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Introduction 

La mucoviscidose est une maladie génétique potentiellement grave, la plus fréquente 

dans la population caucasienne. Cette maladie touche entre 90 000 et 100 000 personnes dans 

le monde (1). L’incidence moyenne en Europe et en Amérique du Nord est de une naissance 

sur 3500 (2).  

Connue depuis le Moyen-âge, les médecins de l’époque observent déjà que les enfants 

ayant une peau « salée » ne survivent pas longtemps. « Malheur à l’enfant qui le baisé sur le 

front a un goût salé, il est envouté et bientôt doit mourir » (3). Ce n’est qu’en 1936 qu’un 

pédiatre Suisse Guido Fanconi, met un nom sur cette maladie : la fibrose kystique du pancréas 

et bronchectasie. Le nom de mucoviscidose est apparu une dizaine d’années plus tard grâce à 

l’observation d’une diffusion générale de mucus visqueux dans l’organisme. Mais il faudra 

attendre de nombreuses années avant de trouver la cause de cette maladie. En effet, c’est en 

1989 que le gène CFTR est identifié (4). 

Cette maladie touche de nombreux organes : poumons, pancréas, voies biliaires et tube 

digestif. L’atteinte pulmonaire diffère des autres atteintes viscérales, car elle est la principale 

cause de décès prématuré et le siège de complications infectieuses chroniques. Les patients 

ayant la mucoviscidose vont présenter des infections pulmonaires aigues et chronique 

provoquées par des bactéries, les plus communes étant Staphylococcus aureus, Pseudomonas 

aeruginosa et Stenotrophomonas maltophilia. Ils peuvent aussi présenter des infections 

pulmonaires à mycobactéries non tuberculeuses (MNT).  

Les infections à MNT chez les patients atteints de mucoviscidose ont été découvertes 

dans les année 1980 (5,6) mais étaient considérées comme rares. C’est après les années 1990 

que le nombre de cas de patients infectés a commencé à augmenter fortement avec des 

prévalences variant de 2 à 28% en fonction des régions étudiées (7). Les MNT les plus 

fréquentes en France et dans la plupart du monde sont Mycobacteroides abscessus complex et 

Mycobacterium avium complex. Ces infections sont difficiles à traiter et requièrent des 

traitements antibiotiques de longue durée. Les MNT sont des germes de l’environnement dont 

la transmission interhumaine est très controversée de nos jours. La croissance microbiologique 

des MNT est complexe et longue nécessitant une technique d’ensemencement particulière des 

prélèvements. 
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De nos jours, il n’existe pas de traitement curatif de la mucoviscidose, seulement des 

traitements symptomatiques. La greffe pulmonaire est le traitement de dernier recours. 

Cependant, des thérapies innovantes modulant le gène CFTR Semblent prometteuses. 

Depuis la création des CRCM (Centre de Ressources et de Compétences pour la 

mucoviscidose) et du dépistage néonatal obligatoire en 2002, la prise en charge de la 

mucoviscidose est plus précoce et mieux suivie permettant l’augmentation de l’espérance de 

vie et l’amélioration de la qualité de vie des patients.  

La première partie de cette thèse fait une mise au point épidémiologique sur la 

mucoviscidose et parle de la prise en charge de cette maladie de nos jours.  

La deuxième partie traite des mycobactéries non tuberculeuses chez les patients ayant 

la mucoviscidose. Elle intègre l’épidémiologie, la transmission, le diagnostic microbiologique 

avec une partie consacrée à l’identification au laboratoire ainsi que le traitement des MNT. 

Enfin la troisième partie expose l’objectif de cette thèse : l’évaluation d’un changement 

de méthodes de décontamination des expectorations de patients atteints de mucoviscidose pour 

la recherche de mycobactéries non tuberculeuses avec une exposition et analyse des résultats 

obtenus. 

Cette étude a été inspirée par à la mise en place du protocole national nommé 

CIMeNT (Epidémiologie et Caractéristiques Cliniques des Infections à Mycobactéries Non 

Tuberculeuses chez les patients atteints de mucoviscidose) en décembre 2019 au CHU de Caen. 

Ce protocole a pour but principal de déterminer la prévalence des MNT en France chez les 

patients ayant la mucoviscidose.  
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Partie I : La mucoviscidose 

 Epidémiologie  

 Généralités 

La mucoviscidose est une maladie génétique potentiellement grave la plus répandue 

dans la population d’origine caucasienne. Elle concerne 1 naissance sur 3500 en Europe (2). En 

France, il y a un gradient Nord-Sud avec une plus forte incidence dans le Nord (8). Cette 

maladie est présente dans tout le monde mais avec des incidences variables selon les régions. 

On la retrouve rarement en Afrique et en Asie (9) (figure1).  

 

Figure 1 : Données épidémiologiques sur l'incidence de la mucoviscidose en fonction l'origine ethnique des 

patients (10). 

Selon le registre français de la mucoviscidose de 2017 (11), 7114 patients ont été 

recensés (figure 2). Ce nombre était d’environ 1500 cas en 1992, ce qui signe une augmentation 

importante du nombre de malades.  

 

Figure 2 : Evolution du nombre de patients ayant la mucoviscidose depuis 1992 (11). 
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Initialement désignée comme une maladie infantile (82,2% des sujets malades en 1992 

étaient des enfants), la mucoviscidose de nos jours atteint aussi bien les patients adultes 

qu’enfants. En effet, en 2017 les adultes représentent 55,9% des sujets malades et les enfants 

44,1% comme nous le montre la figure 2.  

On peut trouver plusieurs explications à cette augmentation du nombre de cas totaux et 

du nombre d’adultes : 

- la réalisation du diagnostic néonatal permet une prise en charge précoce des patients 

atteints de la mucoviscidose. 

- le développement de thérapies innovantes et l’accès à la transplantation pulmonaire 

améliorent le pronostic des patients.  

- le nombre de patients diagnostiqués tardivement à l’âge adulte (forme clinique modérée 

de la mucoviscidose) a augmenté (12). 

Le nombre de patients âgés de plus de 40 ans est sans cesse en augmentation avec un 

taux à 11,9% en 2017. L’âge moyen de cette pathologie est de 22,3 ans en 2017 (11). 

 Prévalence 

La prévalence de la malade diffère selon les régions comme on peut le voir sur la carte 

ci-dessous. Le Bretagne possède un taux de prévalence élevé à la différence de la zone 

Parisienne ou du Sud-Ouest de la France (figure 3). Pour la Basse-Normandie, la prévalence est 

très hétérogène : elle est élevée dans le Calvados,  modérée dans l’Orne et faible dans la Manche 

(11) (figure 3).  

 

Figure 3 : Prévalence de la mucoviscidose par département (nombre de patients pour 100 000 habitants)(11). 
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 Mortalité et espérance de vie 

Une meilleure prise en charge des patients malades grâce à un dépistage néonatal 

précoce systématique depuis 2002 ainsi que l’apparition de nouvelle thérapeutique a fait baisser 

le nombre de décès dû à la mucoviscidose. Comme on peut le voir sur la figure 4, le taux brut 

de mortalité atteint son maximum à 19 pour 1000 patients en 2001 puis baisse jusqu’à 8,1 pour 

1000 patients en 2017. Cette année-là, il y a eu 56 décès répertoriés pour un âge moyen de 35 

ans (en 2009, âge moyen de décès était de 23,5 ans) (11). 

 

Figure 4 : Nombre de décès dans l'année, évolution depuis 1992 (11). 

En parallèle, l’espérance de vie de ces patients a beaucoup augmenté. En effet, en 1965, elle 

est de seulement 7 ans alors que depuis 2014, elle est passée à plus de 50 ans (13).  

 Génétique 

 Transmission 

La mucoviscidose est une maladie génétique à transmission autosomique récessive. Il 

faut donc hériter de deux allèles mutés pour être malade. Il existe donc des porteurs sains 

hétérozygotes, qui représente 4% de la population générale occidentale (13). Pour un couple 

sain hétérozygote à chaque grossesse le risque statistique est :  

- ¼ enfant malade 

- ¼ enfant indemne non hétérozygote 

- ½ enfant hétérozygote sain 
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 Gène 

La mucoviscidose est due à une mutation dans le gène CFTR (Cystic Fibrosis 

Transmembrane conductance Regulator) qui se trouve sur le bras long du chromosome 7, plus 

précisément dans la région 7q31. Ce gène a une taille de 250 kilobases avec 27 exons (14). Il 

code pour une protéine transmembranaire CFTR qui a pour fonction principale le transport du 

chlore et du sodium à travers la membrane cellulaire (4). 

 Protéine 

La protéine CFTR se trouve sur la membrane apicale de l’ensemble des cellules 

épithéliales de l’organisme : intestin, pancréas, vésicule biliaire, bronches, glandes sudoripares 

et appareil génital. C’est un transporteur ATP-Binding Cassette (ABC) qui a de nombreuses 

fonctions (15).  

Sa fonction principale est le transport actif vers l’extérieur de la cellule du chlore et du 

sodium grâce à l’ATP (adénosine triphosphate) comme source d’énergie, en échange d’ion 

bicarbonate. Lors de la fixation de la molécule d’ATP sur un domaine de la protéine, un 

changement de sa conformation se produit, le canal s’ouvre et laisse sortir les ions chlore. 

La mutation de cette protéine chez les patients atteints de la mucoviscidose provoque 

un excès de chlore dans les cellules ce qui empêche la sortie passive d’eau. Chez ces patients, 

les sécrétions et le mucus se déshydratent, leurs viscosités augmentent et s’accumulent alors 

dans les bronches, le pancréas et le foie. Il faut noter que dans les glandes sudoripares, le 

mécanisme de transport des ions est inversé. Ainsi, chez les patients malades, le chlore reste à 

l’extérieur de la cellule car le transport est défectueux (10). La concentration en chlore dans la 

sueur chez les patients atteints est plus élevée que chez les sujets sains. C’est pourquoi on parle 

depuis le Moyen-âge de baisé salé et que de nos jours, le test à la sueur est réalisé pour confirmer 

une mucoviscidose.  

Cette protéine CFTR possède aussi d’autres fonctions comme la régulation du pH 

intracellulaire avec le transport d’ions bicarbonates, la stimulation de l’endocytose et de 

l’exocytose, la régulation de la sécrétion de glycoprotéines et de mucines, le transport de l’ATP 

et du glutathion et enfin la régulation de certaines cytokines pro ou anti-inflammatoires (16). 

 Mutations 

De nos jours, on dénombre plus de 2000 mutations du gène CFTR dans le monde (17). 

La mutation la plus fréquemment retrouvée est la F508del retrouvée chez 83,4% des patients 
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malades en France, la moitié étant des mutations homozygotes, c’est-à-dire présentes sur les 

deux allèles des patients (11). C’est aussi la mutation la plus présente dans les pays européens 

avec un pourcentage de 85% dont 46% d’homozygote et 39% d’hétérozygote (18). Cette 

mutation correspond à la délétion d’un acide aminé, la phénylalanine, en position 508 de la 

protéine. Elle a été décrite pour le première fois en 1989 (4).  

Selon la zone géographique, il y a une hétérogénéité dans la répartition des mutations 

en France et entre les pays. On retrouve la mutation deltaF508 plus souvent dans le Nord que 

dans le Sud de la France. Par contre, les mutations G542X, N1303K, R334W, 711+1G>T et 

1717-1G>A sont le plus retrouvées dans la région Sud de la France (8,9). Une étude américaine 

et une étude européenne ont montré que certaines mutations génétiques du gène CFTR sont 

propres à certaines ethnies ou zones géographiques (ex : p.S1255X : Africain-Américain, 

p.G178R : Caucasien et p.Q890X : Hispanique, R1162X : en Algérie, R1066C au Portugal et 

1078delT en Angleterre) (19,20). 

Il existe une classification des principales mutations du gène CFTR étudiées dans de 

nombreuses études et représentées dans le figure 5 ci-dessous (cette figure est non exhaustive) 

(10,21–26). Ainsi, les mutations sont divisées en six classes en fonction des impacts sur la 

synthèse ou sur la fonctionnalité de la protéine. 

 

Figure 5 : Classification des mutations du gène CFTR (23). 

Les classes 1, 2 et 3 sont constituées de mutations sévères c’est-à-dire qui provoquent 

des signes cliniques sévères car l’activité de la protéine CFTR est totalement absente ou très 
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faible. Les classes 4, 5 et 6 présentent des mutations ayant un effet plutôt modéré sur le 

phénotype des patients (10,27). 

 Corrélation génotype-phénotype 

Il existe différentes formes cliniques de la mucoviscidose corrélées avec le type de 

mutations présentes chez les patients (28,29). 

- Mucoviscidose dite « classique » : l’insuffisance pancréatique et l’atteinte pulmonaire 

sont sévères. Le diagnostic se fait sur la présence d’au moins un signe clinique et une 

concentration en chlore lors du test à la sueur ≥ 60 mmol/L. Les signes digestifs sont 

marqués avec un retard staturo-pondéral et une infertilité chez les hommes. 

Généralement une mutation sévère est présente sur chaque allèle.  La maladie est de 

découverte précoce car le plus souvent ces patients possèdent des mutations 

homozygotes (souvent deltaF508del) (30). 

- Mucoviscidose dite « modérée » : la fonction pancréatique est conservée et l’atteinte 

respiratoire est moins marquée. Le test à la sueur est normal ou intermédiaire avec une 

concentration en chlore < 30 mmol/L ou entre 30 et 60 mmol/L. Soit une mutation 

sévère et modérée est présente sur chaque allèle soit on retrouve deux mutations 

modérées. La maladie se révèle plus tardivement. 

La corrélation entre génotype et phénotype est montrée dans certaines études. Elles 

montrent que les patients homozygotes pour la mutation delta F508del ont des diagnostics plus 

précoces, souvent une atteinte pancréatique, une augmentation de la concentration en chlore 

pour le test à la sueur et une atteinte respiratoire prédominante à la différence des sujets 

hétérozygotes pour la mutation deltaF508 (31). 

Parfois selon le génotype, le phénotype est influencé. Certaines mutations semblent 

avoir plus de conséquences sur l’atteinte de la fonction pancréatique et respiratoire, la durée de 

survie, l’âge de diagnostic et la concentration en chlore lors du test à la sueur (32,33). Deux 

études de  McKone montrent que les génotypes à haut risque (1,2 et 3) décèdent beaucoup plus 

tôt que ceux à faible risque (4 et 5) : 24,2 ans de moyenne contre 37,6 ans (p<0,001) (34,35). 

Cette différence semble expliquée par une diminution de la fonction respiratoire et une 

insuffisance pancréatique précoce, un plus mauvais statut nutritionnel et une colonisation 

respiratoire plus fréquente à Pseudomonas aeruginosa (34). 

Cependant, la littérature suggère que l’expression clinique peut être influencée par 

d’autres facteurs comme l’environnement et les traitements. Il reste difficile de prédire la 
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gravité de la maladie uniquement à partir de mutations retrouvées à cause d’une grande 

variabilité clinique de la maladie (25,33,36,37). 

 Dépistage et diagnostic 

 Dépistage néonatal  

Le dépistage néonatal (DNN) existe depuis les années 1960 mais permettait de 

diagnostiquer une seule maladie : la phénylcétonurie. Ce n’est que depuis 2002 qu’il permet 

aussi le diagnostic de la mucoviscidose. Il est systématiquement pratiqué chez les nouveau-nés 

de nos jours. Les cinq maladies génétiques recherches sont : la mucoviscidose, la 

phénylcétonurie, la drépanocytose, l’hyperplasie des surrénales et l’hypothyroïdie congénitale. 

Cette recherche s’effectue au troisième jour de vie de l’enfant grâce à l’utilisation d’une goutte 

de sang prise au talon du nouveau-né et apposée sur buvard Guthrie. Le consentement parental 

pour la recherche de mutations génétiques est aussi demandé lors de ce test pour pouvoir réaliser 

une recherche plus approfondie si le dosage sanguin de trypsine immuno-réactive se révèle 

augmenté (28). 

 TIR  

Le dosage de la Trypsine Immuno-Réactive (TIR) est réalisé en première intention pour 

la recherche de la mucoviscidose lors du DNN. La TIR est un ensemble de molécules 

apparentées à une enzyme pancréatique. C’est en 1979 que son élévation a été remarquée chez 

les patients atteints de la mucoviscidose (38). Ce dosage peut se faire grâce à deux techniques : 

soit par technique radio-immunologique (RIA-gnost® Trypsin Neonatal, CIS bio International, 

France), soit par technique immuno-fluorimétrique (AutoDelfia® Neonatal IRT kit, 

PerkinElmer, Finland). L’augmentation de la TIR est due à une obstruction in utero de canaux 

pancréatiques par amas de protéines qui génère un relargage d’enzymes dans le sang. 

Cependant cette molécule n’est pas spécifique de la mucoviscidose. Elle est augmentée 

aussi dans les anomalies pancréatiques durant la vie fœtale et ainsi que dans les premiers mois 

de vie chez les prématurés. C’est pourquoi il est nécessaire de réaliser une étude génétique si le 

dosage est augmenté.  

Si le dosage est ≥ 55 µg/L, un second dosage est réalisé sur le même buvard Guthrie du 

troisième jour. Si la moyenne des deux dosages est ≥ 65 µg/L, une recherche des mutations du 

gène CFTR sera réalisée. 
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 Etudes génétiques 

L’étude génétique permet de mettre en évidence 29 mutations du gène CFTR les plus 

communes (suppression de la mutation R117H en 2015 en France car elle est souvent associée 

à un variant d’épissage normal T7). Elle nécessite le consentement éclairé signé des parents. Ce 

génotypage est réalisé grâce par le kit CF30v2 Elucigene® CF30 Orchid ARMS (39). 

Si le patient présente une ou deux mutations du gène CFTR, il sera envoyé au CRCM 

(Centre de Ressources et de Compétences pour la Mucoviscidose) où un test à la sueur sera 

réalisé pour confirmer ou infirmer le diagnostic.  

Si aucune mutation n’est retrouvée mais que le taux de TIR initial était élevé (≥ 100 

µg/L à J3), un nouveau dosage de TIR sera réalisé à 21 jours de vie.  A J21, si le taux est ≥ 40 

µg/L, un test à la sueur sera effectué.  

Si aucune mutation n’est retrouvée alors que le dosage initial de la TIR était entre 65 et 

100 µg/L, on arrête les investigations car le patient est considéré comme non malade. 

L’augmentation modérée de la TIR peut s’expliquer par une immaturité pancréatique à la 

naissance, résolutive spontanément par la suite. 

 Test à la sueur 

Le test à la sueur est une technique qui permet de connaitre la production de sueur donc 

de chlore chez les patients. Ce test se déroule en trois phases : la stimulation des glandes 

sudoripares par iontophorèse à la pilocarpine, le recueil de la sueur et le dosage de la 

concentration en chlore (39). Ce test permet en France de confirmer si un patient est bien atteint 

de mucoviscidose.  

Ce test est à faire minimum deux semaines après la naissance (quantité minimale de 

sueur : 15 µL). L’étude de Richard et al. a montré que la concentration en chlore était plus forte 

si le patient présente deux mutations que s’il présente une mutation ou pas de mutation. (40)  

On parle d’une augmentation anormale de la production de chlore lorsque la 

concentration en chlore est ≥ 60 mmol/L (40).  

Si le patient a initialement à J3 une augmentation du taux de TIR, une ou 2 mutations 

du gène CFTR et un test à la sueur positif, le diagnostic de mucoviscidose est confirmé (29).  

Si le dosage de chlore est < 30 mmol/L, le patient n’est pas atteint de la mucoviscidose 

même s’il présente une mutation.  
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En revanche, si le patient présente deux mutations, il est considéré comme atteints : il 

existe de très rares cas où le dosage peut être normal même si le patient possède deux allèles 

mutés.  

Il existe une zone grise entre 30 et 59 mmol/L, celle-ci nécessite des examens 

complémentaires : 

- 2ème test à la sueur (6 à 24 mois plus tard) 

- recherche d’autres mutations moins communes (39) 

- exploration pulmonaire et gastro-intestinale (36,41).   

La valeur seuil est de 30 mmol/l chez le nourrisson mais de 40 mmol/L chez les enfants. 

 Organigramme 

Cette figure 6 représente schématiquement le déroulement du dépistage de la 

mucoviscidose au laboratoire. 

 

Figure 6 : Organigramme du dépistage néonatal de la mucoviscidose (42). 
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 Dépistage prénatal  

Ce dépistage est utile pour les familles ayant déjà eu un enfant atteint de la  

mucoviscidose ou pour des parents connaissant leur hétérozygotie pour la mucoviscidose ou 

encore lorsque la maladie est suspectée lors d’une échographie : intestin hyperéchogène ou 

aspect de péritonite méconiale. On peut ainsi faire le diagnostic par une biopsie des villosités 

choriales par voie transabdominale à partir de 12 semaines d’aménorrhée. Il est aussi possible 

de faire un dosage des isoenzymes de la phosphatase alcaline dans le liquide amniotique par 

amniocentèse à partir de 16 semaines d’aménorrhée. Si les résultats sont en faveur d’un fœtus 

porteur de la mucoviscidose, les parents peuvent demander une interruption médicale de 

grossesse (28).  

Le DPNI (Dépistage Prénatal Non Invasif) est une alternative aux deux techniques 

précédentes présentant un risque de fausse-couche. Cette technique permet d’étudier l’ADN 

fœtal à partir du sang maternel. 

 Diagnostic 

Avant l’arrivée du diagnostic néonatal, c’est la clinique qui permettait de poser le 

diagnostic de mucoviscidose. Les principaux symptômes de découverte sont les diarrhées 

chroniques, iléus méconial, le retard de croissance ou encore les symptômes respiratoires (rares 

en début de vie). 

Le diagnostic néonatal (avant 6 semaines de vie) est la principale cause de découverte 

de la maladie de nos jours (11). La plupart des diagnostics sont posés avant l’âge de 1 an mais 

il peut y avoir des diagnostics tardifs après 20 ans. Ces diagnostics tardifs concernent 

principalement les patients ayant une forme modérée de la maladie et peuvent être découvert 

au cours par exemple d’un bilan d’infertilité.  

 Symptômes 

C’est une maladie qui touche de nombreux organes mais la mortalité est principalement 

due à l’atteinte respiratoire avec des toux chroniques et épuisantes évoluant vers une 

insuffisance respiratoire chronique. Les enfants ayant la mucoviscidose ont souvent un retard 

de croissance. Ces patients présentent également des troubles digestifs avec une occlusion 

intestinale précoce nommée iléus méconial et des stéatorrhées. 
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 Atteinte digestive  

L’iléus méconial est un symptôme fréquent chez les nouveau-nés atteints de 

mucoviscidose. C’est le signe le plus précoce de la mucoviscidose. Il est présent chez 12,1% 

des nouveau-nés lors du diagnostic de la maladie (11). Il peut être diagnostiqué lors d’une 

échographie anténatale (image hyperéchogène) ou par radiographie de l’abdomen en néonatal. 

Un iléus méconial est une occlusion intestinale mécanique.  Le méconium (premières matières 

fécales liées à l’ingestion de liquide amniotique) est plus visqueux chez les nouveau-nés ayant 

la mucoviscidose ce qui entraine un arrêt de celui-ci dans l’iléon terminal. Il n’est donc pas 

éliminé correctement au cours des premières 24h comme attendu (43). L’étude de Padoan et al. 

en Italie montre que 82% des iléus méconiaux sont présents chez des patients ayant au moins 

une mutation F508del et que les mutations qui provoquent cette atteinte digestive sont de classes 

1, 2 ou 3 (44). Le risque de l’avoir est d’autant plus significatif lors que la mutation F508del 

est présente à l’état homozygote (45). Les patients auraient aussi un taux de TIR plus élevé 

initialement. Ce symptôme ne semble pas avoir d’effets péjoratifs sur le devenir du patient (46–

49). 

L’insuffisance pancréatique exocrine est présence chez 80,3% des patients ayant la 

mucoviscidose (11). Elle s’explique par l’obstruction des canaux excréteurs par les sécrétions 

pancréatiques acineuses riches en protéines due à des sucs pancréatiques appauvris en eau et 

bicarbonate. Cela entraine par la suite une baisse des enzymes pancréatiques et un syndrome de 

malabsorption des graisses. Les aliments ne sont plus absorbés correctement par l’intestin 

grêle : perte des calories et des aliments nutritifs. Les patients présenteront alors des 

stéatorrhées (diarrhées graisseuses) associées à une carence en vitamines liposolubles A, D, E 

et K entrainant un retard staturo-pondéral (50).  

Certains patients (28,9%) vont développer par la suite une insuffisance pancréatique 

endocrine avec un défaut de production d’insuline conduisant au diabète (11). Ainsi des 

contrôles glycémiques réguliers sont instaurés chez les patients atteint de la mucoviscidose pour 

instaurer un traitement rapidement (51). 

D’autres atteintes digestives moins fréquentes peuvent aussi affecter les patients comme 

le syndrome d’occlusion distale de l’intestin (SODI) qui se manifeste chez 3,6% des patients. 

C’est une accumulation de matière muco-fécal chez l’iléus terminal, ce qui entraine son 

obtruction. Les pancréatites aiguës plus rares, chez 1,3% des patients, et surviennent plutôt à 

l’âge adulte, surtout chez les phénotypes modérés (11,50). Elles sont dues à la précipitation des 
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sécrétions acineuses qui provoque des poussées de pancréatites aiguës et répétées (taux de 

récidive de 75%) (50).  

 Atteinte respiratoire  

Cette atteinte est présente dès le plus jeune âge et persiste à l’âge adulte. Elle est la cause 

de la majorité des décès dans la mucoviscidose. Les mécanismes physiopathologiques de cette 

atteinte sont exposés dans la figure 7.  Ils s’expliquent par une rétention intracellulaire de chlore 

entrainant une réabsorption de sodium et d’eau dans la cellule (numéros 3 et 4 dans la figure 

7). Ceci a pour effet de provoquer une déshydratation extracellulaire, plus précisément une 

déshydratation du liquide de surface bronchique et par conséquent une augmentation de la 

viscosité de ce liquide. C’est cette accumulation de mucus épais dans les voies respiratoires qui 

explique la symptomatologie respiratoire (numéro 5 dans la figure 7). 

 

Figure 7 : Mécanisme physiopathologique de l’atteinte pulmonaire chez les patient ayant la mucoviscidose (52). 

Ce mucus est le substrat qui va favoriser l’apparition d’infections respiratoires 

opportunistes par des bactéries comme Staphylococcus aureus et Pseudomonas aeruginosa, 

mais aussi des infections par des mycobactéries non tuberculeuses. Associée à ces infections, 

une inflammation chronique bronchique va s’installer avec le temps. Elle va conduire le patient 

vers une bronchopneumopathie chronique obstructive évoluant défavorablement vers une 

insuffisance respiratoire chronique puis un décès en l’absence de greffe pulmonaire (16). Les 

symptômes respiratoires se présentent par des poussées d’exacerbations/surinfections 

bronchiques accompagnées d’altération de l’état général. 
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 Infections bactériennes 

Les infections bactériennes chez les patients ayant la mucoviscidose sont recherchées 

environ tous les quatre mois grâce à un ECBC (examen cytobactériologique des crachats) (53) 

 Il existe des infections transitoires ou dites intermittentes lorsque la durée d’éradication 

est variable mais supérieur à 6 mois ou que la bactérie est présente sur moins de 50% des 

prélèvements annuels. 

L’infection chronique se définit soit : 

- lorsque plus de 50% des prélèvements annuels sont positifs à une espèce  

- lorsqu’il y a une impossibilité d’éliminer le germe pendant plus de six mois avec au 

moins 3 prélèvements positifs à 1 mois d’intervalle 

- lorsque les anticorps de Pseudomonas aeruginosa ou d’Aspergillus fumigatus sont 

présents à un taux significatif (11,53). 

Les principales bactéries pathogènes sont représentées dans le tableau 1 si dessous :  

Tableau 1 : Répartition des germes respiratoires selon le registre français de la mucoviscidose 2017 (11). 

Micro-organismes % de patients 

infectés 

Remarques 

Staphylococcus aureus 61,6% 6,3% de SARM 

Pseudomonas aeruginosa 36,8% 20,5% chronique 

Haemophilus influenzae 16,6%  

Stenotromonas maltophilia 10,6%  

Achromobacter xylosoxidans 6,6%  

Burkholderia cepacia complex 2,3% 1,3% chronique 

Streptococcus pneumoniae 2,6%  

MNT 2,6%  

 

1. Staphylococcus aureus  

Staphylococcus aureus est présent dans l’environnement, sur la peau, les fosses nasales 

et l’oropharynx. C’est la bactérie qui provoque le plus d’infections pulmonaires chez les 

patients ayant la mucoviscidose. Cependant le taux de SARM (Staphylococcus aureus résistant 

à la méticilline) reste faible, 6,3% en France. Ce n’est pas le cas aux Etats-Unis où le taux de 

SARM avoisine les 30% et ne cesse d’augmenter depuis les années 2000 (54,55). La tranche 

d’âge des 10-14 ans est la plus infectée avec un taux d’environ 75% puis ce taux baisse avec 

l’âge (voir figure 10). La virulence de ce germe est élevée car il possède une forte capacité à se 
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fixer à l’épithélium cellulaire et à échapper au système immunitaire (56,57). Les infections 

chroniques sont possibles et fréquentes.  

Des variants à petites colonies (Small Colony Variants : SCVs) peuvent apparaitre sur 

les géloses lors d’infections à Staphylococcus aureus persistantes. Ce sont des colonies non 

hémolytiques, plus petites et non pigmentées avec un temps de pousse ralenti (55,58) (figure 

8). Ces variants sont présents chez des patients significativement plus âgés et ayant un FEV1 

(forced expiratory volume in one second = VEMS volume expiratoire maximal par seconde, en 

français) plus faible que les patients ayant des S. aureus à morphotype normal (59–61). Ils sont 

plus résistants aux antibiotiques et au système immunitaire (61,62). Il est donc nécessaire de 

traiter rapidement et efficacement l’infection initiale à Staphylocoque afin d’éviter la survenue 

de ce nouveau phénotype plus résistant. L’utilisation prolongée de certains antibiotiques 

comme le cotrimoxazole ou la gentamicine sont des facteurs de risque d’apparition de ce 

phénotype (59–63). 

 

Figure 8 : Gélose sang avec des colonies de Staphylococcus aureus normales à gauche et des SCVs à droite 

(64). 

2. Pseudomonas aeruginosa 

A l’âge adulte, Pseudomonas aeruginosa est le germe qui colonise et provoque de 

graves infections pulmonaires (11). Il est présent dans les sols et les milieux humides et est 

fréquemment retrouvé dans le milieu hospitalier. La primo infection se produit dans la plupart 

des cas avant l’âge de 10 ans. Au début, la bactérie est retrouvée de façon intermittente puis les 

patients évoluent très souvent vers une infection chronique (57). En effet, le taux d’infection 

respiratoire à Pseudomonas aeruginosa augmente avec l’âge des patients et semble inéluctable 

chez les patients ayant la mucoviscidose. La particularité de cette bactérie est son excellente 

adaptation dans les milieux hostiles principalement grâce à la formation de biofilm. 

Initialement les souches cultivées sur gélose sont non mucoïdes. Avec la chronicité de 

l’infection, des souches mucoïdes apparaissent (figure 9). Ce phénotype est dû à une mutation 



 

21 

 

du gène mucA (65–67). Dans l’étude de Li et al., l’âge médian de la première culture positive 

représentant un phénotype mucoïde est de 13 ans alors que les souches non mucoïdes sont 

présentes en moyenne à l’âge d’un an (68). Ce morphotype mucoïde est dû à un excès de 

production d’un exopolysaccharide, l’alginate, qui est le constituant principal de la capsule 

bactérienne (58). Ainsi, la formation d’un biofilm hétérogène créé une barrière physique et 

chimique aux agents exogènes comme les antibiotiques (ex : Tobramycine) et permet à la 

bactérie de résister à la phagocytose (68–70). Ce phénotype est corrélé à une détérioration de 

la fonction respiratoire des patients. Le FEV1 (VEMS) est significativement plus faible pour les 

patients ayant un phénotype mucoïde par rapport aux patients ayant un phénotype non mucoïde 

ou non infecté par cette espèce (68,71,72). Le phénotype mucoïde est un facteur pronostic 

défavorable avec un taux de mortalité significativement plus élevé dans ce groupe (68,71). 

L’éradication de ce type de souche est difficile. Il est donc nécessaire d’essayer d’éradiquer les 

souches non mucoïdes initialement (68,73). 

 

Figure 9 : Souche mucoïde de Pseudomonas aeruginosa à gauche de la gélose et non mucoïde à droite (58) . 

3. Haemophilus influenzae 

Haemophilus influenzae est une bactérie commensale de la flore rhinopharyngée dont 

la pathogénicité semble controversée. Elle peut être responsable d’infection respiratoire surtout 

chez les patients jeunes ayant la mucoviscidose. En effet, il présente 30% des infections 

bactériennes des patients à l’âge de 5-9 ans (figure 10) (74). Ce sont pour la plupart des cas des 

souches non typables, non encapsulées et donc non couvert par le vaccin Hib (74). L’étude de 

Hauser et al. a observé qu’Haemophilus influenzae aurait un rôle dans les exacerbations aiguës 

(58). 

4. Stenotrophomonas maltophilia 

Stenotrophomonas maltophilia est responsable d’infection pulmonaire surtout chez les 

personnes immunodéprimées ou les patients ayant la mucoviscidose. C’est une bactérie 
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ubiquitaire présente dans l’environnement : sol, milieu humide, plantes et aussi à l’hôpital (75). 

Cette espèce possède de multiples résistances naturelles aux antibiotiques : β lactamines (par 

production d’une métallo β lactamase et d’une pénicillinase) dont les carbapénèmes, 

aminosides, aztréonam et quinolones. Les molécules sensibles sont le cotrimoxazole, 

ceftazidime et le ticarcilline-acide clavulanique (76). Les patients semblent avoir un VEMS 

(FEV1) plus faible significativement avant leur primo-infection à Stenotrophomonas 

maltophilia par rapport aux patients n’étant pas infectés par cette espèce. L’altération de la 

fonction respiratoire faciliterait donc l’implantation de cette bactérie (77,78). L’étude de Waters 

et al. montre que les infections chroniques dues à cette espèce provoquent trois fois plus de 

décès ou de nécessité de greffe pulmonaire que chez les patients non infectés (79). Cependant, 

plusieurs études montrent que cette infection semble avoir un faible impact sur la fonction 

respiratoire (77,80–83). 

5. Achromobacter xylosoxidans 

Achromobacter xylosoxidans est une bactérie probablement pathogène chez les patients 

ayant la mucoviscidose (53) qui peut provoquer des infections intermittentes ou chroniques 

(84). C’est aussi une bactérie naturellement multirésistante (85,86). Elle reste sensible à la 

pipéracilline et tazobactam, amoxicilline-acide clavulanique, ceftazidime, imipénème et 

méropénème, cotrimoxazole, ciprofloxacine et colistine (87). Plusieurs études montrent un 

déclin de la fonction respiratoire lors de l’infection par cette espèce (88–91) mais d’autres 

études ne trouvent pas de différences significatives (84,85). Selon les études, la transmission 

peut être interhumaine ou liée à l’environnement (85,86,88,92–94).  

6. Burkholderia cepacia complex 

Burkholderia cepacia complex  est un ensemble de bactéries qui peuvent provoquer des 

exacerbations pulmonaires chez les patients ayant la mucoviscidose. Ce sont des bactéries 

pathogènes opportunistes responsables d’infections nosocomiales (57,95–99). Holmes et al. 

montre une association significative positive entre le nombre d’hospitalisation et le risque d’être 

infecté (100).  C’est un complexe qui comprend 9 génomovars (même phénotype mais génotype 

différent), cités ci-dessous dans le tableau 2 :  
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Tableau 2 : Classification du complexe Burkholderia cepacia (58,97,101,102). 

Burkholderia cepacia complexe Génomovar 

Burkholderia cepacia I 

Burkholderia multivorans II 

Burkholderia cenocepacia III 

Burkholderia stabilis IV 

Burkholderia vietnamiensis V 

Burkholderia dolosa VI 

Burkholderia ambifaria VII 

Burkholderia anthina VIII 

Burkholderia pyrrocinia IX 

 

B. cenocepacia et B. multivorans sont les espèces les plus fréquemment rencontrées. La 

gravité de cette bactérie est due au « syndrome cepacia ». Ce syndrome provoque une 

pneumonie nécrosante accompagnée d’une septicémie qui peut être fatale. La transmission 

interhumaine directe est possible mais cela a surtout été prouvé pour l’espèce B. cenocepacia 

(96,97,100,103–107). Cette dernière possède un plus grand effet néfaste pour la fonction 

respiratoire que les autres sous espèces (108–110). Elle a aussi un impact pour les patients 

greffés pulmonaires avec un taux de survie à 5 ans, selon les études, de 33% à 42,6% pour des 

patients préalablement infectés contre 70% à 73,7% pour patients non infectés (différence 

significative) (111,112). Cela a donc un impact important sur la mortalité post-greffe avec une 

baisse de la médiane de survie post-greffe à 3,3 ans contre 12,4 ans pour les patients non infectés 

dans l’étude de Stephenson et al. (111,113–118). Ainsi en fonction du génomovar, la 

transmission et la pathogénicité n’est pas la même. Le taux d’infection par ce complexe est 

faible mais son problème est lié à sa résistance à beaucoup d’antibiotiques : aminopénicillines, 

ticarcilline, céphalosporines de 1ère et 2ème génération, cotrimoxazole, aminosides, aztréonam, 

imipénème. Les molécules restantes pour le traitement sont la pipéracilline avec ou non l’ajout 

de tazobactam, la ceftazidime, le méropème et la témocilline (58,98–100,119). 

7. Streptococcus pneumoniae 

Les streptocoques du groupe viridans (VGS) et le Streptococcus pneumoniae sont des 

commensaux de l’oropharynx et du tractus gastro-intestinal. Initialement, ce groupe n’était pas 

considéré comme pathogène mais il semblerait qu’il soit important dans l’écologie pulmonaire 

des patients ayant la mucoviscidose (tableau 3) (120). Environ 20% des enfants ayant la 

mucoviscidose ont un portage nasal de Streptococcus pneumoniae (taux similaire chez les 

enfants n’ayant pas la mucoviscidose). Ce taux semble baisser avec l’âge (121). L’étude de 

Maeda et al. montre que 91% des patients ayant la mucoviscidose a un membre du groupe VGS 
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dans ses expectorations (120). Le Streptococcus pneumoniae est potentiellement pathogène 

chez les enfants (53). Généralement, les sérotypes retrouvés chez les patients ayant la 

mucoviscidose, ne sont pas ceux retrouvés dans le vaccin avec 23 valences (122,123). 

Tableau 3: Répartition des VGS dans les expectorations des patients ayant la mucoviscidose (120). 

Espèces du groups VGS Proportion (%)  

Streptococcus salivarius 24,7% 

Streptococcus mitis 19% 

Streptococcus sanguinis 13,2% 

Streptococcus oralis 11% 

Streptococcus pneumoniae 10% 

Streptococcus parasanguinis 8,4% 

Streptococcus infantis 5,8% 

 

 

Figure 10 : Répartition des bactéries cliniquement importantes chez les patients ayant la mucoviscidose en 

fonction de leur âge (11). 

8. MNT 

Enfin les patients atteints de la mucoviscidose peuvent aussi avoir des infections 

pulmonaires chroniques ou intermittentes à une mycobactérie non tuberculeuse. Cela sera plus 

amplement détaillé dans la partie II de cette thèse. 

 Infections fongiques 

Les infections pulmonaires fongiques chez les patients ayant la mucoviscidose sont 

principalement dues à la moisissure : Aspergillus fulmigatus. Selon le registre français de la 
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mucoviscidose, 28,7% des patients ayant la mucoviscidose ont une infection à Aspergillus spp 

(11). C’est un champignon ubiquitaire, qui sporule. Ses spores sont présentes partout dans l’air 

et colonisent facilement les voies respiratoires. Elles provoquent des infections chez les 

personnes immunodéprimées ou ayant des pathologies de l’arbre bronchique. Pour ne pas 

passer à côté d’une infection fongique, une recherche microbiologique est réalisée au moins 4 

fois par an (53). 

La principale conséquence clinique de cette infection est l’ABPA (Aspergillose 

Broncho-Pulmonaire Allergique). C’est une réaction d’hypersensibilisation aux antigènes 

aspergillaires (124). La prévalence chez les patients ayant la mucoviscidose est estimée entre 6 

et 25% avec un taux à 7,4% en France identifié dans l’étude Européenne de Mastella et al. 

(124,125). 

L’altération des tissus respiratoires par les bactéries et l’inflammation favorise 

l’implantation des Aspergillus (126). Les infections pulmonaires fongiques sont donc plus 

tardives que les bactériennes. Elles sont rares avant l’âge de 8 ans. Après 10 ans, les infections 

chroniques apparaissent (124,127,128). Une altération de la fonction respiratoire est un facteur 

de risque aux infections pulmonaires à Aspergillus qui à son tour l’altère encore plus (124,129). 

Les levures du genre Candida sont aussi très présentes dans les expectorations des 

patients ayant la mucoviscidose mais ne semblent pas avoir d’effet sur la fonction respiratoire 

(130,131). 

 Infections virales 

Les patients ayant la mucoviscidose sont autant susceptibles et de manière aussi 

fréquente d’avoir une infection pulmonaire virale que la population générale. Par contre, les 

complications sont plus importantes : hospitalisation nécessaire, exacerbations, co-infection 

bactérienne. Ces infections sont tout de même moins fréquentes que les infections bactériennes. 

 Prise en charge thérapeutique 

 Symptomatique 

Il n’y a pas de traitement curatif pour la mucoviscidose à l’heure actuelle. Le traitement 

est donc principalement symptomatique avec la prise en charge des symptômes pulmonaires 

par de la kinésithérapie respiratoire, des antibiotiques, de l’oxygénothérapie ou des traitements 

inhalés (corticoïdes, bronchodilatateurs ou antibiotiques). C’est une prise en charge 

multidisciplinaire et très contraignante. 
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 Transplantation 

La première transplantation pulmonaire chez un patient ayant la mucoviscidose s’est 

produite en 1983 (132). La mucoviscidose est la troisième cause de double greffe pulmonaire 

dans le monde (133).  Elle est proposée aux patients ayant une insuffisance respiratoire 

chronique sévère et irréversible. Les deux études de Liou et al. montrent que la greffe 

pulmonaire chez les patients ayant la mucoviscidose est bénéfique seulement si le FEV1 est 

inférieur à 30%. Si le FEV1 est supérieur à 50%, la greffe a un effet  néfaste sur la survie du 

patient (118,134).  

On observe une augmentation assez importante du nombre de patients transplantés 

pulmonaires avec environ 100 transplantations par an en France en 2017 contre seulement une 

vingtaine dans les années 90 (11). Elle est rarement réalisée avant l’âge de 18 ans et après 50 

ans (112). Le nombre de patient ayant la mucoviscidose et étant transplanté pulmonaire est 

d’environ 12% selon registre français de la mucoviscidose (11). 

Cependant la transplantation reste le traitement de dernière intention. Selon différentes 

études, la survie à 10 ans d’une greffe pulmonaire chez un patient ayant la mucoviscidose est 

de 45% à 73% (111,112,115,135,136). Mais la survie est plus faible si la greffe a lieu avant 

l’âge de 18 ans, de 33% à 40% à 10 ans (111,114).  

 Nouvelles thérapies 

Des thérapies innovantes sont arrivées depuis peu dans l’arsenal de la prise en charge 

curative de la mucoviscidose. Ces nouveaux médicaments sont des modulateurs du gène CFTR 

qui permettraient de corriger ses « dysfonctionnements» (137). Il existe des potentialisateurs, 

qui permettent d’augmenter l’activité de la protéine CFTR et les correcteurs qui permet 

d’augmenter la présence de la protéine au niveau de la membrane cellulaire (22).  

En 2012 le premier médicament de ce type est mis sur le marché en France, l’Ivacaftor 

(Kalydeco®). C’est un potentialisateur de CFTR pour les patients porteurs de la mutation 

G551D (classe 3). Il augmente la probabilité d’ouverture du canal (22). Il est indiqué chez les 

plus de 6 ans et contre-indiqué chez les immunodéprimés (2% des patients malades) (23). A 

noter qu’en 2019, l’AMM a été étendue aux enfants de plus de 12 mois et plus de 7 kg avec un 

panel plus large de mutations de classe 3 : G551D, G1244E, G1349D, G178R, G551S, S1251N, 

S1255P, S549N ou S549R (138). 

Un second médicament voit le jour en 2015, l’Orkambi®, qui est l’association de 

l’Ivacaftor et du Lumacaftor, ce dernier étant un correcteur de CFTR. Il est très intéressant car 
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cible la mutation la plus commune F508del. Il est indiqué pour les patients homozygotes 

F508del étant âgés de plus de 2 ans depuis 2019 (initialement plus de 12 ans puis 6 ans en 2018) 

(139–141). 

Il existe aussi une autre bi-association avec l’Ivacaftor et le Tezacaftor (Symkevi® ou 

Symdeko® aux USA), ce dernier étant un correcteur. Il est utilisé pour les patients  de plus de 

12 ans, homozygotes pour la mutation F508del ou hétérozygote pour cette mutation et une des 

14 mutations spécifiées dans l’AMM (142,143). 

Une triple association récente a été mise sur le marché américain en 2019, le Trikafta® : 

Elexacaftor (correcteur) et Tezacaftor et Ivacaftor (1). En France, la demande d’AMM est en 

cours mais une ATU nominative est possible. Ce médicament est indiqué pour les patients de 

plus de 12 ans ayant au moins une mutation F508del (144). 

Ces médicaments améliorent la fonction respiratoire des patients d’une façon plus ou 

moins importante selon la molécule en améliorant la VEMS et en diminuant le nombre 

d’exacerbations respiratoires (145–147). Le retard staturo-pondéral, le nombre 

d’hospitalisations et les colonisations à Pseudomonas aeruginosa semblent diminués 

(23,52,147,148). En conclusion, ces médicaments permettent d’améliorer la qualité de vie et 

d’augmenter l’espérance de vie des patients. 

Ces nouveaux traitements permettent de faire une médecine personnalisée en fonction 

des mutations présentes chez les patients. 

Partie II : Les mycobactéries non tuberculeuses chez 

les patients ayant la mucoviscidose 

 Généralités 

Les mycobactéries ont été découvertes en 1882 par Robert Koch avec la mise en 

évidence de l’agent responsable de la tuberculose (Mycobacterium tuberculosis). Une 

quarantaine d’années plus tard, en 1920, Calmette met en évidence les mycobactéries 

« atypiques ». En 1954, Timpe et Runyon découvrent que certaines mycobactéries atypiques 

ont un pouvoir pathogène (149). Runyon crée alors une classification en 4 groupes (figure 11) 

basée sur la pigmentation des colonies et la vitesse de croissance des mycobactéries non 

tuberculeuses : MNT (anciennement appelées Mycobactéries atypiques) (150). 
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Figure 11 : Classification des mycobactéries atypiques selon Runyon en fonction de la pigmentation de la 

colonie et du temps de croissance (150,151). 

 Classification 

Les mycobactéries appartiennent à l’ordre des Actinomycetales, famille des 

Mycobacteriaceae et genre des Mycobacterium (figure 12). Les espèces de mycobactéries se 

divisent en trois groupes selon les espèces : 

- Les espèces du complexe tuberculosis : Mycobacterium tuberculosis, M. bovis, M. 

africanum, M. microti, M. caprae, M. canettii et M. pinnipedii 

- Les mycobactéries non tuberculeuses : Mycobacterium avium complex (MAC), M. 

kansasii, M. xenopi, Mycobacteroides abscessus complex (MABSC), M. fortuitum, 

Mycobacteroides chelonae M. lentiflavium…. 

- Mycobacterium leprae : agent de la lèpre 

 

Figure 12 : Classification des mycobactéries (152). 
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 Caractéristiques  

Les mycobactéries sont des Bacilles Acido-Alcoolo Résistant (BAAR) car elles 

possèdent une paroi épaisse et riche en acides gras à chaines longues carbonées (figure 13), ce 

qui les rend imperméables aux colorants (acide et alcool) usuels. Par contre cette paroi fixe 

fortement les colorants alcalins comme la fuchsine basique. Ces acides gras sont nommés acides 

mycoliques et sont la cible de certains traitements antituberculeux. Ils représentent une grande 

partie de la membrane des mycobactéries et confèrent des propriétés spécifiques aux 

mycobactéries comme l’augmentation de la résistance au stress chimique (antibiotiques, 

détergents) et physique (température). Les MNT sont des micro-organismes aérophiles.  

 

Figure 13 : Composition de la paroi des mycobactéries (153). 

 Epidémiologie 

Les Mycobactéries Non Tuberculeuses (MNT) sont constituées de mycobactéries 

saprophytes sans pouvoir pathogène et des mycobactéries opportunistes. Contrairement aux 

mycobactéries du complexe tuberculosis, les MNT ne sont pas des pathogènes strictes de 

l’homme. Du fait d’une augmentation de leur prévalence, elles sont devenues des pathogènes 

émergents (154). De nos jours, il y a environ 200 espèces répertoriées (155). Ces mycobactéries 

se retrouvent fréquemment chez les patients immunodéprimés ou ayant des anomalies de l’arbre 

respiratoire comme les patients atteints de la mucoviscidose.  

Ce sont des espèces ubiquitaires provenant de l’environnement : le sol, l’eau, les plantes, 

les poussières ou les aérosols. En 1993, Fordham von Reyn et al. publient une étude sur 

l’isolement des mycobactéries du complexe avium dans 4 sites géographiques différents (USA, 

Finland, Zaire et Kenya) et montrent que l’exposition à ces espèces est significativement plus 
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élevée dans les pays industrialisés qu’en Afrique sub-saharienne. Cette exposition passe 

essentiellement par le système d’eaux des hôpitaux (32). 

L’incidence d’infection à MNT est estimée à environ 1 à 1,8 cas pour 100 000 habitants 

par an dans le monde. Elle aurait tendance à être en augmentation comme la prévalence qui 

varie de 4 à 20% en fonction des zones géographiques (157,158). Différents éléments indirects 

contribuent à l’augmentation de cette prévalence : la recherche plus fréquente des MNT par les 

cliniciens, l’amélioration des outils diagnostics avec la biologie moléculaire et les techniques 

d’isolement plus spécifiques. D’autre part, l’augmentation à l’exposition environnementale, 

l’usage d’antibiotique au long court ou de médicaments modulateurs du système immunitaire 

prennent part aussi à cette augmentation (158). Avec l’augmentation de l’espérance de vie des 

patients ayant la mucoviscidose, cette incidence va certainement continuer à augmenter. 

La prévalence des MNT chez ce type de patients est en augmentation comme nous le 

montrent de nombreuses études à travers le monde. En Israël, l’étude de Bar-On et al. publiée 

en 2014 montre une augmentation de la prévalence qui passe de 5% en 2003 à 14,5% en 2011 

(p=0,05) (159) (figure 14). En France, Roux et al. montrent une prévalence de 6,6% d’infection 

à NTM en 2009 (160) alors qu’en 2014 la prévalence indiquée dans l’étude de Cavalli et al. au 

centre hospitalier de Lyon est de 12% (161). Dans les pays scandinaves, étudiés dans l’étude 

de Qvist et al. en 2015, la prévalence est de 11% (162). Aux Royaume-Unis, dans l’étude de 

Gardner et al. publiée en 2019 sur une population de 5333 patients ayant la mucoviscidose, on 

observe aussi une augmentation de la prévalence de 1,3% en 2010 à 3,8% en 2015 (163). Et 

enfin, Olivier et al. indiquent une prévalence aux USA de 13% en 2002 (7). Quelques années 

plus tard, en 2014 l’étude de Adjemian et al. signale une augmentation de cette prévalence à 

20% (164). 

 

Figure 14 : Augmentation de la prévalence des MNT en Israël (159). 
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La prévalence semble variable selon les régions dans un même pays ou entre pays 

étudiés comme le montre la figure 15 ci-dessous (165). Par exemple, en France, dans l’étude 

de Roux et al., on trouve une prévalence plus faible dans l’est de la France (3,7%) que dans la 

région parisienne (9,6%) (160). La même variation semble se dégager sur le territoire américain 

(7,164,166), dans d’autres pays d’Europe (162,167) et du monde (168). 

 

Figure 15 : Prévalence de différents espèces de MNT chez les patients ayant la mucoviscidose dans différentes 

régions du monde (165). 

 Mycobactéries non tuberculeuses pathogènes 

Ces MNT pathogènes peuvent avoir un effet catastrophique chez les personnes fragiles. 

Elles peuvent parfois conduire à une transplantation pulmonaire. Les MNT pathogènes les plus 

communes chez les patients ayant la mucoviscidose font parties du complexe aviaire ou du 

complexe abscessus (157). Ce sont les MNT les plus retrouvées en France pour ce groupe de 

patients selon l’étude Roux et al. (160).  

 Mycobactéries du complexe aviaire 

Mycobacterium avium complex (MAC) contient plusieurs souches phylogénétiquement 

proches les unes des autres : M. avium subsp avium, M. avium subsp paratuberculosis, M. avium 

subsp hominisuis, M. avium subsp silvaticum, M. intracellulare M. chimarea… 

Les MAC sont des mycobactéries dites à croissance lente (SGM : Slow growing 

mycobacteria) qui sont plus fréquentes aux USA qu’en Europe, comme le montre l’étude de 

Adjemian et al. avec 61% de MAC (164) et l’étude multicentrique de Olivier et al. avec 72% 

de MAC (7). En Europe, selon les études le taux de MAC s’élève de 22% à 40% (160,169). Ce 
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groupe est  retrouvé surtout chez les adultes et rarement isolé chez les enfants ayant la 

mucoviscidose (169). Catherinot et al. ont publié une étude en 2013 montrant que, pour les 

prélèvements positifs à MAC, les patients sont significativement plus âgés que pour les 

prélèvements positifs à MABSC (23,1 ans versus 17,4 ans p= 0,013)(170). De même, l’étude 

Roux et al. montre qu’il y a  0,3% de cas de MAC avant l’âge de 9 ans mais que la plus forte 

prévalence (2,2%) se trouve après l’âge de 25 ans (160). A noter que ces deux dernières études 

ont été faites en France. 

 Mycobactéries du complexe abscessus 

Mycobacteroides abscessus complexe (MABSC) comprend trois sous-espèces : M. 

abscessus subsp abscessus, M. abscessus subsp massiliense, M. abscessus subsp bolletii, 

différenciables les unes des autres grâce à certaines techniques moléculaires (157). 

A la différence des MAC, les MABSC sont des mycobactéries à croissance rapide 

(RGM : Rapidly growing mycobacteria) car elles poussent en culture en moins de 7 jours. Les 

MABSC seraient plus fréquemment associés à une infection pulmonaire contrairement aux 

autres MNT. Les infections à MABSC semblent également durer beaucoup plus longtemps, de 

1 mois à 118 mois (médiane de 10,5 mois) contre 1 à 70 mois (médiane de 1 mois) chez les 

autres MNT pour les patients ayant la mucoviscidose (159). Ces mycobactéries sont retrouvées 

à tous les âges chez les personnes atteintes de la mucoviscidose avec un pic entre 11 et 15 ans 

comme nous l’indique l’étude Roux et al. citée précédemment (160,169,171). Elles sont plus 

fréquentes en Europe avec un pourcentage de 39% à 48% selon les études (160,169) et en 2ème 

position aux USA après les MAC (39% ou 16% selon les études) (7,164). Les infections 

pulmonaires dues à ces espèces semblent avoir un effet plus néfaste sur la fonction respiratoire 

que les autres MNT (172). En effet, il y aurait plus de décès ou de nécessité de transplantation 

pulmonaire pour les patients infectés à MABSC malgré un traitement bien suivi.  

Il existe une corrélation entre les infections à MNT et l’âge de diagnostic de la 

mucoviscidose. Dans l’étude de Catherinot et al. publiée en 2013, 90% des MABSC sont 

diagnostiqués chez des patients dont le diagnostic de mucoviscidose a été fait avant leur 10 ans 

et 5% seulement après 19 ans. Les patients ayant eu un diagnostic précoce de la maladie (dans 

leur première année de vie) ont un taux d’infection plus important que les personnes ayant été 

diagnostiquées tardivement. Dans cette même étude, il est montré que les patients adultes 

diagnostiqués tardivement ont plus d’infection à MAC que les patients diagnostiqués 

précocement infectés majoritairement par des souches MABSC comme indiqué dans la figure 

16 (170).  
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Figure 16 : Distribution des MNT : MAC et MABSC en fonction de l'âge de diagnostic de la mucoviscidose 

(170). 

Enfin, il existe aussi d’autres espèces moins communes qui peuvent infecter les patients 

ayant la mucoviscidose comme M. kansasii, M. chelonae, M xenopi, M. lentiflavum. 

 Transmission  

Concernant la transmission de ces MNT, le débat est de nos jours très controversé. 

Certains scientifiques montrent que les deux transmissions, directe ou indirecte sont possibles 

entre les hommes. D’autres affirment le contraire (173,174). Quelques études ont été réalisées 

sur le sujet mais les conclusions semblent contradictoires. 

Pendant de nombreuses années, les scientifiques étaient certains que la transmission 

n’était qu’environnementale. Depuis l’émergence des techniques de biologie moléculaire avec 

le séquençage complet du génome, les scientifiques ont essayé de mieux la comprendre. Les 

partisans de la transmission interhumaine insistent sur le fait que cette transmission n’est 

certainement pas directe mais indirecte via des objets infectés ou des aérosols. Cette 

transmission ne concernerait que l’espèce M. abscessus (75,175–178). Il faut noter que la 

transmission est facilitée par le fait que les MNT sont très résistantes dans le milieu extérieur, 

résistantes au stress physique, à de nombreux désinfectants et à la dessiccation. La transmission 

indirecte ne peut être exclue. La question d’instaurer des mesures de prévention dans les centres 

de référence de la mucoviscidose peut donc se poser.  

 Diagnostic 

Les MNT provoquent principalement des infections pulmonaires chez les patients ayant 

des maladies chroniques respiratoires comme la mucoviscidose mais peuvent aussi se 

manifester par des atteintes cutanées, lymphatiques ou disséminées.  
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Le réservoir des MNT étant environnemental, le diagnostic d’infection ne peut être 

affirmé seulement sur la présence d’une MNT dans un prélèvement respiratoire. Il faut 

différencier la colonisation à MNT et l’infection.  

Selon les recommandations de ATS/IDSA (American Thoracic Society/Infectious 

Diseases Society of America) parues en 2007, la réunion de plusieurs critères est nécessaire 

pour confirmer le diagnostic d’infection pulmonaire à une mycobactérie non tuberculeuse : 

NTM PD (non tuberculous mycobacteria pulmonary disease) (157) :  

- Critères microbiologiques : au moins 2 cultures d’expectoration de 2 jours différents 

positives ou 1 culture positive pour un LBA (lavage broncho-alvéolaire) ou présence 

d’une inflammation granulomateuse sur la biopsie pulmonaire couplée avec une culture 

d’expectoration positive. Il est recommandé de suspendre les traitements 

d’antibiotiques avant le prélèvement car ils peuvent inhiber la pousse des 

mycobactéries sur les milieux de culture (157). 

- Critères cliniques : toux chronique productive, fièvre, perte de poids, douleur 

thoracique, asthénie, dyspnée, hémoptysie et exclusion des autres causes possibles de 

symptômes respiratoires. 

- Critères radiologiques : nodules, cavités opacifiées (figure 17), symptômes 

pulmonaires (la tomodensitométrie haute résolution est préférée à la radio). 

 

Figure 17 : Image de CT-scan d'une infection pulmonaire à MAC. A. Image cavitaire. B. Aggravation 

radiologique sous traitement. C. Amélioration radiologique (179). 

C’est une définition difficilement applicable aux patients ayant la mucoviscidose car ils 

présentent de nombreux symptômes respiratoires : toux productive chronique, souffle court, 

perte de poids. Il est donc difficile de faire la part des choses entre une infection pulmonaire à 

MNT et l’évolution de la mucoviscidose. Le risque est alors de diagnostiquer en excès des 

infections à MNT chez ce groupe de patient et de les exposer à une consommation 

d’antibiotiques non nécessaire (165).  
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Pour améliorer la sensibilité du diagnostic, la recherche de MNT doit se faire sur un 

prélèvement respiratoire par expectoration spontanée, réalisé le matin et renouvelé 3 jours de 

suite (171). C’est une opération délicate à mettre en place pour les patients non hospitalisés. 

Les écouvillonnages oropharyngées ou les biopsies sont à proscrire. Si les prélèvements 

reviennent négatifs alors que la suspicion clinique et/ou radiologique est importante, on peut 

avoir recourt à un prélèvement plus profond : le LBA (157,171). 

La figure 18 qui suit représente l’algorithme de prise en charge d’une recherche 

d’infection à une mycobactérie non tuberculeuse chez un patient atteint de la mucoviscidose. 

 

Figure 18 : Algorithme pour l'investigation d'une suspicion de NTM-PD (171) AFB : acid fact bacilli, CF : 

cystic fibrosis, FEV1 : forced expiratory volume in 1s, HRCT : high resolution CT. 

Chez les patients (enfants et adultes) atteints de la mucoviscidose, une recherche 

annuelle de MNT minimum sur une expectoration spontanée est conseillée. A l’adolescence 

cette analyse doit se faire deux fois par an. Elle peut être également augmentée si le patient 

présente des signes respiratoires ou une altération de l’état général (53,171). La recherche est 

également recommandée avant une greffe pulmonaire pour pouvoir instaurer un traitement pré-

greffe. 

Le suivi de la réponse microbiologique d’un patient atteint de la mucoviscidose, infecté 

par une MNT pulmonaire s’effectue par la réalisation d’expectoration tous les 4 à 8 semaines. 

La négativité des cultures pouvant être longue, l’efficacité thérapeutique est à évaluer par 

rapport à la régression des symptômes cliniques et radiographiques. Pour considérer un patient 
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comme étant en conversion microbiologique, il  faut 3 cultures négatives consécutives avec un 

intervalle de plusieurs semaines entre chaque prélèvement (171).  

 Facteurs de risque 

Certains facteurs de risque chez les patients atteints de la mucoviscidose favorisant 

l’apparition d’infections à MNT ont été recherchés dans différentes études. Les résultats de ces 

études peuvent être contradictoires. 

On parlera d’association positive lorsque la présence d’une bactérie est corrélée à un 

risque plus important d’infection à MNT et d’association négative dans le cas inverse. 

Les études s’intéressant aux co-infections avec des bactéries ou des levures et une 

infection à MNT, montrent que seule les infections à Aspergillus ou les ABPA  sont souvent 

présentes chez les patients atteints de MNT avec des associations positives dans de très 

nombreuses études (159,161,163,164,170,172,180–184). 

Pour les autres espèces comme Stenotrophomonas maltophilia (161,164,172,180–

182,185), Pseudomonas aeruginosa (7,159,161,163,164,172,183) et Staphylococcus aureus 

(7,161,163,172,183,186), les résultats sont contradictoires d’une étude à une autre. 

La fonction respiratoire, l’insuffisance pancréatique (159,161,162,183,184,187) et l’âge 

(7,159,161,163,180,183,185) ne semblent pas entrer en jeu dans les infections à MNT. Le 

tableau 4 ci-dessous nous montre que les données sont très contradictoires les unes des autres 

pour la fonction respiratoire.  

Tableau 4 : Tableau récapitulatif de l'association du FEV1 et de l'infection à MNT. FEV1 : Forced Expiratory 

Volume = VEMS en France : Volume expiratoire maximal en 1 seconde. 

FEV1 Taux infection MNT Etudes 

Diminution Augmenté Verregghen et al. Esther et al. Levy et al. et 

Martiniano et al. (172,182,183,185) 

Diminution Diminué pour MABSC Catherinot et al. (170) 

Augmentation Augmenté Olivier et al. et Adjemian et al. (7,164) 

Augmentation Diminué Viviani et al. (180) 

 

Enfin, le type de mutation du gène CFTR de la mucoviscidose n’a pas de lien avec 

l’infection à MNT car beaucoup d’études ne montrent pas d’association significative 

(7,160,163,164,170,180,183,185) hormis l’étude de Bar-on et al. (159). 
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 Traitements  

 Traitements médicamenteux 

Le traitement des infections pulmonaires à MNT est long : au moins 12 mois après la 

négativation des cultures. Selon les recommandations ATS/IDSA, le traitement des MNT 

diffère d’une espèce à une autre en fonction du profil de résistance intrinsèque de chacune (157). 

Les MNT sont des bactéries multirésistantes d’où l’utilisation de plusieurs molécules pour le 

traitement (188). En général, la polymédication contient au moins un macrolide (azithromycine 

ou clarithromycine) si la MNT est sensible. L’azithromycine est utilisée de préférence car elle 

est bien tolérée, a peu d’interactions médicamenteuses et possède un effet anti-inflammatoire 

efficace sur les poumons.  

L’association la plus prometteuse pour les infections pulmonaires à MAC est la 

clarithromycine ou azithromycine associée à la rifampicine et l’éthambutol. L’amikacine ou la 

streptomycine peuvent être aussi ajoutées selon la gravité de l’infection initialement (157).  

Le traitement des M. kansasii repose sur l’association d’isoniazide, de rifampicine et 

d’éthambutol (157). 

Le traitement pour les infections à MABSC est lui constitué de deux phases : la phase 

d’induction suivie par une phase de maintenance. Cette prise en charge est détaillée dans la 

figure 19. 

La phase d’induction est composée d’azithromycine par voie orale en association avec 

de l’amikacine en intraveineuse (en l’absence de résistance et contre-indication) et d’une ou 

plusieurs de molécules suivantes : tigécycline, imipénème ou céfoxitine pendant 3 à 12 

semaines (157). La durée de cette phase est fonction de la sévérité de l’infection, de la tolérance 

au traitement et de sa réponse.  

La phase suivante de maintenance inclut l’administration de macrolide en voie orale et 

d’amikacine en forme inhalée en association avec 2 ou 3 des molécules suivante par voie orale : 

minocycline, clofazimine, moxifloxacine ou linézolide et moins fréquemment éthambutol et 

cotrimoxazole (171). La clofazimine est la molécule qui possède la meilleure sensibilité et un 

effet synergique lorsqu’elle est utilisée en association avec de l’amikacine ou de la 

clarithromycine. Cela peut être utile lorsque la souche est multirésistante pouvant permettre de 

traiter certain patient en seconde ligne de traitement (188–190). 
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L’étude de Roux et al. montre qu’au sein du complexe abscessus, la réponse au 

traitement est différente suivant l’espèce impliquée. Si le traitement de base repose sur la 

clarithromycine, on observe une éradication totale des espèces M. abscessus subsp massiliense 

alors que seulement 3 infections sur 11 à M. abscessus subsp abscessus sont guéries après ce 

traitement. Cela peut s’expliquer par un profil de résistance différent entre ces espèces (ce 

thème sera abordé dans le chapitre VII.1.1) (191). 

Malgré ce traitement intensif, le taux de conversion microbiologique reste assez faible 

pour une infection à MABSC chez les patients ayant la mucoviscidose. Il existe de nombreux 

cas de rechute et la guérison complète est rare. C’est pourquoi les infections pulmonaires à 

MABSC peuvent être considérées comme des infections chroniques incurables.  

 

Figure 19 : Schéma de prise en charge thérapeutique des MABSC et MAC (171). 

Le problème de ces traitements polymoléculaires est l’augmentation d’effets 

indésirables non négligeables et d’interactions possibles avec les traitements chroniques de la 

mucoviscidose. Il est donc nécessaire de surveiller régulièrement les patients avec des bilans 

ophtalmiques (éthambutol et rifabutine), la fonction rénale (amikacine), la numération sanguine 

(rifabutine), l’ECG (moxifloxacine), la fonction hépatique (macrolides, rifabutine, rifampicine, 

isoniazide, moxifloxacine) et l’audition (streptomycine, macrolides, amikacine). 

L’adaptation de l’antibiothérapie chez les patients ayant la mucoviscidose est un 

challenge car le volume de distribution est plus grand, la clairance rénale est augmentée et 

l’absorption gastro-intestinale peut-être diminuée (192).  
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Sous traitement, les patients sont suivis mensuellement. La négativation des cultures 

doit se faire dans les 12 mois suivant son introduction. Autrement, on parle d’échec 

thérapeutique (157). 

Cet échec peut être dû à différentes causes comme : 

- une résistance aux macrolides,  

- une re-infestation par une autre souche que l’initiale (193), 

- une mauvaise observance du patient,  

- un sous dosage des molécules (augmentation de la clairance rénale, baisse de 

l’absorption digestive chez les patients ayant la mucoviscidose), 

- une diminution de l’accès de la molécule au site d’action (mucus, biofilm). 

Après la fin du traitement, le patient doit être suivi pour s’assurer de l’absence de 

rechute. Un patient est considéré comme guéri quand toutes les cultures sont négatives trois ans 

après l’arrêt du traitement. 

 Transplantation pulmonaire 

Dans le passé une infection pulmonaire à MNT était une contre-indication absolue à la 

greffe dans certains centres. Cependant, selon les recommandations actuelles, il n’y a plus de 

contre-indication absolue mais un traitement doit être entrepris avant la greffe. Il a été montré 

que le risque de complications et de mortalité post greffe par réinfection à MNT est plus 

important si la mycobactérie impliquée est Mycobacteroides abscessus (194–196). Il est donc 

recommandé de rechercher dans des prélèvements d’expectorations les MNT avant la greffe et 

d’instaurer un traitement pré-greffe si les cultures reviennent positives (157,171).  

D’après l’étude de Chalermskulrat et al., sur 18 patients ayant eu au moins une culture 

positive à MNT et ayant bénéficiés d’une transplantation pulmonaire, 7 (39%) ont eu une 

culture positive à MNT post greffe dont 5 à la même espèce présente avant la greffe. Parmi ces 

7 patients, 4 ont déclaré une maladie dûe à MNT d’après les critères de ATS/IDSA. En 

comparaison, sur 89 patients avec une culture négative initialement à MNT et transplanté, 10 

(11%) ont eu par la suite des cultures positives à MNT mais sans déclarer la maladie. Ces 

résultats montrent que les patients ayant des cultures positives avant la transplantation ont 5 

fois plus de risque d’avoir des cultures positives post greffe par rapport aux patients avec des 

cultures initialement négatives (p=0,003). Ils montrent également que le risque est 7 fois plus 

important (p=0,005) si la culture initiale est à Mycobacteroides abscessus (186). Cependant 
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dans cette étude, la survie des patients post-greffe n’est pas influencée par la présence ou non 

d’une MNT avant la greffe (186,197). Ils en concluent que l’infection ou la colonisation à MNT 

ne doit pas être une contre-indication absolue à la transplantation pulmonaire. Cette conclusion 

peut être appuyée par une autre étude (Lobo et al.) qui retrouve ces mêmes résultats (197). 

L’étude de Tissot et al. publiée en 2018 a été mise en œuvre pour faire le point sur les 

différentes pratiques concernant la transplantation pulmonaire chez les patients ayant la 

mucoviscidose dans 37 centres en Europe, Amérique du Nord et Australie. Une grande 

hétérogénéité des pratiques exercées a pu être observée. Tous les centres recherchent une 

infection à MNT avant transplantation mais peu ont des directives claires concernant la conduite 

à tenir suite aux résultats. Il ne semble pas y avoir de consensus : la majorité des centres ne 

considère pas cette infection comme une contre-indication absolue sauf pour certains cas 

particuliers où la transplantation peut être considérée comme une contre-indication relative 

(198).  

Selon les recommandations de la société international de transplantation cardiaque et 

pulmonaire (ISHLT International Society for Heart and Lung Transplantation) « les infections 

chroniques avec une forte virulence et/ou des microorganismes résistants qui sont peu contrôlés 

avant la transplantation sont une contre-indication relative à la transplantation » (199).  De 

même pour la fondation de la mucoviscidose et la société européenne de la mucoviscidose « la 

présence de MAC et MABSC persistante malgré un traitement optimal n’est pas une contre-

indication absolue pour la transplantation pulmonaire. » (171). 

Cela semble être encore de nos jours un débat courant pour l’acceptation ou non de la 

greffe pulmonaire chez les patients ayant la mucoviscidose et étant infecté par une souche de 

MNT, tout en sachant qu’idéalement, il est conseillé d’arriver à éradiquer la MNT avant la 

transplantation. 

 Résistances 

 Macrolides 

 MABSC 

L’un des gènes de résistance le plus fréquemment retrouvé est le gène erm(41) qui code 

pour une érythromycine méthylase entrainant une résistance naturelle aux macrolides 

lorsqu’elle est exprimée de manière constitutive. Selon les travaux de Nash et al. publiés en 

2009 sur ce gène de résistance, tous les MABCS possèdent ce gène. Cependant ce gène peut 

être exprimé de manière inductible. Les molécules inductrices sont : la clarithromycine, les 
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kétolides, la télithromycine, la clindamycine et les quinupristines comme nous le montre la 

figure 20. Ainsi une exposition antérieure à une de ces molécules induit le gène et procure une 

résistance dans les 24h. La présence de ce gène peut expliquer les faibles réponses 

thérapeutiques obtenues pour cette espèce (200). 

 

Figure 20 : Induction du gène erm(41) en fonction de la molécule incubée pendant 24h sur une souche MC879 

de Mycobacteroides abscessus. CLR : Clarithromycine (induction x 172), HMR : Kétolide (induction x 52), 

TEL : Télithromycine (induction x 250), CLN : clindamycine (induction x 60), Q : quinupristine (induction x 23) 

et M : medium alone (200). 

Au sein du complexe abscessus, Mycobacterium abscessus subsp massiliense se 

distingue de Mycobacteroides abscessus subsp abscessus et subsp bolletii car il possède un 

gène erm(41) délété (397 paires de base contre 673 paires de base). Cette délétion ne lui confère 

pas de résistance aux macrolides car sa méthylase est non fonctionnelle.M. abscessus et M. 

bolletii possèdent une résistance inductible (201–204). Cette distinction de taille peut être 

utilisée pour faire la différence entre les sous espèces. De plus, Mycobacteroides abscessus 

subsp abscessus possède sur son gène erm(41) un polymorphisme en position 28 (200). 

Naturellement en cette position se trouve le nucléotide T (Tryptophane) mais le C (Arginine) 

peut prendre sa place. Le polymorphisme C28 restaure une sensibilité aux macrolides (CMI ≤ 

2 µg/ml à la clarithromycine) à la différence de T28 (202,205). Le tableau 5 résume les profils 

de résistance aux macrolides chez ces trois sous-espèces. L’étude de Bastian et al. annonce que 

77% des M. abscessus sont résistants à la clarithromycine (inductible erm(41) ou acquise : rrl), 

100% des M. bolletii et 13% des M. massiliense (mutation acquise). Cette résistance est 

significativement plus fréquente chez les patients ayant la mucoviscidose (p=0,04) (202). 

Les souches sauvages appartenant à ce complexe sont sensibles à la tigécycline, de 

sensibilité modérée à la céfoxitine et l’amikacine et résistantes à la tobramycine (206). 
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Tableau 5 : Profil de résistance des MABSC à la clarithromycine (202,203,205,207). 

 Séquevar Profil de résistance aux macrolides 

M. abscessus erm(41) T28 R inductible clarithromycine 

M. abscessus erm(41) C28 S naturelle clarithromycine  

M. massiliense erm(41) délété S naturelle clarithromycine  

M. bolletii erm(41) R inductible clarithromycine 

 

 Résistance acquise 

Il existe un autre gène de résistance aux macrolides : le gène rrl. Ce gène code pour le 

domaine peptidyltransférase de l’ARN ribosomal 23S et ses mutations en position 2058 et 2059 

provoquent une résistance acquise aux macrolides (202,204,205,208–210). Dans l’étude de 

Wallace et al., cette résistance est présente chez 2,3% des prélèvements et tous les patients ont 

eu initialement un traitement par clarithromycine en monothérapie (210). On la retrouve aussi 

bien chez les MAC que les MABSC (211). 

La monothérapie par un macrolide est fortement déconseillée contre les MNT car il y a 

un risque d’émergence de résistance. Pour MAC, le risque est estimé entre 10 et 15% (171,207). 

Dans une étude portant sur la résistance chez les MAC, Griffith et al. montre que l’apparition 

de résistance aux macrolides apparait dans 20,3% des cas après 4 mois de traitement en 

monothérapie contre 4,25% lorsque cette molécule est associée à deux autres antibiotiques 

(éthambutol et rifabutine à forte dose) (212). Par conséquent, les sujets à risque d’échec 

thérapeutique pour le traitement de leur infection à MNT sont ceux qui bénéficient d’un 

traitement de fond par macrolides. Ce traitement peut être instauré pour ses propriétés 

immunomodulatrices afin d’améliorer la fonction respiratoire et réduire la fréquence des 

exacerbations.  

A l’inverse, des études montrent des associations bénéfiques entre l’utilisation 

chronique d’azithromycine et les infections à MNT car cela permettrait de baisser le nombre 

d’infection à MNT (181,184). Par exemple, Binder et al. indiquent un effet dose car plus l’usage 

des macrolides est prolongé dans le temps, moins il y a de risque d’infection à MNT (p<0,01). 

Mais Catherinot et al. ne trouvent pas d’association significative entre l’usage d’azithromycine 

et les infections à MABSC (213). Ce résultat suggère que l’azithromycine peut être utilisée dans 

le traitement prophylactique au risque d’avoir des résistances induites. 
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 Aminosides 

Le mécanisme de résistance acquise aux aminoglycosides (amikacine, kanamycine, 

gentamicine et tobramycine) le plus commun est la mutation A1408G du gène rrs qui se trouve 

sur l’ARN ribosomal 16S (214–216). Cette mutation est présente à faible taux chez les MNT, 

autour de 4% et est souvent associée à la mutation rrl (205,211). L’étude de Renvoisé et al. 

montre qu’initialement sur 186 souches MAC, aucune n’était résistante à l’amikacine. Après 

traitement par cette molécule, 5 souches sont devenues résistantes dont 4 ayant la mutation rrs 

(217). 

 Identification au laboratoire 

 Décontamination 

Une décontamination des échantillons pour la recherche de mycobactéries est nécessaire 

pour les prélèvements considérés comme non stérile. Elle est basée sur le fait que les 

mycobactéries sont plus résistantes à certains antiseptiques que les bactéries. Cela permet 

d’éliminer soit une flore commensale lorsque le prélèvement n’est pas considéré comme stérile, 

soit les bactéries pathogènes présentes dans un prélèvement supposé stérile. Les bactéries ou 

levures poussent plus vite que les MNT et donc interférent avec la croissance de ces dernières. 

Par contre, les prélèvements provenant de sites fermés comme liquide céphalo-rachidien, 

liquide pleural, moelle osseuse, sang, biopsie de ganglion, sont considérés comme stérile donc 

directement ensemencés sur les milieux de culture sauf si l’examen direct (coloration de Gram) 

est positif. 

Il existe différentes méthodes de décontamination des échantillons. Les trois principales sont : 

- La méthode de Petroff :  NaOH 4% (218). La soude va agir en tant qu’agent 

homogénéisant et décontaminant. 

- La méthode de Tacquet-Tison : Cette méthode utilise le lauryl sulfate de sodium. 

Cependant cette méthode possède deux inconvénients : inhiber l’amplification génique 

et avoir un effet bactériostatique sur les mycobactéries (219,220). 

- La méthode de Kubica : NaOH 2% + N-acétyl L-cystéine (NALC). Le NALC est un 

agent mucolytique/fluidifiant qui permet une digestion rapide des prélèvements 

d’expectoration des patients ayant la mucoviscidose libérant ainsi les micro-organismes 

présentent dans le mucus et cellules pulmonaires (221). 
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Pour les patients étant susceptibles d’avoir une flore résistante comme les patients 

atteints de mucoviscidose, on peut faire soit la méthode de Kubica suivi d’une seconde 

décontamination par acide oxalique 5% soit utiliser de la chlorhexidine selon les 

recommandations (171). En terme de viabilité des MNT, cette dernière décontamination 

(chlorhexidine) a prouvé qu’elle est meilleure que l’acide oxalique (222,223). 

Malheureusement, la décontamination par la chlorhexidine n’est pas compatible avec les 

cultures en milieu liquide MGIT. 

L’ajout de l’acide oxalique à la première décontamination par NALC-NaOH permet de 

récupérer plus de MNT positives en culture en baissant le taux de contamination (224–227). 

Cependant cette méthode peut avoir des faux négatifs lorsque l’inoculum initial est faible car 

elle est agressive et peut interférer sur la viabilité des MNT (157,225,228). 

Il existe d’autres méthodes de décontaminations possibles. L’acide sulfurique à 4%, le 

chlorure de benzalkonium, le chlorure de sodium et le chlorure de cétyl pyridinium. Elles sont 

moins utilisés mais peuvent être préférées pour les prélèvements considérés comme très 

contaminés comme les urines ou les biopsies colique (220).  

La décontamination par NaOH- NALC a été comparée à l’acide sulfurique dans l’étude 

de Buijels et al. et montre que l’acide sulfurique est plus efficace significativement pour la 

détection des MNT. Il y a moins de contaminations et plus de cultures positives à MNT sur 

MGIT avec l’acide sulfurique (228).  

Il est important de bien choisir sa méthode de décontamination en essayant d’avoir la 

plus performante possible afin de supprimer les micro-organismes sans tuer les mycobactéries 

et nuire à leur croissance. 

 Microscope 

Les mycobactéries sont des BAAR. Leur membrane est imperméable aux colorants 

standards. Il faut donc utiliser des colorants concentrés comme la coloration de Zielh-Neelsen 

ou l’auramine.  

La coloration de Ziehl-Neelsen est la coloration de référence. Les mycobactéries 

apparaissent sous forme de bâtonnet rose-rouge sur fond bleu sur la lame (figure 21) grâce à un 

microscope optique à l’objectif 100 en immersion avec un oculaire de 10 (grossissement 1000).  
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Figure 21 : Présence de BAAR à la coloration de Ziehl Neelsen. 

De nos jours, la coloration à l’auramine est la plus souvent utilisée en première intention 

car elle est plus sensible et plus rapide que la précédente. Cette coloration est nommée méthode 

de Degommier, elle permet la visualisation de bacille vert jaune sur fond jaune orangé (figure 

22) grâce à un microscope à fluorescence à l’objectif 25 puis au 40.  

 

Figure 22 : Présence de BAAR à la coloration à l'auramine. 

Si le frottis est positif à la coloration à l’auramine, il doit être confirmé par la réalisation 

d’une coloration de Ziehl-Neelsen. Les BAAR sont droits ou légèrement incurvés, pouvant être 

en groupés en amas pour certaines espèces. 

La coloration peut être faite directement à partir du prélèvement (examen direct) ou sur 

les cultures positives liquides ou solides. 

L’inconvénient de cet examen microscopique direct est qu’il nécessite 5 000 à 10 000 

bacilles par mL pour visualiser au moins un BAAR. Cette technique est peu sensible. Dans 
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l’étude d’Olivier et al., seulement 18% des cultures positives pour MAC sont positives sur le 

frottis (ED) (7). Dans l’étude de Levy et al., 48% des frottis sont positifs si la culture retrouve 

un M. intracellulare et 26% pour toutes les autres espèces de MNT (183). D’autre part, ces 

colorations ne sont pas 100% spécifique des MNT car certaines bactéries prennent la coloration 

comme Nocardia, Actinomycetes et quelques corynébactéries.  

A l’examen direct on rend la présence de BAAR de manière semi-quantitative. Un 

système de croix est appliqué selon les recommandations REMIC 2017 : 

Nombre de BAAR Interprétation 

0 sur la lame Négatif 

1-9 sur la lame 1+ 

4-36 par 10 champs 2+ 

4-36 par champs 3+ 

>36 par champs 4+ 

 

Pour rendre un examen négatif il faut avoir passé tout le spot au microscope au moins 

pendant 20 minutes.  

 Cultures 

La culture est essentielle pour identifier l’espèce de mycobactérie et réaliser 

l’antibiogramme. Il existe différents types de culture : soit sur milieu liquide, soit sur milieu 

solide. Les recommandations préconisent de réaliser les deux types de cultures en parallèle 

(157,171). Les milieux liquides permettent une croissance plus rapide mais les milieux solides 

permettent une analyse semi-quantitative et qualitative, permettant d’analyser l’aspect des 

colonies. 

 Milieux de culture solide 

Les milieux Coletsos et Löwenstein-Jensen (LJ) sont les milieux de culture solide les 

plus utilisés en routine (figure 23). Le milieu Coletsos permet une croissance plus rapide et plus 

abondante que le milieu Löwenstein-Jensen. Les milieux solides permettent de visualiser le 

nombre de colonies et donc la charge « bactérienne ». 

Ces deux milieux sont très riches, à base d’œuf, permettant la croissance des 

mycobactéries qui sont très exigeantes. Leur composition est assez similaire (fécule de pomme 

de terre, glycérol, œuf entier, phosphate monopotassique, sulfate et citrate de magnésium et L-
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asparagine). Le milieu Coletsos est un peu plus enrichi (ajout d’oligoéléments, de jaune d’œuf, 

de poudre d’anthracite, de pyruvate et de glutamate de sodium). Ils contiennent tous les deux 

du vert de malachite qui permet l’inhibition de la croissance de nombreuses bactéries. 

 

Figure 23 : Milieux de culture solide : Löwenstein-Jensen en haut et Colestos en bas. 

D’autres milieux existent comme les milieux gélosés Middlebrook 7H10 et 7H11 qui 

sont des milieux semi-synthétiques. Ils doivent être enrichis avec l’acide oléique, de l’albumine 

de bovin, du dextrose, du chlorure de sodium et de catalase nommé mélange OADC.  

 Milieux de culture liquide 

Les milieux de culture liquide permettent une croissance plus rapide que sur milieu 

solide notamment pour les mycobactéries à croissance lente. Ces milieux sont utilisés dans le 

cadre de méthode automatisée. Le principe de détection est basé sur la consommation de 

l’oxygène dans ce milieu par les mycobactéries lors de leur croissance. Ce sont des systèmes 

qui permettent une lecture en continue de la fluorescence. 

Le système BactecTM MGIT 960 (Mycobacteria Growth Indicator Tube) de Becton 

Dickinson utilise un système de florescence qui peut incuber les tubes à une température de 

37°C. Ces tubes contiennent un bouillon de Middlebrook 7H9 avec des sels de ruthénium dans 

du silicone au fond du tube. La mesure de cette fluorescence correspond à la quantité d’oxygène 

utilisée lors de la croissance bactérienne. Lors de cette croissance, la pression partielle en O2 

diminue. Ainsi les sels de ruthénium se réduisent et émettent une fluorescence orangée sous 

UV à 365 nm. On ajoute un mélange de supplément OADC, d’antibiotiques et d’antifongiques 

pour éviter la pousse de contaminants ; le PANTA (polymyxine B, amphotéricine, acide 

nalidixique, triméthoprime et azlocilline). La vancomycine peut être ajoutée en plus. Avant 

2019, il existait un autre système automatisé qui était lui basé sur le dégagement de CO2 dans 

le milieu (Bact/ALERT de Biomérieux). 

Comme annoncé précédemment, la croissance est plus rapide sur milieu liquide que 

solide. Cependant, certaines espèces ne poussent pas en milieu liquide et ce milieu se contamine 
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plus facilement. Il est donc nécessaire d’ensemencer les deux types de milieux de culture pour 

améliorer la sensibilité de détection (157,171,229). 

 Nouveaux milieux de culture 

D’une part, la gélose sélective pour l’identification de Burkholderia cepacia peut être 

utilisée pour l’identification de MNT en optimisant le temps d’incubation de celle-ci. 

D’autre part, face au problème de baisse de viabilité des MNT du au processus de 

décontamination, de nouvelles géloses, les géloses RGM ont été mises en place. Ces géloses ne 

nécessitent pas de décontamination préalable des prélèvements. 

1. Gélose pour la recherche de Burkholderia cepacia 

La gélose communément nommée « cepacia » ou BSCA (Burkholderia cepacia 

selective agar) est utilisée initialement pour la recherche de cette bactérie avec une durée 

d’incubation de 5 jours. Pour la recherche de MNT, la durée d’incubation doit être augmentée. 

En effet, le fait de passer d’une incubation de 5 jours à 14 jours augmente significativement le 

taux de détection des MNT (230). Mais une incubation plus longue de cette gélose ne semble 

pas nécessaire. L’étude de Plonga et al. montre que toutes les MNT ont poussé sur la gélose à 

J14 (voir figure 24) (231). Ce milieu doit rester un complément des géloses usuelles car elle ne 

permet pas la croissance des MAC (culture à croissance lente). Les milieux de cultures 

traditionnels (MGIT + LJ ou Coletsos) ont une meilleure sensibilité pour cette recherche que la 

gélose BCSA seule (83% vs 75,3%) (230).   

2. Gélose RGM 

Depuis peu, un nouveau type de gélose nommée RGM (Rapidly Growth 

Mycobacterium) a été mis sur le marché pour la culture des MNT chez les patients atteints de 

mucoviscidose. C’est une gélose sélective qui ne nécessite pas de décontamination préalable 

des prélèvements (232). De nombreuses études récentes ont été mises en œuvre pour comparer 

l’usage de cette gélose avec les milieux utilisés traditionnellement (LJ et MGIT).  

La sensibilité de la gélose RGM semble très satisfaisante et équivalente à celle du MGIT 

(82% vs 86%) pour la culture des MNT avec un temps moyen de positivité des deux méthodes 

similaire (5,7 jours vs 6 jours) (233–235).  

Initialement, la gélose RGM a été conçue pour la mise en évidence de mycobactéries à 

croissance rapide. Il a été démontré qu’une incubation de 28 jours (au lieu de 10 jours) pouvait 

permettre la culture de mycobactérie à croissance plus lente (231,235). Cet allongement 
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d’incubation à un impact significatif sur la détection car seulement 61,2% des MNT sont 

reconnues à J10 alors que 96,9% le sont à J28 (p=0,001) (figure 24).  

 

Figure 24 : Temps de détection des MNT sur RGM versus sur BCSA sur des prélèvements respiratoires de 

patients ayant la mucoviscidose (231). 

La gélose RGM offre l’avantage d’être très sélective des MNT. Elle est plus sélective 

significativement que la méthode traditionnelle AFB (Acid Fast Bacillus : LJ + MGIT), 

Middlebrook et les géloses BCSA (231,232,235,236).  

La sensibilité des géloses RGM est meilleure pour la recherche de MABSC que pour 

les MAC. Pour les MAC, il n’y a pas de différence significative entre ce milieu et les milieux 

AFB ou Middlebrook (231,235,236). Les MABSC étant les mycobactéries les plus souvent 

retrouvées chez les patients ayant la mucoviscidose en Europe, la gélose RGM semble 

intéressante pour la recherche de MNT chez ces patients. 

L’inhibition de la pousse de la plupart des micro-organismes (bactéries gram positive, 

Pseudomonas aeruginosa, levures…) est un autre avantage de la gélose RGM. Les études ont 

montré que ce milieu est significativement moins contaminant que la gélose BCSA 

(231,232,237). Le même résultat a été observé pour la comparaison avec le milieu liquide 

MGIT (233–235). 

Dans plusieurs études, la croissance des MNT, sur gélose RGM est favorisée 

significativement par une température d’incubation des géloses à 30°C au lieu de 35°C 

(235,236). En effet certaines espèces ne poussent pas à 35°C : M. gordonae, M. llatzerense, M. 

mucogenicum, M. chelonae par exemple (235,236).  L’étude de Stephenson et al. démontre que 

lorsque l’inoculum présent dans le prélèvement est élevé, la sensibilité de détection d’une MNT 

est égale entre les milieux de gélose RGM et les milieux conventionnels (MGIT+LJ) (figure 
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25). A l’inverse lorsque l’inoculum est faible, seules les MNT arrivent à pousser sur les géloses 

RGM comme nous le montre la figure si dessous (236). 

 

Figure 25 : Corrélation entre le nombre de colonies isolées sur gélose RGM à 30°C et type de culture positive. 

Bleu : géloses RGM positive et AFB négative. Rouge : géloses RGM positive et AFB positive (236). 

Ces géloses RGM semblent avoir beaucoup d’avantages : pas de décontamination 

préalable, meilleure détection des MNT surtout pour les mycobactéries à croissance rapide, taux 

de contamination faible et dénombrement des colonies de manière semi quantitative. Le fait de 

ne pas décontamination les prélèvements a pour avantage principal de ne pas toucher à la 

viabilité des mycobactéries. 

Jusqu’à peu de temps, il n’y avait pas de gélose suffisamment sélective pour la détection 

de MNT, ce qui nécessitait l’utilisation de plusieurs types de géloses pour couvrir un grand 

nombre de MNT. Avec l’apparition de la gélose RGM, cela va peut-être évoluer. L’utilisation 

des géloses RGM et BCSA pour la recherche de MNT n’est pas encore inscrite dans les 

recommandations.  

 Conditions de culture 

Il existe différentes températures d’incubation optimales et de temps d’incubation en 

fonction de l’espèce recherchée et du site de prélèvement.  

Généralement on utilise une culture incubée à 30°C et une autre à 37°C pour les patients 

ayant la mucoviscidose. La croissance des MNT est optimale entre 28 et 37°C (157). Mais 

certaines espèces moins communes poussent à des températures inférieures ou supérieures à 

celle-ci. Par exemple, M. xenopi pousse à 42°C et M. ulcerans, M. haemophilium et M. marinum 

poussent entre 28°C et 30°C. Les mycobactéries à tropisme cutanée poussent mieux à 30°C. 
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Le temps d’incubation des souches est aussi important car il existe des RGM et des 

SGM. Les recommandations exigent un minimum d’incubation de 6 semaines pour le milieux 

liquides et solides (171). Ce temps peut être allongé jusqu’à 6 mois si l’examen direct présente 

des BAAR et si les cultures à 6 semaines sont négatives. 

 Identification 

Il est recommandé de faire une identification jusqu’à l’espèce voire la sous espèce pour 

certaines MNT. Pour  M. intracellulare, M. avium et M. chimaera, l’identification peut s’arrêter 

au complexe avium mais pour les MABSC, l’identification de la sous espèce est nécessaire car 

elles possèdent des virulences et des résistances aux antibiotiques différentes (171). 

 Tests phénotypiques 

Initialement les tests phénotypiques étaient utilisés pour identifier les MNT grâce à la 

classification de Runyon. Celle-ci permettait de déterminer le groupe d’appartenance en 

fonction de l’apparence des colonies, du temps de pousse et de la réponse à certains tests : 

accumulation de niacine, réduction du nitrate, catalase, utilisation du citrate, croissance en 

présence de NaCL… (238). Ces méthodes sont longues, difficiles à interpréter et ne sont parfois 

pas suffisantes pour une bonne identification. Des techniques complémentaires doivent y être 

ajoutées (157).  

 Test chromatographique 

La chromatographie liquide de haute performance (CLHP) permet quant à elle l’analyse 

des acides mycoliques de la paroi des MNT. Elle est utilisée dans certains laboratoires de 

référence mais très peu en routine car le coût est élevé. Cependant, l’identification de certaines 

espèces n’est pas possible. Par exemple, M. abscessus et M. chelonae ne sont pas distinguable 

(157) et toutes les mycobactéries du complexe tuberculosis possèdent le même 

chromatogramme (239). 

 Séquençage de gènes de ménage 

Les méthodes génotypiques peuvent aussi permettre une identification correcte des 

MNT. Le séquençage des gènes rpoB, hsp65, recA, sodA,  secA et l’ARN ribosomal 16S sont 

les plus utilisés de nos jours (240,241). Ce sont des gènes très conservés chez les mycobactéries 

mais ayant des zones hypervariables permettant l’identification de celle-ci (242).  

Initialement c’est l’ARN ribosomal 16S qui était le plus utilisé car plus précis que les 

tests phénotypiques mais certaines espèces proches génétiquement possèdent le même ARN 
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16S comme au sein du complexe abscessus ou au sein du complexe tuberculosis (243–246). 

L’étude de Chen et al. montre que l’ARN 16S peut séparer M. avium de M. intracellulare (247).  

Le gène rpoB (sous unité β de ARN polymérase) possède 342 bp et semble plus 

discriminant que l’ARN 16S (248–250). Par exemple M. kansasii et M. gastri possèdent le 

même ARN 16S mais un rpoB différent. Par contre le complexe tuberculeux possède le même 

ARN16S et rpoB (251,252).  

Enfin le gène hsp65 (heat shock protein de 65 kD), est un gène de 441 bp. Ce gène 

permet d’identifier un grand nombre de mycobactéries (253). Avec hsp65, on peut voir plus de 

polymorphisme que par ARN 16S. Cela permet de séparer certaines espèces comme, par 

exemple, M. chelonae et M. abscessus, ou les espèces dans le complexe MAC qui sont difficiles 

à différencier par ARN 16S (254–257).  

Il a été montré dans différentes études que le séquençage d’un seul gène menait à des 

erreurs d’identification. L’utilisation de plusieurs gènes à la fois est recommandée (243,258–

262). Dans l’étude de Kim et al., 71,13% des isolats sont identifiés grâce au séquençage de 

l’ARN 16S, 86,8% avec hsp65 et 81,6% par rpoB. Cependant si on utilise les 3 gènes ensemble, 

97,25% de mycobactéries sont identifiées. La publication de Zelazny et al. nous montre que le 

séquençage des gènes hsp65, rpoB, secA et de l’ARN 16S ensemble permet de distinguer 

Mycobacteroides abscessus subsp abscessus de Mycobacteroides abscessus subsp massiliense 

et de Mycobacteroides abscessus subsp bolletii (259). Ces trois gènes semblent plus variables 

que l’ARN 16S et permettent donc de faire la différence intra-espèces (258,260). Comme 

annoncé précédemment, M. abscessus massiliense peut être différencié des deux autres espèces 

du complexe abscessus par le séquençage du gène erm(41) qui est plus court (201). 

 PCR avec hybridation sur support solide (Kit commercial) 

Une autre méthode qui couple la PCR (polymerase chain reaction) à une hybridation 

inverse sur support solide existe. Deux kits commerciaux existent : INNO-LiPA Mycobacteria 

(Line probe assay) et GenoType® Mycobacterium assay (HAIN, Lifescience, Bruker, 

Germany).  

Le principe de la première technique est d’amplifier par PCR la zone intergénique entre 

les gènes ribosomaux de l’ADN 16S et 23S. Elle permet d’identifier 16 mycobactéries 

différentes (263–267). Cette zone intergénique nommée ITS (Internal transcribed Spacer) 

permet de séparer certaines espèces proches génétiquement (268). La technique LiPA montre 

de très bons résultats avec une sensibilité de 100% et possède l’avantage de différencier 3 
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groupes des M. kansasii : génotype I, génotype II et les autres génotypes III à V (264–

267,269,270). Il existe VII génotypes au total de cette espèce. Le I et II sont des pathogènes, le 

I étant le plus souvent isolé chez l’homme, les autres sont considérés comme des contaminants 

de l’environnement (271). 

La technique GenoType cible l’ADNr 23S et permet identifier une vingtaine de MNT 

ainsi que les mycobactéries du complexe tuberculosis (266,272,273). Pour les MNT, cette 

technique est composée de deux kits, le kit CM (Common Mycobacteria) pour l’identification 

de 15 espèces les plus fréquentes et le kit AS (Additional Species) pour 16 espèces moins 

communes (274–276). Le kit AS permet aussi de différencier l’espèce M. marinum de M. 

ulcerans, ce qui n’est pas possible sur le kit CM (277). La sensibilité pour l’identification 

d’espèce est pour le kit CM de 88% - 97,9% et augmente à 96% - 99,3% lorsque l’on ajoute le 

kit AS, selon les études (275,276,278).  

Ces deux kits ne permettent pas de différencier les membres du complexe tuberculeux 

et du complexe abscessus (266,270,279–281). Pour différencier les trois sous espèces du 

complexe abscessus, il existe le GenoType NTM-DR® qui est aussi un test d’hybridation sur 

bandelette. Il permet de mettre en évidence les résistances aux macrolides naturelles aux 

macrolides : erm(41) ou acquises aux macrolides ou aminoglycosides, respectivement rrl ou 

rrs, pour MAC, MABSC et M. chelonae (207,208,211,282). 

 PCR couplée à une restriction enzymatique 

 La PCR-Restriction enzyme Analysis (PRA) qui est une PCR couplée à une restriction 

enzymatique est aussi pratiquée. Cette méthode utilise généralement le séquençage du gène 

hsp65 qui sera ensuite digéré par deux enzymes BstEII et HaeIII. La taille du fragment identifié 

sur un gel d’agarose est spécifique de l’espèce (157,263,283–291). L’étude de Wu et al. montre 

que plus l’examen direct possède un nombre de BAAR important, plus l’identification par la 

technique PRA-hps65 est correcte (292). Le gène rpoB ou l’ARN 16S peuvent aussi être utilisés 

avec d’autres enzymes de restriction (293–297). Elle permet ainsi de séparer distinctement la 

plupart des mycobactéries. Grâce à cette technique M. kansasii et M. gastri, ou M. abscessus et 

M. chelonae, non différentiables par le séquençage de l’ARN 16S, le deviennent grâce à la PRA 

(287,289).  

Par contre, cette technique ne permet pas de différencier les mycobactéries du complexe 

tuberculeux qui possèdent le même profil PRA (288,289). 
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 Sondes spécifiques 

Les sondes nucléiques spécifiques sans amplification, Gen-Probe® AccuProbe® 

(Hologic) sont de moins en moins utilisées. La cible de cette technique est l’ARN ribosomal 

16S. En effet, peu de mycobactéries sont identifiables : MAC, Mycobacterium avium, 

Mycobacterium gordonae, M. intracellulare, M. kansasii et M. tuberculosis complex (266,298). 

 Spectrométrie de masse 

Enfin le MALDI-TOF MS (Matrix Assited Laser Desorption Ionization-Time of Flight 

Mass Spectrometer) est depuis quelques années mis en place pour l’identification des MNT à 

partir des milieux de culture (171,299–301). C’est un outil très utilisé pour l’identification des 

souches bactériennes. Il a prouvé aussi son efficacité dans l’identification des MNT avec une 

spécificité de 100% et une sensibilité de 82 à 100% selon les espèces (302,303). Le résultat est 

obtenu rapidement, il y a peu de coût de réactifs et est utilisable en routine (302–305). 

Cependant, pour les MNT très proche génétiquement, certaines sous espèce comme M. 

abscessus subsp abscesus et M. abscessus subsp massiliense et M. abscessus subsp bolletii ne 

peuvent être différencier directement (299,306). L’étude de Fangous et al. publiée en 2014 

montre que grâce à l’utilisation d’un algorithme basé sur cinq pics caractéristiques du complexe 

abscessus, les trois sous espèces sont identifiables à 94% (figure 26). A noter que le faible taux 

d’erreur de 6% ne concerne que la sous espèce M. massiliense (307). 

 

Figure 26 : Les trois sous-espèces de Mycobacteroides abscessus sont identifiées grâce à la présence (+) ou 

l'absence (-) de cinq pics caractéristiques. (307). 

La biologie moléculaire peut se révéler alors utile pour compléter l’identification.  
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Partie III : Notre étude 

 Objectif de l’étude 

L’objectif de cette étude est d’évaluer la méthode de décontamination des 

expectorations, chez les patients atteints de mucoviscidose, dans le diagnostic des MNT. Pour 

cela nous avons comparé la méthode de simple décontamination par NaOH NALC avec la 

méthode de double décontamination utilisée en routine au laboratoire du CHU de Caen (NaOH 

NALC puis acide oxalique, selon les recommandations (171)). L’incubation prolongée à 28 

jours de la gélose Oxoid (initialement ensemencée pour la recherche de la bactérie Burkholderia 

cepacia) a été également étudiée. 

Cette étude a été inspirée par la mise en place du protocole national nommé 

CIMeNT (Epidémiologie et Caractéristiques Cliniques des Infections à Mycobactéries Non 

Tuberculeuses chez les patients atteints de mucoviscidose) en décembre 2019 au CHU de Caen. 

Différents points ont été analysés lors de cette étude :   

- le délai de croissance des MNT en fonction du mode décontamination utilisé 

- le taux de contamination présente pour chaque mode de décontamination 

- la sensibilité de la gélose Oxoid pour la recherche de MNT (nommée communément 

gélose « cepacia » par la suite) 

 Matériels et méthodes 

 Échantillons 

Nous avons inclus dans notre étude toutes les expectorations prélevées chez des enfants 

et des adultes ayant la mucoviscidose du 27 décembre 2019 au 21 juillet 2020 au CHU de Caen. 

Durant cette période, 91 prélèvements ont été sélectionnés mais 15 ont été exclus pour une 

quantité insuffisante. Ainsi, 76 échantillons ont été recueillis sur cette période (figure 30). Pour 

la majorité des cas, les prélèvements étaient effectués lors d’une consultation de suivi. Quelques 

patients étaient hospitalisés (9 hospitalisations).  

Les données collectées à partir des dossiers médicaux des patients sont : sexe, date de 

naissance, génotype CFTR, date du diagnostic de la mucoviscidose, clinique (iléus méconial, 

insuffisance pancréatique exocrine, diabète), VEMS, colonisation bactérienne et fongique, 
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traitement de la mucoviscidose ou greffe pulmonaire et antécédent de colonisation/infection à 

une MNT. 

 Protocole de diagnostic des MNT au laboratoire 

Suite au protocole CIMeNT, nous avons décidé d’effectuer au CHU de Caen les deux 

types de décontaminations (simple et double) en parallèle sur toutes les expectorations de 

patients ayant la mucoviscidose. Cela nous a permis de faire une révision des bonnes pratiques 

de laboratoire en analysant la viabilité des MNT sur une simple et sur une double 

décontamination et l’utilité des géloses « cepacia ». 

 Méthodes de cultures 

La décontamination de l’expectoration consiste en premier lieu à l’ajout d’agents 

mucolytiques le NAC-PAC Red (Alpha Tec référence 0004303) avec du NALC puis un 

décontaminant, la soude NaOH à 5%. Un agent neutralisant le NPC 67 (AlphaTec référence 

0003940) est ensuite ajouté au mélange jusqu’à neutralisation du la soude (virage du rose à 

incolore). Ce mélange est ensuite centrifugé à 3600 tours/min pendant 20 minutes. Un examen 

direct par la coloration de l’auramine sera réalisé à partir du culot provenant de cette 

centrifugation. Le culot est ensuite remis en suspension grâce à l’ajout de PRBTM (pellet 

resuspension buffer Alphatc référence 0004510) : c’est la première décontamination (D1). 

Deux milieux solides : Coletsos ossein (Bio Rad Référence 53164) et deux milieux 

liquides : MGIT (BBLTM MGITTM Becton Dickinson référence 245122) sont ensemencés avec 

la première décontamination. Un milieu de chaque type sera incubé à 37°C et les autres à 30°C. 

A noter que les milieux liquides sont enrichis par l’ajoute d’un mélange d’antibiotiques nommé 

PANTA (BBLTM MGITTM PANTATM Becton Dickinson référence 245124), d’un supplément 

de croissance OADC (Becton Dickinson BACTECTM MGITTM Growth supplement référence 

245124) et de la vancomycine, pour limiter les contaminations bactériennes et fongiques.  

Pour la seconde décontamination (D2) on ajoute 1 mL d’eau et 1 mL d’acide oxalique 

laissé en contact avec le mélange de la première décontamination pendant 30 minutes. On ajoute 

ensuite l’agent neutralisant NPC 67, on centrifuge le mélange et puis le surnagent est enlevé. 

Les mêmes milieux sont ensemencés comme pour la première décontamination grâce à la 

remise en suspension du culot par du PRBTM. 

La figure 27 résume la prise en charge des expectorations de patients ayant la 

mucoviscidose au CHU de Caen. 
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En plus des deux milieux de cultures conventionnels utilisés pour la recherche de MNT, 

la gélose Burkholderia cepacia (Oxoid P00938) était observée sur une période prolongée de 28 

jours au lieu de 5 jours. Cette gélose a été initialement ensemencée avec du prélèvement pur 

non décontaminé, en même temps que les géloses pour la recherche de bactéries. 

Les milieux liquides sont incubés pendant 6 semaines, les solides pendant 12 semaines. 

Une prolongation de l’incubation est possible en cas d’examen direct positif à BAAR et de 

cultures négatives aux délais cités. 

Les MGIT à 37°C sont placés dans l’automate de Becton Dickinson MGIT 960 avec 

une surveillance continue. Les MGIT à 30°C sont incubés dans une étuve dédiée et observés 

une fois par semaine. Les milieux solides sont aussi examinés et placés dans des étuves à 

température dédiée. 

Toute culture positive est manipulée dans un laboratoire P3. 

 Identification 

Au laboratoire P3, l’inactivation est possible à partir du milieu de culture liquide ou 

solide. Cette inactivation est réalisée grâce à un choc thermique avec de l’éthanol pur conservé 

à -18°C (extraction protéique plus facile). Les tubes sont centrifugés à 13000 tr/min pendant 5 

minutes et le surnagent enlevé.  

Figure 27 : Prise en charge des expectorations de patients atteint de la mucoviscidose au CHU de Caen. 
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Une coloration de Ziehl-Armand (Kit QuickTB RAL) est réalisée sur une lame pour la 

rechercher de BAAR. Si cette coloration est négative, une coloration à l’auramine est faite sur 

une seconde lame disponible. Si celle-ci est négative, une coloration au GRAM est effectuée 

sur cette même lame, pour voir une potentielle contamination des tubes par des bactéries ou des 

levures. 

En second lieu, le test MPT64 (SD BIOLINE TB Ag MPT64 Rapid référence 08FK50) 

est réalisé. C’est un test rapide immunochromatographique qui permet de détecter les 

mycobactéries du complexe tuberculosis. La MPT64 est une protéine spécifique du complexe 

tuberculosis et est incriminée dans sa virulence.  

La figure 28, représente schématiquement la prise en charge des prélèvements positifs 

sur milieux solides et/ou liquide au CHU de Caen. 

Au P2, l’identification sur MALDI-TOF (Bruker) de la souche inactivée est réalisée 

grâce à un protocole d’extraction MycoEX par acétonitrile et acide formique en quantité 

équivalente et bile de zirconium (299). La banque de donnée spécifique des mycobactéries sur 

le logiciel du MALDI-TOF est utilisée (MBT Mycobacteria Library version 6.0 #18507766). 

L’identification est considérée comme excellente lorsque le score est > 2, correcte si > 

1,8 et non correcte si elle est < à 1,8. Lorsque le score est < 1,8, soit un HAIN NTM-DR est 

réalisé au CHU de Caen soit un séquençage du gène hsp65. 

Figure 28 : Prise en charge des prélèvements positifs. 
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 Sensibilité aux antibiotiques 

La sensibilité aux antibiotiques est testée au CHU de Caen par génotypage grâce au test 

nommé GenoType® Mycobacterium NTM-DR (HAIN Lifescence). Ce kit permet de 

déterminer seulement la sensibilité à certains antibiotiques pour les espèces suivantes : M. 

avium, M. chimeara, M. intracellulare, M. abscessus subsp abscessus, M. abscessus subsp 

bolletii, M. abscessus subsp massiliense et pour M. chelonae. Il étudie la sensibilité aux 

macrolides (clarithromycine et azithromycine) par la recherche des gènes erm(41) et rrl et la 

sensibilité aux aminosides (kanamycine, amikacine et gentamicine) par le gène rrs. Si les 

souches sont résistantes à un antibiotique, elles sont envoyées au CNR.  

Les antibiogrammes en milieu liquide (test phénotypique) ne sont pas faits au CHU de 

Caen mais envoyés au CNR de la Pitié Salpêtrière. Il en est de même pour les souches non 

incluses dans le kit GenoType® Mycobacterium NTM-DR (HAIN Lifescence) comme par 

exemple M. kansasii, M. marinum ou M. xenopi.  

Selon les recommandations du CASFM, la détermination des CMI (concentration 

minimal inhibitrice) pour les MNT est réalisée grâce à une méthode de microdilution en plaque 

de 96 puits (206). Les indications de réalisation d’un antibiogramme en milieu liquides sont les 

suivantes : 

- patient ayant un antécédent de traitement aux macrolides ou aminosides 

- les cultures restant positives après 6 mois de traitement 

- certains terrains à risque comme la mucoviscidose, l’immunodépression sévère ou la 

transplantation d’organe solide 

Pour les MAC, l’antibiogramme se fait sur un milieu liquide Mueller-Hinton avec 

l’ajout d’OADC. La clarithromycine est testée initialement. L’amikacine sera testée s’il existe 

une résistance à la clarithromycine. L’incubation se fait à 35°C pendant 7 jours. Lorsque la 

croissance est insuffisance à 7 jours, la lecture peut se faire entre 10 et 14 jours. 

L’antibiogramme est Si la souche est sensible à la clarithromycine, elle sera rendue par 

interprétation sensible à l’azithromycine. La rifampicine et l’éthambutol ne sont pas testés pour 

les souches appartenant à ce complexe car il n’existe pas de corrélation entre le succès 

thérapeutique et la sensibilité in vitro de ces deux molécules (206). 

Pour les MABSC, l’antibiogramme est réalisé sur un milieu de culture liquide CAMHB 

(Cation Ajusted Mueller Hinton Broth). C’est un milieu de culture Mueller-Hinton ajusté en 

cations Ca2+ et Mg2+. Il est incubé à 30°C pendant 3 à 5 jours. L’antibiogramme est à relire à 
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J14 pour la détermination de la CMI de la clarithromycine pour vérifier la présence ou l’absence 

de résistance inductible. L’amikacine, la céfoxitine, la clarithromycine et la tigécycline sont 

testés sur cet antibiogramme. Le linézolide peut aussi être testé en complément. La 

détermination de la sous-espèce du séquevar erm(41) est indispensable en l’absence 

d’antécédent de traitement et en l’absence de terrain à risque (206). 

 Ethique 

Nous n’avons pas eu besoin de consentement des patients lors de cette étude car les 

prélèvements utilisés étaient ceux prescrit par le médecin, en accord avec la Loi n°2004-800 

relative à la bioéthique et publiée dans le Journal Officiel de la République Française en août 

2004. 

 Résultats 

 Caractéristiques des patients 

 Epidémiologie 

Dans notre étude 42 patients ont été inclus dont 15 enfants (<18 ans) et 27 adultes (≥18 

ans). La répartition homme/femme est presque équilibrée avec 22 hommes (52,4%) et 20 

femmes (47,6%) (tableau 6), ce qui représentatif de la population Française de patients atteints 

de la mucoviscidose en 2017 (11). Cette population est composée à majoritairement d’adulte à 

64,3% (légèrement supérieur aux chiffres recensés dans le registre 2017 : 55,9%). Notre 

moyenne d’âge est donc plus élevée (27 ans au lieu de 22,3 ans dans la population française).  

Tableau 6 : Caractéristiques épidémiologiques des patients. 

 Total n=42 Chiffres 2017 (11) 

Homme 52,4% (n=22) 52,1% 

Femme 47,6% (n=20) 47,9% 

Enfants 35,7% (n=15) 44,1% 

Adultes 64,3% (n=27) 55,9% 

Age (moyenne) 26,8 ans 22,3 ans 

Greffe pulmonaire 4,8% (n=2) 12% 

 

L’âge de la population de cette étude s’étend de 8 ans à 71 ans avec une moyenne de 

26,8 ans (médiane de 23,5 ans). La moyenne d’âge des patients ayant le génotype homozygote 
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pour la mutation delta F508 est de 24,5 ans et de 29,4 ans pour les patients hétérozygotes, sans 

différence significative entre ces deux groupes.  

 Mutations 

88,1% de notre population possède une mutation delta F508del que ce soit à l’état 

homozygote ou hétérozygote (83,4% selon le registre Français de la mucoviscidose 2017) 

(tableau 7). Dix-neuf patients possèdent un génotype homozygote F508del/F508del, dix-huit 

ont un génotype hétérozygote pour FF508del et cinq ont d’autres génotypes dont deux avec des 

mutations non connues (c’est-à-dire non répertoriées dans leur dossier clinique informatique).  

Tableau 7 : Répartition de la mutation delta F508 dans notre population. 

 

 

 

 

Sur les 19 patients homozygotes, 17 patients bénéficient du traitement Orkambi®. Les 

deux autres patients homozygotes sont des patients greffés. L’un est greffé pulmonaire et l’autre 

est greffé hépatique, en attente d’une greffe pulmonaire. L’usage du traitement Orkambi® n’est 

pas recommandé chez les patients greffés. 

Lors de notre étude, seulement deux patients greffés bi-pulmonaire ont eu un ECBC, la 

patiente homozygote pour la mutation F508del sus citée, greffée à l’âge de 12 ans et un patient 

hétérozygote greffé à 26 ans. 

Notre population semble représentative de la population française de patients ayant la 

mucoviscidose selon les chiffres de 2017 du registre national de la mucoviscidose. Cependant 

notre population est un peu plus âgée avec une moyenne de 5 ans supérieure au registre français. 

 Diagnostic de la mucoviscidose 

Selon la figure 29, la majorité des patients soit trois quart (n=32) ont eu un diagnostic 

précoce néonatal. Trois patients ont eu un diagnostic tardif dans la petite enfance entre l’âge de 

2 et 4 ans. Quatre autres patients ont eu un diagnostic très tardif c’est-à-dire après 20 ans. Pour 

les trois patients restants, l’information sur la date de leur diagnostic n’était pas connue dans 

leur dossier médical.  

 

  Chiffres 2017(11) 

Génotype Homozygote delta F508 46,3% (n=19)  

                 Hétérozygote delta F508 42,8 % (n=18)  

                 Total mutation delta F508 88,1% (n=37) 83,4% 

                 Autres 12,2% (n=5)  
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Pour les diagnostics très tardifs :  

- Deux hommes âgés de 55 ans et 57 ans lors de notre étude ont eu leur diagnostic lors 

d’un bilan d’infertilité où une azoospermie par agénésie des canaux déférents a été 

retrouvée.  

- Deux femmes de 55 ans et 71 ans, ont eu leur diagnostic face à des troubles respiratoires 

(exacerbations des signes cliniques respiratoire ou dilatation des bronches). 

 

Figure 29 : Age de diagnostic de la mucoviscidose dans notre population. 

 Infections bactériennes 

Dans notre étude, tous les patients étaient positifs à une ou plusieurs bactéries en culture. 

Quasiment la moitié était colonisé à Aspergillus fumigatus. Comme on peut le voir dans le 

tableau 8 :  

- 80,9% de nos patients ont eu un Staphylococcus aureus sur leur culture d’ECBC dont 

trois patients à SARM.  

- 42,9% à Pseudomonas aeruginosa  

- 45,2% à Aspergillus fumigatus 

- 16,7% à Haemophilus influenzae 

- 9,5% à Stenotrophomonas maltophilia 

Seulement deux patients (homozygote pour la mutation F508del) dans notre étude 

possèdent une culture positive à Achromobacter xylosoxidans. Un patient était positif à 

Burkholderia cepacia complexe et un autre à Streptocoque pneumoniae.  
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Sur le plan bactériologique en comparaison au rapport 2017 du registre de la 

mucoviscidose (11), notre population possède plus de colonisation à Staphylococcus aureus et 

à Aspergillus fumigatus. 

Tableau 8 : Colonisation ou infection aux principales bactéries responsables d’infections respiratoire. 

  Chiffres 2017 (11) 

Staphylococcus aureus 80,9% (n=33) 61,6% 

        SARM 7,1% (n= 3) 6,3% 

Pseudomonas aeruginosa 42,9% (n=18) 36,8% 

Aspergillus fumigatus 45,2% (n=18) 28,7% 

Haemophilus influenzae 16,7% (n=7) 16,6% 

Stenotrophomonas maltophilia 9,5% (n=4) 10,6% 

Burkholderia cepacia 2,4% (n=1) 2,3% 

Achromobacter xylosoxidans 4,8% (n=2) 6,6% 

Streptococcus pneumoniae 2,4% (n=1) 2,6% 

MNT 9,5% (n=4) 2,6% 

 

 ECBC 

76 expectorations ont été analysées pendant notre étude. 26 patients ont eu un seul 

prélèvement réalisé et les 16 restants ont eu deux à cinq prélèvements à intervalles de temps 

plus ou moins rapprochés.  

Le tableau 9 récapitule le nombre de prélèvements qu’il y a eu pour chaque patient. On 

peut noter que 6 patients ont eu deux prélèvements, 4 autres en ont eu trois, 4 patients ont eu 

quatre prélèvements et 2 patientes ont eu cinq prélèvements. Ces deux patientes ont eu des 

cultures positives à une MNT lors de notre étude : ChiLo et GosKe. 

Tableau 9 : Tableau récapitulatif du nombre de prélèvements par patients 

Nombre de prélèvements 1 2 3 4 5 

Nombre de patients 26 6 4 4 2 

 

 Contamination des milieux de cultures 

Sur les 76 prélèvements ensemencés, 25 (32,4%) ont été contaminés par des bactéries 

ou des levures. Sachant qu’il y a deux types de décontaminations (D1 et D2) par prélèvements, 

29 décontaminations ont été contaminées. 22 décontaminations ont été contaminées sur la D1 

et 7 sur la D2. A noter que 4 décontaminations ont été contaminées sur les deux types de 
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décontamination. Comme nous le montre le tableau 10, le taux de contamination est plus élevé 

après une seule décontamination qu’après une seconde décontamination avec l’acide oxalique, 

29% contre 9,2% respectivement.  

Tableau 10 : Taux de contamination des géloses 

  

Contamination 1ère décontamination (D1) 29% (22) 

Contamination 2ème décontamination (D2) 9,2% (7) 

Contamination globale de contamination des ECBC 32,9% (25) 

 

Pour les 25 prélèvements contaminés, 23 soit 92% sont en rapport avec la flore retrouvée 

dans l’examen bactériologique. Les BGN sont les principales bactéries en cause dans la 

contamination des géloses, puis viennent les cocci à gram positifs. 

Nous avons aussi regardé si les prélèvements contaminés provenaient toujours des 

mêmes patients. Ces 25 prélèvements contaminés proviennent de 16 patients. 10 patients 

avaient uniquement un prélèvement pendant cette période et 6 patients ont eu plusieurs 

prélèvements contaminés sur cette période d’étude. 

Sur ces 6 derniers patients : 

- Une patiente (BazVa) a eu 3/4 prélèvements contaminés : 2 uniquement sur la D1 et 1 

sur les deux types de décontaminations. 

- Un patient (CheRo) a eu 2/2 prélèvements contaminés : 1 sur la D1 et l’autre sur les 

deux types de décontaminations. 

- Une patiente (ColMa) a eu 3/3 prélèvements contaminés uniquement sur la D1. 

- Une patiente (DubCh) a eu 2/4 prélèvements contaminés uniquement sur la D1. 

- Une patiente (GosKe) a eu 2/4 prélèvements contaminés uniquement sur la D1. 

- Un patient (HenFr) a eu 2/2 prélèvements contaminés par des BGN sur tous les milieux 

de cultures que ce soit pour la simple ou la double décontamination. 

Donc trois patients ont eu 100% de leurs prélèvements contaminés lors de la première 

décontamination (sur 2 ou 3 prélèvements analysés lors de notre étude). Une patiente a eu 75% 

de ses prélèvements contaminés lors de la première décontamination. Et deux patients ont eu 

50% de leurs prélèvements contaminés lors de la première décontamination. 
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Il sera donc toujours nécessaire de faire directement une double décontamination pour 

éviter les contaminations bactériennes pour les trois patients ayant eu 100% de leurs 

prélèvements contaminés lors de la première décontamination.  

Enfin nous nous avons analysés le délai moyen de positivité des cultures contaminées. 

Ce calcul comprend les 22 prélèvements contaminés sur la D1. Il révèle une moyenne de temps 

de contamination des géloses lors d’une D1 de 10,6 jours (intervalle de 2 à 28 jours).  

 Patients positifs 

Lors de cette étude neuf prélèvements de quatre patients se sont relevés positifs à une 

MNT (figure 30). Trois d’entre eux ont un antécédent de colonisation ancienne ou toujours 

contemporaine à M. abscessus.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Cas n°1 

Le cas numéro 1 (BeaEd) est un patient de 24 ans étant homozygote deltaF508/F508. 

Le diagnostic de mucoviscidose a été fait dans le mois suivant la naissance devant la présence 

d’un iléus méconial. Le dosage de la TIR à 3 jours de vie était très élevé avec une valeur de 

1770 µg/L et une valeur à 22 jours de 2045 µg/L pour une valeur de référence inférieure à 65 

µg/L. Par la suite, le test à la sueur c’est aussi révélé positif avec une valeur de 110 mmol/L 

(valeur de référence < 60 mmol/L). Ce patient a une insuffisance pancréatique exocrine mais 

pas de diabète associé. Il a été opéré d’un syndrome d’occlusion distale de l’intestinal (SODI) 

Figure 30 : Organigramme représentant les prélèvements de notre étude. 
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à l’âge de 17 ans. Depuis 2016, il est traité par Orkambi® (Ivacaftor/Lumacaftor). Son dernier 

VEMS était à 41%. 

Sur le plan microbiologique, ce patient est suivi très régulièrement avec des ECBC tous 

les 1 à 4 mois. Il est colonisé chroniquement à Pseudomonas aeruginosa depuis l’âge de 9 ans 

avec une primo-infection à 4 ans, à Aspergillus fumigatus et de façon intermittente à 

Stenotrophomonas maltophilia. A noter qu’avant 2013 il était aussi colonisé à Staphylococcus 

aureus.  

Il est connu à M. abscessus sequevar erm(41) abscessus T28 acquis à l’âge de 16 ans. Il 

a été traité huit mois après la première expectoration positive, devant des épisodes fébriles, une 

aggravation du scanneur thoracique et du VEMS (passe de 90% à 50%). Le traitement 

d’induction était composé de tigécycline, tobramycine et imipémène pendant trois semaines. 

Par la suite, il a eu deux ans de traitement d’entretien par ciprofloxacine, doxycycline et 

clarithromycine. Le patient étant stable cliniquement, n’étant pas très observant sur son 

traitement et ayant une souche multirésistante, il a été décidé de ne mettre un traitement 

antibiotique que si l’état du patient se dégradait. La souche possède une résistance aux 

macrolides avec la mutation A2058G du gène rrl et une résistance inductible à la 

clarithromycine (T28). Elle possède aussi une résistance aux aminosides avec la mutation 

A1408G du gène rrs. La souche reste sensible à la tigécycline et de sensibilité diminuée à la 

céfoxitine et l’imipémène.  

Lors de notre étude, le patient a présenté un premier ECBC avec un examen direct 

positif avec 3+ (4 à 36 BAAR sur 1 champ) pour la recherche de BAAR (photo 31). Tous les 

milieux (solides, liquides, D1 et D2) ont été positifs en 4 jours (photos 32 et 33). Il n’y avait 

pas de différence de temps de pousse entre les deux types de décontamination. L’identification 

par MALDI-TOF révèlera l’espèce M. abscessus. 

 

 

 

 

 

 

 Photo 31 : Examen direct auramine positif 3+ pour le patient numéro 1. 
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Vers la fin de notre étude, ce patient a eu un second prélèvement avec un examen direct 

négatif mais des cultures positives rapidement (5 jours) à M. abscessus identifié par MALDI-

TOF. Cette souche a poussé sur les milieux de culture incubés à 37°C sans différence de temps 

de pousse entre les deux types de décontamination. 

Seulement pour ce patient, la gélose Oxoid de ses deux prélèvements respiratoires a 

poussé à M. abscessus en moins de 5 jours (photo 43). 

Au total pour ce patient, les deux types de décontamination n’ont pas d’impact sur la 

viabilité de la souche. 

 Cas n°2 

Le cas numéro 2 (ChiLo) est une patiente de 14 ans, qui est hétérozygote pour la 

mutation deltaF508 avec G542X pour seconde mutation. Le diagnostic de mucoviscidose a été 

fait grâce au dépistage néonatal et des antécédents familiaux (sans plus de précision). Son 

dosage de TIR à trois jours était de 134 µg/L et son test à la sueur à 112 mmol/L. Cette patiente 

possède une insuffisance pancréatique exocrine et aussi un retard staturo-pondéral. Elle ne suit 

pas de traitement curatif par Orkambi® car elle possède une mutation hétérozygote deltaF508. 

Photo 32 : Milieu coletsos incubé à 30°C positif à M. abscessus pour le patient numéro 1. 

Photo 33 : Milieu coletsos incubé à 37°C positif à M. abscessus pour la patient numéro 1. 
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Son VEMS s’est dégradé à partir du mois de janvier puisqu’il est passé de 62% à 48% au mois 

de juin 2020. 

Dans ces antécédents microbiologiques, elle a été infectée par une souche de M. 

abscessus sequevar erm(41) abscessus T28 de mars 2016 à novembre 2018, présente de façon 

intermittente dans ses ECBC. Sur cette période de temps, la patiente a réalisé 28 ECBC, sur 

lesquels on a retrouvé 12 fois la MNT (42,9 %). Seulement 5 des 12 prélèvements positifs en 

cultures avaient un examen direct positif avec 1+. Le test HAIN NTM-DR a permis d’identifier 

une résistance naturelle aux macrolides par le polymorphisme T28 sur le gène erm(41) combiné 

à une résistance acquise aux macrolides avec la mutation du gène rrl et une sensibilité aux 

aminosides (rrs sauvage). Après novembre 2018 aucun de ses ECBC n’est revenu positif à cette 

espèce malgré un manque de traitement anti-mycobactérien instauré. 

Elle est colonisée également de façon chronique à Pseudomonas aeruginosa et 

Staphylococcus aureus sensible à la méticilline (SASM) avec des primo-infections lors de sa 

première année de vie. Il existe une colonisation pulmonaire à SARM de façon intermittente. 

Cette patiente a eu cinq ECBC avec recherche de mycobactéries lors de la période de 

notre étude soit environ une recherche par mois, comme nous le montre la frise chronologique 

sur la figure 34 ci-dessous. 

Les cultures du 08/01/2020, étaient négatives et il n’y avait pas de contamination 

bactérienne des géloses sur la D1 ni sur la D2.  

Le 19/02/2020, un second ECBC est réalisé.  L’examen direct à l’auramine est négatif 

pour la recherche de BAAR. A quinze jours de culture, le MGIT à 37°C 1ère décontamination 

est rendu positif par l’automate (photo 35). Puis à J25, le MGIT 37°C 2ème décontamination se 

positive aussi à la même mycobactérie. L’identification par MALDI-TOF identifiera une espèce 

SGM, M. lentiflavum. La souche a été envoyée au CNR pour la réalisation d’un antibiogramme 

Figure 34 : Frise chronologique des prélèvements de la patient numéro 2. Chaque rectangle correspond aux 6 semaines 

d'incubation des MGIT. Au-dessus figure les dates de prélèvements et en dessous les délais de croissance des MGIT 

positifs. MGIT1 = MGIT ayant eu une seule décontamination et MGIT2 = MGIT ayant eu deux décontaminations. 
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(CMI) en milieu liquide. La souche est résistante à la rifampicine, intermédiaire à l’amikacine 

et sensible à la rifabutine, clarithromycine et moxifloxacine. Ces résultats sont ceux observés 

habituellement pour une souche sauvage de cette espèce. 

 

 

 

 

 

 

 

Le troisième prélèvement datant du 23/03/2020, s’est révélé positif à M. lentiflavium en 

culture avec un examen direct du prélèvement négatif. Il est important de noter que pour ce 

prélèvement, seule la D1 a permis de mettre en évidence cette MNT. Elle n’a pas poussé sur les 

milieux ensemencés avec une D2. La souche a également poussé plus rapidement sur les 

cultures à 37°C (J35) qu’à 30°C (J43 : dernier jour d’incubation des milieux) (photos 36 et 37). 

Photo 35 : Coloration à l'auramine de la culture 

positive pour la patiente numéro 2. 

Figure 37 : Milieu coletsos incubé à 37°C positif à M.lentiflavum pour la patiente numéro 2. 

Figure 36 : Milieu coletsos incubé à 30°C positif à M.lentiflavum pour la patiente numéro 2. 
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Pour le quatrième ECBC du 15/05/2020 l’examen direct était négatif. Le milieu de 

culture décontaminé une seule fois, à 30°C s’est révélé contaminé par des bacilles à gram 

négatif (BGN). Les cultures faites en parallèle en bactériologie étaient positives à Pseudomonas 

aeruginosa (colonisation chronique chez cette patiente). Finalement, à J42 (dernier jour 

d’incubation des milieux), le MGIT ayant eu une D1 et incubé à 37°C c’est révélé positif à M. 

lentiflavum. Rien n’a poussé sur le milieu ayant eu une D2 

Et enfin son cinquième ECBC (datant du 11/06/2020) a été rendu négatif après six 

semaines d’incubation.   

Pour l’instant la patiente n’a pas encore reçu de traitement pour cette colonisation mais 

cliniquement son état se dégrade depuis le début de l’année. Un contrôle rapproché de sa 

fonction respiratoire est instauré à domicile et si la patiente présente une fièvre prolongée, un 

traitement antibiotique anti mycobactérien sera instauré. 

En conclusion, cette patiente a eu cinq prélèvements dont trois positifs à M. lentiflavium. 

Dans ce cas, on peut noter que la croissance est plus rapide sur les cultures n’ayant subi qu’une 

D1 et que la D2 peut inhiber la croissance des MNT. En effet un des prélèvement pousse avec 

une différence de dix jours entre la D1 et la D2 et deux prélèvements ne poussent 

qu’uniquement sur la D1 pour cette patiente.  

 Cas n°3 

Patiente numéro 3 (TroEl) est âgée de 14 ans et est homozygote deltaF508/F508 pour la 

mucoviscidose. La découverte de la mucoviscidose a été faite précocement grâce au dépistage 

néonatal systématique. Cette patiente possède aussi une insuffisance pancréatique exocrine. 

Elle suit le traitement par Orkambi®. Son dernier VEMS était à 84% 

D’un point de vue bactériologique, elle est colonisée à SASM, Aspergillus fumigatus 

(sans ABPA), Pseudomonas aeruginosa et de façon intermittente mais très fréquente (2 à 5 fois 

par an) à Stenotrophomonas maltophilia. Elle est connue à M. abscessus subsp massiliense 

depuis avril 2018. L’antibiogramme a été fait en 2018 et 2019 et montre que cette souche ne 

possède pas de mutation du gène rrs ni du gène rrl, elle est donc sensible à l’amikacine, la 

clarithromycine et le linézolide, possède une sensibilité diminuée au céfoxitine et l’imipèneme 

et est résistant à la ciprofloxacine, le moxifloxacine, la doxycycline, la tobramycine et le 

cotrimoxazole.  
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Un traitement est instauré (en avril 2019) (1 an après la première culture positive (10 

ECBC positifs)) est devant une fièvre persistance depuis 6 semaines (figure 38). Ce traitement 

d’induction était constitué d’amikacine par voie orale pendant 7 jours puis en aérosol associé à 

de la tigécycline, de l’imipénème et de l’azithromycine pendant 3 semaines. Cela n’a pas permis 

l’éradication de cette souche. Un traitement d’entretien constitué d’amikacine en aérosol, 

d’azithromycine et de clofazimine a été instauré un mois après. De nouveau, devant une fièvre 

persistante de 10 jours un second traitement d’induction a été initié en décembre 2019. Depuis 

la patiente suit un traitement d’entretien.  Le suivi microbiologique est réalisé environ tous les 

deux mois. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 38 :  Prise en charge thérapeutique de l'infection à M. abscessus subsp massiliense chez la patiente 

numéro 3. Traitement IV : amikacine, imipénème, tigécycline et azithromycine. Traitement d'entretien : 

amikacine en aérosol, clofazimine et azithromycine. 
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Lors de cette étude, trois ECBC seront analysés (figure 39). Le premier ECBC du 

11/03/2020, révèle un examen direct négatif pour la recherche de BAAR. Le MGIT 1ère 

décontamination à 37°C sort positif à J10 d’incubation et le MGIT 2ème décontamination à 37°C 

sort positif à J24. La technique d’identification par MALDI-TOF au CHU de Caen révèle la 

présence de M. abscessus. L’identification par PCR de la sous espèce indique la sous espèce 

massiliense.  

Le second ECBC du 06/05/2020, lui se révèle positif à l’examen direct avec 1+ BAAR 

(1 à 9 BAAR sur la lame). Les milieux de culture, que ce soit pour la D1 et la D2, ont révélé la 

présente de cette même MNT sans différence de temps de pousse entre les deux types de 

décontamination (photos 40 et 41).  

Figure 39 : Frise chronologique des prélèvements de la patiente numéro 3. Chaque rectangle correspond aux 6 

semaines d'incubation des MGIT. Au-dessus figure les dates de prélèvements et en dessous les délais de croissance des 

MGIT positifs. MGIT1 = MGIT ayant eu une seule décontamination et MGIT2 = MGIT ayant eu deux décontaminations. 

Figure 41 : Milieu coletsos incubé à 30°C positif à M. abscessus subsp massiliense pour la patiente numéro 3. 

Figure 40 : Milieu coletsos incubé à 37°C positif à M. abscessus subsp massiliense pour la patiente numéro 3. 
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Le troisième ECBC du 15/07/2020 dont l’examen direct était positif avec 2+ BAAR (4 

à 36 BAAR sur 10 champs) et rendu positif à M. abscessus (photo 42). Ce prélèvement n’a pas 

montré non plus de différence de temps de pousse pour les deux types de décontaminations. 

 

 

 

 

 

 

 

On voit ici que pour le premier ECBC il y a une différence de 14 jours entre le temps de 

pousse sur la D1 et la D2 (figure 39). Là encore cela montre que la D2 par acide oxalique affecte 

bien la viabilité de la souche en inhibant sa pousse. M. abscessus est une mycobactérie de 

croissance rapide et peut pousser en moins de 7 jours. Avec une décontamination par NaOH-

NALC puis acide oxalique, la pousse est plus longue et apparait plus tard au bout de 24 jours. 

On voit donc un retard de croissance lors de la D2. 

 Cas n°4  

Patiente de 17 ans (GosKe) qui a un génotype homozygote pour la mutation deltaF508. 

Cette patiente présentait un iléus méconial à la naissance avec une insuffisance pancréatique 

exocrine, le DNN a permis de confirmer le diagnostic de mucoviscidose. Elle suit le traitement 

curatif par Orkambi®.  

Cette patiente est colonisée chroniquement à SASM, à Aspergillus fumigatus et de façon 

intermittente à Pseudomonas aeruginosa. Elle n’était pas connue à MNT avant cette étude. 

Durant la période étudiée, la patiente a eu quatre ECBC réalisés le : 

- 30/12/2020 

- 28/01/2020 

- 07/04/2020 

- 19/05/2020 

Photo 42 : Examen direct auramine positif 2+ pour la patiente numéro 3. 



 

74 

 

Le premier du 30/12/2020 était contaminé par de la flore bactérienne sur la D1. 

Sur le second du 28/01/2020 aucune croissance n’a été observée. 

Le troisième du 07/04/202 c’est révélé contaminé par des BGN sur les cultures ayant eu 

une D1 et positif à MNT sur le MGIT à 30°C ayant eu une D2. Sur ce troisième prélèvement, 

l’ED à l’auramine initial était négatif. Les cultures contaminées (sur D1) ont poussé en moins 

d’une semaine (3 à 7 jours) alors que la culture positive (sur D2) à MNT a poussé en 16 jours. 

L’identification par spectrométrie de masse a permis d’identifier une espèce contaminante : M. 

gordonae.  

Enfin son quatrième prélèvement prélevé le 19/05/2020 s’est révélé négatif à l’examen 

direct et à la culture. 

 Temps de pousse des cultures positives 

Lors de notre étude le patient numéro 1 (BeaEd) a eu deux ECBC de réalisés. Ces deux 

prélèvements étaient positifs à MABSC. Le délai de croissance moyenne des MGIT pour ce 

patient est de 4,5 jours (de 4 à 5 jours). Il n’y avait pas de différence de temps de croissance 

entre les MGIT ayant eu une D1 et ceux ayant eu D2. 

La patiente numéro 2 (ChiLo)  a eu cinq ECBC lors de cette période dont trois positifs 

à M. lentiflavum. Le temps moyen de croissance des MGIT ayant eu une seule décontamination 

(MGIT1) est de 34 jours (15 jours à 43 jours). Pour les MGIT ayant eu deux décontamination 

(MGIT2), le calcul n’a pu être réalisé car cette patiente n’a eu d’une seule MGIT2 positif lors 

de notre étude, sur le premier prélèvement positif. Ce MGIT2 avait un temps de croissance de 

dix jours plus long que le MGIT1 du même prélèvement. 

Pour le troisième patient (TroEl), trois ECBC ont été analysés lors de notre étude. Ces 

trois prélèvements étaient tous positifs à MABSC. Le temps de croissance moyen des MGIT1 

est de 7 jours (de 6 à 10 jours) contre 12 jours (de 6 à 24 jours) pour les MGIT2. Pour ce patient 

seulement le premier prélèvement montrait une différence de temps de croissance de quatorze 

jours entre les MGIT1 et les MGIT2. Pour les deux autres prélèvements, le temps de croissance 

des MGIT1 et des MGIT2 étaient les mêmes. 

Le prélèvement de la patiente numéro 4 (GosKe) n’est pas pris en compte dans le calcul 

du temps de croissance des MGIT car M. gordonae est considéré comme un contaminant 

probable. 
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Pour les RGM (MABSC : patients numéro 1 et 3), le temps moyen de croissance des 

MGIT1 est de 5,5 jours (de 4 à 6 jours) et de 6,4 jours (de 4 à 24 jours) pour les MGIT2. 

Pour le SGM (M. lentiflavum : patiente numéro 2), le temps de croissance moyenne pour 

les MGIT1 est d’un peu moins de 34 jours (de 15 à 43 jours). 

Le calcul le plus intéressant à faire est celui qui compare le temps de croissance des 

MGIT1 à celui des MGIT2 pour les prélèvements ayant eu les deux types de décontaminations 

positives à MNT avec ou sans différence de temps de croissance. Ainsi le temps moyen de 

croissance des MGIT1 est de 6,7 jours (intervalle de 4 à 15 jours) contre 9,1 jours (intervalle de 

4 à 25 jours) pour les MGIT2. Ce qui peut montrer une action de l’acide oxalique sur la 

croissance des MNT.  

Cependant ce calcul ne prend pas en compte les prélèvements de la patiente numéro 2 

qui ont poussé uniquement sur MGIT1. Sur ces prélèvements pour les MGIT2, la viabilité de la 

souche a été fortement atteinte par le traitement par acide oxalique. Les souches n’ont donc pas 

poussé sur les MGIT2 au bout de 42 jours d’incubation ni au bout de 90 jours d’incubation des 

milieux de cultures solide. Si on considère un temps de croissance supérieure à 90 jours pour 

ces prélèvements, le temps moyen de croissance pour les MGIT1 serait de 14,4 jours (intervalle 

de 4 à 43 jours) et supérieur à 27,8 jours pour les MGIT2 (intervalle de 4 à > 90 jours). 

 Gélose Burkholderia cepacia 

Lors de notre étude, sur les géloses « cepacia » étudiées, seulement deux sont revenues 

positives à une MNT, malgré l’allongement de l’incubation de la gélose à 28 jours au lieu de 5 

jours (photo 43). Cela représente 2,6% de nos prélèvements et 22,2% des prélèvements positifs 

à une MNT.  

Ces deux prélèvements appartenaient au patient numéro 1 (BeaEd) connu à M. 

abscessus. Pour les autres patients positifs à une MNT, aucune n’a pu être identifiée grâce à 

cette gélose. Ce résultat semble tout de même assez faible. 
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Le type de gélose utilisée au laboratoire du CHU de Caen pour la recherche 

conventionnelle de Burkholderia cepacia chez les patients atteints de mucoviscidose est 

l’Oxoid de référence P0093A. Ce type de gélose ne semble pas optimal pour l’identification de 

MNT. 

Une étude de Preece et al. a comparé différents types de géloses utilisées pour 

l’isolement de  Burkholderia cepacia (Biomérieux, Oxoid, BD) et montre qu’il existe des 

différences minimes pour les sensibilités pour l’isolement de MNT, allant de 100% à 93,2%. 

C’est ce type de gélose Oxoid qui possède la moins bonne sensibilité de 93,2%. 

Il faut noter aussi que quatre géloses Oxoid ont été perdues (figure 44). Cela est dû à un 

problème organisationnel. En effet, ces géloses sont ensemencées en même temps que les 

géloses pour la recherche de bactéries et suivent ensuite l’organisation de la bactériologie. En 

bactériologie, les géloses sont jetées à 5 jours d’incubation. Pour cette étude, la prolongation à 

28 jours nécessitait de ne pas oublier de donner les géloses aux techniciens qui s’occupent des 

cultures de mycobactéries (qui ne se fait pas dans la même pièce). 

Enfin, ces géloses ont aussi eu un taux de contamination par des bactéries assez 

importantes : 48,5%. Plus précisément, 20 géloses ont été contaminées lors de l’incubation de 

5 jours (en bactériologie) et les 13 autres ont été contaminées lors de l’allongement d’incubation 

jusqu’à 28 jours (figure 44). Les contaminations survenant après les 5 jours d’incubation 

standard sont toutes dues à Candida ou Aspergillus. Pour 9/13 de ces patients, la contamination 

fongique de la gélose « cépacia » est en accord avec leur colonisation pulmonaire fongique 

retrouvée au laboratoire de mycologie (Candida ou Aspergillus). Cependant, les 4 patients 

restants ne possèdent pas de colonisation pulmonaire fongique. Cela peut souligner un problème 

Photo 43 : Gélose "cepacia" positive à M. abcessus pour le patient numéro 1. 
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de conservations des géloses ou de perméabilité des boites. A noter que les géloses de ces 

patients ont été ensemencées le même jour et ont donc été conservées ensemble.  

Ce taux de contamination important peut être expliqué aussi par le fait que ces géloses 

sont ensemencées par des prélèvements purs non décontaminés.  

 

Figure 44 : Tableau récapitulatif des géloses "cépacia" contaminées, stériles et positives.  
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 Discussions 

Le diagnostic d’infection à mycobactérie non tuberculeuse est difficile chez les patients 

atteint de la mucoviscidose de par leur symptomatologie respiratoire, les signes cliniques peu 

spécifiques et la difficulté à isoler les souches en culture, souvent contaminées par la flore 

endogène des patients. Cependant, il est important d’instaurer un traitement approprié, le plus 

rapidement possible pour éradiquer une MNT chez ces patients fragiles. Nous savons que les 

patients atteints de la mucoviscidose ont souvent des colonisations bactériennes, le plus souvent 

à Staphylococcus aureus ou Pseudomonas aeruginosa, parfois très résistants aux antibiotiques. 

Ils sont donc fréquemment sous cures d’antibiotiques lors de leurs exacerbations bronchiques. 

Il est important pour le clinicien de faire la différence entre une colonisation ou une infection à 

MNT afin d’instaurer un traitement antibiotique si nécessaire. 

Les recommandations pour l’ensemencement des expectorations provenant de patients 

ayant la mucoviscidose sont de procéder à une double décontamination avec du N-acétyl-L-

cystéine-NaOH suivie de l’acide oxalique à 5% dans la majorité des protocoles ou directement 

par 1% de chlorhexidine (171). Cela permet d’éliminer les colonisations bactériennes et 

fongiques très présentes chez ces patients. La question de l’effet de cette décontamination sur 

la viabilité des MNT se pose. 

L’objectif de cette étude a donc été d’étudier en parallèle l’effet de la simple 

décontamination et de la double décontamination sur la croissance des MNT mais aussi 

d’étudier l’intérêt de prolonger l’incubation à 28 jours des géloses « cepacia ». 

Il faut savoir qu’au CHU de CAEN depuis 2011, il y a eu environ 160 patients suivis 

pour leur mucoviscidose (59 depuis janvier 2019). Parmi ces patients seulement 10 étaient 

colonisés/infectés à MNT (7 enfants et 3 adultes lors de leur première culture positive à MNT) 

depuis 2011.  

Parmi ces 10 patients : 

- 6 avaient une colonisation/infection à MABSC (60%) dont 2 lors de notre étude et 1 

qui a présenté une colonisation/infection à M. lentiflavum. 

- 1 patient infecté à MAC (10%) à l’âge de 20 ans et ayant plusieurs cures antibiotiques 

pour éliminer cette MNT mais sans succès (patient décédé à l’âge de 26 ans). 

- 3 patients (30%) ont eu sur seulement un prélèvement à une MNT saprophyte de 

l’environnement : M. gordonae dont 1 lors de notre étude. 
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Parmi les 6 patients ayant eu un MABSC dans leurs expectorations :  

- 1 patiente est décédée à l’âge de 9 ans avec 2 ans de colonisation à M. abscessus subsp 

abscessus sequevar erm(41) T28 sans mutations rrl et ni rrs. 

- 1 était colonisé à MABSC depuis 8 ans avec une co-infection à M. intracellulare 

pendant 1 an mais ce patient a été perdu de vue. 

- 1 patiente a été greffée pulmonaire et avait présenté un seul prélèvement positif à M. 

abscessus subsp bolletii. 

- 3 patients toujours suivis au CHU. Ces trois patients sont trois des quatre cas retrouvés 

positifs à une MNT dans notre étude. 

o M. abscessus subsp abscessus sequevar erm(41) T28 avec une mutation rrl et 

une mutation rrs (patient numéro 1 : BeaEd). 

o M. abscessus subsp abscessus sequevar erm(41) T28 avec une mutation rrl et 

sans mutation rrs (patient numéro 2 : ChiLo). Patiente connue à M. lentiflavum 

lors de notre étude. 

o M. abscessus subsp massiliense sans mutation rrl ni rrs (patient numéro 3 : 

TroLo). 

Lors de cette étude de 7 mois, 76 prélèvements ont été inclus ce qui représente 42 

patients ayant la mucoviscidose. L’étude des ECBC chez ces patients nous a confirmé la 

présence de MNT chez 4 patients soit 9,5% de notre population (9 prélèvements). Ce taux 

semble comparable avec la littérature Française (Roux et al. 2009 : 6,6% et Cavalli et al. 2014 : 

12%) et mondiale (prévalence entre 4 et 20%).  

Au moment de l’étude, deux de ces quatre patients étaient colonisés avec une souche de 

MABSC depuis 8 et 2 ans (patient numéro 1 : BeaEd et patiente numéro 3 : TroEl 

respectivement). D‘après les critères ATS/IDSA, ces deux patients sont infectés à MABSC. Ils 

ont déjà eu un traitement d’induction anti-mycobactérie mais sans réussite d’éradication de la 

souche. 

Une patiente (patiente numéro 4 : GosKe)  a eu seulement un prélèvement positif à M. 

gordonae. Nous ne nous sommes pas plus attardés sur cette dernière patiente car ce germe est 

considéré comme un agent contaminant de l’environnement. 
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Une patiente (patiente numéro 2 : ChiLo) a eu plusieurs prélèvements positifs (3 sur 5) 

à M. lentiflavium lors de notre étude et non connue colonisée auparavant à cette souche. En 

effet cette patiente était connue entre 2016 et 2018 à MABSC mais depuis deux ans aucun de 

ses ECBC ne retrouvaient cette souche. Les prélèvements à M. lentiflavium sont pour l’instant 

considérés comme une colonisation et non une infection. Aucun traitement n’a été instauré mais 

un suivi clinique rapproché a été mis en place. 

Mycobacterium lentiflavum est une mycobactérie non tuberculeuse à croissance lente. 

L’impact clinique de cette MNT dans les infections pulmonaires chez les patients ayant la 

mucoviscidose n’est pas bien défini. C’est une espèce qui provoque principalement des 

lymphadénites cervicales chez les jeunes enfants et patients immunodéprimés (308). 

Initialement cette espèce était considérée comme un contaminant provenant de l’environnement 

(eau) mais des études ont montré une possible dissémination chez les patients greffés. Elle est 

rarement isolée dans les ECBC des patients ayant la mucoviscidose. Cependant, en 2015, une 

étude réalisée à Marseille révèle une émergence épidémique de M. lentiflavum chez les patients 

ayant la mucoviscidose. Cette mycobactérie se retrouve être la troisième espèce isolée de cette 

étude (309).  

Sur les neuf prélèvements positifs à une MNT dans notre étude, quatre ont poussé plus 

rapidement sur les milieux ayant eu une D1, de 10 à 14 jours. Deux de ces quatre prélèvements 

(pour la même patiente (n°2)) n’ont poussé que sur les milieux ayant eu une D1. Nous avons 

donc vu que la D2 avait un effet sur la viabilité des MNT sur ces prélèvements positifs. Le délai 

moyen de positivité était de 6,7 jours (de 4 à 15 jours) pour la D1 et de 9,1 jours (de 4 à 25 

jours) pour la D2. Cependant si on prend en compte les prélèvements de la patiente numéro 2 

n’ayant poussé que sur la D1, ce temps moyen de croissance lors de la D1 est alors de 14,4 

jours (de 4 à 43 jours) versus 27,8 jours (de 4 à > 90 jours) pour la D2. 

Par contre, 29% de nos prélèvements étaient contaminés par de la flore lors de la D1 

contre 9,2% lors de la D2. La seconde décontamination est donc nécessaire pour éliminer la 

flore commensale présente dans certains prélèvements d’expectoration des patients atteints de 

la mucoviscidose. Mais elle touche la viabilité des mycobactéries et empêcher correctement sa 

pousse sur les milieux de culture.  

Nous avons un cas particulier pour un patient : HenFr, qui a toujours (lors de notre étude 

et aussi auparavant) ses prélèvements contaminés par des bactéries (BGN) sur les deux types 

de décontamination (D1 et D2). Pour ce patient, les examens direct sont toujours négatifs mais 

au vue de la faible sensibilité de ce test, il pourrait être intéressant d’utiliser une autre méthode 
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de décontamination : chlorhexidine ou acide sulfurique par exemple. Une autre solution serait 

de faire une recherche moléculaire sur ses prélèvements. 

Il est important de s’attarder sur le rapport bénéfice risque du type de protocole de 

décontamination mis en place. Trois solutions s’offrent donc à nous : 

- Continuer à faire directement la double décontamination (D2) sur tous nos ECBC 

(protocole actuel). Le problème principal de cette méthode est le risque de sous 

diagnostic d’infection à MNT due à l’effet néfaste de l’acide oxalique sur la viabilité 

des MNT comme pour la patiente numéro 2 de notre étude. Nous avons estimé que ceci 

n’est pas acceptable. 

- Soit nous utilisons le protocole effectué dans cette étude c’est-à-dire les deux types de 

décontaminations (D1 + D2) en parallèle. Cette méthode est rassurante et optimale pour 

ne pas manquer de diagnostiquer une infection à MNT. Mais cela entraine une charge 

de travail conséquente pour les techniciens et une augmentation du coût de l’analyse. 

Nous avons en moyenne 180 ECBC de patients ayant la mucoviscidose par an au CHU. 

Si nous ajoutons deux MGIT et deux coletsos par prélèvement, cela entraine un surcoût 

financier de 2549€ par an (tableau 11 ci-dessous). 

Tableau 11 : Prix unitaire des milieux de culture MGIT et coletsos et pour une décontamination. 180 étant le 

nombre moyen de prélèvements pas an au CHU de Caen pour la recherche de MNT. Taux de gélose 

contaminées lors d’une simple décontamination : 29% 

 

- Soit dans un premier temps, une D1 est effectuée sur tous nos prélèvements. Si les 

cultures se contaminent, on pratique une D2 sur le prélèvement initial. Le problème 

principal de ce protocole est l’allongement du délai de rendu des résultats. Ce délai sera 

fonction du temps moyen de contamination des géloses ayant eu une D1. Suivant nos 

calculs, ce temps moyen de contamination est estimé à 10,6 jours (intervalle de 2 jours 

à 32 jours). A la vue de nos résultats, la D2 par acide oxalique ne serait faite que sur 

29% de nos prélèvements. Cette méthode engendre un surplus de coût d’environ 739,2€ 

(tableau 11) par an mais un temps de travail moins important que si les deux 

décontaminations étaient faites en parallèle. Elles nous permettrait de ne pas sous 

diagnostiquer les infections à MNT. 

 Prix unitaire  Coût par décontamination Coût pour une D1 puis D2 

MGIT 5,60€  2x5,60€ 2x5,60x29% 

Coletsos 1,48€ 2x1,48€ 2x1,48x29% 

Total (180 patients)   2548,8€ 739,2€ 
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Au total, la dernière proposition semble la plus adaptée pour notre service car le surcoût 

financier et la charge de travail sont moindre par rapport à un système de deux méthodes de 

décontamination en parallèle. De plus, le délai d’environ 11 jours pour ensemencer les géloses 

avec une double décontamination, si la première est contaminée, semble raisonnable et plus 

acceptable que le fait de sous diagnostiquer les infections à MNT si l’on fait uniquement une 

double décontamination par NaOH-NALC et acide oxalique. On ne peut donc pas se permettre 

de faire juste une double décontamination comme dans notre protocole initial malgré un taux 

important de contamination (29%) lors que la première décontamination. 

Enfin nous pouvons optimiser également notre organisation au cas par cas. On peut 

cibler les patients ayant toujours la D1 contaminée et ne faire que pour eux une D2. 

Plusieurs limites sont présentes dans cette étude :  

Tout d’abord il y a la faible puissance de notre étude qui s’explique par une période 

d’inclusion courte de 7 mois et par le fait que peu de patients au CHU de Caen sont 

colonisés/infectés à MNT : seulement 10 depuis 2011. 

D’autre part, nous avons été impacté par la pandémie à COVID-19. Peu de prélèvements 

chez les sujets ayant eu la mucoviscidose ont été faits pendant cette période (7 prélèvements de 

23 mars au 6 mai : confinement). Comparativement, sur cette même période en 2019 au CHU 

de Caen, nous avions reçu une vingtaine de prélèvements en plus. 

Enfin la troisième limite de cette étude est le type de gélose Burkholderia cepacia 

(Oxoid P0093A) utilisée au laboratoire du CHU de Caen. Ce type de gélose ne semble pas 

approprié pour l’identification de MNT car seulement deux sont revenues positives (même 

patient). En effet, en début d’étude, certaines géloses ont été « perdues » et le taux de 

contamination de celle-ci était assez élevé 46%. 

Perspectives : 

A la fin de notre étude est apparue en commercialisation des géloses NTM Elite® 

(bioMérieux référence 423144). Ces géloses sont décrites comme étant un équivalent des 

géloses RGM citées au début de cette thèse. Elles semblent très prometteuses pour la détection 

des MNT et d’une utilisation facilitée. En effet, il n’y a pas besoin de décontaminer 

préalablement les prélèvements, ce milieu est plus sélectif que les milieux conventionnels et 

inhibe la plupart des microorganismes contaminants. C’est pourquoi, après cette étude, ces 

géloses ont été testés sur une vingtaine d’expectorations de patients ayant la mucoviscidose.    
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Conclusion 

En France et dans le monde, la prévalence d’infection à MNT augmente depuis plusieurs 

années et ceux pour plusieurs raisons comme l’augmentation de l’espérance de vie des patients 

ayant la mucoviscidose (de nos jours arrivé à plus de 50 ans) et de meilleures méthodes de 

diagnostic (PCR, MGIT). Une étude a montré qu’en 2025, une augmentation d’environ 50% de 

patients atteints de la mucoviscidose est attendue (20% pour les enfants et 75% pour les adultes 

dans les pays d’Europe de l’Ouest) (310). L’augmentation de la longévité des patients atteints 

de la mucoviscidose sera aussi associée à l’augmentation de la sévérité de certaines 

comorbidités comme le diabète, le cancer et les infections à des pathogènes opportunistes 

comme les MNT. 

Il est donc nécessaire d’avoir des méthodes de diagnostic rapides et efficaces pour 

instaurer un traitement si la clinique est en faveur d’une infection. 

La détection de MNT chez les patients ayant la mucoviscidose est rendue plus difficile 

par la présence de bactéries colonisant le tractus respiratoire. Pour éviter leur croissance sur les 

milieux de culture utilisés pour la détection des MNT, il peut être nécessaire de faire une 

décontamination supplémentaire avec de l’acide oxalique. Cependant cet acide en plus 

d’affecter la viabilité des bactéries, affecte celle des MNT.  

Durant notre étude, 4/9 de nos prélèvements positifs à MNT ont montré une croissance 

plus rapide à partir des prélèvements décontaminés une fois. La seconde décontamination par 

acide oxalique a un impact défavorable sur la viabilité des MNT. Dans certains cas, nous avons 

montré que le laboratoire peut passer à côté d’une colonisation/infection à MNT si seule la 

double décontamination, trop agressive, est pratiquée.  

En revanche le fait de pratiquer une simple décontamination par du N-acétyl-L-cystéine-

NaOH augmente significativement le nombre de milieux de cultures contaminés par la flore 

bactérienne. Dans notre étude, le taux de contamination seulement sur les milieux de culture 

ayant eu une D1 est de 23,7% contre 3,9% sur seulement les cultures ayant eu une D2. Cet 

inconvénient n’est pas opposable au fait que nous pouvions passer à coter d’une infection à 

MNT. 

Nous avons aussi montré que 6 patients sur les 16 ayant eu des prélèvements contaminés 

par des bactéries, ont quasiment l’ensemble de leurs prélèvements contaminés. Dans notre 

organisation, il serait possible d’étiqueter les patients pour lesquels les cultures simples 

décontamination sont toujours contaminées et donc pour lesquels il est nécessaire de faire 
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directement une double décontamination sur leurs prélèvements. Cela pourrait être possible en 

étudiant les antécédents des patients : colonisation bactérienne et antécédents de cultures 

contaminées lors de la recherche de MNT. 

Cette thèse va permettre d’améliorer les bonnes pratiques de laboratoire, en instaurant 

pour la plupart des expectorations de patients ayant la mucoviscidose, une D1 puis une D2 s’il 

y a une contamination des milieux de culture en D1. Malgré un temps technicien et un coût 

supplémentaire, on ne plus se permettre de faire seulement une double décontamination. 

La mise sur le marché récent des géloses RGM ou NTM ELITE (bioMérieux référence 

423144) nous permettraient peut-être de régler ce problème car elles semblent très sélectives et 

ne nécessitent pas de décontamination préalable des expectorations de patients ayant la 

mucoviscidose. De plus, elles sont particulièrement adaptées pour la détection des MABSC, 

qui représente 60% des MNT positives dans les expectorations des patients ayant la 

mucoviscidose au CHU de Caen. L’arrivée de ces géloses sur le marché au moment de l’étude 

nous a permis d’initier un travail dont les résultats sont à venir.  
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TITRE 

Evaluation d’un changement de techniques de laboratoire pour la recherche de mycobactéries non 

tuberculeuses chez des patients atteints de mucoviscidose. 

 

Résumé 

La décontamination des expectorations chez les patients ayant la mucoviscidose pour la recherche de 

mycobactéries non tuberculeuses (MNT) est indispensable pour limiter le risque de contamination des milieux 

de culture par la flore bactérienne. Cette décontamination au CHU de Caen se déroule en deux étapes : NaOH 

NALC puis ajout de l’acide oxalique. L’objectif de cette étude est de comparer le taux de contamination et la 

viabilité des MNT par une simple décontamination par NaOH-NALC (D1) ou une double décontamination (D2). 

Cette étude s’est déroulée au CHU de CAEN du 27/12/19 au 21/07/20 avec l’inclusion de 42 patients soit 76 

expectorations. 4 patients (9 prélèvements) se sont révélés positifs à MNT, 2 à MABSC (déjà connus depuis 

plusieurs années), 1 à M. lentiflavium et 1 à une MNT contaminante : M. gordonae. Une différence du temps 

de croissance sur les patients positifs a été observée sur  4/9 prélèvements avec une croissance plus rapide de 

10 à 14 jours en faveur de la D1 et une croissance exclusive sur la D1 pour 2 prélèvements d’une même 

patiente. Pour les 2 prélèvements ayant une différence de temps de croissance entre les deux types de 

décontamination, la moyenne de croissance sur la D1 est de 14,4 jours contre 27,8 jours pour la D2. Le taux 

de contamination des milieux est plus important sur la D1 : 29% versus 9% pour la D2. Le temps moyen de 

contamination des géloses ayant eu une D1 est de 10,6 jours. Cette étude montre que l’acide oxalique a bien 

un impact sur la viabilité des MNT et peut entrainer une sous-estimation du nombre de MNT identifié chez les 

patients ayant la mucoviscidose. Il nous semble alors indispensable de changer de techniques 

d'ensemencement, malgré une augmentation du temps de travail et de coût financier. A présent toutes les 

expectorations seront décontaminées par le protocole D1. Les prélèvements contaminés seront techniqués 

par la méthode D2, dans un deuxième temps si nécessaire.  

 

TITLE 

EVALUATION OF A CHANGE IN LABORATORY METHODS FOR THE DETECTION OF NON-TUBERCULOUS 

MYCOBACTERIA IN PATIENTS WITH CYSTIC FIBROSIS. 

 

Summary 

Decontamination of sputum from patients with cystic fibrosis for the detection of non-tubercular 

mycobacteria (NTM) is essential to limit the risk of contamination of the culture media by the bacterial flora. 

This decontamination in the CAEN University Hospital takes place in two stages: NaOH NALC then addition of 
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oxalic acid. The objective of this study is to compare contamination rate and viability of MNT by a simple 

decontamination with NaOH-NALC (D1) or double decontamination (D2). This study took place at the CAEN 

University Hospital from 27/12/19 to 21/07/20 with the inclusion of 42 patients, i.e. 76 sputum. 4 patients 

tested positive for NTM (9 samples), 2 for MABSC (already known for several years), 1 for M. lentiflavium and 

1 for a contaminating NTM: M. gordonae. A difference in the growth time on positive patients was observed 

on a 4/9 samples with a  10 to 14-day faster growth time in favour of D1 and an exclusive push on the D1 for 

2 samples from the same patient. For the 2 samples with a difference in growth time between the two types 

of decontamination, the average growth time on D1 is 14.4 days compared to 27.8 days for D2. The 

contamination rate of the media is higher on D1: 29% versus 4% on D2. The average time of contamination of 

agar having had a D1 is 10.6 days. This study shows that oxalic acid does have an impact on the viability of 

NTM and may underestimate the number of NTM identified in patient with cystic fibrosis.  It seems to us then 

essential to change seeding techniques, despite an increase in working time and financial cost. At present, all 

sputum will be decontaminated by protocol D1. Contaminated samples will be treated by the D2 method, in 

a second step if necessary. 
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