diabétique était présente chez 33% et 

64%  des patients sans et avec IPD respectivement [66]. 

Des taux atteignant même 90% avaient été décrits par certains auteurs. La rétinopathie 

diabétique était présente chez 94% des patients avec IPD dont 31% d’atteinte proliférative 

selon Sellman et al [440]. De façon similaire Hwang et al [441] rapportait 90% de 

rétinopathie diabétique avec 55% de rétinopathie proliférative dans une cohorte Coréenne de 

patients avec IPD. 

La faible prévalence dans notre série, pourrait peut être expliquée par le retard au diagnostic 

de la rétinopathie et peut être par une plus grande fréquence des visites ophtalmologiques  de 

dépistage dans les autres pays. 

Le tableau ci-dessous décrit les prévalences des complications du diabète chez les patients 

avec IPD dans la littérature. 
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Tableau 90 : Complications macro- et microvasculaires chez les patients avec IPD selon les 

études 

Auteur Ann

ée 

Lieu NPHD NPD RD AVC IDM AOMI 

Richard et al [98] 2008 France  65.42 - 62.8 - 5.3 63.3 

Pemayun et al [410] 2015 Indonésie 54.3 68.1 92.6 6.4   

Reveles et al [14] 2016 Etats-Unis 12.26 70.44 13.52 9.43 8.18 37.11 

Zhang et al [66] 2017 Méta-

analyse 

- - 63.6 - - - 

Kateel et al  [110] 2017 Inde 25 35 28.3 3.3 26.75 39.15 

Jia et al [75] 2017 Australie  07 85 - - - - 

Rigato  et al [376] 2018 Afrique 15.8 52.7 26.8 - - 27.4 

Saltoglu et al [416] 2018 Turquie  29 - 22 - 25 - 

Khalifa et al [379] 2018 Egypte  22.6 88.2 36.6 - 51.6 - 

Megallaa et al [423] 2019 Egypte 86.1 82 90 - - - 

Jouhar et al [407] 2020 Liban 34 62 - 10 - 76 

Machado et al [419] 2020 Portugal 62.6 100 75.6 18.7 28.5 61.8 

Zhang et al [417] 

 

2020 Chine 26.7 20.8 34.3 21.4 27.6 /- 

Bundo et al [420] 2021 Espagne 57.8 64.5 32 14.5 21.5 - 

 

Li et al [435] 2022 Chine 64.2 85.6 42.8 15.9 33.8 /- 

Yan et al [421] 2022 Chine  51.61 40.32 51.61 - - - 

Notre série  2023 Algérie  39.08 46.98 29.12 05.83 06.11 21.67 

 

 

2.8. Grade Wagner des ulcères de pied diabétique: 

Le grade traduit la sévérité et la profondeur de l’atteinte et impacte la durée d’hospitalisation 

[93]. La durée d’hospitalisation est prolongée pour les grades avancés et induits des coûts de 

prise en charge supplémentaires [391]. 

Dans le travail de Wu et al la durée d’hospitalisation  avait augmenté de 11.5 ± 6.1 pour le 

grade 1 à 22.3 ± 13.4 pour le grade 5 [391]. Le grade constitue  aussi un facteur prédictif 

d’amputation du membre inférieur. Dans la cohorte Turque de Yesil et al [442] , les grades 
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Wagner 4 et 5 constituaient des marqueurs prédictifs puissants d’amputation des membres 

inférieurs.  

Au Pakistan, Imran et al [443] rapportait une augmentation de la fréquence des amputations à 

partir du grade 3 de Wagner.  

De la même manière, Pemayun et al [410], montrait que le risque d’amputation était 10 fois 

supérieur pour les patients avec grade 4 et 5 de Wagner à l’admission par rapport aux patients 

avec grades 1 et 2. 

La différence entre les données disponibles dans la littérature portant sur le grade est liée aux 

différences dans les pratiques de prise en charge des patients avec IPD. Les pays ou hôpitaux 

qui pratiquaient une hospitalisation même pour les grades 1 (c’est le cas dans notre pays) 

rapportaient des taux appréciables voire élevés pour ce grade contrairement  à ceux qui 

n’hospitalisaient leurs patients que pour des grades avancés et prenaient en charge les grades 

0 et 1 en ambulatoire. 

Grades 2 et 3 : 

Les grades 2 et 3, majoritaires dans notre travail représentaient ensemble 73.72% des cas. Ce 

chiffre était largement supérieur à la moyenne Africaine. La méta-analyse de Rigato et al[376] 

regroupant 56 173 patients diabétiques issus de 19 pays africains estimait à 58.3% les patients 

avec grades Wagner 3-5.  

En revanche, nos données étaient semblables à d’autres séries décrites ailleurs notamment au 

Mexique [414], au Soudan [418] et en Indonésie [444] et bien d’autres. 

Grade 1 : 

Le grade 1 défini par une atteinte superficielle et légère était minoritaire dans la plupart des 

séries [109][407][410][418][421][435]. 

Grade 4 : 

Les résultats étaient variables selon les séries. Les nôtres étaient similaires à ceux décrits au 

Mexique [414], en Inde [399] et en Ethiopie [389]  mais inférieurs à bien d’autres [391][407] 

[412][421][435]. 

Grade 5 : 

L’absence de patients pris en charge pour IPD avec grade 5 avait été mentionnée dans de 

nombreuses études et notamment en Inde [113][399] , au Mexique[414] , Iran [109] et en 

Chine [421]. 
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Tableau 91 : Grades Wagner des UPD selon les études 

Auteur [Réf] Année Lieu Grade 1 Grade2 Grade3 Grade4 Grade5 

Sugandhi et al [113] 2014 Inde 70 28 02 0 0 

Radji et al [444] 2014 Indonésie 11.4 25.7 31.4 17.3 14.2 

Garcia et al [106] 2015 Mexique 00 22 30 31 17 

Benkhadoura et al [380] 2016 Libye 23 25 31 17 4 

Pemayun et al [412] 2017 Indonésie 2.3 23.7 33 32.5 6.0 

Sanchez et al [414] 2017 Mexique 8.83 53.95 32.55 04.65 0 

Sekhar  et al [415] 2018 Inde 49.6 33.9 11.5 05.0 0 

Wu et al [391] 2018 Chine 08.4 26.6 36.2 24.5 04.3 

Najari et al [109] 2019 Iran 0 19 45.7 35.2 0 

Jouhar et al [407] 2020 Liban 7 24 19 40 8 

Hamid et al [418] 2020 Soudan 4.5 34.9 36.6 22.7 1.3 

Li et al [435] 2021 Chine 5 29.9 18.9 42.3 4 

Yan et al [421] 2022 Chine 4.1 38.36 19.18 38.36 00 

Negash et al [389] 2022 Ethiopie 40 26.8 06.60 06.60 10 

Notre série 2023 Algérie  19.57 41.82 31.91 06.70 00 

 

 

2.9. Localisation de la plaie : 

Très peu d’études fournissaient des informations sur la localisation de la plaie chez les 

patients avec IPD Les travaux décrits dans la littérature identifiaient également les orteils et la 

face plantaire comme localisations prédominantes parfois en ordre inversé.  

Les orteils occupaient la première place dans bien des séries et notamment en : Tunisie [411], 

Libye [380], Espagne [420], Turquie [406] et Inde [110][415] 

Dans la cohorte de l’étude Eurodiale, la face plantaire était majoritaire avec 48.2% [445] 

Elle représentait 80.6% des cas selon Khalifa et al [379] en Egypte.  

D’autres travaux décrivaient également de fortes prévalences pour la  localisation plantaire 

[135][136][446]. 
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Les fréquences élevées des orteils et de la face plantaire pourraient s’expliquer par 

l’exposition répétée de ces deux régions aux blessures et aux traumatismes.  

De plus, le mauvais chaussage rend les orteils plus vulnérables et la région plantaire subit 

fortement l’hyperpression exercée sur le pied particulièrement avec certains métiers ou 

habitudes de vie (travaux exigeant une forte activité physique, marche pieds nus) [379][399]. 

 

 

 

Tableau 92 : Localisation de la plaie dans les IPD selon les études  

 

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu Orteil Plantaire Dorsale Méta Talon Cheville 

Benmoussa  et al [411] 

 

2016 Tunisie 47 - - 17 - - 

Benkhadoura  et al [380] 

 

2016 Libye 52.40 - 04.80 19.40 18.50 - 

Ertugrul  et al [406] 

 

2017 Turquie  27.8 17.8 15.6 13.3 25.6 0 

Kateel  et al [110] 

 

2017 India 24 20 18 17 13 08 

Khalifa  et al [379] 

 

2018 Egypte - 80.6 19.4 - - - 

Sekhar  et al [415] 

 

2018 Inde 45.4 23.8 17.3 3.1 10.4 0 

Bundo  et al [420] 

 

2021 Espagne 55.9 8.9 20.7 0 14.5 0 

Notre étude 2023 Algérie 49.52 22.52 10.06 04.95 04.16 02.08 

 

 

 

2.10. Durée d’évolution de la plaie : 

Chez nos patients, le délai moyen entre l’apparition présumée des symptômes et l’admission 

pour IPD était de 17.32 ±14.14 jours. Peu d’études avaient relevé la durée d’évolution de 

l’IPD au moment de la consultation ou de l’admission. Le tableau ci-dessous en rapporte les 

résultats [447]. 
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Tableau 93 : Durée d’évolution de l’UPD à l’admission selon les études 

Auteur Année Lieu Durée de la plaie 

Zubair et al [448] 

 

2011 Inde  <01 mois : 61.76% 

≥ 01 mois : 36.27% 

Mendes et al [402] 

 

2012 Portugal 30.6±31.9 jours 

Sugandhi et al  [113] 

 

2014 Inde  ≤ 03 mois : 82% 

> 03 mois : 18% 

Messenger et al [449] 

 

2018 Koweït < 01mois : 43% 

Hamid et al [418] 

 

2020 Soudan <01 mois : 36% 

≥ 01 mois : 64% 

Bundo et al [420] 

 

2021 Espagne 08±12.8 jours 

Liu et al [447] 

 

2022 Chine  08 semaines 

Notre série  2023 Algérie  17.32±14.14 jours 

 

2.11. Durée d’hospitalisation :  

La longue durée d’hospitalisation dans notre série (25.59 jours ±14.39) serait principalement 

dûe à la proportion importante des patients avec un grade Wagner avancé  ≥ 2 (80.43%) ce 

qui prolonge la durée de guérison de l’ulcère. La fréquence élevée de complications qui 

nécessitent une correction (déséquilibre glycémique, néphropathie, artériopathie) chez une 

population âgée avec un diabète ancien se conjuguerait avec la profondeur de la lésion pour 

allonger la durée de séjour à l’hôpital. 

Currie et al [450] rapportait que les diabétiques  avait une durée d’hospitalisation double que 

les patients non diabétiques. 

Les patients avec les grades Wagner 2-5 avait une durée d’hospitalisation plus longue que 

ceux de grade 1 [391][451] 

Les données étaient différentes selon les séries décrites.  

L’étude Eurodiale [445] , étude multicentrique menée dans 14 centres européens entre 2003-

2004, évaluait la durée de séjour moyenne à l’hôpital à deux semaines. 
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En Algérie, le travail de Benotmane et al[451] conduit à Oran en 2001 trouvait une durée 

d’hospitalisation moyenne avoisinant les 45 jours, ce qui était largement supérieur à nos 

résultats. 

La durée moyenne d’hospitalisation dans le travail de Pemayun 2017 [412] était de 17.8%. 

Ozkara et al [452] en rapportait une moyenne de 17.2 jours. 

Des études au Royaume-Uni, en Tanzanie et au Nigeria retrouvaient respectivement des 

durées de 22.2, 36.2, et 60.3 jours [453][454][455]. 

Les variations entre les études pourraient être liées à la différence dans les protocoles de prise 

en charge, à la sévérité de l’ulcère, ainsi qu’à la disponibilité des moyens de prise en charge 

dans les structures de santé. 

La précocité de la prise en charge réduit la nécessité de prolonger l’hospitalisation et améliore 

le pronostic de l’IPD [412][456][457]. 

 

 

Tableau 94: Durée d’hospitalisation pour IPD en jours selon les études  

Auteur [Réf] Année  Lieu  Durée Hosp.(jours) 

Alyamani et al [457] 2000 Jordanie 32  

Yekta et al [456] 2011 Iran  09.5 

Pemayun et al [410] 2015  Indonésie  15.5 

Benkhadoura et al [380] 2016 Libye  20 

Sekhar et al [415] 2018 Inde 14.9 ± 4.8 

Khalifa et al [379] 2018 Egypte  10.24±1.95 

Li et al [435] 2022 Chine  28.49±23.83 

Notre série  2023 Algérie  25.59±14.39 
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2.12. Durée de l’antibiothérapie : 

Notre durée moyenne d’antibiothérapie était nettement supérieure à celle habituellement 

recommandée dans les infections même sévères et se rapprochait de la durée pratiquée dans le 

cadre des ostéomyélites selon l’IWGDF. 

Cette longue durée pourrait s’expliquer par la sévérité des infections (grade de l’UPD) ainsi 

que par l’ancienneté du diabète et des complications associées (neuropathie, artériopathie et 

insuffisance rénale) qui retardent la cicatrisation, entretiennent l’infection et exposent au 

risque d’aggravation. 

 

 

Tableau 95: Durée d’antibiothérapie en jours dans les IPD selon les études  

Auteur [Réf] Année Lieu Durée 

Jouhar et al [407] 2020 Liban 22±16 

Li et al [435] 2022 Chine 23.66±17.09 

Notre série  2023 Algérie  24.56 ±12.79 

 

 

2.13. Evolution de l’UPD (amputation, atteinte osseuse, décès) : 

2.13.1. Amputation :  

Plusieurs facteurs de risque peuvent être associés à une amputation du membre inférieur en 

cas d’IPD. Le travail de Pemayun et al [410], en identifiait les éléments suivants : une valeur 

d’HbA1c >8% , l’artériopathie, l’hypertriglycéridémie, l’HTA. Par conséquent, un bon 

contrôle glycémique, une détection précoce de l’artériopathie et une prise en charge adéquate 

des comobridités comme l’hypertriglycéridémie et l’HTA sont à même de réduire le risque 

d’amputation [410]. 

Abbas et al [133] avait effectuée une méta-analyse étudiant l’UPD sur le continent africain. 

Tous les travaux publiés sur une période de 60 ans entre 1960 et 2020 avaient été inclus. La 

plupart des études trouvaient  des taux d’amputation oscillant entre 3 et 61%. Le taux 

d’amputation rapporté en Tunisie était de 24% [458]. 

Il atteignait 79% au Maroc [459] et même jusqu’à 81% en Afrique du Sud [460]. 
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Le travail de Rigato et al [376] publié en 2018 est le seconde méta-analyse africaine traitant la 

thématique. Elle concernait 10,894 patients avec UPD issus de 19 pays africains. Elle estimait 

la prévalence des amputations majeures à 15.5%. 

Si nos résultats étaient cohérents avec la moyenne africaine, notre taux d’amputation était très 

élevé il concernait environ un tiers des patients. Diverses mesures d’ordre organisationnel et 

thérapeutique s’imposent afin de réduire ce chiffre.   

Le travail d’Icer et al [461] mené en Turquie, décrivait un taux d’amputation de 41.4% chez 

les patients avec UPD. 

Dans les pays en voie de développement comme le nôtre, l’éducation thérapeutique est un 

élément d’intervention crucial pour la réduction des amputations du membre inférieur. Cet 

outil simple et peu coûteux doit cibler à la fois le personnel médical, le patient et son 

entourage. Il permet d’instruire le patient des bonnes pratiques d’hygiène podologique et des 

recommandations à suivre en cas de suspicion de plaie [153]. 

Dans cette optique, le programme pilote Step by Step Foot Project conduit en Tanzanie et en 

Inde, et qui avait donné dés résultats intéressants, en illustre l’importance [462]. 

 

2.13.2. Atteinte osseuse : 

L’atteinte osseuse est un facteur de risque d’amputation du membre inférieur chez les patients 

avec UPD [88] La fréquence de l’atteinte osseuse était variable dans la littérature. Si elle peut 

aggraver plus de 60% des UPD selon IWGDF [93] . Certaines revues en rapportaient des taux 

bien plus bas (10–15% selon Giurato et al. [463]. 

Le travail  de Sanchez et al [414] effectué au Mexique décrivait une prévalence de 13.4%. 

Celui de Sannathimmappa à Oman [464] l’estimait à 24%  alors qu’en Turquie, Ertugrul et al 

[406]  l’évaluait à 34.8%. 

 

2.13.3. Mortalité:  

Selon Nelzen et al [465], les diabétiques avec UPD avaient  une espérance de vie à 05 ans 

plus réduite comparées aux non diabétiques avec UPD (56%) et à la population générale 

(68%).  

Le taux de mortalité pour UPD variaient entre 10% après 16 mois de suivi [466] et jusqu’à 24 

% après 05 ans [467]. 

Une étude réalisée dans une clinique spécialisée dans le pied à Liverpool indiquait une 

mortalité à 44% dans les 05 ans suivant une UPD [395]. 
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Une étude norvégienne plus large avec un suivi sur 10 ans retrouvait une mortalité de 49% 

chez les patients avec une histoire d’UPD alors qu’elle ne dépassait pas 35.2% chez les 

patients sans antécédents d’UPD [468]. 

Dans la littérature, la mortalité liée à l’UPD en Afrique était très importante ; supérieure à 

celle observée chez nos patients. Elle était évaluée à 14.2% en moyenne selon Rigato et al 

[376]. D’après Abbas et al [133] , elle pouvait  atteindre  jusqu’à 55 % au Kenya . On notait 

des taux élevés en Tanzanie (16.7%) et au Nigeria (40.5%). 

 

 

Tableau 96: Evolution des IPD selon les études  

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu Ostéite AMP AMP  

majeure 

Décès 

Richard et al [98] 

 

2008 France - 17 12.5 5.3 

Aziz et al [114] 

 

2011 Singapore 15.4 28 - - 

Zubair et al [469] 

 

2011 Inde 26.4 22.5 - 4.9 

Mendes et al [402] 

 

2012 Portugal  30.6 - - - 

Benkhadoura et al 

[380] 

 

2016 Libye - 34.2 - - 

Reveles et al [14] 

 

2016 USA 48 - - - 

Pemayun et al [412] 

 

2017 Indonésie  - - - 10.7 

Saltoglu et al [416] 

 

2018 Turquie  37 22 17 3 

Rigato et al [376] 

 

2018 Afrique  - - 15.5 14.2 

Messenger et al [449] 

 

2018 Koweït  30 37 - - 

Fournier [432] 

 

2020 Canada  - 36.9 - 30.6 

Jouhar et al [407] 

 

2020 Liban 50 42.70 20.40 - 

Zhang et al [417] 

 

2020 Chine  - 08.2 - - 

Li et al [435] 

 

2021 Chine - 41.8 - - 

Yan et al [421] 

 

2022 Chine  08.06 - - - 

Notre étude 2023 Algérie 26.71 30.86 21.6 4.2 
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3. Profil bactériologique et résistance aux antibiotiques : 

3.1. Profil bactériologique  

La répartition par espèce met en lumière la prédominance nette du S.aureus (47.76%) dans 

notre série.  

L’hétérogénéité de l’épidémiologie microbienne et de la sensibilité aux antibiotiques des 

bactéries impliquées dans les IPD rendent l’élaboration de recommandations consensuelles 

relatives à l’antibiothérapie empirique difficile à établir.  

 

3.1.1. Ratio de bactéries : 

Dans la littérature, le nombre de bactéries isolés par patient est équivalent à nos résultats. 

Globalement, ce ratio se situait entre un et deux dans la majorité des études. 

Des résultats similaires étaient observés en Malaisie (1.5) [470] et en Inde (1.5 ; 1.8) 

[471][472]. 

Le travail de Najari et al [109] en Iran rapportait un ratio de 0.90. En Inde, Gadepalli et al 

[390] publiait un rapport supérieur à 2 (2.3)  

 

Tableau 97: Ratio des bactéries isolées des IPD selon les études  

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu Ratio bactéries/patient 

Mendes et al [402] 

 

2012 Portugal  3.00 

Sanchez et al [414] 

 

2017 Mexique  1.14 

Son et al [413] 

 

2017 Corée du Sud 1.12 

Wu et al [391] 

 

2018 Chine  1.30 

Neves et al [102] 

 

2019 Portugal  1.44 

Goh et al [397] 

 

2020 Malaisie  1.90 

Mac Donald et al [108] 

 

2021 Ecosse  2.74 

Notre série  2023 Algérie  1.56 
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3.1.2. Infection mono microbienne vs polymicrobienne :  

La répartition entre infections monomicrobiennes et polymicrobiennes était équivalente chez 

nos patients. Si les IPD étaient souvent décrites comme polymicrobiennes, les travaux de Wu 

et al [391] (56.8%), Carro et al [67] (69.4 %), et Li et al [435] (88.1%) indiquait une 

prédominance des infections monomicrobiennes.   

 

Tableau 98: Répartition selon la nature mono ou polymicrobienne de l’IPD  

Auteur [Réf] Année Lieu Monomicrobienne Polymicrobienne 

Tascini et al [473] 

  

2011 Italie  60.5 39.5 

Zubair et al [448] 

 

2011 Inde  32 68 

Aziz et al [114] 

 

2011 Singapore 48 52 

Mendes et al [402] 

 

2012 Portugal 16.3 83.7 

Sugandhi et al [113] 

 

2014 Inde 78.57 21.43 

Garcia et al [106] 

 

2015 Mexique 36.36 63.64 

Rastogi et al [105] 

 

2016 Inde  93.2 06.8 

Hassan et al [474] 

 

2019 Egypte 77.3 22.7 

Alhubail et al [475] 

 

2020 Koweit  57.3 34.8 

Jouhar et al [407] 

 

2020 Liban 46 54 

Notre série 2023 Algérie  52.9 47.1 

 

3.1.3. Répartition selon le groupe de bactéries : 

La fréquence des CGP dans notre série était supérieure à celle rapportée en en Turquie [406]; 

Maroc [476] , Malaisie [397]. Elle était comparable à celle décrite en France [98] et en Italie 

[473] mais inférieure à celle décrite au Brésil [477]. 

Concernant les BGN, notre taux était en dessous de la plupart des études recueillies 

notamment au Maroc [476] ,Tunisie[411] , Liban [407] , Inde [105][415][448] , Turquie 

[104],  Malaisie [397] , Chine [391][421] , Amérique Latine [67][414]. 

Répartition selon les bactéries: 
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Dans la littérature, L’épidémiologie bactérienne des IPD est variable selon la localisation 

géographique. 

S.aureus demeure un pathogène important dans les IPD de par le monde. 

Dans une méta analyse récente (2021) totalisant 122 études évaluant le profil bactériologique 

des IPD et portant sur 16159 patients , Mac Donald et al [108] rapportait la prédominance du 

S.aureus (23.4%) . La répartition des principales autres espèces était la suivante : 

P.aeruginosa (11.1), E.coli (11), Proteus spp (08.3%), K.pneumoniae (6.9), Enterococcus spp 

(5.4%). 

Dans les pays occidentaux, S.aureus est le germe prédominant dans les IPD. Aux Etats-Unis, 

en Europe et en Australie, il représente plus de 40% des pathogènes identifiés [15][141] 

[478]. 

 

Aux Etats –Unis, Henig et al [479] estimaient à 55% le taux des IPD à S.aureus alors que 

Reveles et al l’évaluait à 46%  [13]. 

 

A travers l’Asie et en Turquie, le rôle du S.aureus dans les IPD est moins prépondérant.  Il 

était isolé dans moins de 20% des cas au cours de la dernière décennie. Inversement, les BGN 

étaient  nettement plus fréquemment isolés que les CGP [104][395][406][416]. 

Si l’épidémiologie microbienne des Entérobactérales est différente selon les régions en Asie 

et en Turquie,  P.aeruginosa reste l’espèce la plus constamment isolée [396][406][415][416]. 

L’Inde et le Koweit rapportaient les taux le plus élevés de P.aeruginosa à travers le continent 

(25-43%) [396][415].  

 

Dans les pays occidentaux, P.aeruginosa compte parmi les agents les plus fréquemment isolés 

mais les taux variaient considérablement selon les études [13][141][479][480]. 

Aux Etats-Unis les Entérobactérales étaient plus fréquemment observées que P.aeruginosa 

(48.6% vs 13.6%) [13] [141] [479]. 

 

En Amérique Latine, Carro al [67] décrivait dans son article le profil bactériologique des IPD 

dans 17 centres spécialisés relevant de 04 pays (Argentine, Guatemala, Salvador, Chili). 

S.aureus (26.3) était l’espèce prédominante suivie par Enterococcus spp (15.3) et 

Streptococcus spp (08.1%). 
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Au Mexique, S.aureus était la principale espèce suivie d’Enterobacter spp et Streptoococcus 

spp [414]. Au Brésil [477] Enteroccous spp devançait S.aureus au premier rang des espèces 

isolées et  P.aerguinosa était l’espèce la plus fréquente parmi les BGN. 

 

Au Maghreb , le travail de Belefquih et al au Maroc [476] rapportait une prédominance des 

Entérobactérales 31.8% suivies par S.aureus (12.6%), Streptococcus 12.3% et les BNF 

11.7%. En Tunisie, les résultats de 03 études décrites étaient plutôt contradictoires: les 

entérobactérales prédominaient dans les travaux de Benmoussa et al [411] et Benkhalifa et al 

[481] alors que le S.aureus était l’espèce majeure dans la 3
e
 [482]. 

 

Les streptocoques ne semblent pas être des bactéries fréquemment isolées des IPD en dépit de 

leur rôle important dans les infections cutanées. Les taux rapportés étaient variables : 00% au 

Mexique [106]  ;6.5% en Corée du Sud [413]; 7% en Malaise [397] , 8.5% en France [98] , 

8.9% en Arabie Saoudite [483] ; 10.4% au Portugal [102] , 21% à Singapore [114] . 

 

Les entérocoques infectent habituellement les plaies chroniques et particulièrement après 

traitement  par les céphalosporines.  La fréquence des entérocoques était également variable 

selon les séries : 1.6% aux Etats-Unis [14] ,  4% en Malaisie[397]et Inde [113]  , 8.1 % en 

France [98] , 12% au Portugal [102] , 15.2% en Iran [109]. 

 

La recherche des bactéries anaérobies n’avait  pas été effectuée chez nos patients faute de 

moyens. Les taux observés dans la littérature pour les anaérobies pouvaient varier entre 01% 

au Liban [407] ; 12 % en Malaisie [397] , 1.4% en Corée du Sud [413] ; 3.4% en Turquie 

[406] ; 2.6% en Amérique Latine [67] ; 10.06 % en Inde [448]. 
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Tableau 99 : Profil bactériologique des IPD selon les études  

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu SA PA EC MIR KP ENT 

Richard et al [98] 

  

2008 France  36.5 09.6 08.5 04.4 01.1 08.1 

Tascini et al [473] 

 

2011 Italie 29.9 10.3 - - - - 

Mendes et al  [402] 

 

2012 Portugal 36.7 4.8 0.7 - - - 

Sugandhi et al [113] 

 

2014 Inde 41 35 4 - - 4 

Garcia et al [106] 

 

2015 Mexique 42 03 36 - - - 

Benkhadoura et al 

[380] 

 

2016 Libye 45.3 36.2 - - - - 

Hatipoglu et al [104] 

 

2016 Turquie 11.4 12.4 15 - - - 

Reveles  et al [14] 

 

2016 Etats-

Unis 

46 08 - - - - 

Son et al  [413] 

 

2017 Corée du 

Sud 

26.3 9.4 7.2 2.0 3.2 1.6 

Kateel et al [110] 

 

2017 Inde  40.81 30.61 34.69 - 12.63 05.1 

Saltoglu et al [416] 

 

2018 Turquie  20 19 12 - - - 

Sekhar et al [415] 

 

2018 Inde 29.9 25.7 9.89 5.08 - - 

Al Ayed et al [483] 

 

2018 Arabie 

Saoudite 

35 15.6 - - 6.7 - 

Najari et al [109] 

 

2019 Iran 39.5 - 17.1 - - 15.2 

Mutonga et al [115] 

 

2019 Kenya 16 7 15 11 - - 

Neves et al [102] 

 

2019 Portugal 35.2 12 5.6 - 3.2 12 

Alhubail et al [475] 

 

2020 Koweït 17.9 14.6 6.1 4.4 8.1 - 

Notre série 2023 Algérie 47.76 5.04 11.57 5.97 6.53 3.92 
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3.2. Résistance aux antibiotiques :  

3.2.1. Résistance aux antibiotiques des souches cliniques :  

3.2.1.1.Résistance du Staphylococcus aureus aux antibiotiques :  

 β-lactamines : 

Pénicilline G : 

La fréquence de la résistance à la pénicilline G dans notre série (93.75%) était équivalente à la 

moyenne nationale décrite dans le 20ème rapport d’évaluation AARN de 2019  (97.52%) 

[484]. Elle était cohérente avec de plusieurs études concernant l’IPD et avec l’évolution de la 

résistance à la pénicilline G depuis de nombreuses années qui considère que pas moins de 

90% des souches de S.aureus y sont résistantes 

Méticilline : 

Depuis sa découverte en 1961, le S.aureus résistant à la méticilline est devenu un pathogène 

redoutable d’abord à l’hôpital et ensuite dans la communauté avec l’émergence au début des 

années 1990 des souches communautaires CA-MRSA portant le gène de la toxine de Panton-

Valentine leukocidine (PVL).Les souches de SARM  avait largement diffusé dans l’ensemble 

des continents et sont devenues endémiques dans de nombreux pays. Ce qui est 

particulièrement préoccupant dans les établissements de soins vu que le SARM est une 

bactérie multirésistante (BMR) par excellence [18][264]. 

 

Le taux de SARM isolés du pied dans notre étude était  de 66.79%.  La proportion de SARM 

avait nettement diminué dans notre institution. Elle était passée de 81.35% en 2015 ; à 

52.63% en 2018.  

Le travail de notre collègue Djahmi et al [485] conforte nos résultats. Dans son travail 

consacré également au S.aureus isolé des IPD dans le même service que le notre et publié en 

2013, la fréquence des MRSA était de 85.9%  La diminution de la pression de sélection à 

l’oxacilline, par non disponibilité de cette molécule à partir de 2018,  ne saurait expliquer à 

elle seule cette évolution car la tendance baissière avait été amorcée avant la non disponibilité 

de la molécule.  Le remplacement clonal par diffusion et implantation de nouveaux génotypes 

plus sensibles à l’oxacilline, paraitrait bien plus plausible. 

 

Seule une étude moléculaire exhaustive étudiant les clones en circulation durant cette période 

pouvait apporter une explication à cette réduction dans la fréquence des SARM. 

Néanmoins, notre taux global de  SARM est effarant et demeure largement supérieur aux 

chiffres décrits de par le monde.  
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Ce taux était nettement plus important  que la moyenne nationale rapportée dans le 20ème 

rapport AARN 2019 qui  l’évaluait à 36.96% [484]. 

La prévalence des SARM dans le monde varie selon la localisation géographique.  

En Europe, le rapport de l’ECDC 2022 [486], situait la prévalence des SARM entre 01.4-

49.1%. Parmi les 40 pays faisant partie du réseau, aucun n’avait rapporté un taux moyen 

supérieur à 50% et seulement 10 pays (25%) présentaient des taux supérieurs à 25%.   

 

Aux Etats-Unis, le rapport du CDC 2019 [487], ne fournissait pas de prévalence, mais donnait 

le nombre d’infections et de décès à SARM. Ainsi, 323700 infections et 10600 décès y 

avaient été recensés. 

Cependant, ces chiffres avaient baissé en Europe comme aux Etats-Unis en raison des 

mesures de lutte contre les BMR.  On notait ainsi une diminution du taux de SARM par 

rapport à 2014 en Europe (0.9-56%)[486] et 2013 aux Etats-Unis (401000cas et 13600 décès 

soit une baisse de 21%) [487]. 

 

Selon la littérature, 10 à 32% des IPD sont dues aux SARM [488]. Hormis le travail de 

Djahmi et al [485] , nos résultats étaient nettement supérieurs à ceux rapportés dans toutes les 

études que nous avions pu consulter et à travers tous les continents. 

Dans une méta-analyse de 2021 qui englobait 18 études couvrant différentes régions du 

monde (Asie, Inde , Europe, Etats unis, Australie, Moyen orient, Turquie), Hawkins et al [13] 

situait la prévalence du SARM dans les IPD entre 16-44%. 

Zenelaj et al [489] dans une revue de 50 travaux publiés entre 2000-2014 issus de tous les 

continents retrouvait un taux de SARM de 11%. 

 

En Amérique Latine, une cohorte de 17 centres spécialisés dans la prise en charge du pied 

diabétique relevant de 04 pays (Argentine, Chili, Guatemala, Salvador) analysée par Carro et 

al en 2020 estimait la prévalence du SARM à 37% [67]. 

 

Aux Etats Unis ; Reveles et al [14] rapportait un taux de 15 % en 2016 et Henig et al un taux  

de 31.4% en 2018 .Les taux du SARM dans les IPD sont en augmentation constante dans 

certaines régions aux Etats-Unis dépassant ceux du SASM [479]. 
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Au Maghreb ; ce taux était estimé à 40% en Tunisie en 2022 [482] ; et 04.7% au Maroc en 

2016 [476]. 

Notre taux de SARM était également largement supérieur à ceux mentionnées dans d’autres 

études en : Afrique : Soudan[418], Kenya [115] , Europe : France [98][343],  

Portugal[102][402][419],Ecosse [108], Turquie [104][406][416], Asie : Arabie Saoudite[483], 

Koweït [396], Liban [407], Iran [109], Inde [105][113][415], Singapore [114], Corée du Sud 

[413] , Chine [391], Amérique Latine [67] ; Mexique [106]; Brésil [477]. 

 

 Résistance aux autres classes d’antibiotiques : 

Globalement, la moitié de nos souches étaient résistantes aux aminosides, aux fluoro- 

quinolones, à l’acide fusidique ,aux macrolides et aux tétracyclines. 

Nos isolats étaient par conséquent plus résistants pour ces antibiotiques que la moyenne 

nationale rapportée dans le 20ème rapport AARN 2019 [484].  

De même, nos souches étaient également plus résistantes que celles isolées des IPD dans 

plusieurs études décrites dans la littérature. 

Le tableau 100 décrit la sensibilité aux antibiotiques des souches de S.aureue isolées des IPD 

dans la littérature. 

Les SARM sont associés à un risque plus important d’échec thérapeutique, de morbidité, et de 

surcoûts liés à l’hospitalisation [488]. Elles peuvent même retarder la guérison de l’ulcère 

[490]. 

Les conséquences thérapeutiques de la méticillincorésistance sont bien connues.Les souches 

MRSA sont résistantes à toutes les bêta-lactamines disponibles en Algérie (y compris les 

carbapénèmes). Ceftaroline et ceftobiprole, deux nouvelles céphalosporines de 5
e
 génération 

pouvant être actives sur les SARM, ne sont pas encore commercialisées dans notre pays[657] 

[658]. 

Le traitement des IPD à S.aureus pose un défi majeur dans notre institution au regard du 

niveau effarant de la méticillinorésistance et de la forte multirésistance de nos isolats. 

Les glycopeptides, la pristinamycine, la fosfomycine et la rifampicine sont les molécules les 

plus efficaces pour le traitement de nos IPD à S.aureus. 

Le recours à la vancomycine devient presque systématique particulièrement devant des 

infections sévères ou chez des patients fragiles, ce qui augmente la pression de sélection sur 

les glycopeptides et augmente le risque d’apparition de VISA , hétéro-VISA voire de VRSA 

[16]. 
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Tableau 100 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches de S.aureus isolées des IPD 

selon les études  

Auteur [Réf] Année Lieu SARM GM CIP SXT QDA E FA 

Tascini et al 

[473] 

 

2011 Italie  22 27 30 05 - - - 

Mendes et al 

[402] 

 

2012 Portugal 21.8 - -  - - - 

Radji et al [444] 

 

2014 Indonésie - 10 40 - - 40 - 

Dunyach-Rémy 

et al [343] 

 

2017 France 09.8 - - - - - - 

Sanchez et al 

[414] 

 

2017 Mexique - 35 42 37 - 66 - 

Sekhar et al 

[415] 

 

2018 Inde 04.8 - - - - - - 

Wu et al [391] 

 

2018 Chine 21.1 27.6 18.8 18.8 00 51.8 - 

Hamid et al 

[418] 

 

2020 Soudan 08.4 - - - - - - 

AlHubail et al 

[475] 

 

2020 Koweït 06.7 22 27 - - 53.6 - 

Goh et al [396] 

 

2020 Malaisie  51.7 44.8 - 25.8 - 56 51.7 

Carro et al [67] 

 

2020 Amérique 

Latine  

37 - - - - - - 

Shahrokh et al 

[491] 

 

2021 Iran 38.49 51.30 47.62 67.27 00 64.56 - 

Sannathimmappa 

[464] 

 

2021 Oman  59.09 08.5 22.5 00 - 20 - 

Arfaoui et al 

[482] 

 

2022 Tunisie 40% - - - - - - 

Li et al [435] 

 

2022 Chine 27.5 25.5 23.5 - 2 58.8 - 

Du et al [103] 

 

2022 Chine 39 38.5 50 21.7 - 67.6 - 

Notre série  2023 Algérie 66.79 44.92 49.61 37.89 04.29 45.7 50.39 
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3.2.1.2. Résistance des Bacilles à Gram négatif aux ATB : 

A côté du S.aureus , les Entérobactérales , particulièrement Escherichia coli et Klebsiella 

pneumoniae , ainsi que Pseudomonas aeruginosa sont les principales bactéries impliquées 

dans les IPD de par le monde. Nous nous intéresserons à discuter leur résistance aux 

antibiotiques. 

A. Résistance des Entérobactérales aux antibiotiques : 

Comme pour le S.aureus, nos souches d’Entérobactérales se distinguaient par une forte 

multirésistance aux principaux antibiotiques utilisés pour le traitement des infections. La 

résistance globale aux antibiotiques suivants dépassait 50% : aminopénicllines, 

céphalosporines de 1
e
 génération (C1G), céphalosporines de 3

e
 (C3G), amoxicillin-

clavulanate, cotrimoxazole, fluoroquinolones. La résistance à la gentamicine était également 

importante, elle concernait 40% de nos souches. 

Fait encourageant, la résistance aux carbapénèmes demeurait constamment faible ne 

dépassant pas 1% mais la pression de sélection exercée sur ces molécules à cause de la 

résistance alarmante de nos souches aux C3G doit nous inciter à une surveillance régulière et 

continue pour détecter le plus précocement possible l’apparition de souches productrices de 

carbapénémases et d’endiguer leur diffusion. 

La résistance des Entérobactérales aux C3G est un fléau sanitaire aux conséquences 

dramatiques. La dissémination des souches BLSE par voie manuportée et les échecs 

thérapeutiques y afférents compliquent la prise en charge des patients [486]. 

Aux Etats-Unis, le rapport du CDC2019[487] recensait 197 400 infections à Entérobactérales 

BLSE responsables de 9100 décès. La proportion de ce souches avait doublé depuis le rapport 

CDC 2013, lequel rapport rapportait 26 000 cas d’infections  associées aux soins dont 1300 

décès. 

Dans les IPD, nos souches étaient plus résistantes que celles observées au Maroc [635] et en 

Amérique latine [67] 

B. Résistance d’Escherichia coli  et de Klebsiella pneumoniae aux antibiotiques : 

La résistance aux antibiotiques d’E.coli et de K.pneumoniae dans notre série reflétait dans son 

ensemble le profil précédemment décrit chez les Entérobactérales avec quelques variations 

qui devraient être signalées :  
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une résistance aux C3G extrêmement élevée chez K.pnuemoniae (80%) ainsi que de taux de 

résistance nettement plus importants (dépassant 60%) pour les fluoroquinolones et le 

cotrimoxazole chez les 02 espèces. 

Nos taux de résistance étaient bien plus importants que ceux mentionnés dans le 20ème 

rapport national AARN 2019 [484]. 

Par comparaison à d’autres études portant sur les IPD, nos taux de résistance aux C3G chez E. 

coli et K.pneumoniae étaient nettement supérieurs à ceux observés dans les autres pays, à 

savoir en Italie [473], Turquie [104], Koweït[475], Oman [464], Inde [107] , Chine [391] et 

Brésil [477] . La tendance était la même pour le cotrimoxazole et les fluoorquinolones. 

Les carbapénèmes étaient les plus actives sur les entérobactéries aussi bien dans notre étude 

que dans la littérature. On rapportait toutefois des proportions importantes chez K.pneumoniae 

à Oman [464]  et au Brésil [477]. 

Les tableaux ci-dessous résument les taux de résistance aux principaux antibiotiques chez 

E.coli et K.pneumoniae isolées des IPD. 

Tableau 101 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches d’E.coli isolées des IPD selon 

les études  

Auteur [Réf] Année Lieu CTX IPM GM SXT CIP 

Tascini et al [473] 2011 Italie  15 02 10 32 19 

Hatipoglu et al [104] 2016 Turquie 45.45 00 - - 52.83 

Saseedhraan et al [107] 2017 Inde  23 - 62 15 13 

Wu et al [391] 2018 Chine 37.5 06.5 53.1 - 69.7 

Neves et al [102] 2019 Portugal  57 00 43 - 100 

Alhubail et al [475] 2020 Koweït 31.6 00 2.7 60.6 36.8 

Sannathimmappa et al [464] 2021 Oman 38 3 17 41 - 

Palomo et al [477] 2022 Brésil 22.3 00 - - 45.5 

Du et al [103] 2022 Chine  04.3 - - - - 

Notre étude 2023 Algérie  56.45 01.61 40.32 62.90 61.29 
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Tableau 102 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches de K.pneumoniae isolées des 

IPD selon les études 

Auteur [Réf] Année Lieu CTX IPM GM SXT CIP 

Hatipoglu et al [104] 2016 Turquie 27.27 00 - - 18.18 

Saseedharan et al [107] 2017 Inde  41 - 51 10 12 

Sanchez et al [414] 2017 Mexique  40 - 67 53 53 

Wu et al [391] 2018 chine 10.8 00 21.6 - 18.9 

Najari et al [109] 2019 Iran 77.8 - - - - 

Goh et al [397] 2020 Malaisie 07 00 11 - 14 

Alhubail et al [475] 2020 Koweït 37.4 00 09 39 22.8 

Sannathimmappa et al [464] 2021 Oman 40 17 17 43 - 

Palomo et al [477] 2022 Brésil 59.4 25 - - 66.7 

Notre étude  2023 Algérie 80 02.86 57.14 71.43 65.71 

 

 

C. Résistance de Pseudomonas aeruginosa aux antibiotiques : 

Clairement reconnu comme un pathogène nosocomial majeur, P.aeruginosa est fréquemment 

isolée d’IPD. Ce germe pose un défit thérapeutique majeur en raison de sa multirésistance 

naturelle à de nombreuses classes d’antibiotiques mais aussi sa propension à acquérir 

facilement divers mécanismes de résistance aux antibiotiques [240]. 

40.74% de nos souches étaient résistantes à la ceftazidime. Ce taux était bien supérieur à celui 

publié par le dans le 20ème rapport national AARN 2019 qui l’estimait à 16.41% [484]. La 

situation est totalement inversée pour l’imipénème et notre taux de résistance était nettement 

inférieur à celui rapporté dans même rapport (17.05).Les taux de résistance pour la 

ciprofloxacine et la gentamicine étaient en revanche équivalents. 

Concernant les IPD, nos souches étaient  nettement plus résistantes à la ceftazidime que celles 

isolées dans la quasi-totalité des études.  Seul le travail de Hamid et al (Soudan) [418] 

rapportait une résistance de 100% à la ceftazidime. 
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L’imipénème retenait une excellente activité sur nos souches qui étaient globalement plus 

sensibles que celles décrites dans la littérature ; des taux de résistance dépassant 20%  avaient 

été rapportés en Italie [473] et au Brésil [477]. 

Nos taux de résistance à la ciprofloxacine et la gentamicine étaient également plus faibles que 

ceux rapportés dans la majorité des études.  Les taux publiés variaient entre 12.8% [391] et 

53% [102] pour la cirpofloxacine ; et entre 08 % [397] et 42.9 %  [418]  pour la gentamicine. 

 

Le tableau suivant rapporte les taux de résistance de P.aeruginosa  aux principaux 

antibiotiques utilisés pour le traitement des IPD. 

 

 

Tableau 103: Résistance aux antibiotiques des souches de P.aeruginosa isolées des 

IPD selon les études 

Auteur [Réf] Année  Lieu  CAZ TZP IPM GM CIP 

Tascini et al [473] 

 

2011 Italie  17 19 26 26 36 

Hatipoglu et al [104] 

 

2016 Turquie 28.89 26.19 15.91 - 31.87 

Sanchez et al [414] 

 

2017 Mexique  - - - 27 33 

Wu et al [391] 

 

2018 Chine 12.8 00 05.7 15.4 12.8 

Sekhar et al [415] 

 

2018 Inde  00 00 00 33.3 16.7 

Neves et al [102] 

 

2019 Portugal  20 33 20 13 53 

Alhubail et al [475] 

 

2020 Koweït 34.3 - 15 20 22.8 

Hamid et al [418] 

 

2020 Soudan 100 - 03.7 42.9 29 

Goh et al [397] 

 

2020 Malaisie 10 18 09 08 18 

Sannathimmappa et al [464] 

 

2021 Oman 35 12 18 17 30 

Palomo et al [477] 

 

2022 Brésil 23.9 42.9 23.9 - 52.4 

Notre étude  2023 Algérie 40.74 40.74 03.70 18.52 18.52 
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D. Fréquence des bactéries multirésistantes (BMR) : 

La fréquence effarante de nos BMR pourrait s’expliquer non seulement  par la dissémination 

et la transmission manuportée des certaines souches et notamment le SARM et  les 

Entérobactérales productrices de BLSE mais également par la pression de sélection exercée 

par l’utilisation abusive et anarchique des antibiotiques tant en milieu hospitalier qu’en 

médecine de ville. 

Tableau 104 : Répartition des BMR isolées des IPD  selon les études 

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu BMR SARM EC3GR  CRE PAMR PARC 

Richard et al 

[98] 

 

2008 France 23.94 62.7 18.6 - 11.9 - 

Zubair et al 

[469] 

 

2011 Inde 54 43.2 68.5 - - - 

Lavery et al 

[492] 

 

2014 Etats-

Unis 

- 29.8 - - - - 

Sugandhi et al 

[113] 

 

2014 Inde - 19 44 - - - 

Benmoussa et al 

[411] 

 

2016 Tunisie  9.5 - - - - - 

Belefequih et al 

[476] 

 

2016 Maroc - 04.7 14.1 03.8 - - 

Saseedharan et al 

[107] 

 

2017 Inde - - - 16.8 - 18.6 

Sekhar et al 

[415] 

 

2018 Inde - 5 5 - - - 

Wu et al [384] 

 

2018 Chine  32.4 47.1 40 - - - 

Beltran et al 

[493] 

 

2019 Colombie - 13.6 - - - - 

Sannathimmappa 

et al [464] 

2021 Oman  35.62 48.15 61.53 11.29 - - 

Du et al [103] 

 

2022 Chine  - 30.4 19.1 - -  

Liu et al [447] 

 

2022 Chine  51 42 77%(EC) 

34%(KP) 

- 24% - 

Notre série  2023 Algérie 56.60 66.79 56.61 01.06 18.52 03.70 
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3.2.2. Résistance aux antibiotiques des souches de portage de Staphylococcus aureus:  

 Résistance des souches de portage nasal de Staphylococcus aureus : 

Nos souches du portage nasal présentaient une forte résistance à la méticilline, aux 

aminosides et aux fluoroquinolones. Nos taux de résistance pour ces antibiotiques étaient 

supérieurs à ceux décrits pour le S.aureus dans le 20ème rapport national AARN 2019 [484]. 

Pour le cotrimoxazole, l’acide fusidique et la tétracycline, nos taux  se situaient dans la 

moyenne nationale. La rifampicine, les macrolides et les synergistines étaient plus actives sur 

nos souches. 

Aucune souche résistante aux glycopeptides, à la daptomycine, au linézolide, à la mupirocine 

n’avait été isolée dans note série. 

Le taux de SARM dans notre série était nettement supérieur à celui rapporté dans la littérature 

chez les diabétiques avec IPD. Il était plus élevé que le taux observés en France [343], au 

Royaume-Uni [490] ,en Turquie[23] , en Iraq[24] , aux Etats-Unis [342] et à Taiwan[341]. 

L’étude iraquienne de Taha et al [24] retrouvait le taux de MRSA le plus élevé avec 40.85%, 

les autres travaux montraient tous des taux inférieurs à 20%. 

Seuls les travaux de Taha (Iraq) [24] et Lin (Taiwan) [341] avaient décrit le profil de 

résistance aux autres antibiotiques. 

Nos souches étaient globalement plus résistantes que celles étudiées par Taha et al [24]. Elles 

présentaient une résistance équivalente aux fluoroquinolones que les souches de Lin[341]  

avec en revanche une meilleure sensibilité aux macrolides et au cotrimoxazole. 

Concernant les populations autres que les diabétiques avec IPD, notre taux de SARM était 

également largement plus important que celui rapporté dans la communauté [494], chez le 

personnel médical [495], chez des enfants malades [496] , dans les urgences[497], chez divers 

patients hospitalisés[498][499][500] mais également en réanimation[501] et chez les 

hémodialysés[502]. 

L’étude de Moschou et al [503]  effectuée en Grèce chez des personnes âgées décrivait un 

taux de MRSA semblable au nôtre. Des taux de SARM supérieurs avaient été rapportés chez 

des patients externes [504] et des patients avec des infections cutanées [499]. 
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Tableau 105 : Taux de résistance aux antibiotiques des souches de portage nasal de S.aureus 

dans les IPD selon les études  

Auteur  Année  Lieu  SARM FQ ERY CLI FA RIF SXT 

Stanaway  

et al [490] 

 

2007 Royaume-

Uni 

16.92 - - - - - - 

Kutlu et al 

[23] 

 

2012 Turquie 9.9 - - - - - - 

Taha et al 

[24] 

  

2013 Iraq  40.85 27.71 13.25 21.69 15.66 2.41 - 

Haleem et 

al [342] 

 

2014 Etats-Unis 8.8 - - - - - - 

Dunyach-

Remy et 

al [343] 

 

2016 France 16.5 - - - - - - 

Lin et al 

[341] 

 

2018 Taiwan 5.4 47.1 88.2 88.2 8.8 - 35.3 

Notre 

série  

2023  Algérie  53.04 49.56 24.35 20.87 37.39 0.87 13.91 

 

 Résistance des souches de portage digestif de Staphylococcus aureus: 

Nos souches de portage digestif étaient moins résistantes que nos souches cliniques et que 

celles issues du portage nasal. 

Les taux de résistance aux antibiotiques les plus élevés dans notre série étaient par ordre 

décroissant : pénicilline G (94.44), méticilline (38.89), amikacine (36.11), fluoroquinolones 

(36.11),tobramcyine (33.33%) et gentamicine (27.78%).   

Les autres antibiotiques affichaient des taux de résistance inférieurs à 20 % : tétracyclines, 

acide fusidique, érythromycine, clindamycine et chloramphénicol.  

La résistance aux bêta-lactamines (pénicilline G et méticilline), aux aminosides, au 

cotrimoxazole et à la clindamycine était semblable à la moyenne nationale (20ème rapport 

national AARN 2019) [484]. 

Elle y était inférieure pour la rifampicine, les macrolides, et l’acide fusidique et était plus 

importante pour les fluoroquinolones, les synergistines et le chloramphénicol . 

Aucune souche résistante à la rifampicine, à la fosfomycine, aux glycopeptides, à la 

daptomycine, au linézolide, à la mupirocine n’avait été détectée. 



 Page 180 
 

 

Les études concernant le portage digestif s’étaient presque exclusivement intéressées à 

évaluer la résistance à la méticilline. Elles ciblaient des populations très hétérogènes (adultes 

en bonne santé et malades issus de divers services, des patients de réanimation, des nouveau-

nés, des enfants malades et en bonne santé. 

 

Nous n’avions relevé aucun travail étudiant le portage digestif et la résistance aux 

antibiotiques des souches digestives de S.aureus chez les diabétiques avec IPD. 

 

Plusieurs études avaient été conduites aux Etats-Unis. Elles retrouvaient des taux variables de 

SARM. Seule l’étude de Boyce [505] affichait un taux inférieur au notre, les autres études se 

caractérisaient  par des taux de SARM largement supérieurs qui pouvaient atteindre 76.9% 

[361][362][506]. 

Les séries décrites à Taiwan [507] et en Chine [353] montraient des taux SARM très 

inférieurs au nôtre. 

 

La méta-analyse d’Acton [26] qui remontait à 2009 et qui ne ciblait pas particulièrement la 

population diabétique recensait 15 études portant sur le portage digestif du SARM. Elle 

retrouvait une moyenne globale de MRSA de 8.65% avec un intervalle situé entre 05.26% et 

32.69%. 

 

Nous avions seulement colligé 03 travaux étudiant la sensibilité à d’autres antibiotiques que la 

méticilline : en Arabie Saoudite [508], au Nigeria [509] et aux Etats-Unis [510]. Ces études 

retrouvaient d’ailleurs des taux de SARM semblables au nôtre. 
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Tableau 106: Taux de résistance aux antibiotiques des souches de portage digestif de 

S.aureus selon les études 

Auteur[Réf] 
 

Année Lieu  Population SARM FQ ERY CLI SXT FA 

Squier et al 

[362] 

 

2002 Etats-

Unis 

Réanimation 57.1 - - - - - 

Boyce et al 

[505] 

 

2005 Etats-

Unis 

Patients 

 

23.84 - - - - - 

Bhalla et al 

[506] 

 

2007 Etats-

Unis 

Patients 

 

76.9 - - - - - 

Acton et al 

[26] 

 

2009 Méta-

analyse 

Patients 

hospitalisés 

8.65 - - - - - 

Lauderdale 

et al [507] 

 

2010 Taiwan Réanimation 1.8 - - - - - 

Akinkunmi 

et al [508] 

 

2012 Nigeria Enfants < 2 

ans 

39 12.2 65.9 7.3 46.3 22 

Albrecht et 

al [361] 

 

2015 Etats-

Unis 

Infections 

cutanées 

67.3 - - - - - 

El Kersh et 

al [509] 

 

2016 Arabie 

Saoudite 

Nouveau-nés 40 00 00 00 00 00 

Dong et al 

[353 ] 

 

2018 Chine  Population 

générale 

13.3 - - - - - 

Kates et al 

[510] 

 

2018 Etats-

Unis 

Patients 43.1 41.4 51.7 - - - 

Notre série 2023 Algérie  IPD 38.89 36.11 19.44 19.44 11.11 19.44 
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4. Portage du Staphylococcus aureus : 

4.1. Portage nasal du Staphylococcus aureus : 

S.aureus est à la fois un germe commensal et un pathogène majeur chez l’homme  

fréquemment responsable d’infections diverses dont la plupart sont d’origine endogène 

[23][687]. S.aureus est une étiologie majeure des IPD [13][14]. 

Le portage nasal du S.aureus peut concerner jusqu’à 50% des humains en bonne santé  soit 

sous forme de portage intermittent soit sous forme de portage permanent [512][513]. 

Cette  colonisation nasale, y compris par le SARM,  est clairement reconnue comme facteur 

de risque indépendant d’infection ultérieure à S.aureus et notamment d’IPD chez le porteur et 

constitue un réservoir potentiel pour la transmission et la dissémination de la bactérie dans la 

population [23][513][514][515]. Le portage nasal du SARM se surajoute à ces risques et pose 

un sérieux défi à la fois préventif et thérapeutique chez certaines populations vulnérables dont 

les diabétiques avec IPD[338][516][517]. 

Environ 10 à 20% des porteurs de SARM développeront une infection durant leur 

hospitalisation et ce risque d’infection persiste même après sortie de l’hôpital [518][519]. 

 Fréquence du portage nasal de S.aureus:  

Notre fréquence de portage nasal à S.aureus (32.58%) était élevée se situant à la limite 

supérieure de  la moyenne globale dans la population générale estimée entre 15 et 32% selon 

Sharara et al [21]. 

Dans les IPD,  la plupart des études avaient également décrits des taux élevés dépassant 30 % 

confirmant ainsi le rôle du diabète comme facteur de risque important prédisposant à la 

colonisation nasale. 

Les taux suivants avaient été rapportés : Etats Unis (31.6%) [342] , France (39.50 %) [343] , 

Iraq (37.39%) [24] , Turquie (41.9%) [23]. Le travail de Lin et al à Taiwan[341], retrouvait un 

taux bien plus faible de l’ordre de 15.2% . 
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 Fréquence du portage nasal de SARM : 

La fréquence de notre portage nasal à SARM (18.13%) était en revanche nettement supérieure 

à celle rapportée dans la population générale (1 à 3%) [21] et expose ainsi nos patients au 

risque de survenue d’infections difficiles à traiter. 

Dans les IPD, nos résultats étaient semblables à ceux rapportés au Royaume –Uni(17%) [490] 

; supérieurs à ceux décrits à Taiwan (5.4% ) [341] , en Turquie (9.9%) [23] et aux Etats Unis 

(8.9%) [342] et inférieurs à ceux publiés en Iran (24.7%,) [520]. 

Selon Lin et al, le portage nasal du SARM était un facteur de risque significatif de survenue 

d’IPD à SARM [341]. 

 Sensibilité spécificité, VPP, VPN du portage nasal à S.aureus : 

La VPP du portage nasal S.aureus chez les patients avec IPD à S.aureus dans notre série était 

élevée (80%) et confirme le rôle important du dépistage nasal pour l’identification des de ces 

patients. En revanche notre VPN était faible (38.49%) et ne permet pas d’exclure avec une 

forte probabilité le risque de survenue d’IPD à S.aureus. 

Ces résultats étaient corroborés par notre faible sensibilité (38.49%) et notre spécificité assez 

élevée (79.82%). 

Ces valeurs suggèrent la nécessité de répéter les prélèvements de  dépistage chez les patients 

pour lesquels le premier écouvillonnage nasal revenait négatif avant de conclure à une faible 

probabilité d’avènement d’IPD. 

Certaines études avaient pu évaluer la sensibilité, la spécificité, la VPP et la VPN du portage 

nasal du S.aureus chez les diabétiques avec IPD. 

Le travail de Dunyach-Remy [343] effectué en France (2017) portant sur 276 patients avec 

IPD trouvait les résultats suivants : une sensibilité, une spécificité, une VPP et une VPN 

évaluées respectivement à 58.4, 92.2, 92.7 et 56.9%. 

Haleem et al [342] estimait la sensibilité et la spécificité du portage nasal à S.aureus dans les 

IPD à 41%  et 74% respectivement. Il concluait qu’une faible valeur de VPP  de dépistage 

nasal, aussi bien pour le S.aureus que pour le SARM, constituait un mauvais marqueur de 

prédiction d’IPD endogène à S.aureus.  
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 Sensibilité spécificité, VPP, VPN du portage nasal de SARM : 

Concernant le portage nasal du SARM chez nos patients, la sensibilité, la spécificité, la VPP 

et la VPN représentaient 31.25% , 92.75 %, 78.12 % et 64.16%  respectivement.  

Le résultat de notre VPP nous autorise à proposer un dépistage nasal du SARM de nos 

patients à l’admission pour identifier les patients à risque d’IPD à SARM et de prendre 

précocement les mesures thérapeutiques et préventives adéquates. 

Le travail de Mergenhagen et al [521] concluait qu’une VPN d’environ 90% pour un 

dépistage nasal de SARM dans les IPD était significativement corrélée à une culture négative 

au niveau du pied et donc à une absence d’IPD à SARM dans la semaine qui suivait le 

prélèvement nasal.  

Ce résultat permettait aux référents en antibiothérapie une optimisation de l’usage des 

antibiotiques en évitant  le recours ou en proposant d’emblée une désescalade de toute 

molécule anti-SARM chez les patients dont l’état clinique n’était pas grave. La même étude 

démontrait qu’environ 71% d’antibiothérapie anti-SARM principalement à base de 

vancomycine était non justifiée. En plus du risque de sélection de souches VISA ou hétéro-

VISA, l’usage de la vancomycine est problématique en raison de sa pharmacocinétique 

variable exigeant un monitoring régulier et de sa néphrotoxicité [521]. 

La série de Brondo et al [522] incluant 200 patients avec IPD  estimait la VPN à 94% , la VPP 

à 58%  du portage nasal de SARM avec une sensibilité et une spécificité de 56 et 94% 

respectivement. Ce travail confortait le rôle d’une forte VPN dans la désescalade rapide de 

l’antibiothérapie anti-SARM  et la réduction de ses effets indésirables. Une PPV inférieure à 

50% s’était révélée faiblement contributive dans la prédiction du risque infectieux à SARM.  

D’autres études avaient également  montré une VPN élevée de SARM à partir d’autres sites 

de portage : rectum, selles, vagin, gorge, appareil génital [523][524].  

La  méta-analyse conduite par Coye et al [525]  en 2022 évaluant le portage nasal du SARM 

chez 8706 patients issus de 06 études avait trouvé les résultats suivants : une sensibilité de 

41.7%, une spécificité de  94.1%, une VPN > 90 %, une VPP< 55%. Coye et al concluait que 

le dépistage nasal du SARM avait une faible VPP mais une forte VPN chez les patients avec 

IPD . 
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De la même manière, Burgoon et al [526] confirmait l’utilité clinique du dépistage nasal du 

SARM  dans les infections de la peau et tissus mous,  en démontrant  que les patients avec 

dépistage nasal MRSA négatif recevait une journée de moins de vancomycine que les autres 

patients  d’où son rôle dans l’optimisation de l’usage des antibiotiques 

L’importance de la VPN du dépistage nasal du SARM dans l’exclusion des infections chez les 

porteurs avait aussi été démontrée dans de multiples études en réanimation [527] et dans les 

pneumonies [528].  

En conclusion, la pertinence du dépistage nasal à SARM devrait être prise en compte dans le 

cadre d’une stratégie d’optimisation de l’usage des antibiotiques dans les IPD. 

 Mesures préventives contre le portage nasal :  

Mesures d’hygiène : 

Le lavage soigneux des mains, l’utilisation des solutions hydro-alcooliques ainsi que toutes 

les mesures préventives réduisant la transmission manuportée du S.aureus permettent de lutter 

efficacement contre la colonisation nasale [27]. 

Décontamination nasale des porteurs : 

Les stratégies de décontamination s’adressent à la fois aux porteurs intermittents et 

permanents principalement pour réduire le risque des infections invasives mais également 

pour enrayer les cycles de dissémination et de transmission en agissant sur le réservoir de 

portage [21]. 

Deux principales stratégies de décontamination avaient été étudiées et appliquées : la 

décontamination ciblée qui repose sur la détection des porteurs lors du dépistage, et la 

décontamination universelle qui s’adresse à tous les patients d’une population donnée 

indépendamment de leur statut de porteurs et sans dépistage préalable [21][529]. 

L’impact des procédures de décontamination sur la réduction du portage nasal et la prévention 

des infections avait été particulièrement étudié chez certains patients à risque en dehors des 

diabétiques. Des travaux approfondis conduits chez les diabétiques méritent d’être menés 

[529]. 

Infections du site opératoire (ISO) : 

 



 Page 186 
 

Une étude randomisée en double aveugle conduite aux Pays-Bas avait trouvé que la détection 

rapide du portage nasal à S.aureus suivie d’une décontamination rapide, par la mupirocine 

nasale associée à une toilette  par la chlorhéxidine , réduisait significativement le risque des 

ISOs  associées de 58% et cet effet était plus important pour les infections profondes (79% de 

réduction)  [530]. 

Les recommandations de plusieurs sociétés savantes (Society of Health-System Pharmacists, 

the Infectious Diseases Society of America, the Surgical Infection Society, and the Society for 

Healthcare Epidemiology of America) préconisent la décontamination pré-opératoire avec de 

la mupirocine nasale comme moyen de prévention des ISO particulièrement en chirurgies 

cardiaque et orthopédique  mais ne suggèrent pas la toilette cutanée avec la chlorhéxidine 

[529][531]. 

Même si le moment et la durée des molécules utilisées ne sont pas standardisées, 70% des 

patients colonisées par le SASM ou le SARM restaient non porteurs après 156 jours d’une 

décontamination de 05 jours à base  mupirocine nasale ou d’une seule toilette par la 

chlorhéxidine. La povidone iodée constituait  une alternative en cas de résistance à la 

mupirocine ou d’allergie [532]. 

 

Infections récurrentes de la peau et des tissus mous:  

Les patients avec infections récurrentes de la peau et des tissus mous sont souvent réinfectés 

avec la même souche de S.aureus [533][534]. Les données concernant l’efficacité de la 

décontamination dans la prévention des infections de la peau et des tissus mous étaient  

contradictoires. Si la décontamination pouvait être efficace dans la réduction du portage, son 

rôle dans la prévention des récurrences demeurait incertain [536]. 

Réanimation:  

De multiples études, avaient examiné l’utilisation de la décontamination universelle chez les 

patients de réanimation et son association avec la réduction du risque d’acquisition des BMR 

dont le SARM et le développement d’infections hospitalières [536][537]. 

L’étude de Bradley, concluait  que la décontamination dans un grand service de réanimation 

contribuait à la réduction de la dissémination et de l’incidence du SARM à travers tout 

l’hôpital [538]. 
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La décontamination ciblée et universelle sont indiquées comme des stratégies potentielles de 

prévention d’infections hospitalières à SARM  par les groupes suivants : 

the Society for Healthcare Epidemiology of America , the Infectious Diseases Society of 

America, the American Hospital Association, the Association for Professionals in Infection 

Control and Epidemiology, and the Joint Commission [539]. 

Les bénéfices de la décontamination universelle sont nombreux : réduction de la colonisation 

cutanée et prévention contre les infections ultérieures, réduction de la contamination de 

l’environnement et de la transmission entre patients, gain de temps par rapport à la  

décontamination ciblée qui est tributaire des résultats du dépistage,  réduction des coûts 

associés aux programmes de surveillance et d’isolement liés aux SARM [540][541][542]. Elle 

expose en revanche au risque d’émergence d’une résistance à la mupirocine et à la 

chlorhéxidine qui aboutirait à son échec [543]. 

La décontamination ciblée fournit quant à elle une information sur la colonisation nasale par 

le SARM ce qui permet une meilleure évaluation du risque d’infection à SARM et une 

optimisation du recours à la vancomycine en traitement empirique [544]. 

Patients dialysés : 

20 à 50 % des patients hémodialysés peuvent être porteurs de S.aureus au niveau nasal et sont 

particulièrement vulnérables aux infections associées au portage [21]. 

La revue de van Rijen et al [545] illustrait le bénéfice de l’usage de la mupirocine dans la 

prévention contre les infections chez les hémodialysés Pareillement, l’étude multicentrique 

effectuée par le Mupirocin Study group obtenait les mêmes résultats bénéfiques chez les 

patients en dialyse péritonéale [546]. 

Après sortie de l’hôpital:  

Le risque d’infection invasive à SARM est élevé dans les 06 mois suivant la sortie de l’hôpital 

et ne baisse pas avant au moins une année [547]. 

La durée d’efficacité de la décontamination nasale après sortie de l’hôpital est problématique.  

Le risque de recolonisation après décontamination avait été mentionné dans plusieurs 

travaux : 25% après 03 mois, 45% après 08 mois. Ce risque avait conduit au développement 

de stratégies de prévention ciblées [548]. 
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Le projet CLEAR avait démontré que l’efficacité de l’association d’une décontamination avec 

des mesures d’hygiène était supérieure à l’éducation hygiénique seule pour la réduction des 

infections MRSA après sortie de l’hôpital parmi 111 porteurs de SARM. 

En effet, la décontamination après sortie de l’hôpital avec la mupirocine et la chlohéxdidine 

avait réduit de 30% le risque d’infection à SARM comparé à l’éducation hygiénique seule 

après une année de suivi [547].  

Résistance aux agents de décontamination: 

La crainte de toute stratégie de décontamination est la sélection de bactéries résistantes [549]. 

La résistance même de bas niveau à al décontaminons est associée à un taux plus élevé 

d’échec et de possibles épidémies hospitalières avec des bactéries résistantes [550][551]. Les 

taux de résistance à la mupirocine et à la chlorhéxidine décrits dans la littérature sont 

variables. 

De nombreuses études avaient  rapporté une augmentation de la résistance à la mupirocine 

suite à son usage à la fois à l’hôpital et en communauté [552]. 

La résistance à la mupirocine peut relever de deux mécanismes : une résistance de bas niveau 

résultant de mutations ponctuelles du gène codant l’ isoleucyl-ARNt synthétase avec des CMI 

de 8 à 256 ug/ml, une résistance de haut niveau d’origine plasmidique (CMI > 256 ug/ml ) 

dûe à l’acquisition du gène mupA codant une isoleucyl-ARNt synthétase avec une faible 

affinité pour la mupirocine [529][543]. 

La résistance de haut niveau avait été associée avec un échec de décontamination [548]. La 

signification clinique de la résistance de bas niveau n’est pas connue, elle inhiberait 

temporairement la croissance des bactéries mais elle compromettrait l’efficacité de la 

décontamination [548][553]. 
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Tableau 107 : Fréquence du portage nasal de S.aureus chez les patients avec IPD selon les 

études 

Auteur [Réf] Année  Lieu  S.aureus SARM 

Stanaway et al [490] 

 

2007 Royaume-Uni - 16.92 

Kutlu et al [23] 

 

2012 Turquie  41.9 09.9 

Taha et al [24] 

 

2013 Iraq 37.39 15.65 

Haleem et al [342] 

 

2014 Etats-Unis 31.6 08.9 

Dunyach-Remy et al 

[343] 

 

2016 France  39.5 16.5 

Lin et al [341] 

 

2018 Taiwan 15.2 2.8 

Brondo et al [522] 

 

2020 Etats-Unis - 12 

Notre série  2023 Algérie  32.58 18.13 

 

 

4.2. Portage digestif du Staphylococcus aureus: 

Les données de fréquence et d’impact clinique des colonisations extra-nasales et notamment 

du portage digestif sont rares en comparaison à celles du portage nasal. De plus, la majorité 

des travaux s’était intéressée à l’étude du SARM particulièrement en unités de soins intensifs 

et après intervention chirurgicale [25]. 

Nous n’avons pu trouver aucune étude traitant exclusivement du portage digestif à S.aureus 

chez les diabétiques avec ulcère au pied et nos résultats représentent un apport indéniable  

pour l’enrichissement de la littérature. 

 Fréquence du portage digestif de S.aureus : 

Dans notre série, l’évaluation du portage digestif à S.aureus chez tous les patients avait donné 

une fréquence de 15.52% (36/232) dont 06.03% de SARM . Parmi les patients infectés par le 

S.aureus au pied, 30 sur 178 avaient un portage digestif (16.85%) dont 12 étaient des MRSA 

(06.74%). 



 Page 190 
 

Nos chiffres étaient semblables à ceux décrits par Acton et al [26] (20%) et Gagnaire et al 

[25](25% en moyenne et 21% chez les patients hospitalisés) et inférieurs aux résultats de 

Weitz et al [352] (31% et 10% de SARM).  

Cependant,  la comparaison avec ces études est délicate et toute conclusion devrait être prise 

avec beaucoup de précautions. En effet ces travaux avaient été réalisés dans des conditions 

méthodologiques totalement différentes.  

D’abord, la nature des prélèvements effectués dans ces travaux était différente et le portage 

digestif avait été étudié dans divers prélèvements (selles, rectum, périnée, prélèvement de 

l’aine,  prélèvement rectovaginal) contrairement à notre travail qui était exclusivement réalisé 

sur des selles, nos patients ayant refusé d’adhérer à un recueil par écouvillonnage rectal.  

De plus, notre population d’étude se composait exclusivement de diabétiques avec IPD alors 

que ces 03 séries s’adressaient à des populations très hétérogènes : population générale en 

bonne santé, patients  en communauté et  patients en milieu hospitalier (en dehors des 

diabétiques), nouveau-nés et des enfants malades et en bonne santé.  

La colonisation digestive dépend également de l’âge des patients avec généralement une 

tendance inversement proportionnelle à l’âge des sujets. Elle était plus importante chez les 

nouveau-nés et les nourrissons et bien plus basse chez les sujets âgés [352][353]. 

Il ressortait du travail de Weitz et al [352], que la colonisation digestive était acquise très tôt 

dès la naissance et qu’elle diminuait  avec l’âge. Pour Dong et al le taux le plus élevé 

concernait les adolescents (06.15%) et le plus bas les personnes âgées (02.7%). 

Les taux de SARM sont encore plus hétérogènes et variaient dans la littérature entre 11 et 

89%, ce qui est largement supérieur à nos résultats [362][554][555]. 

 Intérêt du dépistage digestif : 

Le dépistage digestif seul ou en association avec le dépistage nasal augmente la sensibilité de 

détection des porteurs de S.aureus [363]. L’importance du dépistage digestif avait  été décrite 

par McKinnell et al [363]. En effet la recherche systématique de SARM au niveau digestif 

permettait d’identifier jusqu’à 20 -50% de patients colonisés [363][556]. 

La colonisation périanale avec le SARM était un facteur de risque indépendant qui augmentait 

de 10 fois le risque d’infection de la peau et des tissus mous selon l’étude prospective de 

Szumowski et al [557]. 
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 Impact clinique du portage digestif : portage digestif comme facteur de risque 

d’infection 

L’impact clinique du réservoir digestif comme facteur de risque d’infection en association ou 

non avec le réservoir nasal avait été très peu décrit [316]. Ce portage pourrait jouer un rôle 

significatif dans la survenue d’infections endogènes à S.aureus dans certaines situations à 

risque. 

Les conséquences cliniques d’une colonisation digestive à S.aureus furent étudiées pour la 

première fois dans la méta-analyse pionnière d’Acton en 2009. Des infections aussi variées 

que des furonculoses, des infections abdominales, des infections en réanimation et après 

transplantation hépatiques avaient vraisemblablement comme origine un réservoir digestif à 

S.aureus [26]. 

Selon Squier et al [362] , le portage digestif du S.aureus représentait un important facteur de 

risque d’infections en réanimation et chez les transplantés hépatiques mais également un 

réservoir sous-estimé du germe dans ces unités.  

Pour Albercht al [361], la colonisation digestive à SARM constituait une source d’infections 

communautaires de la peau et des tissus mous principalement provoquées par la souche 

USA300. 

L’analyse moléculaire d’une souche de S.aureus responsable d’une bactériémie chez un 

patient de réanimation avait confirmé son origine intestinale [25]. 

 Portage digestif comme facteur de risque de dissémination dans l’environnement : 

La colonisation digestive augmente le risque de contamination de l’environnement, de  

dissémination et de transmission croisée du S.aureus. Cette dissémination peut entretenir des 

cycles d’épidémies, de réinfections, de colonisations et de re-colonisations difficiles à rompre. 

Une longue épidémie de colonisations et d’infections hospitalières, décrite par Senn et al 

[364], ayant sévi en Suisse entre 2008-2012 et ayant touché 1600 patients avait mis en 

lumière le rôle du portage digestif asymptomatique d’une souche hospitalière hautement 

contagieuse et résistante à la méticilline appelée ST228 dans la dissémination 

environnementale du S.aureus digestif. 
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De plus, selon Boyce al [558] , les patients avec selles diarrhéiques et une forte colonisation 

gastro-intestinale par le SARM, étaient associés à une contamination environnementale plus 

marquée que les patients sans SARM dans leur selles et qu’ils étaient vraisemblablement la 

source de cette contamination. 

 Décontamination du portage digestif à S. aureus  

L’absence d’études prospectives spécifiques et notamment chez les diabétiques avec ulcères, 

le risque de sélection des résistances aux antibiotiques et la faible efficacité des molécules 

utilisées pour la décontamination nasale rendent compte de l’absence de protocoles efficaces 

de décontamination digestive applicables en pratique. La recolonisation par l’environnement 

est également un obstacle à l’efficacité de cette décontamination [27]. 
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Tableau 108 : Fréquence du portage digestif des souches de S.aureus selon les études 

Auteur [Réf] 

 

Année Lieu  Population S.aureus ou 

SARM 

Fréquence 

(%) 

Squier et al [362] 2002 Etats-Unis Réanimation  S.aureus 28.92 

Cavalcanti et al [559] 

 

2005 Brésil Réanimation S.aureus 10.38 

Harrisson et al[560] 

 

2008 Royaume-

Uni 

Femmes 

enceintes 

S.aureus 13.54 

Skov et al [561] 

 

2009 Danemark Nouveau-nés S.aureus 11.29 

Faden et al[562] 

 

2010 Etats-Unis Enfants S.aureus 01.11 

Shehabi et al [563] 

 

2013 Jordanie Nouveau-nés de 

réanimation 

S.aureus 08.02 

Kumar et al [564] 

 

2015 Inde Adultes S.aureus 35.38 

Dahlman et al [565] 

 

2017 Suède  Patients 

hospitalisés 

S.aureus 16.67 

Soysal et al [566] 

 

2006 Turquie Enfants SARM 0.40 

Eveillard et al [567] 

 

2006 France  Patients 

hospitalisés 

SARM 04.56 

Zhang et al [568] 

 

2007 Canada Patients 

hospitalisés 

SARM 06.39 

Batra et al [555] 

 

2008 Royaume-

Uni 

Réanimation SARM 02.92 

Currie et al [569] 

  

2008 Canada Patients 

hospitalisés 

SARM 01.63 

Ide et al [570] 

 

2009 Belgique Patients 

hospitalisés 

SARM 02.77 

Srinivasan et al [571] 

 

2010 Etats-Unis Enfants 

cancéreux 

SARM 09.80 

Lauderdale et al [507] 

 

2010 Taiwan Réanimation SARM 01.85 

Roghman et al [572] 

 

2015 Etats-Unis Personnes âgées SARM 36.90 

Notre série  2023 Algérie  IPD S.aureus  

SARM  

15.52 

06.03 

 

4.3. Double portage nasal digestif du Staphylococcus aureus : 

La fréquence du double portage nasal et digestif était estimée à 03.88% parmi nos patients 

dont 01.29% pour le SARM. 

Ce double portage était seulement observé chez les patients avec IPD à S.aureus : il 

représentait ainsi 05.06%  pour S.aureus et 01.68% pour le SARM.  
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Le portage digestif est souvent associé à un portage nasal et dans ce cas le dépister en plus du 

nez permet d’augmenter la sensibilité de détection des patients porteurs du S. aureus [353]. 

Le portage combiné nasal et digestif du S.aureus serait associé à un risque d’infections plus 

important par rapport au portage nasal exclusif. 

Squier et al [362] avait soumis 204 patients consécutifs admis en réanimation chirurgicale et 

en transplantation hépatique à un double dépistage nasal et rectal du S.aureus d’abord à 

l’admission ensuite chaque semaine jusqu’à la sortie de l’hôpital ou au décès. 

Les résultats avaient rapporté une prévalence de portage combiné nasal+rectal de 22.5% 

(contre 3.4% de portage rectal exclusif) et avaient permis de conclure que  le portage combiné 

nasal + rectal exposait les porteurs à un sur-risque d’infections (bactériémies dans ce cas) 

comparé au portage nasal exclusif. 

 

Le travail de Srinivasan et al [571] chez des enfants atteints de cancer associait également la 

colonisation simultanée nasale et digestive à SARM à un risque significativement plus élevé 

d’infection par rapport à la colonisation exclusive d’un seul site. Il rapportait un taux de 

colonisation de 02.9% entre 2006 et 2007. 

 

Ces études pourraient suggérer que le risque d’infections ultérieures à S.aureus serait 

proportionnel au nombre de sites colonisés reflétant une charge bactérienne de colonisation 

plus importante [25][361]. 

Le portage digestif est souvent associé à un portage nasal mais peut être aussi exclusif et dans 

ce cas le dépister en plus du nez permet de mieux détecter les patients colonisés à S. aureus 

[25]. 

Comparé au dépistage nasal seul, l’association d’un dépistage périnéal ou rectal augmente la 

détection des porteurs de S.aureus de 20 à 50 % [353][556]. 

Dans les établissements d’hébergement pour personnes âgées, la recherche simultanée du 

S.aureus au niveau du nez, de l’aine, de la  région périnéale et sur matériel détectait 100 % 

des porteurs permanents de S.aureus et 97.4% de porteurs transitoires. Le dépistage nasal seul 

n’identifiait que 65% des sujets colonisés [573]. 

 

Chez les nouveau-nés l’association du dépistage nasal et rectal permettait de détecter 85% et 

83% de SARM et de SASM à la naissance respectivement [574]. 
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Chez des patients de dermatologie à haut risque de portage de SARM, un dépistage intesinal  

supplémentaire avait permis d’augmenter la détection du SARM de 11.7% contre 4.5% pour 

un prélèvement de gorge et 3.2% pour un écouvillonnage cutané [575]. 

 

Les résultats de la cohorte de Gagnaire et al [316] portant sur des patients en réanimation  

démontraient également l’importance de l’adjonction du dépistage digestif au dépistage nasal 

pour  une  meilleure identification des patients porteurs de S.aureus. L’auteur suggérait que la 

combinaison de plusieurs sites de colonisation pourrait probablement faciliter les infections en 

augmentant à la fois le risque de contamination de matériels et celui de transmission 

nosocomiale [316]. 

 

Selon plusieurs études, les patients simultanément colonisés au niveau du nez et du tractus 

digestif présentaient des taux d’infections à S.aureus significativement plus élevés que ceux 

avec un portage nasal exclusif. 

Les travaux de Squier et al [362] (réanimation), de Bhalla et al [506]  (infections cutanées) et 

d’Albrecht et al [361] (infections cutanées) illustraient le lien entre le nombre de sites 

colonisés et un risque plus important d’infections chez les porteurs de S.aureus par rapport 

aux non porteurs. 

Une charge bactérienne plus forte, proportionnelle aux nombre de sites de portage, 

expliquerait cette relation [361]. 

 

De façon similaire, Rohr et al [576] qui avait étudié la relation entre la colonisation à SARM 

et la fréquence de la contamination environnementale (prélèvement d’air et de surfaces) avait 

mis  en évidence une corrélation étroite entre le nombre de sites colonisés à SARM et la 

contamination de l’environnement dans la chambre du patient. 
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5. Facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus : 

5.1. Facteurs de risque associés aux IPD à S.aureus parmi la population d’étude : 

Dans notre série, l’âge, la durée d’évolution du diabète, la valeur de l’HbA1c d’admission 

l’équilibre glycémiques, les complications macro- et microangiopathiques, le grade Wagner 

de la plaie, les FRCDV, et les antécédents ne constituaient pas des facteurs de risque d’IPD à 

S.aureus. De plus, S.aureus n’était pas un facteur de risque de mortalité liée aux IPD chez nos 

patients. 

Contrairement à d’autres séries, le S.aureus constituait un facteur de risque d’amputation dans 

notre travail [98][577][578].  

Lavery et al  [492] avait associé 03 facteurs de risque d’IPD à SARM: la présence de BMR, 

une IPD antérieure à SARM et un dépistage nasal positif à SARM. L’amputation, le site 

d’amputation, la durée d’hospitalisation et l’infection osseuse n’étaient pas significativement 

plus importants en cas d’IPD à SARM. 

Dans une série de 379 diabétiques, Yates et al [579]  recensait les facteurs de risque suivants 

liés aux IPD à SARM : la durée prolongée de la plaie, l’hospitalisation, la maladie rénale 

chronique. Devant ces 03 situations, il préconisait une couverture antibiotique ciblant le 

SARM. Il constatait également que la fréquence des infections SASM était plus importante 

chez les patients avec des plaies aigues et ceux bénéficiant exclusivement d’une prise en 

charge ambulatoire 

Dans sa cohorte , Haleem et al [342]  n’avait identifié aucun facteur de risque significatif 

d’IPD à S.aureus parmi les paramètres étudiés suivants : âge, sexe masculin, duré de diabète, 

HbA1C, CRP,VS, rétinopathie, néphropathie, HTA, tabac, obésité, race blanche. 

Claeys et al [580]  évaluait les facteurs de risqué d’infections cutanées à S.aureus dont des 

IPD à partir de 12 études publiées. Les facteurs de risque identifiés étaient les suivants : 

obésité, exposition aux antibiotiques dans les 90 jours précédents, maladie rénale chronique 

et/ou hémodialyse, infection antérieure à SARM, antécédent d’hospitalisation.  

Selon Chou et al [581], le sexe masculin, le portage nasal du SARM, une intervention 

chirurgicale et une antibiothérapie dans l’année précédant l’infection étaient des facteurs de 

risque d’infections cutanées à SARM. 
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5.2. Facteurs de risque de colonisation nasale chez les patients avec IPD à S.aureus avec 

le même antibiotype :    

Parmi les facteurs de risque identifiés dans notre série, seule la valeur de HbA1c semblait être 

un facteur significatif dans la littérature. D’autres facteurs avaient été identifiés.  

Dans sa série composée de 354 diabétiques avec IPD, Lin et al [341] associait les facteurs de 

risque suivants à un risque plus important de colonisation nasale par le S.aureus : la valeur de 

l’HbA1c, la prise d’immunosuppresseurs et la prise d’ADO.  

L’étude de Tamer et al (Turquie) [582]  totalisant 298 patients diabète type 2 révélait les 

facteurs de risque de suivants : l’utilisation de l’’insuline, une hospitalisation dans les 06 

derniers mois, une durée de diabète supérieure à 6 ans. 

Le travail de Kutlu et al [23] rapportait également l’usage de l’insuline comme facteur 

exposant davantage à une colonisation nasale à la fois par le S.aureus et le SARM chez les 

diabétiques avec IPD.  

Selon Wertheim et al une valeur élevée de l’ HbA1c et une prise d’immunosuppresseurs 

constituaient des facteurs de risque de colonisation nasale à S.aureus [187] . En effet, 

l’hyperglycémie compromet l’activation de la phagocytose par le système immunitaire, ce qui 

réduit la réponse inflammatoire qui s’oppose à la colonisation nasale par le S.aureus. 

L’hyperglycémie était directement associée au portage nasal de S.aureus dans une large étude 

conduite par Nouwen et al [583] 

De larges études avaient également noté un risqué plus élevé de portage nasal de S.aureus 

chez les hommes par rapport aux femmes [584][585][586]. 

Dans notre série le tabagisme n’était pas un facteur de risque de colonisation nasale chez les 

patients avec IPD à S.aureus. Une association inverse entre le tabagisme actif et le portage 

nasal à S.aureus avait été décrite. 

Dans l’étude Rotterdam, Olsen et al [586] trouvait que le tabagisme en cours réduisait de 36% 

le risque de portage nasal à S.aureus. Le même auteur concluait dans « the Tromsø Staph and 

Skin Study » que le taux de portage nasal était 28 % plus faible chez les fumeurs par rapport 

aux non fumeurs. L’activé bactéricide de la fumée de cigarettes et l’augmentation de l’activité 
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immunitaire provoquée par l’hypoxie induite par le tabagisme pourraient expliquer cet effet 

protecteur du tabagisme contre la colonisation nasale à S.aureus [586]. 

Le personnel médical est également à risque d’exposition et de portage de SARM. 

Verwer et al [587] notait que les taux de portage nasal de SARM étaient plus importants chez 

les aides-soignants et les infirmiers par rapport à d’autres professionnels de santé dont les 

médecins. 

Dans le travail de Wang et al [588] chez des adultes en communauté, la présence d’un enfant 

de moins de 07 ans dans l’entourage, l’utilisation des antibiotiques dans l’année précédente 

étaient des facteurs de risque de colonisation nasale par le SARM. Le tabagisme semblait être 

un facteur protecteur. 

 

5.3. Facteurs de risque de colonisation digestive chez les patients avec IPD à S.aureus 

avec le même antibiotype :  

Aucun des facteurs identifiés dans notre série n’était significativement lié à un risque plus 

important de colonisation digestive dans les travaux rapportés dans la littérature.  

Selon Reighard et al [589] une durée totale d’hospitalisation supérieure à 03 semaines, le 

diabète et un antécédent de long séjour dans un service clinique augmentaient le risque de 

portage du S.aureus dans des sites autres que le nez (dont le portage digestif) chez des patients 

brûlés. Les souches de S.aureus obtenues à partir d’autres sites étaient génétiquement proches 

de celles isolées du nez. 

Le travail de Kates et al [510] avait étudié les facteurs de risque de colonisation digestive à 

S.aureus dans une série de 625 patients. Les patients qui présentaient des pathologies 

digestives (reflux gastro-œsophagien, rectorragies et pathologies inflammatoires) étaient plus 

à risque d’être colonisé au niveau digestif par S. aureus. Les autres variables étudiées comme 

l’âge, le sexe, l’utilisation de laxatifs, l’antibiothérapie, l’utilisation d’antispasmodiques, les 

diarrhées, les douleurs abdominales n’avaient pas été statistiquement associées à ce même 

risque. 

Selon Bhalla et al [506] , la colonisation intestinale à S.aureus était nettement plus fréquente 

chez les patients avec des cultures cutanées positives à S.aureus et n’était pas associée à une 

antibiothérapie antérieure ou à l’utilisation de sondes nasogastriques. 
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Le travail de Squier et al [362] mené en réanimation identifiait les facteurs de risque suivants 

de colonisation rectale à S.aureus : des antécédents récents d’hospitalisation, d’antibiothérapie 

ou d’infection à SARM, la ventilation mécanique, la présence d’un cathéter urinaire ou d’une 

ligne artérielle centrale, un score II APACHE et l’utilisation d’une sonde nasogastrique.  

D’autres études avaient également étudié les facteurs de risque de colonisation intestinale à 

S.aureus. Il avait ainsi été démontré qu’un séjour prolongé à l’hôpital ou dans des structures 

pour personnes âgées pouvait significativement augmenter ce risque [590][591] 

Une histoire d’antibiothérapie récente [590][592][593] une infection antérieure à SARM 

[805], une diminution de l’acidité gastrique [594], une dépendance vis-à-vis du personnel de 

santé pour accomplir ses activités quotidiennes constituaient autant de facteurs augmentant le 

risque de colonisation intestinale à S.aureus [590]. 
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6. Gènes des facteurs de virulence (pvl, tst) de Staphylococcus aureus :  

6.1. Gènes des facteurs de virulence (pvl, tst) de S.aureus caractérisés au niveau de 

l’IPD : 

La capacité du S.aureus à provoquer une infection est liée à sa capacité à produire un large 

éventail de facteurs de virulence parmi lesquels les toxines sécrétées jouent un rôle important 

dans la physiopathologie (participation à la colonisation, persistance, évasion de la système 

immunitaire et dissémination).  

Parmi nos souches cliniques, les gènes pvl et tst étaient présents chez 05.21% et 2.08 de nos 

isolats respectivement.  

1.1. Gène pvl : 

Les souches de S.aureus productrices de PVL ou souches PVL+ sont responsables 

d’infections de la peau et des tissus mous (abcès, furoncles, anthrax ou  fasciite nécrosante), 

de pneumonies nécrosantes sévères et d’infections agressives ostéo-articulations 

[595][596][597]. Cependant leur prévalence est extrêmement variable, variant entre moins de 

5% et 67% des SASM [598][599][600]. Fait intéressant, les souches PVL+ avaient surtout été 

associées à des patients jeunes [601]. 

La PVL avait été étroitement associée avec les infections à CA-MRSA et il existait  une forte 

association entre la présence des gènes pvl et certaines lignées CA-MRSA responsables 

d’infections [602]. 

L’étude de notre collègue Djahmi et al [485] effectuée dans le même service et la même 

population que les nôtres et publiée en 2013 trouvait un taux de souches PVL+ de 14.1%, soit 

le double de notre résultat et associait leur présence à un mauvais pronostic. 

En Inde, Shettigar et al [603] évaluait ce taux à 57% dans les IPD et il n’y avait dans sa 

cohorte aucune  association entre la présence du gène pvl et la sévérité de l’infection. En 

revanche 85%  des souches PVL+ étaient isolées chez des patients ayant subi une amputation. 

L’étude de Molina et al [604] conduite à Costa-Rica portant sur 379 patients avec IPD avait 

trouvé un taux semblable au nôtre estimé à 6.9%. Le gène pvl était identifié chez 8.6 % des 

souches MecA+ et 04.3 % de souches MecA- et sa présence était associée à une durée plus 

courte de l’IPD. De plus, toutes les souches PVL+ étaient isolées chez des sans atteinte 

osseuse.  
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L’étude de Sina et al [605] contrairement à Molina [604], comptait 70% de souches PVL+ 

isolées d’ostéomyléites mais pas spécifiquement chez des patients avec IPD car la population 

cible englobait tous les patients avec infections de la peau et des tissus mous (SSTI) et 

atteintes osseuses associées. 

Toujours chez les patients avec SSTI, Yu et al retrouvait un taux de 12.5% [606] et Turner et 

al [607] un taux de 9%. 

En France, la fréquence des souches PVL+ dans les IPD était plus faible que la nôtre. Elle 

représentait 3.79% en 2008 selon Sotto et al et 2.05% en 2012 selon le même auteur 

[608][609]. 

Certaines études illustraient l’absence des souches PVL+ dans les IPD. Les travaux de 

Mottola et al au Portugal [610] ; de Silva et al [611] au Portugal ; et de Pobiega et al [612] en 

Pologne n’avaient identifié aucune souche PVL+ chez les patients avec IPD. 

En conclusion, la PVL ne semble pas être une toxine majeure impliquée dans la 

physiopathologie des IPD à S.aureus. 

 

1.2. Gène tst :  

Les souches de S.aureus productrices de  TSST-1, codée par le gène tst, avaient été associées 

au  syndrome du choc toxique staphylococcique, à la fièvre scarlatiniforme staphylococcique, 

et aux atteintes exanthémateuses mimant un syndrome du choc toxique chez le nouveau-né ou 

NTED (neonatal toxic shock-like exanthematous diseases) [613]. 

La fréquence du gène tst  est faible dans les souches isolées du pied diabétique, elle est de 8% 

environ. Ce gène est plus fréquemment présent dans le Grade 4 de l’IWGDF et absent dans 

l’ostéomyélite du pied diabétique [100]. 

La fréquence du gène tst dans l’étude de Molina était de 5.2% avec absence de différence 

entre l’atteinte cutanée superficielle et l’ostéomyélite [604]. 

L’étude de Vu et al [614] effectuée aux Etats-Unis, retrouvait 8% de souches TSST+  dans les 

IPD.  

D’autres études réalisées en Suisse [615] , en Inde [603] et en France [608] rapportaient des 

taux de souches TSST+ dans les IPD de 13%,13.9% et 18.94% respectivement. 
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Aucune souche productrice de TSST-1 n’avait été caractérisée en Algérie dans le travail de 

Djahmi et al [485]. 

Dans les SSTI, le gène tst était présent chez 04.7% des isolats en Chine [818] et absent chez 

toutes les souches au Bénin [605]. 

 

Tableau 109 : Fréquence des gènes pvl et tst  dans les IPD à S.aureus selon les études  

Auteur [Réf] Année  Lieu  pvl  tst  

Sotto et al [608] 2008 France  03.79 18.94 

Sotto et al [609] 2012 France 02.05 - 

Djahmi  et al [485] 2013 Algérie 14.1 00 

Vu et al [614] 2014 Etats-Unis - 08 

Pobiega et al [612] 2016 Pologne 00 - 

Mottola et al [610] 2016 Portugal  00 - 

Shettigar et al [603] 2016 Inde 57 13.9 

Molina et al [604] 2018 Costa-Rica 06.9 05.2 

Silva et al [611] 2019 Portugal  00 - 

Notre série 2023 Algérie 05.21 02.08 

 

6.2. Gènes des facteurs virulence (pvl, tst) caractérisés chez les souches nasales de 

S.aureus : 

Les fréquences dans le nez des gènes pvl et tst dans notre série étaient de 6.41 et 1.28% 

respectivement.  

6.2.1. Gène pvl : 

La fréquence du gène pvl chez les isolats de portage est très variable dans le monde [616]. 

Notre résultat était semblable à celui décrit par Lin à Taiwan chez les patients avec IPD (8%). 

Comparées à d’autres populations, la prévalence de nos souches était inférieure à celle décrite 

au Sénégal (22.6%) [617], au Mali (35%) [618], au Burkina Faso (52.2) [619] et au Gabon 

(56%) [620]. Elle était comparable à celle déjà rapportée en Algérie en 2010 par Antri et al 

[621]. 
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Melles et al [622] rapportait en 2006 une prévalence faible de souches nasales de S.aureus 

pvl+ en Europe estimée entre 0.3 et 1.4%. Elle était en revanche supérieure à celle rapportée 

en Suisse [623] et en Chine [624]. 

 

6.2.2. Gène tst : 

Nous n’avons pu relever aucune étude recherchant la tst dans le nez de patients avec IPD. 

Notre taux était largement inférieur à celui rapporté au Ghana [625], République 

Démocratique du Congo [626] , Madagascar[627] , Chine[624] , Suisse [623]. 

 

 

Tableau 110 : Fréquence des gènes pvl et tst parmi les souches nasales selon les études  

Auteur [Réf] Année Lieu Population pvl tst 

Mégévand et al [623] 

 

2009 Suisse Enfants 1.6 25 

Antri et al [621] 

 

2010 Algérie Patients  9 - 

Srinivasan et al [571] 

 

2010 Etats-Unis Enfants cancéreux 31.25 - 

Abou Shady et al[504] 

 

2015 Égypte Patients externes 15 - 

Abou Shady et al [504] 

 

2015 Arabie 

Saoudite 

Patients externes  12 - 

De Boeck et al [626] 

 

2015 RDC Personnel 

médical+étudiants 

28.5 17.5 

Hogan et al [627] 

 

2016 Madagascar Personnel 

médical+étudiants 

11.7 21 

Pakbaz et al [628] 

 

2017 Iran Sclérose en 

plaque 

- 21.4 

Eibach et al [625] 

 

2017 Ghana Enfants  58 14 

Lin et al [341] 

 

2018 Taiwan IPD 8.03 - 

Danesh et al [501] 

 

2019 Iran Réanimation  8 - 

Danelli et al [624] 

 

2020 Brésil Personnel médical 6.5 15.8 

Notre série 2023 Algérie IPD 6.41 1.28 
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6.3. Gènes des facteurs de virulence (pvl, tst) caractérisés chez les souches digestives de 

S.aureus  : 

Les taux dans les selles des gènes pvl et tst dans notre série étaient identiques évaluées à 

03.70%. Les travaux caractérisant la pvl et la tst sont exceptionnels. Ils concernaient 

principalement les enfants.  

L’étude de Srinivasan et al [571] effectuée aux Etats-Unis chez des enfants cancéreux 

retrouvait un taux de S.aureus PVL+  de 18.75% alors que celle décrite par Kates et al [510]  

dans le même pays rapportait une valeur de 01.72% chez divers patients hospitalisés. 

Concernant le gène tst, la fréquence de nos souches TSST+ était très inférieure à celle décrite 

en Suède [629][630] , en Italie [630] et en Espagne [631]. 

 

 

Tableau 111 : Fréquence des gènes pvl et tst parmi les souches digestives selon les études  

Auteur [Réf] Année Lieu population pvl tst 

Lindberg et al [629] 

 

2000 Suède Enfants - 11 

Srinivasan et al [571] 

 

2010 Etats-Unis Enfants cancéreux 18.75 - 

Lindberg et al [630] 

 

2011 Suède Enfants  - 18 

Lindberg et al [630] 

 

2011 Italie Enfants  - 21 

Benito et al [631] 

 

2015 Espagne Mère et nouveau-

nés 

00 36.6 

Kates et al [510] 

 

2018 Etats-Unis Patients 1.72 - 

Notre série 2023 Algérie IPD 3.70 3.70 
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7. Typage moléculaire des souches de S.aureus : 

7. 1. Typage moléculaire des souches cliniques de S.aureus : 

Le typage moléculaire de 09 de nos souches d’IPD par MLST avait permis la mise en 

évidence des CC suivants : CC8 et CC5.  

L’épidémiologie moléculaire du S.aureus varie selon la région [632].Elle est également en 

constante évolution  au sein d’une même région voire du même pays en raison de 

l’introduction de nouvelles souches ou lignées, conséquence de l’échange intercontinental de 

plusieurs clones [633]. 

Les CC5 (ST5) et CC8 (ST8) ont une distribution mondiale et englobent de nombreuses 

souches pandémiques de SARM caractérisées par leurs multiples facteurs de virulence et leur 

multirésistance aux antibiotiques [634][635]. 

ST80-MRSA-IV, CC22-MRSA-IV (EMRSA-15) et ST239-MRSA-III avaient largement 

diffusé en Europe [226][270][321]. 

Dans de nombreux pays asiatiques dont la Chine et la Thaïlande, ST 239 était le type 

prédominant[636][637][638].Les lignées ST59 , ST5 ,ST72 étaient également très 

répandues[639].  

Aux Etats-Unis, ST8 (USA300) et  ST121 étaient  les clones les plus fréquemment observés 

[640][641] alors qu’en Australie, ST93 était le clone prédominant [642] 

Les lignées ST5 et ST8 sont historiquement associées à des souches d’origine hospitalières et 

communautaires respectivement et fournissent des informations précieuses sur l’évolution de 

souches similaires [634][643]. 

Le génotype du S.aureus avait une influence sur les complications, la sévérité et la mortalité 

de l’infection [644]. Par ailleurs, les clones CC30 et CC 45 étaient souvent considérées 

comme responsables d’infections invasives sévères [645][646]. 

Une étude trouvait que les infections à ST121 augmentaient la durée d’hospitalisation et 

prolongeait l’antibiothérapie tandis que les sepsis à CC398(SASM) était associés à une 

mortalité élevée [640][647]. 
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Ainsi, la caractérisation moléculaire des isolats de S.aureus est importante pour le pronostic 

de l’infection [632]. 

Les souches de S.aureus isolées des IPD se distinguent par une importante diversité génétique 

[610]. Dans les IPD, les souches  appartenant aux  complexes CC5-MSSA, CC8-MSSA, et 

CC15-MSSA avaient été considérées comme souches de colonisation avec une évolution 

favorable contrairement aux souches du CC45-MSSA et CC8-MRSA qui étaient responsables 

d’infections sévères [609][648].  

Même si les clones rencontrés chez les humains et les animaux sont généralement différents, 

le clone CC398 (LA-CC398) associés aux animaux (porcs principalement) avait émergé 

comme pathogène majeur chez l’homme responsable alors d’infections sévères 

[649][650][651] de pneumonies associées à la ventilation mécanique [652], et d’infections 

cutanées [653].  

CC398 était significativement associé à l’ostéomyélite liée à l’IPD  et permettait de 

différencier cette complication des infections de la peau et des tissus mous, deux 

complications majeures des IPD connues pour être associées au CC45-MSSA [654].  

Le ST22 ou EMRSA-15  (CC22) est un clone fréquent dans les IPD ; il  prévalait dans les 

hôpitaux portugais [610][611]. De nombreux autres clones moins fréquents (ST peu fréquents 

des CC5, CC 30, CC7, CC182 et CC88) avaient aussi été rapportés dans les IPD et laisse 

supposer que les patients diabétiques pourraient constituer une source importante de 

dissémination de clones entre la communauté et l’hôpital [610][655]. 

L’étude de Djahmi et al (2013) [485] identifiait le ST239 comme clone majoritaire dans notre 

hôpital parmi 85 souches isolées d’IPD. Ce génotype était présent chez 82.2% de nos souches 

MRSA. Il est largement répandu dans le monde et prédomine dans de nombreux pays en Asie, 

Europe, Amérique Latine et Afrique[278][616][656].  

Le clone Européen PVL+ST80 occupait le second rang parmi les SARM. Les souches SASM 

se distinguaient par une très grande diversité génétique et se répartissaient entre les clones 

CC1,CC15, CC121, CC9, CC54 et ST 152. Les clones ST239 et PVL+ST80 avaient 

également été détectés dans des biopsies osseuses.  Dans cette même étude, toutes les souches 

de SARM-PVL+ appartenaient au CC80 considéré comme le clone prédominant en Algérie 

[621], en Tunisie [657] , en Europe [279] et au Moyen Orient [474]. La forte fréquence de ce 
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clone en Algérie expliquait sa présence dans les IPD. De surcroît, tous les patients avec 

S.aureus PVL+  avaient un mauvais pronostic [485]. 

En France, l’étude de Dunyach-Remy (2016 ) [343] menée sur un échantillon de 166 patients 

avec IPD trouvait le ST398 comme clone prédominant devant respectivement les clones 

CC8,CC15,CC30,CC45 et CC8. 

En Inde, 10 ST différents avaient été détectés lors du génotypage de 30 souches de S.aureus 

isolées à partir d’IPD par Shettigar et al [603]. Les clones ST 772 (appelé Bengal Bay), ST1, 

ST22, ST672 étaient les plus importants. Les lignées ST5, ST8, ST239, ST291, ST2066 et 

ST2124 représentaient les autres clones présents [603]. Le ST 772 ou le  Bengal Bay clone , 

qui fait partie du CC1 est principalement présent dans le sous-continent-indien 

[658][659][660]. Initialement décrit et présent en Bengladesh et en Inde, il s’était depuis 

répandu à d’autres pays [661]. 

Le ST 22 ou EMRSA-15 (CC22) est largement présent en Europe et en Australie [662]. Une 

forte prévalence de ST22 était décrite dans les IPD au Portugal [610][611]. 

 

Tableau 112 : Profil moléculaire des souches de S.aureus isolées des IPD selon les études 

Auteur [Réf] Année Lieu Profil moléculaire 

Sotto et al [609] 

 

2012 France CC45(MSSA),CC8 (MRSA) 

Djahmi et al [485] 

 

2013 Algérie ST239,PVL+ST80 

Senneville et al [654] 

 

2013 France CC398, CC7, CC8, CC45 

Shettigar et al [603] 

 

2016 Inde ST772,ST1,ST22,ST672 

Mottola et al [610] 

 

2016 Portugal ST22(EMRSA-15),CC5 

Dunyach-Remy et al [343] 

 

2016 France ST398,CC45,CC8  

Lin et al [341] 

 

2018 Taiwan ST239,ST59 

Silva et al [611] 

 

2019 Portugal ST22(EMRSA-15) surtout, 

ST5,ST15 

Notre série 2023 Algérie CC8,CC5 
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7. 2. Typage moléculaire des souches nasales de S.aureus :  

Les génotypes CC1, CC5 et CC8 identifiés parmi nos souches nasales ont une distribution 

mondiale à cote des génotypes CC45 et CC152 [278]. 

De nombreuses études avaient permis de détecter ces CC chez des porteurs de S.aureus issus 

de populations diverses dont des diabétiques avec IPD. 

En France, l’étude de Dunyach-Remy [343] sur des  patients avec IPD identifiait le CC8 

(SARM) comme génotype principal suivi par ordre décroissant par les génotypes CC30 , ST 

398,CC15 CC45, CC8(SASM) et CC5(SASM). Le CC1 présent dans notre série n’y avait pas 

été caractérisé. 

Le travail de Lin à Taiwan [341] retrouvait principalement le clone pacifique ST59 et dans 

une moindre mesure le CC45 dans les IPD.  Le ST59 étant le génotype CA-MRSA 

prédominant dans le Pacifique [801]. 

Chez les non diabétiques, les complexes clonaux CC5, CC8 et CC1 avaient été identifiés chez 

des porteurs de S.aureus au niveau du nez en Afrique [616] , en Europe [316][663],en 

Amérique du Nord [361] , en Amérique Latine [502] et en Asie [664]. 

D’autres génotypes absents dans notre série avaient également été caractérisés. Il s’agissait 

notamment des complexes CC15 (Sénégal) [617] ,CC22(Suisse) [623] , CC30 (France) [316], 

CC45(Suisse,Danemark)[623][665],CC59(Chine)[664],CC88(Afrique)[326],CC188 

(Colombie) [502], CC398 (Chine, Pays-Bas) [664][666] mais également des clones ST25, 

ST70,ST72 et ST291 [623]. 

Le travail de van Rijen et al (Pays-Bas) [666] chez des patients externes et hospitalisés 

infectés par du CA-MRSA avait détecté  la souche animale ST398 (CC398) chez des patients 

n’ayant eu aucun contact  avec des animaux. Les souches animales de LA-MRSA peuvent 

donc se transmettre et s’adapter au portage nasal chez l’homme, la consommation de la viande 

de volaille jouerait probablement un rôle dans cette transmission. 
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Tableau 113 : Profil moléculaire des souches de portage  nasal de S.aureus selon les études 

Auteur [Réf] Année  Lieu Population Profil moléculaire 

Lauderdale et al [507] 

 

2010 Taiwan Réanimation ST239, ST5,ST59 

Mégévand et al [623] 

 

2009 Suisse Enfants 

hospitalisés 

ST45 surtout 

Fall et al [617] 

 

2014 Sénégal Hospitalisés CC15,CC5,CC8 

Albrecht et al  [361] 

 

2015 Etats-Unis Urgences CC8(USA300) surtout  

Yan et al  [664] 

 

2015 Chine Population 

générale 

CC398, CC1, CC59 

Dunyach-Remy et al  [343] 

 

2016 France  IPD CC8 surtout,CC30, 

ST398, CC15 

Lin et al  [341] 

 

2018 Taiwan IPD ST59, CC45 

Gagnaire et al [316] 

 

2019 France Réanimation CC30,CC8,CC5 

Vanegas et al [502] 

 

2021 Colombie Hémodialysés MSSA :CC8,CC188 

MRSA : CC8,CC5  

Notre série 2023 Algérie IPD CC5,CC8,CC1 

 

 

7. 3. Typage moléculaire des souches digestives de S.aureus: 

Le typage moléculaire de 09 de nos souches digestives par MLST avait permis la mise en 

évidence des CC suivants : CC5, CC8, CC1.  

Nous n’avons pu recenser aucune étude portant sur la caractérisation moléculaire des S.aureus 

au niveau digestif chez les diabétiques avec UPD. 

Les complexes CC5 et CC8 identifiés dans notre travail avaient également été trouvés en 

France [316] et aux Etats-Unis [361]. En Europe, les clones CC45, CC30 (France) [316]  de 

même que le ST 228 (Suisse) avaient été rapportés [364]. 

Le clone ST59 caractéristique de l’Asie de l’Est et Pacifique [667] était prévalent dans cette 

région à côtes d’autres génotypes et notamment ST5, ST239. Même le clone berlinois (ST45) 

y avait été identifié ainsi que le ST6, ST15 et ST188 [668]. 

L’épidémiologie moléculaire des souches de portage digestif de S.aureus peut se distinguer 

par une très grande hétérogénéité génétique. L’analyse par MLST de 412 souches de S.aureus 
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issues de selles d’enfants conduite par Ai et al en Chine avait permis d’identifier 76 ST 

différents répartis entre 28CC et 25 nouveaux ST [668]. 

 

 

Tableau 114 : Profil moléculaire des souches de portage digestif de S.aureus selon les études 

Auteur [Réf]  Année Lieu Population Profil moléculaire 

Lauderdale et al [507] 2010 Taiwan Réanimation ST59 , ST5, ST239 

Albrecht et al [361] 2015 Etats-Unis Urgences CC8 surtout,CC5 

Senn et al [364] 2016 Suisse Patients  ST228 

Gagnaire et al [316] 2019 France Réanimation CC5surtout, CC45,CC30 

Ai et al [668] 2020 Chine Enfants ST59, ST45 

Notre série 2023 Algérie IPD CC5,CC8,CC1 
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8. Concordance entre le double portage nasal et digestif et l’IPD :  

Dans notre série, l’absence d’identité était confirmée chez 03 patients sur 09 parmi ceux avec 

double portage nasal et digestif et IPD avec des souches identiques sur antibiogramme. La 

concordance serait par conséquent inférieure ou égale à 66.67%. La concordance était en 

revanche confirmée chez 02 patients sur 09 soit 22.22%.  

L’analyse moléculaire simultanée des souches de portage et des souches cliniques chez un 

même patient permet de montrer, ou d’exclure, que la souche responsable de l’infection est la 

même que celle isolée du portage.  

Nous n’avons pu relever aucun travail comparant des souches de portage digestif et des 

souches d’IPD. Notre série est, à notre connaissance, la première dans la littérature,  à 

comparer le double portage nasal et digestif  aux souches cliniques de S.aureus issues d’IPD. 

Dans la littérature, la similitude établie par des techniques de typage moléculaire 

(PFGE,MLST,typage spa,NGS) entre isolats de portage et isolats cliniques de S.aureus dans 

les IPD variait entre 58.33 [342] et 100% [669]. 

Les séries de Hill [883] et de Dunyach-Remy [343] étaient les mieux représentatives en raison 

du nombre important des souches comparées. Leurs résultats  étaient  particulièrement  

intéressants car ils confirmaient le lien entre le portage nasal et l’IPD par la même souche du 

S.aureus. 

L’équipe de Hill [29] rapportait en 2003 une concordance de 92.10 % soit 35 patients sur 38 

avec IPD qui portaient la même souche à la fois au niveau du nez et du pied.  

Dunyach-Remy et al [343] en 2016 détectait une similitude  entre portage nasal et IPD à 

S.aureus  chez 66 patients parmi 101 soit 65.3%. 

Les travaux de Squier et al[362] , Srinivasan et al [571] , et Albrecht et al[361] avaient 

analysé la concordance entre le double portage nasal et digestif  et l’infection à S.aureus chez 

des adultes en réanimation, des enfants cancéreux et des adultes avec des abcès cutanés 

fermés respectivement. Ils  retrouvaient une très forte similitude estimée à 69.23% [571], 

82.35% [362] et 88.23% [361]. 

Ces taux étaient supérieurs au niveau de concordance trouvé dans notre travail. 
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Tableau 115 : Concordance entre souches de portage et souches cliniques selon les études  

Auteur [Réf] 

  

Année  Lieu  Population  Sites de portage Concordance  

Squier  et al [362] 

 

2002 Etats-Unis Réanimation Nez,rectum  82.35% (14/17) 

Hill et al [29] 

 

2003 Royaume-

Uni 

IPD Nez  92.1% (35/38) 

Gjodsbol et  

al  [670] 

 

2013 Danemark Ulcère 

chronique du 

pied 

Nez  100% (6/6) 

Haleem et al [342] 

 

2014 Etats-Unis IPD Nez 58.33% (7/12) 

Srinivasan  

et al  [571] 

 

2020 Etats-Unis Enfants 

cancéreux 

Nez,rectum 69.23% (9/13) 

Albrecht et al  

[361] 

 

2015 Etats-Unis Abcès cutanés Nez, gorge, 

aine,rectum 

88.23% (75/85) 

Duyach-Remy et al 

[343] 

 

2016 France IPD Nez  65.3% (66/101) 

Lin et al  [341] 

 

2018 Taiwan IPD Nez  60% (6/10) 

Mac Manus et al  

[669] 

 

2020 Irlande IPD Oropharynx 

(nez, bouche, 

gencive) 

100% (7/7) 

Notre série  2023 Algérie  IPD Nez, selles Entre 22.22% 

et 66.67 % 
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9. Recommandations et perspectives : 

9.1. Recommandations : 

L’amélioration de la prise en charge des IPD est un processus multidisciplinaire dont la 

prévention est la pierre angulaire. L’objectif principal est d’identifier rapidement les patients à 

risque d’IPD pour une intervention thérapeutique à un stade précoce de l’ulcère avant 

l’évolution vers des formes sévères compliquées.    

Pour y parvenir, les résultats de notre travail nous permettent d’émettre les recommandations 

suivantes : 

- Réaliser systématiquement des prélèvements de dépistage à l’admission en multipliant les 

sites de dépistage : associer obligatoirement un prélèvement nasal à d’autres prélèvements 

(selles, gorge, peau). 

- Evaluer l’impact de l’efficacité de la décontamination nasale par la mupircoine sur le 

portage nasal et l’IPD à S.aureus. 

- Optimiser régulièrement de la prescription des antibiotiques en adaptant le traitement à 

l’épidémiologie microbienne : le rôle des infectiologues comme référents en antibiothérapie 

est central, il doit être au cœur de toute politique de prescription des antibiotiques et de lutte 

contre l’émergence des BMR.  

- Insister sur l’application rigoureuse des mesures d’hygiène : la transmission  du S.aureus est 

manuportée et le portage accentue sa dissémination.  

- Veiller sur l’isolement des patients porteurs ou infectés par le SARM et les autres BMR.  

-Introduire et généraliser les techniques modernes de biologie moléculaire et notamment le 

séquençage haut débit (NGS). Leur rôle est déterminant dans le typage des souches, la 

surveillance épidémiologique et l’établissement de lien entre les souches cliniques et les 

souches du portage  
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9.2. Perspectives : 

L’amélioration de la prise en charge des IPD pourrait bénéficier de l’introduction d’autres 

alternatives thérapeutiques à savoir :  

- Les nouvelles molécules antistaphylococciques non encore disponibles en Algérie : 

ceftaroline, ceftobiprole , linézolide, daptomycine [671][672]. 

- Les nouvelles thérapeutiques contre les UPD : oxygénothérapie à pression négative, facteurs 

de croissance topiques, stimulation électrique [131][171][172].  

Des thérapeutiques antistaphylococciques innovantes, à l’étude ou à l’essai, pourraient 

également constituer des moyens de lutte prometteurs : les bactériophages [673][674], les 

peptides antimicrobiens[675], les thérapies à base de produits d’origine végétale[676], 

molécules anti-biofilms[119][677],vaccins anti-S.aureus ou anti-SARM [678][679].  
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Conclusion : 

En raison de l’allure épidémique que prend le diabète sucré dans le monde entier, la fréquence 

de ses complications est amenée à s’accroitre significativement. 

L’ulcère du pied diabétique ou le pied diabétique est responsable d’une grande morbidité et de 

graves incapacités qui pèsent lourdement sur la société, devenant un problème crucial de santé 

publique ;  l’enjeu de majeur de ce problème étant la perte d’un membre inférieur. Un 

diabétique est amputé toutes les 30 secondes dans le monde et le pied diabétique est la cause 

majeure des amputations des membres inférieurs d’origine non traumatiques. 

Avec une fréquence élevée de 84.69% dans notre série , l’IPD est une complication 

infectieuse  majeure qui menace la santé de nos diabétiques. 

L’infection à Staphylococcus aureus , seul ou en association aves d’autres germes, est 

nettement prédominante représentant 74.63% de l’ensemble des IPD documentées.  

La résistance à la méticilline de  nos souches de S.aureus est alarmante (66.79%). Une forte 

multirésistance aux antibiotiques de différentes classes y était associée avec une ampleur 

variable. Il en est de même pour nos BGN qui présentent également des taux inquiétants de 

résistance aux antibiotiques. 

Chez les patients infectés au pied par le S.aureus, la fréquence du portage nasal du S.aureus 

est importante (38.49% dont 22.19% de SARM). Ceci souligne l’importance du dépistage 

nasal du S.aureus à l’admission pour identifier les patients à risque d’IPD à S.aureus et 

surtout à SARM afin de prendre précocement les mesures thérapeutiques et préventives 

adéquates. Ce dépistage est également pertinent pour l’optimisation de l’usage des 

antibiotiques en raison de l’importance de la VPN dans l’exclusion des IPD à SARM chez les 

porteurs. 

Le portage digestif à S.aureus est moins fréquent (16.85% dans les IPD à S.aureus) que le 

portage nasal mais son dépistage est très utile puisqu’il participe activement à la 

contamination de l’environnement et la dissémination de la bactérie entre les patients, en plus 

du risque d’infection ultérieure qu’il présenterait et qui mériterait davantage d’investigations. 
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La PVL et la TSST-1 ne constituent pas des facteurs de virulence majeurs de S.aureus à la 

fois dans les IPD et les sites de portage.  

Les clones CC5, CC8 et CC1 étaient les principaux clones identifiés parmi les souches 

cliniques et de portage étudiées.  

 

La concordance entre souches cliniques et de portage ainsi que l’épidémiologie moléculaire 

devrait être complétée par le génotypage et la caractérisation moléculaire des facteurs de 

virulence et des mécanismes de résistance aux antibiotiques de toutes les souches isolées.   

Des investigations supplémentaires devraient être entreprises pour évaluer l’impact et 

l’efficacité des la décontamination nasale dans le carde de la prévention des IPD. 

 

En conclusion, certaines mesures sont à même de réduire la fréquence et la morbi-mortalité 

des IPD. Il serait ainsi recommandé de : 

 Renforcer et d ‘insister sur la dimension multidisciplinaire dans la prise en charge des IPD 

 Promouvoir les programme d’éducation thérapeutique et de développer des unités de soins 

voire des structures autonomes spécialisées dans le dépistage et la prise en charge des IPD 

 Réaliser systématiquement un dépistage nasal à l’admission ou à la consultation pour 

identifier les patients à risque d’IPD  

 Etudier l’impact d’une décontamination nasale du S.aureus  avec de la mupirocine à la fois 

sur le portage nasal et les IPD ultérieures au même germe.   

 Effectuer des études complémentaires et approfondies à l’aide de techniques modernes de 

biologie moléculaire pour évaluer le lien des autres sites de portage avec les IPD afin 

d’élaborer des stratégies de prévention des IPD chez les porteurs.  
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Annexes  

 

Annexe 1 : Facteurs d’hyperpression plantaire et d’ulcération [680] 

 

Facteurs d’hyperpression plantaire et d’ulcération 

Facteurs intrinsèques 

    Morphologie du pied (pied creux, hallux valgus, griffes 

    d’orteil. . .) 

    Hyperkératose plantaire 

    Diminution des amplitudes articulaires (limited joint 

    mobility) 

    Déformations sévères du pied (pied de Charcot) 

Facteurs extrinsèques 

   Chaussage inadapté (trop étroit, coutures proéminentes) 

   Corps étranger (caillou, clou. . .) 

Facteurs comportementaux 

   Marche à pieds nus 

   Non-surveillance quotidienne des pieds 

   Impossibilité d’auto-soins 

   Manque d’hygiène (hyperkératose non-traitée) 

Facteurs iatrogènes 

   Soins inadaptés des ongles 

   Amputations mal réalisées 

   Résection d’une ou plusieurs têtes métatarsiennes 

   « Saucissonnage progressif » du pied 

 

 

 

 

 



 Page 266 
 

 

Annexe 2 : Critères d’hospitalisation pour infection du pied diabétique 

 

Selon l’IWGDF 2019 [93], les facteurs suggérant une hospitalisation sont :  

 Infection sévère (Grade 3 ou 4 de l’IWGDF) 

 Instabilité métabolique (déséquilibre hyperglycémique nécessitant une insulinothérapie) ou 

hémodynamique.  

 Nécessité d'un traitement IV (et non réalisable ou non approprié en ambulatoire).  

 Nécessité d'examens diagnostiques (et non réalisables en ambulatoire).  

 Ischémie critique du pied infecté (pâleur, froideur, cyanose et douleur).  

 Nécessité d'un acte chirurgical (plus que mineur).  

 Échec de prise en charge de l’infection de l’UPD en ambulatoire  (évolution rapide et 

défavorable de la plaie).  

 Non-adhésion ou incapacité de l’individu à suivre le traitement ambulatoire  (contexte 

socio-économique : isolement, éthylo-tabagisme).  

 Soins de plaies locaux complexes qui ne peuvent être faits à domicile. Nécessité d’une 

surveillance accrue et continue de l’individu 
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Annexe 3 : Education thérapeutique podologique  

 

La formation et l’acquisition du savoir chez le patient diabétique et son entourage doit inclure 

les éléments suivants : 

 Inspection journalière des pieds y compris les espaces inter-orteils ; 

 Inspection et palpation quotidienne de l’intérieur des chaussures ; 

 Interdiction  de porter des chaussures serrées ou des chaussures avec des bords rugueux et 

des coutures irrégulières ; 

 Interdiction de marcher pieds nus à l’intérieur comme à l’extérieur , et de porter de 

chaussures sans chaussettes 

 Vérification , avant de se chausser, de l’absence de corps étrangers en insérant la main 

dans les chaussures ; 

 Changement de chaussettes tous les jours en évitant  de mettre des chaussettes serrantes 

 Lavage régulier des pieds avec séchage très soigneux particulièrement entre les orteils 

 Maintien d’une bonne hygiène des ongles 

 Exérèse des cors et cals par un professionnel de santé 

 Sensibilisation des patients à la nécessité que leurs pieds soient examinés régulièrement par 

un professionnel de santé 
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Annexe 4 : Fiche de renseignement pour étude de l’infection du pied Diabétique 

 

Nom-prénom du patient :         

Date  de naissance (âge) :                Sexe : Masculin               Féminin 

Date du prélèvement :                                                       

Prise en charge initiale                                                Suivi pied 

                              

Prise en charge de la plaie :     Initiale       oui               non  

Antécédents d’hospitalisation dans l’année pour lésions de pied diabétique : 

       Dates : 

       Même pied : oui           non           Même lésion : oui               non  

        

Antécédents d’amputation                             oui           non  

Antibiothérapie dans les 06 derniers mois    oui           non  

Suivi     oui               non  

              Si suivi : Aggravation          Amélioration                 

Date de début de lésions :  

Facteur déclenchant : 

 

Diabète : Type 1       Type 2             Autre type de diabète :  

Ancienneté du diabète :                          (mois, années, date de découverte) 

Traitement du diabète : 

 

 

Antécédents d’hospitalisation dans l’année       oui      non  

      Si oui préciser les dates d’hospitalisation  
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Macroangiopathie                                  Néphropathie  

Absence                         oui     non         Absence                oui      non           

IDM                              oui     non          Microalbuminurie oui      non           

AOMI                           oui     non          Protéinurie             oui      non           

Sténose carotidienne     oui     non         Insuffisance rénale oui      non           

AVC                              oui     non           

 

Rétinopathie                                                     Neuropathie  

Absence     oui     non      Sensitivo motrice    oui     non 

Simple                          oui     non                      Périphérique           oui     non  

Préproliférante             oui     non                      Centrale                  oui     non 

Proliférante   oui     non      Végétative               oui     non 

 

HbA1 glyquée   Faite à l’admission :                                 

Glycémie           Faite à l’admission :                                Faite à la sortie : 

Facteurs de risque cardiovasculaires :  

HTA :   oui         non                       Obésité :      oui               non           

Dyslipidémie : oui         non           Alcoolisme chronique :    oui             non           

Tabac :   oui        non                            Sédentarité :   oui                non    

La plaie du pied 

Nombre de plaies :     1            2              3                  >3 

Localisation de la lésion :   Face plantaire         Face dorsale               Orteil  

                        Métatarse         Médio-pied              Talon                   Cheville 

 

Ecoulement purulent : oui          non           spontané              provoqué 

Signes inflammatoires locaux :   oui         non            Ostéite associé : oui          non        
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Grade Wagner de la lésion :  

Sepsis sévère :      oui           non           

Autres prélèvements réalisés : 

Nez :    oui           non           si oui préciser la date de réalisation 

Selles : oui           non           si oui préciser la date de réalisation 

 

Traitement antibiotique pour lésion de pied : 

Traitement empirique : 

Traitement après documentation : 

Date de début :                          Date d’arrêt : 
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Annexe 5 : Liste des antibiotiques à tester pour l’antibiogramme des principales 

bactéries isolées [370] 

 

Staphylococcus aureus Entérobactérales  Pseudomonas aeruginosa 

Pénicilline G Ampicilline Pipéracilline 

Céfoxitine Céfazoline  Ticarcilline-clavulanate 

Oxacilline Amoxicilline-clavulanate Pipéracilline-tazobactam 

Kanamycine Céfoxitine  Aztréonam 

Tobramycine Aztréonam  Ceftazidime 

Gentamicine Céfotaxime  Céférime 

Erythromycine  Céfépime  Imipénème 

Clindamycine Ertapénème Ciprofloxacine 

Quinupristine-dalfopristine Imipénème  Gentamicine 

Ciprofloxacine Gentamicine  Amikacine 

Cotrimoxazole Amikacine  Tobramycine 

Rifampicine Acide nalidixique Colistine  

Tétracycline Ciprofloxacine   

Chloramphénicol Cotrimoxazole  

Acide fusidique
* 

Chloramphénicol  

Fosfomycine Fosfomycine  

Mupirocine Colistine  

Linézolide   

Daptomycine   

Vancomycine   
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Annexe 6 :  Protocole d’extraction de l’ADN  de S.aureus: 

- Répartir 500ul d’eau ultra pure dans chaque ependorf 

- Prendre une strie de colonies pures (une dizaine de colonie) et la désagréger dans l’eau ultra 

pure 

- Bien vortexer 

- Mettre à congélation à – 80C pendant 30 minutes 

-Mettre au bain sec à + 100C pendant 10 minutes 

-Centrifuger 10 minutes à 12000rpm à +4C 

- Recueillir 300 à 400 ul de surnageant 

- Congeler le surnageant (extrait ADN à -20C) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Page 273 
 

Annexe 7 :   Protocole pour PCR conventionnelle à la recherche des gènes mecA, pvl et 

tst chez Staphylococcus aureus . 

 

1. Volume réactionnel pour PCR : 50 ul par échantillon (47 ul de mélange réactionnel+ 3 ul 

d’extrait d’ADN)  

2. Préparation du mélange réactionnel (ou mix) pour un volume de 47 ul à partir des réactifs 

suivants:  

Tampon PCR 10X :  5 ul 

MgCl2(25mM) : 7 ul 

DMSO :  2.5 ul 

dNTP (5mM) :  4 ul 

Amorce F (30mM) :  0.5 ul 

Amorce R (30mM) :  0.5 ul 

Taq polymerase :  0.3 ul 

Eau ultra pure (DNase, RNase free) :  27.2 ul 
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Annexe 8 :  Protocole pour MLST de Staphylococcus aureus 

Les différentes étapes de la  MLST :  

 Extraction de l’ADN  

 PCR MLST  

 Visualisation par électrophorèse des amplicons PCR MLST 

 Purification des produits de la PCR MLST 

 Visualisation par électrophorèse des amplicons purifiés 

 PCR de séquençage 

 Précipitation des produits de la PCR de séquencage  

 Injection de la plaque (contenant les produits de précipitation de la PCR de séquençage)  

dans le séquenceur (séquenceur utilisé ABI 3130XL, Applied Biosystem ; réactifs utilisés 

pour PCR de séquençage : BigDye 3.1 ; réactif séquenceur Pop7). 

 

 PCR pour MLST : 

Mélange réactionnel pour PCR : 50ul par réaction : 

DMSO : 1 ul 

Tampon PCR 10X : 5 ul 

dNTP (2mM) : 5 ul 

Amorce F (20pmol/ul) : 2 ul 

Amorce R (20pmol/ul) : 2 ul 

Taq polymerase : 0.2 ul 

Eau ultra pure (DNase, RNase free) : 34.8 ul 

Réaction :  50ul mélange + 3 ul extrait d’ADN 

Remarque :  1 pmol/ul = 1 uM 

 

 Purification des produits de la PCR MLST 

Technique pratiquée : purification à l’isopropanol sur microcolonnes (invitrogen Pure 

Link
TM 

Quick PCR Purification Kit fournie par Thermo Fisher Scientific)   

1. Réaction avec le tampon de purification : 

Mélanger le tampon à l’isopropanol (04 volumes du tampon B2) avec 01 volume du produit 

PCR (50-100ul)  
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2. Chargement de la colonne :  Distribuer le mélange sur la colonne fournie par le fabricant 

(Pure Link Spin Column) placée dans un tube collecteur. Centrifuger la colonne à 10000 g 

pendant une minute. Eliminer le culot 

3. Lavage: remetttre la colonne dans un tube collecteur et ajouter 650ul du tampon de lavage 

avec l’éthanol. Centrifuger la colonne à 10000 g pendant une minute. Eliminer le culot et 

placer la colonne dans le même tube collecteur. Centrifuger la colonne à vitesse maximale 

pendant 2-3 minutes. 

4. Elution: placer la colonne dans le tube d’élution (fourni par le kit). Ajouter 50 ul du tampon 

d’élution au centre de la colonne. Incuber la colonne à température ambiante pendant 01 

minute. Centrifuger la colonne à vitesse maximale pendant 02 minutes. Le tube d’élution 

contient le produit purifié de PCR. Conserver l’ADN purifié à +4°C pour un usage immédiat 

ou à – 20°C pour un usage à long terme. 

 PCR de séquençage :  

Se fait sur plaque de 96 cupules (12 x 8). 

Mélange réactionnel pour une réaction (cupule) : 7 ul 

Eau distillée : 5.3 

Tampon (fourni par le fabricant) : 1 ul 

Big Dye (version 3.1) : 0.7 ul  

 

Préparer un mélange suffisant selon le nombre de tests. Exemples : pour 02 souches testées, 

28 réactions (amorces), préparer un mélange suffisant pour 29 réactions. 

Répartir, 7ul de mélange par cupule 

Mettre 1 ul de chaque amorce par cupule 

Rajouter 2 ul d’ADN purifié (ou augmenter la quantité si bandes faibles visualisées après 

purification de l’ADN) 

Mettre la plaque dans le thermocycleur 

Programme PCR séquençage thermocycleur 

 

 Précipitation des produits de PCR de séquençage : précipitation à l’éthanol : 

Déposer dans chaque cupule 80 ul d’éthanol à 80% (conservé à – 20 °C) 

Laisser 30 minutes à température ambiante de préférence à l’abri de la lumière 
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Centrifuger à 2500 rpm pendant 35 minutes à + 4°C ( pour notre centrifugeuse à plaque dont 

le rotor est de 12cm, 2500 rpm = 839 g) 

Jeter le tout par retournement et faire sécher la plaque avec du papier buvard 

Déposer dans chaque cupule 80 ul d’éthanol à 70% (conservé à – 20 °C) 

Centrifuger 5 minutes à 3500 rpm ( 1643 g) 

Eliminer le surnageant par retrournement 

Centrifuger 1 minutes à 1000 rpm (134 g) plaque à l’envers et papier buvard au dessus 

Laisser écher la plaque pendant 15 minutes sous hotte ou à l’abri de la lumière 

Dans notre cas, toute la nuit à l’abri de la lumière en couvrant la plaque (éviter la poussière) 

 

 Injection de la plaque dans le séquenceur : 

Après PCR de séquençage, purification et séchage pendant une nuit à température ambiante, 

déposer dans chaque cupule 15 ul d’EDTA à 0.3 mM. 

Introduire la plaque dans le séquenceur : séquenceur utilisé ABI 3130XL, Applied 

Biosystem ; réactif utilisé pour PCR de séquencage : BigDye 3.1 ; réactif séquenceur Pop7) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Titre : Relation entre le portage nasal et digestif de Staphylococcus aureus et l’infection 

des plaies du pied chez le diabétique  

Abstract : 

 

Introduction -Aims of the study: Up to 39% of diabetic patients will develop a foot ulcer 

during their life, 50% of whom will be infected. The link between nasal carriage of 

Staphylococcus  aureus  and diabetic foot infection (DFI) is well established.  

The main aim of our work is to assess the link between nasal and intestinal carriage of 

S.aureus and infected diabetic foot ulcer with the same carriage strain. 

Other secondary objectives include: assessment of antimicrobial susceptibility, molecular 

characterization of virulence factors and genotyping of all S.aureus strains as well as 

molecular concordance between colonizing and clinical isolates.  

Materials and methods : A transversal prospective study was conducted in the university 

teaching hospital of Annaba   between January 2015 and December 2020 over 405 patients 

diagnosed, hospitalized and monitored for DFI at the endocrinology care facility. 

Clinical wound samples from DFI of all patients were cultured and 353 nasal swabs and 233 

stool specimens were analyzed for S.aureus colonization at the central microbiology 

laboratory.     

Results: The frequency of DFI was very high (84.69%) and S.aureus was the main etiology 

accounting for 74.63% of all cases. MRSA proportion among our clinical strains was 

alarming estimated at 66.79%. 

Among S.aureus DFI, the frequency of nasal carriage was high 39.49% with 22.19% of 

MRSA strains. Intestinal carriage was however much lower present in 16.85% of patients 

with an MRSA rate of 06.74%.  Only 09 patients (05.06%) had S.aureus in both the nares and 

stools and 03 of whom had MRSA in these sites (01.68%). 

Both clinical and colonizing strains poorly harbor pvl and  tst genes. As much as 06.41% and 

03.70% of colonizing strains expresses pvl and tst genes in the nare and the stool respectively.  

Molecular typing identified the following genotypes: CC5, CC8 and CC1. It also found, 

among the 09 patients with IPD and concurrent nasal and intestinal carriage, a concordance 

between clinical and carriage strains in 02 patients (22.22%) while 03 patients (33.33%) had 

different clinical and carriage strains.  

Conclusion: The high frequency of S.aureus nasal carriage underscores the utility of nare 

screening to identify patients at risk of DFI in order to promptly implement adequate 

preventive and therapeutic measures. 

The multidrug resistant pattern of our S.aureus strains strongly challenges antibiotic therapy 

and enhances the antibiotic selection pressure on glycopeptides. 

PVL and TSST-1 don’t seem to play a major role among S.aureus strains both in DFI and 

carriages sites. 

 

Key words : diabetic foot infection, Staphylococcus  aureus,MRSA, nasal and intestinal 

carriage 

 

 



في الأنف والجهاز الهضمي وعدوى جروح القدم لدى   (Staphylococcus aureus) العلاقة بين حمل العنقوديات الذهبية  العنوان: 

 مرضى السكري 

 

 :الملخص

٪ من هؤلاء  50٪ من مرضى السكري بتقرحات في أقدامهم خلال حياتهم، ويصاب أكثر من 39أهداف البحث: يصاب ما يصل إلى  

   .مثبت الأنف والعدوى في القدم السكري بشكل في  الذهبيةبعدوى. تم تأكيد الرابط بين حمل العنقوديات 

والهضمي وعدوى جروح القدم لدى مريض السكري   العنقوديات الذهبية الأنفي الهدف الرئيسي من عملنا هو تقدير انتشار العلاقة بين حمل 

 بنفس سلالة هذه البكتيريا.

، والتصنيف الجزيئي لجميع السلالات  ضراوةتتضمن دراسة الحساسية للمضادات الحيوية، والكشف عن عوامل ال ثانويةوالأهداف ال

 .القدم السكري بسلالات الحمل عدوىلسلالات  ينيةج ومقارنة الذهبية المعزولة من العنقوديات 

 

  405عنابة على عينة تضم ل الجامعيمستشفى بالأجريت  , بغرضين وصفي وتحليلي ة استعراضي  هذه دراسة استطلاعيةالمواد والأساليب: 

 .2020ديسمبر  31و  2015يناير  01بسبب عدوى القدم السكري في قسم الغدد الصماء بين  فحصهم، استشفاؤهم ومتابعتهم  تممرضى 

عينة من القدم تم تحليلها في   405، بالإضافة إلى  العنقوديات الذهبية عينة من البراز للبحث عن 232وعينة من الأنف  353تم تحليل  

 .لعلم الجراثيمالمختبر المركزي 

 

مسيطرة بشكل   عنقوديات الذهبيةبال عدوى ٪. كانت ال84.69العدوى في القدم السكري مرتفع وتم تقديره بنسبة  كان معدل انتشار  النتائج:

 .٪ من الحالات74.63واضح وبلغت نسبة 

 .٪66.79تم تقديرها بنسبة   )éticillineM(بمقاومة مقلقة للميثيسيلين العنقوديات الذهبية السريرية من السلالاتتميزت 

٪ من  22.19٪، بما في ذلك 38.49مرتفعة وبلغت   يحمل الأنفال كانت نسبة  ،الذهبيةلعنقوديات با في حالات العدوى في القدم السكري 

٪ من المرضى، بما في  16.85. كان الحمل الهضمي أقل شيوعًا وكان موجودًا في  SARMمقاومة للميثيسيلين العنقوديات الذهبية سلالات

٪ مع  05.06وبلغت    ،قليلةي مجتمعاً فقط في حالات  . وكان حمل العنقوديات الذهبية في الأنف والجهاز الهضمSARM٪ من 06.74ذلك 

 . SARM٪ من سلالات 01.68

في الأنف و   PVL ٪ لجين06.41تجاوز  ي الحمل ولم  منخفض في السلالات السريرية وفي سلالات  TSTو PVL جينات  معدل انتشاركان 

 .في البراز TST ٪ لجين03.70

في  المزدوج  وأظهر التصنيف تطابقاً بين سلالات الحمل   CC1و  CC5 : ،CC8 الجينية التاليةقام التصنيف الجزيئي بالتعرف على الأنماط 

 .٪22.22مرضى، أي ما يعادل  09الأنف والجهاز الهضمي والسلالة السريرية في حالتين من بين 

 :الاستنتاج

لتحديد المرضى الذين يحملون  الاستشفائي دخول عند الكشف حمل العنقوديات الذهبية في الأنف الضوء على أهمية ال  معدل انتشارسلط ي 

 .وتنفيذ التدابير الوقائية والعلاجية المناسبة في وقت مبكر العنقوديات الذهبيةخطر عدوى القدم السكري ب 

كبير تقيد اختيار العلاج بالمضادات الحيوية وتزيد من ضغط الاختيارعلى   بشكل   SARMللميثيسيلينالعنقوديات الذهبية  مقاومة سلالات

 . (Glycopeptides)يكوبيبتيد الجل

PVL وTSST-1    سواء في حالات العدوى في القدم السكرية أو في مواقع الحمل معتبرة ضراوة شكلان عوامل  ي لا. 

 

 .، حمل في الأنف والجهاز الهضميStaphylococcus aureus ،SARM العنقوديات الذهبية عدوى القدم السكرية، كلمات مفتاحية: 

 



Titre : Relation entre le portage nasal et digestif de Staphylococcus aureus et l’infection 

des plaies du pied chez le diabétique  

Résumé : 

Objectifs du travail : Jusqu’à 39% de diabétiques développeront une ulcération du pied 

durant leur vie dont plus de 50% s’infecteront. Le lien entre le portage nasal et l’infection du 

pied diabétique à  Staphylococcus  aureus est bien établi. 

L’objectif principal de notre travail est d’estimer la fréquence de l’association entre le portage 

nasal et digestif de S. aureus et l’IPD par le même isolat de ce germe. 

Les objectifs secondaires consistent à : étudier la sensibilité aux antibiotiques, mettre en 

évidence les facteurs de virulence, typer par biologie moléculaire toutes les souches isolées de 

S. aureus ainsi que comparer génétiquement les souches d’IPD aux souches de portage  

Matériels et méthodes : Il s’agit d’une étude prospective transversale à double visée 

descriptive et analytique réalisée au CHU d’Annaba sur un échantillon de 405 patients 

consultés, hospitalisés et suivis pour IPD au niveau du service d’endocrinologie entre le 01 

janvier 2015 et le 31 décembre 2020.   

353 prélèvements de nez et 232 selles à la recherche du S.aureus  ainsi que 405 prélèvements 

issus du pied ont été analysés au niveau du laboratoire central de microbiologie. 

Résultats : La fréquence des IPD documentées était élevée estimée à 84.69%.  Les infections 

à S.aureus étaient nettement prédominantes totalisant 74.63% des cas. 

Nos souches cliniques de S.aureus se caractérisaient par une résistance alarmante à la 

méticilline évaluée à 66.79%.  

Dans les IPD à S.aureus, la fréquence du portage nasal était importante 38.49% dont 22.19% 

de SARM. Le portage digestif était en revanche plus faible présent chez 16.85% des patients 

dont 06.74% de SARM. L’association d’un double portage nasal et digestif était seulement 

présente chez 09 patients soit 05.06% avec 01.68% de SARM. 

La fréquence des gènes pvl et de la tst était faible chez les souches cliniques comme chez les 

souches de portages ne dépassant pas 06.41% pour pvl dans le nez et 03.70% pour tst dans les 

selles.   

Le typage moléculaire avait permis d’identifier les génotypes suivants : CC5, CC8 et CC1. Il 

établissait une concordance entre les souches du double portage nez-selles et la souche 

clinique chez 02 patients sur 09 soit une similitude de 22.22%.   

Conclusion :  

La fréquence élevée du portage nasal souligne l’importance du dépistage à l’admission pour 

identifier les patients à risque d’IPD à S.aureus et de mettre en œuvre précocement les 

mesures préventives et thérapeutiques adéquates. 

La forte multirésistance de nos souches de S.aureus restreint considérablement le choix de 

l’antibiothérapie et augmente la pression de sélection sur les glycopeptides.  

PVL et TSST-1 ne constituent pas des facteurs de virulence majeurs à la fois dans les IPD et 

les sites de portage.  

 

Mots clés : infection du pied diabétique, Staphylococcus  aureus, SARM, portage nasal et 

digestif 
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