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                                          Résumé 

Le portage nasal de Staphylococcus aureus augmente le risque d’infections du site opératoire (ISO) qui 

restent un défi et représentent un fardeau considérable en chirurgie orthopédique. 

Cette étude prospective menée de Mars à Juin 2015 dans les services de chirurgie orthopédique dont 

pédiatrique et adulte du CHU Hassan II de Fès a pour objectif principal de montrer la relation entre le portage 

nasal de S. aureus et les ISO à S. aureus, avec des objectifs secondaires suivants : étudier la prévalence et les 

facteurs de risque de portage nasal de S. aureus chez les enfants et chez les adultes, identifier le profil de 

résistance des isolats de S. aureus et de leurs gènes de toxines, évaluer la prévalence et les caractéristiques 

d’ISO en chirurgie orthopédique. 

Les prélèvements nasaux ont été effectués sur 228 patients hospitalisés dont 126 en chirurgie orthopédique 

pédiatrique et 102 en chirurgie orthopédique adulte. Les prélèvements sur des plaies opératoires ont été 

effectués chez les patients infectés. L’étude des bactéries a été réalisée par les méthodes de microbiologie en 

utilisant des milieux sélectifs respectifs. Le profil de résistance aux antimicrobiens a été déterminé par la 

méthode de diffusion de disques sur gélose. Une PCR a été utilisée pour l’identification de 22 gènes 

toxiniques de S. aureus.  Les analyses statistiques ont été faites en utilisant le logiciel Epi info 7. Les données 

obtenues ont été comparées en utilisant le test exact de Fisher. Une valeur de p <0,05 était considérée comme 

statistiquement significative. 

La prévalence globale du portage nasal de S. aureus était  de 27,2% chez les enfants et les adultes, dont 1,6% 

sont des S. aureus résistant à la méthicilline SARM. Dans le service d’orthopédie pédiatrique, 23,8% des 

patients sont porteurs ; l’hospitalisation et l’antibiothérapie antérieures sont des facteurs de risques de portage 

nasal de S. aureus dans ce service. Chez les adultes, le taux de portage était de 31,37% ; les patients de sexe 

masculin ayant plus de 70 ans sont à haut risque de portage nasal de S. aureus. 

Les résultats de l’antibiogramme ont montré un taux de résistance élevée pour la pénicilline G (90,3%), la 

résistance à la méthicilline, la gentamicine, lévofloxacine, cotrimoxazole  et l’acide fusidique représente 

respectivement 1,6% et l’érythromycine 3,2%. 

La recherche des gènes toxiniques a montré que 64,5% des souches de S. aureus d’origine nasal possédaient 

au moins un gène toxinique, et le gène selm était le plus fréquent (57,5%). 

La prévalence d’ISO était de 6,1 % dans les deux services de chirurgie orthopédique. Les bactéries les plus 

fréquemment isolées étaient Enterobacter cloacae (16,7 %), Pseudomonas aeruginosa (11,1 %), 

Staphylococcus aureus, Acinetobacter baumanii et Staphylocoque à coagulase négatif (8,3 % chacun). Aucun 

facteur n’a été associé à la survenue d’infection.  

D'autres études similaires sont nécessaires, pour une meilleure compréhension du rôle du portage nasal de S. 

aureus dans les ISO et l’élaboration de programmes de prévention. 

 

 

Mots clés : S.aureus, portage nasal, sensibilité aux antibiotiques, toxines, ISO.
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INTRODUCTION 

En dépit des progrès réalisés dans le domaine chirurgical, les infections du site opératoire (ISO) 

continuent d’être une cause majeure de morbidité et de mortalité qui varient en fonction du 

terrain et de l’intervention. Elles représentent une des complications les plus redoutées imposant 

le plus souvent une reprise chirurgicale, altérant le résultat clinique et radiologique tout en 

mettant en cause la responsabilité médicolégale de l’opérateur (Jenny, 2005).  

Staphylococcus aureus est la principale bactérie responsable d’ISO en chirurgie orthopédique 

et traumatologique (Bonnevialle  et al., 2012).  

La hausse de l'incidence des infections staphylococciques est en rapport avec l’augmentation 

du nombre de malades immunodéprimés ainsi qu’avec la multiplication des procédures 

invasives qui lèsent la barrière cutanéo-muqueuse, favorisant la pénétration dans l'organisme 

de germes véhiculés par les patients ou par les membres du personnel soignant (transmission 

manuportée). Cependant, la sévérité de ces infections est associée à la production par S. aureus 

d’une grande variété des toxines notamment la Leucocidine de Penton-Valentine (PVL), les 

enterotoxines staphylococciques(ETS), les exfoliatines et la toxine responsable du syndrome 

de choc toxique (TSST-1) (Nhan et al., 2012). 

Le portage nasal de S. aureus, observé chez 15 à 40 % de la population générale, constitue un 

facteur de risque d’ISO chez les malades porteurs (Kalmeijer  et al., 2000 ; Kluytmans  et al., 

1997) 

Cependant notre travail vise à montrer la relation entre le portage nasal de S. aureus et les ISO 

à S. aureus pour des patients  en chirurgie orthopédique au sein du CHU Hassan II de Fès avec 

des objectifs secondaires suivants : 

 Etudier la prévalence et les facteurs de risque de portage de S. aureus chez les 

enfants et chez les adultes. 

 Identifier le profil de résistance des isolats de S. aureus et de leurs gènes de toxines. 

 Evaluer la prévalence et les caractéristiques d’ISO en chirurgie orthopédique. 
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ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

I. INFECTIONS NOSOCOMIALES 

Une infection nosocomiale est toute infection acquise dans le cadre d’une activité de soins, 

qu’elle soit ambulatoire ou hospitalière. Elle se manifeste plus de 48 heures après l’admission. 

On qualifie d’infections du site opératoire (ISO), toute infection se manifestant  1 mois après 

une intervention chirurgicale ou 1 an après la pose d’une prothèse. Les infections nosocomiales 

sont provoquées par une contamination de bactéries pathogènes (entérobactéries, 

staphylococcus, P. aeruginosa,…), champignons (Aspergillus, candida,..), ou de virus 

(Rotavirus, cytomégalovirus, virus respiratoire syncytial (RSV),…). 

I.1. Origine des infections nosocomiales 

Les infections nosocomiales peuvent être  soit d’origine endogène où le patient est infecté par 

ses propres germes suite à une acte invasif (c’est-à-dire traversant la peau du patient) et ou à une 

autre fragilité particulières (Anonymous, 1998), soit exogène où le patient est infecté par les 

germes qui lui sont étrangers. Cette dernière origine peut être aboutie suite à une contamination 

croisée entre patients, contamination par le personnel médical, ou une contamination liée à 

l’environnement hospitalier. 

I.2. Facteurs de risques d’infections nosocomiales 

Les enquêtes de prévalence constituent l’outil de base pour la surveillance des infections 

nosocomiales.  Ainsi, les facteurs de risques sont définis pour le bon déroulement de ces 

enquêtes. Alors, on définit ; 

Les facteurs de risque liés au patient : l’âge, immunodépression (séropositivité au VIH, 

chimiothérapie,…), diabète, dénutrition,… 

Les facteurs de risque liés aux soins et aux interventions : le sondage, cathéter veineux, 

intervention chirurgicale, endoscopie,… 

Les facteurs de risque liés à l'agent infectieux : la virulence, résistances aux antibiotiques,…  

I.3. Fréquence des infections nosocomiales 

Les infections nosocomiales représentent un problème de santé publique universel.  

Selon le rapport de l’OMS, Plus de 1,4 million de personnes dans le monde souffrent 

d’infections contractées à l’hôpital.  

Aux Etats-Unis d’Amérique, 1 patient hospitalisé sur 136 tombe gravement malade par suite 

d’une infection nosocomiale, ce qui équivaut à 2 millions de cas et à près de 80 000 décès 

chaque année. En Angleterre, plus de 100 000 cas d’infections résultant de soins de santé 



3 

 

aboutissent à plus de 5000 décès par an, directement imputables aux infections. Au Mexique, 

on estime que 450 000 cas d’infections liées à des actes de soins causent chaque année 32 décès 

pour 100 000 habitants (OMS, 2015). 

Selon une  étude multicentrique menée  dans 27 hôpitaux dont quatre établissements en Algérie, 

dix en Égypte, trois en Italie, six au Maroc et quatre en Tunisie, afin d’évaluer la prévalence et 

les caractéristiques des infections nosocomiales, la prévalence des infections nosocomiales était 

de 10,5 %.  Le taux de prévalence des patients infectés variait de 7,9 % en Algérie, à 10,9 en 

Egypte, à 14,3 % en Italie, 6,7% au Maroc et 13,2% en Tunisie (Amazian et al., 2010).  Dans 

une étude de Prévalence et facteurs de risque des infections nosocomiales au CHU Hassan II 

de Fès (Maroc), la prévalence des infections nosocomiales était de 5,7 % (El Rhazi et al., 2007).     

I.4. Infections du site opératoire 

Les infections du site opératoire représentent 31 % des infections nosocomiales  et sont la 

première cause de celles-ci aux États-Unis (Magill et al., 2012). En France, le taux brut 

d’incidence des ISO était de 1,47%  pendant la dernière décennie (Astagneau et al., 2010). Dans 

les pays africains, la fréquence des infections du site opératoire est très mal connue, du fait de 

la rareté des études et de la variabilité des méthodologies utilisées. Les taux d’ISO suivants ont 

été rapportés : 9,16% pour trois hôpitaux publics au Cameroun (Ntsama et al., 2013) ,18% en 

République Centrafricaine (Bercion et al., 2007), 7 % au Kenya (Dinda et al., 2013) et 15,5% 

au Nigeria (Osakwe et al., 2014). Dans le Maghreb, le taux d’infections dans les services 

chirurgicaux était de 6,2% pour l’Algérie, de 11,2% pour l’Egypte, de 5,3% pour le Maroc et 

de 3,4% pour la Tunisie (Amazian et al., 2010). 

I.4.1. Sources des infections du site opératoire 

Les infections du site opératoires peuvent être de sources endogènes ou de sources exogènes 

selon les définitions précédemment données. La proportion des microorganismes acquis par 

l’une ou l’autre voie varient selon le type de chirurgie :  

            - Chirurgie « propre contaminée ou contaminée », les microorganismes seront avant tout 

de source endogène.  

            - Chirurgie « propre », les microorganismes sont de source exogène (Annexe 4). 
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                         Figure 1. Schéma explicatif des différentes sources d'infection 

 

I.4.2. Facteurs de risques 

Le principal facteur de risque est l’étendue de la contamination préopératoire (Annexe 4), elle-

même conditionnée par la durée de l’intervention et l’état général du patient (Kemfang et al., 

2014). Les autres facteurs en jeu sont la qualité de la technique chirurgicale, la présence de 

corps étrangers (drains compris), la virulence des microorganismes, la présence d’une infection 

concomitante sur un autre site, la pratique du rasage préopératoire et l’expérience de l’équipe 

chirurgicale. 

I.4.3. Infections du site opératoire en chirurgie orthopédique 

L’infection du site opératoire en chirurgie orthopédique est une complication très grave. Elle 

est facilitée par la présence de matériel étranger, l’hématome ainsi que par l’ischémie et la 

nécrose tissulaire. Cette infection conduit à une réintervention et à une prolongation de 

l’hospitalisation majorant le coût de cette chirurgie. Dans une étude d’incidence des infections 

en chirurgie traumatologique et orthopédique était de 2,55% et S. aureus (29,11%) était le plus 

fréquent des germes responsables (Al-Mulhim et al., 2014). Selon Viqueira et al.( 2014), la 

fréquence d’infection était de 2.8% en chirurgie orthopédique pédiatrique. 

I.5. Principaux microorganismes responsables d’infections 
La fréquence des agents responsables d’infection nosocomiale varie selon le site. 

Staphylococcus aureus est l’agent pathogène le plus fréquent des germes responsables des 
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infections du site opératoire (Osakwe et al., 2014 ; Magill et al., 2012 ; Al-Mulhim et al., 2014).  

D’après Osakwe et al., (2014), Staphylococcus aureus (61,3 %) était le plus fréquent, suivi de 

Klebsiella spp (16,1%) et de Pseudomonas aeruginosa (12.9 %) ensuite Streptococcus pyogène 

(9,7%). En chirurgie orthopédique, S. aureus était aussi le plus frequent suivi d’Acinetobacter 

spp., Enterobacter/Klebsiella spp, et Enterococcus (Maksimovic et al., 2008).  Par contre 

Escherichia coli était responsable d’un tiers des infections nosocomiales ausein de CHU Hassan 

II de Fès, suivi de Candida albicans (22,2%) et Klebsiella pneumonia (22,2%) (El Rhazi et al., 

2007). 

I.5.1. Antibiorésistance des germes responsables d’infections 

L’émergence des bactéries multi-résistantes aux antibiotiques demeure un problème majeur 

dans les services de soins. Une augmentation des bactéries à gram positif notamment 

Enterococci et Staphylococci résistants à la méthicilline était un problème inquiétant mais pas 

insoluble vue la sensibilité persistante aux glycopeptides (Vancomycine, teicoplanine). Par 

contre les bactéries à gram négatifs comme Pseudomonas aeruginosa et Acinetobacter 

baumanii parfois résistants à toutes les antibiotiques restent un souci majeur (Bollero et al., 

2003). En effet une étude récemment réalisée a montré que la résistance vis-à-vis des 

céphalosporines de la 3ème génération variait de 8 à 10% pour l’Escherichia coli et de 20 à 27% 

pour Klebsiella pneumonia et la résistance aux carbapenèmes chez ces isolats variait de 7 à 

11% ; puis une résistance de plus de 50% d’Acinetobacter baumanii vis-à-vis des carbapenèmes 

qui ne cesse d’augmenter (Shlaes et al., 2013). 

 Les antibiotiques de la famille des bêta-lactamines, traitement commun des infections 

bactériennes, ont été défiés par des résistances de bactéries à gram négatif. Ainsi la production 

de spectre étendu de β-lactamases (BLSE) reste un mécanisme de résistance important qui 

entrave le traitement antimicrobien d'infections provoquées par des enterobacteriaceae et une 

grave menace de l'arsenal antibiotique actuellement disponibles (Shaikh et al., 2015). 

II. STAPHYLOCOCCUS AUREUS  

II.1. Généralités 

Staphylococcus,  classé auparavant dans la communauté de Bacillus_Lactobacillus_ 

Streptococcus des bactéries Gram-positives avec une faible teneur en GC (Becker et al., 2011), 

est maintenant classé dans une nouvelle famille de Staphylococcaceae, ordre de  Bacillales, 

classe des bacilles. Immobiles, sphériques, non sporulé, présentés comme une coque en amas 

(en grappes de raisin), anaérobie facultatif, catalase positive, oxydase négatif, les 

Staphylococcus sont capable de se développer dans 10% de NaCl.  
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La coloration de Gram, la morphologie des colonies sur milieux gélosés et différents tests 

biochimiques permettent d’identifier le genre Staphylococcus.  

Staphylococcus aureus, commensale de l’homme, est l’espèce la plus pathogène des 

staphylocoques. 

Il se cultive facilement sur milieux ordinaires en aérobiose comme en anaérobiose sur tous les 

milieux usuels, à des conditions de pH et de température variables. S. aureus donne des colonies 

sur milieu usuel, lisses, rondes, bombées et brillantes. Certaines souches grâce à leur teneur en 

caroténoïdes sont pigmentées en jaune doré. Il pousse et fermente le mannitol sur milieu de 

Chapman, faisant virer le rouge de phénol au jaune. 

Sur la gélose au sang,  S. aureus forme des colonies  typiquement pigmentées en  jaune, lisse, 

toute levée et hémolytique (Becker et al., 2011). Sa capacité à coaguler le plasma, lui confère 

une particularité le différenciant des autres Staphylocoques. Ainsi cette propriété fournit un test 

simple et largement utilisé pour identifier Staphylococcus aureus et le distinguer des moins 

virulents Staphylococcus à coagulase négative (Lowy, 1998).  

 

 

 

                                                                

 

 

 

(A)                                                                                              (B) 

Figure 2. Aspect de Staphylococcus aureus : (A) ses colonies  sur milieu Chapman   et    (B) au 

microscope photonique (X1000) après coloration de Gram 

II.2. Mode de transmission de S. aureus 

Les mains restent le vecteur principal de transmission interhumaine de S. aureus. Résistant à la 

dessiccation, sa transmission peut être non seulement directe (surtout par les mains du personnel 

soignant dans les hôpitaux), mais aussi indirecte par les objets et poussières. 

Il peut  également diffuser par voie aérienne chez des patients porteurs et atteints de pathologies 

rhino-sinusiennes.   
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                     Figure 3. Transmission des S. aureus en milieu hospitalier  

II.3. Réservoirs de Staphylococcus aureus 

De réservoir essentiellement humain, S. aureus colonise la peau et les muqueuses dont son 

principal site de portage est vestibulum nasi. Les autres principaux sites de portage S. aureus  

sont le pharynx, la peau et le perinée (Figure 4), et en faible quantité dans le tube digestif. 

II.3.1. Le portage nasal de S. aureus 

La colonisation du nez par S aureus peut être interprétée comme le résultat net des forces 

répulsives et attractives. L’acquisition de S. aureus nasal se fait en quatre étapes qui sont : le 

contact entre le nez et S. aureus, adhésion de S. aureus à certains  récepteurs se trouvant au 

niveau nasal, survie de S. aureus au système de défense de l’hôte et la propagation de S. aureus 

au niveau du nez (Wertheim et al., 2005).  

S. aureus pourrait provenir directement de l’air, mais probablement ce qui n’arrive pas souvent 

(Solberg, 2000). La transmission aérienne est importante pour propager des Staphylocoques 

aux différents réservoirs d’où par les mains, ils pourront gagner les cavités nasals. 

Le  taux de portage nasal varie  selon  la population  étudiée,  les  méthodes  de  prélèvement  

et  de  culture. La prévalence globale du portage nasal chez l’adulte sain ne cesse de diminuer 

depuis 1930, en raison  de l’amélioration de l’hygiène personnelle, des conditions socio-

économiques et aussi la diminution de la taille des familles (Wertheim et al., 2005).  

Les auteurs définissent dans la population générale trois groupes d’individus porteurs : les 

porteurs permanents (20%) qui présentent deux prélèvements nasaux positifs à S. aureus à une 

semaine d’intervalle (bien qu’il n’existe pas encore de définition internationalement adoptée), 

les porteurs intermittents (30%) et les non porteurs (50%) (Kluytmans et al., 1997).  

L’âge, le sexe, l’obésité, le diabète, les antécédents d’hospitalisation et d’antibiothérapie, les 

pathologies chroniques et le tabagisme actif ont été associés au portage nasal de S. aureus.  
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Le taux élevé de portage nasal de S. aureus a été publié pour  les hommes (Olsen et al., 2012), 

les personnes souffrant d'obésité (Botelho et al., 2014), les enfants (Boada et al., 2015) et les 

personnes souffrant de maladies chroniques (Sathisha et al., 2014) ; par contre le tabagisme 

actif a été associé à la baisse du taux de portage nasal de S. aureus (Olsen et al., 2012).  

Des dépistages sont fréquemment réalisés avant chirurgie cardiaque et chirurgie orthopédique. 

Ainsi Kalmeijer et  al.(2000) trouvèrent 27% porteurs de S. aureus en orthopédie ; Olsen et 

al.(2003) 20% en chirurgie cardiaque ; Berthelot et al.(2010) 20,2% en orthopédie.  

Récemment, une étude menée en Chine chez les personnes saines a trouvé 16.5% de population 

étudiée, porteur de S. aureus au niveau nasal (Yan et al., 2015) ce qui coïncidait  avec les 

résultats d’une autre étude réalisées aussi en chine dont  15,4% chez les étudiants dans une 

école de médecine (Du et al., 2011). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 4. Localisation des principaux sites de portage et les pathologies de Staphylococcus aureus 

(Wertheim et al., 2005) 

II.4. Pathogénicité de Staphylococcus aureus 

Staphylococcus aureus est un pathogène opportuniste avec une vaste gamme de facteurs de 

virulence. Il est cliniquement l’espèce le plus important de Staphylococcus, réputé en second 

lieu seulement à S. epidermidis comme cause de bactériémie primaire chez les patients de 

l'hôpital (Becker et al., 2011). La clé du succès pour S. aureus dans l'infection lié au dispositif 
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est sa capacité à former des communautés multicellulaires appelées biofilm (O’Gara et al., 2001 ; 

Zimmerli et al., 2004). Ainsi, il se fixe aux cellules et au collagène de la matrice extracellulaire 

par des protéines de surface appelées adhésines : protéine A (Spa), protéine de liaison au 

collagène (Sna), protéine de liaison à la fibronectine (FnBP), protéine de liaison au fibrinogène 

(Clfa), protéine de liaison à l’élastine (EbpS).  

En effet, son pouvoir pathogène résulte de plusieurs sécrétions particulières comme les enzymes 

dont la coagulase-libre qui constitue un facteur primordial dans le pouvoir pathogène en 

coagulant le plasma autour des coques et en les protégeant de la phagocytose ; la 

fibrinolysine active le plasminogène en plasmine, provoquant la dislocation des caillots 

endoveineux qui libère des micro-embols septiques, facteurs de septicémie et de localisations 

septiques secondaires ; les désoxyribonucléases (ou DNAses) sont des facteurs de destruction 

des noyaux cellulaires ; la hyaluronidase qui hydrolyse l'acide hyaluronique, favorisant la 

diffusion des staphylocoques dans le tissu conjonctif ; la lipase qui modifie les lipides 

bactériens, favorisant la survie des staphylocoques dans les abcès. Ces enzymes lui confèrent  

son pouvoir invasif dont la capacité à se multiplier et à se disséminer dans l’organisme.  

La sécrétion des toxines exerçant à la fois des propriétés toxiques et antigéniques chez l’hôte 

lui confère son pouvoir toxique. S. aureus élabore 5 principales toxines :  

1. Les hémolysines, secrétées par la quasi-totalité des souches, ont une action cytotoxique sur 

de nombreuses cellules eucaryotes, notamment les globules rouges et les plaquettes. Il 

s’agit de : l'α-hémolysine ou α-toxine de nature protéique, le principal agent cytotoxique 

élaboré par Staphylococcus aureus, thermostable et antigénique (Berube et Wardenburg, 

2013) ; β-hémolysine, thermolabile possédant une activité de sphingomyélinase qui altère 

les membranes riches en lipides et  diminue la viabilité des leucocytes et des lymphocytes 

humains (Marshall et al, 2000) ; δ-hémolysine agissant enzymatiquement sur les 

érythrocytes et γ-hémolysine correspondant à une combinaison d'un composant S (HlgA 

ou HlgC) avec un composant F (HlgB), possède un spectre action sur les cellules 

immunitaires (Vandenesch et al ., 2012).  

2. La leucocidine secrétée par 2 à 5% des souches de S. aureus (Perez et al., 2011 ; Pires et 

al., 2014), elle est formée de 2 composés, codés par des gènes distincts, agissant en 

synergie (luk-F et luk-S), joue un rôle important dans la formation du pus.  

3. L'exfoliatine, protéine thermostable se fixant à certaines protéines intracellulaires cutanées 

(profilagrine et filagrine) provoque une épidermolyse ;  

4. Les entérotoxines, dont il existe 7 sérotypes différents (A, B, C1, C2, C3, D, E), sont des 

protéines thermostables responsables d'intoxications alimentaires. Produites par la 



10 

 

majorité des souches de S.aureus (Al bustan et al., 1996), elles sont insensibles aux 

enzymes protéolytiques du suc digestif ;  

5. La toxine responsable du choc toxique staphylococcique (TSST-1) retrouvée dans 20% 

des souches, cette protéine antigénique entraîne la formation d'anticorps protecteurs 

présents chez 85 % des sujets adultes.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

                  Figure 5. Mécanismes physiopathologiques de S.aureus 

Ainsi, on distingue schématiquement deux types de syndromes cliniques selon que les 

symptômes sont liés à l’action directe de la bactérie ou à l’action de toxines à distance du site 

de l’infection : les infections suppuratives et les infections toxiniques (Nhan et al., 2012).  

Tableau 1. Principales toxines de S. aureus et pathologies associés 

Syndromes  Toxines responsables 

Syndrome d’exfoliation généralisée  

Impétigo bulleux 

Exfoliatines (ET) 

Pneumonie nécrosante  

Infections cutanées primitives 

Infections ostéo-articulaire 

Leucocidine de Panton Valentine (PVL) 

Choc toxique staphylococcique  

Scarlatine staphylococcique 

Toxine du choc toxique staphylococcique (TSST-1) 

 Entérotoxines 

Les infections suppuratives impliquent la prolifération bactérienne, l'invasion, la destruction 

des tissus de l'hôte et la réponse inflammatoire. Il s’agit des infections de la peau et des tissus 

mous parmi lesquelles on retrouve la folliculite (infection limitée au follicule pileux), le 

furoncle (infection nécrotique profonde du follicule pileux), et l'anthrax (groupe de furoncles) ;  
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ensuite des infections de l'appareil respiratoire comme pneumopathies nécrosantes 

hémorragiques, des angines et sinusites chroniques, aussi des infections endovasculaires et 

valvulaires cardiaques comme endocardites infectieuses ; ainsi que des infections musculaires 

et osseuses (Figure 4) (Wertheim et al., 2005).     

II.5. Sensibilité de Staphylococcus aureus aux antibiotiques 

 L’augmentation de la résistance des staphylocoques dorés aux antibiotiques est un sujet de 

préoccupation important. Ainsi, une surveillance épidémiologique permanente est plus que 

jamais nécessaire. Le problème de la multirésistance aux antibiotiques ne se pose pas dans les 

mêmes termes pour les staphylocoques hospitaliers et extrahospitaliers dits « communautaires» 

qui restent sensibles à de nombreux antibiotiques à de très rares exceptions près. Par contre, le 

taux de résistance des staphylocoques dorés isolés en milieu hospitalier est élevé (Leclercq, 

2002).  

Les antistaphylococciques les plus utilisés appartiennent aux familles suivantes : les bêta-

lactamines (l’oxacilline du groupe des pénicillines M), les glycopeptides (vancomycine ou 

teicoplanine) en cas de résistance ou d’intolérance à cette première classe, les aminosides 

(gentamicine), qui permettent d’obtenir une bactéricidie rapide en association à l’une des deux 

classes précédentes, et les fluoroquinolones. D’autres antibiotiques sont également utilisés : les 

streptogramines (pristinamycine), les macrolides, la clindamycine, le cotrimoxazole, la 

rifampicine, l’acide fusidique et la fosfomycine. Ces trois dernières molécules sont données en 

association du fait des fréquences élevées de mutations. Plus récemment, de nouveaux 

antibiotiques sont venus renforcer l’arsenal thérapeutique : une oxazolidinone, le linézolide, un 

lipopeptide, la daptomycine et une glycylcycline, la tigécycline (Daurel et al., 2008). 

II.5.1. Mécanismes de résistances de S. aureus 

Staphylococcus aureus a développé différents types de résistance aux antistaphylococciques. 

Le mécanisme le plus fréquent est la résistance aux β-lactamines qui peut se manifester par 

différents profils de sensibilité, mais surtout, la résistance à la méthicilline permet de classer et 

surtout de choisir une option thérapeutique importante  (Quincampoix et al., 2001). 

a) Résistances aux beta-lactamines 

Actuellement, 80 % à 95 % des souches de S. aureus produisent une pénicillinase (enzymes 

hydrolysant toutes les pénicillines sauf l’oxacilline et la cloxacilline) qui inactive la pénicilline 

G et l’ampicilline, rendant leurs indications obsolètes dans le cadre d’une infection à S. aureus 

(Daurel et al., 2008). La mutation des protéines de liaison à la pénicilline (PLP) ou par 

acquisition de nouvelles PLP (PLP additionnelle : PLP2a) confère aux staphylocoques une 
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résistance à toutes les β-lactamines (Quincampoix et al., 2001). Le support génétique est le 

gène mecA, entraînant des phénotypes de résistance hétérogène ou homogène en fonction de 

son degré d'expression (Quincampoix et al., 2001). Dans ce cas, aucune bêta-lactamine n'est 

utilisable.  

b) Résistance aux  Aminosides 

Parmi les aminosides, la gentamicine est l'antibiotique de choix pour le traitement des infections 

à staphylocoques (Batard et al., 2005). Les résistances aux aminosides sont dues à la production 

par les staphylocoques d'enzymes modificatrices des aminosides, codées par des gènes acquis 

plasmidiques ou transposables (Quincampoix et al., 2001). En cas de résistance à la 

gentamicine, la bactérie sera résistante à tous les aminosides (phénotype KTG). 

c) Résistances aux  Glycopeptides 

Tous les staphylocoques sensibles à la méthicilline le sont à la vancomycine (Vancocin) ou à la 

téicoplanine (Targocid). La quasi-totalité des S. aureus est sensible à la vancomycine et à la 

téicoplanine qui restent les traitements de référence des infections à staphylocoques résistant à 

la méthicilline (Michel, 2013). Ils agissent sur la synthèse du peptidoglycane. Ils utilisent une 

caractéristique des précurseurs du peptidoglycane qui est de comporter un acyl-D-alanyl-D-

alanine à leur extrémité. Les glycopeptides se lient aux D-Ala-D-Ala terminaux des précurseurs 

à la surface de la bactérie avec une haute affinité, bloquant ainsi l’addition des précurseurs à la 

chaîne du peptidoglycane naissant et prévenant des étapes ultérieures de polymérisation. Ces 

molécules sont lentement bactéricides (Daurel et al., 2008). 

d) Résistances aux Fluoroquinolones 

Les quinolones agissent en inhibant spécifiquement la synthèse de l'ADN. Les staphylocoques 

sont naturellement résistants aux quinolones de première génération, mais ils sont en revanche 

sensibles aux fluoroquinolones. La grande majorité des souches sensibles à la méthicilline 

restent sensibles aux fluoroquinolones. Par contre, les staphylocoques résistant à la méthicilline 

sont presque tous résistants aux fluoroquinolones (Batard et al., 2005). Les principaux 

mécanismes de résistance sont la mutation chromosomique avec modification de la cible et/ou 

de la perméabilité, et un mécanisme d'efflux actif (Quincampoix et al., 2001). 

e) Résistances aux Macrolides, lincosamides et streptogramines 

Près de 90 % des souches de S. aureus ou S. epidermidis sensibles à la méthicilline sont 

sensibles à l'ensemble des macrolides et apparentés. Ce sont des bactériostatiques. Ainsi Il 
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existe trois grands mécanismes de résistance aux macrolides, lincosamides et streptogramines 

(MLS) : a) modification de la cible constitutive (résistant à tous les MLS) ou inductible 

(seulement résistant à l'érythromycine) de loin le plus répandu ; b) inactivation enzymatique 

des antibiotiques ; c) mécanisme d'efflux actif touchant plus particulièrement les 

streptogramines (Quincampoix et al., 2001). 

f) Résistances aux autres antibiotiques 

i. Acide fusidique 

L’acide fusidique, représentant unique de sa famille, inhibe la synthèse protéique en interférant 

avec une GTPase (facteur d’élongation G (EF-G)), empêchant la progression de la chaîne 

polypeptidique au niveau du ribosome. Il existe deux mécanismes de résistance à cet 

antibiotique chez S. aureus: mutation dans le gène fusA codant le facteur d’élongation G ou 

diminution de la perméabilité (Daurel et al., 2008). 

ii. Rifampicine  

La rifampicine, bactéricide qui inhibe l’ARN polymérase, bloquant ainsi la transcription. Des 

mutations au sein du gène rpoB codant la chaîne bêta de l’ARN polymérase sont responsables 

du phénotype de résistance à cet antibiotique. 

iii. Oxazolidinones 

Le linézolide est le seul représentant de cette famille. Inhibiteur de la synthèse protéique, il 

interagit au niveau de la sous-unité 50S du ribosome et bloque une étape précoce de la synthèse 

protéique. C’est un antibiotique bactériostatique très actif sur S. aureus, incluant les SARM 

(Dutronc et al., 2005). 

iv. Lipopeptide  

La daptomycine, un bactéricide, est le seul représentant de cette famille. Le mécanisme d’action 

de cet antibiotique n’est pas encore complètement élucidé. Son insertion dans la membrane 

cytoplasmique (mécanisme calcium dépendant) crée une dépolarisation de la membrane et une 

fuite d’ions potassium. La bactérie arrête alors toute synthèse d’ADN, d’ARN et de protéines 

(Daurel et al., 2008). 

v. Glycylcycline 

La tigécycline est le seul représentant de cette sous-classe dérivée des tétracyclines. Cet  

antibiotique est actif contre les souches de staphylocoques hébergeant les classiques 

mécanismes de résistance aux tétracyclines par protection du ribosome ou efflux actif. Les 

souches de staphylocoques résistantes sont exceptionnelles (Rodloff  et al., 2008). 
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vi. Sulfamides et triméthoprime 

Chez S. aureus, la résistance aux sulfamides est fréquente (30 à 50 % des souches de S. aureus 

sensibles à la méthicilline et 80 à 95 % des SARM), souvent par modification de la cible. Les 

acides foliques sont impliqués dans la synthèse des acides nucléiques. En raison de leur activité 

anti-folique, les sulfamides et le triméthoprime interfèrent avec la synthèse des acides 

nucléiques et des protéines (Daurel et al., 2008).    

Vii. Cotrimoxazole 

C'est une association de sulfaméthoxazole et de triméthoprime (Bactrim). Il est actif sur les 

souches de SASM, mais bien qu'existe une fréquente sensibilité sur l'antibiogramme, les SARM 

sont peu sensibles in vivo, avec des échecs cliniques décrits (Domart., 1997).  

II.5.2. Staphylococcus aureus résistant à la méthicilline (SARM) 

Il a été découvert en 1961 en Grande-Bretagne (Jevons, 1961), soit deux ans à peine après le 

début de l'utilisation de la méthicilline. Le SARM, principale bactérie multirésistante aux 

antibiotiques, désormais courant en milieu hospitalier, était responsable de 37 % des cas fatals 

de septicémie au Royaume-Uni en 1999, soit 4 % de plus qu'en 1991. En 2013, il était 

responsable jusqu’ à 14,6% des septicémies obstétriques et de gynécologie à staphylocoques  

(Butt et al., 2013). Elles causent aussi des maladies graves, souvent mortelles (Arias, 2008).On 

rapporte des prévalences de SARM en Afrique variant de 25 à 50 %  dans la majorité d’études, 

avec une forte croissance du taux des SARM (de 16 à 41%) en Tunisie sur une période de  2002 

-2007 , une diminution du taux (36 à 24%) de pour l’Afrique du sud entre 2006-2007 et un 

faible taux de prévalence stable (19%) pour le Maroc entre 2003-2008 (Falagas et al., 2013).   

Généralement, les infections du SARM ne se développent pas chez les personnes en bonne 

santé. Elles sont plus courantes chez celles qui sont déjà hospitalisées car la bactérie trouve 

souvent un point d’entrée dans le corps, tel qu’une plaie chirurgicale ou un tube d’intraveineuse. 

Dans une étude conduite en Iran, on retrouve précisément 25,7% de portage nasal à S. aureus 

sensible à la méthicilline (SASM) et 5,3% à S. aureus résistant à la méthicilline(SARM) 

(Askarian et al., 2009). 

Bien que les infections du SARM se développent généralement chez les personnes 

hospitalisées, il peut arriver que le personnel hospitalier et les visiteurs soient infectés. Depuis 

vingt-cinq ans, des cas d’infections à SARM contractées en dehors de l’hôpital, dites 

communautaires sont régulièrement rapportés (Li S et al., 2014).  

Le plus souvent ces infections surviennent chez des patients ayant des facteurs de méthicillino-

résistance comme une hospitalisation récente, une antibiothérapie récente, une toxicomanie, un 
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contact avec un patient ou un soignant colonisé à SARM. Il s’agit généralement de souches 

hospitalières qui ont disséminé en dehors de l’hôpital.  

III. PORTAGE NASAL DE STAPHYLOCOCCUS AUREUS ET INFECTIONS 

Les infections à staphylocoques peuvent se produire régulièrement chez les patients hospitalisés 

et avoir des conséquences graves, malgré l'antibiothérapie. Le portage nasal de S. aureus peut 

conduire à la propagation de ce germe, à d'autres parties du corps (Kluytmans et al., 1995).  

L’association entre portage nasal à S. aureus et les staphylococcies a été décrite pour la première 

fois par Danbolt en 1931 en étudiant les furonculoses (Wertheim et al., 2005). Ensuite d’autres 

auteurs ont essayé de démontrer la relation entre le portage de S.aureus et les infections souvent 

rencontrées dans les services de soins : en effet, Kluytmans et al. (1995) identifièrent le portage 

nasal de S. aureus comme un facteur de risque d’infections  à Staphylococcus aureus ;  Jakob 

HG, et al. (2000) trouvèrent que la souche responsable d’infections en chirurgie cardio-

thoracique est génétiquement identique à celle qui colonise le nez des patients dans 76 % des 

cas (origine endogène) ; Kalmeijer et al. (2000), en Chirurgie orthopédique montrèrent que le 

portage nasal est liée à la survenue des infections à S. aureus ; Von Eiff C et al. (2001) 

trouvèrent que la souche responsable de l’infection fut présente dans le nez du patient dans 80 

% des cas ;  selon Saadatian-Elahi, et al. (2008), en secteur hospitalier français, les patients 

porteurs de S. aureus nasal ont un risque accru de contracter une infection liée aux soins due à 

cet organisme. Bode et al.,(2010) dans leur étude, trouvèrent que le risque d’infections à S. 

aureus fut plus élevé chez porteurs de S. aureus, et que la décolonisation nasale et extranasale 

à l’admission peut réduire ce risque. En plus, le portage nasal de S. aureus fut identifié comme 

facteur de risque pour le développement des infections nosocomiales des patients hospitalisés 

en médecine générale (Davis et al., 2004). 

III.1. Prévention des infections liées au portage nasal de S. aureus 

Apres avoir établi l’association du portage nasal de S. aureus aux infections, les chercheurs ont 

étudiés des mesures préventives. La pratique de décolonisation avec ou sans dépistage préalable 

a été trouvé efficace pour réduire les risques d’infections chez les patients orthopédiques 

(Lepelletier et al., 2011 ; Kalmeijer et al., 2002). En cas de portage des SARM, les précautions 

complémentaires sont nécessaires pour éviter une transmission croisée ainsi que d’autres 

mesures spécifiques comme l’antibioprophylaxie chirurgicale. L’application de mupirocine 

(antibiotique ayant pour effet l’arrêt de la synthèse protéique bactérienne) intra nasal a été 

associée à une  réduction de l’incidence d’ISO en chirurgie orthopédique et cardio-thoracique 

(Kallen et al., 2005) ; puis un impact sur les taux d’ISO à S. aureus en chirurgie cardiaque a été 
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démontré suite à l’administration nasale préventive de mupirocine (Nicholson et al., 2006). Par 

contre Konvalinka et al. (2006) n’ont pas trouvé cet effet en chirurgie cardiaque. Cependant 

d’autres produits peuvent être utilisés dans la décolonisation nasale comme l’huile essentielle 

d’arbre à thé (Dryden et al., 2004 ; Ammerlaan et al., 2009), la pâte de Chlorhexidine (Segers 

et al., 2006), biguanide (Octenidine) (Krishna et al., 2010), prontoderm 

(surfactant+polyhexanide) (Hamson et al., 2010), récemment LTX-109 (antimicrobien 

synthétique peptidomimétique) (Nilsson et al., 2015), etc. Ainsi, Wilcox et al.(2003) ont baissé 

l’incidence d’ISO à SARM de 2,3 à 0,33%, avec des douches de triclosan et une pommade de 

mupirocine intranasale préopératoire ; Puis Kim et al.(2010) ont démontré que des douches à la 

chlorhexidine et une crème de mupirocine intranasale pendant cinq jours réduisaient le risque 

d’ISO parmi les porteurs. 

Afin de prévenir le risque de recolonisation à S. aureus, certains auteurs proposent de 

reconduire le schéma de décolonisation toutes les trois semaines en cas d’hospitalisation 

prolongé (Bode et al., 2010 ; Robicsek et al., 2009). Cependant et malgré son efficacité, cette 

stratégie ne représente qu’une des mesures à mettre en œuvre pour réduire le taux des ISO 

d’origine endogène et certaines ISO à S. aureus survenant chez des patients non détectés 

porteurs de S. aureus. 
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MATERIEL ET METHODES         

I. POPULATION  ET LIEU D’ETUDE 

Il s’agit d’une étude prospective menée de Mars à Juin 2015, soit une période de trois mois, 

dans les services de chirurgie orthopédique du CHU Hassan II de Fès. Nous avons recruté notre 

population d’étude dans le service de traumatologie ortho pédiatrique et de chirurgie réparatrice 

(orthopédie pédiatrique),  et celui de traumatologie orthopédique et ostéo-articulaire 

(orthopédie adulte). 

Le service d’orthopédie pédiatrique localisé au deuxième étage du bâtiment G ; il comprend 13 

salles avec 28 lits, y compris la salle 4 qui est une salle de brulés. Ensuite, le service 

d’orthopédie adulte occupe le quatrième étage du bâtiment B ; il comprend deux ailes avec une 

capacité d’accueil de 12 lits côté femme et 17 du côté homme (annexe 2). 

Avant chaque prélèvement, le consentement verbal d’un patient ou d’un adulte responsable du 

patient (en pédiatrie) a été demandé.  A la fin, les informations du patient ont été recueillies 

grâce à une fiche d’exploitation (Annexe 1) en consultant son dossier médical. 

I.1. Critères d’inclusion 

Sont inclus tous les patients hospitalisés dans les deux services pendant la période d’étude.  

En orthopédie pédiatrique, les prélèvements nasals de tous les patients hospitalisés ont été 

recueillis sauf pour la salle 4 de brulés. 

II. ECHANTILLONNAGE 

Les prélèvements nasaux ont été effectués en enfonçant l’écouvillon humidifié (imbibé dans 

0,5ml de l’eau physiologique stérile) dans la narine et en vrillant dans la narine au moins trois 

fois et en le laissant en place pendant 10 à 15 secondes. Le même écouvillon est utilisé pour les 

deux narines (droite et gauche).  

Immédiatement après les prélèvements, les écouvillons ont été acheminés directement au 

laboratoire de Microbiologie de la Faculté de médecine et pharmacie de Fès (FMPF), où 0,5 ml 

du bouillon cœur-cervelle (BHI) concentré a été ajouté puis incubé pendant 24 heures à 37°C 

pour l’enrichissement.  

En cas de prélèvement sur plaie, il a été fait à l’aide d’un écouvillon stérile sec, acheminé au 

laboratoire où est ajouté 1ml du bouillon cœur-cervelle normal puis incubé pendant 24 heures 

à 37°C. 
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III. ISOLEMENT ET IDENTIFICATION 

III.1. Recherche des Staphylocoques 

Après l’enrichissement, la culture du bouillon est ensemencée sur milieu Chapman, par la 

méthode de strie par épuisement tout en diminuant la charge bactérienne sur l’anse afin 

d’obtenir des colonies isolées, puis incubée à 37°C pendant 24 à 48 heures. 

Le milieu Chapman est un milieu semi-synthétique et sélectif des bactéries halophiles plus 

particulièrement fermentant le mannitol. Ce milieu est sélectif des staphylococcus qui par 

fermentation du mannitol font virer le milieu au jaune.  

Les  colonies mannitol + avec  un  contour  lisse,  légèrement  convexe avec une  pigmentation  

(couleur  jaune  à  jaune-orange) ont été retenues pour les tests d’identification. 

Tableau 2. Caractérisation des colonies de S. aureus 

Aspect contour lisse, légèrement convexe, Jaune ou jaune-orangé.  

Mannitol Positif (virage au jaune) 

Gram Positive (les coques groupées en grappe de raisin) 

Catalase Positive 

Coagulase  Positive 

 

Une purification sur milieu Chapman a est effectuée au cas où on trouvait des colonies 

caractéristiques de S.aureus non isolées. Pour chaque échantillon, une colonie caractéristique 

bien isolée est repiquée sur la gélose nutritive et incubée pendant 24 heures à 37°C. 

Les isolats ont été identifiés grâce aux différents tests dont : 

1. Coloration de Gram 

C'est une coloration qui permet de mettre en évidence les propriétés de la paroi bactérienne, et 

d'utiliser ces propriétés pour les distinguer et les classifier. Elle permet ainsi, avec la 

reconnaissance de la morphologie et le mode de groupement des bactéries de renseigner sur 

l'ordre dont fait partie les bactéries étudiées.  Cette coloration est effectuée de façon suivante :  

a) On réalise un frottis sur une lame de microscope à partir d'une suspension bactérienne puis 

on le fixe à la flamme du bec bunsen  

b) La coloration au violet de Geantine : Recouvrir le frottis fixé de cristal violet oxalaté 

(réactif prêt à l'emploi). Laisser agir une minute. Rejeter le violet. 

Recouvrir alors l'étalement de lugol (réactif prêt à l'emploi). Laisser 15 à 20 secondes. Toutes 

les bactéries sont colorées en violet puis rincer à l'eau. Rejeter et remplacer par la même 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Staphylococcus
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solution (deux fois et pendant 20 secondes à chaque fois).                                                                                                                  

Laver à l'eau.  

c) Décoloration par l'alcool, en le versant goutte à goutte sur la lame inclinée obliquement. Puis 

laver immédiatement à l'eau.  

d) Contre coloration avec de la Safranine: ajouter une solution de safranine et laisser agir 30 

secondes à 1 minute. Laver doucement à l'eau. Puis sécher la lame à la flamme du bec bunsen. 

e) observation microscopique, à l’immersion (x1000) ; les bactéries à Gram positif sont colorées 

en violet, les bactéries à Gram négatif sont colorés en rose. (bioMérieux), Réf. 55542. 

2. Recherche de la catalase 

Pendant leur respiration aérobie, certaines bactéries produisent  du peroxyde d’hydrogène. 

Celui-ci étant très toxique, certaines bactéries sont capables de le dégrader  grâce à des enzymes 

qu’elles synthétisent et notamment la catalase. Cette dernière est capable de décomposer de 

l’eau oxygénée selon la réaction suivante :  

                                    

 

Ce test a pour but d’orienter l'identification des coques et bacilles Gram (+) positives. En effet, 

il permet  de  différencier  les  staphylocoques  des  streptocoques  (qui  sont  catalases  négatifs). 

Sur une lame de verre propre, on dépose une goutte de H2O2, puis la mettre en contact avec une 

colonie isolée prélevée directement avec une anse. Ainsi, si des bulles se forment, la bactérie 

possède la catalase, sinon elle n’en possède pas. 

3. Recherche de la coagulase libre 

La coagulase ou staphylocoagulase est une enzyme capable de faire coaguler le plasma sanguin. 

La mise en évidence de la coagulase dans un bouillon de culture de Staphylococcus est 

considérée comme un critère absolu d'identification de Staphylococcus aureus en médecine 

humaine.  

Ce test a été effectué selon le protocole qui suit : 

              - Dans un tube à hémolyse contenant 0,3ml du bouillon Cœur-cervelle (BHI), inoculer 

l’isolat puis incuber 24 heures à 37°C 

          -Verser 0,3 ml de plasma de lapin; 

                 -Homogénéiser et incuber à 37 °C. 

Les résultats ont été obtenus dans un délai de 4 à 24 heures d’incubation. La coagulation a été 

observée en inclinant le tube à hémolyse ; si le plasma a coagulé, le germe possède une 
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coagulase. Cela implique que le fibrinogène a été transformé en fibrine 

(insoluble) : Staphylococcus aureus (Biokar, Ref. BR00200). 

III.2. Recherche des bactéries à Gram négatif 

Les bactéries à gram négatif regroupe de nombreux genres de bactéries, très ubiquitaires, et 

ceux-ci sont fréquemment rencontrés en pathologie infectieuse, dont les entérobactéries (des 

bacilles à Gram négatif). 

La culture du bouillon (pour le prélèvement sur plaie) est ensemencée sur le milieu EMB pour 

l’isolement des bactéries à gram négatif ; et  sur milieu « PSEUDOMONAS AERUGINOSA 

SELECTIVE AGAR » sélectif de Pseudomonas aeruginosa grâce à sa coloration 

caractéristique verte sur ce milieu et son odeur caractéristique après incubation pendant 24 

heures à 37°C.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les colonies caractéristiques bien isolées sont repiquées sur la gélose nutritive pour les tests 

d’identification dont : 

a) Test oxydase 

La réaction d’oxydase se fait à l’aide de disques de commerce prêts à l’emploi sur lequel on 

dépose une colonie. Une réaction positive se traduit par l’apparition d’une coloration violet à 

l’endroit où on a déposé la colonie, soit immédiatement, soit quelques secondes après. Le test 

est négatif pour les entérobactéries et positif après 20 à 30 secondes pour Pseudomonas 

aeruginosa. 

 

Tableau 3. Caractérisation des colonies d’Entérobactéries sur le milieu EMB 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Staphylococcus_aureus
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b) Tests d’identification classique 

- Milieu Kligler-Hajna (KH)  

Coulé en pente et en culot, c’est un milieu renfermant du lactose, du glucose, du thiosulfate et 

des ions ferreux et le rouge de phénol comme indicateur de pH. C’est un milieu au niveau 

duquel on recherche 4 caractères : la fermentation du glucose qui se traduit par virage au jaune 

du milieu qui était rouge à l’origine (culot) ; la fermentation du lactose sur la pente qui se traduit 

également par virage au jaune ; la présence de gaz qui se matérialise par le décollement du culot 

et/ou la présence de bulles d’air ; la production de H2S qui se traduit par une coloration noire.  

-Milieu citrate de Simmons 

Ce milieu coulé en tubes est utilisé pour l’étude de l’utilisation du citrate comme seule source 

de carbone. Les bactéries  qui utilisent le citrate comme seule source de carbone entraînent une 

alcalinisation du milieu, d’où le virage du vert au bleu. Les colonies sont ensemencées en 

surface de gélose, la lecture se fait après 24 heures d’incubation à 37°C. 

-Milieu MRVP 

Ce milieu permet l'étude des produits de fermentation du glucose ainsi la différenciation entre 

les fermentations : « acides mixtes », identifiée par le test de rouge méthyle et « butylène 

glycolique » par le test VP. Une souche RM (+) est habituellement VP (-) et vice-versa ainsi 

ces test ont été effectués à travers le test du RM en ajoutant des gouttes de  rouge de méthyle 

dans le milieu MRVP contenant la culture de 24heures. Le virage du milieu en rouge  indique 

le test RM (+) et VP (-), pour le RM (-) le milieu reste inchangé. 

-Milieu Urée - Indole  

C’est un milieu liquide a été utilisé pour rechercher  la production d’uréase qui se révèle par un 

changement de la coloration du jaune au rose, ainsi que la présence d’indole qui se matérialise 

par un anneau rouge, après addition du réactif de Kovacs. 

c) Galerie API 

Une galerie API est un ensemble de petits tubes prêts à l’emploi permettant l'identification de 

microorganismes par la réalisation rapide et facile de tests biochimiques miniaturisés. La galerie 

API 20E (BioMerieux) a été utilisée pour identifier les entérobactéries. Un inoculum de 

0,5McFarland a été préparé à partir d’une culture jeune (18-24 heures), puis ensemencée sur la 

Galerie selon les recommandations du fabricant. La lecture a été effectuée après incubation de 

24 heures à 37°C, puis le code obtenu a été déchiffré en se référant au catalogue. 
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III.3. Recherche d’autres bactéries  

Les autres bactéries ont été isolées sur gélose au sang. Ce milieu est spécialement conçu pour 

mettre en évidence les réactions hémolytiques et pour favoriser la croissance des germes 

particulièrement exigeants aérobies et anaérobies. Après l’enrichissement, la culture du 

bouillon a été ensemencée par la méthode de strie par épuisement tout en diminuant la charge 

bactérienne sur l’anse afin d’obtenir des colonies isolées, puis incubée à 37°C pendant 24 

heures. 

IV. ANALYSE STATISTIQUE DES DONNEES 

Pour chaque patient ayant fait l’objet d’un prélèvement, un questionnaire a été établi, 

comportant les données suivantes : Identification du patient (âge, sexe, adresse), date d’entrée 

et de sortie, motif d’hospitalisation, Hospitalisations antérieures, date de prélèvement et de 

l’intervention, antibiothérapie en cours, résultat du dépistage nasal,… 

Les données ont été entrées et analysées en utilisant le logiciel Epi info 7. La description de la 

population a été faite en utilisant les fréquences, moyenne, écart-type. 

Les variables définies étaient le sexe, l’âge, l’antibiothérapie (si le patient  était sous traitement 

antibiotique ou pas), le moment de prélèvement (à l’entrée c’est-à-dire avant 48 heures dans le 

service, ou après 48heures), l’antécédent d’hospitalisation antérieure, l’antibiothérapie 

antérieure, l’habitation, les antécédents de diabétique et/ou de tabagisme chronique et le résultat 

du dépistage de S. aureus. 

Un croisement des variables d’étude est effectué sous forme de tableaux 2x2 ou 2xn avec 

l’utilisation du test exact de Fisher pour comparer les effectifs, à un intervalle de confiance de 

95%.   

La probabilité p (valeur p) a été utilisée pour définir les facteurs de risque. Ainsi, les variables 

ayant la probabilité inférieure à 0,05 après croisement avec les résultats du dépistage ont été 

retenues comme facteurs associés (facteurs de risque). 

V. L’ANTIBIOGRAMME 

Un antibiogramme est une technique de laboratoire visant à tester la sensibilité d'une souche 

bactérienne vis-à-vis d'un ou plusieurs antibiotiques supposés ou connus. Il permet de mesurer 

la capacité d'un antibiotique à inhiber la croissance bactérienne. 

Le principe consiste à placer la culture de bactéries en présence du ou des antibiotiques et à 

observer les conséquences sur le développement et la survie de celle-ci. Il a été réalisé par la 

méthode de diffusion de disques, en milieu gélosé MH selon les recommandations du CA-SFM 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Bact%C3%A9rie
http://fr.wikipedia.org/wiki/Bact%C3%A9rie
http://fr.wikipedia.org/wiki/Antibiotique
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2013. Un inoculum de 0,5McFarland a été préparé pour chaque souche bactérienne, puis dilué 

à un dixième. Le milieu MH a été ensemencé par écouvillonnage et des disques d’antibiotiques 

ont été déposés. Après une incubation pendant  18 à 24 heures à 37°C, les  diamètres  

d’inhibition  ont  été mesurés manuellement  à  l’aide  d’une règle graduée. La comparaison 

pour chaque antibiotique du diamètre d’inhibition mesuré à celui donné par le CA-SFM nous a 

permis de définir les catégories cliniques des souches: Sensible (S), Résistant (R) et 

Intermédiaire (I). 

Tableau 4. Antibiotiques testés avec leurs abréviations, les charges de disque et  les diamètres 

critiques (en mm) recommandés par CA-SFM 2013 
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La résistance à la méthicilline a été déterminée à l’aide d’un disque d’oxacilline, testé sur gélose 

Muller-Hinton hypersalé (supplémentée de 3% NaCl). Les bactéries résistantes à l’oxacilline 

ont été considérées résistantes à la méthicilline. 

VI. IDENTIFICATION MOLECULAIRE DES GENES TOXINIQUES 

VI.1. Extraction d’ADN 

L’extraction de l’ADN bactérien a été faite par la technique de choc thermique : à partir d’une 

culture  jeune de 18 à 24 heures à 37°C  sur gélose nutritive, quelques colonies  sont mises en 

suspension dans 500 µl de l’eau ultra-pure (eau de biologie moléculaire, dépourvue de  DNase  

et  ARNase)  et  portées  à  100°C  pendant  10  min  puis  transférées directement dans la 

glace (0°C) pendant 2 min. 300µl du surnageant sont ensuite récupérés après une 

centrifugation de 14000rpm pendant 10 min. Le surnageant contenant l’ADN a été conservé à 

-20 °C. 

VI.2. Réaction de polymérisation en chaine (PCR)  

Le principe de la Polymerase Chain Reaction (PCR), consiste à amplifier spécifiquement une 

séquence cible.   

Les réactions de PCR sont réalisées dans un volume réactionnel d'amplification  de 50 µl 

contenant 2μL de l’ADN des souches; 0,4μM de chaque amorce; 100 μM de déoxynucléosides 

triphosphates (dTTP, dCTP, dGTP, dATP); 2U de Taq DNA polymérase ; 2,5 mM de MgCl2 

et 5 μl tampon 10 X de PCR.  

2.1. Recherche des gènes toxiniques de S. aureus 

Ces gènes codent  pour les protéines responsables du pouvoir toxique de S. aureus. Les 

enterotoxines (SE), enterotoxines like (SEl) et le TSST-1 sont des exotoxines 

superantigèniques. Leurs gènes sont localisés sur des éléments mobiles (plasmides, phages ou 

ilots de pathogénicité), ce qui favorise leur dissémination horizontale entre les souches. Les 

exfoliatines (A, B et D) sont des protéines epidermolytiques. L’exfoliatine A étant thermostable 

est codé par un gène chromosomique (eta) alors que l’exfoliatine B, thermolabile est codée par 

un gène plasmidique (etb). Les hemolysines (α, β et δ) ainsi que les toxines 

synergohymenotropes (Hémolysine γ, les leucotoxines) provoquent la formation de canaux 

membranaires laissant passer les ions, d’où leur appellation de « pore-forming toxins ». Les 

toxines inhibitrices de facteurs de différenciation cellulaire (EDIN) sont des exoenzymes qui 

inactivent par ADP-ribosylation la protéine cellulaire RhoA. Les gènes codants les protéines 
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EDIN A et C sont portées par un plasmide alors que le gène codant l’EDIN B est 

chromosomique.  

2.1.1. Gènes recherchés 

Les gènes des entérotoxines staphylococciques (SE) A, B, C, D, H et R (sea,seb,sec,sed,seh et 

selr), des entérotoxines  staphylococciques like  (SlE) K, L, M, O, P, et Q  (selk,  

sell,  selm ,  selo,  selp  et  selq), de la toxine TSST-1 (tst), des toxines inhibitrices  de  la 

différenciation des  cellules épidermiques (EDIN) A,B et C (edin A, edinB et edin C), des 

exfoliatines A,B et C (eta,etb,etd), des leucotoxines M et de Panton-Valentine (lukM et lukPV) 

et de l’hémolysine bêta (hlb) ont été recherchés par des PCR multiplex.  

La détermination du profil des gènes toxiniques des souches de S. aureus a été effectuée suite 

à six réactions de PCR multiplex :  

PCR Multiplex N°1 pour la recherche des gènes : lukM/seh/selm/tst, en utilisant comme 

témoin positif l’ADN des souches de référence SA 72 (sem, tst), SA 113 (seh, tst) et SA117 

(lukM) du laboratoire de bactériologie de l’IPM. 

PCR Multiplex N°2 pour la recherche des gènes : etb/sed/ser/sec/eta, en utilisant comme 

témoin positif l’ADN des souches de référence D11 (sed, ser, sec), SA50 (eta), SA90 (etb) du 

laboratoire de bactériologie de l’IPM.  

PCR Multiplex N°3 pour la recherche des gènes : sea/hlb/selp/luk-PV en utilisant comme 

témoin positif l’ADN des souches de référence : SA 101 (sea), SA 71(selp), SA34 (hlb), SA28 

(PLV) du laboratoire de bactériologie de l’IPM.  

PCR Multiplex N°4 pour la recherche des gènes : seb/selq, en utilisant comme témoin 

positif l’ADN des souches de référence : SA 159 (seb), SA 147(selq) du laboratoire de 

bactériologie de l’IPM.  

PCR Multiplex N°5 pour la recherche des gènes : etd /sell/selo, en utilisant comme témoin 

positif l’ADN des souches de référence : SA 74( etd,sel,seo) du laboratoire de bactériologie de 

l’IPM.  

PCR Multiplex N°6 pour la recherche des gènes : edin A,B,C / selk en utilisant comme 

témoin positif l’ADN des souches de référence : SA 100 (selk), SA105 (edin A/C), SA136 (edin 

B) du laboratoire de bactériologie de l’IPM.  

2.2.2. Mélanges réactionnels pour les différentes PCR multiplex  

Le mélange réactionnel d’amplification est spécifique pour chacune des six PCR multiplex. La 

concentration des différents constituants était variable d’une PCR à l’autre :  
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 Pour les PCR multiplex N°1, N°5 et N°6 : les mélanges réactionnels ont été réalisés dans 

un volume final de 40 μL. Mais en concentration finale, les réactifs nécessaires étaient 

différents de :  

 1X du tampon Taq PCR ; 5mM de MgCL2 ; 0,125mM de dNTP ; 2 Unités de Taq DNA 

polymérase (Invitrogen) ; 0,187μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien extrait par 

choc thermique, pour la PCR multiplex N°1.  

 2X du tampon Taq PCR ; 3,75mM de MgCl2 ; 0,125mM de dNTP ; 1,5 Unités de Taq 

DNA polymérase (Invitrogen) ; 0,187 μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien 

extrait par choc thermique, pour la PCR multiplex N°5.  

 1X du tampon Taq PCR ; 5mM de MgCL2 ; 0,125mM de dNTP ; 2 Unités de Taq DNA 

polymérase (Invitrogen) ; 0,0075 μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien extrait 

par choc thermique, pour la PCR multiplex N°6.  

Pour les PCR multiplex N°2, N°3 et N°4 : les mélanges réactionnels ont été réalisés dans un volume 

final de 50 μL. Mais en concentration finale, les réactifs étaient de :  

 1X du tampon Taq PCR ; 5 mM de Mgcl2 ; 0,125mM de dNTP ; 2 Unités de Taq DNA 

polymérase (Invitrogen) ; 0,15 μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien extrait par 

choc thermique, pour la PCR multiplex N°2. 

 2X du tampon Taq PCR ; 4mM de MgCL2 ; 0,1mM de dNTP ; 2 Unités de Taq DNA 

polymérase (Invitrogen) ; 0,15 μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien extrait par 

choc thermique, pour la PCR multiplex N°3.  

 2X du tampon Taq PCR ; 3mM de MgCL2 ; 0,1mM de dNTP ; 2 Unités de Taq DNA 

polymérase (Invitrogen) ; 0,15 μM de chaque amorce et 2 μL d’ADN bactérien extrait par 

choc thermique, pour la PCR multiplex N°4.  

 

Amorces utilisées  

Le tableau suivant montre les amorces utilisées pour les différentes PCR multiplex (Holtfreter 

et al., 2007). 

          Tableau 5. Amorces utilisées pour les différentes PCR multiplex 
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2.2.3. Conditions d’amplification 

Les conditions d’amplification ont été les mêmes pour les six PCR multiplex. Le programme 

PCR utilisé est décrit dans le tableau 6 

  Tableau 6. Conditions d’amplifications des gènes toxiniques de S. aureus             

N° PCR 

multiplex 

Nombre de cycle     Température (°C) Durée 

1 1 94 5min 

2 

3 

4 

 

25 

 

94 

55 

72 

30 secs 

30 secs 

1min 

5 

6 

 

1 

 

72 

 

10min 

 

 

VI.3. Electrophorèse sur gel d’agarose 

La technique de l'électrophorèse sur gel d'agarose est basée sur la séparation des acides 

nucléiques chargés négativement sous l'effet d'un champ électrique. Cette séparation s'effectue 

à travers la matrice du gel d'agarose: les molécules de plus petites tailles se déplacent plus 

rapidement et migreront plus loin que les molécules de tailles supérieures. Le tampon de 

migration utilisé a été le Tris-Borate- EDTA 0.5X (TBE 0,5 x). 

 Protocole de préparation du gel d'agarose  

- Dans une bouteille ou flacon en verre stérile, mélanger 3g de poudre 

d'agarose avec 200ml du Tampon TBE (Tris-Borate-EDTA) 0.5 X.  

- Faire fondre le mélange au four à micro-ondes jusqu'à l'obtention d'un 

mélange parfaitement transparent.  

- Laisser refroidir.  

- Ajouter la solution de bromure d'éthidium (BET) (3 fois 31.5 μl pour 50ml) 

et mélanger bien.  

- Couler le gel dans le support après avoir mis les peignes.  

- Laisser refroidir jusqu'à la solidification de gel.  

 Electrophorèse des produits d'amplification  

 Retirer les peignes après polymérisation du gel.  
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 Placer le gel dans la cuve d'électrophorèse.  

 Remplir la cuve électrophorèse avec le tampon TB 0.5X  

On dépose 4μl du DNA marqueur de poids moléculaire dans le premier puits. Ensuite, 4 μl de 

produit amplifié (ADN) sont mélangés avec une goutte du Blue de bromothymol et déposés 

dans les puits. Les témoins négatif et positif ont été utilisés. Couvercle fermée, le voltage de 

migration est réglé à 120V / 45min. Une fois la migration finie, le gel est placé dans le système 

d'imagerie à UV pour la visualisation des bandes d’ADN. 
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RESULTATS & DISCUSSION 

I. RESULTATS 

I.1. Prévalence du portage nasal de S. aureus 

 Description de la population 

Nous avons procédé à l’écouvillonnage nasal sur 228 patients dans les deux services de 

chirurgie orthopédique dont 126 en orthopédie pédiatrique et 102 en orthopédie adulte. Une 

grande population de sexe masculine a été remarquée. L’âge de la population  variait de 0 à 18 

ans en orthopédie pédiatrique et de 16 à 90 ans en orthopédie adulte. 

Tableau 7. Répartition de la population   

 Orthopédie 

pédiatrique 

Orthopédie 

adulte 

Dans les 2 services 

Patients 126 102 228 

Sexe(%) 

M 

F 

 

63,5 (N=80) 

36,5 (N=46) 

 

68,63 (N=70) 

31,37 (N=32) 

 

65,8     

34,2 

 

Sex ratio : 

1,92 

Age moyen (ans) 

M 

F 

 8,27±4,78 

9,8±4,53 

6,85±5,17 

47,3±19,7 

44,6±19,69 

53,22±18,69 

25,73±23,75 

25,66±22,5 

25,87±26,14 

Prélèvement (%) 

A l’entrée 

Plus de 48 hrs 

 

74,6  (N=94) 

25,4  (N=32) 

 

71,57 (N=73) 

28,43 (N=29) 

 

73,25  (N=167) 

26,75  (N=61) 

Antibiothérapie (%) 

Aucun 

Sous ATB 

 

77,8  (N=98) 

22,2  (N=28) 

 

53,9 (N=55) 

46,1  (N=47) 

 

67,1  (N=153) 

32,9  (N=75) 

Hospit. Antérieure 

(%) 

Non 

Oui 

 

 

76,98  (N=97) 

23,02  (N=29) 

 

 

68,63  (N=70) 

31,37  (N=32) 

 

 

73,25  (N=167) 

26,75  (N=61) 

Antibio anterieure 

(%) 

Aucun 

Oui 

 

 

88,1   (N=111) 

11,9   (N=15) 

 

 

74,5   (N=76) 

25,5   (N=26) 

 

 

82   (N=187) 

18   (N=41) 

Antécédent (%) 

Diabète 

Tabagisme 

 

1,59  (N=2) 

       - 

 

4,9  (N=5) 

1,9  (N=2) 

 

3  (N=7) 

0,9 (N=2) 
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 Colonisation du S. aureus 

Sur 228 patients ayant participé dans notre étude, 62 patients (27,2 %) étaient porteurs de S. 

aureus dont 69,35 % d’hommes et 30,65 % de femmes. La moyenne d’âge des patients 

colonisée était de 8,16 ans pour les enfants et 47,28 ans pour les adultes. 

a) Orthopédie pédiatrique 

Parmi 126 prélèvements nasaux, 30 S. aureus ont été isolés chez les enfants. La prévalence du 

portage nasal de S. aureus est de de 23,8% avec 70% des porteurs de sexe masculin et  30% de 

sexe féminin. Aucune différence significative entre les patients porteurs et non-porteurs n’a été 

observée selon le sexe, l’âge, le lieu d’habitation, le moment de prélèvement, l’antibiothérapie 

ni selon les antécédents de diabétique (p>0,05). Par contre, une différence hautement  

significative  a été observée pour  le portage nasal de S. aureus selon l’hospitalisation antérieure 

(P =0,01), ainsi que l’antibiothérapie antérieure (p=0,002).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6. Variation du taux de portage nasal de S. aureus en fonction du sexe chez les enfants 

Nous avons reparti l’âge des patients selon 3 classes : [0 ; 6 ans [, [6 ; 12 ans [et [12 ; 18 ans]. 

Selon les classes d’âge, la différence n’était pas significative (p>0,05). 

Tableau 8. Répartition du portage nasal de S. aureus en fonction d’âge chez les enfants 

                           Service d’orthopédie pédiatrique 

Classe d’âge M F Total  

 

p=0,79 

[0 ; 6[ 

[6 ; 12[ 

[12 ; 18] 

7 (N=23) 

7 (N=29) 

7 (N=28) 

4 (N=21) 

3 (N=13) 

2 (N=12) 

11 (N=44) 

10 (N=42) 

9(N=40) 
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Figure 7. Variation du taux de portage nasal de S. aureus en fonction de classe d’âge chez les enfants 

b) Orthopédie adulte 

Chez les adultes, 31,37 %  ont été colonisés à S. aureus. 68,75 % étaient de sexe masculin et 

31,25 % de sexe féminin (Figure 8). A part l’âge avancé chez le sexe masculin, aucune autre 

variable n’a été associée au portage nasal de S. aureus vue que la différence entre les porteurs 

et les non-porteurs n’était en aucun cas significative (p>0,05) (Tableau 10). Cependant, les 

patients de sexe masculin ayant plus de 70 ans avaient un taux élevé de portage nasal de S. 

aureus (Figure 9).              

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8. Variation du taux du portage nasal de S. aureus en fonction du sexe chez les adultes 
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L’âge de la population adulte a été reparti en 4 classes : < 30 ans, [30 ; 50 ans [, [50 ; 70 ans] 

et >70 ans. Une forte variation du taux de portage a été observée entre les hommes de la 

classe d’âge de « plus de 70 ans » et le reste des patients d’orthopédie adulte (Figure 11). 

 

              Tableau 9. Répartition du portage nasal de S. aureus en fonction d’âge chez les adultes 

                   Service d’orthopédie adulte 

Classe d’âge M F Total  

 

p=0,4 

< 30 

[30 ; 50[ 

 [50 ; 70] 

>70 

5 (N=17) 

7 (N=28) 

4 (N=16) 

6 (N=9) 

3 (N=5) 

1 (N=6) 

4 (N=15) 

2 (N=6) 

8 (N=22) 

8 (N=34) 

8 (N=31) 

8 (N=15) 

 
 

 

Figure 9. Variation du taux de portage en fonction du sexe et de classe d’âge chez les adultes 
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Tableau 10. Répartition du portage nasal de S. aureus 

                Service 

 

Orthopédie 

pédiatrique 

Orthopédie adulte 

Prévalence 23,8% 31,37% 

Sexe(%) 

M 

F 

 

21 (N=80)    p=0,26 

9 (N=46)      

                  

22 (N=70)   p=0,9 

10 (N=32) 

Selon l’âge                      P= 0,79                    p=0,4 

Lieu d’habitation                      P=0,17                    p=0,29 

 Prélèvement 

A l’entrée 

Plus de 48 heures 

 

21 (N=94)     p=0,5 

9 (N=32)       

 

23 (N=73)  p=0,9 

  9 (N=29)         

Antibiothérapie 

Aucun 

Sous ATB 

 

23 (N=98)     p=0,87 

7 (N=28) 

 

17 (N=55)     p=0,9 

15 (N=47) 

Hospit. antérieure 

Non 

Oui 

 

18 (N=97)    p=0,01 

12 (N=29)   

 

21 (N=70)    p=0,6 

11 (N=32)   

Antibio antérieure 

Aucun 

Oui 

 

22 (N=110)   p=0,002 

8 (N=16) 

 

23 (N=76)   p=0,68 

9 (N=26) 

Antécédent 

Diabète 

Tabagisme 

 

 1 (N=2)    p=0,38 

       - 

 

 3 (N=5)    p=0,16 

 0 (N=2)     p=0,33 

 

 Facteurs de risques de portage nasal de S. aureus 

A. Orthopédie pédiatrique 

L’étude statistique a montré l’absence de relation significative entre l’âge, le sexe, 

l’antibiothérapie, les antécédents de diabétique, le lieu d’habitation, le moment de prélèvement 

et le portage nasal du S.aureus. En revanche une relation significative a été démontrée en ce qui 

concerne la prise antérieure d’antibiotique et l’antécédent d’hospitalisation (P<0,05). Les 

patients hospitalisés auparavant, et ceux qui auraient été sous traitement antibiotique présentent 

un taux de portage nasal de S. aureus très élevé (Figure 10). 
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Figure 10. Taux de portage nasal de S. aureus en orthopédie pédiatrique selon : (A) Hospitalisation 

antérieure ; (B) Antibiothérapie antérieure 

B. Orthopédie adulte 

Dans le service d’orthopédie adulte, les patients de sexe masculin ayant plus de 70 ans avaient 

un taux de portage plus élevé. Cependant, une différence significative a été observée entre les 

hommes porteurs et les non-porteurs ayant plus de 70 ans (p=0,014). Le fait d’avoir plus de 

70ans (être plus âgé) pour les hommes a été retenu comme facteur de risque du portage nasal 

de S. aureus.  

 

 

 

 

 

 

 

 

                         

Figure 11. Taux de portage en fonction du sexe et d’âge chez les adultes 
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I.2. Infections du site opératoire  

Au cours de notre étude, le taux de prévalence d’infection a été de 6,1% dans les deux services 

de chirurgie orthopédique. L’âge moyen des patients infectés était de 10,75 ans pour les enfants 

et de 47,5 ans pour les adultes. La majorité d’infections a été rapportée chez des adultes. La 

prévalence d’infection était de 3,17% pour l’orthopédie pédiatrique et 9,8% pour l’orthopédie 

adulte.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12. Prévalence d’infections selon le service 

L’étude statistique n’a montré aucune relation  entre l’infection et d’autres variables étudiés 

(p>0,05). L’âge, le sexe, le diabète et le portage nasal de S. aureus n’étaient pas des facteurs de 

risques d’infections. 

Pendant la période d’étude, 7 souches bactériennes ont été identifiées. Nous avons considéré  

comme « prélèvement négatif », le prélèvement pour lequel aucune colonie n’a poussée après 

ensemencement sur tous milieux spécifiques d’isolement des bactéries aérobies. 

Au service d’orthopédie pédiatrique, le taux d’infections était de 3,17% (4 cas d’infections) 

parmi lesquelles une infection était multi bactérienne avec 3 germes (P. aeruginosa, K. 

pneumonia et E. coli). Un prélèvement négatif a été enregistré. Les germes responsables 

identifiés étaient un staphylocoque à coagulase négatif (SCN), Escherichia coli, Klebsiella 

pneumonia, Pseudomonas aeruginosa et  Enterobacter cloacae.  

Par contre, l’orthopédie adulte avait le taux d’infections de 9,8 % (10 cas d’infections). Parmi 

les 8 prélèvements analysés, 4 étaient négatifs. Les germes identifiés étaient Acinetobacter 

baumanii, Enterobacter cloacae, Pseudomonas aeruginosa et Staphylococcus aureus       

(Figure 13). 
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Figure 13. Répartition des bactéries responsables d’infections : (A) en orthopédie pédiatrique ; (B) en 

orthopédie adulte 

Parmi les germes (identifiés) incriminés, Enterobacter cloacae était le plus fréquent (16,67%) 

suivi de Pseudomonas aeruginosa (11,1%) (Figure 14). 

 

     Figure 14. Effectif des bactéries responsables d’infections en chirurgie orthopédique 
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I.3. Sensibilité des germes aux antibiotiques 

Nous avons testé la sensibilité des germes vis-à-vis des antibiotiques en suivant les 

recommandations de CA-SFM 2013.  

 Antibiorésistance de S. aureus d’origine nasal  

Parmi, les 62 isolats de S. aureus d’origine nasal, 30 ont été isolées chez les patients du service 

d’orthopédie pédiatrique et 32 pour  l’orthopédie adulte.  

La sensibilité des souches vis-à-vis de 13 antibiotiques testés a été décrite dans le tableau 12. 

Toutes les souches isolées ont présentés un phénotype sauvage pour les glycopeptides 

(vancomycine et teicoplanine), la lincomycine, le pristinamycine, la fosfomycine et la 

rifampicine ; et un  faible taux de résistance aux aminosides, au cotrimoxazole, aux 

fluoroquinolones, à l’acide fusidique et à l’oxacilline (1,6% pour chacun). 

Les 6 isolats (9,7%) ont présenté 100% de sensibilité aux bêta-lactamines, aux glycopeptides, 

aux fluoroquinolones, aux aminosides, à l’erythromycine, lincomycine et pristinamycine, à la 

fosfomycine, l’acide fusidique, rifampicine et au cotrimoxazole.  

Un fort taux de résistance à la pénicilline G a été observé (90,3%) ; 83,3% pour les souches 

isolées chez les enfants et 96,8% pour les adultes. D’autres résistances ont été retrouvées pour 

les souches isolés du service d’orthopédie adulte, par contre la résistance à la pénicilline G était 

la seule trouvée pour les souches d’orthopédie pédiatrique. 

Nous avons mis en évidence trois (3) phénotypes de résistances dont Phénotype P, P-E-FD et  

P-CN-LEV-SXT-OX (Tableau 11). 

Tableau 11. Phénotypes de résistance de S. aureus d’origine nasal isolé chez les enfants et 

chez les adultes 

Phénotype de résistance Nombre d’isolats 

Sauvage 

P 

P-E-FD 

P-CN-E-LEV-SXT-OX 

6 

54 

1 

1 

  

    

 

 

P: Pénicilline G, E: Erythromycine, FD: Acide fusidique,  

CN: Gentamicine, LEV: Lévofloxacine, SXT: Cotrimoxazole, 

OX: Oxacilline 
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Au cours de notre étude, aucune résistance à la méthicilline n’a été trouvée au niveau du  service 

d’orthopédie pédiatrique, par contre  un SARM (3,1%) a été isolé dans l’orthopédie adulte.  

Tableau 12. Profil de résistance aux antibiotiques des isolats de S. aureus d’origine nasal  

      

 Antibiorésistance des bactéries responsables d’infections 

La sensibilité des bactéries isolées responsables d’infections a été étudiée. Les résultats 

d’antibiogramme ont montré une grande résistance aux antibiotiques testés.   

Les isolats d’entérobactérie ont présenté un haut niveau de résistance aux β-lactamines, 

gentamicine, cotrimoxazole, ciprofloxacine et à l’acide nalidixique ; cependant, aucune 

résistance n’a été détectée pour les carbapénemes (Ertapenème) ni pour la fosfomycine (Figure 

15). Les 2 isolats de Pseudomonas aeruginosa étaient sensibles à tous les antibiotiques testés 

sauf la cotrimoxazole (pour une souche), même chose pour Staphylococcus aureus qui n’était  

résistant qu’à la pénicilline G. A part la tigécycline, Acinetobacter baumanii était résistant à 

tous les autres antibiotiques testés, les carbapenèmes inclus. La souche de SCN a montré une 

multirésistance envers les antibiotiques testés notamment, à la pénicilline G, à la méthicilline, 

aux glycopeptides, aux MLS, à la rifampicine et à l’acide fusidique.  

 

 

 

    Orthopédie pédiatrique       Orthopédie adulte 

Antibiotiques Nombre de 

souches qui sont 

Taux de 

Résistance  

  (%) 

Nombre de 

souches qui sont 

Taux de 

Résistance 

     (%)  

Taux de 

Résistance 

 (Global) 

  (%) S R S R 

Pénicilline G 5 25   83,3 1 31 96,8   90,3 

Oxacilline 30  0 0 31 1  3,1     1,6 

Gentamicine 30  0 0 31 1  3,1     1,6 

Vancomycine 30  0 0  32 0    0        0 

Teicoplanine 30  0 0  32 0    0        0 

Erythromycine  30  0 0  30 2 6,25     3,2 

Lincomycine 30  0 0  32 0    0        0 

Pristinamycine 30  0 0  32 0    0        0 

Levofloxacine 30  0 0  31 1  3,1     1,6 

Cotrimoxazole 30  0 0  31 1  3,1     1,6 

Acide fusidique 30  0 0  31 1  3,1     1,6 

Fosfomycine 30  0 0  32 0    0        0 

Rifampicine 30  0 0  32 0    0        0 

         S. aureus : N=30         S. aureus : N=32  
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AMC AML ETP KF FOX CTX CAZ CRO FEP CN SXT CIP NA FOS
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Tableau 13. Antibiorésistance  de bactéries identifiées responsables d’infections 

 

   Isolats 

Service   Antibiorésistance 

Acinetobacter baumanii Orthopédie adulte Tous les antibiotiques testés à part la 

Tigécycline (Tableau 4. (C)) 

Enterobacter cloacae Orthopédie pédiatrique AMC, AML, KF, FOX, SXT 

Enterobacter cloacae 

 

Orthopédie adulte AMC, AML, KF, CTX, CRO, CAZ, 

FOX, FEP, CN, SXT, CIP, NA 

Escherichia coli 

 

Orthopédie pédiatrique AMC, AML, KF, CTX, CRO, CAZ, 

FEP, SXT, CIP, NA 

Klebsiella pneumonia 

 

Orthopédie pédiatrique AMC, AML, KF, CTX, CRO, CAZ, 

FEP, SXT, CIP, NA 

Pseudomonas aeruginosa Orthopédie pédiatrique    Aucune 

Pseudomonas aeruginosa Orthopédie adulte  SXT 

Staphylococcus aureus Orthopédie adulte P 

Staphylocoque à coagulase 

négatif (SCN) 

Orthopédie pédiatrique P, FD, RD, E, VA, TEC, PT, MY, 

OX 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Figure 15. Taux de résistance des entérobactéries responsables d’ISO vis à vis des antibiotiques testés 

   

AMC: Amoxicilline/ acide clavulanique, AML: Amoxicilline, KF: Céphalotine, FOX: Céfoxitine, SXT: Cotrimoxazole, 

CTX: Cefotaxime, CRO: Céftriaxone, CAZ: Céftazidime, FEP: Céfepime, CN: Gentamicine, CIP: Ciprofloxacine,     

NA: Acide nalidixique, P: Pénicilline G, E: Erythromycine, FD: Acide fusidique, RD: Rifampicine, VA: Vancomycine, 

TEC: Teicoplanine, PT: Pristinamycine, MY: Lincomycine, OX: Oxacilline 
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I.4. Habillage en gènes toxiniques de S. aureus d’origine nasal  

Les 62 isolats de S. aureus d’origine nasal ont fait l’objet d’une étude moléculaire pour 

rechercher les gènes toxiniques. 

Les six PCR multiplex ont révélé la présence de 11gènes toxiniques parmi les 22 recherchés. Il 

s’agit des gènes des entérotoxines staphylococciques (SE) C, D, H  et R  (sec,  sed,  seh  et  

selr),  des  gènes  des entérotoxines  staphylococciques  like K,  L, M, O, Q (selk, sell, selm, 

selo et selq), du  gène  de  l’exfoliatine B (etb) et de la toxine TSST-1 (tst).  

 

Figure 16. Révélation après migration sur gel d’agarose (1,5%) ; exemple pour le premier PCR 

multiplex chez les souches de S. aureus : gènes recherchés, lukM, seh, selm et tst.  

MP : marqueur de poids moléculaire (50 pb DNA ladder, Invitrogen) ; SA72 : souche de contrôle positif 

pour les gènes sem et tst ; SA113 : souche de contrôle positif pour les gènes seh et tst ; SA117 : souche 

de contrôle positif pour le gène lukM ; HD14, HD23, HD26, HD29, HD33, PERS38, HD54, HD56, 

HD60, HD62, HD74 : ADN des souches de notre étude ; T(-) : Témoin négatif. 

Parmi les 62 isolats de S. aureus, quarante (64,5%) possèdent au moins un gène toxinique. 

Parmi les gènes d’enterotoxines, selm était le plus frequent (57,5%), suivi de gène selo (40%) 

et de gène seh (20%). Aucune souche ne possède les gènes d’enterotoxine : sea, seb et selp, ni 

les gènes de toxines exfoliative eta et etd ou des gènes codant les leucotoxines (lukM et lukPV), 

ni le gene EDIN, ni legène de la β-hemolysine (hlb). Une fréquence de 35% a été observée pour 

le gène de tst codant pour le TSST-1. 
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Tableau 14. Fréquence des gènes toxiniques chez les isolats de S. aureus 

Gènes toxiniques Nombre d’isolats (n=40) Pourcentage d’isolats 

Selm 23 57,5 

Selo 16 40 

Tst 14 35 

Seh 8 20 

Sec 5 12,5 

sell 5 12,5 

selk 2 5 

selq 2 5 

selr 2 5 

Sed 1 2,5 

Etb 1 2,5 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17. Taux de portage de gènes toxiniques chez les isolats de S. aureus d’origine nasal 
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II. DISCUSSION 

S. aureus est responsable de plusieurs infections dans le monde. Dans certains cas, il est l’agent 

pathogène le plus fréquent responsable d’infections hospitalières (Al-Mulhim et al., 2014 ; 

Magill et al., 2012 ; Osakwe et al., 2014). Les fosses nasales antérieures restent le site de portage 

préférentiel de Staphylococcus aureus. En effet, une meilleure compréhension du taux de 

prévalence du portage nasal de S. aureus pourrait guider à réduire la diffusion des souches 

résistantes aux antibiotiques dans les établissements de soins. Cependant, notre étude a été 

réalisée avec objectif principal de montrer la relation entre le portage nasal de S. aureus et les 

ISO.  

Nous avons procédé à un écouvillonnage nasal sur 228 patients. La recherche de S. aureus a été 

réalisée en utilisant les techniques de microbiologie. Les isolats qui étaient positifs pour la 

fermentation du mannitol, coloration gram, test catalase et le test de coagulase ont été retenus 

comme S. aureus. 62 ont été confirmés être S. aureus.   

Les auteurs définissent dans la population générale trois groupes d’individus porteurs : les 

porteurs permanents, les porteurs intermittents et les non porteurs de S. aureus  (Kluytmans et 

al., 1997). Notre étude ne nous permet pas de conclure sur ces catégories, néanmoins nous 

pouvons tout de même situer nos résultats entre les porteurs permanents et/ou les porteurs 

intermittents de S. aureus. 

Le taux de prévalence de notre étude est de 27,2% dans les deux services de chirurgie 

orthopédique. ce même taux a été décrit pour la population générale, 27% (Wertheim et al., 

2005). Un taux inférieur au nôtre (16,5%) a été décrit en Chine en communauté (Yan et al., 

2015). Un autre taux largement élevé (62,8%) a été trouvé en Inde chez les patients en 

hemodialyse chronique (Sathisha et al., 2014). Aux USA, Olsen M et al.(2003) ont trouvé un 

taux de 20% en chirurgie cardiaque. Aux Pays-Bas, Kalmeijer et al.( 2000) ont trouvé le même 

taux que le nôtre (27%) en chirurgie orthopédique. Par contre un taux supérieur au nôtre (30%) 

a été décrit aux USA par Price et al.(2008), pour les patients en attente d’une opération 

orthopédique. Le taux de 20,2% a été décrit en orthopédie par Berthelot et al.(2010) en France. 

Le taux de nos patients s’approche à celui décrit en France par Botelho et al.( 2014) de 26,3% 

chez les patients programmés pour l'implantation du matériel orthopédique. Dans la population 

générale, un taux de portage moyen de 37,2 % (intervalle de confiance, 19-55 %) est trouvé, 

basé sur plusieurs études durant les années 1934 à 1994 (Kluytmans et al., 1997). 

Nous avons réalisé l’écouvillonnage dans deux services d’orthopédie. Au service d’orthopédie 

pédiatrique le taux était de 23,8%. Ce taux est faible par rapport à celui décrit chez les enfants 
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(35,7%) par Boada et al. (2015). Malgré que plusieurs littératures associent le sexe et l’âge au 

portage nasal de S. aureus (Wertheim et al., 2005 ; Olsen et al., 2012 ; Boada et al., 2015), nous 

n’avons trouvé aucune association statistique. Dans notre étude, l’hospitalisation et 

l’antibiothérapie antérieure ont été des facteurs de risque de portage du S. aureus au niveau du 

service d’orthopédie pédiatrique. D’autres  études ont retrouvé que ces même facteurs restent 

importants dans le portage de S. aureus en milieu communautaire ou lors de l’admission à 

l’hôpital (Wertheim et al., 2005 ; Chemsi et al., 2014).   

Cependant, au service d’orthopédie adulte le taux de portage était de 31,37%. Ce taux se 

rapproche de celui décrit par Chemsi et al., (2014), 31% et supérieur à celui de Boada et al. 

(2015), 17.8%. Les hommes âgés (>70 ans) présentaient un risque élevé de portage nasal de S. 

aureus. D’autres auteurs ont cité l’âge avancé comme facteur associé au portage nasal de S. 

aureus. En effet, Saxena et al.(2004) trouvèrent un lien pour les personnes ayant plus de 75 

ans ; et Eveillard et al. (2006) pour les plus de 80 ans. Nos résultats associant l’âge au portage 

nasal de S. aureus sont en accord avec d’autres études antérieures (Wertheim et al., 2005 ; 

Boada et al., 2015 ; Yan et al., 2015). Par contre d’autres auteurs n’ont trouvé aucune 

association entre l’âge et le portage nasal de S. aureus (Botelho et al., 2014 ;  Chemsi et al., 

2014). Le sexe masculin a été associé au portage nasal aussi dans d’autres études antérieures 

(Olsen et al., 2012 ; Boada et al., 2015). 

Le diabète et le tabagisme n’ont en aucun cas été des facteurs associés au portage nasal de S. 

aureus dans notre étude. Alors que les auteurs associent ces facteurs au risque de portage de S. 

aureus (Kluytmans et al., 1997 ; Olsen et al., 2012 ).  

Le lieu d’habitation a été défini comme facteur de risque de portage nasal de S. aureus par Yan 

et al. (2015), en revanche nous n’avons trouvé aucune relation avec le portage nasal de S. aureus 

dans notre étude.  

Nous constatons que le taux de portage nasal change selon les différentes études. Ces  variations 

de fréquence de portage de S. aureus observées sont liées aux différentes techniques de 

dépistage, aux différentes populations étudiées et aux interprétations des définitions du statut 

de portage (Nouwen et al., 2004 ; Berthelot et al., 2010). 

Les infections du site opératoire (ISO) constituent une source majeure de morbidité et de 

mortalité pour les patients soumis à des procédures chirurgicales. Ce sont des complications 

communes après les chirurgies, conduisant généralement à une augmentation des coûts des 

soins de santé. Au cours de notre étude, nous avons étudié la prévalence et la cause des ISO en 

chirurgie orthopédique. 
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Nous avons trouvé un taux d’ISO de 6,1% dans les deux services de chirurgie orthopédique. ce 

taux se rapproche de ceux d’autres enquêtes : une étude d’incidence a trouvé un taux d’ISO de 

5,3% pour le Maroc, et celui de 6,2% pour l’Algérie (Amazian et al., 2010) ; puis un taux de 

7% a été obtenu dans une autre étude réalisée au Kenya (Dinda et al., 2013). 

Le taux d’ISO obtenu dans notre étude est inférieur est inférieur à celui trouvé (25 %) à Meknès 

en Traumatologie (Bouzid et al., 2015) , aussi à celui  de 18% obtenu en RCA dans une étude 

similaire (Bercion et al., 2007 ).  

Nous avons surveillé les infections en chirurgie orthopédique. Cependant, le taux d’ISO en 

orthopédie (6,6%) presque similaire  au nôtre a été décrit par d’autres auteurs (Kalmeijer et al., 

2000). Notre taux est très faible comparé au taux de 22,7% obtenu par Maksimovic et al.(2008), 

aussi de 25,8% obtenu par Abdel-Haleim et al.(2010) pour les patients en orthopédie. En 

revanche, d’autres auteurs qui ont surveillé également les infections en chirurgie orthopédique, 

ont décrit un taux d’ISO inferieur au nôtre : un taux de 2% a été obtenu par Berthelot et al. 

(2010) en France ; un taux de 2,18% a été décrit par Li G et al. (2013) en chine ; Al-Mulhim et 

al. (2014) ont trouvé un taux de 2,55%, en Arabie saoudite, et Viqueira et al. (2014) ont obtenu 

un taux de 2.8% en chirurgie orthopédique pédiatrique, en Espagne. 

Nous avons étudié deux services d’orthopédie. Le service d’orthopédie pédiatrique avait un 

taux d’infections de 3,17%. Un taux qui se rapproche à celui obtenu en Espagne (2,8%) par 

Viqueira et al.( 2014). Par contre, le service d’orthopédie adulte comptait un taux de 9,8%.  

Nous constatons une variation du taux d’infections selon les études. Plusieurs explications 

peuvent être données quant à cette variation du taux d’incidence. Cependant, il n’est pas 

judicieux de comparer les taux d’ISO car les différents facteurs peuvent avoir influencé le taux 

d’infections observé et doivent être pris en considération lors de la comparaison de ces résultats 

à ceux d’autres études.  

Dans notre étude, aucun facteur n’a été associé au risque d’infection. L’âge et le sexe n’étaient 

pas des facteurs associés. D’autres auteurs ont trouvé que l’âge et le sexe n’étaient pas des 

facteurs (Bercion et al., 2007 ; Ntsama et al., 2013 ; Osakwe et al., 2014). En revanche d’autres 

les ont associés au risque d’infection (Kalmeijer et al., 2000 ; Olsen M et al., 2003).  

L’absence de prophylaxie, le diabète et le tabagisme sont d’autres facteurs de risque d’ISO 

identifiés par Li G et al. (2013), aussi par d’autres auteurs (Kemfang et al., 2014). Cependant, 

nous avons remarqué que tous les patients opérés ont été mis sous antibiotique prophylactique 

(Augmentin) ; ce qui exclue le premier facteur dans notre cas. En effet, nous n’avons trouvé 

aucun lien entre ces facteurs et le fait de contracter une ISO.  
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L’incidence des ISO après chirurgie orthopédique varie en fonction de la procédure et d’autres 

facteurs (Al-Mulhim et al., 2014). Kalmeijer et al. (2000) ont retrouvé des taux d’ISO différents 

selon les procédures allant de 3% à 8.8%. Maksimovic et al. (2008) ont trouvé des taux variant 

de 13,2% à 70% selon l’étendue de la contamination préopératoire (de la chirurgie propre, à la 

chirurgie contaminée), et une variation du taux selon l’état du patient (score ASA) et la durée 

d’intervention.  

Pour plusieurs auteurs, le risque de contracter une infection du site opératoire augmente avec la 

présence d’un corps étranger. D’après Zimmerli et al. (2004), la mise en place d’un matériel 

étranger accroit le risque de contracter une infection  car les protéines de fixation des bactéries 

risquent de s’y déposer.  

Dans notre étude, nous ne pouvons pas conclure qu’aucun facteur n’était pas lié au risque 

d’infection car non seulement nous n’avions pas toutes les informations nécessaires pour 

conclure cette étude. En plus, notre population était faible.  

Les germes responsables d’ISO sont normalement inoculés durant l’intervention et peuvent 

provenir du patient lui-même et/ou d’un foyer infectieux distant concomitant. Le personnel 

chirurgical, l’environnement de la salle opératoire et tous les instruments qui entrent en contact 

avec le site opératoire constituent leurs sources exogènes (Benedetto et al., 2013). 

Parmi les 14 cas d’infections détectés lors de cette enquête, seulement 12 ont fait l’objet d’un 

diagnostic microbiologique. Nous avons effectué seulement des diagnostics pour la recherche 

des bactéries aérobies. 5 prélèvements ont été trouvés  négatifs. Cependant, les données sur les 

principaux microorganismes responsables d’infections  ne sont disponibles que sur 58,3% de 

celles-ci. Nous avons isolé trois (3) microorganismes pour un patient, les autres prélèvements 

contenaient un seul germe. D’autres auteurs ont trouvé plus d’un germe dans les prélèvements 

d’infection (Al-Mulhim et al., 2014). Le fait que l’on observe des infections polymicrobiennes 

suggère la possibilité de fautes d’asepsie à un moment donné de l’acte opératoire ou des soins 

postopératoires. La majorité des germes isolés étaient des bactéries à gram négatif (BGN). 

Enterobacter cloacae était le plus fréquent (16,7%), suivi de Pseudomonas aeruginosa 

(11,10%). Plusieurs auteurs ont identifiés Staphylococcus  aureus comme le plus fréquent des 

responsables d’infection en chirurgie orthopédique (Maksimovic et al., 2008 ; Al-Mulhim et 

al., 2014). Au cours de notre étude, nous n’avons rencontré qu’une seule ISO à S. aureus. Ce 

résultat nous laisse croire qu’il y ait une relation avec celui d’une étude de prévalence 

d’infections nosocomiales au CHU Hassan II de Fès, dans laquelle aucune infection à 

Staphylococcus aureus n’a été rencontrée (El Rhazi et al., 2007) ; et celui d’une autre étude 
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dans laquelle on remarque une émergence des bactéries à gram négatif au sein du CHU Hassan 

II de Fès (Bahra et al., 2011).  

Un staphylocoque à coagulase négatif a été incriminé comme cause d’une infection dans notre 

étude. Selon Benedetto et al. (2013), ces bactéries opportunistes (SCN) seraient parmi les huit 

germes responsables de plus de 80% d’infections hospitalières.  

La fréquence des bacilles à Gram négatif est le témoin d’une forte contamination de 

l’environnement hospitalier par ces bactéries et de l’inefficacité des mesures visant à limiter 

leur dissémination. 

 Le portage nasal de S. aureus a été identifié comme facteur de risque d’ISO à S. aureus en 

chirurgie orthopédique par plusieurs auteurs (Kalmeijer et al., 2000 ; Saadatian-Elahi, et al., 

2008 ; Bode et al., 2010 ;…). Dans notre cas, nous ne pouvons pas associer le fait d’être porteur 

et le risque d’infection car aucune relation statistique n’a été trouvée. En plus, la seule ISO à S. 

aureus déclarée au cours de notre étude, était chez un patient non porteur de S. aureus ; mais 

cela ne peut pas être pris en compte car il pourrait s’agir d’un porteur intermittent. 

Au cours de cette étude, nous avons étudié la sensibilité de toutes les bactéries rencontrées vis-

à-vis des antibiotiques.  

Parmi les 62 souches (27,2%)  de staphylocoques dorés isolées du nez, 61 étaient des SASM et 

un SARM. Nous avons trouvé seulement 3 phénotypes de résistances au cours de notre étude. 

Dans d’autres études, les auteurs ont obtenu plus de phénotypes de résistance aux antibiotiques 

(Elazhari et al., 2010 ; Conceição et al., 2014 ) 

Parmi les souches isolées, 56 (90.3 %) sont résistantes à la pénicilline G. Ce taux de résistance 

est en accord avec la littérature : plus de 80% de S. aureus sont résistants au pénicilline G 

(Daurel et al., 2008). Elazhari et al. (2010) ont trouvé un taux similaire (90,5%) dans leur étude 

de sensibilité aux antibiotiques des souches de staphylococcus aureus communautaires. 

D’autres auteurs ont trouvés également un taux de résistance supérieur à 90% (Randrianirina et 

al., 2007). En revanche, dans une étude de portage nasal chez les hémodialysés, Oumokhtar et 

al., (2013) ont trouvé 82% de résistance à la pénicilline G. 

Pour les autres antibiotiques le taux de résistances varie de 0 à 3,2%. Elazhari et al. (2010) ont 

trouvé des taux de résistances presque similaires sauf pour la rifampicine et l’acide fusidique  

(taux de résistance supérieur à 10%).  

Parmi les 62 souches isolées, une seule (1,6%) a présenté une résistance à l’oxacilline, 

considérée comme SARM (possédant une PLP2a). Les taux de SARM qui s’approchent au 

notre ont été trouvés : 2 % de SARM par Yan et al.,(2015) ; 3,1 % pour Berthelot et al. (2010). 



48 

 

à celui de Price et al. (2008), 6%. D’autres auteurs ont trouvé un taux de SARM supérieur au 

nôtre dans une étude similaire : 19,4% pour Du et al.(2011) ; un taux de 26,9 % pour Conceição 

et al. (2014); 28,2% pour Saxena et al.(2004) ;  33% pour Chemsi et al. (2014) ; puis un taux 

de 83,8% a été isolé chez les hemodialysés (Sathisha et al., 2014).  

Nous avons effectué des prélèvements dans les services de chirurgie orthopédique. Nous 

n’avons trouvé aucun SARM au niveau du service d’orthopédie pédiatrique. Une autre étude a 

trouvé un faible taux de SARM dans les services pédiatriques par rapport aux autres services 

malgré le test statistique (Askarian et al., 2009). 

Des prévalences de SARM rapportés en Afrique varient de 25 à 50 %  dans la majorité d’études, 

avec une forte croissance du taux des SARM (de 16 à 41%) en Tunisie sur une période de  2002 

-2007 , une diminution du taux (36 à 24%) de pour l’Afrique du sud entre 2006-2007 et un 

faible taux de prévalence stable (19%) pour le Maroc entre 2003-2008 (Falagas et al., 2013). 

Dans notre étude, le taux était très faible comparé à ces données. Enfin, nous notons que tous 

les germes étudiés étaient sensibles à la vancomycine qui demeure avec la teicoplanine les 

traitements de choix contre les infections à SARM (Michel, 2013). 

Au cours de notre étude, les souches de S. aureus ont présenté un taux de résistances très faibles 

vis-à-vis d’antibiotiques. Avec ce résultat nous nous trouvons dans le cas des germes 

communautaires. La résistance à la pénicilline G très élevé est tout à fait normal car plus de 

80% des S. aureus produisent une pénicillinase qui inactive la pénicilline G (Daurel et al., 

2008). La présence de ces germes communautaires pourrait être en rapport avec le fait que les 

prélèvements ont été effectués à l’entrée du patient dans le service.  

Une grande sensibilité de S. aureus isolés vis-à-vis des antibiotiques staphylococciques indique 

que ces agents antimicrobiens sont fiables pour le traitement des infections à S. aureus. Malgré 

ce faible taux de résistance, une surveillance similaire devrait être faite de façon régulière par 

précaution dans le but de limiter la diffusion des germes multirésistantes. 

Au cours de notre étude nous avons remarqué des multirésistances des bactéries responsables 

d’infection. Les bactéries à Gram négatif représentaient la majorité des germes rencontrés. 

Le S. aureus rencontré ne présentait qu’une seule résistance à la pénicilline G, caractéristique 

des germes communautaires. Quant au staphylocoque à coagulase négatif, une multirésistance 

vis-à-vis des antibiotiques a été observée. Dinda et al. (2013) ont trouvé aussi des SCN 

responsables d’infections multirésistants dans leur étude.  
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Nous avons rapporté des infections à Pseudomonas aeruginosa sensible à presque tous les 

antibiotiques. D’autres auteurs ont trouvé un résultat contraire : la résistance à la majorité 

d’antibiotiques (Adegoke et al., 2010 ; Dinda et a., 2013). 

Acinetobacter baumanii était résistant à tous les antibiotiques testés à part la tigécycline. 

D’autres auteurs ont parlé de la multirésistance de ce germe qui ne cesse d’augmenter (Shlaes 

et al., 2013). 

Nous avons remarqué une résistance aux céphalosporines de la 3ème génération à un taux de 

75% des entérobactéries. D’autres taux élevés ont été rapporté : 55% dans les hôpitaux de 

l’Amérique de Sud (Gales et al., 2002) et 76,9% en Egypte (El Kholy et al., 2012). 

Les BGN ayant une résistance à plusieurs classes d'antibiotiques sont responsables pour un 

grand nombre d'infections de plaies chirurgicales (Posluszny et al., 2011). La tendance 

alarmante des infections des bactéries à gram négatif dans les plaies chirurgicales a également 

été observée par Ali., et al. (2009). 

Il faut noter que l’environnement hospitalier contient des germes multirésistants. Cependant 

nous pouvons évoquer une contamination possible par l’environnement due au manque 

d’hygiène ou à la propagation de la flore environnementale par le personnel hospitalier et/ou 

même par les malades eux-mêmes. 

Staphylococcus aureus est une bactérie responsable de nombreux types d'infections. Cette 

variété est probablement liée à diversité des facteurs de virulence dont elle dispose. Certaines 

toxines staphylococciques sont responsables de syndromes cliniques spécifiques au pronostic 

parfois très sombre.  

Les infections toxiniques ne sont pas dues à l’action bactérienne directe mais à des toxines 

secrétées, agissant le plus souvent à distance du foyer infectieux. Il s’agit de l’intoxication 

alimentaire provoqué par les enterotoxines (SE), epidermolyses (due aux toxines exfoliatives 

Ets), choc toxique et scarlatine dues aux TSST-1, SEB et SEC (Jarraud et al., 2002). Pour 

chaque groupe de toxines, plusieurs gènes sont identifiés. C’est ce qui rend l’espèce S. aureus 

encore plus virulent.  

Ainsi, nous avons étudié la présence de 22 gènes toxiniques chez 62 isolats de S. aureus 

d’origine nasal. Parmi toutes les souches, 64,5% possédaient au moins un gène toxinique. Ce 

résultat se rapproche à celui d’Oumokhtar et al. (2013) de 70% ; et à celui d’Elazhari et al. 

(2011) de 76,4%. 
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Notre étude a rapporté que le gène toxinique selm (57,5%) est le plus fréquent, suivi du gène 

selo (40%). Ce qui  est  en  accord  avec les données  rapportées par d’autres études antérieures 

(Holtfreter  et al., 2007, Oumokhtar et al., 2013). 

Ce gène est localisé avec d’autres (seg, sei, seln, et selo) sur l’opéron « egc » situé sur l’ilot de 

pathogénicité SaPI3 (Holtfreter  et al., 2007). La prévalence du gène seh est de 20%. Elazhari 

et al. (2011) ont trouvé une prévalence de 14,7% pour ce gène.  

Le gène tst de la toxine responsable du syndrome de choc toxique staphylococcique (TSST-1) 

avait une fréquence de 35%. Ce taux est très élevé comparé à celui obtenu dans d’autres études 

similaires : 20,3 % par Becker et al. (2003), 13,7% par Collery et al. (2008) et 3,3% par 

Oumokhtar et al. (2013).  

Les enterotoxines et la toxine du syndrome de choc toxique (TSST-1) sont des facteurs de 

virulence importants à activité superantigénique « des puissants activateurs du système 

immunitaire ».  Cependant, la circulation des S. aureus productrice du TSST-1 chez les patients 

reste un défi en termes de pathogénicité, de traitement et de prévention. 

Les exfoliatines sont des sérine-protéases agissant comme de véritables « ciseaux moléculaires 

» impliqués uniquement dans certaines pathologies cutanées (Nhan et al., 2012). 

Dans notre étude, la prévalence de gène etb était de 2,5%. Cette faible frequence est comparable 

à celle raportée par d’autres auteurs (Becker et al., 2003). Selon Nhan et al. (2012), une relation 

entre le gène etb et la forme généralisée du syndrome exfoliatif a été démontrée. 

La leucocidine de panton-valentine (PVL) est une toxine « pore » responsable de la destruction 

des leucocytes et de la nécrose tissulaire. 

Au cours de notre étude, aucun gène de la leucotoxine lukM, leucocidine de panton-valentine 

lukPV, hemolysine hlb, ni des facteurs des EDIN A/B/C n’a été détecté.  

Enfin la connaissance du profil toxinique des isolats de S. aureus est un atout dans la prise de 

décision en cas d’une infection due à ce germe. Ainsi cette information pourrait aider non 

seulement à orienter dans le traitement,  mais aussi à mettre en place les mesures de prévention.  
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CONCLUSION & PERSPECTIVES 

Conclusion 

L’infection du site opératoire reste un défi et représente un fardeau considérable en termes de 

soins de santé. Bien que beaucoup de facteurs de risque de ces infections aient été établis, il n’y 

a pas de certitude concernant la manière de les affronter. Cependant, l’émergence des bactéries 

multi-résistantes aux antibiotiques dans le milieu hospitalier reste inquiétante. 

Les conséquences des infections de sites opératoires orthopédiques sont lourdes en termes de 

morbidité, de coûts et de récidives. Du coup, la prévention est d’une très grande importance vu 

les spécificités des opérations orthopédiques. 

La détection de porteurs nasaux de S. aureus peut être particulièrement utile pour identifier des 

patients présentant un risque élevé de développer des infections à ce germe le plus cité dans les 

infections hospitalières.  

Nous avons réalisé le dépistage nasal de S. aureus pour les patients hospitalisés et évalué les 

ISO dans les deux services de chirurgie orthopédique de CHU Hassan II de Fès 

Dans notre étude, l’incidence globale du portage nasal à S. aureus est de  27,2 % dont 1,6 % de 

S. aureus résistant à la méthicilline. Les facteurs de risques de portage ont été l’hospitalisation 

et antibiothérapie antérieures pour les patients du service de chirurgie orthopédie pédiatrique et 

l’âge avancé (plus de 70 ans) pour ceux d’orthopédie adulte. 

Durant  notre  étude  nous  avons rencontré trois  phénotypes de résistance aux antibiotiques 

parmi les souches  de  S. aureus  d’origine nasal. Le  taux  de  résistance aux antibiotiques des  

était  variable  en  fonction  des molécules considérées. Il était élevé pour la pénicilline G 

(90,3%), très faible pour le reste d’antibiotiques (<4%).  

Parmi, les 62 souches de S. aureus d’origine nasal, 40 soit 64,5% possédaient au moins un gène 

toxinique, et le gène selm était le plus fréquent (57,5%). 

Les résultats de notre étude ont révélé un taux d’ISO de 6,1% dans deux services. Le taux de 

prévalence d’ISO par service a montré un taux de 9,8% pour l’orthopédie adulte et de 3,17% 

pour l’orthopédie pédiatrique. Aucun facteur n’a été associé au risque d’infection. 

Parmi les germes responsables, Enterobacter cloacae est le plus fréquent (16,67%). Un grand 

taux de résistance des germes d’infections vis-à-vis des antibiotiques a été remarqué. 

Le portage nasal de S. aureus n’est pas associé aux infections selon les résultats de notre étude. 

En revanche, des ISO à S. aureus chez des malades non porteurs nasaux, soulignent la nécessité 

de mettre en place des mesures d’hygiène préventive. 
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D'autres études similaires sont nécessaires, pour une meilleure compréhension du rôle du 

portage nasal de S. aureus dans les ISO et l’élaboration de programmes de prévention. 

Perspectives 

La connaissance et surveillance du profil de sensibilité des germes est essentielle dans la prise 

en charge des infections post opératoire.  

Ainsi, notre étude devrait être complétée par : 

 Une étude similaire sur une longue période incluant un deuxième prélèvement pour 

identifier les porteurs permanents et intermittents de S. aureus nasal. 

 Une autre étude de l’écologie microbienne de l’environnement hospitalier des services 

de chirurgie orthopédique, et de la transmission des germes 

 Une surveillance régulière des ISO pour des patients après la sortie de l’hôpital 
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ANNEXES 
Annexe 1 : Fiche d’exploitation 

 

Etude de portage nasal de Staphylococcus aureus par les patients en 

chirurgie orthopédique 

 

IP: ………………        N° du lit : ………..                                N° de prélèvement : …...…….. 

Nom & Prénom: ………………………………………………..………………………………. 

Sexe: ………        Age: ……….          Poids : ……..……      Taille moyenne : ……………… 

Adresses : …………………………….………………………………………………………… 

Motif d’hospitalisation : …………………..…………………………….……………………… 

Date d’admission : …………….………       Date d’opération : ……………......……………... 

Type d’opération : ……………………………………………………………………………… 

Durée d’opération : …………….…                      Durée d’hospitalisation: …………………… 

  

Hospitalisation antérieure :        Oui                              Non               

 

                 Motif d’hospitalisation : …………………………………………………………….. 

                 Antibiothérapie : ……………………………………………………………………. 

                 Date de sortie : ……………………………………………………………………… 

 

Antibiothérapie : ………………………………………………..……………………………… 

                            ………………………………………………..…………….………………… 

 

Pathologies  chroniques : ………………………………………………………………………. 

 

Date du 1èr prélèvement : ……./……./………. 

Date du 2èmme prélèvement : ……./……./……. 

 

Résultat de portage nasal    

  1èr prélèvement :  …………………………………………………………………………….. 

 

    2è prélèvement : ……………………………………………………………………………... 

  

 

Cas d’Infection :             Date de prélèvement : ……./……./…….                                                                        

 

Résultat d’analyses :  …………………………………………………………………... 
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 Annexe 2 : Structure des services d’étude 
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    Annexe 3 : Produits microbiologiques 

 

                      

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

              

 

 

 

 

 Gélose nutritive 

Préparation : 28 g par litre 

 extrait de viande 1,0g/L 

 extrait de levure 2.5g/L 

 peptone 5,0g/L 

 chlorure de sodium 5,0g/L 

 Agar 15,0g/L 

 pH = 7,0 

 

Bouillon cœur-cervelle (BHI)     

 protéose-peptone 10,0 g 

 infusion de cervelle de veau 12,5 g 

 infusion de cœur de bœuf 5,0 g 

 glucose 2,0 g 

 chlorure de sodium 5,0 g 

 hydrogénophosphate de sodium 2,5 g 

 Eau distillée :.........................qsp 1 Litre 

pH = 7,4 

                     Milieu Chapman 

Composition pour la préparation d'un litre de 

milieu. 

 Peptone :..........................................10,0 g 

 Extrait de viande de bœuf :................1,0 g 

 Chlorure de sodium :.......................75,0 g 

 Mannitol :........................................10,0 g 

 Rouge de phénol :..........................0,025 g 

 Agar-Agar :......................................15,0 g 

 Eau distillée :............................qsp 1 Litre 

pH = 7,4 

 

 

    Gélose Muller-Hinton 

Préparation : 38 g par litre. 

 infusion de viande de bœuf : 

300,0 ml 

 peptone de caséine : 17,5 g 

 amidon de maïs : 1,5 g 

 agar : 17,0 g 

 pH = 7,4 

 

                  Eau physiologique 

 NaCl :.................................................9,0 g 

 Eau distillée :............................qsp 1 Litre 

 

           Plasma de lapin 

Plasma de lapin lyophilisé  

Eau distillée stérile    6ml 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_distill%C3%A9e
http://fr.wikipedia.org/wiki/Litre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Peptone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Extrait_de_viande
http://fr.wikipedia.org/wiki/Chlorure_de_sodium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Mannitol
http://fr.wikipedia.org/wiki/Rouge_de_ph%C3%A9nol
http://fr.wikipedia.org/wiki/Agar-agar
http://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_distill%C3%A9e
http://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_distill%C3%A9e
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                 Milieu EMB 

Composition pour la préparation d'un litre de 

milieu. 

Peptone ……...................….………..10,0 g 

Lactose …………………….………….10,0 g 

Éosine ………………………………… 0,4 g 

Bleu de méthylène ………………..0,0625 g 

Hydrogénophosphate de potassium …2,0 g 

Agar ……………………………………15,0 g 

       pH =6,8 

           Milieu Kligler-Hejna 

Composition pour la préparation 

d'un litre de milieu. 

- Peptone ………......................... 15   g 

- Extrait de viande ……...............  3   g 

- Extrait de levure ……................  3   g 

- Peptone pepsique de viande ......  5   g 

- Glucose ………..........................  1   g 

- Lactose ……….......................... 10   g 

- Rouge de phénol ….................. 25 mg 

- Chlorure de sodium …...............  5   g 

- Sulfate ferreux ……..................  0,2 g 

- Thiosulfate de sodium ..............  0,3 g 

- Agar-agar ……......................... 11   g 

                   pH = 7,5 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Litre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Litre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Peptone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Extrait_de_viande
http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Extrait_de_levure&action=edit&redlink=1
http://fr.wikipedia.org/wiki/Peptone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Glucose
http://fr.wikipedia.org/wiki/Lactose
http://fr.wikipedia.org/wiki/Rouge_de_ph%C3%A9nol
http://fr.wikipedia.org/wiki/Chlorure_de_sodium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Thiosulfate_de_sodium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Agar-agar
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     Annexe 4 : Classes de contamination d’Altemeier 
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Annexe 5 : score ASA 

ASA Physical Status Classification System 

1 : Patient normal 

2 : Patient avec anomalie systémique modérée 

3 : Patient avec anomalie systémique sévère 

4 : Patient avec anomalie systémique sévère représentant une menace vitale constante 

5 : Patient moribond dont la survie est improbable sans l'intervention 

6 : Patient déclaré en état de mort cérébrale dont on prélève les organes pour greffe 

 

                                                  Société Française d’Anesthésie et de Réanimation 
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Annexe 6 : Profils toxiniques des isolats de S. aureus d’origine nasal 

Profil toxinique Nombre d’isolats 

Sauvage 

selm 

selk 

sec 

seh 

selo 

tst 

selm, selo 

selm, sec 

selm, tst 

selm,  selr 

tst, selo 

Seh, tst 

selm, tst, selo 

selm, sell, selo 

Seh, selo, sell 

selm, etb, selo 

seh, tst, selo 

seh, tst, sell, selo 

sem, sec, selo, sell 

seh, tst, selq, selk 

sem, sed, selr, selo 

sem, sec, selq, sel, selo  

 

22 

8 

1 

1 

2 

1 

3 

3 

2 

3 

1 

3 

2 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

1 

 

 


