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INTRODUCTION 
 

 

 

Clostridium difficile est le principal microorganisme enthéropathogène responsable 

des diarrhées associées aux soins. Des diarrhées communautaires lui ont aussi été 

récemment imputées. Il est à l’origine de 15 à 25% des diarrhées post antibiotiques et de 

plus de 95% des colites pseudomembraneuses (CPM). L’une des caractéristiques des 

infections à Clostridium difficile (ICD) est la tendance aux récidives. L’incidence de la 

sévérité des ICD a augmenté ces dix dernières années notamment avec la diffusion du clone 

hyper virulent 027.  

 Les ICD demeurent un problème de santé publique. Aux Etats Unis, la lutte contre le 

C. difficile est une priorité car cette bactérie est impliquée dans 250 000 infections et 14 000 

décès chaque année. Les ICD représentent une dépense de santé publique de 1,2 à 4,8 

milliards de dollars par an (Dubberke et al., 2008) (O’Brien et al., 2007). L’Europe, plus 

épargnée, est aussi impactée avec une dépense estimée à trois milliards d’euros par an 

(Kuijper et al., 2006). En France, l’étude rétrospective de Le Monnier et al. (Le Monnier et al., 

2015) a montré que le coût supplémentaire des ICD dans les hôpitaux français en 2011 était 

de 163,1 millions d’euros.    

Ce bacille Gram positif sporulé a la capacité de perdurer dans l’environnement sous 

forme de spores qualifiées « d’ultra résistantes » car elles résistent notamment aux 

désinfectants usuels. Le tube digestif d’environ 3% de la population est colonisé par 

C. difficile sous forme végétative. Ce pourcentage augmente dans les unités de soins. Lors 

d’un déséquilibre de la flore digestive, causé la plupart du temps par la prise d’antibiotiques, 

cette bactérie opportuniste se multiplie et sécrète ses toxines responsables des symptômes 

digestifs. Ces toxines sont l’entérotoxine A et la cytotoxine B qui agissent en synergie. On 

parle alors de souche de C. difficile toxinogène. La physiopathologie, notamment les facteurs 

permettant la germination des spores dans le tube digestif et induisant l’expression des 

toxines par les formes végétatives, est aujourd’hui mieux connue. 

Le diagnostic d’une ICD repose, soit sur la présence d’une CPM, soit par un tableau 

clinique compatible (diarrhée, iléus ou mégacôlon toxique) associé à la mise en évidence 

d’un C. difficile producteur de toxines dans les selles, en l’absence d’autres causes 

évidentes de diarrhée. Actuellement, de nombreux tests sont disponibles pour le diagnostic 

microbiologique  ciblant soit un antigène de la bactérie telle que la glutamate 
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déshydrogénase (GDH), soit la présence des toxines libres A et/ou B ou des gènes codant 

pour ces toxines dans les selles. Cependant, aucun de ces tests ne présente des 

performances optimales pour être recommandé en diagnostic simple par les sociétés 

savantes. Ces dernières recommandent donc des algorithmes combinant plusieurs de ces 

tests.  

 Dans cette thèse, nous avons tout d’abord effectué une revue de la littérature pour 

comprendre la physiopathologie des ICD et tenter d’appréhender comment une altération du 

microbiote intestinal favorise l’implantation et l’expression de cet agent opportuniste. Dans 

un second temps, nous nous sommes intéressés au diagnostic biologique des ICD. Cette 

démarche s’est inscrite dans le choix des techniques à mettre en place pour le diagnostic 

des ICD au centre hospitalo-universitaire (CHU) de Bordeaux en 2013. Nous avons ainsi 

comparé trois algorithmes diagnostiques dont un comportant une méthode de détection de 

C. difficile toxinogène par biologie moléculaire. Enfin, après implantation d’un test 

moléculaire au laboratoire en juin 2014, nous avons voulu savoir quelles étaient les 

conséquences sur le taux de positivité et sur la politique d’acceptation et de rejet des 

échantillons par rapport aux recommandations européennes. Nous avons ainsi mené une 

étude multicentrique rétrospective comparant les résultats obtenus au sein de 9 laboratoires 

de centres hospitaliers (CH) de la région Aquitaine, France, ayant implanté ou non une 

technique de biologie moléculaire durant l’année 2014.  
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ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 
 
 
 

1 Historique 
 

 La première description de la CPM, un symptôme clinique associé à l’ICD, est 

créditée à J. M. T Finney (Finney, 1893) en 1893 soit avant l’ère des antibiotiques. Il décrivit 

ce tableau chez une patiente de 22 ans qui avait été opérée d’une obstruction gastrique. 

Plusieurs études décrivirent des CPM post-opératoires (Penner and Bernheim, 1939), (Pettet 

et al., 1954), (Bartlett et al., 1977) mais le mécanisme physiopathologique suspecté était une 

insuffisance vasculaire. Il a fallu attendre les années 50 et la généralisation de l’utilisation 

des antibiotiques pour mettre en évidence le lien entre antibiothérapie et CPM. En effet, à 

cette époque, il était suspecté qu’une antibiothérapie préalable favorisait une entérocolite à 

Staphylococcus aureus (Bartlett et al., 1977) (Tedesco, 1982) (George et al., 1982). La thèse 

de la plupart de ces études était que la flore intestinale, altérée par les antibiotiques, 

permettait sa colonisation par S. aureus. Les travaux de Khan et Hall (Khan and Hall, 1966) 

ont montré que l’administration de vancomycine par voie orale permettait de traiter les 

entérocolites à S. aureus, mais il faut noter que cet antibiotique est également actif sur 

C. difficile. L’hypothèse selon laquelle l’effet bénéfique de la vancomycine était dû à sa plus 

grande activité sur C. difficile a été renforcée par la faible efficacité de la méthicilline pour 

traiter les entérocolites, cet antibiotique étant peu actif sur C. difficile mais très actif sur 

S. aureus. 

 C. difficile a été découvert pour la première fois en 1935 dans les selles de nouveaux 

nés par Hall et O’Toole (Hall and O’Toole, 1935). Ces auteurs décrivirent la bactérie comme 

appartenant à la flore commensale intestinale. En raison des difficultés de culture, ils la 

nommèrent Bacillus difficilis. Malgré la mise en évidence par ces auteurs que C. difficile était 

capable de produire une toxine létale pour les souris et les cochons d’Inde, C. difficile n’a été 

considéré comme étant une bactérie potentiellement pathogène qu’à partir de 1962 (Smith 

and King, 1962). En effet, cette bactérie n’était pas détectée assez fréquemment ni avec 

assez de cohérence clinique pour être désignée comme étant la responsable d’une 

pathologie. 

 L’année 1974 fut une année charnière pour le C. difficile. En effet, Tedesco et al. 

(Tedesco et al., 1974), après avoir constaté qu’un nombre élevé de patients hospitalisés à 

Saint Louis, EU avaient développé une CPM sous clindamycine, ont utilisé l’endoscopie 
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digestive comme diagnostic de routine chez ce type de patients. Leurs résultats furent 

édifiants : sur 200 patients traités par clindamycine, 42 (21%) avaient la diarrhée et 20 (10%) 

de ces patients présentaient une CPM à l’endoscopie. C’est à partir de cette étude que la 

CPM devînt le synonyme de la colite à clindamycine. Le point fort de cette étude fut que la 

culture des selles de ces patients était négative pour S. aureus. Ce n’est qu’en 1977 que 

Barlett et al. firent le lien entre les CPM post antibiotiques et la production de la toxine B de 

C. difficile chez le hamster puis chez l’homme (Bartlett et al., 1977). En effet, partis du 

constat qu’un traitement par vancomycine guérissait les colites post clindamycine sur les 

modèles murins, ils émirent l’hypothèse qu’une bactérie à gram positif était bien à l’origine de 

cette maladie. Ils notèrent que, bien que la vancomycine était le traitement de cette 

pathologie, elle pouvait aussi en être la cause dans le sens où à l’arrêt de cette dernière, 

avec ou sans exposition préalable à la clindamycine, la maladie réapparaissait. Ils 

montrèrent (Bartlett et al., 1977) également que les selles contaminées transmettaient la 

maladie à des animaux sains. L’équipe se pencha ensuite sur la caractérisation de cet agent. 

Ils mirent en évidence une toxine de grande taille car elle ne passait pas au travers de filtre 

de moins de 10 pm. Pour déterminer la nature de cette toxine, ils tentèrent de la neutraliser 

avec différentes antitoxines. L’antitoxine du S. aureus ne fonctionna pas mais les antitoxines 

de la gangrène gazeuse furent capables de la neutraliser et particulièrement celle de 

Clostridium sordellii. L’étape suivante consista à tester les différentes bactéries du genre 

Clostridium présentes dans les selles animales pour voir laquelle était à l’origine de la 

maladie. Ceci permit enfin de démasquer C. difficile.  

 L’ère des infections post antibiotiques à C. difficile est donc née dans les années 

1970 et bien que sa mise en évidence fut laborieuse et nécessita plus d’un siècle, C. difficile 

est devenu l’un des agents bactériens les plus étudiés actuellement. En effet, il est établi 

qu’il est responsable de 15 à 25 % des diarrhées post-antibiotiques et de plus de 95 % des 

cas de CPM (Bartlett, 2006). Il est le principal entéropathogène impliqué dans les diarrhées 

nosocomiales bactériennes chez l’adulte.  

 

 

2 Clostridium difficile  
!

2.1 Caractéristiques générales et phylogénie 
 C. difficile est un bacille Gram positif à mobilité lente grâce à des flagelles péritriches, 

anaérobie strict, sporulé. Sa spore est subterminale, ovale et déformante. Sous sa forme 



!
 

Figure 1. Clostridium difficile au microscope : bacille Gram positif. 

(http://www.microbiologyinpictures.com/) 

 

 
Figure 2. Illustration circulaire du chromosome de 4.3-Mb de Clostridium difficile de la souche 

630 (Knight et al., 2015). Les cercles concentriques sont  (de l’extérieur vers l’intérieur) :  

cercles 1 et 2 : 3,776 CDSs (séquences codantes) putatives (transcris dans le sens horaire et 

antihoraire); cercle 3 : CDSs partagés avec d’autres Clostridia séquencés (bleu);  

cercle 4 : CDSs propre au C. difficile (rouge);  

cercle 5 : éléments mobiles (rouge et rouge pâle : transposons; rose : prophages; marron : prophages 

et transposons partiels; bleu : élément de surface; magenta : ilot génomique );  

cercle 6 : gènes ANR (acide ribonucléique) (bleu, ARNrs (acide ribonucléique ribosomique); rouge, 

ARNts (acide ribonucléique de transfert);  violet :  ARN stable);  

cercles 7 et 8 : G ︎C/GC déviation. 
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végétative, il apparaît comme un bacille pléiomorphe en paires ou en chaînettes courtes 

(Figure 1).  

 Lorsque les conditions de croissance de la bactérie deviennent difficiles, elle prend la 

forme de spores pouvant survivre des semaines voire des mois ou des années dans les 

conditions difficiles  de l’environnement extérieur (Otter et al., 2013).  

 C. difficile fait partie du genre Clostridium, Famille des Clostridiaceae, Ordre des 

Clostridiales, Classe des Clostridia, Phyllum des Firmicutes (Knight et al., 2015). Sept 

lignées phylogénétiques de C. difficile ont été identifiées  (Griffiths et al., 2010) (Elliott et al., 

2009) (Dingle et al., 2014). 

 

2.2 Caractéristiques du génome 
Sebaihia et al. (Sebaihia et al., 2006) furent les premiers à séquencer le génome de 

C. difficile de la souche 630. Il possède un large chromosome circulaire de 4 290 252 bp 

ayant 3776 séquences codant pour des protéines (CDS) et contenant 29% de Guanine + 

Cytosine (Figure 2) (Knight et al., 2015). D’autres études complémentaires ont permis de 

montrer que C. difficile possède un génome mosaïque et hautement dynamique avec une 

grande proportion d’éléments génétiques mobiles (11% pour la souche 630), comme des 

bactériophages, des introns du groupe I, des séquences d’insertion, des ïlots génomiques, 

des éléments transposables et conjugués, ainsi que d’une grande quantité de gènes 

accessoires (Brouwer et al., 2012) (Darling et al., 2014) (Stabler et al., 2010). La plupart des 

CDS du génome de  C. difficile sont associées à son adaptation et à sa prolifération dans le 

tractus intestinal (germination, adhérence et croissance) ainsi qu'à sa survie dans des 

milieux difficiles (sporulation) (Sebaihia et al., 2006) (Monot et al., 2011). Ces données 

soulignent le fait que C. difficile évolue dans une niche dynamique et est capable de 

coexister avec d’autres espèces bactériennes. De plus, comme  Pseudomonas aeruginosa, 

bactérie ubiquitaire, le fait que son génome soit de grande taille indique qu’il est capable de 

survivre dans des environnements hostiles. 

Le pangénome d’une bactérie permet de la définir. Il est composé d’un génome 

stable : le génome cœur (présent dans tous les isolats) et d’un génome accessoire, (Medini 

et al., 2005).  Le pangénome de C. difficile compterait 9640 gènes (Scaria et al., 2010) et le 

génome cœur de 3,4 Mb (Forgetta et al., 2011) lui compterait un nombre de gènes stable, 

estimé entre 1000 et 3000 gènes (Scaria et al., 2010) (Forgetta et al., 2011). Stabler et al. 

(Stabler et al., 2006) ainsi que Janvilisri et al. (Janvilisri et al., 2009) ont montré que la 

plupart des protéines codées par ce génome cœur avaient un rôle essentiel car elles étaient 

impliquées dans les processus cellulaires de base comme la biosynthèse du métabolisme, la 

réplication de l’acide désoxyribonucléique (ADN), la division cellulaire ainsi que les 



Tableau 1. Fréquence d’isolement de Clostridium difficile et détection de ses toxines dans les 

selles selon les populations (Barbut et al. 2015).  

 

Population 
Isolement de Clostridium 

difficile (culture) % 

Présence de la toxine B de 

Clostridium difficile dans 

les selles (test de 

cytotoxicité) % 

Adultes sains 0-3 <1 

Patients avec une colite 

pseudomembraneuse 
95-100 95-100 

Patients avec une diarrhée 

post antibiotique 
20-40 10-25 

Patient avec une diarrhée 

communautaire 
1,5 Non renseigné 

Patients hospitalisés et 

asymptomatiques 
10-15 2 

Nourrissons et enfants 

asymptomatiques < 2ans 
30-80 20-50 

!
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processus de pathogénicité (colonisation, adhérence, motilité et résistance aux 

antibiotiques). Comme le pangénome, sa taille est influencée par le clone étudié. La 

différence entre l’estimation de la taille du pangénome et du génome cœur surligne, fait rare, 

le faible degré de conservation génomique dans cette espèce (moins de 16% environ). 

 

2.3 Ecologie, réservoir et mode de transmission 
 C. difficile est une bactérie ubiquitaire présentant une grande diversité de réservoirs. 

Sa spore, qui est sa forme de résistance et responsable de sa transmission par voie féco-

orale, permet à la bactérie de se constituer un réservoir quasi illimité. 

 

2.3.1 Le réservoir humain 
 D’après Barbut et al. (Barbut et al., 2015), C. difficile a une faible prévalence dans la 

population générale. En effet, il fait partie de la flore microbienne intestinale normale de 0 à 

3% des adultes sains (Bartlett, 1994) (Tableau 1). 

Une étude menée en 2012 par l’équipe de Rousseau et al. (Rousseau et al., 2012) 

sur des enfants de moins de deux ans, non hospitalisés a montré l’importance de l’âge de 

l’enfant dans la dynamique de la colonisation par C. difficile. En effet, cette dernière se fait 

majoritairement lors la période néonatale puis entre quatre et six mois. Il faut savoir que ces 

deux périodes sont associées à une modification du microbiote intestinal, modification qui 

comme nous le verrons favorise la colonisation par C. difficile. La présence de C. difficile 

chez ces enfants en fait donc un réservoir potentiel pour les adultes. Des études suggèrent 

que la colonisation est asymptomatique chez les enfants de moins de trois ans en raison de 

l’immaturité des récepteurs de surface des entérocytes les rendant insensibles aux toxines A 

et B (Al-Jumaili et al., 1984) (Borriello, 1990) (Eglow et al., 1992) et grâce au passage 

d’anticorps antitoxines maternels par voie placentaire et pendant l’allaitement (Lamont, 

2002). D’autres auteurs évoquent d’autres étiologies comme la composition différente du 

mucus intestinal qui empêcherait les toxines de se lier à leurs récepteurs ou le manque de 

recrutement et d’activation des neutrophiles dû à l’immaturité du système immunitaire chez 

ces enfants (Rolfe and Song, 1993) (Tamma and Sandora, 2012). Chez les enfants de moins 

de trois ans, la colonisation moyenne asymptomatique est de 60 % voire plus, ce taux 

variant en fonction de l’âge et de l’environnement (Rousseau et al., 2012). La colonisation se 

ferait dès la première semaine de vie, plus par contact environnemental que par 

transmission maternelle (Al-Jumaili et al., 1984). Après trois ans, la prévalence est la même 

que chez les adultes (Rousseau et al., 2012) (McFarland, 2008).  
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 Les personnes âgées sont les plus colonisées (10 à 20%) (Tableau 1), ce qui peut 

s’expliquer par l’augmentation de leur fréquence d’hospitalisation et donc de contacts 

potentiels avec la bactérie (cf. paragraphe 1.2.3.b), une médication plus importante, une 

altération de leur microbiote intestinal et des comorbidités plus élevées que dans la 

population jeune (Salles, 2009). La colonisation des patients hospitalisés, particulièrement 

des patients grabataires, et/ou hospitalisés au long cours, est plus fréquente avec un 

pourcentage pouvant atteindre 15 à 30% (McFarland, 2008).  

 

2.3.2 Réservoir environnemental  
 C. difficile est présent naturellement dans l’environnement. Une étude menée par 

Simango (Simango, 2006) dans un village du Zimbabwe a montré la forte prévalence de     

C. difficile dans l’environnement. En effet, 37% des échantillons de terre et 6% des 

échantillons d’eau analysés étaient positifs. De plus, 67% des souches provenant de la terre 

et 14% de celles des eaux étaient toxinogènes. L’étude d'Al Saif et Brazier effectuée dans la 

région de Cardiff en Angleterre (Al Saif and Brazier, 1996) a montré que 87% des 

prélèvements issus des eaux de quatre rivières, 44% des prélèvements issus des eaux de 6 

plages desservies par le fleuve Bristol, 5% des prélèvements issus de l’eau du robinet et 

21%  des prélèvements issus de terre effectués dans différents sites de Cardiff étaient 

positifs à C. difficile. Ces données indiquent que C. difficile est largement répandu dans 

l’environnement et notamment dans les eaux près des villes. Zidaric et al. (Zidaric et al., 

2010) ont eux aussi montré que sur les eaux de 25 rivières slovènes analysées, 17 étaient 

contaminées par la bactérie et qu’il y avait 34 ribotypes différents dont la moitié était 

présente chez les animaux et chez les hommes. De plus, ils ont mis en évidence que les 

échantillons positifs étaient corrélés à des rivières situées dans une zone de population 

importante. Ce point souligne la facilité de C. difficile à se répandre de manière illimitée : des 

personnes contaminées vont souiller l’environnement qui va constituer un nouveau réservoir 

de contamination potentielle.  

 L’environnement hospitalier est un réservoir important de C. difficile (Riggs et al., 

2007). Dubberke et al. (Dubberke et al., 2007) ont montré que les hôpitaux étaient 

fréquemment contaminés par des spores de C. difficile notamment les chambres ayant 

accueilli des patients porteurs de la bactérie. En effet, les spores de C. difficile contaminent 

les surfaces des chambres et peuvent y survivre plus de 5 mois (Otter et al., 2013). Ces 

spores peuvent alors infecter un patient hospitalisé dans cette chambre via un manuportage 

du personnel ou par contact direct (Landelle et al., 2014) (Weber et al., 2010). On comprend 

alors pourquoi C. difficile est au premier rang des diarrhées infectieuses nosocomiales chez 

l’adulte en France et en Europe (Eckmann et al., 2013). Par ICD nosocomiale, on entend 
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une ICD survenant après 48 h d’hospitalisation et chez un patient non hospitalisé dans les 4 

semaines qui suivent sa sortie d’un établissement de santé (Eckert et al., 2013).  

 

2.3.3 Réservoir animal 
C. difficile colonise aussi les animaux notamment ceux de compagnie (chats, chiens, 

chevaux) et les animaux destinés à la consommation (bovins, porcs, moutons, chèvres et les 

poulets) (Squire and Riley, 2013). Plusieurs études ont montré que les éleveurs de porcs 

ainsi que leur bétail étaient colonisés par des clones génétiquement identiques (Knetsch et 

al., 2014) (Schneeberg et al., 2013). Ces données concordent sur le fait que les animaux 

constitueraient aussi l’un des réservoirs de C. difficile et qu’une transmission entre animaux 

et humains est envisageable même si cette transmission n’a jamais été prouvée. En effet, il 

n’est pas actuellement possible d’exclure une transmission commune de C. difficile par une 

même source environnementale. De plus, C. difficile est connu comme étant aussi un 

pathogène chez la plupart de ces espèces animales et surtout chez le porc et les bovins. 

Comme chez les hommes, les symptômes sont variés, allant d’un portage asymptomatique à 

une entérocolite hémorragique. De plus, les facteurs de risque seraient les mêmes que chez 

l’homme, à savoir l’âge et l’exposition aux médicaments dans l’élevage en batterie des 

animaux destinés à la consommation (Squire and Riley, 2013). 

 

2.3.4 Réservoir alimentaire 
 Plusieurs études (Bakri et al., 2009), (Metcalf et al., 2011), (Metcalf et al., 2010), 

(Rupnik and Songer, 2010), ont mis en évidence que C. difficile contaminerait aussi les 

aliments tels que la viande, les produits de la mer, les salades préparées et les légumes. 

L’une des premières études, réalisée en 2007 au Canada par Rodriguez-Palacios et al 

(Rodriguez-Palacios et al., 2007), montrait que 20 % de la viande de bœuf et de veau 

étudiée contenait, après enrichissement des spores, des souches de C. difficile toxinogène. 

Cependant, certaines études sont en désaccord sur le taux de contamination et la 

prévalence de la viande contaminée dans l’industrie agroalimentaire. Cette discordance peut 

être expliquée par la localisation, la prévalence de C. difficile et l’utilisation de méthodes de 

détection n’ayant pas la même sensibilité et spécificité. 

 La présence d’une souche commune (ribotype 078) prédominant dans tous ces 

aliments suggèrerait un lien entre les animaux et leurs selles (Curry et al., 2012) (Metcalf et 

al., 2010) (Weese et al., 2009). En effet, cette contamination pourrait avoir lieu directement 

par le contenu digestif des animaux, leurs selles ou par les mains du personnel contaminées 

par les spores pendant la phase de production et de vente des aliments. Si de nombreuses 



 
 

Figure 3. Processus de l’infection cellulaire de TcdA et TcdB (Awad et al., 2014). (A) Structure 

du domaine de TcdB. En rouge : le domaine catalytique N-terminal. En bleu : le domaine de la 

cystéine protéase. En jaune : le domaine central hydrophobe et la région formant les spores (PFR). 

En vert : le domaine C-terminal de la liaison au récepteur. Le modèle ABCD y est aussi référé. (B) 

Processus cellulaire d’intoxication de TcdA et TcdB. La première étape met en jeu la liaison de TcdA 

(ToxA) ou TcdB (ToxB) à des récepteurs cellulaires inconnus suivi par l’endocytose des toxines dans 

un endosome cellulaire. L’acidification de l’endosome conduit à l'insertion de la toxine dans la 

membrane endosomale et à la formation d'un pore qui après des évènements de clivage 

autocatalylique médiés par un inositol hexakisphosphate (InsP6) dépendant et par le domaine de la 

cystéine protéase, facilite la libération du domaine de la glucosyltransférase actif dans le cytosol. Cela 

produit une glucolysation et une inactivation des GTPAses de la famille Rho, créant ainsi l’effet 

cytopathogène.  

!
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preuves existent quant à la contamination de la nourriture par des souches de C. difficile 

toxinogènes, sa transmission à l’homme n’a toujours pas été démontrée. 

 

2.4 Facteurs de virulence 

2.4.1 Toxines A et B 
 Le principal facteur de virulence de C. difficile est sa capacité à produire les toxines 

libres A et B respectivement nommée TcdA et TcdB. Les souches de C. difficile qui ne 

produisent aucune de ces deux toxines sont avirulentes (Geric et al., 2006) et considérées 

comme non pathogènes. 

 TcdA et TcdB sont des exoprotéines de grande taille. La toxine A de 308 kDa est une 

entérotoxine létale et cytotoxique qui a montré ses effets dans le modèle de l’anse ligaturée 

de lapin. La toxine B est une cytotoxine de 270 kDa exerçant une activité 1000 fois 

supérieure à la toxine A dans les modèles animaux (Lyras et al., 2009) (Carter et al., 2015). 

TcdA et TcdB agissent en synergie mais certaines données utilisant des mutants délétés en 

toxines suggèrent que seule TcdB serait un facteur de virulence essentiel (Lyras et al., 

2009). Sur un modèle animal en utilisant 3 types de mutants : TcdA+ et TcdB+, TcdA− et 

TcdB+, TcdA+ et TcdB−, Carter et al. ont émis l’hypothèse que TcdB serait aussi, à elle seule, 

à l’origine de défaillances d’organes multiviscérales (Carter et al., 2015).  

 Les toxines A et B ont une structure à multi-domaines selon le modèle ABCD (de 

l‘anglais : A, biological activity; B, binding; C, cutting; D, delivery) décrit par Jank et Aktories 

(Jank and Aktories, 2008) (Figure 3). Elles comprennent : (A) un domaine N-terminal à 

activité́ glucosyltransférase, (B) un domaine C-terminal de liaison au récepteur des toxines, 

(C) un domaine cystéine protéase et (D) un domaine hydrophobe. 

 Les toxines sont internalisées par endocytose médiée par un récepteur carbohydrate 

non connu à la surface des cellules, sur lequel vient spécifiquement se fixer leur domaine   

C-terminal (B). Elles subissent ensuite des modifications conformationnelles au cours de 

l’acidification de l’endosome. Le domaine hydrophobe (D) forme alors un pore à la surface 

de l’endosome. Ce pore permet de libérer dans le cytosol le domaine N-terminal (A) doté 

d’une activité glucosyl-transférase activée par la cystéine protéase et ce, grâce au domaine 

cystéine protéase (C) par une catalyse. En effet, ces toxines inactivent des protéines 

régulatrices du cytosquelette d’actine : elles catalysent de façon irréversible la 

monoglucosylation de la thréonine en 35/37 des petites GTPases de la famille Rho, comme 

RhoA, B, C, G, Rac1–3 et Cdc42, exerçant ainsi une action cytotoxique (Awad et al., 2014). 

L’inactivation de ces protéines impliquées dans plusieurs voies de signalisation et dans la 

régulation du cytosquelette d’actine (dépolymérisation des filaments d’actine) aboutit à une 
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globulisation des cellules, une inhibition de leur division et parfois la mort cellulaire. La 

barrière de la muqueuse intestinale est alors endommagée par la destruction des jonctions 

serrées des entérocytes, induisant une réaction inflammatoire intense de la lamina propria, 

créant ainsi la symptomatologie de l’infection (Shen, 2012).  

 Ces toxines sont codées par deux gènes différents : tcdA et tcdB. Ces deux gènes 

présentent un haut degré d’homologie (66%). Tous deux se situent sur le locus de 

pathogénicité de 19,6 kB appelé également élément de pathogénicité PaLoc (Figure 4) 

(Rupnik et al., 2009). PaLoc est toujours inséré au même endroit dans le génome de 

C. difficile (Dingle et al., 2014) (Didelot et al., 2012). Lorsque la souche n’est pas virulente, le 

PaLoc est remplacé par une région non codante de 75 à 115 bp (Braun et al., 1996). L’îlot de 

pathogénicité résulterait de la fusion de deux locus de pathogénigité distincts portant chacun 

toxine A et B chez souches ancestrales distinctes (Monot et al., 2015) (Figure 5). 

 

2.4.2 Gènes accessoires 
 Le locus PaLoc contient aussi des gènes de régulation tcdR, tcdC et tcdE (Persson et 

al., 2011). Ces gènes accessoires ont des rôles différents : tcdR code pour une protéine 

TcdR qui est un facteur sigma de fonction extracytoplasmique alternatif qui joue un rôle 

déterminant dans la régulation positive de l’expression de tcdA et tcdB mais aussi des autres 

gènes du PaLoc, comprenant tcdR (Mani and Dupuy, 2001). Contrairement à tcdR, tcdC 

code pour la protéine TcdC, un répresseur de la transcription de tcdA ou de tcdB (Dupuy et 

al., 2008) en bloquant l’association de TcdR et de l’ARN polymérase (Carter et al., 2011) 

(Matamouros et al., 2007). Le rôle de TcdE, une protéine de 19 kDa codée par tcdE, n’est 

pas encore bien établi : elle serait nécessaire à la lyse de la membrane bactérienne et à la 

libération des toxines A et B (Govind et al., 2015). La figure 6 résume l’action des gènes 

accessoires dans la physiopathologie des ICD notamment sur la libération des toxines (Voth 

and Ballard, 2005). 

 

2.4.3 Souche BI/NAP1/027 
Le taux et la sévérité des ICD dans les hôpitaux d’Amérique du Nord et d’Europe ont 

augmenté depuis 2000 en corrélation avec la diffusion d'une souche épidémique 

caractérisée par une production accrue des toxines A et B, la production et un niveau élevé 

de résistance aux antibiotiques tels que les fluoroquinolones (FQ). Ce clone représentait 

notamment 82,2% des souches isolées chez les patients atteints d’ICD dans 12 hôpitaux 

québécois en 2004 (Loo et al., 2005) et 51% des souches isolées dans 8 hôpitaux 

américains la même année (McDonald et al., 2005). Ce clone qualifié « d’hyper virulent » 



!
Figure 7. Répartition mondiale de la souche 027 de Clostridium difficile  

en 2010 (Clements et al., 2010). 

 

 

 

 

 
Figure 8. Schéma de la région de CDT et des régions flanquantes (Gerding et al., 2014). (A) Les 

régions de l’isolat non toxinogène CD37. (B) Les régions de l’isolat de la toxine binaire négative de la 

souche 630. (C) Les régions de l’isolat de la toxine binaire QCD-32 g58.  

Les positions des régions flanquantes en 5′, CD2601 et CD2602, de celle du gène trpS en 3′, la 

réponse du gène régulateur cdtR, et les gènes cdtAB codant pour la toxine binaire CDT, ou leur 

pseudogènes, sont décrits. Pour chaque variant de la région CDT les frontières conservées des 

positions 5′ et 3′ sont indiquées ainsi que la taille entière de CdtLoc. L’unique séquence de 68-bp 

présente dans CD37 et les autres isolats non toxinogènes qui sont à la place de CdtLoc sont 

montrées en gras. 
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doit son surnom au fait qu’un taux plus élevé de cas sévères et de décès avait été noté chez 

les patients infectés par cette souche (Pépin et al., 2004) (Loo et al., 2005). D’abord limité à 

l'Amérique du Nord, ce clone a été retrouvé sur le continent Européen dès 2005 en Grande-

Bretagne, Belgique et aux Pays-Bas (McDonald et al., 2005). Il est actuellement 

mondialement répandu (Figure 7) (Valiente et al., 2014). En France, il a été́ isolé pour la 

première fois en mars 2006 et a été́ responsable d’une épidémie dans le Nord-Pas de Calais 

(Coignard et al., 2006) (Tachon et al., 2006).  

Ce clone est nommé BI/NAP1/027 (Kuijper et al., 2006) en raison des caractéristiques 

suivantes : groupe BI (par analyse de restriction par endonucléase), Pulsotype « NAP1 » (« 

North American pulsed-field gel electrophoresis type 1 » ) en électrophorèse en champs 

pulsés (PFGE) et ribotype 027 à l’identification par PCR-ribotypage. Sa virulence serait due 

à la production de la toxine binaire (CDT) (McDonald et al., 2005), et à des délétions de 18 

paires de bases au niveau de tcdC (Sloan et al., 2008) qui coderait une protéine TcdC 

tronquée incapable d’assurer son rôle de répression de l’expression des toxines TcdA et 

TcdB (Dupuy et al., 2008). Cependant, le lien entre l’hyperproduction des toxines A et B et 

sa virulence reste controversé (Carter et al., 2011). De plus, ce clone présente des 

variabilités de séquences dans le gène tcdB au niveau de son extrémité́ 3’ qui 

augmenteraient l’activité cytotoxique de TcdB (Lanis et al., 2010).  

Ce clone résiste à de nombreux antibiotiques dont les nouvelles FQ (moxifloxacine, 

lévofloxacine) probablement par mutation au niveau des gènes de l’ADN gyrase, à 

l’érythromycine et à la clindamycine (Drudy et al., 2006). Il est aussi associé à une résistance 

hétérogène au métronidazole (Peláez et al., 2008) (Qiong and Haihui, 2015). 

2.4.4 La toxine binaire 
La toxine binaire, CDT, de 4,3 kb à activité ADP-ribosylation actine-spécifique, est 

une autre toxine sécrétée par 6 à 10 % des souches de C. difficile. Elle est codée par des 

gènes localisés en dehors du PaLoc. Elle est composée de deux sous-unités, CDTa 

correspondant à la partie enzymatique et CDTb à la partie ligand codées respectivement par 

les gènes cdtA et cdtB. Ces deux gènes forment avec un troisième gène, cdtR, le CdtLoc. 

CdtR code pour une protéine régulatrice nécessaire à l’expression de CDT (Figure 8) 

(Gerding et al., 2014) (Carter et al., 2007). 

CDTb assure la liaison aux cellules de l’hôte en entrainant la formation de protrusions 

faites de microtubules à la surface des cellules épithéliales, augmentant l’adhérence de 

C. difficile ainsi que la translocation de CDTa à l’intérieur du cytosol où elle peut exercer son 

action d’ADP-ribosylation des molécules d’actine. Cette ADP-ribosylation bloque la 

polymérisation de l’actine G en microfilament d’actine F et rompt l’équilibre entre les deux 



!
Figure 9. Mode d’action de la toxine binaire (CDT) (Gerding et al. 2014). Le composant de la liaison 

protéolytique activée de CDTb forme des heptamères à la surface cellulaire et se lie au récepteur membranaire 

LSR. Une fois CDTb fixé au récepteur, CDTa se lie à CDTb et est internalisé par endocytose. Après acidification 

de l’endosome, le composant de liaison s’insert dans la membrane et forme un pore. Via ce pore, le composant 

enzymatique est transloqué dans le cytosol. Dans le cytosol, l’actine ADP-ribosylatée n’est plus capable de se 

polymériser et reste bloquée dans sa forme monomérique. Cette ADP-ribosylation bloque la polymérisation de 

l’actine G en microfilament d’actine F. La dépolymérisation de l’actine corticale, localisée sous la membrane 

cellulaire conduit à la formation de longues protrusions qui sont à l’origine des microtubules. Ces protrusions 

forment un réseau à la surface des cellules épithéliales, augmentant les surfaces d’interaction ce qui facilite 

l’adhérence et la colonisation des Clostridia. 

!

!
Figure 10. Structure d’une spore de Clostridium difficile

(A) Image d’une spore du Clostridium difficile en microscopie électronique (Lawley et al., 2009). 

Ultrastructure d’une spore de Clostridium difficile montrant l’exosporium, le manteau (coat), le cortex, le cœur 

(core), la membrane et le ribosomes en microcopie électronique à transmission. Bar, 100 nm. 

(B) Différentes couches de spores bactériennes (Paredes-Sabja et al., 2014). Les couches principales sont 

représentées et non à l'échelle. Le manteau et l’exosporium peuvent avoir des sous couches qui ne sont pas 

représentées ici. 
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formes d’actine, ce qui provoque une ballonisation des cellules et la mort cellulaire (Figure 

9).  

 Le rôle de la toxine binaire n’est pas encore bien établi mais elle pourrait potentialiser 

les effets cytotoxiques des toxines A et B. Sa sécrétion serait corrélée aux cas d’ICD graves 

(Monot et al., 2015). 

 

2.4.5 Adhésines 
 La première étape de la physiopathologie des ICD est l'étape de colonisation 

digestive. C. difficile est capable d'adhérer à la muqueuse intestinale de l'homme (Borriello, 

1979), du hamster (Borriello et al., 1988), ainsi qu'à différentes cellules en culture (Caco2, 

HT29-MTX et les cellules Vero) (Eveillard et al., 1993) (Karjalainen et al., 1994). Ce rôle est 

joué par les adhésines dont les principales connues à ce jour sont les protéines de surface 

(SLP) notamment de la couche S , Fbp68 (Fibronectin binding protein de 68 kDa) (Lin et al., 

2011), (Hennequin et al., 2003), GroEL (protéine de choc thermique de 58 kDa) (Hennequin 

et al., 2001), (Péchiné et al., 2013), les protéines flagellaires FliC (flagelline) et FliD (coiffe 

flagellaire) (Yoshino et al., 2013), ainsi que les fimbriae. 

  

2.4.6 Spores  

Les spores de C. difficile constituent la forme dormante et de résistance de la bactérie. 

Elles en constituent aussi l’un des facteurs de virulence en facilitant la transmission de la 

bactérie. En effet, ces spores persistent durablement dans l’environnement où elles sont 

omniprésentes. Elles sont thermorésistantes jusqu’à 73°C (Rodriguez-Palacios and Lejeune, 

2011) et résistantes aux radiations ainsi qu’aux principaux désinfectants utilisés dans les 

hôpitaux et dans la communauté notamment aux alcools éthyliques et propyliques (Rutala et 

al., 2012) (Gerding et al., 2008). Elles sont tout de même sensibles au glutaraldéhyde à 2%, 

au formaldéhyde à 8% et à l’hypochlorite de sodium à 20 ppm (Awad et al., 2014) (Barra-

Carrasco et al., 2014).  

Les spores de C. difficile ont une structure commune aux spores décrites pour les autres 

bactéries (Paredes-Sabja et al., 2014) : elles possèdent différentes couches qui contribuent 

aux propriétés de résistance des spores (Figure 10). Le facteur le plus important qui 

contribue à la résistance est son faible contenu en eau. Le compartiment le plus interne est 

le noyau qui contient une copie complète du génome, de l’acide ribonucléique (ARN) et de 

nombreuses enzymes. Il est entouré par une membrane interne comprimée qui a une 

composition en phospholipides similaire à une bactérie en croissance mais qui présente une 

faible perméabilité à l’eau. Cette membrane protège l’ADN de toute dégradation. Puis se 
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succèdent la membrane de germination qui deviendra la membrane de la forme végétative, 

le cortex constitué de peptidoglycane et la membrane externe dérivée de la cellule mère 

mais qui ne confère aucune propriété de résistance. Une couche protéique appelée le 

manteau entoure la membrane externe. Elle est composée de protéines uniques aux spores 

et est essentielle à la résistance des spores aux décontaminants couramment utilisés. Cette 

couche est la plus externe pour un grand nombre d’espèces bactériennes, alors que dans 

d'autres comme C. difficile, l’exosporium constitue la couche externe. Elle est en contact 

direct avec l’environnement et modulerait les interactions avec l’épithélium et régulerait leur 

germination (Lawley et al., 2009) (Barra-Carrasco et al., 2014). 

 

2.5 Typage moléculaire 
 Les méthodes de typage élaborées pour analyser l'épidémiologie de C. difficile ont 

d'abord reposé sur des marqueurs phénotypiques tels que profils protéiques, immunoblot et 

sérogroupage (Lemée et al., 2005). Les méthodes génotypiques développées par la suite 

font appel à l'analyse de l'ADN chromosomique par restriction (PFGE) (Tang et al., 1995) 

(Gal et al., 2005) ou par PCR (AP-PCR et RAPD, PCR-ribotypage, AFLP, rep-PCR) (Wullt et 

al., 2003) (Northey et al., 2005), la PCR-ribotypage est aujourd'hui la méthode de typage 

moléculaire offrant la meilleure association entre faisabilité technique, pouvoir discriminant et 

facilité d'interprétation. Plus de 150 ribotypes différents ont été décrits (Kuijper et al., 2006) 

mais aucune base de données commune n’existe à l’heure actuelle. L’étude EUCLID 

(Enquête européenne de prévalence des infections à Clostridium difficile chez les patients 

hospitalisés avec une diarrhée) menée en 2013 a montré que les 10 principaux ribotypes, 

sur les 138 circulants en Europe, étaient: 027, 001/072, 014, 002, 140, 010, 020, 018, 015, 

005 (Davies et al., 2014). 

 Plus récemment, l'analyse du polymorphisme des gènes de virulence (gènes des 

toxines A et B, de la flagelline, d'une protéine de la couche S) est apparue comme une 

approche intéressante pour relier épidémiologie et virulence. L'analyse par MultiLocus 

Sequence Typing (MLST) permet, quant à elle, de développer une analyse à la fois macro-

épidémiologique et phylogénétique de C. difficile. Ainsi les souches de C. difficile peuvent  

aussi être classées par toxinotype. Le toxinotypage est une analyse du polymorphisme du 

locus de pathogénicité PaLoc par rapport à la taille des fragments B1 et A3 de la souche de 

référence VPI 10463, toxinotype 0. Il utilise une technique de PCR-restriction, qui est la 

RFLP-PCR (polymorphisme de longueur des fragments de restriction ou, de l'anglais 

restriction fragment length polymorphism) (Rupnik et al., 1998). Trente et un toxinotypes 

différents (de I à XXXI) sont décrits et certains sont plus souvent retrouvés au décours 
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Figure 11. Situation européenne des infections à Clostridium difficile de 2011 à 2013 (Davies et 
al., 2014). 
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d’épidémies comme les toxinotypes III (PR 027), VIII (PR 017) et V (PR 078) (Rupnik, 2008) 

(Knight et al., 2015). 

D’autres techniques basées sur l’étude de séquences de gènes comprennent 

actuellement le typage par séquençage MLST (Lemée et al., 2005) et l’analyse MLVA 

(multilocus variable-number tandem-repeat analysis) (Berg et al., 2007). 

 

3 Infections à Clostridium difficile 
!

3.1 Epidémiologie des ICD 
 C. difficile est actuellement mondialement répandu notamment en Europe et en 

France.  

 

3.1.1 En Europe 
En Europe, l’étude EUCLID multicentrique, prospective de la prévalence du C. difficile 

chez des patients hospitalisés souffrant de diarrhées menée dans 482 hôpitaux de 20 pays 

européens  a montré que le taux moyen des ICD était respectivement de 6,6 et 7,3 cas pour 

10 000 patients jours en 2012 et 2013 (Davies et al., 2014) (Figure 11). Ces chiffres sont 

nettement supérieurs à celui d'une précédente étude de surveillance paneuropéenne 

réalisée en 2008-2009 qui avait révélé un taux moyen d'incidence de 4,1 pour 10 000 

patients jours (Bauer et al., 2011). Plusieurs hypothèses ont été émises pour expliquer cette 

augmentation : le vieillissement de la population, une augmentation du nombre de personnes 

touchées, l’augmentation du nombre de prescriptions pour la recherche de C. difficile par des 

cliniciens plus sensibilisés, ainsi que le développement de tests diagnostiques plus 

performants. Toutefois, l’analyse de l’ensemble des selles diarrhéiques reçues dans les 

laboratoires des hôpitaux participants à l’étude EUCLID a montré que 25% des cas d’ICD 

étaient potentiellement sous diagnostiqués chaque année en Europe, du fait de l’absence de 

suspicion clinique ainsi que de l’utilisation de mauvaises méthodes diagnostiques (Davies et 

al., 2014).  
En 2011, Davies et al. ont montré que les ribotypes les plus fréquents en Europe 

étaient le 014/020, le 001 et le 078, ribotype qui a été retrouvé à la fois chez l’homme et chez 

les animaux (Bauer et al., 2011). La prévalence du clone 027 était de 5%. Un âge de 65 ans 

ou plus et une infection par le ribotype 018 étaient significativement associés à une 

complication de l’ICD. 

Quant aux acquisitions communautaires, l’étude de Viseur et al. (Viseur et al., 2011) 
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réalisée en Belgique dans 150 hôpitaux, rapporte que son incidence est restée stable entre 

2008 et 2010 : 0,69 pour 1000 admissions en 2008 contre 0,70 en 2009 et 0,56 en 2010. 

!

3.1.2 En France 
La première enquête nationale française montrant les caractéristiques 

épidémiologiques et microbiologiques des ICD a été menée dans 150 établissements de 

santé (ES) de court-séjour et 95 de moyen-long séjour entre mars et août 2009 (Eckert C, 

2013). L’incidence globale des ICD en court séjour était de 2,28 pour 10 000 patients jours. 

En moyen et long séjour, l’incidence des ICD était de 1,15 cas pour 10 000 patients jours. 

Ces valeurs sont inférieures aux chiffres européens. 

Soixante dix-huit établissements de santé ont participé au volet microbiologique. Sur 

236 souches reçues au Centre National de Référence (CNR), 224 (95%) étaient 

toxinogènes. Parmi les souches toxinogènes, 165 (73,7%) étaient du toxinotype 0, trois (1%) 

avaient le même toxinotype 0 mais avec une délétion de 18 bp dans le gène tcdC et 56 

(25%) étaient des souches de toxinotypes variants dont le III (n = 14), le IV (n = 1), ld V (n = 

28), le VI-VII (n=4), le VIII (n=3), le IX/XXIII (n=3), et le XII (n=3) (Figure 12). Les gènes de la 

toxine binaire ont été retrouvés dans 50 (22%) des isolats toxigéniques. Un pseudogène de 

la toxine binaire était présent dans 166 souches (74%). Les cinq principaux PCR-ribotypes 

retrouvés étaient le 014/020/077 (19%), le 078/126 (12%), le 015 (8%), le 002 (8%) et le 005 

(5%).   

Le bilan du 30 août 2010 de l’InVS (Institut de veille sanitaire, 2010) totalise 265 cas 

d’ICD et fait état de 125 signalements d’ICD sévères ou de cas groupés effectués entre juillet 

2009 et juin 2010, soit une moyenne mensuelle de 10 signalements (Figure 13). Il s’agissait 

de cas groupés pour 50 signalements. Ces signalements émanaient de 83 ES de 41 

départements répartis dans 18 des 22 régions de France métropolitaine. L’Ile-de-France était 

au premier rang en nombre de signalements (N=26, 21%) devant le Nord-Pas-de-Calais 

(N=24, 19,8%) et la Champagne-Ardenne (N=10, 8%). S’agissant du nombre de cas 

signalés, l’Ile-de-France a signalé 58 cas (22%) et le Nord-Pas-de-Calais 48 cas (18%). Ces 

souches provenaient de 131 ES différents implantés dans 19 des 22 régions de France 

métropolitaine. Parmi les 442 souches typées, 95 (21%) appartenaient au clone épidémique 

027 (Figure 14). Des souches appartenant au clone épidémique 027 ont été identifiées dans 

cinq régions françaises métropolitaines (Nord-Pas-de-Calais, Bretagne, Ile-de-France, 

Picardie et Aquitaine). La région la plus concernée restait le Nord-Pas-de-Calais avec 65 

souches, soit 69% des 94 souches 027 identifiées au CNR pour lesquelles la région d’origine 

est connue. 

Une étude d’incidence des ICD (Davies et al., 2014), Longitudital European 
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Clostridium difficile infection diagnosis surveillance study (LuCID), a été conduite en Europe 

et notamment dans 19 ES répartis sur le territoire français. Le CNR a reçu les souches 

isolées en octobre 2014 et en mars 2015 de ces ES. Au total, 283 (n=148 en 2014, n=135 en 

2015) souches toxinogènes ont été reçues : 52 (18,4%) étaient positives pour la toxine 

binaire et 56 (19,8%) présentaient une délétion dans tcdC. Une souche présentait des 

caractéristiques inhabituelles à savoir tcdC-,tcdA- mais tcdB+. 

Toutes les souches étaient sensibles à la vancomycine et au métronidazole. Les 3 

principaux PR sur 61 détectés étaient : 014/020/077 (n=62, 21,9%), 002 (6,4%), 126 (5,7%). 

Le PR 078 représentait 3,9% des souches. Neuf (3,2%) souches 027 épidémiques ont été  

isolées dans la région lyonnaise. 

L’incidence calculée lors de l’étude pour 16 des ES participant était de 2,9 pour 10 

000 patients jours (1,3 –7,8). 

 

Ainsi, en 15 ans, l’épidémiologie du C. difficile a considérablement évolué : nous 

avons assisté à une augmentation du nombre de cas ainsi qu’à l’émergence de plusieurs 

souches avec une distribution initiale épidémique, puis endémique comme pour la souche 

027 (Figure 7) (Clements et al., 2010). Celle-ci a une répartition géographique variable : 

présente majoritairement dans le Nord en 2009, elle a été retrouvée dans la région Rhône 

Alpes en 2014. Le clone 014/020/077 reste majoritaire en France. Les PR 78/126 sont en 

diminution (9 vs 12% en 2009). La souche épidémique 027 est stable et peu fréquente en 

France (3,2 % vs 3,1% en 2009). Certains clones n’ont pas été détectés en octobre 2014 

comme le 05 et le 015 tandis que le clone 106 a émergé en 2014. Le nombre de souches 

produisant la toxine binaire est en diminution (14% vs 22% en 2009). 

Ce constat met en évidence la capacité d’adaptation de C. difficile à son 

environnement et lui vaut donc sa place de leader dans les infections post antibiothérapie 

acquises à l’hôpital (Rupnik et al., 2009).  

!

3.2 Physiopathologie des ICD 
 La survenue d’une ICD nécessite la conjonction successive de plusieurs facteurs : 

une altération du microbiote intestinal, une contamination par une souche de C. difficile 

toxinogène à partir de ses réservoirs et une réponse immunitaire insuffisante du patient. 
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3.2.1 Première étape : altération du microbiote 
intestinal 

 La première étape de la physiopathologie des ICD est la perturbation de la flore 

anaérobie du tube digestif. Celle-ci est souvent due à un traitement par antibiotiques qui va 

altérer le microbiote, entrainant une diminution de la résistance à la colonisation de 

C. difficile, ce qui va lui permettre de s’implanter et de se multiplier. Le rôle de l’altération du 

microbiote et ses conséquences sur le métabolisme intestinal dans la survenue des ICD est 

décrit dans le chapitre 1 (Blanchi et al., 2016). 

 

3.2.2 Deuxième étape : contamination par une 
souche de C. difficile toxinogène 

 Après ingestion, les spores de C. difficile vont résister à l’acidité gastrique, passer 

puis germer dans le côlon et le caecum. Une fois la germination terminée, les formes 

végétatives vont pénétrer dans la couche de mucus et vont le coloniser en adhérant aux 

cellules épithéliales du colon (Cowardin and Petri, 2014). D’après Eckert & Barbut (Eckert 

and Barbut, 2010) cette colonisation met en jeu les différentes adhésines et probablement 

des enzymes hydrolytiques et protéolytiques. Les études de McFarland et al. (McFarland et 

al., 1989), Toshiwa et al. (Toshniwal et al., 1981) et Samore et al.  (Samore et al., 1994) ont 

estimé une médiane de 2 à 3 jours entre l’exposition aux spores et l’apparition d’une ICD 

chez des patients hospitalisés. 

 Après colonisation, la deuxième étape repose sur la production des toxines A et B. 

Comme nous l’avons vu précédemment, ces toxines agissent en synergie et sont dotées de 

propriétés entérotoxiques et cytotoxiques.  Elles vont détruire les jonctions serrées des 

entérocytes, induisant une réaction inflammatoire intense avec recrutement de 

polynucléaires neutrophiles au niveau de la lamina propria. Elles sont responsables des 

lésions intestinales aboutissant à la nécrose des entérocytes. 

 

3.2.3 Troisième étape : réponse immunitaire  
 La dernière étape de la physiopathologie du C. difficile implique la réponse 

immunitaire de l’hôte qui lui permettra ou non de coloniser le tube digestif et de sécréter ses 

toxines durablement.  

Le système immunitaire inné est le premier à répondre face à la présence d’un 

pathogène. Des récepteurs appelés « Pattern Recognization Receptors » sont présents sur 

les cellules de l’hôte pour reconnaître les signatures bactériennes et contribuer à la réponse 

inflammatoire. Il a été montré que C. difficile est reconnu par les Toll Like Receptor 4 et 5 



!
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Figure 15. Pathogénicité de Clostridium difficile (Rupnik et al., 2009) (Shen, 2012).  

Clostridium difficile colonise le colon après l’altération de la flore intestinale. Le rôle de l’adhésion et 

de la production du biofilm dans la pathogénicité de Clostridium difficile reste inconnu. Sur le schéma, 

les cellules bactériennes sont représentées comme étant des cellules libres qui s’attachent aux 

cellules de l’hôte. Les souches toxinogènes produisent la toxine A et la toxine B. TcdA se lie au pôle 

apical de la cellule et après internalisation, endommage le cytosquelette ce qui créer une rupture des 

jonctions serrées et la perte de la barrière épithéliale avec destruction cellulaire et la production de 

médiateurs de l’inflammation qui attirent les neutrophiles. Cette perturbation des jonctions serrées 

permet aux toxines de traverser l’épithélium. TcdB se lie préférentiellement à la membrane 

basolatérale des cellules. Ces toxines sont cytotoxiques et induisent le largage de nombreux 

médiateurs des cellules épithéliales, des macrophages et mastocytes ce qui conduit à de 

l’inflammation et à une accumulation de neutrophiles  immunomodulateurs.  

!
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(Ryan et al., 2011) (Jarchum et al., 2012) (Hasegawa et al., 2011). Les toxines A et B sont à 

l’origine de la production de cytokines pro-inflammatoires et de chemokines (Flegel et al., 

1991) (Ishida et al., 2004) (Tixier et al., 2005) (Sun et al., 2010). Cet environnement 

cytokinique entraine l’afflux de polynucléaires neutrophiles qui concourt à la destruction 

épithéliale. La leucocytose sanguine est corrélée à la sévérité́ de l’infection  (Sun and Hirota, 

2015).   

 Il faut aussi noter que les toxines A et B conduisent à l’activation, à la dégranulation 

des mastocytes ainsi qu’au relargage de médiateurs inflammatoires comme l’histamine et les 

leukotriènes. Des études (Wershil et al., 1998) (Castagliuolo et al., 1998) ont montré que 

l’inhibition de la dégranulation des mastocytes et de leur blocage était associée à la 

diminution de la réponse inflammatoire due à la toxine A. La réponse immune de l’hôte face 

aux toxines conduirait à une réaction inflammatoire intense et à la destruction cellulaire. Elle 

serait donc un élément péjoratif sur l’évolution de la colite : une réponse immune 

inappropriée serait responsable des symptômes cliniques (Figure 15 ) (Rupnik et al., 2009) 

(Shen, 2012). Cependant, ces propos sont à nuancer. En effet, l’étude in vivo de Hasegawa 

et al. (Hasegawa et al., 2011) sur le modèle murin a montré qu’une inflammation est 

nécessaire pour la clairance bactérienne et la guérison. De plus, il a été suggéré que les 

infections récurrentes à C. difficile seraient dues à un système immunitaire inné défaillant qui 

serait incapable d’éliminer le pathogène lors de la primo infection (Bibbò et al., 2014) (Sun et 

al., 2011).  

Ainsi, comme dans les maladies inflammatoires chroniques de l’intestin (MICI), un 

équilibre de la réponse immunitaire innée adaptée est nécessaire pour lutter contre le C. 

difficile. Une trop faible réponse conduit à la récidive de l’infection alors qu’une réponse trop 

importante augmente l’inflammation du tube digestif et contribue à la symptomatologie de la 

maladie mais aussi à son maintien. 

 

3.3 Facteurs de risque des ICD 
!

3.3.1 Facteurs de risque d’un premier épisode d’ICD  
!

• Facteurs de risque liés à l’hôte 

  L’un des facteurs de risque intrinsèques de l'ICD est l’âge de plus de 65 ans du sujet 

(Bignardi, 1998) (Khanna et al., 2015) (Stuart H. Cohen et al., 2010). Selon l’étude de 

Bartlett et Gerding (Bartlett and Gerding, 2008), le risque de développer une ICD serait 20 

fois supérieur chez les personnes de plus de 65 ans que chez les jeunes adultes. Plusieurs 

causes sont évoquées. Tout d’abord, la réponse humorale permet la résistance à la 



Tableau 2. Niveau de risque de faire une infection à Clostridium difficile en fonction des 
antibiotiques reçus. 
 

ATB OR IC Nb d’études I2 % 

Céphalosporine 3 
génération 3,20 1,80-5,71 6 79,2 

Clindamycine 2,86 2,04-4,02 6 28,5 

Céphalosporine 2 
génération 2,23 1,47-3,37 6 48,4 

Céphalosporine 1 
génération 2,14 1,30-3,52 2 0,0 

Carbapénèmes 1,84 1,26-2,68 6 0,0 

Triméthoprime/sulfamides 1,78 1,04-3,05 5 70,0 

Fluoroquinolones 1,66 1,17-2,35 10 64,0 

Pénicillines combinées 1,45 1,05-2,02 6 54,0 
 
OR : Odds ratio, IC : intervalle de confiance,  
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colonisation bactérienne mais elle diminue avec l’âge en raison de la sénescence du 

système immunitaire. Les déficits immunitaires ont été décrits comme facteurs de risque 

d’ICD. En effet, le risque de diarrhée après colonisation est plus élevé́ chez les patients 

ayant une réponse immunitaire IgG anti-toxine A faible. Le risque de récidive est également 

plus élevé́ chez les patients présentant un taux sérique faible d’IgM anti-toxine A et d’IgG 

anti-toxine A après un premier épisode d’ICD (Buyse et al., 2005). De plus, ces patients 

ayant un nombre d’hospitalisation plus important ont un contact plus fréquent avec un 

réservoir important de C. difficile (Barbut et al., 2004). Enfin, ces patients présentent des 

pathologies sous jacentes plus sévères que dans la population jeune nécessitant une prise 

d’antibiotiques plus fréquente, ce qui favorise l’ICD. Comme nous l’avons vu précédemment 

(paragraphe 1.3.a), les événements à l’origine d’une perturbation du microbiote intestinal 

sont à l’origine du développement de la maladie. Ce sont des facteurs favorisant la 

colonisation de C. difficile. Ils constituent ainsi l’un des facteurs de risque les plus 

prédominants dans la maladie (Johanesen et al., 2015) (Winslow et al., 2014) (Sun and 

Hirota, 2015) (Stuart H. Cohen et al., 2010). Les antibiotiques associés à un taux plus élevé 

d’ICD sont la clindamycine, les céphalosporines de troisième génération et les FQ mais 

quasiment tous les antibiotiques ont été incriminés (Baxter et al., 2008) (McFarland, 2008) 

(Gifford and Kirkland, 2006) (Tableau 2). La polyantibiothérapie et la durée du traitement 

augmentent le risque de l’infection. Le risque relatif de développer une ICD peut dépendre 

également de la prévalence locale de souches résistantes à cet antibiotique. Par exemple, 

les FQ utilisées très largement, et ce depuis plusieurs années, seraient à l’origine de 

l’émergence des souches I/B1/027 qui sont résistantes à cette famille d’antibiotique (Loo et 

al., 2005) (McCusker et al., 2003) (Pépin et al., 2005) (Chow et al., 1985) (Alonso et al., 

2001). De même, les inhibiteurs de la pompe à protons ainsi que les anti acides 

perturberaient le microbiote gastrique en diminuant l’acidité (Gordon et al., 2015) (Dial et al., 

2004) (Yearsley et al., 2006) et favoriseraient ainsi l’ICD.  

D’autres facteurs liés à l’hôte sont également en cause dans les ICD. Les MICI 

constituent aussi un facteur de risque prédisposant à l’ICD car elles sont associées à une 

perturbation de la flore digestive, une inflammation chronique du tube digestif et une réponse 

immunitaire diminuée (Issa et al., 2008) (Nitzan et al., 2013) (Boyle et al., 2015). L’obésité 

serait aussi un facteur de risque car, d’une part, elle est associée à plus de comorbidités et 

d’autre part, le microbiote intestinal diffère entre un sujet obèse et un sujet de poids normal 

(Bishara et al., 2013). Les autres comorbidités sont la colectomie (Khanna et al., 2015), la 

stase fécale et l’alimentation entérale par sonde nasogastrique (Buyse et al., 2005). En effet, 

ces situations entraineraient une pullulation microbienne avec une rupture de la diversité́ 

commensale, ce qui favorise la colonisation à C. difficile.  
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La chimiothérapie anticancéreuse est un autre facteur de risque à cause de l’activité́ 

antimicrobienne de plusieurs agents cytotoxiques comme la doxorubicine et à ses effets 

immunosuppresseurs (Anand and Glatt, 1993). Ainsi, les allogreffes de cellules souches 

hématopoïétiques et les autogreffes associées à une immunosuppression par chimiothérapie 

sont aussi des facteurs de risque d’ICD nosocomiale (Boyle et al., 2015). Pilcante et al. ont 

montré que le risque d’ICD était 3 fois supérieur chez des patients allogreffés que chez des 

patients autogreffés (Pilcante et al., 2015). Différents agents cytotoxiques ont été́ incriminés 

en l’absence de toute antibiothérapie récente : les anti métabolites (méthotrexate,                   

5-fluorouracil) (Miller and Koornhof, 1984) (Morales Chamorro et al., 2005) et les agents 

alkylants (cyclophosphamide) (Emoto et al., 1996) (Khan et al., 2012).  

Chez les enfants, des maladies intestinales comme les MICI (toutes pathologies 

confondues) (Wultańska et al., 2010) (Banaszkiewicz et al., 2012), la maladie de 

Hirschsprung de par la maladie elle même, les opérations et les traitements antibiotiques qui 

en découlent (Thomas et al., 1982) (Hardy et al., 1993), la présence d’une gastrectomie ou 

d'une jéjunostomie (Sandora et al., 2011) sont les principaux facteurs de risque d’ICD 

communautaires. De plus les enfants atteints de cancer seraient aussi à risque et auraient 

15 fois plus de risque de développer une ICD que les enfants sains (Tai et al., 2011). La 

transplantation d’organes  (Sandora et al., 2011) et la greffe de cellules souches 

hématopoïétiques (Chopra et al., 2010) sont aussi un facteur de risque d’ICD. Cependant, 

l’utilisation d’antibiotiques et notamment de céphalosporines serait le facteur de risque 

majoritaire chez les enfants (Crews et al., 2015) (Khanna et al., 2015).   

 

• Facteurs de risque d’acquisition nosocomiale 

Chez les adultes, une hospitalisation longue, récente, répétée ainsi que la 

promiscuité avec une personne contaminée favoriseraient l’ICD, constituant un facteur de 

risque important (Eyre et al., 2013). En effet, cette acquisition serait facilitée par la très forte 

dissémination des souches dans l’environnement des patients ayant une ICD. En effet, 

McFarland et al. ont montré que 49 % des prélèvements environnementaux effectués dans 

des chambres de patients souffrant d’ICD sont positifs à C. difficile (McFarland et al., 1989). 

De plus, il a été montré que l’acquisition de C. difficile peut survenir en moins de 4 jours chez 

un patient hospitalisé dans la même chambre qu’un patient porteur de C. difficile (McFarland 

et al., 1989). La fréquence des soins avec un risque de manuportage par le personnel 

soignant  serait une cause de contamination(Landelle et al., 2014).  

 Notons que l’âge, le sexe, une hospitalisation préalable, un traitement contre le 

C. difficile reçu dans les 24 h, ou qu’un traitement anti acide n’ont pas été retenus comme 

étant des facteurs de risque d’ICD nosocomiaux (Sandora et al., 2011). 
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• Facteurs de risque d’acquisition communautaire 

Actuellement, des ICD se développent dans la communauté à un taux faible mais 

croissant (Kuntz et al., 2011) (Lessa, 2013). Contrairement aux facteurs de risque 

nosocomiaux, les facteurs de risque d’acquisition communautaire semblent être l’âge jeune 

(<65 ans) (Khanna et al., 2012) (Gupta and Khanna, 2014) avec une médiane de 51 ans 

(Chitnis et al., 2013) et le sexe féminin (Khanna et al., 2012) (Gupta and Khanna, 2014) 

(Dumyati et al., 2012). 

Un passage antérieur dans une unité de soins ainsi que la prescription d’antibiotiques 

sont les facteurs de risque les plus souvent évoqués (Anand and Glatt, 1993). La revue de 

Furuya-Kanamori et al. (Furuya-Kanamori et al., 2015) regroupant 12 études portant sur le 

lien entre comorbidité et traitement par antibiotiques avec les ICD communautaires a elle 

aussi mis en évidence que les antibiotiques jouent un rôle majeur dans l’ICD 

communautaire. Le risque de développer une ICD communautaire dépend aussi de l’agent 

antimicrobien utilisé : en effet, 2 méta-analyses indiquent que l’exposition à la clindamycine, 

aux fluoroquinolones, et aux bétalactamines augmente le risque d’ICD communautaire 

comparé aux macrolides, aux sulfamides et aux pénicillines (Deshpande et al., 2013) (Brown 

et al., 2013).  

Cependant, l’étude de Chitnis et al. (Chitnis et al., 2013) a montré qu’un tiers des 

personnes ayant une ICD communautaire n’avait pas reçu de traitement antibiotique 

antérieur et que seulement 20% étaient passées dans une unité de soin mais qu’elles 

avaient été en contact avec des personnes atteintes d’ICD, des enfants ou utilisé des 

inhibiteurs de la pompe à protons. L’étude de Wilcox et al. (Wilcox et al., 2008) vient 

confirmer ces observations. Un contact avec des enfants de moins de deux ans est un 

facteur de risque d’ICD communautaire et la moitié des cas d’ICD communautaires étudiés 

n’avaient pas été exposés à un traitement antibiotique dans le mois précédant le diagnostic. 
Ces résultats indiquent que l’utilisation d’antibiotiques reste un facteur de risque d’ICD 

communautaire mais qu’il est moins important que pour les cas d’ICD nosocomiaux.  
Les maladies inflammatoires de l’intestin (Khanna and Tosh, 2014), une insuffisance 

rénale (Keddis et al., 2012), les cancers hématologiques ou le diabète (Patriarchi et al., 

2011) (Kyne et al., 2002) constituent également des facteurs de risque communautaires.  

Bien qu’aucun lien n’ait encore été mis en évidence, la nourriture contaminée par les 

spores (voir chapitre 1.2.4.c et 1.2.4.d) de C. difficile pourrait constituer un autre facteur de 

risque d’acquisition communautaire. 

 



!
Figure 16. Photographie d’une selle diarrhéique prenant la forme du pot. 

Figure 17. Echelle de Bristol.

Figure 18. Pseudomembranes à l’examen endoscopique (Barbut, et al., 2011).

!
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3.4 Manifestations cliniques 
Les manifestations cliniques des ICD sont très variables allant du portage 

asymptomatique, à la diarrhée banale cholériforme jusqu’à la CPM pouvant se compliquer 

d’une perforation colique ou de mégacôlon toxique (Eckert and Barbut, 2010).  

 

3.4.1 Manifestations coliques et complications 
Les formes coliques de l’ICD sont variées, pouvant se manifester sous la forme d’une 

simple diarrhée jusqu’à la CPM qui peut s’avérer mortelle. L’OMS définit une diarrhée 

comme étant l’émission d’au moins 3 selles molles ou liquides par jour, ou l’émission de 

selles à une fréquence anormale pour l’individu (http://www.who.int/topics/diarrhoea/fr/). Par 

selles molles ou liquides, on entend des selles qui prennent la forme du récipient (Figure 16) 

ou correspondant à un type 5, 6 ou 7 selon l’échelle de Bristol (Figure 17). 

D’après le Collège des enseignants universitaires des Maladies Infectieuses et 

Tropicales (CMIT) (CMIT, 2016) dans la forme modérée de l’ICD, le patient présente un 

syndrome cholériforme c’est à dire une diarrhée liquide voire aqueuse avec selles profuses, 

nauséabondes sans sang ni glaires visibles. On observe parfois des vomissements et 

douleurs abdominales, peu ou pas de fièvre (Olson et al., 1994) (Gebhard et al., 1985). Il n’y 

a pas d’altération marquée de l’état clinique et les signes généraux sont absents. L’ICD est 

susceptible d’entrainer une hyperleucocytose, une élévation de la créatinine et une 

hypoalbuminémie car c’est une entéropathie exsudative accompagnant des troubles de 

perméabilité́ de la barrière épithéliale intestinale lésée (Tedesco et al., 1974) (Bartlett, 2006) 

(Heinlen and Ballard, 2010). Si un examen endoscopique était réalisé, il mettrait en évidence 

une muqueuse d’aspect normal ou érosif, sans pseudomembrane ni ulcération franche. 

 Dans sa forme la plus grave, le patient présente une CPM. Cette colite est en très 

grande majorité attribuable à C. difficile mais cette symptomatologie ne représente 

qu’environ 7% des cas d'ICD. Son tableau clinique est bruyant. Il débute par une diarrhée 

liquide abondante (>7 selles/jour), faite de selles en général non sanglantes. La CPM 

s’accompagne de fièvre (75%), de douleurs abdominales (70%), de déshydratation 

extracellulaire, de signes biologiques non spécifiques (hyperleucocytose pouvant dépasser  

80 G/L. L’examen endoscopique révèle au niveau de la muqueuse colique des lésions 

aphtoïdes jaunâtres (pseudo-membranes) éparses ou confluentes selon le stade de la 

maladie (Figure 18). L’étude anatomique des pseudo membranes a montré qu’elles étaient 

composées de fibrine, de mucine, de cellules épithéliales desquamant la muqueuse et d’une 

recrudescence de cellules inflammatoires. Bien que ces lésions varient chez les patients, 

elles semblent uniformes chez un même individu. La lésion initiale est constituée d’une 

nécrose focale et d’une inflammation ainsi que d’un « sommet » caractéristique (Bartlett, 
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Figure 19. Lésion initiale d’une infection à Clostridium difficile (Bartlett, 2008). 

!!
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2008) (Figure 19). Les principales complications de la CPM sont le choc septique, la colite 

fulminante et le mégacôlon toxique qui doit faire l’objet d’une prise en charge 

médicochirurgicale avec colectomie si perforation. Les diagnostics différentiels de la CPM 

sont l’occlusion, le cancer colique, les brûlures sévères, les états de chocs, l’hyperémie, le 

syndrome hémolytique et urémique, un empoisonnement à des métaux lourds, la maladie de 

Crohn, la shigellose, l’entérocolite ulcéronécrosante néonatale, la colite ischémique et la 

maladie de Hirschsprung (Tang et al., 2014) (Farooq et al., 2015). Le patient peut aussi a 

contrario présenter un tableau d’iléus qui se caractérise par des vomissements mais 

l’absence de selles. Une distension colique est alors visible à la radio. 

3.4.2 Manifestations extra coliques  
Les manifestations extra coliques sont rares (Gupta et al., 2014).  

Des cas de polyarthrites réactives ont été décrits (Putterman and Rubinow, 1993), 

(Löffler et al., 2004). La physiopathologie de cette manifestation clinique demeure incomprise 

mais elle serait plutôt d’origine immunologique qu’infectieuse avec l’activation de 

lymphocytes T autoréactifs due à la présentation d’antigènes de C. difficile qui gagneraient le 

cartilage des articulations et induiraient ces polyarthrites réactives (Vermeulen et al., 2000). 

Legendre et al. (Legendre et al., 2016) ont rapporté un cas d’oligoarthrite à C. difficile de 

ribotype 014/020/077 chez une patiente de 46 ans et ont fait un état des lieux de la 

littérature : 49 arthrites à C. difficile ont été décrites depuis 1976. Ces patients étaient 

majoritairement des femmes (54%), avaient un âge moyen de 38 ans, 68 % avait un HLA 

B27 positif. Malgré le fait que cette manifestation clinique ait lieu majoritairement chez des 

patients ayant un HLA B27 positif, aucun lien n’a pu être établi.  

D’autres manifestations extra coliques d’ICD ont été décrites dans la littérature 

comme des bactériémies (Bhargava et al., 2000), des cellulites (Bhargava et al., 2000) 

(Bauer et al., 2011), des pancréatites (Sofianou, 1988), des abcès spléniques (Kumar et al., 

1997) des empyèmes pulmonaires (Simpson et al., 1996), des ostéomyélites (Riley and 

Karthigasu, 1982), des appendicites (Vaishnavi, 2011), des syndromes hémolytiques et 

urémiques (Alvarado et al., 2014) (Mbonu et al., 2003). 

La plupart du temps, le rôle du C. difficile est difficilement interprétable et il est difficile 

de l'imputer dans des manifestations extra coliques. En effet, une étude rétrospective de 

Gracia-Lechuz et al. menée sur 10 ans et qui a analysé les sites où étaient isolées les 

souches de C. difficile a montré que seulement 1,08% des sites étaient extra intestinaux. Les 

sites étaient attenant au côlon tels que des liquides péritonéaux, des abcès                      

intra-abdominaux ou des plaies chirurgicales mais également des bactériémies et des abcès 

du cerveau (García-Lechuz et al., 2001). C. difficile était toujours associé à une flore 

polymicrobienne. Les souches étaient non toxinogènes et les patients ne présentaient pas 
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non plus de signes cliniques d’ICD. Une seconde étude rétrospective de Mattila et al. (Mattila 

et al., 2013) menée sur 10 ans dont le but était de répertorier les signes cliniques extra 

intestinaux d’une ICD et ses facteurs prédisposant vient souligner cette difficulté. En effet, 

elle a montré que les sites extra coliques d’isolement de C. difficile étudiés représentaient 

seulement 0,17% des cas d’ICD. Sur les 31 souches isolées de sites extra intestinaux, deux 

souches ont été isolées dans des hémocultures, quatre dans des infections abdominales 

sans intervention chirurgicale préalable, sept d’abcès abdominaux après chirurgie, quatre 

d'abcès péri anaux,  13 de plaies et une de cathéter urinaire. Dans 85% des cas, C. difficile 

était isolé avec d’autres bactéries.  

3.4.3 Sévérité 
Une ICD sévère se définit par un épisode avec un ou plusieurs des symptômes 

suivants : une colite sévère ou une complication de la CPM associée à un effet systémique 

des toxines voir un choc toxinique nécessitant soit une hospitalisation en soins intensifs, soit 

une colectomie ou entrainant le décès du patient (Debast et al., 2014). Par colite sévère, on 

entend une colite associée à des caractéristiques cliniques, biologiques et endoscopiques 

spécifiques, en l’absence d’autres explications par le contexte clinique. Pour le versant 

clinique, ces caractéristiques sont une fièvre (température corporelle > 38,5°C), des frissons, 

une hémodynamique instable avec signes de choc, une détresse respiratoire nécessitant 

une intubation, des signes et symptômes de péritonite, d’iléus, la présence de sang dans les 

selles. Les caractéristiques biologiques sont quant à elles une hyperleucocytose (> 15 G/L) 

avec une prédominance de polynucléaires (> 20% de leucocytes), une augmentation de la 

créatinine de plus 50% de la valeur de base, une augmentation des lactates sanguins (≥ 

5mM). Les caractéristiques endoscopiques sont une CPM, un oedème, un érythème, une 

friabilité de la paroi et  des ulcérations, une distension intestinale de plus de 6 cm au niveau 

de la largeur du colon transverse, une diminution de la paroi colique, un engorgement des 

tissus graisseux péri coliques et une ascite.  

Ainsi, on considère une ICD comme sévère lorsqu’un ou plusieurs marqueurs 

évoqués ci-dessus (cliniques, biologiques ou endoscopiques) sont présents associés ou non 

à la présence d’un ou plusieurs facteurs de mauvais pronostic suivants : une 

hyperleucocytose (> 15 G/L), une diminution de l’albumine (< 30 g/L), une augmentation de 

la créatinine (≥ 133 µM ou ≥ 1,5x la limite haute). Les facteurs de risque associés de manière 

significative à une forme sévère d’infection sont l’âge de plus de 65 ans, les comorbidités 

graves, l’immunodépression ou l’admission en soins intensifs. 

 



Tableau 3 : Caractéristiques des patients ayant une infection à Clostridium difficile (ICD) 

récurrente ou un premier épisode d’ infection à Clostridium difficile (Fekety et al., 1997). 

!
 Nombre (%) de patients 

ayant une récurrence 

d’ICD 

(n=60) 

Nombre (%) de 

patients ayant un 

premier épisode d’ICD 

(n=64) 

Statistiques 

Température orale 

• > 37,8°C 

• < 37,8°C 

 

26 (43) 

32 (57) 

 

8 (13) 

55 (87) 

Chi2 = 13,8 

p < 0,001 

Crampes abdominales 

• Présence 

• Absence 

 

50 (83) 

10 (17) 

 

20 (32) 

42 (68) 

Chi2 = 30,5 

p < 0,001 

Sévérité de l’épisode 

• colite 

pseudomembraneuse 

• colite 

• diarrhée 

 

18 (30) 

 

18 (30) 

24 (40) 

 

11 (17) 

15 (23) 

38 (59) 

Chi2 = 4,99 

p = 0,008 

Age moyen (an) ± écart type 58,6 ± 16,5 57,6 ± 24,3 p = NS 

Sexe 

• féminin 

• masculin 

 

51 (85) 

9 (15) 

 

44 (69) 

20 (31) 

Chi2 = 3,7 

p = 0,05 

Moyenne des patients ayant 

des comorbidités associées ± 

écart type 

1,9 ± 2,2 2,8 ± 2,1 p = 0,04 

Moyenne des patients ayant 

eu une chirurgie antérieure ± 

écart type 

1,1 ± 1,6 1,0 ± 1,6 p = NS 

 

NS : statistiquement non significatif 

!
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3.4.4 Récidives et/ou rechutes 

Les récidives d’ICD surviennent dans environ 20% des cas. Par récidive, on entend la 

survenue d’un deuxième épisode d’ICD chez un même patient dans les 2 mois après la fin 

du traitement du premier épisode (Debast et al., 2014). Après une première récidive, le 

risque est estimé à 45% et augmente jusqu’à 65% en cas d’antécédents de deux récidives 

ou plus (Kelly, 2012). Dans environ 50% des cas, les récidives sont liées à la persistance de 

la souche initiale dans le tube digestif sous forme sporulée et ce malgré une antibiothérapie 

efficace. On parle alors de rechute. Dans l’autre moitié, la récidive est due à une nouvelle 

souche la plupart du temps acquise à l’hôpital (Barbut et al., 2000). On parle alors de 

réinfection. En pratique, il est très difficile de faire la différence entre rechute et réinfection. 

 Le tableau clinique des récidives est similaire à celui d’un premier épisode voire 

même exacerbé. En effet, dans l’étude de Fekety et al. (Fekety et al., 1997), la fréquence 

des douleurs abdominales comme les crampes, était plus importante chez les patients ayant 

une ICD récidivante que chez ceux ayant un premier épisode (83% vs 32%, respectivement) 

mais ce fait n’a pas été retrouvé pour les symptômes comme la nausée ou les 

vomissements. Les patients ayant une ICD récidivante avaient aussi plus de fièvre (43% vs 

13%, respectivement) et de colites (60% vs 41%). Le tableau 3 (Tableau 3) résume les 

caractéristiques des patients ayant une ICD récidivante ou un premier épisode d’ICD.  

Les facteurs de risque de récidive d’un épisode d’ICD seraient l’âge supérieur à 65 

ans, l’ajout d’antibiotiques entre 2 épisodes d’ICD, l’administration d’inhibiteurs de la pompe 

à protons et l’insuffisance rénale (Tschudin-Sutter et al., 2014)(Deshpande et al., 2015) 

(Debast et al., 2014). Un taux faible d’anticorps antitoxines est encore évoqué comme étant 

un facteur de risque de récidive d’ICD (Debast et al., 2014) (Kyne et al., 2001), (Johnson, 

2009). 

  

4 Diagnostic 
 

4.1 Indications 
Une ICD doit être évoquée en cas de diarrhée survenant au cours ou au décours 

d’une antibiothérapie, de CPM, de mégacôlon toxique ou de diarrhée associée aux soins 

(Barbut et al., 2015). L’émergence de formes communautaires impose aussi la recherche 

systématique d’ICD devant toute diarrhée aigüe d’origine communautaire. La recherche doit 

être effectuée chez un patient âgé de plus de trois ans, sauf maladie de Hirschsprung où elle 

peut être réalisée chez l’enfant de moins de un an (Committee on Infectious Diseases, 2013) 
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(Enoch et al., 2011). En effet, comme mentionné précédemment, la recherche chez les 

enfants de moins de trois ans est extrêmement difficile à interpréter en raison d’un portage 

asymptomatique et de l’absence de preuve du rôle pathogène de C. difficile dans cette 

population. 

Comme nous l’avons décrit précédemment, C. difficile est exceptionnellement 

responsable d’infections extra digestives ainsi seules les selles diarrhéiques doivent être 

acceptées. Il n’est pas recommandé de rechercher ce pathogène chez des patients 

asymptomatiques car d’une part, les patients qui sont porteurs de C. difficile à l’admission ne 

sont pas plus à risque d’ICD que les patients non porteurs (Debast et al., 2014) (Stuart H. 

Cohen et al., 2010) et d’autre part, ni la vancomycine ni le métronidazole ne permettent 

l’éradication du portage de C. difficile (Debast et al., 2014) (Stuart H. Cohen et al., 2010).  

En général, la prescription d’une seule coproculture est suffisante : de nombreuses 

études ont montré que le gain diagnostique à répéter cette recherche dans les 7 jours 

suivant un premier résultat négatif est relativement faible (0,9 à 3,8%) et ce, quelle que soit 

la méthode de diagnostic utilisée (Abhishek Deshpande et al., 2011) (Cardona and Rand, 

2008) (Mohan et al., 2006) (Stuart H. Cohen et al., 2010) (Nemat et al., 2009).  

La recherche de C. difficile ou de ses toxines à la fin du traitement d’une ICD ne 

présente pas non plus d’intérêt. En effet, 30 à 40% des patients ayant cliniquement bien 

répondu à un traitement adapté présenteront encore des résultats positifs à l’issue du 

traitement (Stuart H. Cohen et al., 2010) (Manabe et al., 1995). Les critères de guérison sont 

uniquement cliniques à savoir l’arrêt des diarrhées (Gerding et al., 1995) (Debast et al., 

2014).  

Le délai de recherche de C. difficile en cas de rechute ou de réinfection n’est pas 

établi dans les recommandations (Barbut et al., 2015). En se fondant sur la définition d’un tel 

épisode, nous suggérons qu’une réapparition des épisodes de diarrhées dans une période 

de deux mois suivant un épisode initial signale une récidive et ne nécessite pas une nouvelle 

recherche de C. difficile (en dehors d’un intérêt épidémiologique). 

La recherche des toxines de C. difficile se fait sur demande du clinicien lors d’une 

prescription. Cependant, devant le fait que les ICD sont sous diagnostiquées (cf 1.3.2 

Epidémiologie des ICD), il est recommandé au biologiste d’appliquer la « règle des 3 jours ». 

Cette règle consiste à tester toutes les selles diarrhéiques ou devenues diarrhéiques des 

patients ayant 3 jours ou plus d’hospitalisation (Crobach et al., 2009). Elle permet d’améliorer 

le diagnostic de 24% des ICD (van den Berg et al., 2007). 
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4.2 Définition d’un cas d’ICD 
Selon les recommandations américaines et européennes (Debast et al., 2014) (Stuart 

H. Cohen et al., 2010), la définition d’une ICD repose sur un des critères suivants :  

- un tableau clinique compatible avec celui d’une ICD (diarrhée, iléus, mégacolon 

toxique) et un test bactériologique positif pour la présence de toxines libres de C. difficile 

dans les selles (tests immuno-enzymatiques ou tests de cytotoxicité des selles) ou mise en 

évidence d’une souche toxinogène (par culture ou par biologie moléculaire), sans autre 

cause évidente de diarrhées,  

- soit un diagnostic de CPM (réalisé lors d’une endoscopie, après une colectomie ou 

lors d’une autopsie) (Bartlett and Gerding, 2008) (Kuijper et al., 2006) (Crobach et al., 2009). 

 

4.3 Prélèvement et transport 
La recherche des toxines de C. difficile s’effectue à partir des selles ou de liquide 

intestinal obtenu au cours de l’endoscopie. Les écouvillons rectaux et les biopsies rectales 

ne sont pas adaptés à la recherche de toxines car moins sensibles (Stuart H. Cohen et al., 

2010). Pour la recherche des toxines libres, les prélèvements doivent être analysés 

rapidement, dans les deux heures après l’émission de la selles, ou si ce n’est pas possible la 

selle doit être conservée à +4°C au maximum pendant trois jours ou conservée à -70°C. Des 

conditions de transport inappropriées sont délétères pour les toxines libres alors qu’elles 

n’affectent pas la viabilité des spores (Stuart H. Cohen et al., 2010). Pour la biologie 

moléculaire, les prélèvements peuvent être analysés jusqu’à cinq jours après leur obtention 

s’il sont conservés à +5°C. 

 

4.4 Méthodes diagnostiques 
De nombreuses techniques existent pour la mise en évidence d’une souche de 

C. difficile toxinogène. Cette multitude de techniques peut s’expliquer par le fait que la 

bactérie est difficile à mettre en évidence. Un diagnostic rapide permet de mettre en place 

des mesures d’isolement précoce du patient et de limiter sa propagation au sein de l’ES. 

Aujourd’hui, il n’existe aucun test unique permettant à la fois un diagnostic rapide, sensible, 

spécifique et à faible coût.  

 De nombreuses techniques ont été développées recherchant soit la bactérie soit les 

toxines. Elles peuvent être classiques comme la culture ou plus modernes comme les tests 

moléculaires et combinées ou non entre elles pour pallier aux avantages et limites de 

chacune. 

 



Culture cellulaire normale  Ballonisation des cellules 

Figure 20 : Ballonisation des cellules lors du test de cytotoxycité. Source : http://www.microbes-
edu.org/etudiant/difficile.htm 

 

!!

Figure 22. Colonies de Clostridium difficile après 
48h d’incubation.  x4,8 
(http://phil.cdc.gov/phil/details.asp?pid=3647).      
!

Figure 21. Milieu de culture sélectif de 
Clostridium difficile ! (C. difficile agar de chez 
Biomérieux) !
(http://www.biomerieuxculturemedia.com/pro
duct/53-clostridium-difficile-agar). 

!

Figure 23. Fluorescence « vert chartreuse » des 
colonies de Clostridium difficile sous ultraviolets 
sur milieu Agar 
(http://www.cdc.gov/media/dpk/2013/dpk-
untreatable.html).

Figure 24. Milieu de culture chromogène du 
Clostridium difficile  (chromID™ C. difficile de 
chez BIomérieux). Incubation de 24h      
(http://www.biomerieux.fr/diagnostic-clinique/
chromid-c-difficile).
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4.4.1 Les méthodes de référence 

!
• Le test de cytotoxicité des selles (CTA)

La détection des toxines libres  par la mise en évidence, à partir d’un filtrat de selles,

d’un effet cytopathique (ECP) correspondant à la ballonisation des cellules en culture 

cellulaire (Figure 20) est encore aujourd’hui considéré comme une méthode de référence 

(Stuart H. Cohen et al., 2010). Plusieurs lignées cellulaires peuvent être utilisées : CHO, 

HeP2, MRC5 et Vero. Cette méthode permet de détecter de l’ordre du picogramme de toxine 

B dans les selles. Elle est très spécifique à condition de neutraliser l’ECP par un anti sérum 

spécifique de C. sordellii ou de C. difficile (Eckert et al., 2011) (Dupont, 2013). Cependant, 

elle comporte quelques inconvénients : une infrastructure adaptée à la culture cellulaire est 

requise et cette culture est longue (24 à 48 h). Enfin cette dernière n’est pas standardisée 

(Eckert et al., 2011) (Dupont, 2013).  

• La culture toxigénique (CT)

La culture toxigénique est une méthode de référence permettant de mettre en

évidence une souche toxinogène. Elle s’effectue en deux temps. Tout d’abord, il faut réaliser 

un isolement de la bactérie sur des milieux sélectifs, puis déterminer in vitro la capacité de la 

souche isolée à produire les toxines.  

Pour la culture, de nombreux milieux sélectifs  sont disponibles prêts à l’emploi dans 

le commerce. La sensibilité de ces milieux est d’environ 2000 bactéries par gramme de 

selles (Marler et al., 1992). Les milieux contenant du taurocholate ou du lysozyme favorisent 

la germination des spores et augmentent la sensibilité de la culture (Rousseau et al., 2010). 

Le traitement des selles par l’alcool (volume à volume) permet de se débarrasser de la flore 

digestive, de sélectionner les spores et d’améliorer le confort de lecture (Marler et al., 1992). 

Après 48 h d’incubation en anaérobiose à 35°C, les colonies de C. difficile sont facilement 

identifiables : elles ont un diamètre de 3 à 5 mm, sont grises circulaires à bords irréguliers 

« en tache de bougie », non hémolytiques (Figures 21, 22). Elles présentent une 

fluorescence « vert chartreuse » sous lumière ultraviolette mais celle-ci dépend du milieu de 

culture utilisé (Figure 23). A la loupe binoculaire, les colonies ont un aspect de verre dépoli. 

Leur odeur de  crottin de cheval est tout à fait caractéristique. Des milieux chromogènes 

(Figure 24) sont maintenant disponibles et permettent de repérer en 24 h et plus facilement 

les colonies de C. difficile (chromID™ C. difficile, bioMérieux, Marcy l’étoile, France). L’étude 

de Perry et al. (Perry et al., 2010), a notamment montré que 99,6% des souches de 

C. difficile étaient détectées sur un prototype de milieu chromogénique « ID C. difficile 

prototype » après 24 h d’incubation sans traitement préalable alors que seulement 74,6% 

l’étaient sur milieu non chromogénique après 48h d’incubation (milieu CLO, bioMérieux). 
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L’étude de Carson et al. (Carson et al., 2013) comparant le milieu chromogénique chromID™ 

C. difficile (bioMérieux) et un milieu maison « acyclosérine, céfoxitine, fructose, agar et du 

taurocholate de sodium »  adapté du milieu décrit par George et al. (George et al., 1979), 

retrouve des résultats similaires. L’identification définitive, guidée par l’aspect des colonies et 

leur odeur, peut être réalisée soit par l’analyse des caractères biochimiques à l’aide de 

galeries de type API® 20A ou Rapid® ID 32 A  de chez bioMérieux (Eckert C, 2013) grâce à 

la présence d’une proline arylamidase et/ou d’une leucine arylamidase notamment, soit par 

la technique de spectrométrie de masse de type MALDI-TOF®, soit par chromatographie en 

phase gazeuse (production d’acide isocaproîque) ou par des tests d’agglutination comme le 

Clostridium difficile Test Kit (Oxoid, Basingstoke, UK).  

La deuxième étape de cette culture toxigénique consiste à montrer que la souche 

isolée est toxinogène. Plusieurs méthodes peuvent être appliquées directement à partir des 

colonies isolées : la CTA, les tests immuno-enzymatiques détectant les toxines libres A et B 

ou des tests de biologie moléculaire détectant les gènes codant pour les toxines. Ces deux 

dernières techniques sont décrites dans les paragraphes suivants. 

Le principal inconvénient de la culture toxigénique est le délai minimal de 48h pour 

obtenir un résultat, délai souvent inacceptable du point de vue du clinicien ou de l’hygiéniste. 

Cependant, la culture toxigénique présente une grande sensibilité (Delmée, 2001) 

(Lozniewski et al., 2001) mais elle peut varier en fonction de la procédure de mise en culture 

utilisée : réalisation ou non d’un choc alcoolique, composition du milieu sélectif, type de test 

pour la détection des toxines (Carson et al., 2013). Hormis son intérêt diagnostique, la 

culture est indispensable pour pouvoir étudier et suivre l’évolution de la sensibilité des 

souches aux antibiotiques, documenter une transmission d’une même souche de patient à 

patient par typage moléculaire et détecter l’émergence d’un nouveau clone épidémique. 

 

4.4.2 Mise en évidence d‘un antigène de C. difficile 

dans les selles : la GDH 
La glutamate déshydrogénase (GDH) est une enzyme métabolique produite par        

tous les ribotypes de C. difficile. Elle peut être détectée directement dans les selles soit par 

une méthode immuno-enzymatique (IEA) (C. DIFF QUICK CHEK®, Alere, Waltham, EU), par 

une méthode immuno-chromatographique (Clostridium difficile antigen GDH®, Certestet, 

Zaragoza, Espagne), par une technique ELISA classique (CoproELISATM C. difficile GDH, 

Savyon®, Ashodod, Israël) ou avec amplification du signal par chimioluminescence 

(LIAISON® C. difficile GDH, DiaSorin, Gerenzano, Italie). 

Ces tests ont une sensibilité supérieure à 95% par rapport à la culture toxigénique et une 

valeur prédictive négative (VPN) supérieure à 99% (Ticehurst et al., 2006) (Shetty et al., 
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2011) (Gilligan, 2008). Ces tests ont ainsi une bonne valeur de dépistage : en cas de résultat 

négatif, le diagnostic d’ICD peut être écarté. Cependant, la présence de la GDH renseigne 

uniquement sur la présence de C. difficile dans les selles mais sans prédire le caractère 

toxinogène de la souche. Les résultats positifs pour la GDH doivent donc être confirmés par 

un second test affirmant la présence des toxines libres (CTA, tests immunoenzymatiques 

(EIA), ELISA...) ou des gènes codant pour les toxines. 

4.4.3 Mise en évidence des toxines dans les selles 
par d’autres méthodes que les méthodes de 
référence 

• Détection des toxines libres 

Les tests EIA utilisent des anticorps mono ou polyclonaux dirigés contre les toxines de 

C. difficile. Historiquement, ces tests recherchaient uniquement la toxine A mais depuis que 

les souches TcdA- TcdB+ ont été décrites (Barbut et al., 2002), il est maintenant 

recommandé d’utiliser des tests recherchant simultanément les deux toxines.  

Jusqu’à peu, ces tests étaient les plus utilisés dans les laboratoires de par leur faible 

coût, leur facilité d’utilisation et un rendu du résultat inférieur à une heure. De nombreux tests 

sont disponibles sur le marché comme des tests immunochromatographiques : Immunocard® 

tox A/B (Meridian, Cincinnati, EU), Tox A/B Quick Chek® (Alere, Waltham, EU), tox A/B 

Xpect® (Oxoid, Basingstoke, UK) etc. Cependant, ils manquent de sensibilité (83% en 

moyenne) en comparaison au test de cytotoxicité (Humphries et al., 2013), (Boyanton et al., 

2012) (Stuart H. Cohen et al., 2010,) (Alcalá et al., 2008) avec de grandes variations en 

fonction du type de tests (de 44 à 99%) (Bartlett and Gerding, 2008), (Crobach et al., 2009). 

De plus, selon Barbut et al. (Barbut et al., 2015) et Planche et al. (Planche et al., 2013), la 

valeur prédictive positive (VPP) est inacceptable quand la prévalence est faible. Ainsi, 

compte tenu de leur manque de sensibilité, les tests EIA ne doivent plus être utilisés comme 

seule méthode de diagnostic selon les recommandations américaines et européennes 

(Stuart H. Cohen et al., 2010) (Crobach et al., 2009). Leur utilisation doit être combinée à la 

recherche de la GDH ou insérée dans des algorithmes diagnostiques. 

Des tests ELISA en milieu liquide (Premier tox A/B® (Meridian, Cincinnati, EU), 

Ridascreen® tox A/B (R-Biopharm, Darmstadt, Allemagne), VIDAS CDAB® (bioMérieux, 

Marcy l’Etoile, France) etc.) ont été développés pour pallier au manque de sensibilité des 

tests EIA. Un nouveau type de tests ELISA fondé sur la chimioluminescence (CLIA) est 

apparu en 2011 : le LIAISON® C. difficile Toxin A&B de chez Diasorin. Cette méthode est 

une méthode ELISA de type sandwich dont le conjugué est marqué par une molécule 

chimioluminescente dérivée du luminol. La réaction de chimioluminescence permet une 



Tableau 4.  Présentation des tests moléculaires pour le diagnostic des infections à Clostridium 
difficile (Le Guern et al., 2013). 
!

Essai Méthode 
moléculaire 

Gène(s) 
cible(s) 

Extraction de 
l’ADN TM (min) TRT 

Cout unitaire 
($) 

 
BD 

geneohm 
C. Diff 

RT-PCR Tcdb Manuel 45 120 47 

Illumigene 
C. Difficile LAMP Tcda Manuel 10 60 33 

Xpert C. 
Difficile 

Multiplex 
PCR 

Tcdb, tcda, 
tcdc Δ  117 Automatique 10 60 52 

Bd max c . 
Diff Rt-pcr Tcdb Automatique 10 100 43 

Portrait C. 
Diff HDA Tcdb Automatique 10 100 25 

Progastro 
Cd RT-PCR Tcdb Automatique 

(easy MAG) 45 180 25 

Seeplex 
diarrhée 

ACE 

Multiplex 
PCR Tcdb Manuel N/A 240 41 

 
TM : temps de manipulation, TRT : temps de réalisation du test. A noter, quie ces 2 temps sont 
estimés sur une série de 5 échantillons. LAMP : loop-mediates isothermal amplification. HDA : 
helicase-dependant amplification.  
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amplification du signal et une meilleur sensibilité. Les performances de cette technique ont 

été testées au laboratoire. Les résultats sont développés dans le chapitre 2. Une autre 

méthode ultrasensible de type ELISA reposant sur la technique SIMOA (single molecule 

array) serait aussi une technique très sensible (100 % pour la toxine B) et spécifique (96% 

pour la toxine A et 98% pour la toxine B) selon Song et al (Song et al., 2015). Cette 

technique est basée sur l'isolement des complexes immuns individuels sur des billes 

paramagnétiques en utilisant des réactifs ELISA standard. La principale différence entre 

SIMOA et les immunoessais classiques réside dans la capacité à piéger les molécules 

simples dans des puits de l'ordre du femtolitre, permettant une lecture «numérique» de 

chaque bille individuelle afin de déterminer si elle est liée à l'analyte cible ou non. Son seuil 

de détection est de 0,03 et 0,8 pg/ml pour les toxines (Banz et al., 2015). 

 

• Détection des gènes codant pour les toxines par méthodes moléculaires 

 Apparues en 2008, les méthodes moléculaires sont de plus en plus utilisées. Le 

tableau 4 résume les différentes techniques moléculaires disponibles aujourd’hui avec leur 

principe, leur temps technique ainsi que leur coût unitaire (Le Guern et al., 2013). La biologie 

moléculaire est une technique beaucoup plus sensible que l’EIA avec respectivement une 

sensibilité de 94% et 58% en comparaison à la culture toxigénique (Novak-Weekley et al., 

2010). Ces tests moléculaires sont rapides et donnent un résultat dans la journée du 

prélèvement. Cependant, leur coût élevé limite leur utilisation en première intention. 

 La principale limite de ces techniques est qu’elles ne détectent que la présence du 

gène de la toxine et non la toxine libre. Pour un résultat positif, il est difficile de différencier 

réellement un patient infecté d’un porteur asymptomatique d’une souche ne produisant pas 

les toxines et dont la diarrhée serait liée à une autre cause. La recherche des toxines libres 

pour différencier certains cas est proposée dans la littérature (Planche et al, 2013). Les 

patients présentant une PCR et un test EIA positifs pour les toxines libres seraient plus 

sujets à développer des infections sévères (Planche et al, 2013). 

De plus, Deshpande et al. ont montré que tcdB pouvait être muté et que la PCR 

pouvait ainsi être faussement négative alors que la toxine B est bien sécrétée (Deshpande et 

al., 2011). De manière générale, l’apparition de nouveaux clones ou de mutations au niveau 

des cibles peut donner lieu à des résultats faussement négatifs. Ces tests doivent donc 

s’adapter aux nouveaux clones circulants et hyper virulents en créant de nouvelles amorces 

pour les PCR. 

Nous avons évalué au laboratoire le test d’amplification des acides nucléiques (NAAT 

pour Nucleic acid amplification test) illumigene® C. difficile proposé par le laboratoire 

Meridian, Cincinnati, EU. Ce test a une spécificité de 95,3% et une sensibilité 95,2% 
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annoncée par le fournisseur qui sont en accord avec d’autres études (Humphries et al., 

2013) (Le Guern et al., 2013) ainsi que notre étude réalisée au Laboratoire de Bactériologie 

du CHU de Bordeaux en 2013 présentée dans le chapitre 2 (Goret et al., 2015). 

 

4.4.4 Diagnostic sérologique 
Bien que la réponse immunitaire joue un rôle important dans la survenue de l’ICD et 

des récidives, aucune trousse n’est commercialisée pour doser les anticorps sériques        

anti toxines A et B. 

4.4.5 Détection de l’odeur caractéristique par des 
chiens 

Une autre technique originale est la détection des ICD par des chiens dressés à 

reconnaître l’odeur des souches toxinogènes directement sur les selles des patients. En 

2012, un beagle de deux ans a été dressé à reconnaître l’odeur du C. difficile dans les selles 

dans deux hôpitaux d’Amsterdam, Hollande (Bomers et al., 2012) : lorsqu’il détectait l’odeur, 

il s’asseyait ou s’allongeait. Cettte étude a porté sur la détection de 100 selles dont la moitié 

était positive à C. difficile et sur 300 patients dont 30 étaient atteints d’ICD. La méthode de 

référence utilisée était la détection des toxines par EIA et la culture toxigénique qui devaient 

être toutes deux positives pour diagnostiquer l’ICD. La sensibilité et la spécificité de la 

détection directe sur les selles des patients étaient de 100%. Le chien a détecté 25 des 30 

patients positifs (sensibilité de 83%) et 265 des 270 patients asymptomatiques (spécificité de 

98%) après avoir renifler ces personnes. Dans leur étude de 2014 (Bomers et al., 2014), le 

chien a fait 651 « reniflements » sur 371 selles de patients. Il a retrouvé 12 des 14 patients 

atteints d’ICD (sensibilité 86%) et 346 des 357 patients sains (spécificité de 97%).  

 

4.4.6 Synthèse des différentes méthodes 
diagnostiques 

Le tableau 5 fait la synthèse des différentes techniques utilisées avec leurs avantages 

et leurs inconvénients. Le tableau 6 présente les sensibilités et spécificités des différents 

tests pour le diagnostic de C. difficile comparées à celles des tests de référence et de la 

culture.  

 

 



Figure 25. Propositions d’algorithmes pour le diagnostic de Clostridium difficile (extrait du 
REMIC 2015). 

Tableau 7. Classification des stratégies diagnostiques des infections à Clostridium difficile 
(Debast et al. 2014). 

Test de dépistage Test de confirmation 

Stratégie optimale : détection 

des toxines libres ET d’une 

souche toxinogène ou des gènes 

codant les toxines (stratégie 

sensible et spécifique) 

Méthode moléculaire Détection des toxines (IEA) 

GDH et détection des toxines 

(IEA) 

Méthode moléculaire ou culture 

toxigénique 

Stratégie suboptimale : 

détection d’une souche 

toxinogène ou des gènes codant 

les toxines (stratégie sensible 

mais moins spécifique qu’une 

stratégie optimale)  

GDH Méthode moléculaire ou culture 

toxigénique 

Méthode moléculaire Aucun 

Stratégie incomplète Autres algorithmes 

GDH$

EIA$A/B$
ou$CTA$

Meth$mol.$
Ou$CT$

GDH6EIA$
A/B$$

Meth$mol.$
Ou$CT$

Meth$mol.$
Ou$CT$

Meth$mol.$
Ou$CT$

EIA$A/B$
$ou$CTA$

+$ 6$

6$+$

+$ 6$

+$ 6$

+$ 6$

6/6$+/+$
+/6$
6/+$ 6$+$

6$+$

Absence$
d’ICD$

Absence$
d’ICD$

Absence$
d’ICD$

Absence$
d’ICD$

ICD$

ICD$ ICD$

Absence$
d’ICD$

Absence$
d’ICD$

Possible$ICD$
EvaluaBon$clinique$

Possible$ICD$
EvaluaBon$clinique$

Possible$ICD$
EvaluaBon$clinique$

Possible$ICD$
EvaluaBon$clinique$

GDH$:$glutamate$deshydrogénase$
CTA$test$de$cytotoxicité$des$selles$
ICD$:$infecBon$à$C.$difficile$
EIA$:$test$immunoenzymaBque$ou$
immunochromatographique$

1 2 3 4
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4.4.7 Proposition d’algorithmes diagnostiques 
Les recommandations actuelles américaines et européennes préconisent 

actuellement un algorithme diagnostique en 2 ou 3 étapes (Figure 25) (Crobach et al., 2009) 

(Stuart H. Cohen et al., 2010) (Wilcox et al., 2010).  

La première étape consiste souvent à dépister les selles par la détection de la GDH 

par EIA. Compte tenu de son excellente valeur prédictive négative (VPN), un résultat négatif 

permet d’exclure le diagnostic d’ICD. En revanche, un résultat positif doit être confirmé par 

une seconde méthode permettant la mise en évidence du caractère toxinogène. Aucun 

consensus n’existe sur le choix de cette deuxième méthode. Celle ci doit permettre un 

diagnostic rapide avec une bonne VPN et VPP. Actuellement, les algorithmes proposés 

peuvent être classés en stratégie « optimale » ou « suboptimale » selon leur capacité à 

identifier la présence de souches toxinogènes ou les toxines libres dans les selles (Tableau 

7). 

Au total, 4 algorithmes (Figure 25) en 2 ou 3 temps sont proposés par les 

recommandations européennes et américaines (Barbut et al., 2015) (Davies et al., 2012) : 

- le premier est un algorithme en trois temps qui consiste à réaliser une recherche de 

GDH par EIA, puis des toxines libres et d’un test de confirmation par PCR ou culture 

toxigénique. Si le test de dépistage GDH-EIA est négatif, alors il y a absence de C. difficile. 

Si le test GDH est positif, la présence des toxines libres est réalisée par EIA ou CTA. Si cette 

recherche est positive, il y a présence d’une ICD. Si elle est négative, il faut réaliser un 

troisième test différent des deux premiers à savoir une méthode moléculaire ou une CT car 

ce test a une sensibilité faible. Si ce dernier test est positif, il s’agit d’une ICD possible à 

évaluer avec la clinique. Un test négatif signe l’absence d’ICD. Rappelons que ces tests ne 

détectent que la présence d’un gène et ne permettent donc pas d’évaluer l’expression des 

toxines. 

- le second est un algorithme en deux temps qui consiste à réaliser une recherche 

par un test combiné de la GDH et des toxines libres A et B par EIA puis d’un test de 

confirmation par PCR ou par culture toxigénique si le test est discordant (positif pour la GDH 

et négatif pour les toxines libres). L’interprétation est similaire au premier algorithme. 

- le troisième est un algorithme en un temps qui consiste à réaliser directement une 

méthode moléculaire ou une CT sur l’échantillon de selles. Si le test est positif, alors on est 

devant une ICD possible à évaluer avec la clinique. Un test négatif signe l’absence d’ICD. 

D’après Eckert et al. (C. Eckert et al., 2015), la question qui se pose actuellement et qui fait 

débat entre les scientifiques est l’interprétation d’une selle pour laquelle les toxines libres 

n’ont pas été mises en évidence mais pour laquelle une souche toxinogène a été détectée. 

En effet, l’étude menée par Planche et al. (Planche et al., 2013) portant sur plus de 12 000 
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patients a montré que la présence de toxines libres était corrélée à la sévérité de l’infection 

avec un taux de mortalité à 30 jours de 16,6% en cas de toxines libres positives contre 9,7% 

pour une PCR positive associée à une recherche des toxines libres négative et un taux de 

globules blanc plus élevé (8,9% avec des toxines libres positives  contre 6,6% avec une 

PCR positive associée à une recherche des toxines libres négative). Cependant, des cas 

d’ICD vrais et sévères ont été décrits chez des patients infectés par des souches 

toxinogènes sans la détection de toxines libres (Gerding et al., 1986). Ceci est notamment 

conforté par la faible sensibilité des tests couramment utilisés et détectant les toxines libres. 

L’interprétation de ces résultats obtenus par biologie moléculaire doit être confrontée à la 

clinique du patient et discutée avec le clinicien pour pouvoir différencier les porteurs 

asymptomatiques des malades. 

- le quatrième est un algorithme en deux temps qui consiste à réaliser une méthode 

moléculaire ou une CT suivie d’une confirmation de la présence de toxines libres par EIA ou 

CTA, ceci pour répondre aux arguments évoqués dans le précédent paragraphe. 

Ces algorithmes ont un coût qui varie énormément en fonction des techniques 

utilisées. Par exemple, selon Vasoo et al. l’utilisation unique de la PCR (GeneOhm ou 

Progastro) (troisième algorithme) coûterait pour 1000 tests environ 26 000 US$ tandis que 

pour une détection par EIA de la GDH et des toxines avec en relais une méthode 

moléculaire (GeneOhm) pour les résultats discordants aurait un coût d’environ 13 660 US$ 

(Vasoo et al., 2014). 

 

4.5 Sensibilité aux antibiotiques 
La réalisation de l’antibiogramme de C. difficile n’a pas d’intérêt en routine, car les 

souches sont habituellement sensibles aux antibiotiques utilisés en thérapeutique 

(métronidazole, vancomycine ou fidaxomicine) (Barbut et al., 1999). Environ 3% des 

souches présentent une sensibilité diminuée au métronidazole mais aucun échec clinique 

n’a pu être relié à ces souches. L’antibiogramme, en tant que marqueur phénotypique, peut 

avoir un intérêt dans le cadre d’études épidémiologiques ponctuelles. Par exemple, les 

souches épidémiques 027 sont caractérisées par une résistance à l’érythromycine et à 

moxifloxacine tandis que les souches émergentes 078 présentent une moindre sensibilité à 

la tétracycline. Ainsi, la réalisation d’antibiogramme doit être adaptée aux résultats 

épidémiologiques du site hospitalier. En l’absence de clone 027 détecté au CHU de 

Bordeaux depuis 2012 pour les cas sévères pour lesquels les souches avaient été 

transmises au laboratoire expert pour typage, les antibiogrammes ne sont plus réalisés en 

routine. Ces données sont en accord avec l’absence de clone 027 détecté lors de l’étude 
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Figure 26. Récapitulatif des recommandations de traitements pour les différents cas d’infection 

à Clostridium difficile (Debast et al., 2014). 



!

! 48!

multicentrique menée par Eckert et al. lors de la caractérisation de souches circulantes de 

C. difficile isolées en France en octobre 2014 et mars 2015 (Eckert et al., 2015). 

5 Traitements 

5.1 Traitements médicamenteux 

L’ensemble des traitements médicamenteux présentés ci dessous sont résumés dans la 

figure 26. 

5.1.1 Cas non sévères 

!
• Antibiothérapie orale :

Dans des situations non épidémiques d’ICD non sévères (par opposition aux ICD

sévères (voir définition chapitre 1.3.4.c)) clairement induites par les antibiotiques, les 

recommandations européennes  exigent l’arrêt de ces derniers et de réévaluer le patient à 

48h (guérison obtenue dans 25% des cas d’après le Collège des enseignants universitaires 

de Maladies Infectieuses et Tropicales (CMIT)) (http://www.infectiologie.com/fr/accueil.html). 

Pendant ce temps, une surveillance accrue des symptômes doit être faite : s’ils s’aggravent, 

il faut mettre le patient sous métronidazole à la posologie de 500mg×3/j pendant 10 jours.  

Le métronidazole est recommandé pour le traitement oral des ICD moyennes à 

modérées. La vancomycine qui a montré dans des essais randomisés une efficacité 

supérieure au métronidazole relève en France d’une prescription hospitalière exclusive avec 

une délivrance par la pharmacie hospitalière en rétrocession. Elle est utilisée en seconde 

intention par voie orale à la posologie de 125mg×4/j pendant 10 jours. 

La stratégie thérapeutique est identique chez la femme enceinte et chez l’enfant (en 

adaptant la posologie). L’allaitement maternel est déconseillé pendant le traitement par 

métronidazole. 

• Autres traitements :

Des études sur des traitements non antibiotiques comme l’utilisation

d’immunoglobulines ou de probiotiques pour le traitement initial de l’ICD ont été réalisées. La 

plupart de ces stratégies est associée au traitement antibiotique.  





!

! 49!

Deux études portant sur l’immunisation passive par des immunoglobulines 

spécifiques intraveineuses pour le traitement de l’ICD simple ont montré un effet bénéfique 

de ce traitement alternatif mais sur des petites séries de patients (Numan et al., 2007) (van 

Dissel et al., 2005). Les immunoglobulines étaient constituées d'un concentré de protéines 

de lactosérum anti C. difficile fabriqué à partir de lait de vaches immunisées contre la 

bactérie et ses toxines. Le niveau de preuve et la robustesse de ces études ne permettent 

pas sa recommandation (Debast et al., 2014) (Crobach et al., 2009) (Surawicz et al., 2013) 

(Abougergi and Kwon, 2011). Notons que ce traitement pourrait être efficace chez des 

patients ayant subi une greffe d’organe et ayant une hypogammaglobulinémie mais des 

études complémentaires sont nécessaires (Surawicz et al., 2013).  

L’utilisation de probiotiques associée au traitement antibiotique ou utilisée en 

prophylaxie est très controversée. En effet, l’étude de Hempel et al. (Hempel S et al., 2012) a 

montré que leur utilisation était associée à une diminution des diarrhées post antibiotiques et 

celle de Johnston et al. (Johnston et al., 2012), avec un niveau de preuve modéré, que leur 

utilisation en prophylaxie était associée à une large diminution d’ICD sans effets 

secondaires. Cependant l’analyse de Pillai et Nelson (Pillai and Nelson, 2008) a conclu que 

le niveau de preuve pour recommander l’utilisation de probiotiques en association avec les 

antibiotiques était insuffisant. Actuellement, aucune translocation de microorganisme n’a été 

décrite lors d’essais avec des probiotiques pour le traitement des diarrhées post 

médicamenteuses ou des ICD, mais selon Crobach et al. (Crobach et al., 2009), ils doivent 

être utilisés avec précaution. En effet, des études ont rapporté des pathologies invasives 

(bactériémie ou fongémie) à la suite de l’utilisation de probiotiques comme Saccharomyces 

boulardii chez des patients immunodéprimés ou fragilisés (Enache-Angoulvant and 

Hennequin, 2005) (Muñoz et al., 2005).  

Pour conclure, les recommandations actuelles ne préconisent pas l’utilisation 

d’immunoglobulines ou de probiotiques dans le traitement des ICD non sévères (Debast et 

al., 2014) (Stuart H. Cohen et al., 2010). 

 

5.1.2 Cas sévères 
• Antibiothérapie orale : 

La vancomycine est considérée comme étant un traitement supérieur au 

métronidazole dans les ICD sévères (voir définition chapitre 1.3.4.c) (Zar et al., 2007) (Al-

Nassir et al., 2008) (Debast et al., 2014). La posologie de fortes doses de vancomycine (500 

mg per os×4/jour) est recommandée par la société américaine des maladies infectieuses 

(Stuart H. Cohen et al., 2010) pour le traitement des ICD sévères compliquées. Cependant, 
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le niveau de preuve actuel est insuffisant pour recommander une posologie > 125 mg×4/j en 

l’absence d’iléus (Fekety et al., 1989) (Debast et al., 2014). 

La fidaxomicine est un antibiotique appartenant à la classe des antibactériens macrolytiques 

d’action topique (non absorbé) agissant par inhibition de l’ARN polymérase. Elle a un spectre 

étroit qui présente une activité bactéricide sur C. difficile et n’a pas d’activité intrinsèque sur 

les bactéries à gram négatif. Elle n’est pas indiquée chez les enfants et les femmes 

enceintes. L’allaitement est déconseillé sous fidaxomicine. 

 Les études de Louie et al. (Louie et al., 2011) et de Cornely et al. (Oliver A Cornely et 

al., 2012) ont montré que le traitement par fidaxomycine n’était pas inférieur à celui de la 

vancomycine dans le traitement initial de l’ICD. Cependant, il existe un manque de données 

sur l’efficacité de cet antibiotique sur les cas sévères (Debast et al., 2014).  

 En France, le CMIT recommande qu’en cas de forme d’emblée sévère, de contre 

indication ou d’absence de réponse après trois à cinq jours de métronidazole ou de 

fidaxomycine, un traitement par vancomycine (250 mg à 500 mg×4/j soit 1 à 2 h/j) per os soit 

administré pendant 10 jours. Ces recommandations ne sont pas les mêmes que celles de la 

Société Européenne de Microbiologie Clinique et Maladies Infectieuses (ESCMID) (Debast 

et al., 2014) qui préconise comme énoncé ci dessus une posologie de 150 mg×4/j. La voie 

veineuse doit être utilisée uniquement si la voie orale est impossible. Dans les formes 

compliquées (iléus, mégacôlon toxique, choc), le CMIT recommande le métronidazole IV 

(500 mg/8h) qui sera associé à la vancomycine par sonde gastrique (500 mg×4/j) et/ou à des 

lavements rectaux (500 mg dans 100 ml de solution saline toutes les 4 à 12 h) (Neal et al., 

2011).  

Chez les patients immunodéprimés, il faut systématiquement considérer l’ICD comme 

sévère et donc les traiter par vancomycine per os. (Cornely et al., 2013). 

 

• Traitement chirurgical  

Après avis spécialisé, un recours à la chirurgie colique peut être nécessaire et ce 

d’autant qu’il existe un sepsis grave ou une hyperlactatémie (>5 mM) selon Debast et al 

(Debast et al., 2014). Une colectomie totale est également recommandée dans les cas d’ICD 

compliquée d’une perforation colique, d’une inflammation systémique avec détérioration 

clinique malgré une antibiothérapie maximale, ce qui inclus le diagnostic clinique d’un 

mégacôlon toxique, d’un iléus sévère et d’un abdomen chirurgical (Debast et al., 2014) 

(Bhangu et al., 2012) (Stewart et al., 2013) (Koss et al., 2006). Une colectomie est 

recommandée d’emblée avant que l’ICD ne devienne trop sévère (Debast et al., 2014). Un 

traitement conservateur est proposé par une iléostomie de décharge avec un lavage 

peropératoire par huit litres de solution réchauffée de PEG3350/électrolyte via l’iléostomie 

suivi de lavages coliques antérogrades par vancomycine (500 mg dans 500 ml pendant 10 
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jours). Il permet la conservation du côlon dans plus de 90% des cas ainsi qu’une meilleure 

survie des patients (Neal et al., 2011). 

 

 

5.1.3 Première récurrence ou (risque de) récurrence 
d’ ICD 

• Antibiothérapie orale : 

Les recommandations françaises et européennes discordent actuellement quant à la 

conduite à tenir.  

En effet, le CMIT recommande lors de la première récidive d’une ICD, une nouvelle 

cure de métronidazole per os en cas de réponse au métronidazole lors du premier épisode 

ou une cure de vancomycine per os (250 mg à 500 mgx4/j) si échec du métronidazole lors 

de l’épisode initial. Quelque soit la molécule choisie, la durée du traitement est de 10 à 14 j.  

Les recommandations européennes préconisent un traitement par fidaxomicine per 

os de 200 mg/j pendant 10 j ou par vancomycine per os de 125 mgx4/j pendant 10 j. La 

recommandation de traitement par le métronidazole semble être non inférieure à la 

vancomycine pour une première récurrence d’ICD mais inférieure à la vancomycine pour le 

traitement des ICD récurrentes  (Pépin et al., 2006) (de Lalla et al., 1992) (Zar et al., 2007). 

 

5.1.4 ICD récurrentes et multiples 

• Antibiothérapie orale : 

Les recommandations européennes préconisent dans les cas de récurrence non 

sévères d’ICD la vancomycine et la fidaxomicine qui permettent de réduire de manière 

équivalente les symptômes d’ICD (Debast et al., 2014). La fidaxonicine serait associée à 

moins de rechutes après la première récurrence que la vancomycine (Oliver A. Cornely et 

al., 2012) (Louie et al., 2012). Un traitement oral est recommandé par fidaxomicine 

200 mgx2/j pendant 10 j ou par vancomycine per os 125 mgx4/j pendant 10 j suivi par une 

stratégie en flash : 125 à 500 mg par jour de vancomycine tous les deux à trois jours 

pendant au moins trois semaines (Surawicz et al., 2000) (McFarland et al., 1994) ou 125 

mgx4/j de vancomycine pendant 10 j suivie par une diminution des doses jusqu’à 125 mg/j 

(van Nood et al., 2013) (Surawicz et al., 2000). Le traitement par métronidazole est fortement 

déconseillé (McFarland et al., 2002) (Drekonja et al., 2011) .  

Quant au CMIT, il recommande un traitement prolongé par vancomycine à dose 

décroissante pendant six à huit semaines (Louie et al., 2011).  
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Il faut savoir que les données concernant l’efficacité de la fidaxomicine utilisée de 

manière répétée pour des récidives sont actuellement rares. 

• Transplantation fécale

La transplantation fécale est recommandée dès lors qu’il existe des ICD récurrentes et 

multiples ne répondant pas au traitement antibiotique (Debast et al., 2014). Ce traitement 

consiste en l’introduction des selles d’un donneur dans le tube digestif d’un patient receveur 

afin de rééquilibrer sa flore intestinale altérée (Terrier et al., 2013). Il est fortement 

recommandé de la mettre en place en association avec un traitement antibiotique oral, sans 

précision sur la sévérité de l’épisode (Brandt and Reddy, 2011) (Landy et al., 2011) (Guo et 

al., 2012) (Gough et al., 2011). 

En France, l’Agence Nationale de Sécurité du Médicament et des produits santé 

(ANSM), encadre la transplantation fécale : les selles du donneur doivent être considérées 

comme étant un médicament et doivent donc être préparées par la pharmacie d’un 

établissement de santé. La transplantation fécale est actuellement utilisée dans le cadre 

d’essais cliniques avec une sélection rigoureuse et standardisée des donneurs 

(questionnaire, entretien médical et dépistage d’agents infectieux dans le sang et les selles). 

Chaque don fait l’objet d’une traçabilité (ANSM, 2014). Actuellement, une nouvelle forme 

galénique de transplantation fécale sous forme de capsules orales est étudiée. Les résultats 

semblent similaires à ceux de la transplantation traditionnelle. En effet, l’étude de Hirsch et 

al. (Hirsch et al., 2015), ayant porté sur 20 patients ayant des ICD récurrente a montré une 

guérison chez 13 patients des la première prise de capsule et une guérison chez quatre 

patients au bout de deux prises soit une efficacité de 89%. Deux échecs de traitements sont 

à noter. Cette sensibilité est similaire à celle de l’étude randomisée de van Nood et al. (van 

Nood et al., 2013) portant sur 16 patients ayant été traités par transplantation fécale 

classique, 13 ont été guéris dès la première transplantation, deux après une deuxième et un 

n’a pas guéri (sensibilité : 81%). Ces capsules peuvent aussi être congelées (Youngster et 

al., 2014).   
�����Une étude de phase II est actuellement en cours sur le traitement d’ICD récidivantes par 

des capsules, appelées SER-109, composées de spores de nombreuses bactéries 

provenant de selles de donneurs sains enrichies et nettoyées à l’éthanol. Les 

premiers résultats sont intéressants à savoir que 97% (29 sur 30) des malades traités ont 

guéri sous ce traitement et que leur flore intestinale s’est améliorée et diversifiée (Khanna et 

al., 2016). 
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5.1.5 Vaccination 
 La mise au point d’un vaccin contre C. difficile toxinogène est aussi à l’étude et 

semble efficace.  

Le rôle des anticorps circulants neutralisant les toxines a été largement démontré 

dans les modèles animaux (Anosova et al., 2013) (Babcock et al., 2006). L’étude récente de 

Anosova et al (Anosova et al., 2013) a montré qu’une combinaison de trois anticorps 

monoclonaux extraits d’humains sains, un de la toxine A et deux de la toxine B, diminuaient 

la morbimortalité  due à des souches hyper virulentes de C. difficile chez le hamster. 

L‘étude de Lowy et al (Lowy et al., 2010), randomisée, en double aveugle, faite sur 

200 patients, a montré que ceux ayant reçu des anticorps antitoxines A et B développent 

moins de récurrence d’ICD face à un groupe placebo (7% vs 25% (p<0,001)). 

Actuellement, Sanofi Pasteur mène depuis août 2013 une étude de phase III  devant 

durer 4 ans sur un vaccin anatoxinique de C. difficile nommé Cdiffense 

(https://clinicaltrials.gov/ct2/show/NCT01887912). Cet essai est un essai international, 

multicentrique, randomisé en double aveugle, contrôlé versus placebo. Il doit inclure 15 000 

volontaires répartis sur 200 sites de 17 pays. Il a pour cible les adultes à risque d’ICD, les 

personnes âgées, les patients devant subir une intervention chirurgicale, ceux en institution 

de long séjour, ceux avec des comorbidités et ayant un recours fréquent et/ou prolongé aux 

antibiotiques ou ceux ayant un antécédent d’ICD.  

 

Le traitement d’une ICD ne s’avère relativement pas aisé. En effet, il faut l’adapter en 

fonction de chaque patient ainsi que du nombre d’épisodes qu’il a pu avoir. Aucun 

consensus n’est établi entre les recommandations actuelles qu’elles soient françaises ou 

européennes. 

Même si de nouveaux traitements préventifs comme la vaccination sont en cours de 

développement, il ne faut pas oublier que la prévention de la maladie se fait par la maîtrise 

de la propagation des spores au sein des établissements de santé et ceci nécessite une 

éducation du personnel soignant  mais surtout une prescription modérée des antibiotiques. 

 

5.2 Mesures associées et prévention 
 

5.2.1 Recommandations européennes   

Dès que le diagnostic d’une ICD est posé, il s’avère nécessaire de prendre plusieurs 

dispositions pour éviter toute propagation de la bactérie au sein de l’hôpital. En 2008, 

l’European Study Group for Clostridium difficile (ESGCD) de l’ESCMID a publié des 





!

! 54!

recommandations pour les mesures à prendre au sein de l’hôpital en plus du traitement 

(Vonberg et al., 2008) : 

- le personnel soignant doit recevoir un enseignement  sur les mécanismes 

physiopathologiques, les réservoirs et le mode de contamination de la bactérie (McNulty et 

al., 1997) (al-Barrak et al., 1999) (Climo et al., 1998) (Manian et al., 1996) (Foulke and Silva, 

1989) (Muto et al., 2005). Cet enseignement semble être la mesure la plus efficace pour 

lutter contre la propagation des spores de C. difficile. Une information des visiteurs sur les 

mesures à prendre est aussi nécessaire. 

- un isolement du patient dans une chambre seule doit aussi être fait. Si cela n’est 

pas possible, il faut mettre les patients atteints d’ICD dans une même unité (Garner, 1996) 

(Siegel et al., 2007). Cet isolement doit être uniquement levé après 48h d’arrêt des signes 

cliniques d’ICD, c’est à dire de la diarrhée. Du personnel dédié doit être choisi pour 

s’occuper du patient et ainsi en limiter le contact (Cartmill et al., 1994) (Siegel et al., 2007). 

- l’hygiène des mains s’avère être très importante dans la lutte contre la propagation 

de C. difficile dans les hôpitaux. Il est recommandé de ne pas utiliser que de l’alcool     

hydro-alcoolique pour se nettoyer les mains (Gordin et al., 2005) (Weber et al., 2003) mais 

de bien se les laver sous l’eau et avec du savon pour pouvoir se débarrasser des spores de 

la bactérie (Boyce et al., 2002)(Curtis and Cairncross, 2003). L’utilisation d’un savon 

contenant des antiseptiques n’est pas recommandé (Bettin et al., 1994). En plus de l’hygiène 

des mains, il est recommandé de porter des gants à usage unique lors de tout contact avec 

le patient ou ses fluides corporels ainsi qu’avec des surfaces potentiellement contaminées 

(Siegel et al., 2007) (Garner, 1996). Une blouse et un tablier de protection devraient être 

portés lors de tout contact avec un patient diarrhéique (Muto et al., 2003). Ces mesures ne 

doivent pas faire oublier celles mises en œuvre lors d’un isolement du patient. 

- une formation du personnel d’entretien doit être faite pour que celui-ci joue au mieux 

son rôle de barrière contre la propagation d’une ICD au sein de l’hopital. Il doit utiliser des 

agents sporocides, idéalement des agents contenant du chlore (au moins 1000 ppm) pour la 

désinfection des chambres de patients atteints d’ICD (Kaatz et al., 1988) (Wilcox and 

Fawley, 2000) (Fawley et al., 2007). Le choix du produit est laissé à l’hôpital. L’hôpital devrait 

désinfecter toutes ses surfaces au moins une fois par jour, surtout celles les plus touchées 

(Siegel et al., 2007) (Sehulster et al., 2003). Une chambre ayant accueilli un patient atteint 

d’ICD, doit être nettoyée et désinfectée de font en comble à sa sortie (Block, 2004) (Delmée 

et al., 1987) (Wilcox, 1996). 

- quant au matériel médical, il est recommandé d’utiliser du matériel dédié au patient, 

atteint d’ICD (Siegel et al., 2007) (Muto et al., 2003) et tout équipement doit être nettoyé 

soigneusement et désinfecté avec un sporocide juste après avoir servi (Garner, 1996) 
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(Hughes et al., 1986) (Manian et al., 1996). Il est aussi conseillé d’utiliser du matériel jetable 

dès que cela est possible (Siegel et al., 2007) (Testore et al., 1988). 

- lors d’épidémies à C. difficile au sein d’un établissement de santé, Vonberg et al. 

(Vonberg et al., 2008) suggèrent que le personnel soignant soit informé (Siegel et al., 2007). 

De plus, les mesures de désinfection doivent être renforcées et une réunion portant sur la 

revue et éventuellement une modification des techniques de nettoyage doit être faite 

(Cartmill et al., 1994). Une prescription optimale des antibiotiques anti C. difficile doit être 

mise en place (Dellit et al., 2007) et les selles des patients envoyées et stockées dans des 

centres de référence (Muto et al., 2005) en vue d’un éventuel typage par PCR (Samore et 

al., 1996). Il faut aussi mettre en œuvre des politiques provisoires pour les admissions de 

patients, leur placement pour éviter toute transmission. Si malgré un personnel dédié aux 

patients atteints d’ICD, l’épidémie continue au sein de l’unité, il faut refuser toute nouvelle 

admission de patient. Et si malgré toutes ces mesures, l’épidémie persiste, il faut vider l’unité 

et la désinfecter intégralement pour éliminer tout réservoir potentiel de la bactérie (Siegel et 

al., 2007). 

De nouvelles méthodes de désinfection appelées « no-touch » méthodes sont 

apparues depuis 2008. Les méthodes utilisant des ultra violets (UV) ou du peroxyde 

d’hydrogène sont les plus utilisées. Il a été montré in vitro que la désinfection par UV diminue 

la quantité de spores de C. difficile d’environ 2 log10 tandis que les vapeurs de 30% de 

peroxyde d’hydrogène réduisent de plus de 6 log10 les spores des porteurs, et les systèmes 

d’aérosols de 5 à 6% de peroxyde d’hydrogène d’environ 4 log10 (Barbut, 2015). Cependant, 

ces méthodes ne peuvent être réalisées uniquement lorsque la chambre est inoccupée et ne 

remplacent donc pas la désinfection quotidienne. 

En plus des mesures de Vonberg et al (Vonberg et al., 2008), d’autres 

recommandations sont préconisées à savoir l’arrêt de toute antibiothérapie inutile, le 

remplacement adéquat des liquides et des électrolytes, une utilisation plus judicieuse des 

médicaments anti-motilité et des inhibiteurs de la pompe à protons (Janarthanan et al., 2012) 

(Martinez et al., 2012) (Stuart H. Cohen et al., 2010).  

5.2.2 Recommandations françaises 
L’avis du Haut Conseil de la Santé Publique de 2008 contient les mesures de 

maitrise et de prévention des ICD à savoir (HCSP, 2008) : 

- une surveillance active et prospective des diarrhées nosocomiales avec la 

recherche systématique de toxines de C. difficile dans les selles de tout patient présentant 

une diarrhée dans les 72h après son admission doit être effectuée. 
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Figure 27. Mesures à prendre en cas de diarrhées aigues (http://cclin-sudest.chu-
lyon.fr/Doc_Reco/affiches/Afffiche_2011_ICD.pdf). 



- une information auprès du centre de coordination de lutte contre les infections 

nosocomiales (CCLIN) doit être faite lors d’une augmentation anormale de diarrhées 

nosocomiales, de recherche de toxine A ou B positive ou d’une augmentation anormale 

d’isolement de C. difficile dans les coprocultures. 

- une limitation au minimum des déplacements des patients infectés ou colonisés doit 

être mise en place. 

- les précautions « standard » et précautions complémentaires « contact » avec 

signalisation claire sur la porte de la chambre doivent être mise en place. 

-  les précautions standard sont l’hygiène des mains, le port de gants, le port de tenue 

de protection, la gestion du matériel et des surfaces souillées, le circuit du linge, des déchets 

et des prélèvements biologiques et la prévention des accidents d’exposition au sang (social-

sante.gouv.fr/IMG/pdf/Plaquette_precautions_standard_CHICAS-2.pdf). 

- les précautions complémentaires spécifiques aux ICD à savoir le port de gants dès

l’entrée dans la chambre, précédé d’un geste d’hygiène des mains par friction hydro 

alcoolique, et leur retrait avant de quitter la chambre, suivi d’un geste complet d’hygiène des 

mains (lavage simple au savon doux pour éliminer les spores suivi d’une friction hydro 

alcoolique pour éliminer les formes végétatives résiduelles et toutes les autres bactéries) doit 

être fait. 

- le port d’une surblouse à manches longues, mise en place dès l’entrée dans la 

chambre et son retrait avant de la quitter doit être fait et ce lors de tout contact avec le 

patient, ses selles ou son environnement; le port d’un tablier en plastique imperméable en 

cas de « soins mouillants » est aussi recommandé. 

- un petit matériel de soin à usage unique et dédié doit être utilisé. 

- une réduction rapide et drastique du réservoir constitué par les spores doit être 

menée par un nettoyage des chambres suivi d’une désinfection à l’aide d’une solution 

d’hypochlorite de sodium à 0, 5% de chlore actif. L’eau de javel, seul désinfectant actif sur 

les spores, est diluée au 1/5°. 

- un signalement au CCLIN et à l’ARS, sans délai, de tout cas sévère d’ICD 

nosocomiale et de tous cas groupés ou d’épidémie doit être fait. 

- en cas de situation non maitrisée, il faut faire appel à une expertise extérieure à 

savoir le CCLIN. 

La figure 27 récapitule les mesures à prendre en cas de diarrhées aigues pour prévenir la 

diffusion des infections à C. difficile dans les établissements de santé français. 

La prévention à long terme repose avant tout sur une politique de bon usage des 

antibiotiques. 
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Chapitre 1. Infection à Clostridium difficile : 
modèle d’une infection opportuniste due au 
déséquilibre de la flore intestinale. 
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Contexte 
 

Le microbiote, anciennement appelé flore commensale, correspond à l’ensemble des 

communautés microbiennes (bactéries, archéobactéries, virus, champignons et 

protozoaires) qui colonisent les différents écosystèmes de l’homme dans les conditions 

normales ou pathologiques. L’étude des microbiotes du corps humain et de son rôle dans la 

survenue des pathologies humaines est actuellement en plein essor (Filleron and Jumas-

Bilak, 2015) (Dunyach-Remy et al., 2015) (Michon and Marchandin, 2015). En mai 2016, les 

Etats-Unis ont débloqué 500 millions de dollars pour son programme intitulé National 

Microbiome Initiative (NMI). Les techniques de biologie moléculaire de dernière génération 

ont permis l’identification de métagénomes, c’est à dire de séquences exhaustives des 

génomes d’une flore complexe permettant ainsi de mieux définir ces microbiotes.  

 

Chez les sujets sains, ce microbiote est en équilibre ce qui permet à l’organisme de 

se protéger vis à vis des infections opportunistes. Une altération endogène ou exogène de 

cette symbiose ouvre la voie à la colonisation par des microorganismes pathogènes d’un des 

écosystèmes humains jusqu’à lors contenu par la flore commensale. Cette connaissance 

des microbiotes, de leur équilibre et des éléments à l’origine de sa perturbation ouvre la voie 

à de nouvelles approches diagnostiques et  thérapeutiques. 

 

L’étude de l’infection à C. difficile est un excellent modèle pour comprendre le rôle de 

l’équilibre du microbiote intestinal dans la prévention de ce type de maladies opportunistes. 

Nous avons donc réalisé une synthèse des données actuelles de la littérature pour présenter 

et comprendre ce modèle de l’infection à C. difficile lié à un déséquilibre du microbiote. Ces 

travaux ont fait l’objet d’une publication sous la forme d’une revue publiée en mars 2016 

dans Digestive Diseases 





!

! 59!

Clostridium difficile infection: a model for disruption of the 
gut microbiota equilibrium. 
 

 

Julie Blanchi1, Julien Goret, Francis Mégraud1 

 
1 Laboratoire de Bactériologie, Hôpital Pellegrin, CHU de Bordeaux, Bordeaux, France  

 

Article publié en ligne le 30 mars 2016 dans Digestive Diseases (Impact factor 2014 : 2,281). 

Dig Dis. 2016;34(3):217-20.   





E-Mail karger@karger.com

 Review Article 

 Dig Dis 2016;34:217–220 
 DOI: 10.1159/000443355 

  Clostridium difficile  Infection: A Model 
for Disruption of the Gut Microbiota 
Equilibrium 
 Julie Blanchi    Julien Goret    Francis Mégraud  

 Laboratoire de Bactériologie, Hôpital Pellegrin, CHU de Bordeaux,  Bordeaux , France  

cludes from 400 to 500 bacterial species. More than 90% 
of its biomass consists of strict anaerobes.

  The 4 dominant phyla in the human gut are Firmicutes, 
Bacteroidetes, Actinobacteria and Proteobacteria. Most 
bacteria belong to the genera  Clostridium ,  Faecalibacteri-
um ,  Eubacterium ,  Ruminococcus ,  Peptococcus ,  Peptostrep-
tococcus  and, to a lesser extent,  Lactobacillus  (Firmicutes), 
 Bacteroides  (Bacteroidetes) and  Bifidobacterium  (Actino-
bacteria).  Enterobacteriaceae  such as  Escherichia  (Proteo-
bacteria) are present in smaller proportions.

  Firmicutes, specifically members of the  Lachnospira-
ceae ,  Ruminococcaceae  family (which represent 50–70% 
of the colonic bacterial population), and Bacteroidetes are 
the 2 main bacterial phyla that make up the majority of 
the gut bacterial population. Firmicutes are important for 
polysaccharide degradation and for being the primary 
butyrate-producing bacteria in the human gastrointesti-
nal tract  [1] . Bacteria from the Bacteroidetes phylum are 
known for their ability to breakdown glycan non-digest-
ible carbohydrates. As for  Clostridium  species, they are 
the most common amino acid-fermenting bacteria found 
in the gut.

  It is well established that a healthy gut microbiota pro-
vides its host with protection against numerous patho-
gens including  Clostridium difficile   [2] . While the gut mi-
crobiota of healthy adults is relatively stable over time, it 
is less true for the gut microbiota of the elderly, which is 
less diverse. A decrease in Firmicutes and  Bifidobacteria 

 Key Words 
 Antibiotics · Germination · Toxin production · Bile acids 

 Abstract 
 The gut microbiota is a complex ecosystem defined by the 
combination of microorganisms living in the gastrointesti-
nal tract. Its equilibrium is intimately involved in several as-
pects of vital process for human physiology and nutrition. Its 
composition changes depending on both exogenous and 
endogenous factors. The disruption of the gut microbiota by 
antibiotics often leads to an opportunistic infection by  Clos-
tridium difficile . The unbalanced intestinal microbiota pro-
motes spore germination, growth of vegetative forms and 
toxin production leading to  C. difficile  infection, which is 
characterized by diarrhea and possibly pseudomembranous 
colitis. This nosocomial infection is a good model to under-
stand the role of the gut microbiota in preventing the devel-
opment of pathogens.  © 2016 S. Karger AG, Basel 

 Normal Gut Microbiota 

 The indigenous gut microbiota is a complex commu-
nity of microorganism species living in the digestive tract 
of humans. It constitutes 70% of the total microbiota 
found in the human body (1,014 bacterial cells) and in-
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 is observed, as well as an increase in Bacteroidetes and 
Proteobacteria including E nterobacteriaceae . These 
changes can accompany immunosenescence  [3]  and con-
stitute a risk factor for  C. difficile  infection (CDI).

  Reservoir and Acquisition of  C. difficile  

  C. difficile  is an anaerobic, spore forming and gram-
positive bacillus that was first isolated from stools in 1935. 
Pathogenic  C. difficile  produce several toxins such as en-
terotoxin, cytotoxin and binary toxin.

   C. difficile  has been found in a large variety of mam-
mals including farm animals and in the environment. A 
study using whole genome sequencing (WGS) of  C. dif-
ficile  ribotype 078 isolates collected from pigs and asymp-
tomatic farmers showed that farmers and pigs were colo-
nized with identical or nearly identical  C. difficile  clones; 
this fact was also corroborated by the presence of the 
same resistance markers. This result suggests a transmis-
sion between these populations while the possibility of a 
common source cannot be excluded  [4] .

  Numerous publications have shown the presence of  C. 
difficile  in a variety of other animals: calves, sheep, horses, 
deer, dogs, cats, rats, swallows, molluscs, etc. Although 
ribotype 078 is reported as the major animal  C. difficile 
 ribotype, the variety of strains is substantial in animals 
and indicates a considerable overlap in strain distribution 
and transmission of this pathogen  [5] .

  In a study carried out in the UK, again based on WGS, 
it was shown that 45% of  C. difficile  cases were geneti-
cally distinct from all previous cases observed in the hos-
pital, while a higher proportion could be explained by 
close hospital contact with another patient  [6] .

  A special mention must be given to infants. Indeed, 
toxin-producing  C. difficile  can be acquired during the 
first week of life, and persist for more than 6 months at 
high colonization counts, but without leading to infec-
tion. This could be explained by the presence of maternal 
IgA, which prevents toxin binding. It also seems that the 
ribotypes present may have a special fitness in the infant 
gut microbiota, but these strains can and may represent a 
further reservoir for adults  [7, 8] .

  In the environment, vegetative  C. difficile  bacilli survive 
for only a short time (15 min) on hospital surfaces exposed 
to air, but they remain viable for up to 6 h on moist sur-
faces at room temperature. As for bacterial spores, they are 
highly resistant to drying, heat, and chemical agents.

  Therefore, in summary, a specific reservoir for  C. dif-
ficile  could not be identified. A large number of animal 

species can harbor  C. difficile  in their intestine, which is a 
potential source of transmission. In addition, given the 
ability of this bacterium to sporulate, it is also found in 
the hospital environment where up to 2 of the 3 cases are 
acquired. Transmission is fecal-oral essentially via spores.

  Disruption of the Gut Microbiota Equilibrium 

 Indeed, a lack of equilibrium in the gut microbiome is 
needed to allow CDI. Reasons for this lack of equilibrium 
can be advanced age and proton pump inhibitor consump-
tion, but antibiotic use is the main risk factor for CDI  [9] .

  Antibiotic Use in Animal Models 
 Murine  [10]  and hamster models  [11]  were used to 

analyze the gut microbiota in response to antibiotics 
(clindamycin, cefoperazone and antibiotic cocktails: ka-
namycin, gentamicin, colistin, metronidazole, vancomy-
cin followed by clindamycin). These experiments showed 
that antibiotic pre-treatment results in a decrease in the 
relative abundance of Firmicutes and Bacteroidetes phyla 
and an increase in Proteobacteria phylum, especially 
members of the  Enterobacteriaceae  family.

  Mechanistic Aspect: The Influence of the Metabolic 
Environment of the Gut on C. difficile 
 Mechanism of CDI in the gut is still unknown but like-

ly reflects structural (microbial) and functional (metabol-
ic) disruption of the gut microbiota equilibrium. There is 
a chemical requirement for germination of  C. difficile . 
Germination and also vegetative growth of  C. difficile 
 spores can be stimulated by a complex mixture of bile 
salts in vitro  [12] .

  The gut microbiota plays 2 important roles in the bile 
acid transformation. First, bile salt hydrolase enzymes 
that are produced by bacteria in the intestinal tract insure 
that all of the bile acids are deconjugated from their ami-
no acids in the intestinal lumen. Second, bacteria mediate 
the transformation of primary bile acids to secondary bile 
acids via the enzyme 7-alpha-dehydroxylase, converting 
cholate and chenodeoxycholate into deoxycholate and 
lithocholate, respectively  [12, 13] .

  It has been shown that the antibiotics alter the bacterial 
community capable of deconjugating and 7-alpha-dehy-
droxylating the bile acids in the gastrointestinal tract. The 
result is a decrease in secondary bile acids and an increase 
in primary (taurocholate) and conjugated bile acids, which 
favor germination of  C. difficile  spores  [14] . Furthermore, 
antibiotics alter bacterial fermentation in the human gut 
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resulting in a decrease in short chain fatty acids and an ex-
cess of fermentation substances including carbohydrates 
and amino acids.  C. difficile  uses many of these metabolites 
for germination and sporulation  [1] . Sorg and Sonenshein 
 [15]  showed that taurocholate and the amino acid glycine 
served as a co-germinants for sporulation, enhancing their 
germination. In contrast to cholate, chenodeoxycholate 
has a strong inhibitory effect on spore germination  [16] . 
Indeed, the ratio of cholate to chenodeoxycholate may play 
an important role in whether or not spores will be able to 
germinate. Furthermore, butyrate has been associated with 
the inhibition of  C. difficile  growth in vitro, inflammation 
suppression and health of colonic cells  [17] . Thus, biotrans-
formation of the bile acids by the gut microbiota could be 
a determining factor in  C. difficile  germination in vivo.

  This metabolic environment could also contribute to 
the outgrowth of vegetative cells and toxin production. 
Nutrient deficiency induces the expression of toxins A 
and B, responsible for the pathogenesis of CDI. This ex-
pression is stimulated during the stationary growth phase 
and is affected by amino acids, butyrate, butanol, glucose 
and other carbon sources  [18–22] . Repressed expression 
is observed when growth medium is supplemented with 
proline, cysteine, butanol or glucose. Furthermore, toxins 
are induced when growth medium is supplemented with 
butyrate  [18]  and or limited in biotin  [23] . These data 
suggest a relationship between virulence and metabolism.

  Human Studies on C. difficile and Gut Microbiome 
Interaction 
 As for human models, only a handful of studies have 

focused on the structure of the gut microbiota before and 
after CDI due to ethical issues of performing experiments 
with  C. difficile  on human beings. Rousseau et al.  [24]  
demonstrated that the presence of  C. difficile  in the intes-
tinal microbiota of infants was associated with changes in 
the ecosystem composition: the whole global diversity was 
not affected but the dominant bacterial species changed 
including an increase in  Ruminococcus gnavus  and  Kleb-
siella pneumoniae  in colonized infants and  Bifidobacteri-
um longum  in non-colonized infants. Antharam et al.  [17]  
showed a decrease in both microbiota diversity and spe-
cies richness in the fecal microbiota of patients with CDI 
and with antibiotic associated diarrhea compared to 
healthy controls. A decrease in butyrate production from 
the  Ruminococcaceae  and  Lachnospiraceae  families and 
Clostridia clusters IV and XIVa was observed. Further-
more, CDI cases showed gut microbiota profiles enriched 
in  Enterococcus ,  Veillonella  and  Lactobacillus  and mem-
bers from the Gammaproteobacteria class. Studies by 

Manges et al.  [25]  showed that patients with  C. difficile-
 associated diarrhea had an increase in Firmicutes,  Lacto-
bacillaceae  and  Enterococcaceae  family members and a de-
crease in Bacteroidetes. Rea et al.  [26]  and Hopkins and 
Macfarlane  [27]  also observed a decrease in Bacteroidetes 
 (Bacteroides, Prevotella)  and Actinobacteria  (Bifidobacte-
ria)  and an increase in Firmicutes  (Lactobacillaceae)  and 
Proteobacteria ( Enterobacteriaceae  family members). The 
intestinal microbiome of patients with recurrent disease is 
therefore less diverse than that of patients without CDI or 
those whose CDI was treated successfully  [1] .

  Observations after Post-Treatment 
 Different studies have emphasized the fact that a 

healthy and diverse gut microbiota is necessary for resis-
tance against  C. difficile  colonization. Thus, repopulating 
the gut with healthy bacteria such as non-toxigenic  C. dif-
ficile ,  Escherichia coli ,  Bifidobacterium bifidum  and mem-
bers of the  Lachnospiraceae  family or a cocktail of  Staph-
ylococcus, Enterococcus, Lactobacillus, Anaerostipes, Bac-
teroides and Enterorhabdus   [10, 28, 29]  may be a good 
way to manipulate the gut microbiota and restore resis-
tance against  C. difficile  colonization.

  Furthermore, it has been shown that patients who expe-
rienced only one episode of CDI displayed fecal microbial 
communities that were as diverse as control subjects, while 
patients with multiple episodes of CDI had markedly re-
duced microbial diversity. Stool transplantation, which is 
the most effective treatment against/for recurrent CDI, 
 offers proof that the inability to restore a normal intestinal 
microbiota is most likely the main cause of recurrent CDI 
(92% success rate)  [30, 31] . An alternative method could be 
a combination of diet, prebiotics and probiotics  [1, 32–34] .

  Conclusion 

 CDI is a good model for the disruption of the gut mi-
crobiota equilibrium; a combination of changes in the gut 
metabolic environment and the gut microbiota equilib-
rium can lead to a CDI and this infection then further 
disrupts the gut microbiota.

  A more complete understanding of the mechanism be-
hind resistance to CDI will spearhead future therapeutic 
interventions. 
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Chapitre 2. Comparaison d’un nouvel algorithme 

fondé sur la chimioluminescence pour le 

diagnostic des infections à Clostridium difficile 

avec trois autres approches algorithmiques au 

CHU de Bordeaux.  
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Contexte 

 
L’état des lieux du diagnostic des ICD réalisé en France en 2012-2013 et établi par 

l’étude EUCLID (Enquête européenne de prévalence des infections à Clostridium difficile 

chez les patients hospitalisés avec une diarrhée) était sans appel : les ICD étaient sous 

diagnostiquées avec 30,2% de selles non traitées par manque de demande des cliniciens et 

25,4% de résultats faussement négatifs en raison des faibles performances des tests utilisés 

(Davies et al., 2014). 

Face à ce constat, le laboratoire du CHU de Bordeaux a voulu confronter sa 

technique diagnostique des ICD utilisée en 2013 et qui consistait en une détection en deux 

temps, tout d’abord un screening de la GDH par EIA (C. diff Quik Chek GHD, Alere, 

Waltham, EU) puis si ce screening était positif par un test de confirmation par la détection 

des toxines A et B libres par EIA (TOX A/B Quik Chek®, Alere, Waltham, EU). Cependant, 

dans cet algorithme, la détection des toxines A et B est connue pour manquer de sensibilité 

(Novak-Weekley et al., 2010). Un test de confirmation par culture toxigénique était alors 

réalisé. Il consistait à un étalement direct de la selle sur gélose sélective CLO (bioMérieux) 

incubée pendant 3 jours à 37°C en anaérobiose. Les colonies de C. difficile isolées étaient 

alors testées par EIA pour la recherche des toxines libres (TOX A/B Quik Chek®, Alere 

Waltham, EU).  

Plusieurs techniques récentes pour la détection des toxines libres A et B sont 

aujourd’hui connues pour être plus sensibles que l’EIA. C’est le cas des tests de biologie 

moléculaire tels que les tests d’amplification isothermique appelés NAAT. Néanmoins, 

comme évoqué dans l’introduction, la détection d’un gène codant pour tcdA ou tcdB ne prédit 

pas la production des toxines et ne permettrait pas d’affirmer l’ICD (Debast et al., 2014). Les 

recommandations européennes exigent donc de les introduire dans un algorithme 

diagnostique (cf. paragraphe 4.4.7). Dernièrement, la société DiaSorin a développé une 

méthode ELISA de type sandwich avec révélation par CLIA pour la recherche de la GDH et 

des toxines libres. Cette technologie permettrait de pallier au manque de sensibilité des tests 

EIA et ainsi permettrait d’affirmer avec force l’ICD en mettant en évidence les toxines libres.  

De juillet à septembre 2013, nous avons ainsi comparé l’algorithme diagnostique par 

CLIA (LIAISON® C. difficile GDH Assay suivi du LIAISON® C. difficile Toxins A&B, DiaSorin) 

à celui utilisé en routine (C. diff Quik Chek GDH® suivi par TOX A/B Quik Chek®, Alere) 

avec ou sans culture toxigénique pour confirmation au laboratoire de Bactériologie du CHU 

de Bordeaux. L’algorithme de DiaSorin a également été comparé à un algorithme 
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comprenant un NAAT : il s’agit de l’algorithme Meridian constitué du test EIA ImmunoCard® 

C. difficile GDH (Meridian, Cincinnati, EU) comme screening suivi par une technique basée 

sur une PCR isothermique de type loop-mediated isothermal amplification (LAMP) 

(illumigene®, Meridian) pour la détection de l’ïlot de pathogénicité PaLoc portant les gènes 

codant pour les toxines.  Un résultat positif était défini par une GDH et des toxines positives. 

Les discordants ont été comparés à la culture toxigénique, méthode de référence pour la 

détection du C. difficile. Celle-ci a été réalisée par le CNR Clostridium difficile (Hôpital Saint 

Antoine, AP-HP, Paris, France). Au total, 468 selles ont été incluses. Après résolution des 

discordants, l’étude a confirmée que les tests de détection des toxines par EIA (algorithme 

Alere) avaient une faible sensibilité : 50% et 60% avec et sans confirmation par culture et 

que l’algorithme de DiaSorin avait une sensibilité de 86,1% semblable à celle de l’algorithme 

Meridian (90%). Ainsi la technique par CLIA compenserait bien le manque de sensibilité des 

techniques EIA pour la détection des toxines libres A et B et serait aussi sensible que les 

méthodes moléculaires. 
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Comparison of a novel 
chemiluminescent based algorithm to three 
algorithmic approaches for the laboratory 
diagnosis of Clostridium difficile infection
J. Goret1, J. Blanchi1, C. Eckert2, S. Lacome1, A. Petit2, F. Barbut2, C. Bébéar1 and Francis Mégraud1*

Abstract 
Background: Rapid commercial assays, including nucleic acid amplification tests and immunoassays for Clostridium. 
difficile toxins, have replaced the use of older assays. They are included in a two-step algorithm diagnosis, including 
first the detection of the glutamate dehydrogenase (GDH) as a screening method and second the detection of toxins 
as a confirmatory method. Although assays that detect the presence of free toxins in feces are known to lack sensitiv-
ity, they are preferable to confirm infection. We evaluated the accuracy of the chemiluminescence-based method 
detecting C. difficile GDH and free toxins A/B (DiaSorin algorithm) to an enzyme-immunoassay (EIA) for GDH with a 
molecular toxins test (Meridian algorithm), EIA-GDH and an EIA-toxins A/B algorithm (Alere algorithm) with and with-
out toxigenic culture for confirmation.

Findings: A total of 468 diarrhoeal and loose stool samples were included in the study. A positive result was defined 
by a positive GDH and a positive toxin test. Discordant samples were resolved using an enriched toxigenic culture 
considered as the reference method. After resolution, the DiaSorin algorithm showed a high sensitivity (86.7 %) com-
pared to that of the Alere algorithm with (60.0 %) and without (50.0 %) confirmation by culture and was as sensitive as 
the Meridian algorithm (90.0 %), while the specificities were similar: 99.1, 99.5, 99.5 and 98.9 %, respectively.

Conclusions: The DiaSorin algorithm was as sensitive as an algorithm including nucleic acid amplification test for 
toxins. Chemiluminescence toxin-enhanced signal assay compensates the lack of sensitivity usually observed for EIA 
tests for toxins.

Keywords: Clostridium difficile, Algorithm, Chemiluminescence, Diagnosis, Toxins, DiaSorin

© 2015 Goret et al. This article is distributed under the terms of the Creative Commons Attribution 4.0 International License 
(http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/), which permits unrestricted use, distribution, and reproduction in any medium, 
provided you give appropriate credit to the original author(s) and the source, provide a link to the Creative Commons license, 
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Background
Clostridium difficile is a major cause of healthcare-asso-
ciated diarrhoea. Many different approaches are avail-
able for the laboratory diagnosis of C. difficile infection 
(CDI). American [1] and European [2] guidelines rec-
ommend testing patients with a two-step algorithm 
including the detection of glutamate dehydrogenase 
(GDH) as a screening method followed, in case of posi-
tive result, by the detection of free toxins or their genes 

as a confirmation method. The DiaSorin Liaison® C. dif-
ficile GDH and toxins A and B (DiaSorin, Saluggia, Italy) 
is a sandwich chemiluminescent immunoassay (CLIA) 
performed on a stool extract. Luminescent assays for C. 
difficile diagnosis have not been previously reported in 
the literature. This method may be more reliable than 
enzyme immunoassays (EIA), which are known to lack 
sensitivity for free toxin detection. The objective of the 
study was to evaluate the performances of the newly 
available chemiluminescence-based DiaSorin algorithm 
for the detection of GDH and free toxins A and B using 
the Liaison apparatus in a routine laboratory.
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The DiaSorin algorithm was compared to three other 
algorithms: (1) a widely used EIA algorithm including, 
the C. Diff Quik Chek GDH® followed by detection of 
free toxins A and B, TOX A/B Quik Chek® test (Alere, 
Waltham, MA, USA), (2) the same EIA-based algorithm 
with toxigenic culture as a third step in case of negative 
toxin results; for this purpose, the stools were directly 
inoculated on a cycloserine-cefoxitin-amphotericin agar 
(bioMérieux, Marcy l’Etoile, France) incubated at 37  °C 
for 3  days in an anaerobic atmosphere and the isolates 
were then tested for toxins A and B using the TOX A/B 
Quik Chek® (Alere), and (3) a very sensitive algorithm 
[3–8] using the EIA ImmunoCard® C. difficile GDH for 
screening followed by a loop-mediated isothermal ampli-
fication assay for tcdA toxin gene detection (illumigene® 
Meridian, Cincinnati, OH, USA). The manufacturer’s rec-
ommendations were followed. All algorithms included 
a preliminary screening step for the detection of GDH 
and then, if positive, the stool samples were tested for 
toxins or toxin genes. The specimens that tested positive 
for the toxins were considered positive. The specimens 
that tested negative for GDH or for toxins were consid-
ered negative. In our study, the aggregate criteria for a 
true positive or a true negative result were a positive or 
negative result for the four algorithms, respectively. If 
an algorithm result was different from the three others, 
the sample was considered discordant. The discordant 
samples were resolved using enriched toxigenic culture 
(ETC) considered as a reference method and performed 
at the French National Reference Laboratory for C. diffi-
cile (Paris, France): stool samples were inoculated in pre-
reduced taurocholate-cycloserine-cefoxitin BHI broth 
incubated for 5  days at 37  °C under anaerobic condi-
tions; the broth was then plated onto laboratory standard 
selective plates containing taurocholate, cycloserine and 
cefoxitin. Toxinogenicity of the strains was demonstrated 
using an in-house polymerase chain reaction (PCR) tar-
geting tcdA and tcdB genes. After ETC, a stool sample 
was considered positive for toxigenic C. difficile if the 
toxin genes were detected.

Between June and September 2013, C. difficile 
testing was prospectively performed with the four 

different algorithms at the Bacteriology Laboratory of 
the Bordeaux University Hospital (Bordeaux, France) 
on diarrhoeal stools either upon a physician’s request 
or systematically inpatients with diarrhea after day 3 of 
hospitalization. As recommended in the literature [9] 
and manufacturers’ instructions, the followings sam-
ples were excluded: formed stools, bloody stools, stools 
submitted from a patient with a positive C. difficile test 
result in the preceding 7 days, stool samples which were 
received in the laboratory more than 48  h after emis-
sion, and samples from patients less than 2 years of age. 
A total of 468 stool samples were included in the study. 
Before resolution, the overall algorithm concordance was 
94.7 % (443/468) with 2.8 % true positive results (13/468), 
91.9 % true negative results (430/468), and 5.3 % (25/468) 
discordant results. The 25 discordant samples were sub-
jected to ETC (Table 1). Among the discordant samples, 
the DiaSorin algorithm showed 13 true positive, 4 true 
negative, 4 false positive and 4 false negative results after 
resolution. The sensitivity, specificity, positive and nega-
tive predictive values of the DiaSorin Liaison were 86.7, 
99.1, 86.7 and 98.1  % (Table  1), respectively. There was 
no significant difference for sensitivity and specificity 
between the DiaSorin and Meridian algorithm (90.0  %) 
using a molecular test (McNemar’s test, p = 0.72). More-
over, the DiaSorin algorithm exhibited a significantly 
higher sensitivity compared to that of Alere with toxi-
genic culture confirmation (60.0  %) and without confir-
mation (50.0  %). There was no significant difference in 
GDH results between the screening assays (CLIA and 
EIA): the overall concordance for GDH tests was 95.7 % 
with 15 % of positive results.

Since the algorithms were based on an initial GDH 
screening with no significantly different results observed, 
their performance was related to the part of the test 
confirming the toxins. As expected, the novel DiaSorin 
chemiluminescent algorithm has a high sensitivity indi-
cating that this sandwich ELISA-like test with enhanced 
signaling indeed compensates for the lack of sensitivity 
usually observed with EIA-based assays. Surprisingly, 
the overall performance of the DiaSorin algorithm was 
as high as the Meridian algorithm, already known to be 

Table 1 Clostridium difficile diagnostic test performances using enriched toxigenic culture as the reference standard

CLIA chemiluminescence, GDH glutamate dehydrogenase, EIA enzyme immunoassay, NAAT nucleic acid amplification test, CI 95 % confidence interval

(%) Sensitivity  
(95% CI)

(%) Specificity  
(95% CI)

Positive predictive  
value (%) (95% CI)

Negative predictive 
value (%) (95% CI)

DiaSorin algorithm = CLIA GDH + CLIA toxins A/B 86.7 (68.4–95.6) 99.1 (97.7–99.8) 86.7 (68.3–95.6) 98.1 (97.5–99.7)

Meridian algorithm = EIA GDH + NAAT for toxin gene 90.0 (72.3–97.8) 98.9 (97.4–99.5) 84.4 (66.5–94.1) 99.3 (97.8–99.8)

2-Step Alere algorithm = EIA GDH + EIA toxins A/B 50.0 (31.7–68.3) 99.5 (98.1–99.9) 88.2 (62.2–97.9) 96.7 (94.5–98.1)

3-Step Alere algorithm = EIA GDH + EIA toxins  
A/B + toxigenic culture

60.0 (40.7–76.7) 99.5 (98.1–99.9) 90.0 (66.8–98.2) 97.3 (95.2–98.5)
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very accurate. Combining this two-step algorithm with a 
confirmation test was not required. Moreover, tests that 
detect the presence of free C. difficile toxins in feces are 
significantly associated with clinical outcomes [10]. A 
retrospective chart review was performed for all the posi-
tive results of the DiaSorin algorithm. There was a good 
correlation with clinical pictures (Table 2).

The limitation of the study was the small number of 
positive cases rendering the estimation of sensitivity with a 
large confidence interval. Given the low incidence of CDI in 
this population, a larger number of specimens should have 
been evaluated. Choosing the right diagnostic approach 
is a matter of test accuracy, turnaround time, and cost for 
routine use in a clinical laboratory. In conclusion there is 
a good performance of the DiaSorin assay in comparison 
to the three other approaches. This method is sufficient for 
the diagnosis of CDI and there is no need for a confirma-
tion test because the sensitivity of the test is as high as the 
molecular method. This algorithm could replace the others.
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Chapitre 3. Etude multicentrique de l’impact de 
l’introduction d’un test de biologie moléculaire dans 
le diagnostic de l’infection à Clostridium difficile sur 
la politique de rejet des selles et sur leur taux de 
positivité dans 9 laboratoires d’analyses médicales 
du Sud-Ouest de la France. 
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Contexte 
 
 Le laboratoire de Bactériologie du CHU de Bordeaux a introduit un nouvel algorithme 

diagnostique pour les ICD en juin 2014. Cette modification a été apportée pour respecter les 

recommandations diagnostiques établies par les sociétés savantes et pour pallier au 

manque de sensibilité de la technique utilisée auparavant. Cet algorithme diagnostique est 

toujours utilisé aujourd’hui. Il s’agit de l’algorithme Meridian constitué d’un test de screening 

par EIA appelé ImmunoCard® C. difficile GDH (Meridian, Cincinnati, EU) suivi par un test de 

confirmation dont la technique est basée sur une PCR isothermique de type LAMP 

(illumigene®, Merdidian) détectant  l’îlot de pathogénicité PaLoc portant les gènes codant 

pour les toxines.  

 Le suivi des cas d’ICD au laboratoire a révélé une réduction du nombre de selles 

testées et une augmentation du pourcentage de cas positifs détectés. Nous nous sommes 

donc interrogés sur le rôle de l’introduction d’une technique de biologie moléculaire sur la 

politique de rejet des selles et le taux de résultats positifs observés. Nous avons décidé de 

mener une étude multicentrique en comparant l’impact de l’introduction d’un test de biologie 

moléculaire pour le diagnostic des infections à C. difficile. 

 Ces travaux ont fait l’objet d’un poster au 25ième congrès de l’European Society of 

Clinical Microbiology and Infectious Disease (25 au 28 avril 2015, Copenhague, Danemark). 
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Introduction 

C. difficile est l’une des premières causes d’infections associées aux soins dans le 

monde. Une infection à C. difficile (ICD) est définie par un tableau clinique compatible avec 

celui d’une ICD (diarrhées, iléus...) et la mise en évidence microbiologique d’un C. difficile 

toxinogène, c’est à dire producteur de toxines dans les selles ou d’une colite 

pseudomembraneuse (Crobach et al., 2009). 
De nombreux tests pour le diagnostic des ICD sont disponibles sur le marché et 

présentent des performances très variables. Les tests immuno-enzymatiques (EIA) sont 

largement utilisés par les laboratoires en raison de leur simplicité d’utilisation, leur faible coût 

et leur rapidité mais sont décrits comme ayant une faible sensibilité (Tenover et al., 2011). 

Depuis 2008, les tests de biologie moléculaire appelés NAAT pour Nucleic Acid Amplification 

Tests sont disponibles pour la recherche des gènes codant pour les toxines. Ces tests 

présentent une sensibilité de 84 à 94% (Eastwood et al., 2009) (Carroll, 2011) et permettent 

un résultat rapide par rapport à la culture toxigénique. Ils sont de plus en plus adoptés par 

les laboratoires, seuls ou en association avec d’autres tests dans des algorithmes 

diagnostiques, et ceci en accord avec les recommandations européennes de 2009.  

D’ailleurs, ces recommandations ainsi que de nombreuses publications ont 

également insisté sur les conditions de réalisation des analyses. Il est actuellement 

recommandé de rechercher C. difficile sur des selles uniquement diarrhéiques, chez un 

patient âgé de plus de trois ans (Committee on Infectious Diseases, 2013) (Enoch et al., 

2011), après au moins trois jours d’hospitalisation ou après un traitement antibiotique 

(Crobach et al., 2009). Il n’est pas recommandé de réaliser les tests sur des selles moulées 

(Crobach et al., 2009) et de répéter les recherches (Deshpande et al., 2011) (Cardona and 

Rand, 2008) (Mohan et al., 2006) (Cohen et al., 2010) (Nemat et al., 2009).  

Aujourd’hui aucune étude européenne ne décrit si ces recommandations sont bien 

adoptées par les laboratoires et quelle est leur politique de rejet des selles. Il est donc 

difficile de savoir si ces recommandations sont appliquées. L’enquête de prévalence 

EUropean, multi-centre, prospective bi-annual point prevalence study for Clostridium difficile 

infection in hospitalised patients with Diarrhoea (EUCLID) menée en Europe et notamment 

dans 70 établissements de santé français sur 2 jours en 2012 et 2013 a montré qu’entre 

4160 et 6935 cas d’ICD sur un an n’étaient pas diagnostiqués en France (Davies et al., 

2014). Cette étude a montré que plus d’un tiers des laboratoires ne recherche C. difficile que 

sur demande du clinicien. Parallèlement, l’étude de Dubberke et al. (Dubberke et al., 2011) a 

mis en évidence que la demande des cliniciens était inadaptée. En effet, 36% des 
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prescriptions se faisaient sur des selles non diarrhéiques et 19% après une prise de laxatif. 

Cette mauvaise prescription diminuerait la spécificité des tests.  

D’après ces données, certains laboratoires appliquent une politique d’acceptation et 

de rejet des selles inadaptée. 

Les résultats de l’étude EUCLID ont aussi mis en évidence la mauvaise performance 

des tests utilisés, qui serait responsable de 25% d’erreur diagnostique par laboratoire. Pour 

pallier à ce défaut, la technologie NAAT serait intéressante de par sa sensibilité et sa 

spécificité excellentes. L’étude de Cohen et al. (Cohen et al., 2010) a montré que son 

introduction était corrélée à une augmentation du taux de positivité des recherches de 

C. difficile toxinogène. 

Cependant, les résultats de NAAT doivent être interprétés avec précaution car ils ne 

détectent que les gènes codant pour les toxines et non les toxines libres. Ils ne permettent 

donc pas de différencier une ICD vraie d’un porteur asymptomatique.  

 

Face à ces constats, nous avons voulu savoir quel a été l’impact de l’introduction de 

la technologie  NAAT dans les laboratoires du Sud-Ouest de la France sur le taux de 

positivité des recherches de C. difficile toxinogène et sur le taux de rejet des échantillons non 

conformes par rapport à des laboratoires n’ayant pas changé de technique diagnostique 

entre 2013 et 2014. Nous avons également évalué si les résultats positifs en NAAT pour la 

recherche de C. difficile toxinogène correspondaient à un tableau clinique compatible avec 

une lCD. 
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Matériel et Méthodes 
 
 En octobre 2014, une enquête rétrospective multicentrique et comparative a été 

menée dans 12 laboratoires de centres hospitaliers du Sud-Ouest de la France réalisant la 

recherche de C. difficile. Nous avons comparé le taux de résultats positifs et la politique de 

rejet des selles entre les laboratoires qui avaient introduit un NAAT et ceux qui ne l’avaient 

pas fait. Nous avons comparé les données sur les périodes du 1er juin au 30 septembre 2013 

et du 1er juin au 30 septembre 2014.  

Un laboratoire ayant introduit la technologie NAAT est défini comme un laboratoire 

utilisant un NAAT en première, seconde ou troisième ligne dans un algorithme diagnostique. 

Un laboratoire sans NAAT est défini comme un laboratoire utilisant un autre test qu’un NAAT 

tel qu’un test EIA pour les toxines, pour la glutamate déshydrogénase (GDH) ou la culture 

toxigénique, seuls ou associés dans des algorithmes. Le questionnaire soumis comprenait 

(cf annexe) les tests utilisés en routine, le changement d’algorithme diagnostique et de 

politique de rejet des selles entre les deux périodes évaluées, le nombre de selles reçues et 

testées, les critères d’acceptation ou de rejet des selles, le nombre de selles testées et le 

nombre de résultats positifs. Le taux de positivité a été défini comme étant le rapport du 

nombre de selles positives sur le nombre total de selles testées. Le taux de rejet des selles a 

été défini par le nombre de selles testées sur le nombre de selles reçues au laboratoire. Le 

test statistique Chi2 a été utilisé pour évaluer les différences. 

Nous avons également évalué la corrélation entre les tests positifs obtenus en NAAT 

et une ICD vraie. Pour cela, une analyse rétrospective clinique des cas positifs a été 

demandée au laboratoire selon les critères de définition des ICD de l’ESCMID (Debast et al. 

CMI. 2014), à savoir la présence de diarrhée, d’iléus ou de mégacôlon toxique, l’observation 

d’une colite pseudomembraneuse à l’endoscopie digestive ou un diagnostic 

histopathologique de colite à C. difficile sur biopsie colique (avec ou sans diarrhée) lors 

d’une endoscopie, colectomie ou autopsie. 

 Dix des 12 laboratoires interrogés (83%) ont répondu à l’enquête. Les données d’un 

laboratoire n’ont pas été inclues en raison de l’introduction d’un test de biologie moléculaire 

avant 2013.  

  



Tableau 1. Nombre de selles testées pour la recherche de Clostridium difficile et taux de positivité entre les périodes tests de 2013 et 2014. 

Les valeurs présentées sont exprimées en nombre d’échantillon sur le total des échantillons rejetés ou testés (pourcentage). GDH, glutamate 

déshydrogénase par test immuno-enzymatique ; EIA, toxines libres par  test immuno-enzymatique  ; TC, culture toxigénique. Le test statistique utilisé 

est le Chi2. Les valeurs de p<0.05 sont considérées comme significatives. * non applicable. 

!
Laboratoire Algorithme diagnostique Nombre de selles rejetées  Nombre de résultats positifs 

2013 2014 2013 2014 p value 2013 2014 p value 

Laboratoires ayant introduit un NAAT 

A  GDH + EIA GDH + NAAT 10/133 (7,5)    34/137 (24,8) <0,001 9/123 (7,3) 10/103 (9,7) 0,52 

B  GDH + EIA GDH + NAAT 89/776 (11,5)   83/653 (12,7) 0,47 29/687 (4,1) 46/570 (8,1) 0,003 

C  GDH + EIA GDH + NAAT 0/244 (0,0)   30/314 (9,6) <0,001 21/244 (8,6) 20/284 (7,0) 0,50 

D  GDH + EIA + TC GDH + NAAT 0/225 (0,0)   0/193 (0,0) * 18/225 (8,0) 14/193 (7,3) 0,77 

Total 99/1378 (7,1) 147/1297 (11,3) <0,001 77/1279 (6,0) 90/1150 (7,8) 0,07 

Laboratoires n’ayant pas introduit de NAAT 

E  EIA GDH + EIA 6/42 (14,2) 13/44 (29,5) 0,88 2/42 (4,7) 6/31 (19,4) 0,09 

F  GDH + EIA GDH + EIA 0/73 (0,0) 0/85 (0,0) * 6/73 (8,2) 4/85 (4,7) 0,37 

G  GDH + EIA GDH + EIA 47/178 (26,4) 25/152 (16,4) 0,82 20/147 (13,6) 17/127 (13,4) 0,96 

H  GDH + EIA + TC GDH + EIA + TC 0/228 (0,0) 0/267 (0,0) * 12/228 (5,3) 8/267 (3,0) 0,20 

I  GDH + EIA + TC GDH + EIA + TC 23/211 (10,9) 5/162 (3,1) 0,008 17/188 (9,0) 11/157 (7,0) 0,49 

Total 76/648 (11,7) 43/710 (6,1) <0,001 57/678 (8,4) 46/667 (6,9) 0,30 

!
!

Tableau 2.  Réponses des laboratoires concernant les critères de rejet ou d’acceptation des selles pour la recherche de Clostridium difficile du 

1er juin au 30 septembre 2013 (A) et du 1er juin au 30 septembre 2014 (B). Les lettres représentent les laboratoires ayant répondu au 

questionnaire. 

A 

B
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Résultats  
 

Entre le 1er juin et le 30 septembre 2013, aucun des 9 laboratoires inclus n’était 

équipé de tests moléculaires pour la détection de C. difficile (Tableau 1). Un algorithme en 1 

ou 3 temps incluant la recherche de la GDH, des toxines A et B par EIA et la culture 

toxigénique avec recherche des toxines libres par EIA sur les colonies était utilisé. Après 

septembre 2013, 4 des 9 laboratoires (45%) ont introduit un NAAT en deuxième intention 

dans des algorithmes en 2 temps. L’algorithme utilisé était le même pour ces 4 laboratoires. 

Il s’agissait de l’algorithme Meridian constitué d’un test de screening avec la détection de la 

GDH par EIA (ImmunoCard® C. difficile GDH (Meridian, Cincinnati, EU) suivi d’un test de 

confirmation par la détection de l’îlot de pathogénicité PaLoc portant les gènes codant pour 

les toxines, basé sur une PCR isothermique de type LAMP ('Loop-mediated isothermal 

amplification') (illumigene®, Meridian). Parmi les laboratoires n’ayant pas introduit de NAAT, 

seul un a modifié sa pratique en réalisant un algorithme en 2 temps GDH-EIA puis toxines-

EIA alors que seule la recherche de toxines libres par EIA était réalisée précédemment.  

Dans les 5 laboratoires n’ayant pas adopté de NAAT, une diminution significative du 

taux de selles rejetées a été observée entre 2013 et 2014 : 11,7% (76/648) ont été rejetées 

en 2013 contre 5,1% (43/710) en 2014 (Tableau 1) sans modification les critères 

d’acceptation ou de rejet des selles (Tableau 2). Par ailleurs, dans les 4 laboratoires qui ont 

introduit un NAAT, le taux de selles rejetées a significativement augmenté avec 7,1% 

(99/1378) en 2013 et 11,3% (147/1297) de selles rejetées en 2014 (Tableau 1). Les 

laboratoires A et C ayant introduit un NAAT ont particulièrement augmenté leur taux de rejet 

car ils ont modifié leur politique de rejet entre les deux périodes de l’étude. En effet, ces 2 

laboratoires ne réalisent plus la recherche de C. difficile uniquement sur demande des 

cliniciens. Ils n’acceptent plus de tester les selles d’un patient ayant eu un test positif pour 

une recherche de C. difficile dans les 7 jours et de répéter les test à 48 h.! 
 Le pourcentage de résultats positifs ne présentait pas de différence significative dans 

les laboratoires n’ayant pas introduit de NAAT avec 8,4% (57/678) en 2013 et 6,9% (46/667) 

en 2014 de tests positifs. Pour les 4 laboratoires ayant introduit la NAAT, le pourcentage de 

résultats positifs n’était pas statistiquement significatif (p=0.07) entre 2013 et 2014 avec 

respectivement 6,0% (77/1279) et 7,8% (90/1150) de résultats positifs obtenus. Seul le 

laboratoire B ayant effectué le plus grand nombre de tests a significativement augmenté le 

taux de positivité avec un pourcentage de 4,1% (29/687) en 2013 et 8,1% en 2014 (46/570).   

 Nous avons évalué rétrospectivement la corrélation entre les tests positifs obtenus en 

NAAT avec le tableau clinique présenté par le patient. Soixante dix patients sur 73 (95,8%) 



Tableau 3. Corrélation entre les résultats positifs obtenus en NAAT et un tableau clinique en 

faveur d’une ICD entre le 1er juin et le 30 septembre 2014 dans les 4 laboratoires ayant 

introduit un NAAT. Les critères de définition d’une ICD sont : présence de diarrhée, d’iléus 

ou de mégacôlon toxique, observation d’une colite pseudomembraneuse à l’endoscopie 

digestive ou diagnostic histopathologique de colite à Clostridium difficile sur biopsie colique 

(avec ou sans diarrhée) lors d’une endoscopie, colectomie ou autopsie (Debast et al. CMI. 

2014). 

 

 

Laboratoire  Nombre 

de résultat 

positif en 

NAAT 

Nombre de 

patients 

Nombre de patients présentant 

un critère clinique en faveur 

d’une ICD (%) 

A  10 9 9 (100) 

B  46 41 39 (95) 

C  20 15 14 (93) 

D 14 8 8 (8) 

Total 90 73 70 (95) 

 

 

!
!



!

! 71!

ayant eu un NAAT positif avaient un tableau clinique compatible avec celui d’une ICD 

(Tableau 3). 
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Conclusion et discussion 
 
 

En modifiant leur politique de rejet des selles les laboratoires ayant introduit un NAAT 

entre les deux périodes de l’étude ont significativement augmenté leur taux de refus des 

échantillons. Il faut noter que de nouvelles recommandations européennes (Debast et al., 

2014) sur le diagnostic biologique des ICD sont parues entre ces deux périodes. Il semblerait 

qu’elles aient été plus particulièrement adoptées par les laboratoires ayant introduit un 

NAAT. Ce constat peut s’expliquer par le fait que l’installation d’une nouvelle technique 

nécessite la formation et une remise à niveau du personnel du laboratoire ainsi qu’une 

sensibilisation des cliniciens. De plus, le coût de la technique étant plus élevé, une politique 

plus restrictive des échantillons à tester est souvent menée.  

Celle-ci s’avère payante car elle est associée à une augmentation du taux de 

résultats positifs notamment pour le laboratoire effectuant le plus grand nombre de 

recherches. Ce constat est en faveur d’une meilleure recherche des ICD. En effet, l’étude de 

Davies et al. (Davies et al., 2014) a montré que plus d’un tiers des laboratoires français 

recherchaient une ICD uniquement sur demande du clinicien ce qui engendrait un sous 

diagnostic de la maladie. L’introduction de méthodes plus performantes est en faveur d’un 

meilleur diagnostic des ICD qui a été décrit comme sous-estimé en raison de l’utilisation de 

tests de faible sensibilité par Davies et al.  

Une bonne corrélation entre un résultat positif obtenu en NAAT et un tableau clinique 

en faveur d’une ICD a été observée. Cependant, Planche et al (Planche et al., 2013) ont 

suggéré que la présence des toxines libres définit mieux une ICD vraie ou une ICD sévère 

que la mise en évidence d’une souche toxinogène effectuée par biologie moléculaire. En 

effet, cette étude prospective, multicentrique a montré que la présence de toxines libres est 

significativement associée à une évolution défavorable avec une augmentation des globules 

blancs et un taux de mortalité plus élevé par rapport à la recherche des souches 

toxinogènes. Il a aussi été mis en évidence que les patients ayant seulement une souche 

toxinogène ne différaient pas en termes de mortalité et d’hyperleucocytose de la population 

indemne d’ICD. Notons que les critères définissant l’ICD vraie ne sont pas les mêmes entre 

notre étude et celle de Planche et al . En effet, ces derniers  se sont basés sur des éléments 

biologiques pour définir la gravité de l’ICD alors que nous avons utilisé les critères cliniques 

définis par les recommandations européennes (Crobach et al., 2009). 

Les laboratoires qui n’ont pas introduit de NAAT n’ont pas modifié leur politique de 

refus et d’acceptation des échantillons avec notamment deux laboratoires acceptant tous les 
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échantillons. La diminution du taux de rejet des selles dans les 5 laboratoires n’ayant pas 

introduit de NAAT n’est pas expliquée. Un laboratoire ayant introduit un NAAT réalisait la 

recherche de C. difficile sur toutes les selles transmises au laboratoire pendant les deux 

périodes de l’étude. Cette politique n’a pas été associée à une augmentation du taux de 

résultats positifs malgré le test plus sensible. Ceci suggère que l’introduction des tests NAAT 

doit être corrélée à une politique plus rigoureuse de sélection des échantillons traités pour 

améliorer le diagnostic des ICD.  

Seul le laboratoire B (Tableau 1) a vu son taux d’ICD doubler entre les deux périodes 

de l’étude parmi les laboratoires ayant introduit un NAAT. Cette augmentation de l’incidence 

est en accord avec l’étude de Fong et al. (Fong et al., 2011) qui retrouve une incidence de 

10,3 cas d’ICD pour 10 000 patients /j en PCR versus 4,9 par l’EIA (p<0,01) et avec celle de 

Longtin et al. (Longtin et al., 2013) qui trouve une augmentation de 50% des cas d’ICD lors 

de l’utilisation d’une PCR par rapport à un algorithme comprenant EIA-GDH suivi d’une 

culture toxigénique. Cette augmentation dans un seul des laboratoire ayant introduit un 

NAAT peut s’expliquer par le fait qu’il y ait une corrélation entre la densité de prescription et 

l’incidence des ICD. Dans notre étude, il s’agit du laboratoire traitant le plus grand nombre 

d’échantillons. 

L’incidence moyenne des ICD est de 3,6 pour 10 000 patients-jours (Eckert et al., 

2013) mais elle peut varier d’un facteur 10 entre les ES. Cette variation dépend 

essentiellement de la fréquence des prescriptions et de la méthode diagnostique utilisée.  

Une limite de notre étude est le faible nombre d’échantillons évalués sur les périodes 

tests et la faible prévalence de l’ICD dans le Sud-Ouest de la France. Un allongement de la 

période d’étude et du nombre de sites inclus doit être envisagé.  

 

 

  





!

! 74!

 
Bibliographie  
 

Cardona, Diana M., and Kenneth H. Rand. 2008. “Evaluation of Repeat Clostridium difficile 

Enzyme Immunoassay Testing.” Journal of Clinical Microbiology 46 (11): 3686–89.  

 

Carroll, Karen C. 2011. “Tests for the Diagnosis of Clostridium difficile Infection: The next 

Generation.” Anaerobe, Highlights from Anaerobe 2010, 17 (4): 170–74. 

 

Cohen, Stuart H., Dale N. Gerding, Stuart Johnson, Ciaran P. Kelly, Vivian G. Loo, L. Clifford 

McDonald, Jacques Pepin, Mark H. Wilcox, Society for Healthcare Epidemiology of America, 

and Infectious Diseases Society of America. 2010. “Clinical Practice Guidelines for 

Clostridium difficile Infection in Adults: 2010 Update by the Society for Healthcare 

Epidemiology of America (SHEA) and the Infectious Diseases Society of America (IDSA).” 

Infection Control and Hospital Epidemiology 31 (5): 431–55.  

 

Committee on Infectious Diseases. 2013. “Clostridium difficile Infection in Infants and 

Children.” Pediatrics 131 (1): 196–200.  

 

Crobach, M. J. T., O. M. Dekkers, M. H. Wilcox, and E. J. Kuijper. 2009. “European Society 

of Clinical Microbiology and Infectious Diseases (ESCMID): Data Review and 

Recommendations for Diagnosing Clostridium difficile-Infection (CDI).” Clinical Microbiology 

and Infection: The Official Publication of the European Society of Clinical Microbiology and 

Infectious Diseases 15 (12): 1053–66.  

 

Davies, Kerrie A, Christopher M Longshaw, Georgina L Davis, Emilio Bouza, Frédéric 

Barbut, Zsuzsanna Barna, Michel Delmée, et al. 2014. “Underdiagnosis of Clostridium 

difficile across Europe: The European, Multicentre, Prospective, Biannual, Point-Prevalence 

Study of Clostridium difficile Infection in Hospitalised Patients with Diarrhoea (EUCLID).” The 

Lancet Infectious Diseases 14 (12): 1208–19.  

 

Davies, Kerrie A, Timothy D Planche, Pietro G Coen, and D. W. Crook. 2012. “The Largest 

Ever Study to Define a Testing Algorithm to Optimise the Laboratory Diagnosis of C. Difficile 

Infection,” April. 

 

Debast, S.B., Bauer, M.P., Kuijper, E.J., European Society of Clinical Microbiology and 





!

! 75!

Infectious Diseases, 2014. European Society of Clinical Microbiology and Infectious 

Diseases: update of the treatment guidance document for Clostridium difficile infection. Clin. 

Microbiol. Infect. Off. Publ. Eur. Soc. Clin. Microbiol. Infect. Dis. 20 Suppl 2, 1–26.  

 

Deshpande, Abhishek, Vinay Pasupuleti, Preethi Patel, Gati Ajani, Geraldine Hall, Bo Hu, 

Anil Jain, and David D. K. Rolston. 2011. “Repeat Stool Testing to Diagnose Clostridium 

difficile Infection Using Enzyme Immunoassay Does Not Increase Diagnostic Yield.” Clinical 

Gastroenterology and Hepatology: The Official Clinical Practice Journal of the American 

Gastroenterological Association 9 (8): 665–69.e1.  

 

Dubberke, Erik R., Zhuolin Han, Linda Bobo, Tiffany Hink, Brenda Lawrence, Susan Copper, 

Joan Hoppe-Bauer, Carey-Ann D. Burnham, and William Michael Dunne. 2011. “Impact of 

Clinical Symptoms on Interpretation of Diagnostic Assays for Clostridium difficile Infections.” 

Journal of Clinical Microbiology 49 (8): 2887–93.  

 

Eastwood, K., P. Else, A. Charlett, and M. Wilcox. 2009. “Comparison of Nine Commercially 

Available Clostridium difficile Toxin Detection Assays, a Real-Time PCR Assay for C. Difficile 

tcdB, and a Glutamate Dehydrogenase Detection Assay to Cytotoxin Testing and 

Cytotoxigenic Culture Methods.” Journal of Clinical Microbiology 47 (10): 3211–17.  

 

Eckert, C., B. Coignard, M. Hebert, C. Tarnaud, C. Tessier, A. Lemire, B. Burghoffer, D. 

Noel, F. Barbut, and ICD-Raisin Working Group. 2013. “Clinical and Microbiological Features 

of Clostridium difficile Infections in France: The ICD-RAISIN 2009 National Survey.” 

Médecine Et Maladies Infectieuses 43 (2): 67–74.  

 

Enoch, David A., Matthew J. Butler, Sumita Pai, Sani H. Aliyu, and J. Andreas Karas. 2011. 

“Clostridium difficile in Children: Colonisation and Disease.” Journal of Infection 63 (2): 105–

13.  

 

Fong, Kimberlee S., Cynthia Fatica, Geraldine Hall, Gary Procop, Susan Schindler, Steven 

M. Gordon, and Thomas G. Fraser. 2011. “Impact of PCR Testing for Clostridium difficile on 

Incident Rates and Potential on Public Reporting: Is the Playing Field Level?” Infection 

Control and Hospital Epidemiology 32 (9): 932–33.  

 

Longtin, Yves, Sylvie Trottier, Gilles Brochu, Bianka Paquet-Bolduc, Christophe Garenc, 

Vilayvong Loungnarath, Catherine Beaulieu, Danielle Goulet, and Jean Longtin. 2013. 

“Impact of the Type of Diagnostic Assay on Clostridium difficile Infection and Complication 





!

! 76!

Rates in a Mandatory Reporting Program.” Clinical Infectious Diseases: An Official 

Publication of the Infectious Diseases Society of America 56 (1): 67–73.  

 

Mohan, Sowjanya S., Brian P. McDermott, Subha Parchuri, and Burke A. Cunha. 2006. 

“Lack of Value of Repeat Stool Testing for Clostridium difficile Toxin.” The American Journal 

of Medicine 119 (4): 356.e7–8.  

 

Nemat, Hashim, Rabia Khan, Muhammad Salman Ashraf, Mandeep Matta, Shahin Ahmed, 

Barbara T. Edwards, Roshan Hussain, et al. 2009. “Diagnostic Value of Repeated Enzyme 

Immunoassays in Clostridium difficile Infection.” The American Journal of Gastroenterology 

104 (8): 2035–41.  

 

Planche, Timothy D, Kerrie A Davies, Pietro G Coen, John M Finney, Irene M Monahan, 

Kirsti A Morris, Lily O’Connor, et al. 2013. “Differences in Outcome according to Clostridium 

difficile Testing Method: A Prospective Multicentre Diagnostic Validation Study of C Difficile 

Infection.” The Lancet Infectious Diseases 13 (11): 936–45.  

 

Tenover, Fred C., Ellen Jo Baron, Lance R. Peterson, and David H. Persing. 2011. 

“Laboratory Diagnosis of Clostridium difficile Infection.” The Journal of Molecular 

Diagnostics&: JMD 13 (6): 573–82.  

 

 

  





 

DISCUSSION GENERALE ET PERSPECTIVES 
 

 

 

!





!

! 77!

Discussion générale et perspectives  
 

 

 

Depuis sa découverte en 1977, C. difficile demeure un problème de santé publique. Il 

était toujours le principal agent responsable de diarrhées nosocomiales aux Etats Unis en 

2008.  

Ces dernières années, l'incidence et la gravité des infections à C. difficile ont 

significativement augmenté en Amérique et en Europe avec l’émergence de nouveaux 

clones hyper virulents comme le 027. D’abord cloisonné aux infections nosocomiales chez 

des patients ayant subi des traitements antibiotiques, C. difficile a su s’adapter à son 

environnement et est maintenant responsable d’infections communautaires chez des sujets 

sains.  

Nous avons étudié et décrit cette capacité d’adaptation en tant que pathogène 

opportuniste. Bien que largement répendu dans l’environnement et dans la nourriture sous 

forme de spores ultra résistantes, C. difficile doit pour pouvoir se développer et devenir 

toxinogène attendre une altération du microbiote intestinal. Cette compréhension de la 

physiopathologie de l’infection ainsi que de la symbiose intestinale a permis de mieux 

appréhender la maladie et de développer des traitements alternatifs aux antibiotiques 

comme la transplantation fécale. 

C. difficile porte bien son nom. En effet, il a fallu des années avant d’isoler la bactérie 

que l’on savait responsable de CPM. A l’heure actuelle, cette difficulté persiste et ce, malgré 

la mise sur le marché de nombreux tests diagnostiques car aucun n’est assez sensible et 

spécifique pour être utilisé seul. Ceci est en partie dû à la physiopathologie de l’infection : C. 

difficile peut coloniser l’intestin sans être à l’origine de diarrhées chez des sujets appelés 

porteurs asymptomatiques. Il faut que la bactérie sécrète ses toxines pour être à l’origine 

d’une ICD. Un diagnostic rapide et fiable d’une ICD est primordial dans la lutte contre la 

propagation de la maladie car il permet un isolement du patient et des mesures d’hygiène 

optimales au sein des hôpitaux. Les tests de référence, la CTA et la CT sont trop longs et ne 

permettent donc pas cette prise en charge idéale.  Malgré le développement de tests rapides 

(moins d’une heure), le délai moyen de rendu de résultat en 2013 selon l’étude de Kundrapu 

(Kundrapu et al., 2013) était de 1,8 jours ce qui est inacceptable. Selon lui, une meilleure 

coordination entre équipe soignante, médicale et biologique, ainsi que de meilleurs délais 

d’acheminement sont nécessaires et à développer au sein de chaque ES. 

Les recommandations américaines et européennes s’accordent pour utiliser des 

algorithmes diagnostiques en deux ou trois temps. L’algorithme le plus répandu ces 
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dernières années dans les laboratoires était la détection dans les selles de la GDH par EIA 

en tant que screening, puis confirmation par la présence des toxines A/B par EIA. Rapide, 

peu coûteux cet algorithme n’est cependant pas assez sensible et est peut être responsable 

du fait que les ICD étaient sous diagnostiquées en France.   

Ce manque de sensibilité a été confirmé dans notre étude qui comparait cet 

algorithme à deux autres incluant de nouvelles techniques disponibles sur le marché. Le 

premier comporte un screening par la recherche de la GDH par l’EIA ImmunoCard® C. 

difficile GDH suivi par une technique LAMP pour la détection du gène tcdA (illumigene® 

Meridian, Cincinnati, EU). Le second par une détection de la GDH et des toxines A et B par 

CLIA (LIAISON® C. difficile Toxin A&B de chez Diasorin). Nos résultats ont montré la 

supériorité en terme de sensibilité et de spécificité de ces deux autres algorithmes. Celui 

utilisant la détection moléculaire a été adopté au sein de notre laboratoire en 2014 et dans 4 

autres de notre région. Cette généralisation de la PCR soulève un problème d’actualité : 

comment savoir si le gène des toxines A ou B détecté sécrète bien ces toxines et est bien 

corrélé avec la clinique ? Nous avons montré pendant cette étude qu’il existait une 

excellente corrélation entre une PCR positive et une ICD chez ces patients. Cependant, 

compte tenu de l’émergence de nouveaux clones, il n’est pas exclu que la zone du PaLoc 

détectée par cette technique ne mute, rendant les PCR faussement négatives. Comme nous 

l’avons vu, il a été montré que la détection des toxines libres était mieux corrélée avec la 

clinique d’une ICD. Ainsi, un nouvel algorithme a été proposé à savoir la détection des 

souches toxinogènes par PCR suivi d’une détection des toxines par EIA. Cet algorithme 

semble être le plus approprié actuellement mais avec le risque persistant de résultats 

faussement négatifs du au fait que la toxine peut être chélatée, dégradée dans les selles ou 

que la technique de détection ne soit pas assez performante. Il faut donc rester vigilant et 

garder un esprit critique sur ces tests. 

Parallèlement à l’adoption de la PCR,  les résultats de l’étude EUCLID ont été publiés 

en 2014 (Davies et al., 2014). Ils soulignent le fait que les ICD étaient sous diagnostiquées 

en France et que les prescriptions cliniques étaient inadaptées à cette époque (selles non 

diarrhéiques, patients sous laxatifs). Nous avons donc décidé de voir si cette problématique 

était aussi d’actualité dans notre région et d’étudier l’impact qu’a pu avoir l’introduction de 

cette méthode sur la politique de rejet des selles et sur le taux de positivité des ICD au sein 

de 9 laboratoires de notre région. Rétrospectivement, il s’est avéré que la politique de rejet 

des selles avant implantation de la PCR n’était pas optimale et ne suivait pas les 

recommandations de l’époque. Cependant, la parution de nouvelles recommandations 

parallèlement à l’introduction de la PCR dans ces laboratoires a permis une correction de 

cette politique avec un rejet plus important de selles et un meilleur ciblage.  Notre étude a 
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cependant manqué de puissance car elle n’a permis de montrer une augmentation du taux 

d’ICD que dans le laboratoire techniquant le plus de selles.  

En plus d’avoir des difficultés à mettre la bactérie en évidence, le traitement des ICD 

demeure complexe. Il convient avant de statuer sur tout traitement de différencier une 

première ICD des récidives de la maladie, mais aussi d’arrêter tout facteur favorisant, à 

savoir la prise d’antibiotiques.  

Largement utilisé, le métronidazole cède petit à petit sa place à la vancomycine et à 

la fidaxomicine. Cependant, le coût actuel de ce dernier antibiotique, limite son utilisation.  

Compte tenu du contexte actuel d’émergence de bactéries multi résistantes, l’utilisation des 

antibiotiques reste surveillée et le développement de traitements alternatifs est en cours 

comme la transplantation fécale ou la vaccination. 

Les mesures d’hygiène au sein des services cliniques doivent être strictement suivies 

pour limiter la propagation des spores et de la maladie. Des études sont à mener pour voir la 

ces recommandations sont bien appliquées et quel en est leur impact sur le nombre d’ICD. 

L’éducation du personnel soignant sur la physiopathologie, les règles d’hygiène et de 

prescription est aussi un enjeu majeur pour la prévention et la détection des ICD.  

Il ne faut pas oublier qu’une prescription modérée et ciblée des antibiotiques responsables 

de la dysbiose intestinale reste le principal moyen de lutte contre les ICD.  

 

En conclusion, cette thèse a permis de montrer que C. difficile et les infections dont il 

est responsable sont toujours un sujet d’actualité ainsi qu’un défi diagnostique et 

thérapeutique. 

!

!

!
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